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29 MBINACK Clément Chargé de Cours En Poste 
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36 TCHOFFO Fidèle Chargé de Cours En poste 

37 WAKATA née BEYA  Annie Chargé de Cours Chef Serv. MINESUP 

38 WOULACHE Rosalie Laure Chargé de Cours En poste 

39 ABDOURAHIMI Assistant En Poste 

40 CHAMANI Roméo Assistant En Poste 

41 MVOGO Alain Assistant En poste 

 

10- DEPARTEMENT DE SCIENCES DE LA TERRE (S.T.) (44)    

 

1 BILONG PAUL Professeur Doyen /Chef de Département  

2 NZENTI Jean-Paul Professeur En poste 

3 BITOM Dieudonné Lucien Professeur Doyen / UN 

4 FOUATEU Rose épouse YONGUE Professeur En poste 

5 NDJIGUI Paul-Désiré Professeur CSMM 

6 NKOUMBOU Charles Professeur En poste 

7 BISSO Dieudonné Maître de Conférences Directeur Projet Barage 

Memve’ele 

8 EKOMANE Emile Maître de Conférences Délégué Régional/MINMIDT 

9 GANNO Sylvestre Maître de Conférences En poste 

10 KAMGANG Pierre Maître de Conférences En poste 

11 MEDJO EKO Robert Maître de Conférences Dir./IUT Bois Mbalmayo 

12 MOUNDI Amidou Maître de Conférences CT/MININMIDT 

13 NDAM NGOUPAYOU Jules-Remy Maître de Conférences En poste 

14 NGOS III Simon Maître de Conférences D.A.A.C./UM 

15 NJILAH Isaac KONFOR Maître de Conférences En poste 

16 NYECK Bruno Maître de Conférences En poste 

17 TEMDJIM Robert Maître de Conférences En poste 

18 YENE ATANGANA Joseph Q. Maître de Conférences Chef cellule MINTP 

19 ABOSSOLO née ANGUE Monique Chargé de Cours Chef DAASR 

20 ANABA ONANA Achille Basile Chargé de Cours En poste 

21 BEKOA Etienne Chargé de Cours Barrage Memve’ele 
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25 GHOGOMU Richard TANWI Chargé de Cours Chef de Dépt IMIP/ Maroua 

26 LAMILEN BILLA Daniel Chargé de Cours En poste 

27 MBIDA YEM Chargé de Cours CS/LABOGENIE 

28 MINYEM Dieudonné Chargé de Cours Chef de Dépt IMIP/ Maroua 

29 MOUAFO Lucas Chargé de Cours En poste 

30 NGO BELNOUN Rose Noël Chargé de Cours En poste 

31 NGO BIDJECK Louise Marie Chargé de Cours En poste 

32 NGUEUTCHOUA Gabriel Chargé de Cours CEA MINRESI 

33 NJOM Bernard de Lattre Chargé de Cours En poste 

34 ONANA Vincent Chargé de Cours En poste 

35 TCHAKOUNTE Jacqueline ép. NUMBEM Chargé de Cours CEA MINRESI 

36 TCHOUANKOUE Jean-Pierre Chargé de cours En poste 

37 ZO’O ZAME Philémon Chargé de Cours S.G. MINTP 

38 TEMGA Jean Pierre Chargé de Cours En poste 

39 BINELI BETSI Thierry Olivier Assistant En Poste 

40 METANG Victor Assistant En Poste 

41 NOMO NEGUE Emmanuel Assistant En poste 

42 SABABA Elisé Assistant En poste 

43 TCHAPTCHET TCHATO De Pesquidoux I Assistant En poste 

44 TEHNA Nathanaël Assistant CS/ MINMIDT  
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Répartition chiffrée des enseignants permanents par Département  

(13 Septembre 2018) 
 

Département                                           Nombre d’enseignants 

 Pr MC CC ASS Total 

BC 5 (1) 11 (4) 13 (9) 11 (4) 40 (19) 

BPA 11 (0) 8 (5) 17 (6) 4 (0) 44 (11) 

BPV 4 (0) 8 (1) 11 (4) 4 (4) 27 (9) 

C.I. 9 (1) 8 (1) 14 (3) 4 (1) 35 (6) 

C.O. 9 (0) 11 (3) 11 (3) 2 (0) 33 (6) 

IN 3 (1) 2 (0) 8 (0) 15 (2) 30 (5) 

MA 3 (0) 4 (0) 21 (1) 3 (0) 33 (1) 

MB 1 (0) 6 (1) 5 (1) 1 (0) 13 (3) 

PH 10 (0) 14 (1) 14 (3) 3 (1) 41 (4) 

ST 6 (1) 12 (0) 20 (4) 6 (0) 44 (5) 

Total 56 (4) 73 (16) 136 (34) 83 (12) 340 (70) 
 

         Soit un total de :                                            340 (70) dont 

        - Professeurs             56 (4) 

        - Maîtres de Conférences           73 (16) 

        - Chargés de Cours            136 (34)    

        - Assistants                    83 (12)  

        - (  ) = Nombre de femmes                      
        

 

                                                                        Le Doyen de la Faculté des Sciences 
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RESUME 

Pour optimiser leurs performances, les athlètes sont souvent obligés de répéter des 

séances d’entraînement à haute intensité de travail avec peu de récupération, ce qui génère une 

fatigue neuromusculaire et un état de surentrainement qui peuvent leur être préjudiciables. De 

plus, une carence alimentaire pourrait avoir des conséquences majeures dans l’accomplissement 

de leur entraînement, dans l’obtention de la performance et sur leur santé. Face à cette situation, 

le recours aux substances dopantes et aux médicaments fortifiants semble être une alternative 

pour de nombreux athlètes. Toutefois, la consommation de ces substances présenterait des 

risques pour la santé du sportif. L’objectif du présent travail est d’étudier les activités de l’extrait 

aqueux des feuilles de M. oleifera sur les performances physiques et d’évaluer la toxicité liée à 

l’administration par voie orale de cet extrait chez les rats albinos de souche Wistar (Rattus 

norvegicus). Cette étude a été reparti en quatre grandes parties comprenant l’étude 

phytochimique et l’évaluation de la valeur nutritionnelle de  de l’extrait aqueux des feuilles de 

Moringa oleifera, l’étude antifatigue et antioxydant de cet extrait, l’étude antistress, et en fin, 

l’évaluation du profil toxicologique de cet extrait. Le screening phytochimique et l’évaluation de 

la valeur nutritionnelle de cet extrait ont été réalisés à partir de la méthode colorimétrique. 

L’activité antifatigue a été évaluée à partir de deux modèles d’activité physique (aiguë et 

chronique) chez les rats. Dans le but de déterminer le mécanisme par lequel cet extrait pourrait 

augmenter l’endurance physique et favoriser des adaptations physiques et physiologiques des 

rats soumis à une activité physique aigue/chronique, plusieurs paramètres biochimiques sériques 

(glucose, lactate, triglycérides et urée), tissulaires (glycogène hépatique et musculaire, 

paramètres du stress oxydant) et hématologiques (NFS) ont été évalués à partir de la méthode 

colorimétrique. L’activité antistress a également été évaluée à partir de deux modèles d’induction 

du stress (nage forcée et immersion et immobilisation) chez les rats. Pour y parvenir, plusieurs 

paramètres ont été évalués: le comportement des rats (Temps Passé au Centre du dispositif, 

Crossing, Grooming, et Rearing), le score des ulcères, le poids des organes, les paramètres du 

stress oxydant (SOD, CAT, GPx et MDA) et les paramètres biochimiques sériques (glucose, urée 

et triglycérides). Dans la dernière partie, il a été question de faire une évaluation du profil 

toxicologique de cet extrait. L’étude de la toxicité aiguë a consisté à l’administration orale d’une 

dose unique de 2000 mg/kg de l’extrait aqueux des feuilles de cette plante. L’étude de la toxicité 

sub-chronique a consisté en administration orale répétée pendant 42 jours et à trois niveaux de 

doses (400, 800 et 1600 mg/kg) de cet extrait. Les paramètres comportementaux, hématologiques 

et biochimiques sériques ont été mesurés. Les coupes histologiques du foie, des reins et des 

poumons ont été réalisées. Le résultat du screening phytochimique de l’extrait a révélé la 

présence de nombreux composés biactifs, majoritairement les tannins, les phénols, les 

flavonoïdes et les glycosides. L’analyse nutritionnelle a montré que cet extrait est très riche en 

énergie métabolisable (2810,98 kcal/kg d’extrait) et en sels minéraux (sodium (272,70±28,04 

g/kg de MS), potassium (120,70±14,18 g/kg de MS), calcium (28,368±0,94 g/kg de MS), fer 

(26,44±3,51 g/kg de MS), zinc (21,06±0,29 g/kg de MS), magnésium (11,57±0,59 g/kg de MS) 

et cuivre (3,52±0,17 g/kg de MS)). Les minéraux représentent 1,05% de matière sèche de l’extrait 

aqueux des feuilles de M. oleifera. L’administration de cet extrait a augmenté significativement 

l’endurance physique (exprimée en temps de nage) des rats (p˂0,05), aussi bien lors d’une 

activité physique aiguë (56,55%) que chronique (67,71%). Les temps de nage les plus élevés ont 
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été enregistrés dans les lots ayant consommé l’extrait à la dose de 200mg/kg (140,50±32,17 

secondes lors de l’activité physique aiguë et 587,50±51,64 secondes lors de l’activité physique 

chronique). L’extrait a également entrainé une augmentation significative (p<0,05-p˂0,001) du 

taux d’hémoglobine (12,46%), du taux de globules rouges (25,09%) et blancs (41,19%), du taux 

de glucose sérique (36,70%), du pourcentage de lymphocytes (77,70%), de la quantité de 

glycogène hépatique (76,18%) et musculaire (145,15%) et de l’activité des enzymes antioxydants 

(SOD, CAT et GPx) chez les rats soumis aussi bien à une activité physique aigue que chronique 

par rapport au groupe témoin. Par contre, des baisses significative (p<0,05-p˂0,001) du taux de 

lactate sérique (53,83%), de l’urée sériques (62,08%), des triglycérides sériques (66,95%), du 

taux de MDA, de l’hématocrite (7,31%), du pourcentage de granulocyte (37,90%), du taux de 

lymphocytes (25,31%) et granulocytes (48,33%) ont été observées dans les mêmes lots en 

comparaison au témoin. Les résultats de l’activité antistress de cet extrait ont montré une 

modification dose-dépendante (p<0,05-p˂0,001) des paramètres comportementaux (Temps 

Passé au Centre du Dispositif, nombre de crossing, grooming et rearing), une réduction des 

paramètres biochimiques sériques (glucose sérique (39,86%), urée sérique (56,37%) et 

triglycérides sériques (59,56%)), une réduction dose dépendante de l’indice d’ulcère (53,06%) et 

une augmentation dose-dépendante du poids du mucus (10,43%) chez les rats ayant consommé 

l’extrait en comparaisons au témoin stressé. L’administration aiguë de cet extrait a montré qu’il 

serait faiblement toxique, avec une DL50 supérieure à 2000 mg/kg. L’étude de la toxicité sub-

chronique aux doses de 800 et 1600 mg/kg a révélée des foyers inflammatoires et des congestions 

vasculaires hépatiques, pulmonaires et rénales réversibles après arrêt du traitement. L’extrait 

aqueux des feuilles de M. oleifera possède à la fois des propriétés antifatigues et antistress. Ces 

effets seraient liées à la présence dans les feuilles de cette plante, des composés phytochimiques 

et nutritionnels qui pourraient réduire les effets délétères du stress et de la fatigue et provoquer 

des adaptations physiologiques chez les rats. Les études toxicologiques ont montré également 

que cet extrait serait sans risque pour l’organisme à des faibles doses (˃ 400 mg/kg).  

Mots clés: Moringa oleifera, antifatigue, antistress, toxicité, endurance physique, 

phytochimie, valeur nutritionnelle.    
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ABSTRACT 

In order to optimize their performance, athletes are often obliged to repeat high intensity 

training sessions with little recovery. This situation leads to neuromuscular tiredness and 

overtraining which can be prejudicial for them. Moreover, food deficiency could have major 

effects on their health, drive and performance. To solve this problem, many athletes consume 

banned doping substances. However, the consumption of these substances presents many health 

risks. The objective of this work was to study the activities of the aqueous extract of the leaves 

of M. oleifera on physical performance and to evaluate the toxicity profile related to oral 

administration of this extract in Wistar albino rats (Rattus norvegicus). The work was divided 

into four major parts comprising phytochemical and nutritional studies, anti-fatigue, anti-oxidant 

and anti-stress effects and the evaluation of the toxicological profile of the extract. The 

phytochemical screening and nutritional value evaluation of the aqueous extracts of Moringa 

oleifera was carried out by colorimetric method. The anti-fatigue effects were evaluated from 

two models of physical activity in rats (acute and chronic). In order to elucidate the mechanism 

responsible for those effects, glycemia, lactamia, uremia, triglyceridemia, hepatic and muscle 

glycogen, oxidative stress parameters (SOD, CAT, GPx and MDA) and hematological 

parameters were measured by colorimetric method. The anti-stress activity was also evaluated 

using two models of induction of stress in the rats (force swimming test and immersion and 

immobilization). For that purpose, the behavior scored (latency, crossing, grooming and rearing), 

the ulceration and gastric mucosa, oxidative stress parameters (SOD, CAT, GPx and MDA) and 

serum biochemical parameters (glycemia, uremia and triglyceridemia) were measured. Finally, 

we evaluated the toxicity profile of the leaf aqueous extract of M. oleifera. Acute administration 

consisted on oral administration of a single dose of extract (2000 mg/kg). Sub-chronic study 

consisted of oral repeated administration during 42 consecutive days of three dose levels (400, 

800 and 1600 mg/kg). The behavioral, hematological and serum biochemical parameters were 

measured. Histological sections of liver, kidneys and lungs were realized. Phytochemical 

analysis of the aqueous extracts of M. oleifera revealed the presence of numerous classes of major 

compounds (tannins, phenols, flavonoids and glycosides). Nutritional analysis showed that the 

extract is rich in metabolisable energy (2810.98 kcal/kg of extract) and minerals (sodium 

(272.70±28.04 g/kg of DM), potassium (120.70±14.18 g/kg of DM), calcium (28.368±0.94 g/kg 

of DM), iron (26.44±3.51 g/kg of DM), zinc (21.06±0.29 g/kg of DM), magnesium (11.57±0.59 

g/kg of DM) and copper (3.52±0.17 g/kg of DM)). M. oleifera extract increased (p˂0.05) 

maximum swimming time (56.55% to 67.71%), blood hemoglobin (12.46%), read blood 

(25.09%) and white (41.19%) cells, blood glucose (36.70%), hepatic (76.18%) and muscle 

(145.15%) glycogen reserves of rats subjected to acute or chronic physical activities (p<0.05-

p˂0.001). The extract also increased significantly (p<0.05-p˂0.001) the activity of antioxidant 

enzymes and decreased the blood concentrations of MDA. Furthermore, it decreased 

significantly (p<0.05-p˂0.001) blood concentrations of lactate (53.83%), triglycerides (66.95%), 

urea (62.08%), hematocrit (7.31%), percentage of granulocyte (37.90%), rate of lymphocytes 

(25.31%) and granulocytes (48.33%) as compared to control group. The 200 mg/kg dose was 

most effective. The results of the anti-stress activity of this extract showed a modification 

(p<0.05-p˂0.001) of the behavior scored (latency, crossing, grooming, and rearing), ulceration 

(53.06%) and gastric mucosa (10.43%), oxidative stress parameters (SOD, CAT, GPx and MDA) 

and serum biochemical parameters (glycemia (39.86%), uremia (56.37%) and triglyceridemia 

(59.56%). After acute administration, M. oleifera extract appeared slightly toxic, with LD50 

greater than 2000 mg/kg. Sub-chronic study of the extract at doses of 800 and 1600mg/kg showed 

areas of vascular congestion and inflammation foci effects which were reversible after 

discontinuation of extract administration. The leaves aqueous extract of M. oleifera possesses 

simultaneously, anti-fatigue and anti-stress effects. These effects could be due to the presence in 
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the plant of secondary metabolites which may neutralize or delay toxins related to fatigue and 

stress, to promote adaptations and to increase fat utilization and skeletal muscle metabolic 

regulators. Toxicological studies also showed that the administration of the aqueous extract of 

M. oleifera could be without risk to the organism at the therapeutic doses (100, 200 and 

400mg/kg).  

Key words: Moringa oleifera, antifatigue, anti-stress, toxicity, physical endurance, 

phytochemistry, nutritional value.   
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Le recours au dopage dans la pratique du sport de haut niveau représente de plus en plus un 

problème majeur qui non seulement déteint l’image des sportifs, des organisations sportives et des 

pays, mais également représente un problème grave pour la santé de ces sportifs (troubles 

cardiaques, mort subite, dépendance, hémorragie cérébrale, etc.) (Zlott et Byrne, 2010). Le dopage 

est défini comme l’utilisation des substances ou des méthodes interdites, inscrites sur une liste 

établie chaque année par l’Agence Mondiale Antidopage (AMA) et de nature à modifier 

artificiellement les capacités d’un sportif (Breton, 2004). La prévalence du dopage varie entre 5 et 

15% chez les sportifs amateurs (Borloz et Gremion, 2013), et entre 14 et 39% chez les sportifs 

d’élite (De Hon et al., 2015).  
 

La pratique du dopage est due au fait que le sport de haut niveau nécessite non seulement 

des qualités physiques et physiologiques, mais également des aptitudes psychologiques permettant 

aux athlètes de faire face à des enjeux d’ordre professionnels et financiers (Cuaz, 2016). Ils doivent 

optimiser et maintenir leur performance afin de bénéficier des gains et investissements des sponsors 

et de la reconnaissance du public. Pour y parvenir, des charges d’entraînement de plus en plus 

intenses leur sont imposées, ce qui aurait pour finalité de provoquer des mécanismes d’adaptation 

responsables de l’augmentation de la capacité aérobie du muscle et de sa résistance à la fatigue 

(Steinbacher et Eckl, 2015). Cette situation présenterait cependant des risques non seulement pour 

la santé du sportif mais, pourrait conduire au phénomène de surentraînement et de fatigue chronique. 

En effet, l’entraînement sportif intense peut affaiblir le système immunitaire, et entrainer un taux 

élevé d’hormones du stress dans le sang, ce qui réduirait la capacité de résistance de l’organisme à 

certaines infections (Romeo et al., 2010). De plus, la production et l’accumulation des déchets 

métaboliques tels que l’acide lactique et l’urée dans l’organisme provoquent une acidose 

aigüe/chronique à l’origine des crampes, des courbatures et des blessures musculaires, de la détresse 

ventilatoire, de l’entrave à la contraction musculaire, de l’inhibition du système enzymatique et de 

l’installation de la fatigue et du stress (Blain et al., 2000). L’exercice physique intense perturbe 

également l’équilibre du système antioxydant et peut s’apparenter à un véritable stress oxydant 

pouvant conduire à une asthénie (diminution de la force et dépression) et ayant des conséquences 

métaboliques importantes (Mastaloudis et al., 2004 ; Wang et al., 2009). 

 

Face à ce problème, nutritionnistes et physiologistes de l’effort se sont consacrés à la 

recherche des substances à base de plantes capables de neutraliser, de diminuer et de réguler les 

toxines et la fatigue, de réparer les dommages causés à l’organisme, de restaurer les réserves 

glycogéniques et de maintenir une bonne réhydratation (Ikeuchi et al., 2006). Selon Institut 

Française de Nutrition (2010), les apports alimentaires contribuent à l’expression des capacités 

physiques du sportif, et ce à différents niveaux. Ils assurent la disponibilité en substrats énergétiques 
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et le maintien de l’homéostasie de l’organisme par le biais de certains macro ou micronutriments 

aux effets potentiellement ergogéniques. Le mode nutritionnel est en effet important à tous les temps 

de la préparation physique. Equilibrer les dépenses énergétiques, et plus précisément, les nutriments 

dégradés pendant l’exercice pour resynthétiser l’Adénosine Triphosphate (ATP) est l’un des 

objectifs de l’alimentation du sportif (IFN, 2010). Une étude réalisée auprès d’une dizaine de pays 

africains a montré le nombre élevé de plantes utilisés à des fins d’amélioration des performances 

physiques (Tallec, 2008). De plus, 58,8% des sportifs de haut niveau consomment des compléments 

alimentaires autorisés à base de vitamines, d’antioxydant, de créatine, des minéraux et d’extraits de 

plantes pour soutenir l’effort de l’organisme, aider à la récupération et prévenir les blessures 

(Petroczi et Naughton, 2008). Toutefois, 15% des compléments alimentaires disponibles sur les 

marchés contiennent des substances dopantes (Geyer et al., 2004). Par ailleurs, une consommation 

excessive de ces compléments alimentaires au-delà de l’Apport Nutritionnel Conseillé (ANC) peut 

entrainer des risques de toxicité et des effets délétères sur la santé et la performance physique du 

sportif (Haller et Benowitz, 2000). Il semble donc important de développer des substances non 

dopantes à base de plantes ayant des effets bénéfiques pour la santé et la performance physique du 

sportif et une sécurité avérée.  

 

Moringa oleifera est une plante originaire des indes. Ses feuilles sont largement utilisées 

comme légume et dans la médecine traditionnelle en Afrique en général et au Cameroun en 

particulier. Elles sont une excellente source de protéines dont les teneurs moyennes varient entre 

19-35 % MS (Olugbemi et al., 2010 ; Abou-Elezz et al., 2012). Ayant une teneur relativement élevée 

en énergie métabolisable, 2273 et 2978 kcal/kg MS (Makkar et Becker, 1996 ; Olugbemi et al., 

2010), les feuilles de M. oleifera contiennent une très grande concentration en vitamines (A, B, C, 

E, etc.), en minéraux (fer, calcium, zinc, sélénium, etc.) et sont riches en ß-carotène (Fuglie, 2002). 

Les minéraux occupent une part modeste de la matière sèche de feuilles de cette plante, avec des 

teneurs de 0,6 à 11,42% MS. Quant  à la matière grasse contenue dans les feuilles de M. oleifera, 

elle varie de 2,3 à 10% MS (Fuglie, 2002 ; Richter et al., 2003 ; Ndong et al., 2007 ; Olugbemi et 

al., 2010). Les feuilles de M. oleifera ont un bon profil en acides aminés, elles possèdent les 10 

acides aminés essentiels à l’humain (Fuglie, 2002). En somme, M. oleifera se caractérise par une 

forte teneur en nutriments, en antioxydants, en glucosinolates, en composés phytochimiques et par 

ses qualités organoleptiques.  

 

Cette plante est utilisée en médecine traditionnelle dans le traitement de plusieurs maladies. 

Les feuilles de M. oleifera sont utilisées chez les enfants pour lutter contre la malnutrition, pour 

traiter le rachitisme, la fièvre, les céphalées, les névralgies et servent à stabiliser le taux de sucre 

dans les cas de diabète chez les adultes (Ndong et al., 2007). Elles sont utilisées au Bénin comme 
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complément alimentaire chez les personnes vivantes avec le Virus d’Immunodéficience Humaine 

(VIH) (Aissi et al., 2013). Elles sont aussi utilisées comme antibiotiques et antipyrétiques (Yang et 

al., 2006). Cependant, les données relatives à l’utilisation des feuilles de M. oleifera dans 

l’amélioration de la performance physique et la santé des sportifs sont inexistantes. Quels pourraient 

être les effets de leur consommation sur les performances physiques chez les rats ? Au regard de la 

qualité nutritionnelle exceptionnelle des feuilles de cette plante et de ses nombreuses propriétés 

pharmacologiques, nous avons postulé que la consommation de l’extrait aqueux des feuilles de M. 

oleifera améliorerait les performances physiques chez les rats. 

 

OBJECTIFS DE LA RECHERCHE 

 

Objectif général : 
 

L’objectif général de ce travail était d’étudier les activités de l’extrait aqueux des feuilles de 

M. oleifera sur les performances physiques et d’évaluer la toxicité liée à l’administration de cet 

extrait chez les rats. 

 

 

Objectifs spécifiques : 

 

Afin d’atteindre l’objectif général, les objectifs spécifiques suivants ont été fixés :   
 

-déterminer les constituants phytochimiques et la valeur nutritionnelle de l’extrait de M. 

oleifera ;  

-évaluer l’effet antifatigue de l’extrait de M. oleifera chez les rats soumis à une activité 

physique aigue et chronique ; 

-déterminer l’effet antistress (aigu et chronique) de cet extrait chez les rats ;   

-étudier la toxicité aigüe et sub-chronique de l’extrait chez les rats.  
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I.1-Regulations métaboliques à l’effort  

I.1.1-Généralités sur les voies métaboliques à l’effort  

Le muscle peut être considéré à la fois comme un convertisseur et un générateur de force. 

Cette conversion de l’énergie chimique en énergie mécanique réalisée au niveau des protéines 

contractiles rend la contraction musculaire dépendante des différentes voies métaboliques. Ces voies 

se succèdent dans le temps en fonction de la durée de l’effort. L’ATP présent dans les cellules 

musculaires n’est source d’énergie que pendant 1 à 2 secondes. La créatine-phosphate n’est active 

que pendant 5 à 15 secondes puis le glucose est une source d’ATP pendant les deux premières 

minutes de l’effort physique (Miller, 1994). Ensuite, l’oxydation des glucides via le cycle de Krebs 

permet à son tour l’apport d’ATP nécessaire à la contraction musculaire. Enfin, l’oxydation des 

acides gras permet d’apporter beaucoup d’ATP. Les voies métaboliques lors de l’effort physique 

sont au nombre de trois : 

-la voie ou filière anaérobie alactique ;  

-la voie ou filière anaérobie lactique ;  

-la voie ou filière aérobie. 

I.1.1.1- Filière anaérobie alactique  

Dans cette voie métabolique, l’énergie fournie pour la contraction musculaire est disponible 

directement dans la cellule musculaire sous forme d’ATP ou de Créatine Phosphate (CrP) (Wilmore 

et Costill, 2006). C’est la voie la plus rapide et la présence de l’oxygène n’est pas obligatoire. Il n’y 

a pas de production d’acide lactique, toutefois, la quantité d’énergie est limitée jusqu’à 7 à 10 

secondes si la charge est maximale (100% de la VO2max) et jusqu’à 20 à 30 secondes si l’intensité 

est moyenne (70 % de la VO2 max). Cette filière est aussi appelé système des phosphagènes. Il est 

le plus simple, car la resynthèse de l’ATP est assurée par la créatine phosphate selon l’équation 

suivante : 

                                                          Créatine kinase  

Créatine-Phosphate + ADP                             Créatine + ATP 

 

I.1.1.2. Filière anaérobie lactique  

Dans cette filière, l’apport d’oxygène aux muscles est insuffisant, la combustion oxydative 

des substrats énergétiques (glucose et glycogène) étant insuffisante devant l’effort, l’énergie doit 

donc être mobilisée par voie anoxydative (Rilke, 2004). Cette combustion a lieu dans le cytoplasme 

cellulaire et hors de la mitochondrie. La figure 1 présente le bilan de cette réaction à partir d’une 

molécule de glucose.    
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Figure 1 : Rendement énergétique de la glycolyse anaérobie (Rilke, 2004) 
 

 

La capacité de resynthèse de cette filière est plus importante que celui du processus anaérobie 

alactique. Il y a production d’acide lactique qui est à l’origine de la fatigue musculaire et limite la 

production d’énergie, ceci pour des efforts maximaux de 40 à 50 secondes. Cette filière est  aussi 

appelée glycolyse anaérobie et assure la poursuite de l’exercice pendant environ deux minutes. Il 

est limité essentiellement par l’accumulation du lactate au niveau du muscle. Ce lactate est créé par 

la dégradation incomplète des substrats, ce qui agit en réduisant l’efficacité de la contraction 

musculaire. Une importante élévation de la lactatémie (taux de lactate) pourrait même déterminer 

un arrêt de l’exercice. Il faut souligner que la glycolyse anaérobie est essentiellement développée 

dans les fibres musculaires à fort potentiel glycolytique (type IIb), où elle fonctionne même quand 

l’apport en oxygène est satisfaisant. 

 

I.1.1.3. Filière aérobie  
 

En parfaite aisance respiratoire, l’organisme utilise de l’oxygène pour satisfaire les besoins 

en énergie durant l’effort physique. Divers substrats glucidique, lipidique et protéique sont oxydés 

dans les mitochondries (Figure 2) (Poortmans et Boisseau, 2012). La voie aérobie est sollicitée tout 

particulièrement dans les fibres musculaires à fort potentiel oxydatif (type I). La mitochondrie 

possède une double membrane qui forme une série de replis internes appelés crêtes. Ces crêtes 

portent les enzymes impliquées dans le métabolisme aérobie. Il s’agit du nicotinamide adénine di-

nucléotide (NAD) et de flavine adénine di-nucléotide (FAD). Les produits de réaction sont le gaz 

carbonique, l’eau, la chaleur et une grande quantité d’énergie. La particularité de ce système aérobie 

est l’abondance d’énergie fournie (une molécule de glucose donne 36 à 38 molécules d’ATP) et une 

moindre puissance en comparaison aux voies anaérobies. En effet, le système aérobie (SA) permet 

la production et le recyclage de l’acide pyruvique.  

1 

Glucose 
PHASE D’INVESTISSEMENT D’ENERGIE 

PHASE DE LIBERATION D’ENERGIE  

 

2 NADH+ 

2H+ 

2 ADP 

4 ADP 

2 NAD+ 

2 

ATP 

4 

ATP 

2 Pyruvates  
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Figure 2 : Synthèse du métabolisme des différents substrats énergétiques pendant l’effort 

(Poortmans et Boisseau, 2012).  

 

I.1.2-Régulation du métabolisme énergétique à l’effort  

I.1.2.1-Régulation du métabolisme des glucides 

La glycolyse est définie comme la voie de transformation du glucose en pyruvate. La 

glycolyse aérobie a lieu dans la mitochondrie. Le pyruvate formé lors de la glycolyse anaérobie va 

pénétrer dans la mitochondrie grâce à un co-transport avec un proton. Il va être transformé dans la 

matrice mitochondriale en acétylcoenzyme A (Acétyl-CoA). Le catabolisme du glycogène en 

pyruvate est dénommé glycogénolyse. Elle se déclenche après l’activation de la glycogène 

phosphorylase disposée sur les grains de glycogène. Dans le but de maintenir la glycémie, plusieurs 

systèmes de signalisation induisant une activation des enzymes spécifiques de la glycolyse et de la 

glycogénolyse à l’effort vont être activés. Parmi ceux-ci, en dehors des récepteurs hormonaux 

disposés sur le sarcolemme, on peut citer des protéines kinases qui vont stimuler ou inhiber, selon 

les cas, certaines enzymes clés des cycles métaboliques. Ainsi, la production d’ATP par le muscle 

dépend de l’induction de ces kinases. 

I.1.2.1.1-Régulation de la glycolyse à l’effort  

 Effet des enzymes clés de la glycolyse  

La glycolyse intervient au sein de toutes les cellules mais plus particulièrement dans le 

cerveau, le cœur, les muscles striés squelettiques et les globules rouges. La transformation de 
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glucose en pyruvate se réalise entièrement dans le cytosol et fait appel à 10 réactions enzymatiques. 

La régulation du catabolisme du glucose dépend de la présence de trois enzymes clés qui peuvent 

être activées ou inhibées (protéine allostériques). L’activité de ces enzymes permet d’adapter la 

vitesse de la glycolyse aux besoins réels de la cellule. L’analyse de l’activité de ces trois enzymes 

clés montre que la régulation de la glycolyse dépend en partie du rapport ATP/ADP. Si ce rapport 

est élevé (comme au repos), la glycolyse est ralentie afin de freiner la synthèse de molécules d’ATP. 

Inversement, une diminution de ce rapport (exercice physique) induit une stimulation de la glycolyse 

qui engendre directement un nouvel apport de molécules d’ATP. 

La première étape limitante fait intervenir l’hexokinase (HK). Chez l’homme, deux 

isoformes de l’HK sont présentes dans le muscle squelettique : l’HK-I (75% de l’activité totale) et 

l’HK-II (25%) de l’activité totale) (Ritov et Kelley, 2001). Ces enzymes sont essentiellement 

incorporées dans des structures stables et une faible partie d’entre elles (±20%) est soluble dans le 

sarcoplasme. L’HK-II serait la forme privilégiée activée à l’exercice. Cette HK possède une forte 

affinité pour le glucose. Ainsi, la transformation de glucose en glucose-6-phosphate (G6P) reste 

limitée et est de plus inhibée par son propre produit. Dans le foie et le rein, une enzyme spécifique 

au glucose, la glucokinase, supplée l’HK et opère avec un rendement largement supérieur. 

La deuxième étape limitante de la glycolyse correspond à la transformation du fructose-6-

phosphate (F6P) en fructose-1,6-biphosphate (F-1,6-BP). Au repos, lorsque la charge énergétique 

des nucléotides adényliques de la cellule est élevée, la glycolyse est freinée par la concentration 

intracellulaire d’ATP, inhibiteur allostérique de la PFK1. Un excès de citrate, issu du cycle des 

acides tricarboxylique, engendre la même inhibition. Au contraire, le F-1,6-BP synthétisé par la 

phosphofructokinase-2 à partir du F6P, a un effet activateur sur la PFK1. Cette conversion par la 

PFK2 est activée par la protéine kinase, elle-même activée par l’adrénaline (via l’AMPc). La 

reconversion du F-1,6-BP en F6P s’effectue par une autre enzyme, la fructose-2,6-biphosphatase 

(F-1,6-BPase). L’activité de la PFK et de la F-1,6-BPase dépend de leur forme phosphorylée ou non 

phosphorylée. Dans le muscle la F-1,6-BPase non phosphorylée est active alors que la PFK2, 

phosphorylée, est inactive.  

La troisième étape limitante de la glycolyse correspond à un contrôle allostérique de la 

pyruvate kinase (PK). Comme pour la PFK1, la PK est inhibée par des concentrations élevées en 

ATP et PC. Cette enzyme est activée par le F-1,6-BP qui s’accumule lorsque la glycolyse est 

enclenchée en amont. Le flux métabolique est alors orienté vers une transformation en pyruvate. La 

PK peut aussi être phosphorylée par une protéine kinase dépendante de l’AMPC. Dans ce cas, elle 

est inactivée et la glycolyse est ralentie.  
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 Effet de l’intensité de l’exercice  

Le glucose est insoluble au niveau des constituants lipidiques des membranes plasmiques. 

Aussi, chez les mammifères, son transport membranaire est sous la dépendance de deux grandes 

familles distinctes de transporteurs protéiques (Scheepers et al., 2004). La captation du glucose par 

la fibre musculaire est facilitée à l’exercice par l’élévation du flux sanguin. Chez l’homme lors de 

l’exercice dynamique, le flux sanguin augmente linéairement avec l’élévation de la puissance 

imposée. Comparé au repos, le flux sanguin peut être multiplié par 20 lors de l’exercice d’intensité 

supérieure à 80% du VO2max (Richter et al., 1998). Cet accroissement du flux sanguin durant 

l’exercice s’accompagne d’une augmentation de la densité des capillaires fonctionnels au sein de 

chaque fibre. L’utilisation à l’exercice de capillaires non fonctionnels au repos va contribuer à 

augmenter la captation de glucose au niveau des muscles. En effet, plus l’intensité de l’exercice est 

élevée, plus la captation en glucose au sein de chaque fibre augmente, plus le nombre de fibre actives 

s’accroit (Gollnick et al., 1974).  

L’augmentation de l’intensité de l’exercice entraine une augmentation de l’utilisation  du 

G6P présent au sein de la fibre musculaire. En réduisant le taux de G6P intramusculaire, la 

consommation de glucose est donc naturellement accentuée. Toutefois, quand un exercice 

d’intensité élevée se prolonge, le glucose sanguin transformé en G6P s’accumule dans le muscle 

squelettique et inhibe alors en partie l’hexokinase II (HKII), enzyme responsable de la 

phosphorylation du glucose au niveau musculaire (Katz et al., 1986).  

 Effet de la durée de l’exercice 

Pendant les premières dizaines de secondes d’un exercice, la glycémie reste relativement 

stable. Au-delà de ce délai, la différence artério-veineuse devient positive et elle signale ainsi la 

captation musculaire en glucose. Cela a pu être démontré chez l’homme par Sanders et al. (1964).  

La consommation de glucose augmente également avec la durée de l’exercice. Hoelzer et al. 

(1986) ont montré que la captation musculaire de glucose est multipliée par deux entre la 10e et la 

40e minute de l’exercice. Pour des exercices de très longue durée, l’oxydation du glucose 

plasmatique peut toutefois diminuer en raison d’une moindre concentration artérielle en glucose. 

Lors d’un exercice prolongé dont l’intensité ne dépasse pas 70 à 80 % de la VO2max, la glycémie 

se maintient à un niveau basal, au moins pendant la première heure. Au-delà de ce délai, sans apports 

glucidique, la glycémie diminue pour atteindre des niveaux hypoglycémiques. 

I.1.2.1.2-Régulation de la Glycogénolyse à l’effort 

Lorsque l’intensité de l’exercice est faible ou moyenne (inférieur à 50% du VO2 max), la 

déplétion glycogénique est fortement limitée de sorte que les réserves en glycogène sont peu 
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amoindries (Saltin et Karlsson, 1971). Ces résultats ont été confirmés par la technique de résonance 

magnétique nucléaire au niveau du soléaire lors d’un exercice réalisé entre 15 et 25% de la puissance 

maximale aérobie (Price et al., 1991). Par contre, lorsque l’intensité dépasse les 75% du VO2 max, 

l’utilisation du glycogène augmente de manière exponentielle. 

La régulation de la glycogénolyse est régie par un système de « cascades enzymatiques » qui 

inhibent ou stimule l’activité de la glycogène phosphorylase (GP). Cette enzyme existe sous deux 

formes inter-convertibles : la GPa, active et phosphorylée, et la GPb, inactive et déphosphorylée. 

La phosphorylation de la GP est catalysée par une GP kinase présente également sous deux formes  

inter-convertibles : GP kinase a, active et phosphorylée, et la GP kinase b, inactive et 

déphosphorylée. En fin, la phosphorylation de la GP kinase est catalysée par une protéine kinase 

dépendante de l’AMPc (AMP cyclique). Cet AMPc provient de l’hydrolyse de l’ATP, grâce à 

l’adényl-cyclase incorporée dans la membrane plasmique et stimulée principalement par 

l’adrénaline dans le muscle et par le glucagon dans le foie (Figure 2), le calcium intramusculaire 

libérée par la contraction active également la GP kinase a. 

Le contrôle allostérique agit sur la GP. L’AMPc se lie à la forme b pour la rendre active, tandis 

que l’ATP et le glucose-6-phosphate maintiennent la GPb sous sa forme inactive. Ainsi la 

glycogénolyse dépend du rapport AMP/ATP qui est modifié par la contraction musculaire. Le G6P 

formé est alors utilisé au sein de la glycolyse décrite précédemment.  

Chez l’homme dans les conditions physiologiques, nous pouvons affirmer que les principaux 

ligands activateurs de la GPa sont le Pi, l’AMP et l’ADP libre, et l’IMP (Chesley et al., 1995). On 

voit ainsi que la glycolyse est activée par l’accumulation rapide des ions Pi issus de l’hydrolyse de 

l’ATP, de la déplétion de la phosphocréatine et de l’Activation des cycles de purines nucléotides. 

Signalons aussi que l’activation maximale de la GP est doublée dans les fibres II comparées aux 

fibres I (Harris et al., 1976). Ceci favorise donc l’activité de la glycogénolyse dans la fibre « rapide » 

lors d’un exercice d’intensité élevée.  Lors de l’exercice exhaustif chez l’homme, la réduction de 

l’activité glycolytique est sous-tendue par une moindre activité de la GPa (comme lors d’une acidose 

métabolique intramusculaire), il en est de même en hypoxie (Parolin et al., 2000). Ce phénomène 

s’explique par l’accumulation de protons qui inhibent la conversion de GPb en GPa.  

I.1.2.1.3-Autres facteurs régulant le métabolisme glucidique à l’effort 

 Effet de l’entraînement  

L’entraînement de la force ou de la vitesse n’ont pas d’effet spécifique sur la distribution des 

réserves glucidiques chez l’homme. Les données de la littérature ne stipulent pas de modifications 

notables de la glycolyse, de la glycogénolyse ou du pouvoir oxydatif des fibres musculaires après 
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entraînement de type anaérobie (Saltin et Gollnick, 1983). Certains auteurs ont observés une 

augmentation de l’activité de certaines enzymes de la glycogénolyse (GP, PFK1, LDH5) (Costill et 

al, 1976) lors d’entraînement en sprint de 400-800m. Ces adaptations peuvent être témoin d’un flux 

glycolytique plus important, ce qui expliquerait la capacité accrue du potentiel énergétique chez les 

sujets entrainés. Toutefois, si ces changements existent, ils restent modérés et ne constituent pas une 

adaptation manifeste des voies métaboliques après entraînement de type anaérobie. 

Les premiers travaux relatifs à l’adaptation du métabolisme aérobie au niveau musculaire sont 

issus de l’équipe de Holloszy (1967). Des travaux ultérieurs réalisés chez l’homme corroborent la 

plupart des résultats obtenus chez l’animal (Saltin et Gollnick, 1983). En effet, au repos et à jeun, la 

glycémie du sujet entrainé en endurance est identique à celle mesurée chez le sujet sédentaire. Par 

contre, les concentrations basales en glycogène musculaire sont généralement accrues chez le sujet 

actif. Les études de Greiwe et al. (1999) montrent que le sujet entrainé, comparé au sédentaire, 

augmente sa capacité musculaire à accumuler du glycogène après l’avoir déplété durant l’exercice.  

L’entraînement en endurance engendre une diminution (-35%) de l’utilisation de glucose 

plasmatique durant l’exercice (Thomas et al., 2012). Ce mécanisme permet surement d’expliquer 

l’épargne des réserves glucidiques durant l’exercice chez les sujets entrainés. Il augmente également 

la mobilisation des graisses à l’exercice, une élévation des protéines GLUT-4 au niveau du muscle 

entrainé. Cet accroissement du nombre de GLUT-4 est particulièrement favorable à la resynthèse 

du glycogène après exercice. 

 Régulation neurovégétative 

A l’exercice, l’activité sympatho-adrénergique influe sur la sécrétion insulinique du 

pancréas, sur la production du glucose hépatique, sur la stimulation de la glycogénolyse musculaire 

et sur la lipolyse du tissu adipeux. Ces réactions métaboliques sont réalisées par l’intermédiaire des 

récepteurs α et β membranaires activés par la noradrénaline et l’adrénaline (Fisher et al., 2000). La 

fixation de l’adrénaline sur les récepteurs α des cellules β des ilots de Langerhans inhibe la libération 

de l’insuline (Galbo et al., 1977). Cette diminution des concentrations plasmatiques d’insuline 

favorise la mobilisation des substrats énergétiques intra- et extra-musculaires. Par contre, il ne 

semble pas que la stimulation adrénergique soit responsable de l’augmentation de la sécrétion de 

glucagon, tout au moins chez l’homme (Galbo et al., 1977). 

La noradrénaline n’agit pas sur la glycogénolyse musculaire à l’exercice. Par contre, à 

l’exercice, l’adrénaline active la glycogène phosphorylase via l’AMPc. La cascade de réactions 

aboutit à l’hydrolyse du glycogène musculaire (Chasiotis et Hultman, 1985). La lipolyse varie 

proportionnellement avec l’intensité de l’activité sympatho-adrénergique (Galbo et al., 1977). A 
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l’opposé, les β bloquants diminuent la lipolyse du tissu adipeux, la concentration plasmatique des 

Acides Gras Non Estérifiés (AGNE) et la participation du métabolisme oxydatif lipidique. 

L’entraînement aérobie diminue la réponse adrénergique chez le sujet entrainé comparé au 

sédentaire, pour une charge absolue de travail (Kjaer et al., 1986). Cependant, Greiwe et al. (1999) 

signalent que l’entraînement en endurance ne modifie pas les concentrations plasmatiques 

d’adrénaline lors d’exercices réalisés entre 60 et 85 % du VO2max. Par contre, les sujets entrainés 

ont une réponse supérieure en noradrénaline comparés aux sédentaires pour une même charge 

relative d’exercice. Il semble donc que la réponse du système nerveux central soit un élément 

important dans la gestion du stress à l’exercice. Divers stimuli (hypoxie, hypercapnie, caféine, 

exercice maximal) provoque une plus grande libération d’adrénaline chez le sportif (Kjaer, 1992). 

Il est possible, mais non prouvé, que la capacité de sécrétion plus importante de l’adrénaline puisse 

avoir des avantages pour le sportif (réaction plus élevée). Ces variations observées chez le sportif 

sont le fait de modifications de la sécrétion adrénergique et non de la clairance. 

I.1.2.2-Régulation de la lipolyse à l’effort   

Le muscle utilise principalement les AGNE, provenant de la dégradation des triglycérides. 

Ces derniers se trouvent initialement dans le plasma, les tissus adipeux et dans les cellules 

musculaires. La dégradation des triglycérides donne trois Acides Gras Libres (AGL) et une molécule 

de glycérol. Le transfert des acides gras non estérifiés plasmatiques vers la cellule musculaire est 

régi par plusieurs transporteurs protéiques saturables (albumine, lipoprotéines) dont les 

interrelations et les régulations demeurent peu connues chez l’homme. Les AGNE sont transformés 

en glucose par la voie de la néoglucogenèse et empruntent la voie de la glycolyse (Figure 2). Les 

AGNE sont oxydés (β-oxydation) pour former l’Acétyl-CoA qui entre à son tour dans le cycle de 

Krebs. Toutefois, sachant que la captation des acides gras non estérifiés augmente rapidement dès 

le début de l’exercice, il y a lieu de penser que le transport ne constitue pas un facteur limitant leur 

oxydation ultérieure au niveau musculaire.  

L’oxydation des acides gras non estérifiés dépend principalement de l’activité de l’acétyl-

CoA carboxylase. Cette enzyme converti l’acétyl-CoA en malonyl-CoA. Au sein du muscle, 

l’activité de cette enzyme est faible et de ce fait, la concentration du malonyl-CoA régule 

directement l’oxydation des acides gras dans ce tissu (Bavenholm et al., 2000). En effet, un excès 

de malonyl-CoA inhibe l’activité de la carnitine-palmity-transférase 1 (CPT1) et donc le transfert 

de l’acide gras dans la mitochondrie. La production de malonyl-CoA est plus importante à l’exercice 

dans les fibres de type I et IIa. Chez le rat en activité, sa concentration musculaire diminue 

progressivement avec l’intensité de l’exercice. Cette relation n’a toutefois pas été vérifiée chez 
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l’homme. Ces résultats divergeant entre le rat et l’homme sont attribuables à des différences de 

protocoles expérimentaux. 

L’entraînement provoque une augmentation du contenu mitochondrial, ce qui permet un 

apport en énergie plus élevé suite à l’oxydation des acides gras et des glucides. Cette adaptation 

physiologique est d’une importance cruciale pour les athlètes d’endurance, car une plus grande 

utilisation des graisses atténue l’épuisement des réserves endogènes de glucides. Ceci pourrait 

théoriquement prolonger la durée d’exercice. 

I.1.2.3-Régulation de la protéolyse à l’effort  

Contrairement aux glucides et lipides, les protéines ne constituent pas un réservoir important 

aisément utilisable pour satisfaire les besoins énergétique de l’athlète. En effet, seul six acides 

aminés peuvent produire du pyruvate (la glycine, l’alanine, la cystéine, la sérine, la cystine et la 

thréonine) (Rodwell, 2002). Les acides aminés peuvent également subir une transamination et être 

transformés en Acétyl-CoA ou entrer directement dans le cycle de Krebs (Figure 2). Le catabolisme 

des protéines représente moins de 10% de l’apport énergétique nécessaire pour la contraction 

musculaire. Il n’apparaît qu’en cas d’exercice prolongé (Miller, 1994). 

I.2-Mecanismes biochimiques et physiologiques de la fatigue  

I.2.1-Définition de la fatigue  

La fatigue est un état résultant des contraintes physiologique et psychologique, aboutissant à 

une diminution des performances physiques et mentales (Mounir et al., 2010 ; You et al., 2011). La 

fatigue est donc un phénomène psychophysiologique qui peut être aigu ou chronique. La fatigue 

aigüe est celle liée à une diminution de la force maximale avec incapacité de maintenir un effort 

sous-maximal due à une augmentation du coût neuromusculaire (Decorte, 2009). Elle apparaît 

rapidement et est de courte durée lorsque l’individu peut se reposer. La fatigue a ici un rôle protecteur 

puisqu’elle avertit l’individu de la nécessité de récupérer. La fatigue chronique est une sommation 

des charges de travail excessives (ponctuellement à l’origine de la fatigue aigüe) jour après jour avec 

une récupération insuffisante et pouvant entrainer chez le sujet une fatigue générale se prolongeant 

à plusieurs semaines voire des mois (Decorte, 2009). Dans ce cas, elle devient pathologique et 

entraine ce qu’on appelle le syndrome de surentraînement. En théorie, deux types de fatigue 

interdépendante permettent d’expliquer l’inhérence des mécanismes situés à différents sites de l’axe 

sensitivomoteur. Il s’agit de la théorie de la fatigue centrale (localisée en amont de la synapse 

neuromusculaire) et la fatigue périphérique (au niveau du muscle).  
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I.2.2-Composantes de la fatigue  

I.2.2.1-Composante centrale de la fatigue   

La preuve de la fatigue nerveuse a été apportée par les travaux de Bigland-Ritchie et al. (1979) 

qui ont obtenu une restauration partielle de la force musculaire en stimulant un nerf fatigué. La 

fatigue nerveuse ou centrale regroupe les facteurs déterminant la diminution de la contractilité, 

localisée en amont de la jonction neuromusculaire et indépendamment des facteurs intramusculaire 

et/ou métabolique. Elle a pour conséquence une diminution de la commande nerveuse de la motricité 

(Decorte, 2009). La fatigue centrale est due à une diminution de l’activation nerveuse qui implique 

une activation sous-optimale du muscle, elle se caractérise par la baisse de conduction des influx 

nerveux produite au niveau du cortex moteur (composante supra-spinale), par l’incapacité à conduire 

un potentiel d’action de manière répétée à la partie pré-synaptique de la jonction neuromusculaire et 

par altération de l’excitabilité du motoneurone pour ainsi agir au niveau périphérique de la 

commande.  

I.2.2.1.1-Baisse de la conduction de l’influx nerveux 

La fatigue nerveuse peut avoir plusieurs origines. Tout d’abord, les afférences musculaires 

ont une grande influence sur la fatigue centrale, que ce soit au niveau spinal ou supraspinal. Plusieurs 

types d’afférences interviennent dans la régulation de la force. Les afférences des fuseaux 

musculaires ont une fréquence de décharge qui diminue avec la poursuite d’une contraction 

isométrique, ce qui entraîne une fatigue centrale au niveau spinal. En condition concentrique, le rôle 

des fuseaux neuromusculaires est différent car il existe, lors du raccourcissement, un silence de ces 

afférences musculaires. Cependant, leur influence est faible comparativement à celle des afférences 

de type III et IV (Hayward et al., 1991). Lors d’un exercice, la fréquence de décharge des afférences 

de faible diamètre (type III et IV) peut augmenter selon la température, l’environnement chimique 

et mécanique (Hayward et al., 1991). La fréquence de décharge de ces afférences est faible, mais en 

raison de leur nombre important, de petits changements peuvent produire des augmentations 

massives au niveau du système nerveux central. A la suite de contractions fatigantes, la plupart des 

afférences mécanosensitives du groupe III augmente leur taux de décharge (Hayward et al., 1991). 

Les métabolites produits lors de contractions prolongées réduisent les seuils mécaniques 

d’activation des fibres afférentes des groupe III et IV, ce qui induit une augmentation de leur 

fréquence de décharge et entraîne une inhibition au niveau du pool de motoneurones. Ainsi, la 

fatigue centrale peut être la conséquence de modifications métaboliques et mécaniques intervenant 

au niveau musculaire. 
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I.2.2.1.2-Baisse de la commande nerveuse de la contraction  

La fatigue nerveuse comprend les facteurs qui vont déterminer la diminution de contractilité 

musculaire. La stimulation électrique d’un muscle fatigué permet de restaurer une partie du niveau 

de force initiale d’un sujet fatigué. En premier lieu cette fatigue résulte d’une diminution de la 

stimulation au niveau du motoneurone périphérique, mais aussi d’une diminution de la commande 

motrice à l’étage cortical. Ce rôle du cortex moteur primaire dans la causalité de la fatigue a été 

confirmé par des études menées chez l’homme à l’aide d’une stimulation de cette zone. Il est 

possible de stimuler directement le cortex par des champs magnétiques intenses, cette technique 

permet de diminuer une partie des effets négatifs de la fatigue sur la capacité à maintenir la force 

contractile (Gomez-Merino et al., 2001). 

I.2.2.1.3-Hypothèses neurochimiques de la fatigue centrale 

L’existence d’une fatigue centrale prouvée par les données d’électrophysiologie a conduit 

un certain nombre d’auteurs à postuler l’existence d’une responsabilité de mécanismes 

neurochimiques dans le déterminisme de la fatigue centrale. Selon Filaire (1999), toute contrainte 

physique ou psychologique intense induit une activation des systèmes noradrénergiques, 

dopaminergiques et sérotoninergiques, situés au niveau du tronc cérébral. Ces systèmes sont 

particulièrement importants pour la régulation comportementale globale et participent à 

l’élaboration d’une réponse adaptée du système nerveux central face à un stimulus externe. Par 

ailleurs, la constatation de modifications neurochimiques à l’effort sert de support à l’explication 

des conséquences comportementales de la fatigue. Il a été largement démontré que la fatigue 

résultant de l’exercice musculaire modifie certains comportements (Morgan et al., 1988). Les effets 

sont plus complexes, et semblent dépendre du type d’effort qui est responsable de la fatigue. On 

peut cependant relever, à l’issue d’exercices intenses et prolongés, une diminution de la capacité de 

prise d’information et d’interprétation de signaux visuels, une diminution de la mémoire à court 

terme. La fatigue chronique résultant d’un entraînement intense peut être à l’origine d’un état 

anxieux ou dépressif. Au total la question se pose de relier l’influence de la fatigue sur un axe 

neurochimique précis et les différentes conséquences comportementales. 

Les travaux de Meeusen et De Meirleir (1995) ont permis de mettre en évidence le rôle de 

la modification du métabolisme cérébral des catécholamines induite par l’exercice musculaire sur 

le déterminisme de la fatigue centrale. À l’arrêt d’un exercice épuisant, on observe une diminution 

de la concentration du tissu cérébral en noradrénaline, qui semble résulter d’une accélération de son 

turn-over, et d’une diminution de la disponibilité en tyrosine l’acide aminé précurseur de la synthèse 

des monoamines. Ce phénomène est analogue à ce qui est observé lors d’un stress psychologique 

aigu qui réalise une déplétion des réserves en catécholamines cérébrales ; dans ce cas les 
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conséquences se situent au niveau des comportements et seraient responsables d’équivalents 

mineurs des états dépressifs. Les voies dopaminergiques jouent un rôle déterminant dans la 

locomotion. L’augmentation des activités dopaminergiques dans le striatum induit une activation 

spontanée de la motricité ; l’évolution de la dopamine cérébrale sous l’effet de l’exercice est 

biphasique : on observe une légère augmentation au début du travail musculaire suivie d’une 

diminution lorsque l’effort est épuisant et qui s’accentue à l’arrêt. Concernant les modifications des 

catécholamines et de la dopamine, il est probable que ces neuromédiateurs soient soumis au même 

phénomène constitué par une accélération de leur libération pendant la phase de travail qui pourrait 

conduire à leur diminution par épuisement des réserves neuronales. 

I.2.2.1.4-Hypothèse sérotoninergique de la fatigue 

Le rôle de la sérotonine cérébrale sur la fatigue a été suspecté à partir de résultats qui ont 

mis en évidence une augmentation de la sérotonine cérébrale tissulaire sous l’effet d’un exercice 

prolongé ou d’un entraînement intense de plusieurs semaines (Chaouloff, 2000). Ces premiers 

travaux ont été confirmés et étendus par utilisation de la technique de microdialyse intracérébrale 

qui a permis de suivre l’évolution temporelle des taux extracellulaires de sérotonine dans deux zones 

cérébrales chez le rat (cortex frontal et hippocampe ventral) pendant un exercice prolongé (2 heures) 

suivi d’une récupération de 2 heures 30 minutes (Gomez-Merino et al., 2001). Les taux 

extracellulaires de sérotonine augmentent significativement après 1 heure 30 d’exercice, sont 

maximaux à 30 minutes de récupération puis diminuent et sont même en dessous des taux basaux 

dès une heure de récupération dans le cortex frontal. Par ailleurs, il a également été montré que 

l’entraînement physique intense induit une désensibilisation des récepteurs sérotoninergiques 5-

HT1B qui rétro-contrôlent négativement la libération synaptique de sérotonine (Chennaoui et al., 

2000). Il y aurait ainsi la possibilité d’une carence sérotoninergique dans la phase de récupération 

d’un exercice très intense. 

Par ailleurs, de nombreux travaux dans le domaine des comportements avaient bien mis en 

évidence le rôle de la sérotonine sur le sommeil, la prise alimentaire, les états dépressifs ou anxieux, 

et la locomotion spontanée (Guézennec, 2000). À titre d’exemple, on peut détailler ce point en 

indiquant que la baisse de sérotonine cérébrale joue un rôle sur les mécanismes favorisant un état 

dépressif, alors que son augmentation serait génératrice d’anxiété. La coïncidence temporelle entre 

l’élévation de sérotonine cérébrale et la fatigue des exercices prolongés a conduit à formuler 

l’hypothèse que ce neuromédiateur était directement responsable de la fatigue. Des hypothèses 

biochimiques ont été aussi proposées telles que l’augmentation du tryptophane cérébral notamment 

durant des efforts prolongés, précurseur de la sérotonine qui serait suspectée d’induire une fatigue 

centrale en réduisant les impulsions cortico-spinales atteignant les motoneurones et donc le niveau 
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d’activation centrale (Davis et Bailey, 1997). Cependant, son action est indirecte et ce n’est pas le 

seul neuromédiateur cortical modifié par l’exercice. En somme, la neurochimie nous apprend que 

les comportements sont le plus souvent influencés par des balances entre les évolutions de différents 

neuromédiateurs, il est probable que la neurochimie de la fatigue est sous l’influence de plusieurs 

neuromédiateurs agissant au sein de différentes structures. 

I.2.2.1.5-Hypothèse de l’hyperammonièmie et du GABA cérébral 

Afin de relier les neuromédiateurs et la fatigue, une hypothèse a été développée sur le rôle 

possible de l’ammoniaque cérébral sur le métabolisme de plusieurs neuromédiateurs et plus 

particulièrement du GABA (Acide Gamma Amino Butyrique) (Guezennec et al., 1998). Le GABA 

est un des neurotransmetteurs le plus représenté au sein du système nerveux central : il exerce un 

rôle inhibiteur puissant sur la libération des autres neuromédiateurs. Il agit sur la motricité en 

facilitant les fonctions des noyaux gris de la base sur la régulation de la motricité. La carence du 

système GABAergique joue un rôle sur la pathogénie d’affections de la motricité comme la maladie 

de Parkinson ou la Chorée de Huntington. Ceci prouve que ce neuromédiateur peut agir sur la 

régulation fine de la motricité observée sous l’effet de la fatigue. 

I.2.2.2-Composante périphérique de la fatigue 

La composante périphérique repose sur la description des phénomènes métaboliques et 

ioniques résultants du travail musculaire. Ces phénomènes se traduisent par une diminution de la 

capacité contractile des muscles squelettiques. Les mécanismes sont différents selon la durée et 

l’intensité de la contraction musculaire. Elle concerne le site situé en aval de la jonction 

neuromusculaire ou plaque motrice, celle-ci comprise (Decorte, 2009). Les manifestations les plus 

évidentes de la fatigue périphérique sont une baisse de la force maximale et un ralentissement de la 

réponse musculaire. 

I.2.2.2.1-Composantes métaboliques de la fatigue périphérique    

 Exercices intenses et de courte durée 

Les facteurs métaboliques de la fatigue évoluent en fonction de la durée et de l’intensité de 

l’exercice musculaire. Pour des exercices courts et intenses, deux éléments concourent à la 

diminution des capacités contractiles du muscle squelettique qui sont la modulation des réserves en 

phosphagènes et les modifications des équilibres ioniques. Il s’agit essentiellement de 

l’accumulation intramusculaire du phosphore inorganique, de l’augmentation du potassium 

extracellulaire et de la diminution du recaptage du calcium. La déplétion des réserves en ATP semble 

représenter une source de fatigue potentielle. Néanmoins, Bogdanis et al. (1998) ont montré que la 

diminution de ces réserves restait faible pendant l’exercice, voire inexistante. Le maintien des 
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réserves est assuré dès le début de l’exercice par la phosphorylation de l’ADP en ATP à partir de la 

phosphocréatine (PCr). Les réserves de PCr peuvent ainsi être réduites de 61% en 30 secondes et de 

92% en 90 secondes. La resynthèse de l’ATP nécessite ensuite l’intervention des filières anaérobie 

lactique et aérobie qui présentent un délai d’activation supérieur et une puissance inférieure. 

 Accumulation intramusculaire du phosphate inorganique 

L’acidité, émanant de la dégradation de l’ATP, ainsi que l’ammonium produit par des 

réactions complémentaires réduisent l’excitabilité des fibres musculaires (Maclaren et al., 1989). 

De plus, la concentration en phosphate inorganique (Pi) résultant de l’hydrolyse de l’ATP augmente 

souvent de façon importante au sein du muscle. Il a été montré que si la concentration de Pi dans le 

myoplasme augmente, il pénètre dans le réticulum sarcoplasmique (RS) et se lie au Ca2+ pour former 

du phosphate de calcium, réduisant ainsi la quantité de Ca2+ libre dans le RS. De plus, 

l’accumulation de Pi réduit la sensibilité des myofibrilles au Ca2+ induisant une diminution de la 

force produite par chaque pont d’actine-myosine. Cette accumulation de métabolites dont le Pi, mais 

aussi l’adénosine diphosphate (ADP), représente la principale cause de diminution de l’activité des 

ponts, soit dans leur formation, soit dans leur détachement. En conséquence, il se produit un 

ralentissement des propriétés de la secousse induite électriquement, ainsi qu’une diminution de son 

amplitude en raison de l’altération de la force des ponts. 

 Augmentation du potassium extracellulaire 

L’étude de la réponse électro-physiologique à une stimulation unique, l’onde M, apporte des 

informations sur la propagation du potentiel d’action neuromusculaire, sur l’activité de la pompe 

Na+/K+, ainsi que sur l’excitabilité musculaire. Une altération de l’un ou plusieurs de ces 

phénomènes peut contribuer à une diminution de la force produite entrainant une modification de 

cette onde M (Nordsborg et al., 2003). Une diminution de son amplitude peut, par exemple, 

renseigner sur une altération de la propagation neuromusculaire. La fatigue musculaire intervient 

ainsi au niveau de la transmission neuromusculaire, de la propagation des potentiels d’actions mais 

également au niveau du couplage excitation/contraction (CEC). Les perturbations de l’équilibre 

électrolytique entre les milieux intra et extracellulaires entrainent une réduction de l’excitabilité 

sarcolemmale. En effet, les potentiels d’actions (PA) sont générés par un influx de Na+ dans la 

cellule suivi d’une sortie de K+. La répétition de ces mouvements ioniques peut créer un gain de Na+ 

par le milieu intracellulaire et une fuite de K+ hors de la cellule. Ainsi, lors d’un exercice à intensité 

maximale ou jusqu’à l’épuisement, la concentration de K+ extracellulaire pourrait augmenter et celle 

intracellulaire diminuer. L'équilibre ionique, habituellement assuré par les pompes Na+/K+, se trouve 

alors perturbé. 
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 Diminution du recaptage du calcium 

L’excitabilité sarcolemmale se trouve principalement affectée par des contractions 

maximales ou sous-maximales isométriques (20 à 65 % de CMV) réalisées de manière volontaire 

en temps limités, ou induites par des stimulations électriques (Duchateau et al., 2002). Les 

perturbations concernent de nombreux autres éléments : la propagation du potentiel d’action 

musculaire le long du sarcolemme et des tubules transverses, la perméabilité du RS aux ions Ca2+, 

le mouvement des ions Ca2+ à l’intérieur du sarcoplasme, la recapture du Ca2+ par le RS, la liaison 

du Ca2+ à la troponine et l’interaction entre la myosine et l’actine associée au travail des ponts 

d’union. Ces processus se déroulent au niveau du CEC. Le CEC désigne le mécanisme contrôlant 

la cinétique, le nombre et la force des ponts actine-myosine, l’ensemble étant régulé par la 

concentration de Ca2+ intracellulaire. Ce mécanisme comporte différentes étapes, allant de la 

membrane musculaire de surface jusqu’à la formation des ponts d’actine-myosine. Chaque étape 

pouvant être sélectivement affectée par la fatigue lors d’un exercice musculaire. 

 Exercices de moyenne et longue durée 

Le muscle peut être considéré à la fois comme un convertisseur et un générateur de force. 

Cette conversion de l’énergie chimique en énergie mécanique réalisée au niveau des protéines 

contractiles (actine et myosine) rend la contraction musculaire dépendante des différentes voies 

métaboliques. Ces voies se succèdent dans le temps en fonction de la durée de l’effort. L’ATP 

présent dans les cellules musculaires n’est source d’énergie que pendant 1 à 2 secondes. La créatine-

phosphate n’est active que pendant 5 à 15 secondes (Liebman et Wilkinson, 1994) puis le glucose 

est une source d’ATP pendant les deux premières minutes de l’effort physique (Miller, 1994). 

Ensuite, l’oxydation des glucides via le cycle de Krebs permet à son tour l’apport d’ATP nécessaire 

à la contraction musculaire (Miller, 1994). Enfin, l’oxydation des acides gras permet d’apporter 

beaucoup d’ATP. L’apparition de la fatigue lors des exercices de moyenne et longue durée est donc 

liée à la capacité du muscle à mobiliser les réserves énergétiques (glucose, glycogène, acides gras 

libres et acides aminés) contenus dans le muscle, le foie et les cellules adipeuses.     

 Déplétion glycogénique 

 Rôle du glycogène musculaire 

Les facteurs limitant de la performance lors des efforts de longue durée sont l’épuisement 

des réserves glycogéniques qui survient entre 90 et 120 min à 75 % du VO2max. Pour illustrer ce 

rôle nous pouvons citer les travaux de Costill et al. (1988) sur des nageurs qui ont montré que la 

répétition d’exercices physiques intenses plusieurs jours de suite, diminuait les concentrations en 

glycogène musculaire dans les muscles au repos d’une partie de la population étudiée. L’épuisement 
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du glycogène musculaire est responsable d’une fatigue locale musculaire. La consommation en 

glucose du muscle est respectivement 0,7, 1,4 et 3,4 mmoles.kg-1.min-1 à 50, 75 et 100% de la 

consommation maximale d’oxygène. Il existe une relation entre l’épuisement du  glycogène et la 

diminution de la capacité à produire un exercice physique de niveau élevé. Cependant, il est possible 

de poursuivre un exercice alors que le glycogène musculaire est épuisé, les meilleurs coureurs de 

très longues distances (100 km) pouvant maintenir un niveau de travail se situant entre 50 et 55 % 

du VO2max pendant 7 à 8 heures (Guezennec et Pesquiès, 1985). Notons que ce niveau de travail 

correspond au  débit maximal de la lipolyse. Dans cette situation, la disponibilité en glycogène 

musculaire n’est pas le facteur limitant la poursuite d’un effort de très longue durée. La mobilisation 

du glycogène musculaire pendant l’effort est sous la dépendance d’un facteur principal qui est 

l’augmentation du calcium intracellulaire ; cet ion stimule la phosphorylase qui est l’enzyme clé de 

la glycogénolyse. 

 Rôle du glycogène hépatique 

La libération de glucose hépatique augmente progressivement au cours de l’exercice 

musculaire et lors d’un exercice intense, le débit peut être de 4 à 5 fois supérieures au débit de repos. 

Deux voies métaboliques contribuent à la production de glucose hépatique : la glycogénolyse et la 

néoglucogenèse. Leur contribution relative dépend de l’intensité et de la durée de l’exercice 

(Guezennec et Pesquiès, 1985). En début d’exercice, la glycogénolyse est la voix prépondérante. La 

néoglucogenèse devient majeure lors d’un exercice prolongé. Cependant, ces deux voies 

métaboliques, contrairement à de nombreux autres mécanismes métaboliques, ne se succèdent pas 

selon une loi du tout ou rien. La néoglucogenèse est probablement stimulée bien avant l’épuisement 

du  glycogène hépatique, elle remplace progressivement la glycogénolyse hépatique lors de 

l’exercice physique prolongé et assure la presque totalité de la production de glucose lorsque 

l’exercice physique dépasse 3 ou 4  heures ; 20 g de glycogène sont utilisés par kilogramme de foie 

lors d’un exercice à 70 % du VO2max. Dans la mesure où la concentration moyenne de glycogène 

hépatique se situe à 50 g.kg-1 chez l’homme, ce type d’exercice conduit à l’épuisement du glycogène 

hépatique en deux heures. Lors de la diminution et de l’épuisement du glycogène hépatique, la 

stimulation progressive de la néoglucogenèse représente la seule possibilité de maintenir la 

production de glucose. La néoglucogenèse s’effectue à partir du  lactate, de l’alanine et du glycérol. 

La Glycogénolyse hépatique et la néoglucogenèse sont régulées par les mêmes facteurs hormonaux 

lors de l’exercice musculaire (Guezennec et Pesquiès, 1985). 

Lors de l’exercice prolongé, on constate un déséquilibre entre la capacité maximale de la 

néoglucogenèse et la consommation par les muscles entraînant une baisse modérée de la glycémie 

et, dans certains cas, une hypoglycémie nette. L’ensemble de ces données métaboliques tendrait à 
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indiquer que la diminution importante du glycogène hépatique, de par ses conséquences sur la 

glycémie, serait le principal facteur de l’épuisement (Dohm et al., 1983). Ceci peut être modulé en 

fonction de l’intensité de l’exercice, l’épuisement du glycogène musculaire étant certainement un 

facteur limitant de la poursuite de l’exercice au-dessus de 70 % du VO2max. Pour des exercices de 

faible intensité et de très longue durée (course de 100 km, triathlon long, marche de fond...), il est 

possible que le débit de la néoglucogenèse compense la consommation musculaire de glucose. 

L’utilisation des lipides permet en partie de suppléer à la diminution des réserves en hydrates de 

carbone (Guezennec et Pesquiès, 1985). 

 Lipolyse induite par l’exercice musculaire 

La capacité de mobilisation et d’utilisation des AGL est essentielle lors de l’exercice 

physique de longue durée. L’augmentation de leur libération en début d’exercice permet une 

épargne des réserves de glucose et de glycogène musculaire et hépatique. Lorsque l’exercice se 

prolonge, ils remplacent les substrats glucidiques dans le métabolisme musculaire. Ainsi, le 

pourcentage de l’énergie fournie par l’oxydation des lipides augmente en fonction de la durée de 

l’effort. Pour une durée de course de 30 minutes, le pourcentage est de 10%, il passe à 30% pour 2 

heures, et dépasse 60% au-delà de 3h 30. Il a été calculé que 30% des réserves lipidiques musculaires 

étaient épuisées après une course de 30 km et plus de 50% après une distance de 100 km une partie 

des lipides utilisés lors de l’exercice musculaire provient des triglycérides stockés dans le muscle, 

ils sont métabolisés en premier lieu, l’autre partie provient des AGL. Les sources de lipides 

permettant de fournir les AGL sont les triglycérides circulants et surtout les réserves adipocytaires 

(Guezennec et Pesquiès, 1985). 

L’événement initial dans la mobilisation des acides gras du  tissu adipeux est l’hydrolyse des 

triglycérides par les lipases. En plus des cellules musculaires, plusieurs organes sont consommateurs 

de lipides et de leurs dérivés pendant l’exercice de longue durée, les cellules hépatiques les utilisent 

pour fournir de l’énergie à la voie de la néoglucogenèse et pour la synthèse de corps cétoniques. Ces 

derniers servent de substrats énergétiques au système nerveux central et aux muscles lorsque 

s’ajoute une contrainte de dénutrition à l’effort de longue durée (Guezennec et Pesquiès, 1985). 

 Accumulation des déchets métaboliques   

 Accumulation du lactate 

L’acide lactique est un métabolite issu de la dégradation anaérobique du glucose. Son 

accumulation dans le sang et les muscles est un bon indicateur du degré de fatigue lors d’un exercice 

d’intensité élevée et de courte durée (Yu et al., 2008). En effet, la dégradation anaérobique du 

glucose entraine une production de protons H+ et d’anions lactate in vivo. L’acidose métabolique 
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qui en résulte est considérée par de nombreux auteurs comme le principal facteur de fatigue et d’arrêt 

de l’exercice intense et de courte durée : 30 secondes à 5 minutes. Deux explications plausibles sont 

retenues. D’une part, l’accumulation de protons H+ entraîne une baisse importante du pH cellulaire 

(7 à 6) qui inhibe l’activité de l’enzyme régulatrice de la glycolyse : la phosphofructokinase ou PFK. 

Cette inhibition entraînerait l’arrêt de la glycolyse et en conséquence l’arrêt de la synthèse de l’ATP, 

donc une baisse de la force contractile, synonyme d’incapacité fonctionnelle. D’autre part, les 

protons entreraient en compétition avec les ions calcium, les empêchant d’interagir avec les sites 

calciques de la troponine. Dans ces conditions, la levée de l’inhibition exercée au repos par le 

complexe troponine-tropomyosine sur la formation des ponts d’actomyosine ne pourrait être réalisée 

: la contraction musculaire ne pourrait donc avoir lieu.  

Des travaux récents ont montré que les taux de lactate sérique n’augmentaient pas en 

fonction de l’âge et du genre, mais plutôt en fonction de l’intensité de l’exercice, de l’état de santé 

et du niveau d’entraînement de l’athlète (Siegel et al., 1996). Cependant, une comparaison chez les 

hommes entre adolescents et adultes a montré une augmentation significative du taux de lactate 

sérique après exercice (Skurvydas et al., 2006). Dans le même ordre d’idée, Schuback et al. (1999) 

ont également montré une augmentation du taux de lactate sérique au-delà de 5 mmol/l pendant et 

après une activité physique de type endurance chez les rats. D’autres travaux ont montré également 

que des niveaux élevés de lactate pourraient être à l’origine d’une baisse du taux de calcium et de 

magnésium dans le sang (Siegel et al., 1996).    

 Accumulation de l’ammoniaque/Urée 

Pour des efforts très prolongés la baisse des réserves en glycogène stimule l’utilisation 

d’autres sources de substrats dont les AGL et les acides aminés. Sur le plan du mécanisme, il est 

probable que la diminution du flux énergétique des glucides pendant la contraction musculaire 

augmente la mobilisation de l’azote par la mise en jeu du cycle des purines nucléotides. 

L’augmentation de l’ammoniaque stimule l’uréogenèse hépatique et la production d’acide urique 

(Kirwan et al., 1990). Il en résulte une augmentation de la production d’ammoniaque qui est un autre 

facteur de la fatigue musculaire. En effet, dans le but de maintenir le ratio ATP/ADP, l’adenylate-

kinase transfert un groupement phosphate d’une molécule d’ADP à une autre, aboutissant à la 

formation d’une molécule d’ATP et d’une molécule d’AMP. L’AMP est ensuite dégradée en 

présence de l’AMP-désaminase en IMP et en ammoniaque. Des travaux récents ont montré que 

l’ammoniaque sérique ne varie pas avec l’âge, mais une augmentation du taux d’ammoniaque 

sérique post exercice a été observée chez les hommes en comparaison aux femmes (Esbjörnsson et 

al., 2009). Chez les sujets entrainés, une augmentation de 32% du taux d’ammoniaque sérique a été 
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observée durant l’activité physique. Cette augmentation serait probablement due à une plus grande 

resynthèse d’ATP. 

 Production excessive des radicaux libres 

L’augmentation de l’utilisation de l’oxygène qui se produit pendant l’exercice, est associée 

à une accentuation de la production de radicaux libres (RL) (Lenn et al., 2002). La présence répétée 

en faibles concentrations de ces RL pourrait jouer un rôle de messager appelé signal redox, qui 

contribue à la signalisation moléculaire et serait capable de réguler l’expression génétique 

d’enzymes antioxydants comme la super oxyde dismutase (SOD), dans le sens d’une meilleure 

résistance à l’oxydation. Cependant, dans certaines conditions, les RL produits pendant l’effort 

pourraient dépasser la capacité antioxydante de l’organisme, et contribuer à la fatigue musculaire, à 

l’inflammation, ainsi qu’aux dommages tissulaires provoqués par l’oxydation des macromolécules 

(Ferreira et al., 2008). 

Les études sur les facteurs qui contribuent à l’augmentation de la production des radicaux 

libres lors de l’exercice physique par rapport à la condition de repos ont montré que trois sources 

majoritaires de formation des RL pouvaient être identifiées. La première source est l’augmentation 

de la consommation en O2. En effet, l’augmentation de la demande énergétique lors d’un exercice 

physique exige une augmentation de la consommation de l’O2 afin de fournir les quantités 

nécessaires en ATP. Cette augmentation de la consommation de l’O2 favorise la réduction mono-

électronique de l’oxygène (addition d’un seul électron) conduisant à la formation du radical O2
●-. 

La deuxième source est l’augmentation de la circulation des catécholamines et des 

neutrophiles pendant l’exercice physique. Les catécholamines participent à la production des RL 

par leur auto-oxydation. Sous l’action des enzymes myéloperoxydases et NADPH oxydases, les 

neutrophiles peuvent produire aussi des RL (Koçer et al., 2008). 

Le mécanisme d’ischémie-reperfusion, que l’on trouve essentiellement au cours d’un 

exercice isométrique ou excentrique, contribue également à la production des RL (Gomes et al., 

2012). En effet, dans ces types d’exercice physique, le débit sanguin local des muscles actifs n’est 

pas suffisant ou bien les capillaires sanguins musculaires sont comprimés par la force musculaire 

développée ce qui entraine une hypoxie locale transitoire. Dans les conditions normales, la xanthine 

déshydrogénase (XDH) transforme la xanthine en acide urique en donnant des électrons au NADP+. 

En cas d’hypoxie, la xanthine est alors formée par le métabolisme anaérobie et la XDH est convertie 

en xanthine oxydase (XO). Lors de la réoxygénation des muscles à l’arrêt de l’exercice ou lorsque 

l’intensité baisse, la XO transforme la xanthine en acide urique donnant des électrons à O2, ce qui 

conduit à la formation d’O2
●-. 
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I.2.3-Fatigue et modification des cellules immunitaires  

Bien qu’étant généralement considérée comme bénéfique pour l’organisme, l’activité 

physique menée de manière intense pourrait être délétère pour le sportif. Les études menées chez 

les sportifs sains ont permis de fournir de nombreux arguments en faveurs d’une influence de 

l’activité physique intense sur le système immunitaire (Suzuki et al., 1999). Ces influences se 

traduisent par une diminution de l’activité cytotoxique des Natural Killers, de la prolifération 

lymphocytaire et du taux des IgA. Il a été également observée une augmentation de la phagocytose 

des polynucléaires et des monocytes et une polynucléose neutrophile et lymphopénie. 

I.2.3.1-Modification des cellules immunitaires au cours de l’activité physique intense 

Kramer et al. (1997) ont évalué certaines fonctions immunitaires au cours d’activités 

militaires de type raid commando. Ils ont montré que la réduction des apports énergétiques lors de 

telles activités est à l’origine d’une altération des fonctions immunitaires : diminution de la 

prolifération stimulée des lymphocytes T in vitro ; diminution de la libération, après stimulation, du 

récepteur soluble à IL-2 (interleukine-2). Cette modification immunitaire est accompagnée d’une 

perte de poids d’environ 14 %. En limitant de 15 % le déficit énergétique, les auteurs ont constaté 

une amélioration de la réponse de prolifération des lymphocytes. Brenner et al. (2000) n’ont pas 

constaté d’immunodépression ni d’augmentation des infections après 18 semaines d’entraînement 

normal chez des militaires, ceci confirme bien l’hypothèse de la relation entre intensité de 

l’entraînement et statut immunitaire. 

Les travaux de Suzuki et al. (1999) ont montré que les variations lymphocytaires concernent 

l’ensemble des sous-populations lymphocytaires, plus particulièrement les lymphocytes CD16 

(FcγRIII), CD8, CD3 et CD4. En effet, ils ont obtenu des taux lymphocytaire élevé pendant et juste 

à la fin de l’exercice et une diminution une à trois heures après la fin de l’exercice. La durée de cette 

« immunosuppression » est fonction de l’intensité et la durée de l’exercice. Ces mêmes auteurs ont 

par ailleurs observé que l’activité Natural-Killer (NK) a augmenté également au cours de l’exercice, 

vraisemblablement suite à la redistribution des cellules NK vers le compartiment sanguin. Les 

cellules NK ont alors une capacité accrue à répondre à l’interleukine-2 (plus qu’à l’interferon γ). 

L’activité des cellules LAK (Lymphokine-activated killer) stimulées par l’IL-2 est également 

augmentée. Ceci peut toutefois ne traduire que l’activation « non spécifique » des cellules 

lymphocytaires induite par l’exercice. Ils ont, en fin, observé une baisse progressive des taux d’IgG, 

IgA et IgM. Ceci a été également démontré au niveau des IgA salivaires. Il est possible que cet effet 

sur les immunoglobulines soit dû à l’effet inhibiteur des prostaglandines sécrétées par les monocytes 

circulants. 

 



26 

 

I.2.3.2-Mécanismes des modifications immunitaires à l’effort intense  

Trois hypothèses sont avancées pour expliquer les modifications immunitaires de 

l’entraînement intense. Elles se rattachent d’une part à la réponse neuroendocrinienne et d’autre part 

à la réponse inflammatoire et sérotoninergique. 

I.2.3.2.1-Réponse neuroendocrinienne 

L’exercice musculaire est associé à un certain nombre de modifications neuroendocriniennes 

qui peuvent agir sur les fonctions immunitaires. En premier lieu, il faut citer l’augmentation des 

taux circulant de corticostéroïdes, qui est pratiquement systématique. L’exposition à des taux élevés 

de glucocorticoïdes est proportionnelle à la durée et à l’intensité de l’exercice musculaire. Ce facteur 

est considéré comme un des principaux acteurs des modulations immunitaires de l’exercice 

musculaire. Il permet de faire le lien entre le stress psychologique et la composante physiologique 

de l’exercice musculaire. Ainsi, la plus grande fréquence d’infections respiratoires observées à 

l’issue des compétitions pourrait en partie être attribuée à la contrainte psychologique qui renforce 

l’élévation des glucocorticoïdes. Par ailleurs la stimulation de la libération des catécholamines, 

l’augmentation de la production d’interleukines et l’augmentation des opiacés endogènes ont aussi 

été impliquées dans la modulation de la réponse immunitaire à l’exercice musculaire (Maes et al., 

2002). 

I.2.3.2.2-Réponse inflammatoire 

Le rôle des différentes cytokines sur la modulation de la balance immunitaire est bien connu. 

L’exercice intense produit une réaction inflammatoire qui stimule la production de cytokines pro-

inflammatoires. Pedersen et Hoffman-Goetz (2000) ont proposé un modèle de réponse cytokines à 

l’exercice. La cassure mécanique des myofibrilles initierait la production locale et systémique de 

cytokines. La libération de cytokines ressemblerait à celle observée après choc traumatique : des 

taux élevés de l’IL-6 et bas de TNF-α et de l’IL-1b. Cependant l’action exacte de cette réaction 

inflammatoire sur la réponse immunitaire de l’entraînement intense reste en grande partie à 

déterminer. 

I.2.3.2.3-Réponse sérotoninergique 

De nombreuses études ont largement démontré l’existence d’une augmentation de la 

synthèse de sérotonine au niveau du Système Nerveux Central (SNC), sous l’effet d’un exercice 

physique et plus particulièrement lors d’un exercice intensif. Certains mécanismes ont été largement 

explorés tels que la disponibilité en tryptophane, précurseur de la sérotonine. En effet, dans les 

années 1980, Chaouloff et al. (1986) ont parfaitement démontré que l’augmentation du tryptophane 
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plasmatique libre est à l’origine de l’augmentation des concentrations de sérotonine centrale chez 

des animaux soumis à un exercice physique aigu ou prolongé. 

Par ailleurs, il est connu que la régulation de la transmission sérotoninergique met en jeu les 

autorécepteurs 5-HT1B localisés au niveau des terminaisons sérotoninergiques, contrôlant ainsi la 

libération de sérotonine, via un mécanisme de rétrocontrôle négatif. Une hypothèse a été ensuite 

envisagée mettant en œuvre la 5-HT-moduline. L’action de ce modulateur allostérique endogène 

nouvellement caractérisé (Rousselle et al., 1996), agit spécifiquement sur les récepteurs 5-HT1B. 

Le fait qu’il soit bien démontré que la 5-HT-moduline désensibilise les récepteurs 5-HT1B aussi 

bien in vivo que in vitro après une injection intraventriculaire, vérifie bien l’hypothèse que ce 

peptide est impliqué dans l’augmentation de la libération de sérotonine observée lors de différents 

stress aigu. L’augmentation de l’activité sérotoninergique observée après un exercice physique peut 

être ainsi mise en rapport avec un mécanisme impliquant lui aussi la 5-HT-moduline. En effet, des 

travaux montrent que la désensibilisation totale des récepteurs 5-HT1B observée après un exercice 

physique de type intensif et l’augmentation observée du contenu hippocampique en 5-HT-moduline 

favorisent l’implication d’une régulation par la 5-HT-moduline. Outre son action au niveau central, 

de nombreuses études ont montré le rôle immunomodulateur de la sérotonine. Ces études mettent 

en évidence l’implication du système sérotoninergique et de certains de ses récepteurs dans les 

interrelations entre le système nerveux central (SNC) et le système immunitaire (SI). L’existence 

d’une population de sites capables de reconnaître la [3H] 5-HT avec une haute affinité et ayant les 

caractéristiques pharmacologiques des sites 5-HT1 a été mise en évidence à partir de préparations 

membranaires de lymphocytes de sang périphérique humain et de thymocytes murins. De plus, 

l’utilisation de la technique de RT-PCR a permis de déceler l’expression des récepteurs 5-HT1A, 5-

HT1B, 5-HT1D et 5-HT2 dans le thymus de souris, ainsi que les récepteurs 5-HT1B dans les 

lymphocytes de sang périphérique humain et les cellules lymphoblastiques T humaines (cellules 

CCRF-CEM). 

Plus récemment Grimaldi et al. (1999) ont mis en évidence la présence de récepteurs 5-

HT1B sur des cellules immunocompétentes. En effet, en utilisant des thymocytes et des splénocytes 

de souris ou des lymphocytes humains isolés ou en lignée en culture (CEM), les récepteurs 5-HT1B 

ont été mis en évidence par un marquage immunochimique ou par un marquage des ARNm des 

récepteurs 5-HT1B. Parallèlement, les travaux de Sibella-Argüelles (2001) montre que la 5-HT 

seule stimule la prolifération des cellules CCRF-CEM et que cet effet est mimé par deux agonistes 

des récepteurs 5-HT1B /1D (L-694,247 et GR 46611) et, est inhibée par un antagoniste sélectif des 

récepteurs 5-HT1B le SB-224289. La 5-HT moduline quant à elle, bloque l’action stimulatrice 

exercée par le L-694,247 sur la prolifération cellulaire. Enfin, des études récentes suggèrent que la 
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sérotonine et la 5-HT moduline semblent contrôler via les récepteurs 5-HT1B la libération de 

cytokines telles que TNFα, IFNc et IL-10. 

Ces observations indiquent que le système 5-HT peut ainsi jouer un rôle modulateur 

périphérique vraisemblablement parallèle à celui qu’il exerce au niveau central mettant en œuvre 

les récepteurs 5-HT1B. 

I.2.4-Fatigues et plantes ergogéniques  

Les herbes médicinales sont des plantes, ou des parties de plantes, non ligneuses connues 

pour avoir des vertus médicinales et thérapeutiques. Les plantes ergogéniques sont des substances 

qui améliorent la quantité de travail, particulièrement lorsqu’elles sont associées à la performance 

sportive. Elles sont en vente sous forme de produits frais ou séchés, d’extraits liquides ou solides, 

de comprimés, de capsules, de poudres ou se présentent sous forme de boissons, de barres 

énergétiques, des sachets de thé ou simplement ajouté dans les compléments alimentaires pour 

sportifs (Kundrat, 2005). Un nombre croissant de sportifs a recours aux compléments alimentaires 

contenant des extraits de plante pour optimiser leurs performances et améliorer leurs conditions 

physiques (Cuaz, 2016). En effet, elles pourraient faciliter la récupération, renforcer les défenses 

immunitaires durant les séances d’entraînement et la compétition, augmenter la masse musculaire 

et les réserves glycogéniques hépatiques et musculaires et réduire la masse graisseuse.  

Actuellement, aucune plante ou préparation à base de plantes ne figure sur la liste des 

substances interdites de l’AMA. Cependant, certaines molécules d’origine végétale, notamment 

l’éphédrine et la pseudo-éphédrine, apparaissent dans la liste des substances interdites stimulantes 

soumises à un niveau de seuil (fixation d’une concentration maximale dans les urines). Ces deux 

métabolites sont présents dans l’Ephedra sinica, aussi appelée « ma huang ». 

I.2.4.1-Mécanismes de l’activité antifatigue des plantes   

La littérature fournie une très grande variété de plantes ou d’extraits de plante ayant des 

propriétés antifatigues (Panax ginseng, Ginkgo biloba, Rhodiola rosea, Kola, Eleutherococcus 

senticosus, Ginkgo biloba, Ocimum sanctum etc.). Il s’agit, pour l’essentiel des plantes riches en 

caféine, polysaccharides, flavonoïdes, phénols, saponines et en terpènes. Plusieurs travaux ont 

montré l’effet d’extraits de plantes tant sur la fatigue aigue que sur la fatigue chronique, aussi bien 

chez les hommes que chez les animaux (Prasad et Khanum, 2012 ; Xu et al., 2013 ; Nallamuthu et 

al., 2014). L’effet antifatigue des extraits de ces plantes pourrait être dû à plusieurs mécanismes. Il 

s’agit des effets sur : 



29 

 

-le métabolisme des glucides (glucose et glycogène), des lipides (acides gras libres et 

triglycérides), protides (acides aminées) et la réduction de la production des déchets métaboliques 

(lactate et acide urique) ;  

-la réponse au stress (réparation des dommages (microlésions et blessures) causées par 

l’activité physique intense, stimulation du système immunitaire et effet sur le système nerveux). 

I.2.4.1.1-Effets sur le métabolisme des lipides 

Diverses études ont montré que les plantes auraient des effets favorables sur la resynthèse de 

glycogène au cours de la phase de récupération et sur l’utilisation préférentielle des lipides au cours 

des activités physiques aigus ou chronique de type endurance tant chez l’homme que chez les animal 

(Prasad et Khanum, 2012 ; Xu et al., 2013 ; Nallamuthu et al., 2014). L’utilisation de ces extraits 

serait responsable selon certains auteurs, d’une augmentation de la β-oxydation musculaire et d’une 

baisse du contenu en malonyl-CoA. Ces auteurs suggèrent également qu’une diminution de la teneur 

en malonyl-CoA stimulerait l’oxydation des acides gras dans les muscles squelettiques (Bavenholm 

et al., 2000). En effet, le malonyl-CoA inhibe les carnitine O-palmitoyltransférases I (CPT I) dont 

le rôle est de transporter les acides gras à longues chaînes au sein de la mitochondrie pour qu’ils 

subissent une β-oxydation. La diminution des concentrations de malonyl-CoA favorise donc 

l’oxydation des acides gras. L’utilisation préférentielle des acides gras durant l’effort serait 

responsable d’une baisse du catabolisme des glucides et des protides, ce qui pourrait avoir pour 

conséquence une réduction de la concentration en lactates et en urée sérique.  

I.2.4.1.2-Effets sur le taux d’acide lactique, d’urée et des réserves glycogéniques  

Plusieurs études ont montré l’effet de la consommation des extraits de plante sur le taux 

d’acide lactique, d’urée et les réserves glycogéniques. La baisse du taux d’acide lactique observée 

après consommation de ces extraits lors d’un effort physique pourrait être due à plusieurs 

mécanismes aboutissant à la baisse de sa production ou à l’accélération de sa clairance (Xu et al., 

2013). En effet, le lactate déshydrogénase (LDH) est une enzyme présente dans les cellules de 

l’organisme à l’instar des muscles striés squelettiques. Il intervient dans le cycle de Cori. 

L’activation de cet enzyme lors d’une activité physique aérobie entraine une augmentation de la 

production d’ATP et une réduction de la production de l’acide lactique dans les muscles (Liang et 

al., 2004). Plusieurs travaux ont montré que les extraits de plante pourraient entrainer une activation 

de cette enzyme durant l’effort et améliorer l’endurance physique (Xu et al., 2013 ; Nallamuthu et 

al., 2014).  

La pratique de l’exercice physique entraine une baisse des réserves énergétiques, qui pourrait 

conduire à une hypoglycémie néfaste au fonctionnement musculaire. L’urée est un bon indicateur 
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du niveau d’endurance physique des athlètes qui sont soumis à une charge d’entraînement (Huang 

et al., 2011). Une élévation de l’urée sérique serait un indicateur de la dégradation des protéines, de 

la déshydratation, du stress et de la fatigue chez l’athlète. Diverses études ont montré que les plantes 

antifatigues auraient des effets favorables sur la resynthèse de glycogène et une réduction de la 

dégradation des protéines durant un effort physique (Prasad et Khanum, 2012 ; Xu et al., 2013 ; 

Nallamuthu et al., 2014). Ce qui aurait pour conséquence une augmentation des réserves 

énergétiques provenant des glucides et des lipides. 

I.2.4.1.3-Effets sur les transporteurs et les régulateurs métaboliques musculaires 

L’adénosine monophosphate kinase (AMPK), le proliferator-activated receptor-gamma 

coactivator 1 alpha (PGC-1α) et le proliferator-activated receptor gamma (PPAR-δ) sont les 

principaux régulateurs métaboliques musculaires (Kumar et al., 2011). Ils sont responsables de la 

glycogénolyse, de la glycolyse et de la β-oxydation des acides gras durant l’effort physique de type 

endurance (Geng et al., 2017) (Figure 3). L’AMPK est une protéine kinase qui est présente au niveau 

du muscle et son activation entraine une augmentation de la consommation du glucose (Hardie et 

al., 2006). Le PGC-1α est un co-activateur transcriptionnel qui accélère l’oxydation des substrats 

énergétiques dans la mitochondrie. Son activation entraine également une conversion des fibres de 

type II en fibres de type I qui a une forte capacité oxydative. Le PPAR-δ est un régulateur 

transcriptionnel de l’oxydation des acides gras dans les cellules adipocytaires. Il serait également 

responsable de la formation des fibres de type I dans les muscles et de l’augmentation de la 

contraction cardiaque et de la performance. Les plantes antifatigues sont connues pour leurs effets 

activateurs des régulateurs métaboliques musculaires que sont l’AMPK, le PGC-1α et le PPAR-δ. 

Les travaux de Kumar et al. (2011) portant sur l’activité antifatigue de Cordyceps sinensis chez les 

souris soumis à une activité physique ont montré une augmentation significative de ces régulateurs 

chez les souris les plus endurantes ayant cet extrait à la dose de 200 mg/kg. D’autres travaux ont 

également montré que l’augmentation de la capacité musculaire serait due à une activation par les 

plantes et les extraits de plante, de l’expression des transporteurs musculaires du glucose (GLUT-4) 

et du lactate (MCT1). L’activation de ces transporteurs entraine une réduction de l’acidité 

musculaire et une augmentation du transport du glucose dans les muscles en activité. Ce qui réduirait 

la survenue de la fatigue et augmenterait la performance (Figure 3).     

I.2.4.1.4-Effets sur la réponse au stress oxydant 

Les phyto-nutriments sont des composés en provenance des plantes, qui remplissent de 

nombreux rôles physiologiques. Des milliers d’entre eux ont déjà été identifiés dans les extraits de 

plante. Les classes les plus importantes sont les caroténoïdes, flavonoïdes, phénols, phytostérols et 

les glucosinolates. A côté des phyto-nutriments, l’on rencontre également dans ces extraits de plante, 
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des vitamines (A, E et C), et des oligoéléments (Cuivre, Zinc et Sélénium) qui ont des propriétés 

antioxydants intéressantes. Leur rôle protecteur pour la santé du sportif leurs a valu le nom de plante 

adaptogène (Molinos, 2013). En effet, les extraits de ces plantes agissent comme 

piégeurs/inhibiteurs de radicaux lipidiques, des anions super oxydes, du singulet d’oxygène, ou 

comme régulateurs du système antioxydant (De-Faria et al., 2012). Ce qui pourrait entrainer une 

réduction significative de l’activité de la créatine kinase, de l’aspartate aminotransférase, de la 

xanthine oxydase au repos et pendant l’exercice et une augmentation du taux de polyphénol total au 

repos.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 3 : Synthèse du mécanisme antifatigue impliquant les régulateurs métabolique et les 

transporteurs musculaires (Geng et al., 2017).  

PGC-1α= « Proliferator-Activated Receptor-Gamma Coactivator 1 alpha », PPAR-δ= « Proliferator-Activated Receptor 

Gamma », AMPK= Adénosine Monophosphate Kinase, GLUT-4= Transporteur Musculaire du Glucose, MCT-

1=Transporteur musculaire du lactate.    
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syndrome d’adaptation généralisée» (SGA). Le SGA est une succession de 3 phases (la phase 

d’alarme, la phase de résistance et la phase d’épuisement) caractérisée par des changements 

mesurables au niveau de certains organes et par des manifestations physiologiques quantifiables. 

De nouvelles définitions du concept de stress ont été élaborées au fil des années et dans l’évolution 

de ce concept, l’aspect psychologique, les émotions mais également des facteurs environnementaux 

et génétiques ont été de plus en plus pris en compte. C’est ainsi que, Morgan et Tromborg (2007) 

définissent le stress comme une perturbation de l’homéostasie en réaction à différents types 

d’agressions (physique, psychique ou environnementale) qui surviennent sur un mode aigu ou 

chronique, et qui peuvent conduire à des adaptations physiologiques, biochimiques et 

comportementales. Lorsque ces perturbations ont lieu au niveau de la cellule, on parle de stress 

oxydant. Le stress oxydant est défini comme un déséquilibre entre les processus biochimiques de 

production des radicaux libres (RL) d’une part et ceux des défenses antioxydantes d’autre part 

(Powers et Jackson, 2010).  

I.3.2-Stress et activités physiques et sportives 

La performance sportive dépend de plusieurs facteurs qui peuvent augmenter ou limiter 

divers habiletés indispensables à l’athlète. Parmi ces facteurs, le stress occupe une place de choix 

aussi bien lors des séances d’entraînement que lors de la compétition proprement dite. Pour les 

physiologistes de l’exercice, le terme stress implique des perturbations de l’homéostasie créées par 

l’activité physique. L’un des aspects primordiaux de la performance d’un athlète est donc sa capacité 

à s’accommoder au stress et de faciliter ainsi la récupération. Il est admis cependant qu’un certain 

niveau de stress est indispensable à la performance. Mais, du fait de la complexité et de la spécificité 

de certaines disciplines sportives, les athlètes réagissent différemment au stress. Certains athlètes 

utilisent leur stress pour générer l’énergie physique et mentale nécessaire à l’accomplissement de 

performances sportives optimales, d’autres en revanche, ressentent d’intenses malaises physiques 

ainsi que de grandes inquiétudes psychologiques qui les empêchent d’atteindre le niveau de 

performance désiré.  

Les facteurs de stress sont nombreux dans le sport de compétition. Les principaux relèvent 

du domaine social, des facteurs environnementaux, des facteurs techniques et tactiques. La 

nouveauté, l’ambiguïté, la prédictibilité et la possibilité de contrôle de ceux-ci vont jouer un rôle 

dans la définition de l’aspect stressant de la situation pour le sujet (Lupien, 2008). Empêcher que le 

processus de stress ne nuise à la performance est une question qui suscite beaucoup d’intérêt dans 

le domaine du sport. Entraîneurs, athlètes et psychologues sportifs s’entendent pour dire que la 

capacité de gérer le stress avant, pendant et après les compétitions constitue un aspect déterminant 

d’une performance sportive de haut niveau.  
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I.3.3-Mécanismes du stress  

I.3.3.1-Implication du système nerveux central   

L’axe corticotrope et le système nerveux sympathique sont des systèmes neuroendocriniens 

de régulation de l’homéostasie. Lors du stress, ces axes sont mobilisés pour permettre la réponse de 

stress. Le contrôle central du stress est situé dans l’hypothalamus et le tronc cérébral. Les principaux 

acteurs de ce contrôle central sont les neurones sécrétant du CRF (Corticotrophine Releasing Factor) 

et de la vasopressine (AVP) localisés dans le noyau paraventriculaire de l’hypothalamus (PVN) et 

le locus coeruleus (LC) associé à d’autres groupes de neurones à noradrénaline du tronc cérébral 

formant le système LC/NA du système nerveux sympathique. L’axe corticotrope et les efférents du 

système sympathique vers la médullosurrénale représentent les deux principales branches 

effectrices périphériques permettant le contrôle par le cerveau des différents organes durant  

l’exposition au stresseur (Tsigos et Chrousos, 2002). Le cerveau active également une partie des 

efférences vagales parasympathiques qui modulent les réponses au stress du tractus gastro-intestinal 

(Ulrich-Lai et Herman, 2009). Ainsi l’axe corticotrope et le système LC/NA associé aux efférences 

sympathiques du système nerveux autonome vers  la médullosurrénale (que l’on appellera par la 

suite axe sympathique) constituent les deux principaux systèmes effecteurs de la réponse de stress, 

des sites d’interaction existent entre les différents composants de ces deux systèmes. 

I.3.3.2-Mécanisme au niveau de la cellule musculaire 

Les études aussi bien chez l’homme que chez l’animal laissent peu de doutes quant à la 

production d’espèce réactive oxygénée (ERO) pendant l’exercice tant aérobie qu’anaérobie, et de 

leur influence comme agent d’activation de différents facteurs de transcription dit redox régulés 

(Sahlin et al., 2010). 

I.3.3.2.1-Augmentation de la consommation d’O2 à l’effort  

La production de radicaux libres augmente en relation avec l’élévation de la consommation 

d’oxygène, grâce à la captation d’oxygène par les muscles actifs qui peut augmenter 200 fois 

pendant l’exercice (Fisher-Wellman et al., 2009). Cette production est proportionnelle à l’intensité 

combinée à la durée de l’exercice, mais elle peut varier en fonction du type d’exercice et des 

conditions dans lesquelles il se produit (épreuve de compétition, test de laboratoire ou de terrain, 

course en montée ou en descente, aérobie ou anaérobie lactique, etc.). Le stress oxydant à l’effort 

peut aussi se produire chez des sujets entrainés, se prolonger pendant plusieurs heures et dans 

certaines conditions (triathlon, haltérophilie) aboutir à des situations de dépression des défenses 

antioxydantes (GPx, CAT, SOD) (Knez et al., 2007).  
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I.3.3.2.2-Production des radicaux libres en fonction du type d’effort fourni  

Les exercices de haute intensité (statiques ou dynamiques) peuvent induire des hypoxies 

endothéliales localisées et conduire à un épuisement du pool cellulaire d’ATP. En conséquence, la 

fonction de la pompe à calcium qui dépend de l’ATP est diminuée et provoque l’augmentation des 

concentrations intracellulaires de calcium avec pour effet une activation de protéase calcium 

dépendante (calmodulin ou calpain). Ces derniers coupent un groupe peptide de la xanthine 

déshydrogénase, la convertissant dans sa forme oxydase. L’enzyme xanthine oxydase ainsi formée, 

une fois la réoxygénation initiée, utilise l’oxygène comme un accepteur d’électron et génère du 

radical super-oxyde et du peroxyde d’hydrogène, dont la contribution oxydative au niveau 

musculaire peut être significative (Gomes et al., 2012).  

La production de radicaux libres pendant l’exercice n’est pas limitée aux muscles. Pendant 

l’exercice, le flux sanguin dans les muscles utilisés peut augmenter de plus de 40 fois, alors qu’il 

peut diminuer de plus de 20% dans certains organes (Radak et al., 2008). Après l’exercice, la 

réoxygénation de ces organes peut conduire à une accumulation d’ERO dans les tissus, mais 

également dans les érythrocytes, le sérum, l’urine (Radak et al., 2008).  

Une activité physique à une intensité supérieure à celle du seuil anaérobie provoque des 

élévations significatives des neutrophiles circulants (Wang et al., 2009). Grâce à l’action des 

enzymes myéloperoxydases et NADPH oxydases, les neutrophiles sont capables de produire des 

ERO au travers de l’emballement oxydatif (oxidative burst) inflammatoire ; ceci pourrait amplifier 

les dommages oxydatifs causés par l’exercice. L’exercice, mais aussi l’excès de consommation de 

sel ou de médiateurs de l’inflammation peuvent provoquer des augmentations de l’activité des 

NADPH oxydases dans les tissus (Fisher-Wellman et al., 2009). Le métabolisme des prostanoides 

(prostaglandines) est également susceptible d’augmenter la production d’ERO pendant l’exercice. 

I.3.3.3-Autres causes de formation des radicaux libres durant l’effort  

Il est possible que la production d’ERO ne soit pas exclusivement dépendante de 

l’augmentation du flux d’oxygène vers les mitochondries pendant l’exercice. L’augmentation de la 

circulation de catécholamines lors d’exercices d’endurance intense, augmente la production de 

radicaux oxygénés par l’auto oxydation des catécholamines, qui pourraient générer des radicaux 

super-oxydes (Ramel et al., 2004). La production d’acide lactique qui peut convertir un radical libre 

faible comme le radical super-oxyde en un radical plus agressif comme l’hydroxyle, la température 

corporelle, les dommages tissulaires et l’inflammation locale notés après des exercices intenses, 

sont autant de raisons invocables pour justifier la production de radicaux libres lors de l’exercice 

physique.  Pendant la phase de récupération des exercices, l’oxydation peut se prolonger, sous forme 
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d’inflammation, de perturbations du métabolisme du calcium, de libération de minéraux oxydants 

comme le fer, etc. (Fisher-Wellman et al., 2009).  

I.3.3.4-Modulation des systèmes de stress en cas de stress chronique  

L’exposition à un stress chronique entraîne une altération des structures et des fonctions des 

régions du cerveau impliquées dans le contrôle de l’axe corticotrope et du système nerveux 

autonome. Le stress chronique induit des modifications structurelles au niveau de l’hippocampe et 

du cortex préfrontal (Radley et al., 2008). Au niveau du PVN, une augmentation de l’expression de 

CRF et d’AVP et une diminution de l’expression des GR sont  mises en évidence, ainsi qu’une 

altération de nombreux autres récepteurs (Ziegler et al., 2005). Des changements neurochimiques 

sont également démontrés dans de nombreuses voies de signalisation projetant vers le PVN, 

notamment une augmentation des niveaux de neurotransmetteurs GABA dans l’hypothalamus et le 

noyau du lit de la strie terminale. Ces changements sont à l’origine des effets délétères du stress 

chronique. Pour connaître les mécanismes impliqués dans la réponse adaptative du stress, de 

nombreux modèles de stress ont été étudiés. En effet, un des objectifs de l’étude du stress est de 

connaître les mécanismes sous-jacents à l’activation des différents systèmes impliqués et les effets 

du stress sur ces mécanismes dans différentes situations métaboliques ou conditions 

environnementales. Connaître précisément ces mécanismes et leur modulation permet de mettre en 

place des programmes de lutte contre l’impact négatif qu’a actuellement le stress sur notre société.  

I.3.4-Conséquences du stress  

Chez l’homme comme chez l’animal, si le stress a un rôle bénéfique à court terme, appliqué 

à long terme ses conséquences sont souvent néfastes. 

I.3.4.1-Effets bénéfiques du stress  

I.3.4.1.1-Effets sur le fonctionnent cellulaire   

Les RL sont connus essentiellement pour leurs effets délétères, mais ils sont également 

indispensables au fonctionnement de notre organisme. Cependant les bienfaits des RL nécessitent 

de basses concentrations dans le milieu cellulaire. Ci-dessous sont présentés quelques exemples 

physiologiques impliquant la présence nécessaire des RL. 

 Rôle dans la contraction musculaire 

Les RL sont impliqués dans le mécanisme de la contraction musculaire. Certaines études 

scientifiques ont montré que les RL agissent sur le couplage excitation-contraction au niveau des 

fibres musculaires. Dans ce contexte, Favero et al. (1995) ont montré que les radicaux H2O2 
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favorisent la libération du Ca2+ au niveau du réticulum sarcoplasmique et stimulent l’ouverture des 

canaux calciques. 

 Rôle immunitaire 

Les RL jouent un rôle dans le déroulement de la réaction immunitaire. Ils sont produits par 

les cellules phagocytaires pour être utilisés dans la lutte contre les bactéries. La phagocytose des 

bactéries et des parasites par les macrophages ou les polynucléaires s’accompagne d’une production 

d’espèces réactives de l’oxygène si brutale et intense qu’elle est connue sous le nom de « burst 

oxydatif », c’est-à-dire explosion oxydative. Au sein du phagosome, l’activation de la NADPH 

oxydase et l’action des super-oxydes dismutases (SOD) et de l’oxyde nitrique synthase (NOS) 

aboutissent à un mélange très corrosif de O2
●-, OH●, H2O2 et ONOOH. Ce mélange réactionnel 

détruit par oxydation l’ensemble des composants bactériens (Favier, 2003). 

 Rôle dans l’expression des gènes 

Les RL induisent l’expression de nombreux gènes par l’intermédiaire d’une part des voies 

de signalisation impliquant les MAPK (Mitogen-Activated Protein Kinases) mais aussi en agissant 

plus directement sur les facteurs de transcription comme l’AP-1 (« Activatorprotein 1 ») et le NF-

kB (« Nuclear Factor kappa B ») (Cyrne et al., 2013) La NF-kB est un complexe protéique constitué 

de deux protéines p50 et p65. En condition normale, NF-kB est inhibé par la liaison avec IkB 

(Inhibitor kappa B). Suite à un stimulus, l’inhibiteur est phosphorylé et dégradé par le protéasome 

libérant ainsi NF-kB. Les RL sont des modulateurs de l’activité de NF-kB sous certaines conditions 

et dans certains types de cellules. Ils agissent en augmentant la dégradation de IkB. 

AP-1 fonctionne sous forme de dimères constitués par les protéines d’oncogènes c-fos ou c-

Jun. L’activation d’AP-1 se fait par l’intermédiaire des MAP kinases JNK (c-Jun-N-terminal 

kinase). Les RL augmentent l’activité de JNK qui phosphoryle les résidus sérines du domaine de 

trans-activation de c-Jun. L’activité d’AP-1 est également régulée par les RL au travers des résidus 

cystéines situés dans son domaine de fixation à l’ADN (Sen et Packer, 1996). La liaison d’AP-1 à 

sa séquence-cible d’ADN permet, lorsque la cystéine de la protéine Jun est réduite par les RL, la 

transcription de nombreux gènes stimulant l’expression de la plupart des antioxydants cellulaires. 

I.3.4.1.2-Adaptations comportementales et physiques   

L’activation aiguë des systèmes de stress mène à un ensemble de changements 

comportementaux et physiques défini comme le syndrome de stress. Ces changements sont 

adaptatifs et normalement limités dans le temps car ils ont pour but d’optimiser les chances de survie 

d’un individu en mobilisant ses forces physiques et mentales. Ils sont modulés par les médiateurs 

du stress que sont des neuropeptides et hormones régulateurs de l’homéostasie sécrétés par l’axe 
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hypothalamo-hypophyso-surrénalien (que l’on appellera axe corticotrope) et le système nerveux 

sympathique associé aux glandes médullosurrénales: la corticolibérine (CRF), l’hormone 

adrénocorticotrope (ACTH), les glucocorticoïdes et les catécholamines.  

Les principales adaptations comportementales incluent un état d’éveil, d’alerte, de vigilance 

et des capacités cognitives accrues combinés à une attention focalisée, une analgésie augmentée et 

une inhibition de comportements liés aux fonctions végétatives concurrentes comme l’alimentation 

et la reproduction. Ces adaptations sont  permises par une facilitation ou une inhibition au niveau 

central de voies nerveuses modulant ces fonctions. En parallèle, des adaptations physiques 

permettent de promouvoir en périphérie une redirection adaptative de l’énergie. L’oxygène et les 

nutriments sont sélectivement dirigés vers le système nerveux central et les sites de l’organisme 

impliqués dans la réponse de stress comme le cœur ou les muscles, où le besoin est transitoirement 

augmenté. Cette redirection de l’énergie se fait grâce à la modification du tonus cardiovasculaire 

menant à l’augmentation du rythme cardiaque et de la pression artérielle, ainsi qu’à  l’augmentation  

du  rythme  respiratoire.  

L’augmentation du métabolisme intermédiaire (glycolyse, néoglucogenèse, lipolyse) permet 

de promouvoir  la  disponibilité  des  substrats  vitaux.  En  corollaire,  les  fonctions  consommant  

de l’énergie comme la digestion, la croissance, l’immunité sont temporairement supprimées 

permettant une utilisation optimale de l’énergie (Harris, 2015). Le succès de ces adaptations tient 

non seulement à la rapidité de mise en place de celles-ci mais également à la capacité de l’organisme 

à contenir la réponse de stress en quantité et dans le temps. Ainsi, tous  les  éléments de la réponse 

de stress sont contre-régulés et les fonctions de détoxification au niveau cellulaire sont activées pour 

éliminer de l’organisme les métabolites produits durant la réponse adaptative. Bien que les réponses 

adaptatives face aux agents stressants soient bénéfiques à court terme, elles peuvent engendrer  des 

manifestations  désagréables (Chrousos,  2009).  

I.3.4.2-Effets délétères du stress  

I.3.4.2.1-Conséquences sur le fonctionnent cellulaire   

Les radicaux libres peuvent diffuser dans le cytoplasme et à travers les membranes, pour 

aller altérer des composants cellulaires éloignés de leur site de production ou encore pour atteindre 

d’autres cellules (Neuzil et al., 1993). De plus, l’attaque des composants organiques des cellules 

(lipides, protéines ou glucides) engendre la transmission d’une cascade radicalaire, soit à l’intérieur 

d’une même molécule, soit à l’intérieur d’un même tissu en agissant d’une molécule à une autre. En 

absence d’équipement antioxydant tissulaire efficace pour stopper cet enchaînement radicalaire, le 

phénomène de dégradation connaît une progression rapide, qui, après interaction avec les autres 
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systèmes tissulaires, devient très vite exponentielle. Cette transmission extrêmement rapide peut 

alors conduire au transfert de l’agression radicalaire sur plusieurs centimètres au sein d’un tissu en 

une fraction de seconde (Neuzil et al., 1993). 

 Oxydation des lipides 

L’oxydation des lipides ou peroxydation lipidique, correspond à la détérioration oxydative 

de doubles liaisons d’acides gras insaturés que l’on trouve dans les acides gras polyinsaturés 

(AGPI). Ceux-ci pourraient subir des attaques radicalaires et génèrent des peroxydes lipidiques qui 

sont eux même très réactifs. On distingue deux formes d’oxydation des AGPI : la forme 

enzymatique et la forme non enzymatique. L’oxydation non enzymatique des AGPI se fait soit par 

auto-oxydation par l’oxygène triplet 3O2, soit par photo-oxydation par l’oxygène singulet 1O2 (Porter 

et al., 1995). L’oxydation enzymatique des AGPI est assurée par deux enzymes qui sont la 

lipoxygénase et la cyclooxygénase (Houten and Wanders, 2010). L’oxydation des lipides, en 

particulier des résidus d’acides gras polyinsaturés, conduit à la formation de produits primaires : 

peroxydes, radicaux libres, diènes conjugués très instables et rapidement décomposés en produits 

secondaires (aldéhydes, alcools, cétones). Au niveau cellulaire, tous les composants de la cellule 

sont touchés et tout particulièrement les membranes plasmique, mitochondriale et lysosomale. La 

peroxydation lipidique induit ainsi une perturbation dans la structure et la composition de la 

membrane cellulaire qui se manifeste le plus souvent par une augmentation de la perméabilité 

membranaire. 

 Oxydation des protéines 

A cause de leur abondance dans l’organisme, les protéines sont une cible importante des 

ERO. Il a été estimé que les protéines pouvaient piéger la majorité des ERO générés (50-75%). Leur 

oxydation affecte la fonction des protéines qui peuvent se fragmenter ou former des agglomérats les 

rendant susceptibles à la protéolyse, et résulte en la formation de protéines carbonylées (PC) dont 

l’accumulation peut être dosée comme témoin de l’oxydation (Fisher-Wellman et al., 2009). Suivant 

leur nature les acides aminés subiront des attaques radicalaires présentant des successions de 

réactions différentes. Toutefois l’oxydation des acides aminés est similaire à celle des sucres et 

implique une attaque radicalaire (LOO•→LOOH, ou autre) sur un des groupes méthyle lié à un 

atome d’azote. Le radical d’acide aminé obtenu réagira avec l’oxygène pour former un composé 

avec expulsion d’un radical peroxyde d’hydrogène ou d’un peroxyde d’hydrogène, le composé 

obtenu étant ensuite transformé en un aldéhyde. 

Les dommages oxydatifs des protéines peuvent provenir de divers ERO comme le radical 

hydroxyle, le peroxynitrite, des radicaux d’acides aminés, d’AGI ou de sucres (Sayre et al., 2008). 
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De plus, tous les acides aminés sont susceptibles à l’oxydation catalysée par les métaux (par 

réactions de Fenton). Ainsi des nitrations, glycations et des modifications des protéines par des 4-

hydroxynonenal (HNE) et MDA ont été mises en évidence, et facilitées par la présence de métaux 

réduits et de H2O2. L’accumulation de protéines oxydées est souvent mesurée par leurs contenus en 

carbonyles ou en nitrotyrosines. La détermination des protéines carbonylées (PC) se fait par 

spectrophotométrie et la détermination des nitrotyrosines peut se faire par HPLC. Des interférences 

sont possibles et la détermination dans l’urine est difficile, la détermination par immuno-essais serait 

prometteuse. 

 Oxydation de l’ADN 

Tant dans les mitochondries que dans le noyau des cellules, des dommages oxydatifs sur les 

bases de l’ARN, de l’ADN, et sur d’autres structures génomiques peuvent se produire par réactions 

de Fenton, sous l’effet d’aldéhydes de la peroxydation lipidique comme les HNE et les oxo-nonenal 

(ONE), par des peroxynitrites (Sayre et al., 2008). Ces altérations peuvent conduire à des scissions 

d’ADN et avoir une action mutagène. La peroxydation lipidique est également capable d’affecter la 

prolifération des cellules en formant des liaisons intra et intermoléculaires entre les acides aminés 

sulfurés des ARN, ADN et des protéines (El-Mesery et al., 2009). Les guanines sont 

préférentiellement attaquées et le produit de leur dégradation peut être détecté par le dosage de la 8-

hydroxydeoxyguanosine (8-OHdG) dans le sang et dans l’urine, mesurée par différentes techniques 

de HPLC. Des 8-hydroxyguanosine (8OHG) ont également servi de marqueur de l’oxydation de 

l’ARN. Une autre technique d’électrophorèse (cometassay), consiste à mesurer la trainée provoquée 

par l’ADN cassé par l’oxydation. L’ADN intact ayant tendance à présenter une forme sphérique, 

alors que l’ADN brisé par l’oxydation présente une forme étalée en comète dont on mesure la queue 

pour évaluer l’ampleur de l’oxydation. L’activité nucléaire des enzymes OGG1 (oxoguanine DNA 

glycosylase) impliqués dans l’élimination des guanines oxydées de l’ADN a également été dosée. 

I.3.4.2.2-Conséquences psychique et comportementales  

L’anxiété est une étape plus avancée sur le continuum du stress. Elle serait définie comme 

un état émotionnel négatif qui s’accompagne de nervosité, d’inquiétude et d’appréhension, associées 

à une activation de l’organisme (Martens et al., 1990). La mesure d’anxiété peut être prise grâce à 

des mesures physiologiques spécifiques, comme la variation de la fréquence cardiaque ou en  

répondant  à  un  questionnaire  multidimensionnel. On distingue l’anxiété cognitive et l’anxiété 

somatique. Selon Martens et al. (1990), l’anxiété cognitive se caractérise par la peur de l’échec, une 

évaluation négative de ses propres capacités et des appréhensions négatives sur la performance. Elle 

peut mener à des difficultés de concentration et perturber l’attention. L’anxiété somatique se relierait 

davantage à des perceptions de l’état physiologique. Elle serait aussi reliée à des symptômes 
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physiologiques : battements cardiaques rapides, souffle court, mains moites, nœuds dans l’estomac, 

muscles  tendus, sueurs froides.  

 Anxiété compétitive  

En psychologie du sport, il est généralement admis que la compétition génère un état émotif  

particulier : l’anxiété compétitive. Même s’il est important de prendre en compte le trait d’anxiété 

dans la compétition, les émotions générées par la compétition sont plus souvent des états transitoires 

et variables selon les individus et les situations. On parlera alors d’état d’anxiété compétitive qui 

s’accompagne de réponses cognitives opérationnalisées par les pensées négatives, l’inquiétude, 

l’appréhension, les difficultés de concentration, une attention perturbée, et de réponses somatiques 

opérationnalisées par la nervosité du sujet, les modifications au niveau de l’activation et des 

paramètres physiologiques tels que l’augmentation  de  la  fréquence  cardiaque  et  de  la  fréquence  

respiratoire,  des  tensions  au niveau musculaire, un nœud dans l’estomac. McGrath (1970) et par 

la suite Martens et al. (1990) ainsi que d’autres scientifiques ont orienté une partie de leurs travaux 

sur cet état d’anxiété compétitive. Ils ont cherché à comprendre le processus de l’anxiété et 

notamment de l’anxiété compétitive. Selon McGrath (1970), ce processus comprend 4 étapes :  

- la situation dans laquelle se trouve l’athlète ; 

- la perception individuelle de la demande environnementale ; 

- la réponse physiologique et psychologique ; 

- le comportement sous l’effet de l’anxiété. 
 

 Relation entre l’état d’anxiété compétitive et la performance  

L’anxiété est souvent vue comme un élément négatif pour la performance. Cette affirmation 

est parfois pondérée dans les récents articles scientifiques : l’anxiété pourrait être bénéfique à 

l’athlète jusqu’à un certain seuil au-delà duquel elle altèrerait considérablement la performance. Le 

niveau d’anxiété peut avoir des conséquences sur le comportement (Oxendine, 1970).  Beaucoup  

d’autres  modèles  et  de  théories  sont  venus  agrémenter  la  discussion à propos de cette relation. 

Les modèles actuels de la gestion du stress, qui sont grandement étudiés et utilisés dans le domaine 

sportif, se basent sur la relation en U inversé  entre la performance et l’activation physiologique 

(Arent et Landers, 2003). Selon cette théorie initiale du U inversé, il existerait un optimum 

d’activation pour lequel la performance est maximale. Si le sujet se situe en-dessous ou au-dessus 

de l’optimum sur le continuum de l’activation, la performance est moins bonne. 
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I.3.5-Stress oxydant et activités physiques 

I.3.5.1-Efforts aérobies  

La plupart des études ont noté une diminution de la production des RL au niveau de la 

mitochondrie après un effort en endurance. Daussin et al. (2012) expliquent la diminution de la 

production des RL après une période d’entraînement par deux mécanismes : 

-l’entraînement en endurance améliorerait la capacité antioxydante de la mitochondrie pour 

neutraliser les RL ; 

-l’entraînement en endurance baisse le potentiel membranaire mitochondrial ce qui réduit la 

fuite des électrons au niveau de la mitochondrie et par la suite la production des RL. En effet, 

l’entraînement en endurance augmente le nombre des protéines découplantes (UCP) dont le rôle 

principal est de faciliter le retour des protons vers la matrice mitochondriale et ainsi faciliter le 

transport des électrons à travers les complexes de la chaine du transport des électrons. Un tel effet 

pourrait réduire la production du radical O2
●-. 

I.3.5.1.1-Effort aérobie et paramètres oxydants et antioxydants au repos 

Des sujets entrainés présentent par rapport à des sédentaires des niveaux sanguins en 

oxydants (MDA, DC, PC et 8-OHdG) significativement inférieurs et en antioxydants (vitamines C 

et E, acide urique, SOD, GPx, GR, CAT, lag phase des DC, GSH) significativement supérieurs 

(Azizbegi et al., 2014). Ces résultats reflètent une activité antioxydante de repos, tant endogènes 

qu’exogènes, plus performante et une moindre oxydation chez les individus entrainés. Ceci se 

vérifie même chez des athlètes d’ultra endurance dont les volumes d’entraînements sont très élevés, 

ou après des périodes de compétitions de plusieurs mois (Knez et al., 2007). Plus le degré 

d’entraînement ou de condition physique est élevé et meilleures pourraient être les protections. 

Toutefois à partir d’un certain niveau d’entraînement des effets supplémentaires pourraient être 

difficiles à obtenir. Le désentraînement pourrait annuler ces adaptations et le surentraînement 

pourrait déprimer les défenses antioxydantes (Radak et al., 2008). 

I.3.5.1.2-Effort aérobie et paramètres oxydants et antioxydants à l’effort 

Des sujets entrainés comparés à des sujets non entrainés, présentent immédiatement et 15 

minutes après des efforts aérobies, des niveaux sanguins de TBARS, MDA et DC significativement 

inférieurs et de GSH, SOD et GPx significativement supérieurs (Rahnama et al., 2007). Néanmoins, 

toutes les études ne présentent pas des évolutions significatives. En cas de surentraînement, le 

système de défense antioxydant pourrait être dépassé dans sa capacité de faire face au stress oxydant 

dû à l’effort aérobie (Knez et al., 2007).  
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I.3.5.2-Efforts anaérobies  

I.3.5.2.1-Effort anaérobie et paramètres oxydants et antioxydants au repos 

L’entraînement en anaérobie à dominante lactique a été démontré capable d’augmenter les 

antioxydants musculaires (SOD, GPx, GR) et de diminuer les niveaux sanguins de DC et TBARS 

(Bloomer et al., 2008). Les exercices anaérobies peuvent induire une activation redox sensible de 

facteurs de transcription comme les NFkB qui activent la production d’antioxydants endogènes 

(GPx, CAT, SOD, GSH), et renforcent l’organisme contre de nouvelles agressions oxydatives 

(Bloomer et al., 2006). Cependant, toutes les études ne constatent pas d’influence sur les niveaux 

de repos en oxydants ou en antioxydants. Certaines publications font état d’une diminution des 

défenses antioxydantes de l’organisme, qui pourrait être due à un excès de production de RL par 

effet cumulatif des exercices anaérobies et de l’hypoxie qu’ils provoquent, entrainant une 

augmentation du flux d’oxygène vers les mitochondries lors de la réoxygénation (Pialoux et al., 

2006). Dans certaines limites, il parait donc possible que l’entraînement en anaérobie puisse résulter 

en des atténuations du stress oxydant de repos, similaires à celles de l’entraînement aérobie.  

I.3.5.2.2-Effort anaérobie et paramètres oxydants et antioxydants à l’effort 

Des diminutions de production en oxydants (DC, TBARS, MDA, LOOH) à l’effort 

anaérobie à dominante lactique ont été constatées sous l’effet de l’entraînement (Bloomer et al., 

2009). Les exercices anaérobies pourraient contribuer à augmenter les défenses antioxydantes de 

repos et à réduire la génération des oxydants pendant et après l’exercice. Des athlètes bien entrainés 

démontrent une diminution des niveaux de DC et une augmentation des défenses antioxydantes 

(Finaud et al., 2006). Le fait d’être entrainé en endurance (aérobie) ou en musculation (anaérobie 

lactique) ne parait présenter aucun avantage, en termes de prévention du stress oxydant à l’effort 

anaérobie. Il existe aussi des études qui ne démontrent aucun effet de l’entraînement sur le 

comportement des oxydants (MDA, LOOH) ou des antioxydants (SOD, GPx, vitamines E et A) à 

l’effort anaérobie (Viitala and Newhouse, 2004). 

I.3.5.3-Mécanismes probables de la fluctuabilité des antioxydants à l’effort 

Entre les analyses immédiates et tardives (quelques minutes) après les efforts, des inversions 

du comportement des antioxydants ont été constatées (Michailidis et al., 2007). Plusieurs 

explications ont été avancées pour justifier les fluctuations observées, dont l’utilisation des 

antioxydants dans la lutte contre les ERO, mais aussi par leurs interactions avec d’autres 

antioxydants, ou à cause de leur transport entre différents compartiments. Ainsi l’évolution post 

exercice des vitamines C, GSH et GPx est étroitement liée et a été corrélée aux indices de dommages 

musculaires (Margaritis et al., 2003). Dès l’arrêt de l’effort, une augmentation de l’activité des GPx 
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pourrait contribuer à l’interruption de la chaine de peroxydation lipidique et à diminuer les GSH, la 

vitamine E serait également utilisée. La possible régénération de la vitamine E par la vitamine C 

elle-même régénérée par les GSH, donnerait sa contribution aux modifications observées. En plus 

des interactions possibles, l’exercice qui active la lipoprotéine lipase pourrait provoquer un transfert 

simultané de vitamine E et A de la circulation vers les tissus, alors que les tissus pourraient fournir 

la circulation en ces vitamines, pour aider à régénérer ou à économiser les autres composants du 

système de défense antioxydant (Fisher-Wellman et al., 2009). La diminution du volume 

plasmatique est également invoquée dans la littérature pour justifier les fluctuations observées à 

l’effort (Hellsten et al., 2001). 

I.4-Généralites sur le Moringa oleifera  

I.4.1-Caracteristiques botaniques 

I.4.1.1-Position systématique 

La taxonomie de la plante selon Funk et al. (2007) est la suivante: 

Domaine: Eucaryotes   

Règne: Végétal   

Embranchement : Phanérogames 

Sous embranchement : Angiospermes  

Classe : Magnoliopsida ou Diclocyléodones 

Sous classe : Dilleniidé 

Ordre : Brassicales 

Famille : Moringaceae  

Genre : Moringa 

Espèce : Moringa oleifera Lamarck 

 

I.4.1.2-Répartition géographique et morphologie 

M. oleifera est une plante originaire de l’Inde qui est cultivé un peu partout dans le monde 

où il s’est naturalisé dans beaucoup de milieux (Price, 2007). C’est une plante largement disponible 

dans les pays tropicaux et subtropicaux avec une grande importance économique (Foidl et al., 2001). 

Dans son aire d’origine, cette espèce ne dépasse guère l’altitude de 50 mètres. On la trouve le long 

des ruisseaux ou dans les zones dépressionnaires ou règne une certaines humidité (Besse, 1996).  

M. oleifera est une espèce qui se présente sous la forme d’un arbrisseau ou d’un arbre 

pouvant mesurer jusqu’à 10 mètres de haut. La tige est en générale mal formée, souvent multiple 

dès la base. L’écorce est lisse de couleur gris foncé violacé. Les arbres se feuillissent en début de 
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saison sèche et la floraison à lieu peu avant la feuillaison ou en même temps. Les fruits murissent 

quatre à six mois plus tard. Les phases de croissance, ainsi que l’âge de la première floraison et de 

la première fructification sont mal connues. Ses feuilles sont duveteuses, alternes et bi ou tripennées 

(Figure 4 (a)) et se développent principalement dans la partie terminale des branches. Ses fleurs, 

mesurent 2,5 cm de large et se présentent sous forme de panicules axillaires et tombantes de 10 à 

25 cm. Elles sont blanches ou couleur crème, avec des points jaunes à la base et dégagent une odeur 

agréable (Figure 5 (b)). Les fruits du M. oleifera pendent des branches et constituent des gousses à 

trois lobes mesurant 20 à 60 cm de long (Figure 5 (c)). Les gousses sèches s’ouvrent en trois parties 

en libérant 12 à 35 graines de forme ronde (Figure 5 (d)). Un arbre peut produire 15 000 à 25 000 

graines par an (Makkar et Becker, 1997). 
 
 

  

 

                                                                                    

                                   

Figure 4 : Photo des feuilles (a), fleurs (b), fruits (c) et graines (d) de M. oleifera (prises par Bonoy, 

2015). 

I.4.1.3-Principaux noms vernaculaires 

M. oleifera est qualifié «d’arbre de vie», «d’arbre miracle» ou plante divine du fait de ses 

nombreuses potentialités nutritives, médicinales et industrielles. Il porte différents noms selon les 

a) b) 

c) d) 
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régions : mouroungue, moringa ailé, benzolive, pois quénique et néverdié (pays francophones) ; 

malunggay ou meilleure amie des mères (aux Philippines), Radish Tree, Never die tree, Drumstick 

tree, (pays anglophones), ben ailé, noix de behen, moringoa ou moringa, etc. (Price, 2007). Les 

noms vernaculaires de M. oleifera dans certains pays africains sont consignés dans le tableau I.  

 

Tableau I : Les noms vernaculaires de M. oleifera 

Pays  Noms vernaculaires  

Bénin  (Fon): Yovokpatin, Kpatima (Yoruba) : Ewé ilé  

Burkina Faso  (Joula): Arjanyiri. (Moré) : Arzam tigha (“ L’arbre du paradis ”)  

Cameroun  (Foufouldé): Guiligandja (Mafa) : Gagawandalahai  

Côte d'ivoire  (dioula): Arjanayiiri  

Niger  (Hausa): Zogala gandi (Zarma) : Windi-bundu  

Sénégal  (Wolof): Neverday, Nébéday, sap-sap. (Sérère) : Nébéday  

Tchad  (Sara): Kag n’dongue  

Togo  (Mina): Yovoviti  

Zimbabwe  (Tonga): Mupulanga, Zakalanda  

Source : Fuglie (2002) 

 

I.4.2-Valeur nutritionnelle des feuilles de M. oleifera 

Les feuilles, les fleurs, les racines et les graines du M. oleifera sont comestibles. Elles entrent 

fréquemment dans des régimes alimentaires traditionnels dans plusieurs pays tropicaux et 

subtropicaux ; de ce fait, M. oleifera occupe une place de choix dans les pays tropicaux. Les feuilles 

de M. oleifera sont un légume de bonne qualité nutritionnelle et font partie d’un des meilleurs 

légumes tropicaux. Elles sont une excellente source de protéines dont les teneurs moyennes varient 

entre 19-35 % MS (Olugbemi et al., 2010). Les feuilles matures contiennent moins de protéines que 

les jeunes feuilles du fait de leur teneur élevée en fibres, notamment en cellulose brute variant de 

9,13-28,2% MS. Ayant une teneur relativement élevée en énergie métabolisable, 2273 et 2978 

kcal/kg MS, les feuilles de M. oleifera contiennent une très grande concentration en vitamines (A, 

B, C, E), en minéraux (fer, calcium, zinc, sélénium, etc.) et sont riches en ß-carotène (Fuglie, 2002) 

(Tableau II). Les minéraux occupent une part modeste de la matière sèche de feuilles de M. oleifera 

avec des teneurs de 0,6 à 11,42% MS. Quant à la matière grasse contenue dans les feuilles de M. 

oleifera, elle varie de 2,3 à 10% MS (Fuglie, 2002 ; Olugbemi et al., 2010). 

Les feuilles de M. oleifera ont un bon profil en acides aminés. Un phénomène plutôt rare 

pour une plante, elles possèdent les 10 acides aminés essentiels à l’humain. La teneur en acides 

aminés des feuilles fraîches est plus faible que celle des feuilles traitées à l’éthanol. Ceci est dû à 

une quantité plus importante d’azote non protéique dans les feuilles fraîches (4,7% contre 2,7%) 
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(Zarkadas et al., 1995). Tous les acides aminés essentiels sont présents à une concentration 

supérieure par rapport à celle préconisée par la FAO, l’OMS et l’ONU pour les enfants de 2 à 5 ans. 

La teneur en acide aminés de la farine de feuilles de M. oleifera est comparable à celle du tourteau 

de soja, avec une digestibilité de 79,2 % (Ly et al., 2001). 

La valeur nutritionnelle de l’extrait aqueux des feuilles de M. oleifera a également fait l’objet 

d’étude. En effet, Madukwe et al. (2012) ont montré qu’en comparaison avec le thé (Lipton), la 

boisson obtenue par extraction aqueuse des feuilles de M. oleifera a présenté un bon profil sensoriel. 

De plus l’analyse nutritionnelle et phytochimique de cet extrait a montré que ce dernier contenait 

toujours des quantités élevées de micronutriments et de constituants phytochimiques. 

I.4.3-Métabolites secondaires rencontrés dans les feuilles de M. oleifera 

Au cours des dernières années, de nombreuses études ont été publiées dans les journaux 

scientifiques, identifiant diverses métabolites secondaires dans les feuilles de M. oleifera (Awodele 

et al., 2012). Les propriétés médicinales de cette plante pourraient être dues à la présence de 

plusieurs composés phytochimiques contenus dans diverses parties de la plante. Il s’agit des 

composés phénoliques, des flavonoïdes et des glucosinolates. 

I.4.3.1-Composés phénoliques 

Les composés phénoliques sont particulièrement étudiés pour leurs propriétés antioxydants, 

antiinflammatoires, antimutagènes et anticancérigène (Verma et al., 2013). Les acides phénoliques 

représentent un sous-groupe des composés phénoliques et sont retrouvés en quantité suffisante dans 

les feuilles de M. oleifera (Bennett et al., 2010). On y retrouve l’acide caféique, l’acide α-

coumarique et l’acide ferulique. L’acide 5-caféoylquinique et l’acide 3-Caféoylquinique sont 

également présents dans les feuilles. Il en est de même de l’acide gallique et l’acide vanillique. 

I.4.3.2-Flavonoïdes  

Les flavonoïdes sont un sous-groupe des polyphénols contenus dans les plantes et les extraits 

de plante. Les études épidémiologiques ont montré que les flavonoïdes ont un effet protecteur contre 

plusieurs infestions et maladies dégénératives comme les maladies cardiovasculaires et le cancer 

(Kumar et Pandey, 2013). Les feuilles de M. oleifera contiennent des quantités importantes de 

flavonoïdes (5,059-12,16 mg/g de MS) (Yang et al., 2008). Le myriceline, la quercétine et le 

kaempférol sont les flavonoïdes les plus retrouvés dans les feuilles de M. oleifera. On retrouve 

également des composés flavonoïdes glycosidiques dérivés de la quercétine et du kaempférol.  
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I.4.3.3-Glucosinolates  

Ce sont des métabolites secondaires rencontrés dans les plantes. Des quantités importantes 

de ces métabolites sont retrouvées dans les feuilles de M. oleifera (116-63 mg/g de MS) (Forster et 

al., 2015). Le 4-O-(α-rhamnopyranosyloxy) bezyl-glucosinolate, également nommée 

glucomoringine, est prédominant dans tous les tissus de la plante à l’exception des racines. Quatre 

autres glucosinolates sont retrouvés dans les feuilles. Il s’agit du 4-hydroxybenzylglucosinolate et 

de 3 isomères du mono-acétyl-rhamnose. Les glucosinolates peuvent être hydrolysé en D-glucose 

et plusieurs autres métabolites à l’instar des isothiocyanates présent également dans les feuilles de 

cette plante (Waterman et al., 2015).  

I.4.3.4-Tanins 

Les tanins sont des composés phénoliques solubles dans l’eau et qui précipites les alcaloïdes, 

la gélatine et d’autres protéines. Ils ont plusieurs propriétés pharmacologiques : anti-cancer, anti-

athérosclérotique, anti-inflammatoire, anti-hépatotoxique, antibactérien et anti-réplication HIV 

(Kancheva et Kasaikina, 2013). Les tanins sont retrouvés dans les feuilles de M. oleifera dans des 

proportions variables en fonction des extraits. Les quantités varient entre 13,2 et 20,6 g/kg de MS 

dans l’extrait des feuilles séchées, et entre 5 et 12 g/kg de MS dans l’extrait de feuilles lyophilisées 

(Teixeira et al., 2014). 

I.4.3.5-Alcaloïdes 

Les alcaloïdes sont des composés phytochimiques contenant dans leurs structures de base 

des atomes d’azote. Ils sont étudiés pour leurs propriétés pharmacologiques. A cet effet, plusieurs 

études ont permis de mettre en évidence la présence des alcaloïdes dans les feuilles de M. oleifera 

(Kasolo et al., 2012). Toutefois, la quantité exacte des alcaloïdes dans ces feuilles demeure encore 

indéterminée.     

I.4.3.6-Saponines   

Les saponines sont des composés phytochimiques étudiés pour leurs propriétés anti-

cancérigènes (Xu et al., 2016). Ils sont retrouvés en grande quantité dans les feuilles de M. oleifera. 

La concentration en saponines dans l’extrait des feuilles séchées est approximativement de 50g/kg 

de MS, tandis qu’elle varie entre 64 et 81 g/kg de MS dans l’extrait lyophilisé (Man et al., 2010).   

I.4.4.Vertus Ethno-pharmacologiques de M. oleifera 

M. oleifera est une plante couramment utilisée en médecine traditionnelle dans divers pays 

en voie de développement et en médicine moderne. Les diverses parties du M. oleifera telles que 

les feuilles, les racines, la graine, l’écorce, le fruit, les fleurs et les gousses non mûres sont utilisées 
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par les tradithérapeutes dans le traitement de diverses maladies (infections de la peau, infections 

respiratoires, etc.). Au Sénégal et au Mali, les feuilles de M. oleifera sont utilisées pour traiter les 

enfants rachitiques, bronchitiques, fiévreux, souffrant de céphalées, névralgies et servent à stabiliser 

le taux de sucre dans les cas de diabète chez les adultes (Kerharo, 1994). Divers auteurs ont prouvé 

que la poudre de feuilles séchées possède un effet dépressif puissant sur le système nerveux, 

provoquant ainsi un relâchement des crampes musculaires, une baisse de la température du corps et 

une augmentation du sommeil chez les souris de laboratoire (Bakre et al., 2013) . Les feuilles de M. 

oleifera, ajoutées au fourrage pour l’alimentation animale, pourraient être utilisées comme agent 

bioceutique pour remplacer les antibiotiques (Yang et al., 2006). Une activité anthelminthique a été 

découverte au niveau des fleurs et des feuilles de cette espèce (Bhattacharya et al., 1982). Ses fleurs 

par contre sont utilisées comme stimulant, aphrodisiaque, abortif et cholagogue. Elles servent à 

traiter des inflammations, des maladies musculaires, de l’hystérie, des tumeurs, l’agrandissement de 

la rate et réduisent le taux de cholestérol dans le sérum (Mehta et al., 2003). La gomme de M. 

oleifera, mélangée à l’huile de sésame permet de soulager les maux de tête et d’oreilles. Les graines 

sont utilisées contre la fièvre et les tumeurs de l’estomac. L’huile des graines agit comme fortifiant 

et purgatif et est appliquée pour soigner la prostate et les troubles de la vessie (Fuglie, 2002). Les 

feuilles de M. oleifera incorporées dans le sol avant de planter ou de semer peuvent prévenir 

certaines maladies des plantes. Ce potentiel pharmacologique remarquable suggère que l’effet 

bénéfique de la plante peut être associé à l’action individuelle ou combinée de ses constituants, tels 

que les phénols, les isothiocyanates aromatiques, les flavonoïdes et les stérols (Richter et al., 2003). 

I.4.4.1-Effets antioxydant des feuilles de M. oleifera 

M. oleifera est très riche en antioxydant (Chumark et al., 2008). Les composés antioxydants 

de M. oleifera seraient responsables des propriétés anti-athérosclérotiques, antigenotoxiques, anti-

ulcérogènes, hypocholestérolémiques et anti-inflammatoires de la plante. En effet, les feuilles, 

l’écorce de tige, les fleurs et/ou les graines ont des quantités significatives de molécules 

antioxydantes comme les α-, β- et γ-tocophérols, le stigmastérol, le campestérol, la quercétine, le 

kaempférol, la vitamine A et C et les polyphénols (Chumark et al., 2008 ; Kumbhare et al., 2012). 

En Inde et aux Philippines, les feuilles fraîches sont utilisées pour conserver les aliments, ce qui 

suggère qu’ils sont une source appropriée d’antioxydants. 

I.4.4.2-Effets antiulcérogénic des feuilles de M. oleifera 

Les travaux de Pal et Sahib (1995) et Debnath et al. (2011) sur l’extrait méthanolique et 

aqueux des feuilles de M. oleifera ont montré que ces derniers possédaient des propriétés 

antiulcérogéniques. Il a amélioré également le taux de cicatrisation des ulcères gastriques induits 

par l’acide acétique (Pal et Sahib, 1995). De manière similaire, l’extrait aqueux de feuilles de M. 
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oleifera a entrainé une augmentation de la densité des cellules entérochromaffines (CE) avec comme 

conséquence une élévation du taux de la 5-hydroxytryptamine (5-HT) et de l’épaisseur de la 

muqueuse stomacale (Debnath et al., 2011). L’effet maximal a été observé à la dose de 300mg/kg 

sur des lésions induites par l’aspirine. L’effet préventif sur la formation des lésions ulcéreuses de 

cet extrait a également été démontré après 14 jours de traitement consécutif. En effet, la 5-HT est 

un neurotransmetteur régulateur clé des muscles lisses des voies cardiovasculaires et gastro-

intestinales, se trouvant à une concentration élevée dans les cellules entérochromaffines (Kumar et 

al., 2004). Ainsi, la cicatrisation des lésions gastriques est probablement due à la libération de la 5-

HT à partir de cellules entérochromaffines, ce qui augmente la sécrétion de mucus via la voie 

cyclooxygénase, tout en induisant la synthèse de prostaglandine (PG), en particulier PGE2 et PGI2 

et menant à la cytoprotection. 

I.4.4.3-Action sur la protection du foie et des reins  

Les études portant sur l’effet des feuilles de M. oleifera sur la protection du foie et des reins 

sont contradictoires. Oyagbemi et al. (2013) et Asiedu-Gyekye et al. (2014) ont observé une 

augmentation des taux sériques d’ALAT, ASAT, alcaline phosphatase, urée et créatinine après une 

administration de l’extrait aqueux des feuilles de M. oleifera chez les souris. Ces auteurs ont conclu 

que cet extrait serait responsable des dommages au niveau hépatique et rénal. Toutefois, les coupes 

histologiques réalisées chez ces animaux n’ont pas montré de lésions graves au niveau des 

sinusoïdes et de la veine centro-lobulaire. D’autres études ont apporté la preuve d’une activité 

protectrice de cet extrait au niveau du foie et des reins (Adeyemi et Elebiyo, 2014). En effet, ces 

auteurs ont observé une réduction des taux sériques d’ALAT, ASAT, alcaline phosphatase, urée et 

créatinine après une administration de l’extrait aqueux des feuilles de M. oleifera. Ces observations 

ont été confirmées par les coupes histologiques des animaux traités. 

I.4.4.4-Effet antidiabétique des feuilles de M. oleifera 

Plusieurs plantes médicinales sont utilisées pour leurs propriétés antidiabétiques. C’est 

également le cas de M. oleifera. En effet, Divi et al. (2012) et Edoga et al. (2013) ont montré que 

les extraits aqueux, éthanolique et hydro-alcoolique des feuilles de M oleifera (100 à 300 mg/kg de 

PC) a entrainé une baisse significative de la glycémie chez rats souffrant du diabète. Cette baisse 

serait due, selon ces auteurs, à la présence des polyphénols dans les feuilles de cette plante 

(quercetin-3-glycoside, rutin et kaempférol glucosides).       

I.4.4.5-Effet anti-cholestérolémique des feuilles de M. oleifera 

Les études Chumark et al. (2008) ont montré que l’extrait aqueux des feuilles de M. oleifera 

a un effet préventif sur les maladies cardiovasculaires. Cette action s’est matérialisée par une 
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réduction significative du Cholestérol total et des triglycérides sériques, ainsi qu’une diminution de 

la formation de plaques d’athérome. En effet, Chumark et al. (2008) ont suggérés l’existence d’une 

relation directe entre les composés phénoliques présents dans les feuilles et l’action 

hypolipidémiante. Ce qui démontre que l’extrait aqueux inhiberait les modifications oxydatives de 

la LDL-C plasmatique et supprimerait la propagation de la peroxydation lipidique et les dommages 

cellulaires induits par les radicaux libres. 

I.4.4.6-Action sur la stimulation cardiaque et la circulation sanguine  

Toutes les parties de la plante présentent une activité stimulatrice sur le cœur et la circulation 

sanguine. Dans une étude portant sur la comparaison de l’extrait de feuilles de M. oleifera avec 

Aténolol (antagoniste des récepteurs β1), les auteurs ont montré que cet extrait a entrainé des 

modifications significatives des paramètres cardiovasculaires chez les rats (Ara et al., 2008 ; 

Chumark et al., 2008 ; Nandave et al., 2009). En effet, des baisses significative du cholestérol 

sérique, des triglycérides sériques, glycémie, du poids du cœur et du poids corporel ont été observées 

(Ara et al., 2008). Par ailleurs, d’autres études ont confirmé l’effet anti-sclérotique (Chumark et al., 

2008) et cardio-protecteur (Nandave et al., 2009) de l’extrait des feuilles de cette plante.   

I.4.4.7-Action sur le système nerveux central 

Des récentes découvertes ont montré que l’extrait éthanolique des feuilles de M. oleifera 

(250-2000 mg/kg) a entraîné une modification des paramètres comportementaux (locomotion, 

mémoire, toilettage et poids des selles) chez les rats soumis au test de l’arène ouverte. De plus, cet 

extrait a entrainé une réduction du niveau d’anxiété et des crises convulsives et induit par le 

pentylènetétrazole. Ce qui suggère que l’activité de cet extrait pourrait être due à une amélioration 

du mécanisme inhibiteur central impliquant la libération de l’acide gamma-aminobutyrique 

(GABA) (Bakre et al., 2013). Ces résultats justifient partiellement l’utilisation traditionnelle des 

feuilles de M. oleifera dans le traitement de l’épilepsie. 

I.4.4.8-Effets anti-inflammatoire et immunomodulatrice 

Les effets anti-inflammatoires des graines de M. oleifera ont fait l’objet de plusieurs études. 

Cependant, les études anti-inflammatoires des feuilles de cette plante demeurent encore peu 

connues. Coppin et al. (2013) ont observé que les feuilles de cette plante pouvaient inhiber la 

production du monoxyde d’azote par les macrophages après un traitement aux bactéries 

lipopolysaccharides (LPS). Kooltheat et al. (2014) ont montré que l’extrait à l’éthylacétate des 

feuilles de M. oleifera inhibe la production des cytokines (TNFα, IL6 et IL8) par les macrophages 

chez des personnes exposées à la fumée de cigarette et au LPS. Chez l’homme, Waterman et al. 

(2015) ont observé une baisse significative de l’expression des gènes de la production des marqueurs 
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inflammatoires par les macrophages chez ceux ayant consommé cet  extrait. Rajanandh et al. (2012)  

ont également évalué l’activité anti-inflammatoire des feuilles de cette plante. Dans cette étude, les 

rats ont consommé, en plus d’une alimentation hyperlipidique, 100 et 200 mg/kg d’extrait hydro-

alcoolique des feuilles de cette plante pendant 28 jours. Les résultats de cette étude ont montré une 

baisse significative du TNFα et de l’IL1 sérique chez les rats ayant consommé l’extrait. A la suite 

de cette étude, Das et al. (2013) et Waterman et al. (2015) ont observé dans une étude similaire, une 

réduction de l’expression des gènes des marqueurs pro-inflammatoires, de l’expression du iNOS, 

de la protéine réactive C, du TNFα, de l’IL6 et de l’IL1β au niveau du foie, du sérum et de l’intestin 

des souris ayant reçu l’extrait.   

I.4.4.9-Effet anti-cancer  

Les effets des feuilles de M. oleifera sur le cancer ont fait l’objet de plusieurs études in vivo 

et in vitro. Il ressort de ces études que l’extrait (aqueux, hydro-alcoolique et alcoolique) de ces 

feuilles pourrait avoir des effets sur plusieurs formes de cancer (Tiloke et al., 2013 ; Berkovich et 

al., 2013 ; Charoensin, 2014). Les mécanismes d’action impliqués pourraient impliquer une 

augmentation de la cytotoxique des cellules cancéreuses chez les rats ayant consommé l’extrait, en 

comparaison au témoin. De plus, les effets anticancéreux pourraient également être dus à une 

réduction de l’oxydation de l’ADN associé au cancer et aux maladies dégénératives, à une inhibition 

de la prolifération des cellules cancéreuses et à une réduction de la production des radicaux libres 

chez les animaux ayant consommé l’extrait de cette plante.       

I.4.4.10-Etudes toxicologiques    

Les feuilles de M. oleifera possèdent de petites quantités de tanin (12 g/kg de matière sèche), 

d’acide phytique (21g/kg) et une absence de trypsine, d’inhibiteurs d’amylase, de leptines et de 

glucosinolates, ce qui favorise leur consommation (Makkar et Becker, 1997). Awodele et al. (2012) 

ont rapporté que l’exposition aiguë et sub-chronique à des doses plus élevées d’extraits aqueux de 

feuilles (400 à 6400 mg/kg) s’est révélée relativement sans effets toxique chez l’homme et les 

rongeurs. Ces résultats sont en accord avec ceux obtenus par Adedapo et al. (2009) qui ont démontré 

que cet extrait était non létal à 2000 mg/kg. Bakre et al. (2013) ont obtenu une DL50 de l’extrait 

éthanolique des feuilles de cette plante égale à 6,4g/kg par voie orale. Toutefois, l’évaluation de la 

toxicité aigüe de cet extrait par voie intrapéritonéale a montré une DL50 de 1585 mg/kg (Awodele 

et al., 2012). En effet, des modifications du taux d’urée et d’albumine, probablement due à la 

présence des substances toxiques comme les isothiocinates et les glycosides, ont été observé au 

cours de cette étude. Des récentes découvertes ont montré que l’extrait des feuilles de cette plante 

aurait des effets génotoxique à des doses plus élevées (3000 mg/kg) (Asare et al., 2012).  Ce qui 

s’est manifesté par une augmentation significative du nombre d’érythrocytes polychromatiques 
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micronucléés issues de la moelle osseuse des rongeurs (20,2 ± 4,0 Cellules/1000 cellules) par 

rapport au témoin (saline à 0,9%). 

I.5-Synthèse des travaux consultés  

Tout au long de ce chapitre, il a été question à travers une littérature présentant les effets des 

plantes médicinales sur la performance physique, de monter la diversité des plantes utilisées dans le 

milieu du sport (Panax ginseng, Ginkgo biloba, Rhodiola rosea, Kola, Ocimum santum, Cordyceps 

sinensis, etc.). Ces différents travaux mettent en exergue des plantes ayant des effets antifatigue et 

antistress en modifiant le métabolisme énergétique de différents substrats énergétiques. Toutefois, 

ces études fournissent très peu d’informations sur la composition et la toxicité des différents extraits. 

Ce qui pourrait limiter leur utilisation dans le milieu du sport. De plus, il ressort qu’aucune étude à 

notre connaissance n’a intégré à la fois les effets de ces extraits sur la fatigue et le stress induits par 

l’activité physique chronique et aigue. Les adaptations physiologiques à l’effort physique aigu et 

chronique étant différentes, les conclusions de ces études semblent partielles.      

La littérature sur le M. oleifera a montré de nombreuses études scientifiques publiées, 

décrivant diverses propriétés de cette plante. Les études phytochimiques ont présenté une 

composition phytochimique et des valeurs nutritionnelles exceptionnelles de feuilles de cette plante, 

justifiants ainsi son utilisation dans le traitement de la mal nutrition chez les enfants et dans le 

traitement des personnes vivants avec le VIH/SIDA. De plus, les multiples effets pharmacologiques 

de ces feuilles pourraient également être attribués à sa composition phytochimique. Les variations 

de la composition phytochimique observées dans ces travaux pourraient être attribuées à plusieurs 

facteurs dont le lieu et la période de récolte des feuilles, le type d’extrait utilisé (aqueux ou 

alcoolique) et les techniques de dosage phytochimiques utilisées. Toutefois, les données relatives à 

l’utilisation de cette plante dans l’amélioration de la performance physique et de la santé des sportifs 

sont inexistantes. Bien plus, les données relatives à la consommation des grandes quantités de ces 

feuilles sont insuffisantes. La présente étude intègre ces différents aspects et propose des méthodes 

actuelles et variées dans l’évaluation des effets antifatigues, antistress et toxicologiques de l’extrait 

des feuilles de M. oleifera chez les rats.  
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CHAPITRE II:  

MATÉRIEL ET MÉTHODES  
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II.1-Matériel  

II.1.1-Matériel végétal 

Les feuilles fraîches de M. oleifera ont été cueillies au mois de décembre 2014, dans la 

Région du Nord Cameroun (Garoua). La plante a été identifiée à l’Herbier National du Cameroun 

par Monsieur Barthelemy DOTCHIENGUE, en comparaison du spécimen n° 49178/HNC conservé 

à l’Herbier. Les feuilles ont été lavées à l’eau de robinet et séchées à l’ombre pendant deux semaines. 

Elles ont ensuite été broyées à l’aide d’un pulvérisateur de type Zaiba®. La poudre obtenue a été 

utilisée pour préparer l’extrait aqueux.  

II.1.2-Matériel animal 

Les sujets d’expérimentation utilisés étaient des rats albinos de souche Wistar sains, mâles 

et femelles n’ayant fait l’objet d’aucune expérimentation antérieure. Le poids des rats était compris 

entre 80 et 150 g et ils étaient âgés de 30 à 60 jours. Les animaux (239 rats) provenaient de 

l’Animalerie de la Faculté des Sciences de l’Université de Yaoundé I et ont été acheminés à 

l’animalerie de l’Institut National de la Jeunesse et des Sports (INJS) pour des expériences où ils 

ont eu une période d’acclimatation d’une semaine. Ils y étaient logés dans des bassines collectives 

à raison de cinq rats par bassine au plus, dans les conditions de température ambiante. L’aération 

était suffisante avec un cycle lumineux naturel (12 h de  lumière, 12 h d’obscurité). Les  animaux 

avaient libre accès à l’eau du robinet et à l’aliment. 

II.2-Méthodes   

II.2.1-Préparation de l’extrait et des différentes solutions de l’extrait de M. oleifera 

L’extrait aqueux des feuilles de M. oleifera a été obtenu suivant la méthode décrite par Thilza 

et al. (2010). 100g de poudre de feuille ont été infusés dans 1,5 L d’eau distillée pendant une heure. 

Après filtration à l’aide du papier filtre Wattman n°3, le filtrat a été évaporé à 45° C dans un four à 

convection (Figure 5). Ce processus a été répété plusieurs fois. L’extrait aqueux obtenu  a été utilisé 

pour les différents tests. Différentes solution ont été préparées par dilution de l’extrait aqueux de 

Moringa oleifera dans de l’eau distillée. Le volume de la solution à administrer aux animaux a été 

déterminé à partir de la formule suivante : 

 

 

 

Volume = 
𝐷𝑜𝑠𝑒 ×𝑃𝑜𝑖𝑑𝑠

𝐶𝑜𝑛𝑐𝑒𝑛𝑡𝑟𝑎𝑡𝑖𝑜𝑛 
    Avec    

 

 

 

Volume (ml) = Volume de la solution à administrer 

Poids (kg) = Poids de l’animal 

Dose (mg/kg) = Dose de l’extrait  

Concentration (mg/ml) = Concentration de la solution à administrer 
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Figure 5 : Protocole de préparation de l’extrait aqueux des feuilles de M. oleifera  

 

 

II.2.2-Formulation des rations expérimentales des rats  

La formulation de l’aliment standard des rats a été basée sur les recommandations de 

l’American Institute of Nutrition (1977) avec quelques modifications où selon une adaptation locale 

du Laboratoire National Vétérinaire (LANAVET) du Cameroun le poisson séché a remplacé la 

caséine tandis que les tourteaux de coton ont remplacé la méthionine et la choline. Les granulés qui 

avaient servi d’aliment aux animaux avaient été fabriqués au Laboratoire de Biologie de l’Activité 

Physique et de l’Education Sportive de l’INJS, selon la composition standard suivante pour 50 kg 

de granulés : 

-35 kg de, mais ; 

-9,5 kg de tourteaux de coton ; 

-4,5 kg de poissons séchés ; 

-600 g de la poudre d’os ; 

-100 g de sel de cuisine (Na Cl) ; 

-0,33 l d’huile de coton et de 30 g d’olivitasol (complexe polyvitaminique). 

Les différentes composantes de ces granulés ont été achetées dans une boutique à Yaoundé 

spécialisée dans la vente des produits d’élevage du petit et du gros bétail.  

 

-100g de poudre ont été infusés dans 

1,5L d’eau distillée pendant une heure 

-filtration au papier wattman N°3 

-Séchage 

-Broyage  

Evaporation à l’étuve 

à convection à 45°C 

Feuilles fraiches de M. oleifera  

Poudre 

Résidu Filtrat 

Extrait aqueux 

68,58g (rendement de 22,86%) 
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II.2.3-Phytochimie qualitative et valeur nutritionnelle de l’extrait de M. oleifera 

II.2.3.1-Phytochimie qualitative de l’extrait aqueux des feuilles de M. oleifera   

A l’aide des méthodes décrites par Bruneton (1993), les tests phytochimiques ont été réalisés 

sur l’extrait aqueux des feuilles de Moringa oleifera afin de déceler la présence ou l’absence des 

classes de composés chimique en leur sein. Basé sur l’intensité de la coloration ou du précipité 

formé pendant le test, la proportion des métabolites secondaires a été caractérisée par une forte 

présence (+++), une présente (++), une faible présence (+), et une absence (-) lorsque le résultat du 

test était négatif. 

II.2.3.1.1-Test des phénols 

Deux (2) mg d’extrait ont été dissouts dans 6 ml d’eau distillée et 3 gouttes de chlorure 

ferrique 5% ont été ajoutés. L’observation de la couleur bleue ou violette marquait la présence des 

phénols. 

II.2.3.1.2-Test des flavonoïdes 

Deux (2) mg d’extrait de M. oleifera ont été dissouts dans 6 ml d’une solution de méthanol 

(50%), 5 gouttes d’acide chlorhydrique concentré et une petite quantité de copeau de magnésium a 

été ajoutée. La présence des flavonoïdes se signalait par une coloration rouge brique précédée d’une 

effervescence. 

II.2.3.1.3-Test des alcaloïdes (test de Dragendorff) 

 Préparation du réactif de Dragendorff : 0,85 g de nitrate de Bismuth ont été dissouts 

dans 40 ml d’acide acétique. La solution obtenue a été mélangée à une solution constituée de 8 g 

d’iodure de potassium dans 20 ml d’eau distillé. 

 Mode opératoire: 2 mg d’extrait de M. oleifera ont été dissouts dans 6 ml d’eau distillée. 

Une goutte de ce mélange a été déposée sur une plaque de chromatographie sur couche mince 

(CCM). Elle a été pulvérisée avec le réactif de Dragendorff. La présence des alcaloïdes ou d’une 

cétone ,  insaturée se manifestait par virage de la couleur du jaune à l’orange. 
 

II.2.3.1.4-Test des tanins 

Deux (2) mg d’extrait de M. oleifera ont été dissouts dans 6 ml d’eau distillée et 2 ml de 

chlorure ferrique 5% a été ajouté. La formation de la couleur noire verdâtre marquerait la présence 

des tanins. 

II.2.3.1.5-Test des triterpènes et des stérols (test de Libermann-Burchard) 

Deux (2) mg d’extrait de M. oleifera ont été dissouts dans 6 ml d’eau distillée, 2 ml de 

chloroforme, 1 ml d’anhydride acétique (5 %) et 3 ml d’acide sulfurique concentré ont  été ajouté. 
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La coloration rouge violacée marquait la présence des triterpènes, tandis que la présence des stérols 

était signalée par une coloration bleue. 

II.2.3.1.6-Test des saponines 

Une quantité de 0,5 g d’extrait de M. oleifera a été mélangé à 5 ml d’eau distillée, le mélange 

a été ensuite chauffé dans un bain marie pendant 3 minutes et puis vigoureusement agité pendant 10 

sec au vortex. La présence d’une mousse d’épaisseur 1 cm environ et qui persiste plus d’une minute 

après agitation matérialiserait la présence des saponines. 

II.2.3.1.7-Test des quinones (Test de Bornträger) 

Une quantité de 0,5 g d’extrait de Moringa oleifera a été dissout dans 10 ml de mélange 

éther-chloroforme, puis filtré. 1 ml de Na-OH à 10 % a ajouté à 1 ml de ce filtrat. Le mélange a été 

homogénéisé. La coloration rose, rouge ou violette indiquela présence des quinones. 

II.2.3.1.8-Test des anthocyanines 

Une quantité de 0,5 g d’extrait de M. oleifera a été mélangé à 15 ml d’HCl à 1% et l’ensemble 

a été porté à ébullition. La variation de coloration du rouge orangé au bleu orangé a mis en exergue 

la présence des anthocyanines. 

II.2.3.1.9-Test de coumarines 

Deux (2) mg d’extrait de M. oleifera ont été dissouts dans 6 ml d’eau distillée et 1 ml 

d'hydroxyde de sodium 10 % a été ajouté. La formation d’une couleur jaune indiquait la présence 

de coumarines. 

II.2.3.1.10-Test de glycoside 

Une quantité de 0,5 g d’extrait de M. oleifera a été dissout dans 5 ml de HCl, puis a été 

neutralisé par 5 ml d’une solution Na-OH à 5%; au mélange a été ajoute goutte à goutte une solution 

de Fehling. La présence des glucosides se manifestait par l’apparition d’un précipité rouge brique. 

 

II.2.3.1.11-Test de la résine 

Deux (2) mg d’extrait de M. oleifera ont été dissouts dans 6 ml d’eau distillées, 6 ml de 

solution d’acétate cuivre a été ajouté, le mélange a été agité vigoureusement et laissé au repos pour 

séparation. L’observation d’une couleur verte matérialisait la présence de résine. 
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II.2.3.1.12-Test des lipides 

Trois (3) gouttes d’extrait de M. oleifera solubilisé ont été déposées sur un papier filtre. Le 

papier est ensuite séché et la présence des tâches translucides sur le papier permettait de conclure la 

présence des lipides. 

II.2.3.1.13-Test des sucres (test de Molish) 

Un (1) mg d’extrait de M. oleifera a été dissout dans 1 ml de réactif de Molisch (mélange 

éthanol-α naphtol 1% (v/v)) et 5 gouttes d’acide sulfurique ont été ensuite ajoutées. La confirmation 

de la présence des sucres a été faite par l’observation de la couleur rouge violacée. 

II.2.3.1.14-Test des acides  

Une quantité de 0,5 g d’extrait de M. oleifera a été dissout avec 10 ml de solution de 

bicarbonate de sodium. La présence d'une effervescence indiquerait la présence des acides. 

II.2.3.1.15-Test des protéines (Test de Biuret)  

Deux (2) mg d’extrait de M. oleifera ont été dissout dans 6 ml d’eau distillée. 2 ml solution 

d'hydroxyde de sodium de 10% et deux gouttes de solution de sulfate de cuivre 0,1% ont été ajoutés. 

L’observation de la couleur violette/rose marquerait la présence des protéines. 

II.2.3.2-Caractéristiques  organoleptiques de l’extrait aqueux des feuilles de M. oleifera 

II.2.3.2.1-Détermination de la Matière sèche et de la teneur en eau 

La matière sèche ou résidu sec total est l’ensemble des substances qui ne se volatilisent pas 

dans les conditions de dessiccation. La détermination de la matière sèche a été effectuée par la 

méthode d’AFNOR (1982). Une masse Mo de l’extrait aqueux est séchée à 105 °C jusqu’à obtenir 

un poids constant dans une étuve pendant 24 heures.  

Le résidu sec total ou matière sèche (MS) est exprimé en pourcentage de matière sèche selon 

la formule :  

%MS = (M2 - M0) / (M1 - M0) x 100 

 

Avec M0 = la masse en gramme de la capsule vide; M1 = masse en gramme de la capsule 

contenant la prise d’essai avant étuvage; M2 = masse en gramme de la capsule contenant la prise 

d’essai. La teneur en eau a été obtenue par la formule suivante : 

  

Teneur en eau (%) = 
(𝑴𝟐 − 𝑴𝟎)− (𝑴𝟏 − 𝑴𝟎)

𝟏𝟎𝟎
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II.2.3.2.2-Détermination de la teneur en cendre (AOAC, 1990) 

Le principe de la détermination de la teneur en cendres est que l’incinération complète de la 

matière organique d’un échantillon permet d’obtenir des cendres blanches ou exemptes de carbone, 

constituées essentiellement de minéraux. 0, 5 g d’extrait aqueux (Me) a été introduit dans un creuset 

en porcelaine taré de masse M0 ; préalablement conditionné au four à 550°C pendant 2 heures, 

refroidi et pesé. L’ensemble a été placé dans le four à 550 °C pendant une nuit. L’on a retiré  le 

creuset en porcelaine du four à l’aide d’une pince et laissé refroidir dans un dessiccateur, puis l’on 

a pesé par la suite. La masse (Mc) du creuset a été notée. 

La teneur en cendres était donnée par la relation suivante : 

 

Teneur en cendres (%) = 
𝑴𝐜−𝑴𝟎

𝑴𝒆 𝒙 𝑻𝑴𝑺 
 x 100 

 

Avec TMS = teneur en matière sèche. 

 

II.2.3.3-Valeur nutritionnelle pour 100 g d’extrait aqueux des feuilles de M. oleifera 

II.2.3.3.1-Evaluation de la teneur en sucre totaux  

En milieu acide et à chaud, l’anthrone réagit avec les oses pour produire un complexe 

verdâtre qui absorbe à 623 nm. 1g de l’extrait aqueux a été mélangé à 5 ml d’anthrone 2%. La 

solution d’anthrone a été préparée au moins 4 heures à l’avance et à l’abri de la lumière. L’ensemble 

était agité puis placé pendant 16 minutes dans un bain marie bouillant. La solution était refroidie 

dans un bain glacé puis ramenée à la température ambiante et la densité optique était lue à 623 nm 

contre le blanc constitué d’éthanol 80 %. Les solutions de glucose de 10, 20, 30, 40 et 50 µg/ml 

préparées à partir d’une solution mère de glucose à 1000 µg/ml et d’éthanol 80% étaient  utilisées 

comme étalon. La teneur en sucres totaux a été donnée par la relation suivante :  

Sucres totaux (%) = 
𝟓𝟎 𝑿 𝑭𝒅 𝑿 𝑸

𝑴𝒆 𝑿 𝟏𝟎𝑿 𝑻𝑴𝑺
 

 

Q =  représentait la concentration de glucose équivalente à la densité optique obtenue ; 

Fd =  est le facteur de dilution de l’extrait alcoolique utilisé ; 

Me= quantité d’extrait de M. oleifera prélevée ; 

TMS= teneur en matière sèche.   
 

II.2.3.3.2-Evaluation de la teneur en lipides totaux 

L’extraction des lipides totaux a été effectuée par la méthode de Folch et al. (1957). 50 mg 

d’extrait aqueux ont été pesés dans un ballon et 300 ml du solvant d’extraction (200 ml de 
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chloroforme et 100 ml de méthanol) ont été ajoutés. Le tout a été mélangé à l’aide d’un mixeur 

pendant 20 min. Le mélange a été filtré sous aspiration à travers un verre fritté n°3 en présence 

d’azote pour éviter toute oxydation éventuelle. Par la suite, 200 ml environ de solvant d’extraction 

(Chloroforme/méthanol: 2/1, V/V) ont été ensuite ajoutés sur le résidu pour maximiser l’extraction 

des lipides. Le filtrat a été transféré dans une ampoule à décanter avec ajout de 0,2 ml de solution 

de Na-Cl à 0,7%. Après séparation des deux phases, la phase inférieure a été récupérée dans un 

ballon taré (M0), puis le solvant a été évaporé à l’aide d’un évaporateur rotatif sous azote à 50°C. 

Après évaporation, le ballon a été pesé à nouveau (M1) et la différence de poids a constitué la masse 

des lipides (M). Les résultats obtenus ont été exprimés en pourcentage (%) de la matière lipidique. 

M (%)  =
 (𝐌𝟏−𝐌𝐨) 𝐱 𝟏𝟎𝟎

𝐌𝐨
 

 

II.2.3.3.3-Evaluation de la teneur en protéines totales 

La détermination de la matière azotée a été effectuée selon la méthode de Kjeldahl (AOAC, 

1995). Cette méthode est basée sur la transformation de l’azote organique en azote minéral sous une 

forme ammoniacale (NH4)2SO4 par l’action oxydative de l’acide sulfurique bouillant sur la matière 

organique en présence d’un catalyseur. Environ 0,1 g de l’extrait aqueux a été introduit dans des 

matras (tubes de minéralisation) puis 2 ml de H2SO4, 1 ml de peroxyde d’hydrogène et une pincée 

de catalyseur (Na2SO4 + CaSO4 + Se) ont été  ajoutés. Ensuite, le tout a été minéralisé sur une rampe 

à 400°C pendant deux heures. Le sulfate d’ammonium ((NH4)2SO4) est le produit essentiel de la 

minéralisation, obtenu par l’ajout d’acide sulfurique (H2SO4). Ensuite une forte base a été ajoutée 

(Na-OH) en volume égal au volume de H2SO4  à l’aide d’un système de type microanalyse (Vapodest 

50, Gerhardt, Les Essarts le Roi, France) selon la réaction suivante : 

 

(Protéines, ANP, etc…) + H2SO4                           (NH4)2SO4  

(NH4)2SO4 + 2NaOH                                   Na2SO4 + 2H2O + 2NH3 

Avec ANP = azote non protéique. 
 

 

L’hydroxyde d’ammonium (NH4OH) formé au cours de la distillation est entrainé par la 

vapeur d’eau et récupéré dans une solution d’acide borique. La formation du borate d’ammonium 

((NH4)3BO3) fait augmenter le pH de la solution. La solution a été ensuite titrée par l’acide 

sulfurique. Le volume d’acide sulfurique ajouté correspond à l’ammonium contenu dans 

l’échantillon de départ. La teneur en azote total (Nt) était  alors calculée pour 100 g d’échantillon 

selon la formule suivante : 

Nt = 
(𝐕𝟏 – 𝐕𝟎)𝐱 𝐌𝐍𝟐 𝐱 𝐍(𝐇𝟐𝐒𝐎𝟒)𝐱𝟏𝟎𝟎

(𝟏𝟎𝟎𝟎 𝐱 Me)
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Nt: azote total pour 100 g d’échantillon. 

V1: Volume de H2SO4 en ml nécessaire à la titration de l’échantillon, 

V0: Volume de H2SO4 en ml nécessaire à la titration du blanc, 

MN2: Masse moléculaire de l’azote soit 14 g/mole, 

N (H2SO4): Normalité de  l’acide sulfurique, 

Me: Masse de l’échantillon de départ en g.  

Le pourcentage de protéines totales a été déterminé de la manière suivante : 

 

Pt = (Nt – ANP) x 6, 25 

 

II.2.3.3.4-Détermination de la valeur énergétique 

La valeur énergétique d’un aliment peut être définie comme étant l’apport calorique (en 

termes d’énergie) qu’apportent les différents macronutriments de cet aliment à l’organisme lorsqu’il 

est consommé. Sachant qu’un gramme de glucides ou de protides équivaut à 4 kcal et qu’un gramme 

de lipides équivaut à 9 kcal, la valeur énergétique Q dans 1 kg d’extrait a été calculée comme suit: 

 

Q = 9 × quantité  lipides (g) + 4 × quantité glucides (g) + 4 × quantité de protéines (g) 

 
 

II.2.3.3.5-Détermination de la teneur en minéraux 

L’extrait aqueux (2,5 g) a été pesé dans un creuset puis introduits dans un four à moufle 

pendant 6 heures. La cendre obtenue était dissoute dans 4 ml d’acide hydrochlorique concentré et 

la solution obtenue a été filtrée dans un flacon de 10 ml. Le volume a été complété avec l’eau 

distillée jusqu’au trait de jauge avant de servir à l’analyse des minéraux. 

Le fer a été déterminé par spectrophotomètre d’émission atomique couplé, d’après la 

méthode de Skunjins (1998). Les autres éléments tels que le sodium (Na), le potassium (K), le 

magnésium (Mg), le calcium (Ca), le zinc (Zn) et le cuivre (Cu) ont été déterminés par spectroscopie 

d’absorption atomique (Biotech Pharmacia Ultraspec 4000) suivant la méthode AACC (1995). En 

effet,  lorsque les atomes d’un élément sont excités par une flamme, ils émettent des radiations de 

longueurs d’ondes déterminées dont l’intensité peut être mesurée par spectrométrie. La 

concentration initiale du cation à doser a été déduite de la valeur absolue de l’intensité de l’émission 

spectrale mesurée en comparant les spectres d’absorption des atomes de ces ions dans une série de 

solution standard. Du Lanthanum avait été ajoutée afin de prévenir l’intervention des composés 

réfractaires.  
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II.2.4-Effets antifatigue de l’extrait aqueux de M. oleifera  

Pour évaluer l’effet antifatigue de l’extrait aqueux des feuilles de M. oleifera, deux 

protocoles expérimentaux ont été mis sur pieds. Le premier protocole a permis d’évaluer l’effet 

antifatigue de cet extrait chez les rats soumis à une activité physique aigüe, tandis que le second a 

permis d’évaluer l’effet antifatigue de cet extrait chez les rats soumis à une activité physique 

chronique (entraînement). 

II.2.4.1-Protocole expérimental 1 : fatigue induite par une activité physique aigüe 

II.2.4.1.1-Répartition et traitement des rats  

Quatre-vingt rats males de souche Wistar (130 à 132 g) ont été utilisés pour déterminer l’effet 

antifatigue de l’extrait aqueux des feuilles de M. oleifera chez les rats soumis à l’activité physique 

isolée. Après une période d’acclimatation d’une semaine, les rats ont été répartis en cinq lots de 

seize rats chacun. Les traitements ont été les suivants pour les différents lots pendant 28 jours : 

-lot 1 : reçoit par gavage de l’eau distillée et a servi de témoin normal sans activité physique; 

-lot 2 : reçoit par gavage de l’eau distillée et a servi de témoin soumis à une activité physique 

(Témoin AP) ;  

-lot 3, 4 et 5 : reçoivent par gavage l’extrait aqueux de M. oleifera respectivement à 100, 200 

et 400 mg/kg de pc. 

La quantité d’aliments et d’eau consommées par chaque groupe de rats, ainsi que l’évolution 

pondérale ont été mesurées tous les deux jours pendant 28 jours entre 11 et 12 heures et après 

administration des substances.  

II.2.4.1.2-Evaluation de l’endurance physique des rats (Test de la Nage Forcée)  

Le protocole de la nage forcée réalisé le 28e jour a été celui décrit dans des études précédentes 

avec quelques modifications (Jin and Wei, 2011 ; Tan et al., 2012 ; Qi et al., 2014). Trente minutes 

après la dernière administration des différentes substances, huit rats (08) ont été pris dans les groupes 

2 à 5 pour le test de la nage forcée. Ce test a été réalisé dans un aquarium (90cm × 45cm × 45cm) 

rempli d’eau jusqu’à une profondeur de 35 cm (Figure 6). L’eau a été maintenue à la température 

ambiante 25 ± 1°C, et a été renouvelé à chaque passage. Les rats ont été pesés, puis ont nagé avec 

une charge de 10 % de leur poids corporel attachée à leur queue. Ils ont été considérés comme 

fatigués lorsqu’il plongeait leur museau dans l’eau pendant plus de 10 secondes. Le temps de nage 

de chaque rat a été noté en seconde. Immédiatement après le test, les rats ont été nettoyés avec du 

papier hygiénique et remis dans leurs cages.  
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II.2.4.1.3-Evaluation des paramètres biochimiques et hématologiques : Test de la nage 

de 90 minutes 

Le protocole du test de nage de quatre-vingt-dix minutes réalisé le 28e jour a été celui décrit 

dans des études précédentes avec quelques modifications (Jin and Wei, 2011). Trente minutes après 

la dernière administration des différentes substances, huit rats (08) restant dans les lots 2 à 5 ont 

réalisé le test de nage de 90 minutes. Ce test a été réalisé dans les mêmes conditions que celui de la 

nage forcée, à la seule différence que les rats ont nagé sans charge pendant 90 minutes (Figure 7). 

Une heure de temps après ce test, les rats (lots 1 à 5) ont été sacrifiés. Du sang artério-veineux a été 

recueilli dans des tubes secs puis centrifugés à 3000 tr/min pendant 10 min pour l’obtention du 

sérum qui a été utilisé pour l’évaluation des paramètres biochimiques sériques. Une autre partie du 

sang artério-veineux a été collecté dans des tubes stériles contenant de l’éthylène diamine tétra-

acétique acide (EDTA) et a servi à déterminer la Numération Formule Sanguine. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Figure 7 : Photo du rat effectuant le test de la nage de 90 minutes (prise par Bonoy, 2015) 

 

Figure 6 : Photo du rat effectuant le Test de la Nage Forcée (prise par Bonoy, 2015) 
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II.2.4.1.4-Prélèvement des organes et préparation des homogénats 

Les organes (cœur, cerveau, foie, reins, poumons, rate, testicules et masse grasse viscérale) 

ont été prélevés et pesés. Le poids relatif de chaque organe a été obtenu à partir de la formule 

suivante : 

 

Poids relatif (en % du poids corporel) =  
Poids de l′organe(g)

Pods de l′animal(g)
× 100 

 

Le foie et le muscle gastrocnémien ont été lavés dans du Na-Cl à 0,9%, essorés sur du papier 

hygiénique puis pesés. Après la pesée du foie et du muscle gastrocnémien, ces organes ont été 

emballés avec du papier aluminium puis conservés à -20°C en vue de la préparation des homogénats 

pour le dosage du glycogène hépatique et musculaire et des paramètres du stress oxydant (MDA, 

SOD, CAT et GSH). 

 

II.2.4.2-Protocole expérimental 2 : fatigue induite par une activité physique chronique  

II.2.4.2.1-Répartition et traitement des rats  

Après une période d’acclimatation d’une semaine durant laquelle les rats males ont été 

accommodés à une nage de 15 minutes trois fois la semaine, quarante rats (154g en moyenne) de 

souche Wistar avec des temps de nage similaires à la troisième séance ont été retenus et répartis en 

5 lots de huit rats chacun. Les traitements ont été les suivants pendant 14 jours : 

-lot 1 : témoin normal sans entraînement, reçoit de l’eau distillée ; 

-lot 2 : témoin entraîné, reçoit de l’eau distillée + entraînement ; 

-lots 3, 4 et 5 : reçoivent par gavage l’extrait aqueux de M. oleifera respectivement à 100, 

200 et 400 mg/kg de pc + entraînement ; 

La quantité d’aliments et d’eau consommées par chaque groupe de rats, ainsi que l’évolution 

pondérale ont été mesurées tous les deux jours pendant 14 jours à la même heure et après 

administration des substances. Les substances ont été administrées tous les jours et trente minutes 

avant les séances d’entraînement à la nage. 

II.2.4.2.2-Protocole d’entraînement des rats  

Le protocole d’entraînement des rats a été celui décrit par Qi et al. (2014). L’entraînement à 

la nage a été effectué tous les 2 jours entre 11 h et 17 h pendant 14 jours, dans une piscine en 

plastique acrylique (90cm × 45cm × 45cm) rempli d’eau jusqu’à une profondeur de 35 cm. L’eau a 

été maintenue à la température ambiante 25 ± 1°C, et a été renouvelé à chaque passage. Les rats 

(lots 2 à 5) ont été pesés avant chaque séance d’entraînement à la nage, puis ont nagé avec une 

charge de 10 % de leur poids corporel attachée à leur queue. Les rats ont été considérés comme 
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fatigués lorsqu’il plongeait leur museau dans l’eau pendant plus de 10 secondes. Le temps moyen 

de nage de chaque lot durant les séances d’entraînement à la nage a été noté en seconde. 

II.2.4.2.3-Prélèvement des organes et préparation des homogénats 

Une heure de temps après la dernière séance d’entraînement à la nage, les rats (lots 1 à 5) 

ont été sacrifiés. Une partie du sang artério-veineux a été recueilli dans des tubes secs puis 

centrifugés à 3000 tr/min pendant 10 min pour l’obtention du sérum qui a été utilisé pour 

l’évaluation des paramètres biochimiques sériques. Une autre partie du sang artério-veineux a été 

collecté dans des tubes stériles contenant de l’éthylène diamine tétra-acétique acide (EDTA) et a 

servi à déterminer la Numération formule sanguine.  

Les organes (cœur, cerveau, foie, reins, poumons, rate, testicules et masse grasse viscérale) 

ont été prélevés et pesés. Le poids relatif de chaque organe a été obtenu à partir de la formule 

suivante : 

 

Poids relatif (en % du poids corporel) =  
Poids de l′organe(g)

Pods de l′animal(g)
× 100 

 

Le foie et le muscle gastrocnémien ont été lavés dans du Na-Cl à 0,9%, essorés sur du papier 

hygiénique puis pesés. Après la pesée d’un lobe du foie et du muscle gastrocnémien, ces organes 

ont été emballés avec du papier aluminium puis conservés à -20°C en vue de la préparation des 

homogénats pour le dosage du glycogène hépatique et musculaire et des paramètres du stress 

oxydant (MDA, SOD, CAT et GSH). 

II.2.4.2.4-Dosage des paramètres biochimiques sériques, hématologiques et tissulaires  

II.2.4.2.1-Numération Formule Sanguine  

Les échantillons de sang collectés dans les tubes à EDTA ont servi pour la Numération 

Formule Sanguine (NFS). Les taux d’hémoglobine, l’hématocrite, des plaquettes sanguines, la 

numération des érythrocytes, des réticulocytes et la formule leucocytaire ont été déterminés grâce à 

un hématimètre (Hospietex Diagnostic Hema Screen 18) qui est un compteur des cellules sanguines. 

Cet automate fonctionne selon le principe dit de variation de l’impédance ou principe de Coulter. 

Les cellules en passant à travers une ouverture déplacent un volume égal de fluide conducteur. De 

plus un courant électrique est appliqué au niveau de cette ouverture. Chaque passage d’une cellule 

à travers l’ouverture provoque alors une augmentation de la résistance électrique. Cette 

augmentation est traduite en impulsions électriques dont la hauteur est directement proportionnelle 

au volume cellulaire. La détermination de la taille de la cellule est donc basée sur le déplacement 

du liquide et on obtient par conséquent la mesure du volume cellulaire.  
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II.2.4.2.2-Dosage de l’acide lactique 

Le taux d’acide lactique pour chaque rat a été évalué à l’aide des bandelettes et d’un 

lactomètre (Lactate Scout+). Chaque bandelette est munie d’une zone réactive contenant des réactifs 

et utilise un Biosensor enzymatique ampérométrique comme élément de mesure. L’application du 

sérum (0,5µl) sur cette zone réactive provoque une réaction chimique. Le résultat correspondant a 

été obtenu en valeur numérique. 

II.2.4.2.3-Dosage de triglycérides sériques 

La méthode est celle utilisée par Mcgowan et al. (1983). Sous l’action de lipases, les 

triglycérides sont hydrolysés en glycérol. Le glycérol sera ensuite transformé en peroxyde 

d’hydrogène sous l’action successive de la glycérol-kinase (GK) et de la glycéro-3-phosphate 

oxydase (GPO). La quinonéimine, qui sert d’indicateur se forme à partir du peroxyde d’hydrogène, 

du 4-aminoantipyrine et du 4-chlorophénol sous l’action catalytique de la peroxydase (POD). Les 

réactifs provenant du Kit de dosage des triglycérides « Enzymatic Trinder Method » étaient 

constitués d’un mélange de solution: tampon PIPES pH 7,5 (50 mmol/l), 4-chlorophénol (5 mmol/l), 

4-aminoantipyrine (0,25 mmol/l), ions magnésium (4,5 mmol/l), ATP (2 mmol/l), Lipases ( 1,3 

U/ml), peroxydase ( 0,5 U/ml), glycérolkinase ( 0,4 U/ml) et de glycérol-3-phosphate oxydase ( 

1,5 U/ml). La solution standard (étalon) était constituée de triglycérides (200 mg/dl). 

-Mode opératoire 

Les différents réactifs ont été additionnés dans les proportions indiquées dans le tableau II. 

Le contenu des tubes était homogénéisé et incubé 5 min à 37°C. L’absorbance de l’échantillon (A. 

Ech.) et du standard (A STD.) a été lue à 500 nm contre  le blanc dans les 60 min suivant la fin de 

l’incubation. 

Tableau II : Dosage des triglycérides. 

 Blanc Échantillon Standard 

Echantillon (µl) - 10 - 

Solution de travail (µl) 1000 1000 1000 

Standard (µl) - - 10 

-Calcul de la concentration des triglycérides 

La concentration des triglycérides était calculée de la façon suivante :  

 mg/dL
ΔA

ΔA
x200

STD

EchC  
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II.2.4.2.4-Dosage du glucose sérique 

Nous avons évalué la glycémie de chaque rat à l’aide des bandelettes et d’un glucomètre 

(lecteur Accu-CHEK® Active). Chaque bandelette est munie d’une zone réactive contenant des 

réactifs. L’application de sang sur cette zone réactive provoque une réaction chimique se traduisant 

par un changement de couleur de la zone réactive. Le lecteur Accu-CHEK® Active détecte ce 

changement de couleur et convertit, par le biais des informations spécifiques à chaque lot figurant 

sur la puce de calibration, le résultat correspondant à la coloration obtenue en valeur numérique. 

II.2.4.2.5-Dosage de l’Urée sérique 

L’urée sérique a été dosée par la méthode colorimétrique et enzymatique (Kit Bioassay 

System, CA). La réaction consiste en une réaction enzymatique couplée à une réaction colorée. 

                                                  Uréase 

Urée + H2O 2NH4+ + CO32- 

2NH4+  +Salicylate + Hypochlorite Indophénol 
 

L’uréase hydrolyse l’urée en produisant de l’ammonium (NH4+). Les ions ammonium 

réagissent en milieu alcalin avec du salicylate et de l’hypochlorite pour former un indophénol coloré 

en bleu. La détermination de la concentration de l’urée sérique dans les différents tubes a été réalisée 

comme indiqué dans le kit de dosage. Les réactifs 1 (tampon tris (pH 8,0) à 80 mmol/l et 2-

oxoglutarate à 15 mmol/l) et 2 (GLDH à 6000 U/l, NADH à 0,32 mmol/l et l’uréase à 100 U/ml) 

sont mélangés à volume égal et représentent le réactif de travail. Le dosage de l’urée dans les 

différents tubes a été réalisé comme indiqué dans le tableau III. 

Tableau III : Protocole de dosage de l’urée sérique 

 Blanc  Standard Test 

Sérum - - 10 μl 

Urée standard (50 mg/dl) - 10 μl - 

Solution de travail 2000 μl 2000 μl 2000 μl 

Eau distillée 10 μl - - 
 

Les préparations ont été homogénéisées et laissées à incubation à 37° C pendant 15 minutes. 

Les absorbances des standards et échantillons ont été lues au spectrophotomètre à 340 nm contre le 

blanc.  

La concentration d’urée a été obtenue grâce à la formule suivante :  

[Urée]e =
Δ Abs échantillon 

Δ Abs standard
× 50 

Avec : 
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-[Urée]e : Concentration d’urée dans l’échantillon en mg/dl ; 

- Abs standard : Absorbance du standard ; 

- Abs échantillon : Absorbance de l’échantillon. 

 

II.2.4.2.6-Dosage du glycogène tissulaire 

Le dosage du glycogène hépatique et musculaire a été réalisé par la méthode décrite par 

Chun and Yin (1998). En milieu acide et à chaud, l’anthrone réagit avec les oses pour produire un 

complexe bleu-vert qui absorbe à 620 nm. En effet, après hydrolyse d’un gramme (1g) d’échantillon 

du foie/muscle gastrocnémien dans 3 ml de KOH 30 % à 100°C pendant 30 min, 1,5 ml d’éthanol 

80% ont été ajouté au digestat potassique. Après centrifugation à 4000 tr/min pendant 15 minutes, 

le surnageant a été recueilli. Un (1) ml d’eau distillée et 2 ml d’anthrone à 2% (0,2 g d’anthrone 

mélangé à de l’acide sulfurique concentré (95-97%) pour un volume de 100 ml de solution) ont été 

ajoutés dans 1ml de digestat potassique et le tout a été mis au bain-marie pendant 20 min. La solution 

est refroidie dans un bain glacé puis ramenée à la température ambiante et la lecture à 620 nm contre 

le blanc (constitué d’1 ml d’eau distillée et 2 ml d’anthrone à 2%) a été effectuée au 

spectrophotomètre (V-530, Jasco Co., Japan). La solution d’anthrone devra être préparée au moins 

4 heures d’avance, et conservée à l’abri de la lumière. Une gamme étalon (1 ml de solution de 

glucose standard et 2 ml d’anthrone à 2%)  est réalisée en double avec les points suivants : 0, 20, 

40, 60, 80, 100 μg/ml de glucose. Les quantités obtenues en glucose sont ensuite transformées en 

quantités équivalentes de glycogène en mg/g de muscle gastrocnémien ou de foie à partir de la 

courbe d’étalonnage (Figure 8). 

 

 

  

II.2.4.2.7-Dosage des paramètres du stress oxydant 

Un (1) g du muscle gastrocnémien et du foie ont été homogénéisés dans 4 ml de Tris/HCl. 

L’homogénat obtenu a été centrifugé à 4000 trs/min pendant 15 minutes et le surnagent a été 

récupéré et conservé à 4°C pour le dosage des paramètres du stress oxydant.   
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Figure 8 : Courbe d'étalonnage pour dosage de glycogène



69 

 

II.2.4.2.7.1-Dosage du glutathion 

Le dosage du glutathion réduit (GSH) a été effectué suivant le protocole décrit par Ellman 

en 1959. L’acide 2,2-dithio-5,5’-dinitrobenzoïque (DTNB) réagit avec les groupements SH du 

glutathion pour former un complexe jaune qui absorbe à 412 nm. Le tampon Tris/HCl (10µL) et les 

échantillons (10µL) ont été introduits dans les tubes à essai. En suite, 1500 µL de réactif d’Ellman 

ont été ajoutés dans chaque tube. Les tubes ont été incubés pendant 1 heure à température ambiante 

et la densité optique a été lue à 412 nm contre le blanc. La quantité de glutathion cellulaire (µM/mg 

de protéines) a été calculée à partir de la loi de Beer-Lambert.  

𝑫𝑶 =  𝜺. 𝑪. 𝒍 

Avec : 

𝑫𝑶 = densité optique ;  𝜺= coefficient d’extinction molaire (13600/M x cm);  

𝑪 = concentration du glutathion dans le tissu (mol/l ou M) ;  

𝒍 = longueur de la cuve qui représente le trajet optique (1 cm). 

 

II.2.4.2.7.2-Dosage du Malondialdéhyde (MDA) 

Au cours des phases finales, les peroxydes se décomposent en composés volatils 

responsables de l’odeur de rance. Il y a notamment formation d’aldéhydes dont l’aldéhyde 

malonique qui réagit avec l’acide thiobarbiturique pour former un complexe rose qui absorbe à 530 

nm (Wilbur et al., 1949). Dans une série de tubes à essais, est introduit respectivement 1 ml de 

l’homogénat. Le tube témoin reçoit 1 ml de tampon Tris (50 mM, pH 8,4) KCL 150mM. Dans 

chaque tube est ajouté 0,5 ml de TCA 20%  et 1 ml de TBA 0,67%. Les tubes sont bouchés à l’aide 

des billes de verre et chauffés pendant 10 minutes à 90°C au bain-marie. Ils sont ensuite refroidis à 

l’eau de robinet et centrifugés à 3000 trs/min pendant 15 min à température ambiante. Le surnageant 

est décanté et la DO lue à 530 nm contre le blanc. La concentration en malondialdéhyde est calculée 

à l’aide de la formule de Beer Lambert:             

𝑫𝑶 =  𝜺. 𝑪. 𝒍 

Avec 𝜺 = 1,56×105 cm2.mole-1 = coefficient d’extinction molaire ; 𝑪= concentration 

 
 

II.2.4.2.7.3-Mesure de l’activité de la Super-oxyde dismutase  

La présence du Super-oxyde dismutase (SOD) dans l’échantillon inhibe l’oxydation de 

l’adrénaline en adrénochrome. L’augmentation de l’absorbance qui est proportionnelle à l’activité 

du super oxyde dismutase est notée entre 20 et 80 secondes à 480 nm. Dans le tube témoin on 

introduit 1666 µL de tampon carbonate (0,05 M, pH 10,2), 0,2 ml de solution d’adrénaline (0,3mM)  

et 134 µL d’eau distillée pour calibrer le spectrophotomètre. Ensuite on introduit 134 µl 
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d’homogénat dans la cuve à spectrophotométrie pour les essais et 1666 µl de tampon carbonate. 

Après le calibrage du spectromètre, on déclenche la réaction en ajoutant 0,2 ml de solution 

d’adrénaline dans le mélange réactionnel suivi de l’homogénéisation. Puis la lecture de la densité 

optique (DO)  est faite après 20 et à 80 s. L’activité spécifique de la SOD est évaluée en unité de 

SOD/ mg de protéine. Une unité de l’activité de la SOD est définie comme la quantité de la SOD 

nécessaire pour causer une inhibition de 50 % de l’oxydation de l’adrénaline en adrénochrome 

pendant une minute. 

Détermination de l’activité de la SOD 

La variation de la DO : ΔDOmin=DO20s – DO80s 

% inhibition = (100- ((∆ DOessai x 100)) / ΔDO blanc 

  50 % d’inhibition correspond à 1 unité,  X % d’inhibition correspond à N unités 

L’activité spécifique de la SOD : 

(Unité SOD/mg de protéine) = (Nombre d’unité SOD /ml) /mg de protéine x Facteur de dilution. 

II.2.4.2.7.4-Mesure de l’activité de la catalase (CAT) 

Le dosage de la catalase a été effectué suivant la méthode décrite par Sinha (1972). Le 

peroxyde d’hydrogène est rompu en présence de la catalase. Ce peroxyde détruit se lie au dichromate 

de potassium pour former un précipité vert d’acide perchlorique instable, qui est ensuite détruit par 

la chaleur pour former un complexe vert absorbant à 570 nm. L’activité de la catalase qui est 

proportionnelle à la densité optique de ce complexe sera déterminée grâce à la courbe d’étalonnage. 

A 50 ml d’une solution aqueuse de dichromate de potassium à 5% (v/v) ont été ajoutés lentement 

150 ml d’acide acétique glacial. Les tubes ont été complétés comme l’indique le tableau IV. Les 

données obtenues ont été utilisées pour tracer la courbe d’étalonnage de l’absorbance en fonction 

de la concentration de H2O2 (µmol) (Figure 9). 

Dans chaque tube à essai test, a été introduit 50 µl d’homogénat et 750 µl de perchlorique 0,1 

M de pH 7,5. Le chronomètre était déclenché lorsqu’on ajoutait 200 µl de substrat peroxyde 

d’hydrogène (50 mM). Après 1 minute, la réaction était arrêtée par ajout de 2 ml de la solution de 

dichromate/acide acétique. Dans le tube témoin a été mis 800 µL de tampon phosphate 0,1 M, pH 

7,5. L’ensemble des tubes était chauffé à 100 °C pendant 10 minutes et après refroidissement, la 

densité optique était lue à 570 nm. 
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-Calcul de la concentration en catalase 

La quantité de peroxyde d’hydrogène qui reste dans la solution après ajout de l’acide 

perchromique a été évaluée en utilisant la courbe d’étalonnage. L’activité spécifique de la catalase 

est exprimée en µM de H2O2 /min/mg de protéine. 

Tableau IV : Protocol de dosage de la catalase 

 

 

 
 

 

II.2.5-Effet antistress de l’extrait de M. oleifera chez les rats  

II.2.5.1-Répartition et traitement des rats 

Cinquante-cinq (55) rats males de souche Wistar (173-175 g) ont été utilisés pour déterminer 

l’activité antistress de l’extrait aqueux des feuilles de M. oleifera. Les rats ont été répartis en onze 
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Figure 9 : Courbe d’étalonnage de la catalase

N° du tube 1 2 3 4 5 6 

Volume de H2O2 (µl) 0 20 40 80 160 520 

Solution de dichromate/acide acétique 

(ml) 

2 2 2 2 2 2 

Solution de dichromate/acide acétique 

(ml) 

2 2 2 2 2 2 

Après formation d’un précipité bleu, les tubes sont chauffés jusqu'à ébullition pendant 

10 min (apparition de la couleur verte de l’acétate chronique) et refroidis à 

température ambiante. 

Eau distillée (µl) 1000 980 960 920 920 680 

L’absorbance est lue à 570 nm 
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lots de 5 rats chacun dont 6 lots pour les effets de la plante sur le stress aigu, 5 lots restant pour les 

effets de la plante sur le stress chronique.  

II.2.5.1.1-Répartition et traitement pour le stress aigu  

Les traitements ont été les suivants pour les effets de l’extrait sur les stress aigu : 

-le lot 1 : témoin normal qui a reçu par gavage de l’eau distillée (1ml/100g) pendant 14 jours; 

-lot 2 : témoin stressé qui a reçu par gavage de l’eau distillée (1ml/100g) pendant 14 jours et 

a été soumis au stress aigu ;  

-le lot 3 : témoin positif qui a reçu par gavage le diazépam (1 mg/kg) et a été soumis au stress 

aigu ; 

-les lots 4, 5 et 6 : qui ont reçu par gavage l’extrait aqueux de M. oleifera respectivement à 

100, 200 et 400 mg/kg de pc et ont été soumis au stress aigu. 

II.2.5.1.2-Répartition et traitement pour le stress chronique  

Les traitements ont été les suivants pour les effets de l’extrait sur les stress chronique : 

-lot 1 : témoin stressé qui a reçu par gavage de l’eau distillée (1ml/100g) pendant 14 jours et 

a été soumis au stress chronique ;  

-le lot 2 : témoin positif qui a reçu par gavage le diazépam (1 mg/kg) et a été soumis au stress 

chronique ; 

-les lots 3, 4 et 5 : qui ont reçu par gavage l’extrait aqueux de M. oleifera respectivement à 

100, 200 et 400 mg/kg de pc et ont été soumis au stress chronique. 
 

II.2.5.2-Induction du stress  

II.2.5.2.1-Induction du stress aigu par immersion et immobilisation  

Le stress aigu a été induit par la méthode décrite par Tagaki et Okabe (1968) avec quelques 

modifications. Après 14 jours de traitement, les rats (lots 2 à 6) ont été mis à jeun pendant 48 heures 

et ont reçu par gavage 100, 200 et de 400 mg/kg d’extrait aqueux pour les groupes tests et 1 ml/100 

g d’eau distillée pour le groupe témoin stressé. Le témoin positif a reçu 1 mg/kg de diazépam. Une 

heure après les traitements, les lots témoin stressé, témoin positif et M. oleifera 100, 200 et 400 

mg/kg ont été introduits dans des cages grillagées individuelles et immergés dans l’eau (20±1°C) 

jusqu’au niveau du xyphoïde pendant 6 heures. 

II.2.5.2.2-Induction du stress chronique 

La méthode utilisée pour induire le stress chronique est celle qui a été décrite par Burgin et 

al. (1996) avec quelques modifications. Une heure après les traitements, les rats ont été soumis à la 

nage avec 5% de leur poids corporel attaché à leur queue une fois par jour pendant 14 jours. Les 
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séances de nage ont été réalisées dans un aquarium (90cm × 45cm × 45cm) rempli d’eau jusqu’à 

une profondeur de 35 cm. L’eau a été maintenue à la température ambiante 25 ± 1°C et a été 

renouvelé à chaque passage. Les rats ont été considérés comme fatigués lorsqu’il plongeait leur 

museau dans l’eau pendant plus de 10 secondes. Ils ont été nettoyés et séchés après chaque séance 

de nage avant leur retour dans les cages. Immédiatement après la dernière séance de nage, ils ont 

été mis à jeun pendant 48 heures et ont reçu par gavage 100, 200 et de 400 mg/kg d’extrait aqueux 

pour les groupes tests et 1 ml/100 g d’eau distillée pour le groupes témoin stressé. Le témoin positif 

a reçu 1 mg/kg de diazépam. Une heure après les traitements, ils ont été introduits dans des cages 

grillagées individuelles et immergés dans l’eau (20±1°C) jusqu’au niveau du xyphoïde pendant 6 

heures. 

II.2.5.3-Evaluation du comportement des rats : Test de l’arène ouverte  

La méthode utilisée lors de nos expérimentations est celle qui a été décrite par Belzung 

(1999). Le test de l’arène ouverte est communément utilisé pour évaluer le niveau d’activité 

locomotrice, le niveau d’exploration et la réactivité émotionnelle chez les rongeurs (Bronikowski et 

al., 2001). Une heure après le test d’immersion et immobilisation, chaque rat a été observé pendant 

une durée de 5 minutes dans l’arène ouverte (100×100×50cm). Plusieurs paramètres 

comportementaux ont été évalués, ce sont : le nombre de « crossing » (nombre de lignes traversées), 

le nombre de « grooming » (lorsque l’animal nettoie son corps), le nombre de « rearing » (lorsque 

l’animal se tient débout sur ses pattes postérieurs et prend appui sur les bords du dispositif 

expérimental), le temps passé au centre du dispositif expérimental et la masse de fèces produites. 

Après 5 minutes d’observation, le rat était simplement remis dans sa cage d’origine et le dispositif 

expérimental nettoyé avec de l’alcool éthylique (70°C) (Figure 10).  

 

 

 

 

 

 

 

 

II.2.5.4-Evaluation des résultats  Figure 10 : Photo montrant un rat entrain d’exécuter l’Open Field Test (prise par Bonoy, 2016) 
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Après ce test, les animaux ont été sacrifiés sous faible anesthésie à l’éther éthylique. Une 

partie du sang artério-veineux a été recueilli dans des tubes secs puis centrifugés à 3000 trs/min 

pendant 10 min pour l’obtention du sérum qui a été utilisé pour l’évaluation des paramètres 

biochimiques sériques (glucose, urée et triglycérides). Une autre partie du sang artério-veineux a 

été collecté dans des tubes stériles contenant de l’éthylène diamine tétra-acétique acide (EDTA) et 

a servi à déterminer la Numération formule sanguine. Les lésions gastriques ont été fixées dans du 

formol à 10% puis évaluées. Le mucus a été collecté et les estomacs ont par la suite été lavés dans 

une solution de Na-Cl (9 ‰) et conservés dans un congélateur à 4°C pour les dosages des paramètres 

de l’oxydation cellulaire. 

II.2.5.4.1-Prélèvement du mucus de l’estomac 

Après ouverture de l’estomac le long de sa grande courbure, il a été lavé délicatement sous 

l’eau du robinet coulant à faible pression, puis à l’aide du coton, la surface de la muqueuse a été 

essorée ; le mucus a été soigneusement raclé et pesé à l’aide d’une microbalance. 

II.2.5.4.2-Score des ulcères 

Le protocole d’attribution des scores aux ulcères gastriques aigus présentés dans le tableau 

V est celui décrit par Tan et al. (1996).  

Tableau V: Attribution des scores en fonction de la surface ulcérée 

Surface ulcérée (SU) (mm2) Score 

SU =0,0 0,0 

0,0 < SU ≤ 0 ,5 1,0 

0,5 < SU ≤ 2,5 2,0 

2,5 < SU ≤ 5,0 3,0 

5,0 < SU ≤ 10,0 4,0 

10,0 < SU ≤ 15,0 5,0 

15,0 < SU ≤ 20,0 6,0 

20,0 < SU ≤ 25,0 7,0 

25,0 < SU ≤ 30,0 8,0 

30,0 < SU ≤ 35,0 9,0 

SU > 35,0 10,0 
 

II.2.5.4.3-Indice d’ulcère 

L’indice d’ulcère (IU) est le score moyen d’ulcère de chaque traitement plus ou moins 

l’erreur standard de la moyenne (ESM). 

IU =  ∑ score ±  ESM𝑛
1  
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II.2.5.4.4-Pourcentage d’inhibition  

Le pourcentage d’inhibition (%I) des ulcères d’un traitement donné est déterminé en 

fonction du lot témoin selon la formule de Njar et al. (1995) ci-après : 

 

%I = 
Indice d′ulcère du contrôle−indice d′ulcère du test

indice d′ulcère du contrôle 
× 100 

 

II.2.5.4.5-Pourcentage de la surface ulcérée 

Le pourcentage de la surface ulcérée (%SU) chez un rat est égal au rapport de la surface 

totale ulcérée sur la valeur moyenne de la surface pyloro-antrale (675 mm2), multiplié par 100. 

 

%SU= 
Surface ulcérée totale (mm2)

675
× 100 

 

II.2.5.5-Dosage des paramètres de l’oxydation cellulaire  

Dans un bac de glace, 1 g d’estomac de chaque animal a été broyé et homogénéisé à 20% 

avec 4 ml de tampon Tris-HCl (50 mM). Après centrifugation à 5700 tr/mn pendant 30 min, le 

surnageant (homogénat) a été récupéré et conservé dans un congélateur pour les dosages des 

paramètres du stress oxydant. 

II.2.5.5.1-Dosage du glutathion 

Le protocole de dosage du glutathion réduit (GSH) a été le même que celui décrit en 

II.2.4.2.7.1.    

II.2.5.5.2-Dosage du Malondialdéhyde (MDA) 

Le protocole de dosage du Malondialdéhyde (MDA) a été le même que celui décrit en 

II.2.4.2.7.2.    

 

II.2.5.5.3-Mesure de l’activité de la Super-oxyde dismutase (Misra et Fridovish, 1972) 

Le protocole de dosage de l’activité de la Super-oxyde dismutase (SOD) a été le même que 

celui décrit en II.2.4.2.7.3.    

II.2.5.5.4-Mesure de l’activité de la catalase (CAT) 

Le protocole de dosage de l’activité de la catalase (CAT) a été le même que celui décrit en 

II.2.4.2.7.4.    
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II.2.5.6-Dosage des paramètres biochimiques sériques  

II.2.5.6.1-Dosage du glucose sérique 

Le protocole d’évaluation du glycose sérique a été le même que celui décrit en II.2.4.2.4.    

II.2.5.6.2-Dosage de l’Urée sérique 

Le protocole d’évaluation de l’urée sérique a été le même que celui décrit en II.2.4.2.5.    

II.2.5.6.3-Dosage de triglycérides sériques 

La méthode utilisée pour le dosage des triglycérides sériques a été le même que celui décrit 

en II.2.4.2.3.     

II.2.6-Etude de la toxicité de l’extrait aqueux de M. oleifera  

II.2.6.1-Evaluation de la toxicité aigüe de l’extrait aqueux des feuilles de M. oleifera 

II.2.6.1.1-Principe de l’essai 

La toxicité aiguë a été évaluée conformément à la ligne directrice N° 423 de l’OCDE 

(méthode par classe de toxicité) concernant les essais de substances chimiques (OCDE, 2001) 

adoptée le 17 Décembre 2001. Le principe est d’obtenir en utilisant un nombre minimum d’animaux 

par étape, des informations suffisantes sur la toxicité aiguë de la substance. Une dose déterminée de 

la substance est administrée par voie orale à un groupe d’animaux. La substance est testée dans un 

processus par classe dans lequel trois animaux de même sexe sont utilisés à chaque étape. L’absence 

ou la manifestation de mortalité liée à la substance dans un groupe ayant reçu une dose à une étape 

donnée détermine l’étape suivante, c’est-à-dire : 

-arrêt de l’essai (lorsque la dose de 5 mg/kg provoque le décès de 2 à 3 animaux ou la dose 

de 5000 mg/kg ne cause aucune mortalité) ; 

-administration de la même dose à trois animaux supplémentaires (lorsque la dose 

administrée provoque le décès d’au plus un animal) ; 

-administration de la dose immédiatement supérieure ou inférieure à trois animaux 

supplémentaire (lorsque la dose administrée provoque le décès d’au plus 1 animal ou d’au moins 2 

animaux). 

II.2.6.1.2-Répartition et traitement des rats  

Pour la toxicité aigüe des extraits de M. oleifera, 9 rats males ont été réparties en 3 lots de 3 

rats dont un témoin, 1 lot test et 1 lot utilisé pour le test de confirmation après 48 h d’observation. 

Les rats ont été laissés à jeun pendant 12 heures avant le début des manipulations. Les animaux du 

groupe témoin ont reçu par gavage de l’eau distillée et ceux du groupe essai ont reçu l’extrait à la 
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dose unique de 2000 mg/kg de poids corporel. Les animaux du lot de confirmation ont également 

reçu l’extrait à la dose de 2000 mg/kg par gavage. Les substances ont été administrées dans un 

volume maximale de 2ml/100g de pc. Les animaux ont été privés d’eau et de nourriture les quatre 

premières heures qui ont suivi le gavage. Après gavage, les animaux ont été observés régulièrement 

durant les premières 24 heures avec une attention particulière pendant les 4 premières heures afin 

de déceler des éventuels troubles du comportement (sensibilité au bruit, tremblement, 

automutilation, convulsion, salivation) et des modifications potentielles des aspects des selles et de 

la fourrure. La sensibilité au bruit a été évaluée par activation d’une sonnerie de téléphone portable. 

Le nombre d’animaux morts par lots a été noté après 48 heures et les survivants ont été suivis 

pendant 14 jours. Le nombre de décès a été noté et le taux de mortalité a été calculé à partir de la 

formule suivante : 

Taux de mortalité = 
Nombre de rat morts

Nombre total de rats traités à l′extrait
× 100 

 

La DL50 a été déterminée suivant le Système de classification Globalement Harmonisé 

(SGH) des substances entrainant la toxicité aigüe. 

La quantité d’aliments et d’eau consommées par chaque groupe de rats, ainsi que l’évolution 

pondérale ont été mesurées tous les deux jours pendant 14 jours à la même heure. 

A la fin de la période d’observation, tous les animaux ont été pesés, puis sacrifiés. Les 

organes (cœur, foie, reins, poumons, rate, estomac et ovaires) ont été prélevés pour une observation 

macroscopique et une détermination de leurs poids relatifs. Les poids relatifs de ces organes ont été 

calculés à partir de la formule suivante : 

 

Poids relatif (en % du poids corporel) =  
Poids de l′organe(g)

Pods de l′animal(g)
× 100 

 

 

II.2.6.2-Evaluation de la toxicité sub-chronique de l’extrait aqueux de M. oleifera  

II.2.6.2.1-Répartition et traitement des rats 

Pour la toxicité sub-chronique des extraits de M. oleifera, 60 rats (81-86g) ont été répartis 

en 6 lots de 10 animaux chacun (5 mâles et 5 femelle), les mâles et les femelles étant logés 

séparément. Les animaux ont été placés dans les cages cinq jours avant le début de l’étude pour leur 

permettre de s’acclimater à leur nouvel environnement. Partant des résultats préliminaires obtenus 

dans notre travail de recherche où l’extrait aqueux des feuilles de M. oleifera à la dose de 200 mg/kg 

de poids corporel a montré les effets antifatigues, antioxydants et antistress les plus efficaces, nous 
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avons multiplié cette dose par deux et retenu le résultat comme dose toxicologique initiale. Les lots 

ont reçu différents traitement pendant 42 jours. Les traitements ont été les suivantes : 

-lots 1 : reçoit de l’eau distillée à la dose de 1ml/100g ; 

-lots 2, 3 et 4 reçoivent les extraits aqueux de M. oleifera aux doses respectives de 400, 800 

et 1600 mg/kg de pc ; 

-lot 5 ou essai satellite : reçoit l’extrait aqueux de M. oleifera à une dose de 1600 mg/kg de 

pc pendant 42 jours, puis a été observé pendant 14 jours supplémentaires ; 

-lot 6 ou témoin satellite : reçoit de l’eau distillée pendant 42 jours, puis une observation 

pendant 14 jours supplémentaires.  

Les observations après arrêt de gavage ont permis d’évaluer la réversibilité, la persistance 

ou l’apparition tardive de possibles effets toxiques induits par l’extrait. 

II.2.6.2.2-Collecte des données 

La quantité d’aliments et d’eau consommées par chaque groupe de rats, ainsi que l’évolution 

pondérale ont été mesurées tous les deux jours pendant 42 jours (lots 1 à 4) et 56 jours (lots 5 et 6) 

à la même heure. Tous les animaux ont été pesés, puis sacrifiés, soit à la fin de l’administration de 

l’extrait (lot 1 à 4), soit 14 jours après l’arrêt des gavages (lots 5 et 6). Le sang a été collecté et 

conservé dans des tubes à EDTA et des tubes secs. Les organes (foie, poumon, reins, rate, testicules, 

cœur et estomac) ont été prélevés pour une observation macroscopique et une détermination de leurs 

poids relatifs. Des coupes histologiques du foie, des reins et des poumons ont été réalisées. Les 

poids relatifs de ces organes ont été calculés dans les mêmes conditions que ceux de la toxicité 

aigüe.  

II.2.6.2.3-Numération formule sanguine 

La méthode utilisée pour déterminer la numération formule sanguine a été la même que celle 

décrite en II.2.4.2.4.     

II.2.6.2.4-Evaluation des paramètres biochimiques sériques  

Le sang collecté dans les tubes secs a été centrifugé à 4000 trs/min pendant 15 minutes et le 

surnagent a été récupéré et conservé à -4°C pour les différents dosages biochimiques.  

II.2.6.2.4.1-Evaluation des paramètres biochimiques de la fonction rénale 

II.2.6.2.4.1.1-Dosage de la créatinine 

Le dosage de la créatinine a été réalisé par la méthode de Bartels et al. (1972). La créatinine 

réagit en milieu alcalin avec l’acide picrique pour former un complexe orangé. La quantité de 

complexe formée est directement proportionnelle à la concentration de la créatinine dans 
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l’échantillon. L’acide picrique (35 mmol/l) et l’hydroxyde de sodium (0,32 mol/l) sont mélangés à 

volume égal et représentent la solution de travail. Le dosage de la créatinine dans les différents tubes 

a été réalisé comme indiqué dans le tableau VI. 

Tableau VI: Protocole de dosage de la créatinine sérique. 

 Standard Test 

Sérum - 100 μl 

Créatinine standard (2 mg/dl) 100 μl - 

Solution de travail 1000 μl 1000 μl 
 

Les préparations ont été homogénéisées et les absorbances de standard et échantillons ont 

été lues après 30 secondes puis après 120 secondes à 492 nm au spectrophotomètre. La concentration 

de la créatinine sérique a été obtenue grâce à la formule suivante :  

 

[Créatinine]e =
Δ Abs échantillon 

Δ Abs standard
× 2 

Avec :  

[Créatinine]e : concentration de la créatinine dans l’échantillon en mg/dl ; 

Δ Abs standard : variation de l’absorbance du standard entre 30 et 120 secondes ; 

Δ Abs échantillon : variation de l’absorbance de l’échantillon entre 30 et 120 secondes. 

II.2.6.2.4.1.2-Dosage de l’urée sérique 

Le protocole d’évaluation de l’urée sérique a été le même que celui décrit en II.2.4.2.5.    

II.2.6.2.4.2-Evaluation des paramètres biochimiques de la fonction cardiovasculaire 

II.2.6.2.4.2.1-Dosage du cholestérol total  

Sous l’action de la cholestérol-estérase, les esters de cholestérol présents dans le sérum sont 

hydrolysés en cholestérol et en acide gras. L’oxydation du cholestérol en présence du cholestérol 

oxydase produit le 4-cholesténone et du peroxyde d’hydrogène. L’indicateur quinonimine se forme 

à partir du peroxyde d’hydrogène, de la 4-aminoantipyrine et du phénol sous l’action catalytique de 

la peroxydase. L’intensité de la coloration est directement proportionnelle à la concentration de 

cholestérol dans l’échantillon. 

A partir du kit de dosage de marque Fortress Diagnostic (BXCO261C), le contenu d’un 

flacon R2 (pipes pH 6,9 (90 mmol/l) et phénol (26 mmol/l)) est dissous dans le contenu d’un flacon 

R1 (peroxydase (1250 U/l), cholestérol estérase (300 U/l), cholestérol oxydase (300 U/l) et 4-

Aminophenazone (0,4 mmol/l)). Ce mélange représente la solution de travail. La détermination de 
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la concentration du cholestérol total dans les différents tubes a été réalisée comme indiqué dans le 

tableau VII. 

Les préparations ont été homogénéisées et incubées pendant 5 minutes à 37°C. L’absorbance 

des standards et échantillons a été lue contre le blanc à 505 nm au spectrophotomètre. La 

concentration du cholestérol total est a été obtenue grâce à la formule suivante :  

[Cholestérol]e =
Δ Abs échantillon 

Δ Abs standard
× 200           

 

Avec :  

- [cholestérol]e: Concentration de cholestérol total dans l’échantillon en (mg/dl) ; 

- Abs : absorbance. 

Tableau VII : Protocole de dosage du cholestérol total 

 Blanc  Standard Test 

Sérum - - 10 μl 

Cholestérol standard (200 mg/dl) - 10 μl - 

Solution de travail 1000 μl 1000 μl 1000 μl 

Eau distillée 10 μl - - 

 

II.2.6.2.4.2.2-Dosage du HDL Cholestérol  

Les lipoprotéines de faible densité (LDL et VLDL) sont précipitées spécifiquement par 

l’acide phosphotungstique en présence des ions magnésium et peuvent ainsi être séparées par 

centrifugation. Les lipoprotéines à haute densité (HDL) restent en suspension et peuvent être dosées 

en utilisant le surnageant clair. La détermination de la concentration de HDL cholestérol dans les 

différents tubes a été réalisée comme indiqué dans le kit de dosage (kit Fortress Diagnostic 

BXC0421C). 100 μl de sérum et 50 μl de réactif 1 (acide phosphotungstique (14 mmol/l) et chlorure 

de magnésium (2 mmol/l)) ont été mis dans les tubes. Après homogénéisation, les préparations ont 

été incubées pendant 10 minutes à température ambiante. Elles ont ensuite été centrifugées à 12000 

tours/minute pendant 2 minutes et le surnageant a été prélevé. La détermination de la concentration 

du HDL cholestérol dans les différents tubes a été réalisée comme indiqué dans le tableau VIII. 

 

Tableau VIII: Protocole de dosage du HDL cholestérol 

 Blanc  Standard Test 

Surnageant obtenu - - 10 μl 

HDL Cholestérol standard (50 mg/dl) - 10 μl - 

Solution de travail 1000 μl 1000 μl 1000 μl 

Eau distillée 10 μl - - 



81 

 

Les préparations ont été homogénéisées et incubées pendant 5 minutes à 37°C. Les 

absorbances des standards et échantillons ont été lues contre le blanc à 505nm au spectrophotomètre.  

La concentration du HDL cholestérol total est a été obtenue grâce à la formule suivante :  

 

[HDL Cholestérol]e =
Δ Abs échantillon 

Δ Abs standard
× 200           

Avec :  

- [HDL cholestérol]e: Concentration de cholestérol total dans l’échantillon en (mg/dl) ; 

- Abs : absorbance. 
 

 

II.2.6.2.4.2.3-Détermination de l’index athérogène 

L’index athérogène (IA) a été déterminé suivant la formule de Youmbissi et al. (2001). 

 

IA =
Cholestérol total

HDL cholestérol
       

Avec :  

- [cholestérol total] = Concentration de cholestérol total dans l’échantillon (mg/dl) ; 

- [cholestérol HDL] = Concentration de HDL cholestérol dans l’échantillon (mg/dl). 
 

 

II.2.6.2.4.2.4-Dosage de triglycérides sériques 

La méthode utilisée pour le dosage des triglycérides sériques a été le même que celui décrit 

en II.2.4.2.3.     

 

II.2.6.2.4.2.5-Détermination du LDL Cholestérol 

La concentration de LDL cholestérol dans les échantillons a été déterminée grâce à 

l’équation de Friedewald et al. (1972). 

 

[LDL Cholestérol]e= [Cholestérol Total] – [HDL Cholestérol] − ([Triglycérides] ÷ 5)    

Avec :  
 

- [LDL Cholestérol]e = concentration du cholestérol LDL dans l’échantillon 

- [Cholestérol Total]= concentration du cholestérol total dans l’échantillon 

- [HDL Cholestérol]= concentration du cholestérol HDL dans l’échantillon 

- [Triglycérides]= concentration de triglycérides dans l’échantillon 
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II.2.6.2.4.3-Evaluation des paramètres biochimiques de la fonction hépatique  

II.2.6.2.4.3.1-Dosage de l’aspartate aminotransférase (ASAT)  

L’aspartate aminotransférase a été dosée par la méthode décrite par Reitman et Frankel (1957). 

L’ASAT catalyse le transfert du groupement amine de L-aspartate sur l’α-oxoglutarate pour former 

l’oxaloacétate et le L-glutamate. L’oxaloacétate formé réagit avec le dinitrophénylhydrazine pour 

donner l’hydrazone. L’intensité de la coloration de l’hydrazone est directement proportionnelle à la 

quantité d’oxaloacétate. Suivant les indications du kit de dosage (DiaSys Diagnostic Systems GmbH), 

50 μl d’échantillon ont été mis dans les tubes tests et la même quantité en eau distillée a été mise dans 

le tube blanc. Puis, l’on a ajouté dans l’ensemble des tubes 250 μl du réactif 1 (tampon phosphate 

(100 mmol/l), L-aspartate (200 mmol/l) et α-oxoglutarate (2 mmol/l)). Les solutions ont été 

homogénéisées et laissées pour incubation pendant 30 minutes à 37°C. 250 μl du réactif 2 (2,4-

dinitrophénylhydrazine (2 mmol/l)) ont été ajoutées dans les tubes et les solutions ont été 

homogénéisées et laissées au repos pendant 20 minutes à température ambiante. Par la suite, 2,5 ml 

d’hydroxyde de sodium (4 mol/l) ont été ajouté dans les tubes et les solutions ont été homogénéisées. 

Après 5 minutes, les absorbances des échantillons ont été lues contre le blanc à 546 nm au 

spectrophotomètre. La préparation de la courbe d’étalonnage (Figure 11) s’est fait comme indiqué 

dans le tableau IX. 

Tableau IX : Préparation de la courbe d’étalonnage du dosage de l’ASAT 

Tubes Pyruvate Standard (2 mmol/L) Substrats ASAT Eau Distillée ASAT U/L 

1 - 1,0 ml 200 μl 0 

2 100μl 0,9 ml 200 μl 20 

3 200 μl 0,8 ml 200 μl 47 

4 300 μl 0,7 ml 200 μl 76 

5 400 μl 0,6 ml 200 μl 111 
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Figure 11 : Courbe d’étalonnage du dosage de l’ASAT 
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II.2.6.2.4.3.2-Dosage de l’alanine aminotransférase (ALAT)  

L’alanine aminotransférase a été dosée par la méthode de Reitman et Frankel (1957). L’ALAT 

catalyse le transfert du groupement amine de L-aspartate sur l’α-oxoglutarate pour former le pyruvate 

et le L-glutamate. Le pyruvate formé réagit avec le dinitrophénylhydrazine pour donner l’hydrazone. 

L’intensité de la coloration de l’hydrazone est directement proportionnelle à la quantité de pyruvate.  

Suivant les indications du kit de dosage (DiaSys Diagnostic Systems GmbH), 50 μl 

d’échantillon ont été mis dans les tubes tests et la même quantité en eau distillée a été mise dans le 

tube blanc. Puis, l’on a ajouté dans l’ensemble des tubes 250 μl du réactif 1 (tampon phosphate (0,1 

mol/l), L-alanine (0,2 mol/l) et α-oxoglutarate (2mmol/l)). Les solutions ont été homogénéisées et 

laissées pour incubation pendant 30 minutes à 37°C. 250 μl du réactif 2 (2,4-dinitrophénylhydrazine 

(2 mmol/l)) ont été ajoutées dans les tubes et les solutions ont été homogénéisées et laissées au repos 

pendant 20 minutes à température ambiante.  

Par la suite, 2,5 ml d’hydroxyde de sodium (4 mol/l) ont été ajouté dans les tubes et les 

solutions ont été homogénéisées. Après 5 minutes, les absorbances des échantillons ont été lues contre 

le blanc à 546 nm au spectrophotomètre. La préparation de la courbe d’étalonnage (Figure 12) s’est 

fait comme indiqué dans le Tableau X. 

Tableau X : Préparation de la courbe d’étalonnage du dosage de l’ALAT 

Tubes Pyruvate Standard (2 mmol/L) Substrats ALAT Eau Distillée ALAT U/L 

1 - 1,0 ml 200 μl 0 

2 100 μl 0,9 ml 200 μl 18 

3 200 μl 0,8 ml 200 μl 37 

4 300 μl 0,7 ml 200 μl 56 

5 400 μl 0,6 ml 200 μl 77 
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Figure 12 : Courbe d’étalonnage du dosage de l’ALAT 
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II.2.6.2.4.3.3-Dosage des protéines totales  

Le dosage des protéines dans le sérum a été effectué suivant la méthode de Biuret (Henry et 

al., 1974). En milieu basique, la tartrate double de sodium et de potassium forme avec les ions 

cuivriques un complexe soluble. L’addition d’une protéine déplace le cuivre complexé avec le 

tartrate pour former un autre complexe cuivro-protéique de couleur violette qui présente un 

maximum d’absorption à 546 nm. L’intensité de la coloration est proportionnelle à la concentration 

des protéines dans le milieu.  

Dans une cuve de lecture de 1cm de trajet optique ont été introduits 1 ml de réactif de Biuret 

et 200 ul de plasma ou d’eau distillée. Après homogénéisation au vortex, le mélange a été incubé à 

25° C pendant 30 minutes. Après avoir calibré le spectrophotomètre avec le blanc (réactif de Biuret 

+ eau distillée), la densité optique (D.O.) des échantillons a été lue à une longueur d’onde de 560 

nm. La concentration des protéines totales a été calculée suivant la formule ci-après : 

-protéines totales (g/l)=190 x D.O. de l’échantillon ; 

-protéines totales (g/dl)= 19 x  D.O. de l’échantillon. 
 

 

II.2.6.2.4.3.4-Dosage de la bilirubine totale  

La bilirubine est convertie en azobilirubine révélée en présence du diméthylsulphoxyde par 

réaction avec l’acide sulphonilique diazotisé. L’intensité de la coloration est proportionnelle à la 

quantité de bilirubine présente dans le milieu. La détermination de la concentration de bilirubine 

totale dans les différents tubes a été réalisée comme indiqué dans le tableau XI. 

Conformément au kit de dosage (DiaSys Diagnostic Systems GmbH), les préparations ont 

été homogénéisées et laissées pendant 5 minutes à température ambiante. Les absorbances de tous 

les tubes ont été lues contre le blanc au spectrophotomètre à 540 nm. La concentration en bilirubine 

a été obtenue grâce à la formule suivante :  
 

 

[Bilirubine]e =
Δ Abs échantillon 

Δ Abs standard
× 17,5 

 

Avec [Bilirubine]e : concentration de bilirubine dans l’échantillon (mg/dl) 
 

 

Tableau XI : Protocole de dosage de la bilirubine totale 

 Blanc  Standard Test 

Réactif 1 (acide sulphonilique (30 mmol/l) et 

acide chlorhydrique (400 mmol/l)) 

200 μl 200 μl 200 μl 

Réactif 2 (nitrate de sodium (50 mmol/l)) - 50 μl 50 μl 

Eau distillée 2000 μl - - 

Réactif 3 (caféine (100 mmol/l)) - 1750 μl 1750 μl 

Echantillon  - 200 μl - 

Réactif 4 (bilirubine standard (17,5 mg/dl)) - - 200 μl 
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II.2.6.3-Réalisation des coupes histologiques  

Les organes (foie, rein et poumon) prélevés après sacrifice des animaux à la fin de l’essai 

sub-chronique ont été fixés dans du formol à 10 % pendant 72 heures. La préparation des coupes 

histologiques s’est faite suivant le protocole ci-après : 

Etape 1 : La découpe ou « Trimming » 

Des coupes fines et régulières de chaque organe fixé ont été réalisées à l’aide d’un bistouri, 

puis rangées dans des cassettes en matière plastique. 

Etape 2 : Déshydratation 

La déshydratation s’est faite en trois étapes : la déshydratation proprement dite, 

l’éclaircissement et l’imprégnation. 

-Déshydratation proprement dite 

Les cassettes ont séjourné successivement dans des bains d’éthanol de concentration 

croissante : éthanol 50° (1h) → éthanol 70° (1h) → éthanol 95° n°1 (1h) → éthanol 95° n°2 (1h 30 

mn) → éthanol 100° n°1 (1h) → éthanol 100° n°2 (1h 30 mn) → éthanol 100° n°3 (2 h). 

-Eclaircissement 

Les cassettes ont séjourné successivement dans deux bains de xylène respectivement pendant 

1heure et 1 heure 30 minutes. 

-Imprégnation 

Les organes ont été infiltrés de paraffine par passage dans trois bains de paraffine à 60°C 

pendant respectivement 1 heure, 1 heure 30 minutes et 2 heures. 

Etape 3 : Inclusion 

Les tissus ont été placés dans des moules remplis de paraffine en fusion qui ont été placés 

sur des plaques réfrigérantes pour solidification après orientation appropriée des tissus dans le bloc. 

Etape 4 : Les coupes 

Les coupes de 5 μm d’épaisseur ont été réalisées au microtome. Les sections obtenues ont 

été déplissées dans un bain marie à 40° C puis les meilleures coupes ont été récupérées sur des lames 

porte-objets et placées à l’étuve (45° C) pour séchage pendant 24 heures. 

Etape 5 : Coloration 

La technique de coloration à l’hématoxyline-éosine (H&E) a été utilisée. L’hématoxyline, 

basophile, colore en bleu noir les composants nucléaires et l’éosine, acidophile, colore les 

composants cytoplasmiques en rose-rouge. 

-Déparaffinage et réhydratation 

Les coupes ont été déparaffinées et réhydratées par passage successif dans une série de bains 

selon la séquence suivante : Xylène n°1 (5 min) → Xylène n°2 (5 min) → Xylène n°3 (5 min) → 
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éthanol 100° n°1 (10 min) → éthanol 100° n°2 (10 min) → éthanol 100° n°3 (10 min) → éthanol 

95° (5 min) → éthanol 70° (5 min) . Les lames ont ensuite été rincées à l’eau distillée. 

-Coloration proprement dite 

Les coupes ont été immergées pendant 10 min dans un bac contenant de l’hématoxyline de 

Mayer, puis rincées à l’eau courante du robinet. Elles ont ensuite été passées dans un bain d’éthanol 

95° pendant 5 min, puis elles ont été immergées pendant 5 min dans de l’éosine alcoolique 0,5 % et 

dans 40 μl d’acide acétique par 100 ml de solution. Les coupes ont ensuite été déshydratées dans 3 

bains d’éthanol 100° (5 min), éclaircies dans 3 bains de xylène (5 min). 

Etape 6 : Montage, microscopie et photographie 

Une fois sorties du xylène, quelques gouttes de résine ont été déposées sur les coupes, puis 

ces dernières ont été recouvertes d’une fine lamelle de verre pour l’observation au microscope. 

L’observation des coupes colorées s’est faite au microscope photonique de marque 

Olympus. Les microphotographies ont pu être réalisées en reliant un ordinateur au microscope. 

II.2.7-Traitement statistiques des résultats  

Les résultats sont exprimés sous forme de moyenne ± écart-type. Les comparaisons ont été 

effectuées en utilisant l’ANOVA suivi du post test de Dunnett. Le calcul statistique a été réalisé 

avec le logiciel Graph Pad Prism v5.03. La différence a été considérée comme significative à p< 

0,05. 
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CHAPITRE III :  

RÉSULTATS ET DISCUSSION  
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III.1-RESULTATS  

III.1.1-Phytochimie qualitative, caractéristiques organoleptiques et valeur 

nutritionnelle de l’extrait de M. oleifera   

III.1.1.1-Phytochimie qualitative de l’extrait de M. oleifera   

Le tableau XII présente les résultats de l’analyse phytochimique de l’extrait aqueux des 

feuilles de M. oleifera. Les classes des composés majoritaires présentes comprennent les phénols, 

les tanins, les sucres (polysaccharides) et dans une moindre mesure les flavonoïdes, les glycosides 

et les protéines.  

Tableau XII : Classes de composés phytochimiques présentes dans l’extrait des feuilles de M. 

oleifera  

Elément phytochimique  Quantité  

Tanins  +++ 

Alcaloïdes  + 

Résines  - 

Saponines  - 

Flavonoïdes  ++ 

Anthocyanines  - 

Phénols  +++ 

Quinones  - 

Acides  + 

Sucres (polysaccharides) +++ 

lipides + 

Coumarines - 

Stérols  + 

Triterpenoide  + 

Glycosides  ++ 

Protéines ++ 

Forte Présence (+++), Présente (++), Faible Présence (+), Absence (-). 

 

III.1.1.2-Caractéristiques organoleptiques et valeur nutritionnelle de l’extrait de M. 

oleifera   

Le tableau XIII présente la valeur nutritionnelle de l’extrait aqueux des feuilles de M. 

oleifera. Les résultats de ce tableau montrent que cet extrait a une énergie métabolisable  de 2810,98 
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kcal/kg d’extrait. Des éléments minéraux sont retrouvés dans des proportions variables dans cet 

extrait. Il s’agit du sodium, potassium, calcium, fer, magnésium, zinc et cuivre.   

Tableau XIII : Caractéristiques organoleptiques et valeur nutritionnelle de l’extrait aqueux des 

feuilles de M. oleifera 

Caractéristiques organoleptiques  Quantités (%) 

Teneur en eau 76,73±0,11 

Teneur en Matière sèche  23,27±0,89 

Teneur en cendres 10,54±0,43 

Valeur nutritionnelle  Quantités (g/kg matière sèche) 

Sucres totaux 504,69±0,21 

Lipides totaux 42,14±0,03 

Protéines totales 103,24±0,28 

Fer  26,44±3,51 

Cuivre 3,52±0,17 

Sodium 272,70±28,04 

Calcium 28,368±0,94 

Potassium 120,70±14,18 

Magnésium  11,57±0,59 

Zinc 21,06±0,29 

Energie (kcal) 2810,98  

 
 

III.1.2-Effets antifatigues de l’extrait de M. oleifera 

III.1.2.1-Effets de l’extrait aqueux des feuilles de M. oleifera sur la fatigue induite par  

l’activité physique aigue  

III.1.2.1.1-Evolution pondérale  

La figure 13 présente l’évolution de la masse pondérale des rats. L’analyse de cette figure 

n’a montrée aucune différence significative entre la masse pondérale des rats des groupes tests et 

celle des témoins respectifs (p > 0,05). L’extrait aqueux des feuilles de M. oleifera n’a pas eu d’effet 

sur la masse pondérale des rats au cours de l’expérimentation.  
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Figure 13 : Evolution de la masse pondérale des rats  
Les points représentent les moyennes de la masse corporelle ± ESM, n = 16. Témoin AP =  Témoin Activité 

Physique. Moringa 100, Moringa 200 et Moringa 400 sont constitués de rats ayant reçu respectivement 100, 

200 et 400 mg/kg d’extrait de M. oleifera. 

 

III.1.2.1.2-Prises alimentaire et hydrique 

La variation de la prise alimentaire et hydrique des différents lots au cours de 

l’expérimentation est présentée dans le tableau XIV. L’analyse de ces résultats n’a montré aucune 

différence significative entre les quantités d’aliments et d’eau consommés par les rats des groupes 

tests et ceux du groupes témoin AP (p>0,05). L’extrait aqueux de M. oleifera n’a donc pas eu d’effet 

sur la prise hydrique et alimentaire des rats.  

Tableau XIV: Prises alimentaire et hydrique des rats  

 Semaine   Témoin 

Normal  

Témoin AP M. oleifera 

100mg/kg 

M. oleifera 

200mg/kg 

M. oleifera 

400mg/kg 

 

Prise 

alimentaire  

(g/rat) 

1 121,73±8,61 143,36±17,85 110,25±16,36 117,69±14,03 139,71±8,32 

2 131,74±10,57 124,95±6,37 101,21±21,57 112,73±7,71 133,00±18,52 

3 126,7±11,69 131,11±7,35 106,61±14,81 101,64±15,54 126,87±12,5 

4 138,88±9,31 146,58±9,66 109,05±12,97 125,23±13,02 140,77±16,56 

 

 

Prise 

hydrique  

(ml/rat) 

1 145,46±13,16 149,31±14,63 139,56±6,47 149,19±13,35 141,17±10,68 

2 160,72±12,67 173,53±7,35 150,06±15,16 166,83±6,45 170,62±16,81 

3 137,06±10,01 145,39±20,13 124,83±8,55 147,73±11,65 135,04±5,35 

4 153,44±17,5 151,48±11,53 140,87±13,89 154,44±7,25 141,64±14,71 

Chaque valeur représente la moyenne de la prise hydrique ou alimentaire ± ESM, n= 16. Témoin AP =  

Témoin Activité Physique.  
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III.1.2.1.3-Endurance physique des rats  

La performance exprimée en temps de nage des rats soumis au test de la nage forcée est 

présenté sur la figure 14. Il ressort de cette figure que les rats ayant consommé l’extrait de M. 

oleifera à différente dose ont présenté des performances supérieures à celle du lot témoin AP 

(p<0,05). Le meilleur temps de nage a été enregistré dans le groupe de rats ayant consommé 200 

mg/kg d’extrait (140,50±32,17 sec) avec une augmentation de 56,54 % par rapport au groupe témoin 

AP. 
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Figure 14 : Temps de nage des rats soumis au test de la nage forcée 
Chaque barre représente la moyenne du temps de nage ± ESM, n = 8. Témoin AP= Témoin Activité Physique. 

*P< 0,05 différence significative à 5% par rapport au Témoin AP (ANOVA suivie du test de comparaison 

multiple de Dunnett). 

 

III.1.2.1.4-Poids relatif des organes des rats soumis au test de nage de 90 minutes   

Le tableau XV présente le poids relatif des organes des rats soumis au test de la nage de 90 

minutes. Des données de ce tableau, il ressort que la masse des organes tels que le foie et le cœur 

ont connu des variations significative (p<0,05). Ces variations concernent la masse du foie du lot 

Moringa 100 et celle du cœur du lot Moringa 400. En effet, la masse du foie dans le lot Moringa 

100 (3,24±0,69) a connu une baisse significative par rapport au témoin AP (3,74±0,27). La masse 

du cœur dans le lot Moringa 400 (0,34±0,04), quant à elle, a connu une augmentation significative 

par rapport au témoin AP (0,28±0,04). 

 

 

 

* * * 



92 

 

Tableau XV : Poids relative des organes des rats soumis au test de la nage de 90 minutes  

Poids relative  

des organes (%) 

Témoin  

Normal  

Témoin AP  M. oleifera 

100mg/kg 

M. oleifera 

200mg/kg 

M. oleifera 

400mg/kg 

Cœur  0,29±0,06 0,28±0,04 0,30±0,04 0,29±0,05 0,34±0,04* 

Foie  3,66±0,30 3,74±0,27 3,24±0,69* 3,38±0,24 3,53±0,17 

Poumons  0,78±0,10 0,73±0,12 0,93±0,23 0,89±0,41 0,85±0,07 

Rate  0,27±0,09 0,24±0,06 0,32±0,08 0,28±0,17 0,34±0,09 

Rein gauche  0,29±0,04 0,28±0,03 0,27±0,05 0,28±0,03 0,31±0,04 

Rein droit  0,28±0,05 0,30±0,02 0,26±0,04 0,26±0,05 0,32±0,06 

Testicule gauche  0,60±0,11 0,50±0,14 0,47±0,08 0,61±0,14 0,59±0,08 

Testicule droit  0,55±0,12 0,55±0,14 0,44±0,10 0,51±0,07 0,59±0,07 

Masse graisseuse  1,49±0,59 1,65±0,32 1,43±0,55 2,27±1,07 1,67±0,37 

Chaque valeur représente la moyenne du poids relatif des organes ± ESM, n= 8. Témoin AP =  Témoin 

Activité Physique. *P< 0,05, différence significative à 5% par rapport au Témoin AP (ANOVA suivie du  

test de comparaison multiple de Dunnett). 

 

III.1.2.1.5-Paramètres biochimiques sériques des rats 

Les paramètres biochimiques sériques (glucose, lactate, urée et triglycérides) ont été évalués 

chez les rats à la suite du test de nage de 90 minutes. Les résultats de ces paramètres sont présentés 

dans le tableau XVI. Les données de ce tableau montrent que tous les paramètres biochimiques 

sériques des rats des groupes test et témoin normal ont connu des variations significatives (p<0,05-

p˂0,001) en comparaison au témoin AP. Les taux de lactate, urée et triglycérides ont connu des 

baisses significatives dans les groupes tests en comparaison au témoin AP. La glycémie quant à elle 

a connu une augmentation significative (p<0,05) dans tous les groupes tests. A l’exception du taux 

de triglycérides sériques, les variations des autres paramètres biochimiques sériques évalué dans ce 

travail semblent être doses dépendantes. 

 

Tableau XVI: Variation des paramètres biochimiques sériques des rats soumis au test de nage 

de 90 minutes   

Paramètres 

biochimiques 

sériques  

Témoin 

Normal  

Témoin AP  M. oleifera  

100mg/kg 

M. oleifera  

200mg/kg 

M. oleifera  

400mg/kg 

Glucose sérique  

(mg/dl) 

 

79,38±4,62*** 

 

119,90±24,87 

 

145,01±16,25* 

 

147,40±21,35* 

 

163,90±16,10*** 

Lactate sérique 

(mmol/L) 

 

4,25±0,88*** 31,27±3,21 24,14±2,41* 19,37±4,53*** 18,87±6,77*** 

Urée sérique 

(mg/dl) 

 

14,27±3,09*** 

 

45,03±13,26 

 

26,78±8,77** 

 

26,41±8,19** 

 

28,21±9,37*** 

Triglycérides 

sériques (mg/dl) 

 

68,83±5,45*** 

 

176,77±26,61 

 

75,05±7,63*** 

 

125,28±12,40*** 

 

58,42±7,22*** 
 

Chaque valeur représente la moyenne des paramètres biochimiques sériques ± ESM, n= 8. Témoin AP = 

Témoin Activité Physique. *P< 0,05, **P<0,01, ***P<0,001 : différence significative à 5%, 1% et 1‰ par 

rapport au Groupe TAP (ANOVA suivie du  test de comparaison multiple de Dunnett). 
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III.1.2.1.6-Glycogène hépatique et musculaire 

Les quantités de glycogène hépatique et musculaire dans les différents groupes de rats sont 

présentées dans le tableau XVII. L’analyse de ce tableau a montré une diminution significative (p 

<0,05-p<0,001) de la quantité de glycogène dans le lot témoin AP en comparaison aux lots 

expérimentaux (Moringa 100, 200 et 400 mg/kg) et témoin normal. En effet, les taux de glycogènes 

hépatiques des rats des groupes tests ont augmenté de 22,00, 28,34 et 28,05% respectivement pour 

les groupes Moringa 100, 200 et 400 mg/kg. Quant aux taux de glycogènes musculaires des rats des 

groupes tests, ils ont connu des augmentations de 73,11, 131,93 et 125,21% respectivement pour les 

groupes Moringa 100, 200 et 400 mg/kg.  

 

Tableau XVII: Variation des quantités de glycogènes hépatique et musculaire chez les rats 

soumis au test de la nage de 90 minutes   

Groupes Quantité de glycogène   (mg/g) 

 Glycogène hépatique  Glycogène musculaire  

Témoin Normal  52,69±4,86*** 6,14±1,09*** 

Témoin AP 17,68±1,74 1,19±0,46 

M. oleifera 100mg/kg 21,57±2,45* 2,06±0,77* 

M. oleifera 200mg/kg 22,69±3,44** 2,76±0,78*** 

M. oleifera 400mg/kg 22,64±3,69** 2,68±0,68*** 
 

Chaque valeur représente la moyenne des quantités de glycogènes hépatique ou musculaire ± ESM, n= 8. 

Témoin AP = Témoin Activité Physique. *P< 0,05, **P<0,01, ***P<0,001 : différence significative à 5%, 

1% et 1‰ par rapport au Témoin AP (ANOVA suivie du  test de comparaison multiple de Dunnett). 
 

III.1.2.1.7-Paramètres du stress oxydant 

Les tableaux XVIII présentent la variation des paramètres du stress oxydant hépatiques et 

musculaires dans les différents lots de rats soumis au test de la nage de 90 minutes. L’analyse des 

données de ce tableau a montré que l’activité de la SOD et le GSH ont augmenté de manière 

significatives (p<0,05-p<0,001) chez les rats du groupe témoin AP en comparaison aux groupes 

Moringa 100, 200 et 400 mg/kg et témoin normal, aussi bien au niveau hépatique que musculaire. 

La CAT (musculaire et hépatique) a connu une augmentation significative (p<0,05-p<0,001) 

seulement dans les groupes Moringa 200 et 400 mg/kg. Le MDA (hépatique et musculaire) a quant 

à lui connu une baisse significative dans tous les lots tests (p<0,01-p<0,001). L’extrait aqueux des 

feuilles de M. oleifera en modifiant les paramètres du stress oxydant (SOD, CAT, GSH et MDA), 

aurait donc des propriétés antioxydant. 
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Tableau XVIII : Variation des paramètres du stress oxydant des rats soumis au test de la nage de 

90 minutes  

Paramètres  

du stress oxydant 

Témoin 

Normal  

Témoin AP M. oleifera 

100mg/kg 

M. oleifera 

200mg/kg 

M. oleifera 

400mg/kg 

FOIE 

SOD 

(U/mg de protéine) 

13,17±2,64*** 31,09±3,1 35,35±2,61* 38,42±3,22*** 39,11±3,48*** 

MDA (𝜇mol/g) 8,82±3,08*** 52,00±5,66 42,13±3,64*** 41,63±4,91*** 42,32±4,43*** 

CAT 

 (U/mg de protéine) 

14,66±0,97*** 25,13±2,17 27,52±1,64 29,33±1,92** 28,34±2,67* 

GSH 

(µmol/mg de protéine) 

3,23±1,04 3,62±0,71 5,63±1,13** 6,22±1,12*** 6,95±1,74*** 

MUSCLE GASTROCNEMIEN 

SOD 

(U/mg de protéine) 

5,86±1,07 6,55±0,98 8,95±1,06*** 9,23±1,54*** 9,12±0,87*** 

MDA (𝜇mol/g) 5,69±1,02*** 33,24±5,24 24,13±4,57** 22,28±4,63*** 22,14±4,54*** 

CAT 

(U/mg de protéine) 

0,22±0,07 0,27±0,05 0,32±0,04 0,38±0,03*** 0,39±0,05*** 

GSH 

(µmol/mg de protéine) 

0,65±0,98 0,88±0,37 2,98±0,26** 4,09±1,97*** 3,75±1,04*** 

Chaque valeur représente la moyenne des paramètres du stress oxydant ± ESM, n= 8. Témoin AP = Témoin Activité 

Physique. *P< 0,05, **P<0,01, ***P<0,001 : différence significative à 5%, 1% et 1‰ par rapport au Témoin AP 

(ANOVA suivie du test de comparaison multiple de Dunnett). 
 

Tableau XIX: Variation des paramètres hématologiques des rats soumis au test de la nage de 

90 minutes  

Paramètres 

Hématologiques 

Témoin  

Normal 

Témoin AP M. oleifera 

100mg/kg 

M. oleifera 

200mg/kg 

M. oleifera 

400mg/kg 

Globules Blanc (×103/mm3) 8,69±1,93 10,70±4,45 9,07±1,67 9,60±2,47 11,32±4,31 

Globules Rouges 

(×106/mm3) 

6,34±0,28 6,51±0,25 6,57±0,70 6,12±0,16 6,36±0,20 

Hémoglobine (g/dl) 13,04±0,71 12,30±1,01 13,00±0,22* 12,37±0,26 12,22±0,29 

Hématocrite  (%) 36,10±1,54 35,12±0,22 33,82±0,85 32,55±1,35** 34,2±1,09 

Plaquettes (×103/mm3) 561,50±78,17 559,25±40,79 543,75±19,50 649,25±113,84 497,75±58,26 

%Lymphocytes  (%) 33,96±6,30* 54,82±23,35  70,87±6,42* 63,70±7,44 62,17±3,55 

%Monocytes (%) 8,65±2,08 10,13±5,05 13,72±4,19 13,15±2,92 14,02±1,27 

%Granulocytes  (%) 57,38±5,47*** 24,80±6,70 15,40±3,75* 23,15±7,75 23,80±4,75 

Lymphocytes (×103/mm3) 2,90±0,81*** 8,10±2,20 6,30±0,70* 6,05±1,61* 5,42±1,03 

Monocytes (×103/mm3) 0,71±0,14 1,20±0,89 1,22±0,58 1,17±0,22 1,17±0,27 

Granulocytes (×103/mm3) 4,87±1,27* 3,00±1,73 1,55±0,50* 2,37±1,26 2,22±0,61 

Chaque valeur représente la moyenne des paramètres hématologiques ± ESM, n= 8. Témoin AP = Témoin 

Activité Physique. *P< 0,05, **P<0,01, ***P<0,001 : différence significative à 5%, 1% et 1‰ par rapport 

au Témoin AP (ANOVA suivie du  test de comparaison multiple de Dunnett).  
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III.1.2.1.8-Paramètres hématologiques  

Les paramètres hématologiques sont présentés dans le tableau XIX. L’analyse de ces 

données montre une augmentation significative du taux d’hémoglobine et du pourcentage de 

lymphocyte dans le lot Moringa 100 en comparaison au témoin AP (p<0,05). Par ailleurs, une baisse 

significative (p<0,05) du taux d’hématocrite, du pourcentage de Granulocyte, des lymphocytes et 

des granulocytes a été observée dans le lot Moringa 100 et le lot Moringa 200 en comparaison au 

témoin AP. 

III.1.2.2-Effets de l’extrait aqueux des feuilles de M. oleifera sur la fatigue induite par 

l’activité physique chronique 

III.1.2.2.1-Masse pondérale  

L’évolution de la masse pondérale des rats de différents groupes soumis à une activité 

physique chronique est présentée sur la figure 15. L’analyse des données de cette figure n’a montrée 

aucune différence significative entre la masse pondérale des rats du groupe témoin entrainé et celles 

des rats des groupes tests et témoin normal (p>0,05) durant toute la période d’expérimentation. 

L’extrait aqueux des feuilles de M. oleifera n’a pas eu d’effet sur l’évolution pondérale des rats 

soumis à une activité physique chronique. 

 

Figure 15 : Evolution de la masse pondérale des rats soumis à une activité physique chronique 
Chaque point représente la moyenne de la masse corporelle ± ESM, n = 8.  
 

III.1.2.2.2-Prises alimentaire et hydrique  

La variation de la prise alimentaire et hydrique des différents lots au cours de 

l’expérimentation est présentée dans le tableau XX. L’analyse de ces résultats n’a montré aucune 

différence significative entre les quantités d’aliments consommés par les rats des groupes tests et 

témoin normal et celle du groupe témoin entraînement (p>0,05) pendant toute la durée de 
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l’expérimentation. Cependant, une augmentation significative de la consommation d’eau des rats 

du groupe M. oleifera 200mg/kg en comparaison à celle du groupe témoin entraînement, aussi bien 

durant la première semaine que la deuxième (p<0,05), a été observée.  

Tableau XX : Quantités d’aliments et d’eau consommées par les rats soumis à une activité physique 

chronique  

 Semaine  Témoin 

Normal 

Témoin 

Entraînement 

M. oleifera 

(100 mg/kg) 

M. oleifera  

(200 mg/kg) 

M. oleifera  

(400 mg/kg) 

Prise 

alimentaire 

(g/rat) 

1 205,72±17,64 200,08±19,66 194,44±13,31 184,14±18,64 194,44±16,10 

2 169,64±18,71 160,85±14,39 167,42±18,09 171,79±16,69 163,19±18,74 

Prise 

hydrique 

(ml/rat) 

1 144,98±15,84 140,97±13,42 146,61±13,52 160,14±8,92* 148,94±14,59 

2 144,25±12,80 140,29±9,34 148,60±19,09 158,73±15,54* 142,04±10,42 

 

Chaque valeur représente la moyenne de la prise alimentaire ou hydrique ± ESM, n = 8. *P< 0,05 : différence 

significative à 5% par rapport au témoin entraîné (ANOVA suivie du test de comparaison multiple de 

Dunnett). 

 
III.1.2.2.3-Temps de nage des rats soumis à une activité physique chronique 

L’endurance physique des rats lors des séances d’entraînement à la nage avec une charge de 

10% de poids corporel est exprimée en temps de nage (Figure 16). Les données de cette figure n’ont 

montré aucune différence significative de temps de nage à la première séance d’entraînement, entre 

les rats du groupe témoin entraînement et ceux des groupes tests (p>0,05). A contrario, de la 2ème à 

la 7ème séance d’entraînement, le temps de nage des rats des groupes tests ont significativement 

augmenté en comparaison au groupe témoin entraîné (p<0,05-p<0,001). Cette augmentation du 

temps de nage a été progressive dans tous les groupes tests. La valeur maximale du temps de nage 

(587,50±51,64 secondes) a été obtenue à la dose de 200 mg/kg lors de la 7ème séance d’entraînement 

à la nage (14ème jour d’expérimentation).      
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Figure 16 : Temps de nage des rats au cours d’une activité physique chronique  
Chaque barre représente la moyenne du temps de nage ± ESM, n = 8. *P< 0,05, **P<0,01, ***P<0,001 : 

différence significative à 5%, 1% et 1‰ par rapport au témoin entraîné (ANOVA suivie du test de comparaison 

multiple de Dunnett). 
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III.1.2.2.4-Poids relatif des organes  

Le tableau XXI présente la variation du poids relatif des organes des rats soumis à une 

activité physique chronique. L’analyse des données de ce tableau n’a montré aucune différence 

significative (p> 0,05) entre les poids relatifs des organes (foie, poumon, rein testicule, rate et masse 

grasse) des rats du lot témoin entraîné et ceux des lots expérimentaux et témoin normal. Par contre, 

des augmentations significatives (p<0,05-p<0,001) du poids relatifs du cœur et du cerveau à la dose 

de 100 mg/kg (0,38±0,03 et 0,91±0,14% respectivement pour le cœur et le cerveau) et 200 mg/kg 

(0,42±0,10 et 0,99±0,19% respectivement pour le cœur et le cerveau) ont été observées en 

comparaison au groupe témoin entraîné (0,29±0,04 et 0,70±0,07% respectivement pour le cœur et 

le cerveau). L’extrait aqueux de M. oleifera aux doses de 100 et 200mg/kg aurait donc des effets sur 

le poids relatif du cœur et du cerveau des rats soumis à un entraînement à la nage.  

 

Tableau XXI : Poids relatif des organes des rats soumis à une activité physique chronique  

 

Poids relative  

des organes (%) 

Témoin  

Normal  

Témoin  

Entraînement 

M. oleifera 

(100 mg/kg) 

M. oleifera 

(200 mg/kg) 

M. oleifera  

(400 mg/kg) 

Foie  3,51±0,62 3,29±0,45 3,31±0,25 3,36±0,42 3,12±0,42 

Poumons 0,78±0,24 0,79±0,22 0,89±0,25 1,11±0,32 0,83±0,23 

Rein gauche  0,29±0,05 0,29±0,06 0,31±0,05 0,35±0,11 0,29±0,07 

Reins droit  0,30±0,04 0,28±0,05 0,32±0,04 0,33±0,03 0,32±0,06 

Testicule gauche  0,61±0,09 0,57±0,08 0,61±0,07 0,68±0,10 0,62±0,09 

Testicule droit  0,60±0,11 0,58±0,11 0,63±0,06 0,67±0,10 0,62±0,12 

Cœur  0,28±0,06 0,29±0,04 0,38±0,03* 0,42±0,10** 0,35±0,06 

Rate  0,27±0,06 0,24±0,11 0,30±0,11 0,34±0,14 0,31±0,08 

Cerveau  0,68±0,10 0,70±0,07 0,91±0,14* 0,99±0,19*** 0,76±0,09 

Masse graisseuse 1,16±0,19 1,01±0,20 1,02±0,21 1,18±0,28 1,06±0,22 

Chaque valeur représente la moyenne du poids relatif des organes ± ESM, n = 8. *P< 0,05, **P<0,01, 

***P<0,001 : différence significative à 5%, 1% et 1‰ par rapport au témoin entraîné (ANOVA suivie du test 

de comparaison multiple de Dunnett). 
 

III.1.2.2.5-Paramètres biochimiques sériques  

Les paramètres biochimiques sériques évalués au cours de l’expérimentation sont: le 

glucose, le lactate, l’urée et les triglycérides. Le tableau XXII présente les résultats de ces paramètres 

chez les rats soumis à une activité physique chronique. Les données de ce tableau montrent qu’à 

l’exception de la glycémie qui n’a pas varié de façon significatives dans les groupes tests (p>0,05), 

le lactate, l’urée et triglycériques ont connu une baisse significative (p<0,05-p<0,01) dans ces lots 

en comparaison au lot témoin entraîné. L’urée n’a baissé de façon significative que dans les groupes 

M. oleifera 200 et 400 mg/kg (p<0,01-p<0,001), avec des taux de baisse de 34,35 et 35,69% 
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respectivement pour les doses de 200 mg/kg et 400mg/kg. Les taux de baisse du lactate dans les 

groupes tests varient entre 38,55 et 53,83% tandis que ceux des triglycérides varient entre 59,03 et 

62,08% par rapport au groupe témoin entraîné. Les taux de baisse du lactate, de l’urée et des 

triglycérides les plus élevé ont été observé à la dose de 200 mg/kg.     

 

Tableau XXII: Paramètres biochimiques sériques des rats soumis à une activité physique chronique  

Paramètres  

biochimiques 

sériques  

Témoin 

normal  

Témoin entraîné M. oleifera 

(100 mg/kg) 

M. oleifera 

(200 mg/kg) 

M. oleifera  

(400 mg/kg) 

Glucose (mg/dl) 81,26±6,37*** 157,12±41,39 170,25±29,35 132,37±35,42 157,62±26,75 

Lactate (mmol/l) 5,04±0,96*** 26,25±1,91 15,50±1,77*** 12,12±1,13*** 16,13±1,46*** 

Urée (mg/dl) 12,58±2,21*** 35,75±6,90 29,06±5,63 23,47±5,04** 22,99±6,84*** 

Triglycerides 

(mg/dl) 

74,26±4,87*** 157,29±25,57 61,24±7,42*** 59,65±9,72*** 64,44±10,46*** 

Chaque valeur représente la moyenne des paramètres biochimiques sériques ± ESM, n = 8. **P<0,01, 

***P<0,001 : différence significative à 1% et 1‰ par rapport au témoin entraîné (ANOVA suivie du test de 

comparaison multiple de Dunnett). 
 

III.1.2.2.6-Glycogène hépatique et musculaire 

Les quantités de glycogène hépatique et musculaire dans les différents groupes de rats sont 

présentées dans le tableau XXIII. L’analyse des résultats de ce tableau a montré une augmentation 

significative (p<0,05 et p<0,001) de la quantité de glycogène musculaire dans tous les lots tests en 

comparaison au groupe témoin. Pour ce qui est de la quantité de glycogène hépatique, elle n’a 

augmenté de façon significative que dans les groupes M. oleifera 200 et M. oleifera 400mg/kg 

(p<0,001). Les quantités maximales de glycogène hépatiques (42,09±7,61 mg/g) et musculaire 

(5,05±1,28 mg/g) ont été observées à la dose de 200 mg/kg.  

 
 

Tableau XXIII : Quantités de glycogène hépatique et musculaire des rats soumis à une activité 

physique chronique  

Groupes  Glycogène (mg/g) 

 Foie  Muscle 

Témoin normal  41,73±5,27*** 6,91±1,83*** 

Témoin entraîné  23,89±4,34 2,06±0,77 

M. oleifera (100 mg/kg) 30,35±4,44 3,77±1,33* 

M. oleifera (200 mg/kg) 42,09±7,61*** 5,05±1,28*** 

M. oleifera (400 mg/kg) 38,78±7,56*** 4,62±1,05*** 

Chaque valeur représente la moyenne des réserves glycogéniques ± ESM, n = 8. *P<0,05, ***P<0,001 : 

différence significative à 5% et 1‰ par rapport au témoin entraîné (ANOVA suivie du test de comparaison 

multiple de Dunnett). 
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III.1.2.7-Paramètres du stress oxydant  

Les résultats des paramètres du stress oxydant chez les rats au niveau hépatiques et 

musculaires sont présentés dans le tableau XXIV. Il ressort de l’analyse de ces résultats que la SOD 

et la CAT hépatique du groupe M. oleifera 100mg/kg n’ont pas connu d’augmentation significative 

(p>0,05) en comparaison au groupe témoin entraîné. Ils ont significativement augmenté (p<0,05 et 

p<0,01) chez les rats des groupes M. oleifera 200mg/kg, M. oleifera 400mg/kg et témoin normal 

aussi bien au niveau hépatique que musculaire en comparaison au témoin entraîné. Le GSH quant à 

lui a connu une augmentation significative dans tous les groupes tests aussi bien au niveau hépatique 

que musculaire (p<0,05-p<0,001). A l’exception du lot M. oleifera 100 mg/kg dans lequel le MDA 

hépatique n’a pas diminué de manière significative (p>0,05), tous les autres lots tests (M. oleifera 

200mg/kg et M. oleifera 400mg/kg) ont montré une diminution significative de ce paramètre aussi 

bien au niveau hépatique que musculaire (p<0,01-p<0,001).    

Tableau XXIV: Paramètres du stress oxydant au niveau hépatique et musculaire chez les rats 

soumis à l’activité physique chronique  

Parameters 

du stress oxidant 

Témoin  

normal 

Témoin 

entraîné 

M. oleifera 

(100 mg/kg) 

M. oleifera 

(200 mg/kg) 

M. oleifera  

(400 mg/kg) 

PARAMETRES HEPATIQUES 

SOD (U/mg de protéine) 12,26±1,83*** 29,90±2,65 33,05±2,51 33,84±3,52* 34,10±3,71* 

MDA (µmol/g) 6,07±1,04*** 47,00±7,76 39,13±5,55 33,80±7,58** 33,60±6,17** 

CAT (U/mg de protéine) 10,31±1,62*** 21,40±2,43 23,89±1,71 25,53±1,87** 24,63±2,71* 

GSH (µmol/mg de protéine) 1,48±0,34 2,40±0,50 4,35±1,06*** 4,82±1,55*** 5,69±0,62*** 

PARAMETRES MUSCULAIRES 

SOD (U/mg de protéine) 3,39±0,37*** 5,85±0,89 7,25±0,86* 7,60±1,23** 7,42±0,95* 

MDA (µmol/g) 4,72±1,02*** 30,08±5,05 22,34±3,21** 18,92±3,52*** 22,03±4,47** 

CAT (U/mg de protéine) 0,13±0,02*** 0,25±0,03 0,29±0,02* 0,30±0,02** 0,29±0,03** 

GSH (µmol/mg de protéine) 0,38±0,07 0,82±0,40 2,90±1,17*** 2,39±1,65* 3,71±0,87*** 

Chaque valeur représente la moyenne des paramètres du stress oxydant ± ESM, n = 8. *P˂0,05, **P<0,01, 

***P<0,001 : différence significative à 5%, 1% et 1‰ par rapport au témoin entraîné (ANOVA suivie du  

test de comparaison multiple de Dunnett). 
 

 

III.1.2.8-Paramètres hématologiques 

Les résultats des paramètres hématologiques des rats soumis à l’activité physique chronique 

sont présentés dans le tableau XXV. Les données de ce tableau montrent une augmentation 

significative du taux d’hémoglobine, du pourcentage de lymphocyte, des globules blancs et des 

globules rouges dans les lots M. oleifera 200mg/kg et 400mg/kg en comparaison au témoin entraîné 

(p<0,05-p<0,001). Le pourcentage de granulocyte des rats du lot M. oleifera 200mg/kg a connu une 

baisse significative en comparaison au témoin entraîné (p<0,05). 
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Tableau XXV: Paramètres hématologiques des rats soumis à l’activité physique chronique 

Paramètres  

hématologiques 

Témoin normal  Témoin 

entraîné 

M. oleifera 

(100 mg/kg) 

M. oleifera 

(200 mg/kg) 

M. oleifera  

(400 mg/kg) 

Globules Blanc  

(×103/mm3) 

9,43±2,15* 7,04±1,73 7,70±2,02 9,94±0,92** 9,72±1,34* 

Lymphocytes  

(×103/mm3) 

5,79±0,99*** 1,76±0,60 2,46±0,96 4,42±1,21*** 3,88±1,16*** 

Monocytes  

(×103/mm3) 

0 ,91±0,31 0,88±0,22 0,87±0,23 0,90±0,22 0,94±0,30 

Granulocytes 

 (×103/mm3) 

3,94±1,09 4,40±1,47 4,37±1,31 4,71±1,47 5,03±0,76 

%Lymphocytes  (%) 54,31±11,36*** 25,34±7,42 31,36±8,53 45,03±13,90** 39,19±7,20* 

%Monocytes (%) 8,57±2,06* 13,20±5,38 11,60±2,68 9,13±2,33 9,85±3,46 

%Granulocytes  (%) 37,12±4,37*** 61,46±6,91 57,03±7,97 46,75±12,25** 52,14±8,07 

Globules Rouges 

 (×106/mm3) 

4,94±0,80 5,30±0,77 5,63±0,55 6,63±0,91** 6,25±0,81 

Hématocrite  (%) 38,17±5,84 34,39±2,44 37,31±2,15 38,59±4,39 39,23±5,71 

Hémoglobine (g/dl) 12,65±1,28 12,04±1,08 13,06±0,81 13,54±0,82* 13,05±1,08 

Plaquettes (×103/mm3) 548,14±73,23 539,37±90,95 622,25±110,67 628,50±169,27 654,62±91,39 

Chaque valeur représente la moyenne des paramètres hématologiques ± ESM, n = 8. *P˂0,05, **P<0,01, 

***P<0,001 : différence significative à 5%, 1% et 1‰ par rapport au  Groupe témoin entrainé (ANOVA 

suivie du test de comparaison multiple de Dunnett). 

 

III.1.3-Effets antistress de l’extrait de M. oleifera 

III.1.3.1-Effets de l’extrait aqueux des feuilles de M. oleifera sur le stress aigu 

III.1.3.1.1-Prises alimentaire et hydrique 

La prise alimentaire et hydrique des rats soumis au stress aigu est présentée dans le tableau 

XXVI. L’analyse des données de ce tableau n’a montré aucune différence significative entre les 

différents lots (p>0,05). L’extrait de M. oleifera n’aurait donc pas d’effet sur la prise hydrique et 

alimentaire des rats soumis au stress aigu.  

Tableau XXVI : Prises alimentaire et hydrique des rats soumis au stress aigu 

 Prise alimentaire (g/rat) Prise hydrique (ml/rat) 

Groupes  Semaine 1 Semaine 2 Semaine 1 Semaine 2 

Témoin Normal  161,76±5,52 162,78±6,24 141,88±5,42 156,31±8,22 

Témoin Stressé  164,25±6,38 164,79±9,50 139,23±7,16 162,16±6,51 

Diazépam (1mg/kg) 169,46±6,66 176,16±8,50 143,71±6,24 170,34±5,51 

M. oleifera (100 mg/kg) 166,54±4,93 169,46±6,03 147,67±6,24 163,62±7,81 

M. oleifera (200 mg/kg) 170,34±4,73 175,59±9,61 146,71±5,86 169,23±7,22 

M. oleifera (400 mg/kg) 170,34±8,14 169,46±6,35 142,34±7,50 164,79±9,50 

Chaque valeur représente la moyenne de la prise alimentaire ou hydrique ± ESM, n = 5.  
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III.1.3.1.2-Evolution pondérale  

La figure 17 présente l’évolution de la masse pondérale des rats de différents groupes. Les 

données de cette figure n’ont montré aucune différence significative de masse pondérale entre le 

groupe témoin stressé et les autres groupes expérimentaux (p>0,05). L’extrait de M. oleifera n’aurait 

donc pas d’effet sur l’évolution de la masse pondérale des rats soumis à un stress aigu.  

 

Figure 17 : Evolution de la masse pondérale des rats soumis au stress aigu 
Chaque barre représente la moyenne de la masse pondérale ± ESM, n = 5.  

  

 

III.1.3.1.3-Paramètres comportementaux : test de l’ « open Field » 

Les paramètres comportementaux (poids des fèces, temps passé au centre du dispositif, 

nombre de Crossing, Grooming et Rearing) en fonction des différents groupes sont présentés dans 

le tableau XXVII. L’analyse des données de ce tableau montre que le poids de fèces a diminué de 

façon significative (p<0,001) dans les groupes témoin normal, Diazépam, M. oleifera 100, 200 et 

400 mg/kg, en comparaison au groupe témoin stressé. Il en est de même du temps passé au centre 

du dispositif et du nombre de « grooming » qui ont significativement diminué (p<0,001) dans les 

autres groupes (Témoin normal, Diazépam, M. oleifera 100, 200 et 400 mg/kg) en comparaison au 

groupe témoin stressé. Par contre, le nombre de « crossing » et de « rearing » ont significativement 

augmenté (p<0,05-p<0,001) aussi bien chez le témoin normal que chez le témoin positif (Diazépam) 

et les groupes test (M. oleifera 100, 200 et 400 mg/kg) en comparaison au témoin stressé. L’extrait 

de M. oleifera modifierait de manière dose-dépendante le comportement des rats soumis au stress 

aigu. 
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Tableau XXVII : Paramètres comportementaux des rats soumis au stress aigu 

Paramètres 

 comportementaux 

Poids des 

fèces (g) 

TPC (sec) Crossing Grooming Rearing 

Témoin Normal  0,24±0,05*** 3,36±0,97*** 47,36±6,14*** 1,54±0,96*** 20,38±4,52*** 

Témoin Stressé  0,92±0,11 13,80±1,92 14,44±5,73 6,60±1,52 5,21±1,30 

Diazépam (1mg/kg) 0,23±0,06*** 3,24±0,71*** 44,80±5,80*** 1,60±0,89*** 10,40±1,14** 

M. oleifera (100 mg/kg) 0,29±0,06*** 5,31±1,30*** 23,40±5,94 3,03±0,70*** 6,82±1,09 

M. oleifera (200 mg/kg) 0,22±0,07*** 4,60±0,88*** 31,40±5,81*** 2,11±1,14*** 9,20±1,30* 

M. oleifera (400 mg/kg) 0,36±0,09*** 4,12±1,19*** 35,32±4,61*** 1,69±0,55*** 8,81±1,92 

Chaque valeur représente la moyenne des paramètres comportementaux ± ESM, n = 5. *P˂0,05, **P<0,01, 

***P<0,001 : différence significative à 5%, 1% et 1‰ par rapport au Témoin stressé (ANOVA suivie du  test 

de comparaison multiple de Dunnett). TPC= Temps Passé au Centre du dispositif.  
 

III.1.3.1.4-Poids des organes 

Les poids relatif des organes de différents groupes de rats sont présentés dans le tableau 

XXVIII. L’analyse des données de ce tableau n’a montré aucune différence significative entre le 

poids relatif des organes des rats du groupe témoin stressé et celui des groupes témoin normal, 

témoin positif (Diazépam) et M. oleifera 100, 200 et 400 mg/kg (p>0,05). 

  

Tableau XXVIII: Poids relatifs des organes des rats soumis au stress aigu  

Organes Témoin 

Normal 

Témoin 

Stressé 

Diazépam 

 (1mg/kg) 

M. oleifera 

(100 mg/kg) 

M. oleifera 

(200 mg/kg) 

M.  oleifera  

(400 mg/kg) 

Foie 
 

3,61±0,24 3,53±0,22 3,74±0,33 3,74±0,19 3,47±0,25 3,33±0,22 

Poumons 0,69±0,16 0,71±0,10 0,77±0,13 0,96±0,17 0,65±0,26 0,87±0,09 

Cœur 0,30±0,04 0,27±0,03 0,29±0,04 0,32±0,03 0,27±0,03 0,31±0,04 

Reins 0,28±0,04 0,27±0,03 0,29±0,02 0,29±0,02 0,26±0,01 0,31±0,05 

Testicules 0,52±0,11 0,51±0,13 0,58±0,13 0,50±0,07 0,64±0,18 0,56±0,08 

Rate 0,25±0,06 0,23±0,07 0,24±0,08 0,36±0,04 0,24±0,16 0,34±0,10 

Estomac 0,97±0,32 0,98±0,29 0,99±0,41 1,01±0,51 0,97±0,45 0,85±0,28 

Cerveau 0,84±0,10 0,71±0,07 0,92±0,23 0,89±0,10 0,92±0,11 0,91±0,06 

Chaque valeur représente la moyenne du poids relatif des organes ± ESM, n = 5.  

 

III.1.3.1.5-Score des ulcères  

Le score des ulcères des rats de différents lots soumis au stress aigu est présenté dans le 

tableau XXIX. Les données de ce tableau montrent que l’extrait de M. oleifera aux doses 100, 200 

et 400 mg/kg a réduit l’indice d’ulcère de manière dose-dépendante et de façon significative 

(p<0,001) avec des valeurs d’IU respectives de 6,2±1,30, 4,8±1,48 et 4,6±1,14 par rapport au témoin 

stressé (9,8±0,45), avec des pourcentages d’inhibition de 36,73, 51,02 et 53,06 respectivement pour 
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les groupes M. oleifera 100, 200 et 400 mg/kg. La production du mucus a connu une augmentation 

dose-dépendante significative (p<0,001) chez les lots M. oleifera 200 et 400 mg/kg par rapport au 

témoin stressé. 

Tableau XXIX: Score des ulcères des rats de différents lots soumis au stress aigu  

Score des ulcères  Surface 

Ulcérée 

%SU Indice 

d'Ulcère 

%I Poids du 

mucus (mg) 

Témoin Normal  - - - - 270,57±5,33 

Témoin Stressé  48±10,52 7,11±1,56 9,8±0,45 - 257,46±4,57 

Diazépam (1mg/kg) 6,7±4,09*** 1,05±0,23*** 3,4±1,14*** 65,31 266,58±7,41* 

M. oleifera (100 mg/kg) 18,3±6,96*** 2,71±1,03*** 6,2±1,30*** 36,73 259,65±3,08 

M. oleifera (200 mg/kg) 11,7±7,02*** 1,73±1,04*** 4,8±1,48*** 51,02 278,02±4,72*** 

M. oleifera (400 mg/kg) 10,5±5,69*** 1,56±0,84*** 4,6±1,14*** 53,06 284,31±5,88*** 

Les valeurs représentent les moyennes du score des ulcères ± ESM, n=5. *P˂0,05, ***P<0,001 : différence 

significative à 5% et 1‰ par rapport au Témoin stressé (ANOVA suivie du test de comparaison multiple de 

Dunnett). % SU = pourcentage de la surface ulcérée; % I = pourcentage d’inhibition. 
 

Les photographies des lésions gastriques des rats de différents lots sont présentées sur la 

figure 18. Le plus grand niveau d’ulcération est observé chez le témoin stressé (photo B), avec un 

pourcentage de surface ulcéré de 7,11±1,56%. Ce pourcentage baisse progressivement et de manière 

dose dépendante chez les lots ayant consommé l’extrait. Le plus petit niveau d’ulcération est observé 

chez les rats traités avec la plus grande dose de l’extrait (Photo F), avec un pourcentage de la surface 

ulcérée de 1,56±0,84 %.    

III.1.3.1.6-Paramètres du stress oxydant  

Les résultats des paramètres du stress oxydant des rats de différents lots soumis au stress 

aigu sont présentés dans le tableau XXX. Il ressort de l’analyse des données de ce tableau, que 

l’activité de la SOD, la CAT et le MDA ont augmenté de manière significative chez les rats du 

groupe témoin stressé en comparaison aux rats du groupe témoin normal (p<0,01-p<0,001). Par 

contre, une baisse significative du GSH chez les rats du groupe témoin stressé en comparaison aux 

rats du groupe témoin normal a été observée (p<0,01). Chez les rats ayant consommé l’extrait, 

l’activité de la SOD, le GSH et la CAT ont augmenté de manière significative dans tous les lots en 

comparaison aux rats du groupe témoin stressé (p<0,001). L’augmentation de l’activité de la SOD 

et de la CAT dans ces lots est dose dépendante. Le MDA a, quant à lui, connu une baisse 

significative chez les rats ayant consommé l’extrait à différente dose, en comparaison au témoin 

stressé (p<0,001).    
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Figure 18 : Photos des estomacs des différents lots après induction du stress aigu 

(A): Témoin Normal ; (B): Témoin stressé ; (C): Diazépam (1 mg/kg) ; (D): 100 mg/kg d’extrait 

aqueux des feuilles de M. oleifera; (E): 200 mg/kg d’extrait aqueux des feuilles de M. oleifera; (F); 

400 mg/kg d’extrait aqueux des feuilles de M. oleifera.      : Indications des lésions gastriques. 

 

Tableau XXX : Paramètres du stress oxydant des rats soumis au stress aigu  

Paramètres du  

stress oxydant   

SOD  

(U/mg protéine) 

GSH (µmol/mg  

de protéine) 
CAT  

(U/mg protéine) 
MDA 

(µmol/cm/g) 

Témoin Normal  8,26±1,12** 3,20±0,41** 4,17±0,31** 7,20±1,48*** 

Témoin Stressé  11,53±0,77 1,64±0,11 5,83±0,54 30,08±3,05 

Diazépam (1mg/kg) 25,49±1,08*** 4,42±0,85*** 13,77±1,05*** 13,89±2,11*** 

M. oleifera (100 mg/kg) 18,64±2,16*** 5,06±1,00*** 7,91±0,57*** 13,70±1,96*** 

M. oleifera (200 mg/kg) 20,37±1,17*** 3,81±0,32*** 9,64±0,83*** 16,86±1,35*** 

M. oleifera (400 mg/kg) 24,50±0,94*** 4,51±0,61*** 11,46±1,02*** 15,92±1,09*** 

Chaque valeur représente la moyenne des paramètres du stress oxydant ± ESM, n = 5. **P<0,01, 

***P<0,001 : différence significative à 1% et 1‰ par rapport au Témoin stressé (ANOVA suivie du test de 

comparaison multiple de Dunnett). 
  

 

III.1.3.1.7-Paramètres biochimiques sériques 
 

 

Le tableau XXXI présente le résultat des paramètres biochimiques sériques (glucose, urée 

et triglycérides) des rats qui ont été soumis au stress aigu. Des analyses de ce tableau, il ressort que 

le glucose, l’urée et les triglycérides sériques ont baissé de manière significative dans tous les lots 

A B C 
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(témoin normal, Diazépam, M. oleifera 100, 200 et 400 mg/kg) en comparaison aux rats du lot 

témoin stressé (p<0,001). Les baisses du taux de glucose et des triglycérides sériques sont plus 

importantes à la dose de 400 mg/kg (dont les valeurs respectives sont de 85,55±6,74mg/dl pour le 

glucose et de 55,78±6,93mg/dl pour les triglycérides), tandis que la baisse du taux d’urée sérique 

est plus importante à la dose de 200 mg/kg (18,93±3,81 mg/dl). 

 

Tableau XXXI: Paramètres biochimiques sériques des rats soumis au stress aigu  

Paramètres biochimiques sériques   Glucose (mg/dl) Urée (mg/dl) Triglycerides (mg/dl) 

Témoin Normal  76.61±5.42*** 14.63±3.11*** 52.84±7.12*** 

Témoin Stressé  142.26±11.34 43.39±7.22 137.94±13.57 

Diazépam (1mg/kg) 82.06±9.31*** 17.57±4.72*** 51.13±6.04*** 

M. oleifera (100 mg/kg) 112.71±13.51*** 22.48±5.66*** 77.08±7.31*** 

M. oleifera (200 mg/kg) 91.88±8.66*** 18.93±3.81*** 80.44±8.65*** 

M. oleifera (400 mg/kg) 85.55±6.74*** 19.02±6.10*** 55.78±6.93*** 

Chaque valeur représente la moyenne des paramètres biochimiques sériques ± ESM, n = 5. ***P<0,001 : 

différence significative à 1‰ par rapport au Témoin stressé (ANOVA suivie du  test de comparaison multiple 

de Dunnett). 
 

III.1.3.2-Effet de l’extrait aqueux des feuilles de M. oleifera sur le stress chronique  

III.1.3.2.1-Prise alimentaire et hydrique 

La prise alimentaire et hydrique des rats soumis au stress chronique pendant deux semaines 

est présenté dans le tableau XXXII. L’analyse des données de ce tableau n’a montré aucune 

différence significative des prises alimentaires et hydrique entre les différents lots tout au long de 

l’expérimentation (p>0,05).  

Tableau XXXII: Prises alimentaire et hydrique des rats soumis au stress chronique 

 Prise alimentaire (g/rat) Prise hydrique (ml/rat) 

Groupes  Semaine 1 Semaine 2 Semaine 1 Semaine 2 

Témoin Normal  161,76±8,02 162,78±8,74 141,88±7,92 156,31±10,72 

Témoin Stressé  154,25±9,18 156,62±10,44 144,67±10,00 152,41±10,14 

Diazépam (1mg/kg) 163,89±4,81 169,03±6,86 150,59±6,86 155,87±6,50 

M. oleifera (100 mg/kg) 156,91±6,29 166,63±9,56 140,32±9,31 152,25±12,14 

M. oleifera (200 mg/kg) 166,84±8,01 169,85±8,74 142,04±10,58 156,98±10,00 

M. oleifera (400 mg/kg) 168,45±11,40 176,01±5,96 156,77±13,19 160,13±13,54 

Chaque valeur représente la moyenne des prises alimentaire ou hydrique ± ESM, n = 5.  
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III.1.3.2.2-Evolution pondérale  

La figure 19 présente l’évolution de la masse pondérale des rats de différents groupes soumis 

au stress chronique. Les données de cette figure n’ont montré aucune différence significative de 

masse pondérale entre le groupe témoin stressé et les autres groupes expérimentaux (p>0,05). 

L’extrait de M. oleifera n’aurait donc pas d’effet sur l’évolution de la masse pondérale des rats 

soumis au stress chronique.  

 

Figure 19 : Evolution de la masse pondérale des rats soumis au stress chronique  

Chaque barre représente la moyenne de la masse pondérale ± ESM, n = 5. 

 

III.1.3.2.3-Paramètres comportementaux : test de l’arène ouverte (Open Field)  

Les paramètres comportementaux (poids des fèces, temps passé au centre du dispositif, 

nombre de « crossing », « grooming » et « rearing ») en fonction des différents groupes sont 

présentés dans le tableau XXXIII. L’analyse des données de ce tableau montre que le poids de fèces 

a diminué de façon significative (p<0,01-p<0,001) dans les groupes témoin normal, Diazépam, M. 

oleifera 100, 200 et 400 mg/kg, en comparaison au groupe témoin stressé. Il en est de même du 

temps passé au centre du dispositif qui a significativement diminué (p<0,001) dans les autres 

groupes (Témoin normal, Diazépam, M. oleifera 100, 200 et 400 mg/kg) en comparaison au groupe 

témoin stressé. Le nombre de « grooming » n’a augmenté de manière significative que dans le 

groupe témoin normal en comparaison au témoin stressé (p<0,01). Le nombre de « crossing » et de 

« rearing » ont significativement augmenté (p<0,05-p<0,001) aussi bien chez le témoin normal que 

chez le témoin positif (Diazépam) et les groupes test (M. oleifera 100, 200 et 400 mg/kg) en 

comparaison au témoin stressé. L’augmentation du nombre de « crossing » et du nombre de 

« rearing », ainsi que la baisse du poids des fèces et du temps passé au centre du dispositif chez les 

rats ayant consommé l’extrait sont dose dépendante.  
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Tableau XXXIII : Paramètres comportementaux des rats soumis au stress chronique  

Paramètres 

 comportementaux 

Poids des 

fèces (g) 

TPC (sec) Crossing Grooming Rearing 

Témoin Normal  0,24±0,05*** 3,36±0,97*** 47,36±6,14*** 1,54±0,96** 20,38±4,52*** 

Témoin Stressé  0,48±0,11 11,60±3,36 19,00±7,97 4,05±1,58 6,20±2,17 

Diazépam (1mg/kg) 0,27±0,06*** 3,85±1,64*** 33,28±4,38** 2,15±1,0 15,40±1,34*** 

M. oleifera (100 mg/kg) 0,31±0,06** 5,84±1,64*** 24,60±7,24 3,22±1,21 14,80±1,48*** 

M. oleifera (200 mg/kg) 0,24±0,07*** 4,32±2,17*** 30,46±5,76* 3,12±0,89 17,40±1,14*** 

M. oleifera (400 mg/kg) 0,26±0,09*** 4,66±1,14*** 37,44±6,27*** 2,83±1,02 19,80±1,92*** 

Chaque valeur représente la moyenne des paramètres comportementaux ± ESM, n = 5. *P˂0,05, **P<0,01, 

***P<0,001 : différence significative à 5%, 1% et 1‰ par rapport au Témoin stressé (ANOVA suivie du  test 

de comparaison multiple de Dunnett). TPC= Temps Passé au Centre du dispositif.  
 

III.1.3.2.4-Poids des organes 

Les poids relatif des organes de différents groupes de rats sont présentés dans le tableau 

XXXIV. L’analyse des données de ce tableau n’a montré aucune différence significative entre le 

poids relatif des organes des rats du groupe témoin stressé et celui des groupes témoin normal et 

témoin positif (Diazépam) (p>0,05). Une augmentation significative du poids relatif du cerveau 

dans les groupes M. oleifera 100, 200 et 400 mg/kg en comparaison au témoin stressé a été observé 

(p<0,05). 
 

Tableau XXXIV: Poids relatifs des organes des rats soumis au stress chronique 

Organes Témoin 

Normal 

Témoin 

Stressé 

Diazépam 

 (1mg/kg) 

M. oleifera 

(100 mg/kg) 

M. oleifera 

(200 mg/kg) 

M.  oleifera  

(400 mg/kg) 

Foie 
 

3,61±0,24 3,20±0,41 3,52±0,42 3,19±0,24 3,12±0,21 3,28±0,25 

Poumons 0,69±0,16 0,69±0,10 0,86±0,25 0,91±0,31 1,03±0,36 0,84±0,15 

Cœur 0,30±0,04 0,28±0,03 0,29±0,04 0,32±0,02 0,32±0,05 0,33±0,04 

Reins 0,28±0,04 0,26±0,06 0,33±0,03 0,28±0,03 0,29±0,06 0,30±0,07 

Testicules 0,52±0,11 0,55±0,08 0,60±0,06 0,59±0,06 0,68±0,13 0,65±0,08 

Rate 0,25±0,06 0,24±0,04 0,29±0,11 0,30±0,11 0,32±0,17 0,31±0,09 

Estomac 0,97±0,32 0,86±0,24 0,81±0,18 0,87±0,09 0,83±0,16 0,78±0,16 

Cerveau 0,84±0,10 0,67±0,04 0,82±0,08 0,91±0,17* 0,93±0,22* 0,94±0,09* 

Chaque valeur représente la moyenne du poids relatif des organes ± ESM, n = 5. *P˂0,05 : différence 

significative à 5% par rapport au Témoin stressé (ANOVA suivie du test de comparaison multiple de 

Dunnett). 
 

III.1.3.2.5-Score des ulcères  

Le score des ulcères des rats de différents lots soumis au stress chronique est présenté dans 

le tableau XXXV. Les données de ce tableau montrent que l’extrait de M. oleifera aux doses 100, 
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200 et 400 mg/kg a réduit l’indice d’ulcère de façon significative (p<0,001) avec des valeurs d’IU 

respectives de 4,80± 0,84, 4,83± 0,84 et 4,62± 0,55 par rapport au témoin stressé (9,80±0,45). Les 

pourcentages d’inhibition sont de 51,02, 51,02 et 53,06 respectivement pour les groupes M. oleifera 

100, 200 et 400 mg/kg. La production du mucus a connu une augmentation dose-dépendante et 

significative (p<0,001) chez les lots M. oleifera 200 et 400 mg/kg par rapport au témoin stressé. 
 

Tableau XXXV: Score des ulcères des rats soumis au stress chronique 

Score des ulcères  Surface 

Ulcérée 

%SU Indice 

d'Ulcère 

% I Poids du 

mucus (g) 

Témoin Normal  - - - - 270,57±5,33 

Témoin Stressé  50,60±12,22 7,50±1,81 9,80±0,45 - 237,46±4,57 

Diazépam (1mg/kg) 7,00± 3,24*** 1,04± 0,48*** 3,60±0,55± *** 63,26 264,33±8,67*** 

M. oleifera (100 mg/kg) 11,91±5,22*** 1,76± 0,77*** 4,80±0,84*** 51,02 245,96±6,41 

M. oleifera (200 mg/kg) 11,50± 4,36*** 1,70± 0,65*** 4,83±0,84*** 51,02 276,87±7,95*** 

M. oleifera (400 mg/kg) 10,92± 2,61*** 1,61± 0,39*** 4,62±0,55*** 53,06 278,63±5,64*** 

Chaque valeur représente la moyenne du score des ulcères ± ESM, n=5. ***P<0,001 : différence significative 

à 1‰ par rapport au Témoin stressé (ANOVA suivie du  test de comparaison multiple de Dunnett). 
 

Les photographies des lésions gastriques des rats de différents lots sont présentées sur la 

figure 20. Le plus grand niveau d’ulcération est observé chez le témoin stressé (photo B), avec un 

pourcentage de surface ulcéré de 7,50±1,81%. Ce pourcentage baisse progressivement et de manière 

dose dépendante chez les lots ayant consommé l’extrait. Le plus petit niveau d’ulcération est observé 

chez les rats traités avec la plus grande dose de l’extrait (Photo F), avec un pourcentage de la surface 

ulcérée de 1, 61± 0,39%.   

III.1.3.2.6-Paramètres du stress oxydant  

Les résultats des paramètres du stress oxydant des rats de différents lots soumis au stress 

chronique sont présentés dans le tableau XXXVI. Il ressort de l’analyse des données de ce tableau, 

que l’activité du GSH a abaissé de manière significative chez les rats du groupe témoin stressé en 

comparaison aux rats du groupe témoin normal (p<0,05). Par contre, une augmentation significative 

du MDA chez les rats du groupe témoin stressé en comparaison aux rats du groupe témoin normal 

a  été observée (p<0,01). Chez les rats ayant consommé le Diazépam et l’extrait, l’activité de la 

SOD, le GSH et la CAT ont augmenté de manière significative dans tous les lots en comparaison 

aux rats du groupe témoin stressé (p<0,001). L’augmentation de l’activité de la GSH chez les rats 

ayant consommé l’extrait est dose dépendante. Le MDA a, quant à lui, connu une baisse significative 

et dose dépendante chez les rats ayant consommé l’extrait, en comparaison au témoin stressé 

(p<0,001).    
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Figure 20 : Photos des estomacs des différents lots après induction du stress chronique 

(A): Témoin Normal ; (B): Témoin stressé ; (C): Diazépam (1 mg/kg) ; (D): 100 mg/kg d’extrait 

aqueux des feuilles de M. oleifera; (E): 200 mg/kg d’extrait aqueux des feuilles de M. oleifera; (F); 

400 mg/kg d’extrait aqueux des feuilles de M. oleifera.      : Indications des lésions gastriques. 
 

Tableau XXXVI : Paramètres du stress oxydant des rats soumis au stress chronique 

Paramètres du  

stress oxydant   

SOD  

(U/mg protéine) 

GSH (µmol/mg  

de protéine) 

CAT  

(U/mg protéine) 

MDA 

(µmol/cm/g) 

Témoin Normal  8,26±1,12 3,20±0,41* 4,17±0,31 7,20±1,48*** 

Témoin Stressé  10,44±0,58 2,32±0,16 4,33±0,19 27,55±4,16 

Diazépam (1mg/kg) 22,03±2,15*** 4,81±0,67*** 10,22±0,97*** 11,47±1,91*** 

M. oleifera (100 mg/kg) 18,21±1,69*** 3,71±0,46*** 6,43±0,81*** 11,03±0,98*** 

M. oleifera (200 mg/kg) 21,71±1,87*** 3,94±0,30*** 10,44±0,72*** 12,14±1,04*** 

M. oleifera (400 mg/kg) 20,10±1,13*** 4,18±0,59*** 10,11±0,88*** 10,17±0,73*** 

Chaque valeur représente la moyenne des paramètres du stress oxydant ± ESM, n = 5. *P˂0,05, ***P<0,001 : 

différence significative à 5%,  et 1‰ par rapport au Témoin stressé (ANOVA suivie du  test de comparaison 

multiple de Dunnett). 

 

III.1.3.2.7-Paramètres biochimiques sériques 
 

Le tableau XXXVII présente le résultat des paramètres biochimiques sériques (glucose, urée 

et triglycérides) des rats qui ont été soumis au stress chronique. Des analyses de ce tableau, il ressort 

que le glucose, l’urée et les triglycérides sériques ont baissé de manière significative dans tous les 

lots (témoin normal, Diazépam, M. oleifera 100, 200 et 400 mg/kg) en comparaison aux rats du lot 

témoin stressé (p<0,001). Les baisses du taux de glucose et de l’urée sériques sont plus importantes 
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à la dose de 400 mg/kg (79,64±7,55 mg/dl pour le glucose et 15,21±3,51 mg/dl pour l’urée), tandis 

que celle du taux des triglycérides sériques est observée à 100 mg/kg (59,43±6,19 mg/dl). 

 

Tableau XXXVII: Paramètres biochimiques sériques des rats soumis au stress chronique 

Paramètres biochimiques sériques   Glucose (mg/dl) Urée (mg/dl) Triglycerides (mg/dl) 

Témoin Normal  76,61±5,42*** 14,63±3,11*** 52,84±7,12*** 

Témoin Stressé  156,37±9,74 40,90±6,17 129,34±10,47 

Diazépam (1mg/kg) 88,54±8,27*** 18,53±2,36*** 38,66±4,49*** 

M. oleifera (100 mg/kg) 93,28±7,19*** 21,82±4,62*** 59,43±6,19*** 

M. oleifera (200 mg/kg) 80,35±8,03*** 18,01±2,71*** 64,33±7,08*** 

M. oleifera (400 mg/kg) 79,64±7,55*** 15,21±3,51*** 65,84±5,10*** 

Chaque valeur représente la moyenne des paramètres biochimiques sériques ± ESM, n = 5. ***P<0,001 : 

différence significative à 1‰ par rapport au Témoin stressé (ANOVA suivie du  test de comparaison multiple 

de Dunnett). 
 

III.1.4-Profil toxicologique de l’extrait de M. oleifera  

III.1.4.1-Toxicité aiguë 

III.1.4.1.1-Effets de l’extrait aqueux de M. oleifera sur le comportement des animaux 

Les résultats des observations effectuées sur les animaux en essai aigu sont présentés dans 

le tableau XXXVIII. Aucun changement de l’apparence physique des animaux traités à l’extrait, 

comparativement au témoin, n’a été observé durant la période d’observation. Aucune manifestation 

de tremblement, de convulsion, de diarrhée, de salivation, d’automutilation ou de marche à reculons 

n’a été observée.   

Tableau XXXVIII: Effets de l’extrait de M. oleifera sur l’aspect et le comportement des animaux 

             Temps 

 

Paramètres  

0 min - 30 min 30 min - 4 h 4 h - 48 h 2 j - 14 j 

Témoin Test Témoin Test Témoin Test Témoin Test 

Aspect des fèces  G G G G G G G G 

Aspect de la fourrure  H H N N N N N N 

Tremblements  Abs Abs Abs Abs Abs Abs Abs Abs 

Salivation  Abs Abs Abs Abs Abs Abs Abs abs 

Automutilation  Abs Abs Abs Abs Abs Abs Abs Abs 

Sensibilité au bruit  N N N N N N N N 

Normal(e) (N) ; Granuleux (G) ; Hérissés (H) ; Absent (Abs). 

 

III.1.4.1.2 Effets de l’extrait de M. oleifera sur le taux de mortalité et la DL50   

Aucun décès n’est survenu chez les animaux durant la période de 14 jours d’observation 

suivant l’administration orale d’une dose unique de l’extrait de M. oleifera à la dose de 2000 mg/kg. 

La dose létale 50 (DL 50) a été estimée supérieure à 2000 mg/kg. 
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III.1.4.1.3-Effets de l’extrait aqueux de M. oleifera sur la prise alimentaire  

La figure 21 représente la consommation alimentaire des animaux (g/animal/jour).  

L’administration d’une dose unique de 2000  mg/kg de l’extrait aqueux de M. oleifera n’a  provoqué 

aucune variation significative de la consommation alimentaire des animaux traités à l’extrait par 

rapport aux témoins (p>0,05). 

 

Figure 21 : Effets de l’extrait aqueux de M. oleifera sur l’évolution de la prise alimentaire en essai 

aigu (les barres représentent la prise alimentaire moyenne ± ESM (n=3)). 
 

III.1.4.1.4-Effets de l’extrait aqueux de M. oleifera sur la prise hydrique 

La consommation hydrique (ml/animal/jour) des animaux est représentée par la figure 22. 

L’administration d’une dose unique de 2000 mg/kg de l’extrait aqueux de M. oleifera n’a pas 

provoqué de variation significative de la consommation hydrique des animaux traités à l’extrait par 

rapport aux témoins (p>0,05). 

 

 

Figure 22 : Effets de l’extrait aqueux de M. oleifera sur la prise hydrique en essai aigu (les barres 

représentent la prise hydrique moyenne ± ESM (n=3)) 
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III.1.4.1.5-Effets de l’extrait aqueux de M. oleifera sur l’évolution de la masse 

corporelle 

L’évolution de la masse corporelle des animaux après l’administration d’une dose unique 

d’extrait aqueux de M. oleifera est représentée sur la figure 23. La courbe ne montre aucune 

variation significative du poids corporel des animaux traités comparativement aux témoins (p>0,05). 

 

 

Figure 23 : Effets de l’extrait aqueux de M. oleifera sur l'évolution de la masse corporelle en essai 

aigu (Les points représentent la masse corporelle moyenne ± ESM (n=3)) 

 

III.1.4.1.6-Effets de l’extrait aqueux de M. oleifera sur le poids relatif de quelques 

organes  

Le tableau XXXIX représente les effets de l’extrait aqueux de M. oleifera sur le poids relatif 

du foie, des poumons, du cœur, de la rate, de l’estomac, des reins, des ovaires et du cerveau. Aucune 

différence significative n’a été observée entre les poids des organes des animaux traités à l’extrait 

comparativement à ceux des témoins (p>0,05). 

 

Tableau XXXIX: Effets de l’extrait aqueux de M. oleifera sur le poids relatif des quelques 

organes en essai aigu 

Organes (g) lot test lot Témoin 

Foie 3,90±0,58 3,52±0,69 

Poumons 0,81±0,05 0,82±0,07 

Cœur 0,39±0,05 0,40±0,01 

Rate 0,35±0,08 0,34±0,06 

Estomac 0,92±0,29 0,92±0,24 

Reins 0,30±0,03 0,33±0,04 

Ovaires 0,05±0,02 0,04±0,00 

Cerveau 0,86±0,01 0,90±0,08 

Chaque valeur représente la moyenne du poids relatif des organes ± ESM, n = 3. 
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III.1.4.2-Toxicité Sub-chronique 

III.1.4.2.1-Effets de l’extrait de M. oleifera sur le comportement et la mortalité  

L’administration  prolongée  de  l’extrait  n’a  pas  entrainé  de  troubles  comportementaux  

pendant toute la durée de l’essai. Sur les 60 animaux de départ, tous ont survécu jusqu’à la fin du 

traitement. 
 

III.1.4.2.2-Effets de l’extrait aqueux de M. oleifera sur la prise hydrique  
 

Les résultats de l’évolution de la consommation hydrique (ml/animal/semaine) des animaux 

utilisés lors de la toxicité sub-chronique sont présentés dans le tableau XXXX. Il ressort de l’analyse 

de ces résultats que la prise hydrique n’a pas connu de différence significative entre les groupes 

traités à l’extrait aqueux des feuilles de M. oleifera en comparaison leurs témoins respectifs aussi 

bien chez les males que chez les femelles (p˃0,05).  

 

Tableau XXXX: Effets de l’extrait aqueux de M. oleifera sur la prise hydrique des rats  

FEMELLES (ml/animal/semaine) 

 M400  M800  M1600  Témoin  M1600 sat  Témoin sat 

S1 97,65±8,43 98,21±5,66 99,4±9,076 105,00±7,38 104,30±7,952 108,01±3,45 

S2 101,5±5,33 93,31±4,48 106,75±6,70 106,4±6,02 102,51±9,54 112,3±6,52 

S3 119,00±9,20 110,11±7,60 111,16±10,56 113,96±5,25 113,61±9,03 113,19±6,93 

S4 119,61±6,03 119,21±9,40 116,41±3,52 114,8±5,76 115,71±9,37 121,45±3,89 

S5 91,41±4,22 95,41±3,45 96,11±6,03 102,7±5,16 108,99±10,05 108,99±10,42 

S6 103,95±10,26 97,86±8,31 101,36±7,63 113,96±9,57 103,75±7,84 113,26±8,36 

S7 - - - - 116,81±8,91 122,29±7,18 

S8 - - - - 105,41±5,61 111,30±3,90 

MALES (ml/animal/semaine) 

 M400  M800  M1600  Témoin  M1600 sat  Témoin sat 

S1 122,99±8,11 116,90±6,46 118,3±7,21 111,09±4,21 112,5±9,26 122,71±9,98 

S2 111,51±10,48 119,2±6,02 121,51±4,59 124,25±6,73 113,6±4,54 116,75±6,63 

S3 112,95±4,24 117,21±5,37 109,00±8,81 117,15±4,87 108,01±7,46 113,61±5,49 

S4 102,41±8,21 97,01±4,72 101,00±7,33 105,91±9,40 107,31±5,48 110,81±5,58 

S5 108,91±5,40 107,85±8,94 112,96±8,98 120,66±4,21 110,95±3,60 111,59±8,55 

S6 126,60±5,76 111,01±9,73 123,10±5,11 121,31±5,42 113,59±7,18 118,56±4,96 

S7 - - - - 117,46±5,68 116,69±5,87 

S8 - - - - 129,99±8,93 134,06±7,74 

Chaque valeur représente la prise hydrique moyenne ± ESM, n= 5. M400= lot traité à la dose de 400 mg/kg 

; M800= lot traité à la dose de 800 mg/kg ; M1600= lot traité à la dose de 1600 mg/kg ; Témoin sat = lot 

témoin satellite ; M1600 sat= lot satellite traité à l’extrait à la dose de 1600 mg/kg. 
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III.1.4.2.3-Effets de l’extrait aqueux de M. oleifera sur la  prise alimentaire  

Le tableau XXXXI représente l’évolution de la consommation alimentaire 

(g/animal/semaine) des animaux  utilisés lors de l’expérimentation. Chez les rats femelles et mâles, 

la prise alimentaire des animaux traités à l’extrait aqueux de M. oleifera n’a pas varié de façon 

significative comparativement aux témoins et ce tout au long de l’expérimentation (p˃0,05). 

 

Tableau XXXXI: Effets de l’extrait aqueux de M. oleifera sur la prise alimentaire 
 

 

Chaque valeur représente la prise hydrique moyenne ± ESM, n= 5. M400= lot traité à la dose de 400 mg/kg 

; M800= lot traité à la dose de 800 mg/kg ; M1600= lot traité à la dose de 1600 mg/kg ; Témoin sat = lot 

témoin satellite ; M1600 sat= lot satellite traité à l’extrait à la dose de 1600 mg/kg. 

 

III.1.4.2.4-Effets de l’extrait aqueux de M. oleifera sur l’évolution de la masse corporelle 

 

Les  figures 24 et 25 représentent  l’évolution de la masse corporelle des animaux mâles et 

femelles utilisés lors de l’expérimentation. Aucune différence significative dans la variation de la 

masse corporelle chez les mâles et les femelles traités à l’extrait comparativement à leurs témoins 

respectifs n’a été observée (p˃0,05).  

FEMELLES (g/animal/semaine) 

 M400  M800  M1600  Témoin  M1600 sat  Témoin sat 

S1 129,81±4,89 132,91±8,99 142,1±5,45 140,29±10,01 140,49±4,57 139,3±6,75 

S2 130,06±4,023 139,01±4,09 142,66±7,17 134,66±4,65 138,10±5,91 137,20±5,77 

S3 145,60±6,10 136,36±5,75 145,61±5,18 141,70±5,09 141,96±7,49 146,30±5,29 

S4 144,69±3,54 147,70±5,28 150,50±4,20 150,65±8,65 155,40±8,36 157,21±7,91 

S5 154,60±6,28 155,36±6,69 154,91±5,59 163,01±5,21 157,36±4,86 158,56±5,87 

S6 159,80±5,08 158,55±10,15 159,95±8,98 171,06±7,53 171,36±6,07 176,05±8,16 

S7 - - - - 182,00± 7,86 173,59±5,43 

S8 - - - - 178,71±7,87 171,50±9,17 

MALES (g/animal/semaine) 

 M400  M800  M1600  Témoin  M1600 sat  Témoin sat 

S1 135,80±5,55 134,40±6,42 140,21±6,86 128,10±7,88 137,69±4,79 132,30±5,09 

S2 123,76±3,59 127,26±5,07 127,96±5,38 134,26±5,65 129,85±5,17 127,61±4,32 

S3 152,25±6,30 149,05±5,63 145,81±3,89 144,61±7,96 144,71±7,95 141,51±7,27 

S4 146,30±6,02 147,00±6,75 147,91±4,53 151,41±5,40 154,21±7,06 146,51±4,77 

S5 151,20±8,61 149,59±7,08 147,49±9,13 145,39±7,34 152,11±7,62 150,71±6,53 

S6 145,81±6,24 135,31±7,90 137,20±7,33 138,39±4,83 145,40±8,98 150,16±8,12 

S7 - - - - 194,39±5,59 194,60±7,20 

S8 - - - - 229,60±7,53 232,26±3,36 
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III.1.4.2.5-Effets de l’extrait aqueux de M. oleifera sur le poids relatif de quelques 

organes  

Les résultats des effets de l’extrait aqueux des feuilles de M. oleifera sur le poids relatif de 

quelques organes sont présentés dans le tableau XXXXII. Chez les mâles tout comme chez les 

femelles, aucune différence significative n’a été notée dans la variation des poids relatifs des organes 

des animaux traités comparativement à leurs témoins respectifs (p˃0,05). 
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Figure 24 : Effets de l’extrait aqueux de M. oleifera sur l’évolution de la

masse corporelle des rats femelles en essai sub-chronique (Les points

représentent les masses corporelles moyennnes ± ESM, n=5)
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Figure 25 : Effets de l’extrait aqueux de M. oleifera sur l'évolution de la

masse corporelle des rats mâles en essai sub-chronique (Les points

représentent les masses corporelles moyennes ± ESM, n=5)
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Tableau XXXXII: Effets de l’extrait aqueux de M. oleifera sur le poids relatif de quelques 

organes chez les mâles et femelles en essai sub-chronique 

FEMELLES (poids relatif en % de la masse corporelle) 

Organes  M400 M800 M1600 Témoin  M1600 Sat Témoin Sat 

Foie 3,03±0,92 3,02±0,38 2,97±0,24 2,67±0,60 2,84±0,46 3,10±0,14 

Poumons 0,96±0,34 0,96±0,19 0,86±0,31 0,98±0,33 0,70±0,11 0,71±0,11 

Cœur 0,29±0,04 0,32±0,05 0,31±0,03 0,29±0,03 0,27±0,03 0,30±0,02 

Ovaires 0,05±0,03 0,03±0,01 0,05±0,01 0,04±0,01 0,04±0,02 0,04±0,01 

Rate 0,27±0,04 0,23±0,06 0,21±0,05 0,19±0,04 0,19±0,03 0,25±0,06 

Estomac 0,91±0,11 1,00±0,45 0,85±0,40 0,73±0,13 0,49±0,04 0,56±0,09 

Reins 0,27±0,04 0,29±0,04 0,28±0,05 0,28±0,02 0,24±0,03 0,24±0,01 

Cerveau 0,76±0,09 0,76±0,08 0,73±0,04 0,79±0,07 0,63±0,04 0,67±0,02 

MALES (poids relatif en % de la masse corporelle) 

Organes  M400 M800 M1600 Témoin  M1600 Sat Témoin Sat 

Foie 2,49±0,51 2,11±0,77 1,99±0,50 2,72±0,25 1,76±0,36 2,30±0,21 

Poumons 0,53±0,1 0,58±0,22 0,60±0,07 0,64±0,07 0,63±0,10 0,65±0,05 

Cœur 0,26±0,06 0,22±0,05 0,24±0,05 0,29±0,02 0,24±0,06 0,28±0,05 

Testicules 0,50±0,10 0,47±0,05 0,50±0,21 0,68±0,07 0,43±0,05 0,61±0,09 

Rate 0,20±0,03 0,19±0,09 0,17±0,06 0,22±0,03 0,18±0,06 0,24±0,03 

Estomac 0,50±0,10 0,47±0,05 0,48±0,08 0,40±0,05 0,43±0,05 0,41±0,02 

Reins 0,24±0,03 0,22±0,04 0,21±0,06 0,25±0,03 0,19±0,04 0,24±0,03 

Cerveau 0,79±0,11 0,74±0,09 0,77±0,06 0,77±0,14 0,65±0,07 0,70±0,03 

Chaque valeur représente la prise hydrique moyenne ± ESM, n= 5. M400= lot traité à la dose de 400 mg/kg 

; M800= lot traité à la dose de 800 mg/kg ; M1600= lot traité à la dose de 1600 mg/kg ; Témoin sat = lot 

témoin satellite ; M1600 sat= lot satellite traité à l’extrait à la dose de 1600 mg/kg. 

 

 

III.1.4.2.6-Effets de l’extrait aqueux de M. oleifera sur quelques paramètres 

hématologique  

 

Le tableau XXXXIII présente les effets de l’extrait aqueux des feuilles de M. oleifera sur 

quelques paramètres hématologiques. Chez les femelles, le taux des plaquettes sanguines a subi une 

augmentation significative chez les animaux traités aux doses  de 800 et 1600 mg/kg ainsi que chez 

le groupe satellite traité à la dose de 1600 mg/kg comparativement à leurs témoins respectifs 

(p˂0,01-p˂0,001). Le pourcentage de Monocytes a connu également une augmentation significative 

dans les lots ayant consommé l’extrait en comparaison du groupe témoin (p˂0,05, p˂0,001). Le 

pourcentage de lymphocytes a connu une baisse significative dans les lots M. oleifera 400 et 800 

mg/kg en comparaison au témoin (p˂0,05-p˂0,01). 
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Chez les  mâles,  on  a  noté  une  augmentation  significative du taux de globules blanc (800 

mg/kg), du pourcentage de Lymphocytes (400, 800 et 1600 mg/kg), du pourcentage de Monocytes 

(400 mg/kg), du taux de Lymphocytes (800mg/kg et 1600 mg/kg Sat) et du taux de monocytes (400 

mg/kg) en comparaison à leurs témoins respectifs (p˂0,05-p˂0,001). Une baisse significative du 

pourcentage de granulocytes (400, 800 et 1600 mg.kg) a été observée en comparaison au témoin 

(p˂0,01-p˂0,001).  
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Tableau XXXXIII : Effets  de  l’extrait  aqueux  de  M. oleifera sur  quelques  paramètres hématologiques. 

FEMELLES 

Paramètres 

Hématologiques 
Témoin 

M. oleifera 

400 mg/kg 

M. oleifera 

800 mg/kg 

M. oleifera 

1600 mg/kg 

Témoin Sat M. oleifera 

1600 mg/kg Sat 

Globules Blancs  (106/µl) 9,08±0,95 9,08±0,94 7,96±1,09 8,88±1,86 7,232±0,68 9,4±1,40 

Globules Rouges  (106/µl) 6,70±0,46 6,23±0,95 6,88±0,52 7,20±0,32 6,08±0,91 6,20±0,64 

Hémoglobine  (g/dl)  13,50±0,97 13,6±1,48 13,58±0,80 14,42±0,36 13,06±1,81 13,36±1,05 

Hématocrite  (%) 36,22±3,03 40,50±3,88 35,94±2,09 39,88±1,84 35,20±3,79 35,67±3,26 

Plaquettes  (103/µl) 751,22±78,07 720,20±86,37 923,01± 95,31** 1014,20± 72,05*** 678,64±58,85 538,21±66,78## 

THT 0,56±0,10 0,53±0,08 0,55± 0,07 0,63± 0,08 0,34±0,09 0,44±0,08 

VGM 56,81±1,48 55,86±0,84 57,45±1,52 56,83±0,84 56,60±1,34 56,04±1,02 

TGMH 21,46±1,93 19,28±1,55 19,74±1,34 20,32±0,54 21,74±1,08 20,92±0,72 

CCMH 36,82±1,71 34,64± 1,79 34,58±1,62 35,68±0,45 38,44±1,99 37,04±0,78 

IDR 13,84±0,43 14,14± 0,56 14,53±0,57 14,54±0,44 14,76±0,57 14,22±0,48 

VMP 7,04±0,41 7,14± 0,18 7,16± 0,57 7,16±0,27 6,78±0,28 6,46±0,31 

IDP 11,93±1,81 13,84±1,28 10,68±2,70 12,84±2,02 9,22±2,81 9,62±2,87 

Lymphocytes (%) 91,24±1,99 86,86± 1,54* 85,02± 3,79** 87,21±3,56 95,4±2,31 95,36±0,87 

Monocytes (%) 5,58±1,17 8,61± 1,14* 10,32± 1,72* 6,88± 1,44*** 3,06±1,03 3,28±0,65 

Granulocytes (%) 2,98±0,77 4,54±0,74 4,66±0,79 5,92±0,81 1,54±0,89 1,36±0,76 

Lymphocytes  6,44±1,37 6,38±1,56 6,16±1,43 7,08±1,44 5,23±1,78 7,58±1,79 

Monocytes  1,56±0,89 1,38±0,85 1,04±0,69 0,94±0,23 1,16±0,65 1,02±0,66 

Granulocytes  1,12±0,14 1,32±0,18 0,76±0,11 0,86±0,22 0,87±0,19 0,82±0,19 
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MALES 

 
Témoin 

M. oleifera 

400 mg/kg 

M. oleifera 

800 mg/kg 

M. oleifera 

1600 mg/kg 

Témoin Sat M. oleifera 

1600 mg/kg Sat 

Globules Blancs (106/µl) 4,04±0,72 5,18±0,79 7,81± 1,12*** 4,32±1,23 6,18±1,52 7,76±1,97 

Globules Rouges (106/µl) 5,08±1,49 5,62±0,87 6,32±1,29 5,17±1,83 5,32±0,85 6,49±0,22 

Hémoglobine (g/dl)  12,80±2,46 12,16±1,78 12,88±2,59 11,24±2,24 12,36±0,76 13,30±0,72 

Hématocrite (%) 43,66±2,26 41,68± 2,63 42,88±3,09 43,74±3,24 34,41±2,94 38,48±2,43 

Plaquettes  (103/µl) 506,85±73,78 562,11±46,10 617,24±59,93 535,66±82,43 564,44±79,41 523,49±87,60 

THT 0,27±0,05 0,32± 0,10 0,29± 0,07 0,24±0,08 0,40±0,08 0,44±0,02 

VGM 72,83±7,92 69,11±5,34 75,41±7,40 60,82±7,79 65,79±10,35 59,24±6,73 

TGMH 22,16±4,11 24,16±4,93 25,26±4,27 20,02±1,66 22,08±4,78 20,51±1,48 

CCMH 31,54±0,63 33,84±1,15 32,36±1,90 32,44±2,68 33,41±3,25 33,09±2,92 

IDR 24,18±2,33 26,56±2,97 26,22± 3,61 27,16±1,20 17,66±0,29 15,54±0,26 

VMP 8,68±0,44 8,68±0,54 8,51±0,34 9,18±0,81 7,63±0,43 7,68±0,67 

IDP 8,62±1,14 10,50± 2,02 9,86±1,56 11,34±1,75 8,36±1,50 10,74±1,91 

Lymphocytes (%) 36,82±3,67 50,38± 2,62* 58,22± 7,07*** 67,66± 10,33*** 26,11±5,70 34,91±7,99 

Monocytes (%) 7,64±1,55 11,84± 3,29* 9,54±2,88 7,98±2,02 11,35±1,21 8,95±1,91 

Granulocytes (%) 55,54±3,39 42,58± 4,95*** 33,04± 3,99*** 26,76± 5,07*** 62,54±3,35 56,14±6,13 

Lymphocytes  1,49±0,31 2,59±0,37 4,55± 0,91*** 2,62±0,74 1,64±0,57 2,76± 0,99# 

Monocytes  0,37±0,08 0,64± 0,10** 0,73± 0,17*** 0,42±0,10 0,81±0,07 0,68±0,15 

Granulocytes  2,18±0,52 1,94±0,91 2,52±0,78 1,28±0,27 3,92±0,90 4,32±1,03 

Chaque valeur représente la moyenne des paramètres hématologiques ± ESM, n = 5. *P˂0,05, **P<0,01, ***P<0,001: différence significative à 5%, 1% et 1‰ 

par rapport au Témoin. ##P<0,01: différence significative à 1% par rapport au Témoin Satellite (ANOVA suivie du test de comparaison multiple de Dunnett). 
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III.1.4.2.7-Effets de l’extrait aqueux de M. oleifera sur quelques paramètres 

biochimiques  

Les effets de l’extrait aqueux des feuilles de M. oleifera sur quelques paramètres 

biochimiques sont représentés dans le tableau XXXXIV. Chez les femelles, une augmentation 

significative du taux d’ASAT (800 et 1600 mg/kg), de bilirubine (400, 800 et 1600 mg/kg) et de 

l’urée (1600mg/kg) dans les lots traités à l’extrait en comparaison aux témoins a été observée 

(p˂0,05-p˂0,01). Chez les mâles, une augmentation significative du taux d’ASAT (1600mg/kg) et 

de bilirubine (400, 800 et 1600 mg/kg) a également été observée chez les animaux traités à l’extrait 

en comparaison aux témoins (p˂0,05-p˂0,001). 

 

Tableau XXXXIV:  Effets  de  l’extrait  aqueux  de  M. oleifera  sur  quelques  paramètres 

biochimiques 

FEMELES 
 Témoin M400 M800 M1600 Témoin Sat M1600 Sat 

Protéines Totales (g/dl) 5,40±0,78 4,48±0,42 5,95±0,81 6,15±0,88 5,36±0,63 5,07±0,73 

Créatinine Sérique (mg/dl) 0,68±0,11 0,62± 0,09 0,59± 0,07 0,64±   0,08 0,68±0,04 0,58±0,10 

Urée (mg/dl) 44,86±2,60 47,01± 3,55 49,63± 3,94 51,39±3,23* 46,70±3,56 45,45±4,13 

ALAT (U/l) 65,19±8,54 61,46±9,15 53,04±5,91 64,72±6,43 63,70±9,14 66,28±7,81 

ASAT (U/l) 124,39±12,40 131,70±11,34 142,21±9,98* 141,7± 10,21* 122,00±9,67 124,34± 10,25 

Bilirubine Totale (mg/dl) 3,54±0,55 4,65±0,91* 4,74±0,41* 5,22±0,61** 3,75 ±0,49 4,08±0,61 

Glycémie (mg/dl) 61,80±6,83 59,88±5,41 60,12±7,67 58,55±5,64 67,21±4,71 61,33±6,11 

Cholestérol total (mg/dl) 124,44±9,17 126,44±9,22 126,61±7,11 127,11±10,73 126,00±8,36 125,21±5,67 

Triglycérides (mg/dl) 60,88±8,23 53,15±8,02 65,11±8,46 61,05±7,94 61,02±5,56 62,86±5,95 

HDL-Cholestérol (mg/dl) 35,52±3,27 35,88±5,42 33,93±2,15 35,16±4,13 38,41±3,48 34,57±1,83 

LDL-Cholestérol (mg/dl) 28,04±1,65 28,41± 1,61 27,57± 1,69 30,90± 2,59 26,57±1,97 27,78± 2,19 

Index athérogène 3,50±0,28 3,52±0,17 3,73±0,33 3,61±0,26 3,28±0,24 3,62±0,31 

MALES 
 Témoin M400 M800 M1600 Témoin Sat M1600 Sat 

Protéines Totales (g/dl) 5,82±0,89 6,43± 0,72 6,76± 0,43 6,19±0,74 5,36±0,37 6,13±0,68 

Créatinine sérique (mg/dl) 0,79±0,12 0,69± 0,07 0,64± 0,11 0,65± 0,06 0,75±0,05 0,68± 0,08 

Urée (mg/dl) 64,65±3,92 63,49±4,06 67,81±5,44 66,38±3,67 62,50±3,95 65,33±4,43 

ALAT (U/l) 62,68±9,04 60,63±10,55 58,73±6,83 65,84±7,37 63,23±7,94 64,82±8,22 

ASAT (U/l) 120,74±9,31 131,91± 10,44 136,07± 10,86 139,73±9,19* 119,05±8,77 123,24± 11,17 

Bilirubine Totale (mg/dl) 2,71±0,52 3,93±0,64** 4,12±0,44** 4,54± 0,38*** 2,59±0,67 3,27± 0,48 

Glycémie (mg/dl) 65,92±4,98 68,16±6,08 69,75±5,53 71,41±5,14 64,53±6,02 66,82±5,62 

Cholestérol Total (mg/dl) 129,77±6,64 128,38±7,21 129,84±8,07 132,66±9,14 127,03±8,05 131,24±7,32 

Triglycérides (mg/dl) 50,99±5,82 52,49± 5,31 55,88± 7,74 53,69± 6,49 49,77±6,07 48,41±4,76 

HDL-Cholestérol (mg/dl) 40,87±5,02 40,88±4,97 38,55±3,18 42,53±4,42 38,94±4,03 43,83±2,96 

LDL-Cholestérol (mg/dl) 37,91±2,93 35,01± 2,19 35,41± 3,23 36,44± 3,43 38,32±3,31 39,00± 4,07 

Index athérogène 3,17±0,29 3,14±0,11 3,36±0,25 3,11±0,33 3,26±0,38 2,99±0,42 

Chaque valeur représente la moyenne des paramètres biochimiques sériques ± ESM, n=5. *P˂0,05, 

**P<0,01, ***P<0,001 : différence significative à 5%, 1% et 1‰ par rapport au Témoin (ANOVA  suivie 

du  test de comparaison multiple de Dunnett). 
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III.1.4.2.8-Effets de l’extrait aqueux de M. oleifera sur la structure histologique de 

quelques organes 

III.1.4.2.8.1-Effets de l’extrait sur la structure du foie  

Les microphotographies des coupes histologiques de foie réalisées chez les animaux 

femelles et males utilisés lors de la manipulation sont présentées sur les figues 26 et 27. Les foies 

des différents lots témoins et satellites ont montré une architecture normale avec des hépatocytes, 

des veines centro-lobulaires, des branches de la veine porte et de l’artère hépatique ainsi que des 

conduits biliaires. Chez les animaux traités à l’extrait, quelques anomalies ont été décelées. A la 

dose de 800 et 1600 mg/kg, on a noté des foyers inflammatoires, des congestions vasculaires et des 

stases biliaires chez deux femelles et trois males. Les animaux du lot satellite traités à la dose de 

1600 mg/kg présentaient une architecture normale. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 26 : Effets de l’extrait aqueux de M. oleifera sur la structure histologique du foie des femelles 

(H&E×400) 
VP= Veine Porte, VC= Veine Centro-lobulaire, CV= Congestion Vasculaire, S=Sinusoïde, H= Hépatocyte, IN= Foyer 

Inflammatoire, CS=Cholestase biliaire, Cb= Canal biliaire et Ah= Artère hépatique.  
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Figure 27 : Effets de l’extrait aqueux de M. oleifera sur la structure histologique du foie des males  

(H&E×400)  
VP= Veine Porte, VC= Veine Centro-lobulaire, CV= Congestion Vasculaire, S=Sinusoïde, H= Hépatocyte, IN= Foyer 

Inflammatoire, CS=Cholestase biliaire, Cb= Canal biliaire et Ah= Artère hépatique.    

 

III.1.4.2.8.2-Effets de l’extrait sur la structure du rein  

Les microphotographies des coupes histologiques du rein réalisées chez les animaux 

femelles et males utilisés lors de la manipulation sont présentées sur les figues 28 et 29. Les reins 

des différents lots témoins ont présenté une architecture normale. Chez les mâles traités à la dose de 

800 et 1600 mg/kg et chez les femelles traitées aux mêmes doses, on a noté une réduction de l’espace 

de Bowman. Chez tous les animaux du lot satellite traité à l’extrait, l’espace de Bowman est revenu 

à la normale. 
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Figure 28 : Effets de l’extrait aqueux de M. oleifera sur la structure histologique des reins des 

femelles (H&E×400) 
G = Glomérule,  P = Tube contourné proximal,  D = Tube contourné distal. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 29 : Effets de l’extrait aqueux de M. oleifera sur la structure histologique des reins des males  

(H&E×400) 
G = Glomérule,  P = Tube contourné proximal,  D = Tube contourné distal. 
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III-1-4-2-8-3-Effets de l’extrait sur la structure du poumon   

Les figures 30 et 31 représentent les microphotographies des coupes histologiques de 

poumons réalisées chez les animaux femelles et males utilisés lors de la manipulation. Chez les 

différents lots témoins, les poumons ont présenté une structure normale avec des alvéoles, des sacs 

alvéolaires et des bronchioles tapissées d’un épithélium. Chez les animaux traités à l’extrait, 

quelques anomalies ont été constatées. A la dose de 1600 mg/kg, deux mâles et deux femelles  

traitées à la dose de 1600 mg/kg ont montré des alvéoles pulmonaires très développées et des 

congestions vasculaires. Dans le lot satellite traité à l’extrait, on a noté la présence d’alvéoles très 

développées. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 30 : Effets de l’extrait aqueux de M. oleifera sur la structure histologique des poumons des 

males  (H&E×400) 

BT= bronchiole terminale, BR= bronchiole respiratoire, Al= alvéole pulmonaire, SA= sac alvéolaire, CA= canal 

alvéolaire et CV= congestion vasculaire. 
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Figure 31 : Effets de l’extrait aqueux de M. oleifera sur la structure histologique des poumons des 

males  (H&E×400) 

BT= bronchiole terminale, BR= bronchiole respiratoire, Al= alvéole pulmonaire, SA= sac alvéolaire, CA= canal 

alvéolaire, CV= congestion vasculaire. 
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III.2-DISCUSSION  

Le screening phytochimique de l’extrait aqueux des feuilles de M. oleifera a révélé la 

présence de nombreux métabolites sécondaires (tannins, phénols, flavonoïdes, glycosides, protéines 

et polysaccharides) dans des proportions variables. Les dérivés coumariniques, les alcaloïdes, les 

saponines et les quinones sont à l’état de traces. Ces résultats corroborent ceux obtenu par Bennett 

et al. (2010) et Awodele et al. (2012), qui avaient noté la présence en quantité variable de certains 

composés phytochimique (flavonoïdes, alcaloïdes, tritrerpènoïdes, phénols, tanins et glucosinolates) 

dans divers parties de la plante.  

La pratique d’une activité physique et sportive nécessite un apport énergétique important, 

lequel doit être apporté par une alimentation riche et variée. Les nutriments vont ainsi être dégradés 

pendant l’exercice pour resynthétiser l’ATP nécessaire à la poursuite de l’effort (IFN, 2010). Les 

besoins énergétiques du sportif désignent la quantité d’énergie nécessaire à un athlète pour assurer 

ses dépenses énergétiques. Ces derniers sont très variables selon les individus, le sexe, l’âge et le 

niveau de pratique sportive et doivent par conséquent être totalement individualisés. Il existe 

cependant des disciplines sportives où l’apport calorique est volontairement accru pour maintenir le 

déficit calorique engendré par la pratique d’un régime équilibré, ce qui aurait pour effet, de 

minimiser la perte de masse maigre et de permettre à l’athlète de s’entraîner dans des conditions 

adéquates. L’analyse nutritionnelle de l’extrait aqueux des feuilles de M. oleifera a montré que cet 

extrait est très riche en énergie métabolisable (2810,98 kcal/kg d’extrait). Ce résultat est semblable 

à ceux obtenus par Makkar et Becker (1996) et Olugbemi et al. (2010), qui ont également trouvé 

une teneur relativement élevée en énergie métabolisable dans les feuilles de cette plante (2273 et 

2978 kcal/kg MS respectivement). Ce qui pourrait présenter un avantage dans l’alimentation des 

sportifs qui ont généralement un énorme besoin en énergie métabolisable (900 kcal/h). En effet, les 

travaux de Fuglie (2002), Ndong et al. (2007) et  Aissi et al. (2013) ont montré que les feuilles de 

cette plante sont largement utilisées dans des régimes alimentaires traditionnels dans plusieurs pays 

tropicaux et subtropicaux, dans le traitement de la malnutrition et du rachitisme chez les nouveaux 

nés et comme complément alimentaire chez les personnes vivants avec le VIH. 

L’activité physique pratiquée de manière intense et prolongé entraine également des pertes 

électrolytiques énormes chez le sportif. Selon Melin (1996), la carence en électrolytes chez le sportif 

a pour conséquence une importante diminution de la capacité de travail musculaire, du volume 

sanguin et de l’élévation de l’osmolarité plasmatique. Les sels minéraux sont apportés 

principalement par les aliments d’origine végétale, et se divisent en macroéléments et en oligo-

éléments. Les macroéléments représentent 99% des minéraux de l’organisme ; ce sont le calcium, 
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le phosphore, le magnésium, le zinc, le potassium, le sodium, le chlore et le souffre. Les oligo-

éléments sont le fer, l’aluminium, l’arsenic, le bore, le brome, le chrome, le cobalt, le cuivre, le 

fluor, l’iode, le manganèse, le molybdène, le nickel, le plomb, le silicium, le sélénium, le vanadium 

et le plutonium. Les résultats de l’analyse nutritionnelle de l’extrait aqueux des feuilles de M. 

oleifera ont montré la présence des sels minéraux dans des proportions variables (sodium 

(272,70±28,04 g/kg de MS), potassium (120,70±14,18 g/kg de MS), calcium (28,368±0,94 g/kg de 

MS), fer (26,44±3,51 g/kg de MS), zinc (21,06±0,29 g/kg de MS), magnésium (11,57±0,59 g/kg de 

MS) et cuivre (3,52±0,17 g/kg de MS)). En effet, les minéraux représentent 1,05% de matière sèche 

de l’extrait aqueux des feuilles de M. oleifera. Ces résultats corroborent ceux obtenus par Fuglie 

(2002) et Olugbemi et al. (2010). Ces auteurs ont montré que les minéraux occupent une part 

modeste de la matière sèche de feuilles de M. oleifera avec des teneurs de 0,6 à 11,42% MS.  

Les résultats de l’effet antifatigue de l’extrait aqueux des feuilles de M. oleifera chez les rats 

soumis à une activité physique aiguë ont montré que cet extrait n’a pas modifié significativement la 

prise hydrique et alimentaire des rats. De plus, aucunes différences significatives du poids relatif 

des organes et de l’évolution de la masse pondérale (207-213g) des rats ayant consommé l’extrait, 

en comparaison au groupe témoin, n’ont été observés après 28 jours de traitement. Les valeurs du 

gain pondéral de tous les groupes se situent entre 77,00 et 80,80 g. Ces résultats sont contraires à 

ceux obtenus par Osman et al. (2012) qui ont montré une évolution de la masse corporelle de plus 

de 14 % chez les rats ayant consommé l’extrait aqueux des feuilles de M. oleifera pendant 21 jours. 

Ces auteurs ont attribué ces changements à la qualité nutritionnelle exceptionnelle des feuilles de 

M. oleifera. Des différences dans les protocoles d’études, le nombre de sujet et les types d’analyses 

effectuées pourraient rendre compte des contrastes entre les résultats. 

Le test de la nage forcée a été utilisé pour évaluer l’endurance physique des rats soumis à 

une activité physique aiguë. Les résultats montrent que les rats ayant consommé l’extrait à 

différentes doses ont présenté des temps de nage supérieures au groupe témoin (p<0,05). Le temps 

de nage le plus élevé a été enregistré chez les rats ayant consommé l’extrait à la dose de 200 mg/kg 

(140,50±32,17 secondes), ce qui représente une augmentation de 56,55 % par rapport au lot témoin 

(89,75±17,19 secondes). Ces résultats suggèrent que l’extrait aqueux des feuilles de M. oleifera 

aurait des propriétés antifatigues, ce qui aurait pour conséquence une augmentation du temps de 

nage chez les rats. Ces résultats sont en accords avec ceux obtenus par Choi et al. (2012), Prasad et 

Khanum (2012), Xu et al. (2013) et Hao et al. (2014), qui ont travaillé sur l’effet antifatigue de 

divers extraits de plantes. En effet, la littérature fournie une très grande variété de plantes ou 

d’extraits de plantes ayant des propriétés antifatigues (Panax ginseng, Ginkgo biloba, Rhodiola 
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rosea, Kola, Eleutherococcus senticosus, Ginkgo biloba, Ocimum sanctum etc.). Il s’agit, pour 

l’essentiel des plantes riches en caféines, polysaccharides, flavonoïdes, phénols, saponines et en 

terpènes. Plusieurs travaux ont montré l’effet d’extraits de plantes tant sur la fatigue aiguë que sur 

la fatigue chronique, aussi bien chez l’hommes que chez l’animal (Prasad et Khanum, 2012 ; Xu et 

al., 2013 ; Nallamuthu et al.,2014). L’activité antifatigue de l’extrait aqueux des feuilles de M. 

oleifera pourrait donc être attribuée à la qualité nutritionnelle des feuilles de cette plante. Les 

résultats de l’analyse nutritionnelle (qualitative et quantitative) ont, à cet effet, montré que l’extrait 

des feuilles de cette plante est très riche en énergie metabolisable (2810,98 kcal/kg d’extrait), en 

sels minéraux (1,05% de MS) et en d’autres constituants phytochimiques (tannins, phénols, 

flavonoïdes, glycosides, protéines et polysaccharides).  

Dans le but de vérifier cette hypothèse, plusieurs paramètres biochimiques sériques (glucose, 

lactate, triglycérides et urée), tissulaires (glycogène hépatique et musculaire, paramètres du stress 

oxydant) et hématologiques (NFS) ont été évalués chez des rats qui ont été soumis au test de nage 

de 90 minutes. Les résultats de ce test ont montré que ces paramètres ont connu des variations 

significatives dans les lots ayant consommé l’extrait à différentes doses en comparaison au témoin. 

En effet, des quantités élevées de glycogènes hépatique et musculaire à toutes les doses ont été 

observées en comparaison au groupe témoin (p<0,05-p<0,001). Les taux d’augmentation par rapport 

au groupe témoin varient entre 22,00 et 28,34% pour le glycogène hépatique, et entre 73,11 et 

131,93% pour le glycogène musculaire. Par ailleurs, une augmentation significative et dose 

dépendante du glucose sérique (20,94 à 36,70%) et une baisse significative des taux de triglycérides 

sériques (29,13 à 66,95%), de lactate sérique (22,80 à 39,65%) et de l’urée sérique (37,35 à 41,35%) 

ont été observées dans les mêmes lots en comparaison au groupe témoin. Ces résultats sont 

contraires à ceux obtenus par Divi et al. (2012) et Edoga et al. (2013), qui ont montré que les extraits 

aqueux, éthanolique et hydro-alcoolique des feuilles de M. oleifera (100 à 300 mg/kg de PC) ont 

entrainé une baisse significative de la glycémie chez rats souffrant du diabète. Des différences de 

protocoles expérimentaux et des méthodes d’extraction pourraient expliquer ces résultats.   

Les substrats énergétiques dégradés au cours d’une activité physique dépendent de l’intensité 

et de la durée de l’exercice (Miller, 1994). Pour les exercices intenses, l’énergie fournie sous forme 

d’ATP proviendrait majoritairement de la glycolyse (aérobie ou anaérobie) et de la glycogénolyse. 

Ainsi, les réserves glycogéniques hépatiques et musculaires seraient des indicateurs du niveau de 

fatigue (Dohm et al., 1983). En effet, la pratique de l’exercice physique intense ou prolongé entraine 

une baisse de ces réserves, qui pourrait conduire à une hypoglycémie néfaste au fonctionnement 

musculaire et cérébrale (transmission de l’influx nerveux). La poursuite de l’effort lors de ce type 
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d’exercices serait liée à la capacité du muscle à maintenir le taux de glucose circulant et à mobiliser 

d’autres sources d’énergie (acides gras libres, triglycérides et acides aminés) contenus dans le 

muscle, le foie et les cellules adipeuses. Diverses études ont montré que les plantes antifatigues 

auraient des effets sur la glycolyse et la glycogénolyse et sur l’utilisation préférentielle des lipides 

au cours d’une activité physique, aussi bien chez l’homme que chez l’animal (Prasad et Khanum, 

2012 ;Xu et al., 2013 ; Nallamuthu et al., 2014). L’hyperglycémie observée chez les rats ayant 

consommé l’extrait lors du test de la nage de 90 minutes serait donc due à une augmentation de la 

néoglucogenèse et de la glycogénolyse par la libération périphérique d’adrénaline, de la 

noradrénaline et de glucocorticoïdes (Sapolsky et al., 2000). L’augmentation de la libération de ces 

hormones entrainerait une inhibition de la libération d’insuline par le pancréas (Diane et al., 2008), 

ce qui aurait pour conséquence une augmentation de la lipolyse et une baisse du contenu en malonyl-

CoA. La diminution de ce dernier stimulerait l’oxydation des acides gras dans les muscles 

squelettiques (Bavenholm et al., 2000). En effet, le malonyl-CoA inhiberait les carnitine O-

palmitoyltransférases I (CPT I) dont le rôle est de transporter les acides gras à longues chaînes au 

sein de la mitochondrie pour qu’ils subissent une β-oxydation. Ce mécanisme serait donc 

responsable durant l’effort d’une baisse du catabolisme des glucides et des protides, ce qui 

favoriserait le maintien des réserves glycogéniques et la survenue tardive de la fatigue (Guezennec 

et Pesquiès, 1985).  

La baisse du taux de lactate observée chez les rats ayant consommé l’extrait à toutes les 

doses lors du test de la nage de 90 minutes serait due à l’effet de cet extrait sur la glycolyse 

anaérobie. En effet, l’acide lactique est un métabolite issu de la dégradation anaérobique du glucose, 

ce qui entraine une production de protons H+ et d’anions lactate in vivo. Son accumulation dans le 

sang et les muscles est un bon indicateur du degré de fatigue lors d’un exercice d’intensité élevée et 

de courte durée (Yu et al., 2008). Selon Sahlin (1991), l’acidose métabolique qui en résulte est 

considérée par de nombreux auteurs comme le principal facteur de fatigue et d’arrêt de l’exercice 

intense et de courte durée (30 sec à 5 min). Deux explications plausibles sont retenues. D’une part, 

Dobson et al. (1986) ont émis l’hypothèse selon laquelle, l’accumulation de protons H+ entraîne une 

baisse importante du pH cellulaire (7 à 6), ce qui inhiberait l’activité de l’enzyme régulatrice de la 

glycolyse (phosphofructokinase ou PFK). Cette inhibition entraînerait l’arrêt de la glycolyse et en 

conséquence l’arrêt de la synthèse de l’ATP, donc une baisse de la force contractile, synonyme 

d’incapacité fonctionnelle. D’autre part, Metzer et Fitts (1987) ont démontré que les protons H+ 

entreraient en compétition avec les ions calcium, les empêchant d’interagir avec les sites calciques 

de la troponine. Dans ces conditions, la levée de l’inhibition exercée au repos par le complexe 

troponine-tropomyosine sur la formation des ponts d’actomyosine ne pourrait être réalisée : la 
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contraction musculaire ne pourrait donc avoir lieu. L’extrait aqueux des feuilles de M. oleifera 

pourrait donc avoir une action soit sur le blocage de l’accumulation du lactate au niveau sanguin, 

soit au niveau de sa synthèse (Li et al., 2008).  

Tous comme le lactate, l’urée sérique est un indicateur du niveau de fatigue. L’urée est le 

produit final issu de la dégradation des protéines. Selon Huang et al. (2011), l’urée est un bon 

indicateur du niveau d’endurance physique des athlètes qui sont soumis à une activité physique. Une 

élévation de l’urée sérique serait un indicateur de la dégradation des protéines, de la déshydratation, 

du stress et de la fatigue chez l’athlète. Pour des efforts prolongés, la baisse des réserves en 

glycogène stimule l’utilisation d’autres substrats dont les acides gras libres (AGL) et les acides 

aminés. Sur le plan du mécanisme, il est probable que la diminution du flux énergétique des glucides 

pendant la contraction musculaire augmente la mobilisation de l’azote par la mise en jeu du cycle 

des purines nucléotides. L’augmentation de l’ammoniaque stimule l’uréogenèse hépatique et la 

production d’acide urique (Kirwan et al., 1990). Il en résulte une augmentation de la production 

d’urée qui est un autre facteur de la fatigue musculaire. En effet, dans le but de maintenir le ratio 

ATP/ADP, l’adenylate-kinase transfert un groupement phosphate d’une molécule d’ADP à une 

autre, aboutissant à la formation d’une molécule d’ATP et d’une molécule d’AMP. L’AMP est 

ensuite dégradée en présence de l’AMP-désaminase en IMP et en ammoniaque (Hancock et al., 

2006). La baisse de l’urée sérique observée dans les lots ayant consommé l’extrait aqueux des 

feuilles de M. Oleifera à toutes les doses pourrait donc être due à une diminution de la protéolyse 

dans ces lots.   

L’augmentation de l’utilisation de l’oxygène qui se produit pendant l’exercice, est associée 

à une accentuation de la production de radicaux libres (RL) (Lenn et al., 2002). Pour évaluer 

l’activité antioxydante de l’extrait, l’activité de quelques enzymes du stress oxydant (SOD, CAT et 

GSH) ainsi que la peroxydation lipidique ont été mesurées. La peroxydation des lipides a été 

mesurée par le MDA. Elle a baissé dans le foie et le muscle dans tous les groupes ayant reçu l’extrait 

de la plante. A contrario, une augmentation de la SOD, de la CAT et du GSH a été observée chez 

les lots ayant consommé l’extrait à différentes doses. Ces résultats sont en accord avec ceux obtenus 

par Chumark et al. (2008) et Singh et al. (2009) qui ont démontré in vitro que l’extrait méthanoïque 

et éthanolique des feuilles de M. oleifera à une grande capacité antioxydante (65,1% et 66,8% 

respectivement pour l’extrait méthanoïque et éthanolique). En effet, des quantités significatives de 

molécules antioxydantes comme les α-, β- et γ-tocophérols, le stigmastérol, le campestérol, la 

quercétine, le kaempférol, la vitamine A et C, les polyphénols, les flavonoïdes, les polysaccharides 

et les terpenoides (Chumark et al., 2008 ; Singh et al., 2009 ; Bennett et al., 2010 ; Awodele et al., 
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2012 ; Kumbhare et al., 2012) ont été trouvées dans différents extraits des feuilles de cette plante. 

En outre, les flavonoïdes, les polysaccharides, les terpenoïdes sont des agents de protection contre 

les radicaux libres (Yadav et al., 2011) au niveau du foie et des muscles. Ils ont été retrouvés en 

grande quantité dans l’extrait aqueux des feuilles de M. oleifera. Leur implications dans la 

prévention de la fatigue aiguë a fait l’objet de plusieurs études (Kuo et al., 2009 ; Hao et Zhaobao, 

2010 ; Huang et al., 2011). En effet, la réduction de la peroxydation lipide et l’élévation de l’activité 

de la SOD, la CAT et le GPx pourrait être dues à la présence de ces constituants phytochimiques 

dans l’extrait aqueux des feuilles de M. oleifera. Ce qui pourrait favoriser la neutralisation des 

radicaux libres produits lors de l’effort physique et réduire l’effet de la fatigue. 

L’exercice physique isolé est associé à un certain nombre de modifications hématologiques, 

en relation aussi bien avec la lignée rouge que la lignée blanche. Les résultats des paramètres 

hématologiques montrent une augmentation du taux d’hémoglobine (5,69%) et du pourcentage de 

lymphocyte (29,28%) dans le lot ayant consommé l’extrait à la dose de 100 mg/kg. Par ailleurs, des 

baisses du taux d’hématocrite (7,31%), du pourcentage de granulocyte (37,90%), des lymphocytes 

(22,22 à 25,31%) et des granulocytes (48,33%) ont également été observées dans le même lot. Ces 

résultats sont semblables à ceux obtenus par Hisham et al. (2012), Otitoju et al. (2014) et Okwari et 

al. (2014) qui ont évalué l’effet de l’extrait aqueux et éthanoïque des feuilles de M. oleifera sur les 

paramètres hématologiques. Les modifications hématologiques pourraient être dues à la réponse 

immuno-modulatrice et à l’immunogènicité de l’extrait aqueux des feuilles de cette plante. En effet, 

les feuilles de M. oleifera sont riches en acides aminés, en vitamine (A, B, C, D, E etc.) et en 

minéraux (fer), ce qui pourrait accroitre la production des globules rouges et mobiliser les cellules 

immunocompétentes. L’augmentation du taux d’hémoglobine pourrait présenter un avantage dans 

la pratique des activités physiques et sportives. En effet, le taux d’hémoglobine est l’un des 

indicateurs qui reflète le degré de récupération d’un athlète après un effort physique (Gao et Wu, 

2008). L’hémoglobine intervient dans le transport de l’O2 et du CO2 et assure à cet effet, l’équilibre 

acido-basique et le maintien de l’homéostasie. L’augmentation du taux d’hémoglobine améliore la 

disponibilité en O2 et l’élimination du CO2, d’où la poursuite de l’exercice physique. Le taux 

d’hémoglobine élevé dans les lots ayant consommé l’extrait pourrait expliquer les performances 

observées dans ces lots. 

 L’augmentation du pourcentage de lymphocyte pourrait également présenter un avantage 

dans la pratique de l’activité physique. En effet, bien qu’étant généralement considérée comme 

bénéfique pour l’organisme, l’activité physique menée de manière intense pourrait modifier le 

système immunitaire (Suzuki et al., 1999). En général, pendant et immédiatement après l’exercice 
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intense, le nombre total de leucocytes (polynucléaires et mononucléaires) circulants augmente. Cette 

leucocytose est proportionnelle à l’intensité et à la durée de l’exercice. Elle disparaît 24 heures après 

l’exercice. La baisse du taux de lymphocytes et granulocytes observée chez les lots ayant consommé 

l’extrait serait due à l’effet de la plante sur la réduction des déchets métabolique (lactate et urée), 

sur le maintien de l’équilibre du système oxydant et sur la préservation des réserves énergétiques. 

Cette situation pourrait être bénéfique pour les athlètes qui pourront avoir une meilleure 

récupération. 

Chez les rats soumis à une fatigue induite par une activité physique chronique pendent deux 

semaine, l’extrait aqueux des feuilles de M. oleifera n’a pas modifié significativement l’évolution 

pondérale et la prise alimentaire de ces rats. Des augmentations significatives de la prise hydrique 

(200 mg/kg d’extrait) et des poids relatifs du cœur et du cerveau (100 et 200 mg/kg d’extrait) ont 

été observées, en comparaison au groupe témoin. Ces résultats corroborent ceux obtenus par 

Nandave et al. (2009) et Kirisattayakul et al. (2013), qui ont montré que l’extrait hydro-alcoolique 

des feuilles de M. oleifera aurait des propriétés cardio-protectrices et cérébro-protectrices chez les 

rats. En effet, l’activité physique chronique sans apport en énergie et en certains nutriments 

essentiels peut conduire à une déficience biologique ou à une carence clinique et avoir des effets 

délétères sur la santé et la performance. Des modifications structurelles, fonctionnelles et électriques 

de certains organes comme le cœur et le cerveau sont alors observés (La Gerche et al., 2009). 

L’augmentation du poids relatif du cœur et de cerveau des rats ayant consommé l’extrait de M. 

oleifera pourrait être due à la qualité nutritionnelle de cet extrait.  

Les résultats de l’endurance physique des rats lors des séances d’entraînement à la nage avec 

10% de poids corporel montrent une augmentation significative du temps de nage des rats ayant 

consommé l’extrait de la 2ème à la 7ème séance d’entraînement en comparaison au groupe témoin 

(p<0,05-p<0,001). Cette augmentation du temps de nage a été progressive dans tous les groupes 

ayant consommé l’extrait, avec des taux d’augmentation qui varie entre 45,17 et 67,71%. La valeur 

maximale du temps de nage (587,50±51,64 secondes) a été obtenue à la dose de 200mg/kg lors de 

la 7ème séance d’entraînement à la nage (14ème jour d’expérimentation). Ces résultats sont similaires 

à ceux obtenus par Prasad and Khanum (2012) qui ont montré l’effet antifatigue de l’extrait 

éthanolique de Ocimum sanctum chez les rats soumis à une activité physique chronique pendant 

deux semaines. Les résultats des paramètres biochimiques sériques, tissulaires et hématologiques 

montrent que ces paramètres ont connu des variations significatives dans les lots ayant consommé 

l’extrait à différentes doses en comparaison au témoin. 
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L’entraînement mené de façon efficiente entraine une amélioration de la capacité physique 

de l’athlète. Ce dernier voit ses capacités énergétiques (réserves glycogéniques, AGL, triglycérides 

et résistance à l’acide lactique) augmentées. Des baisses du taux de lactate variant entre 38,55 et 

53,83% ont été observées dans les groupes ayant consommé l’extrait de M. oleifera, ce qui semble 

plus important que celles enregistrés lors de l’activité physique aiguë (entre 22,80 et 39,65%). 

Concomitamment à la baisse du lactate sérique, des baisses de la concentration en triglycérides et 

en urées sériques et une augmentation des réserves hépatiques et musculaires en glycogène ont été 

également observées dans les groupes ayant consommé l’extrait. Les taux de baisse sont situés entre 

34,35 et 35,69% pour l’urée et entre 59,03 et 62,08% pour les triglycérides et les taux 

d’augmentation des réserves glycogéniques sont situés entre 22,00 et 28, 34% pour le glycogène 

hépatique et entre 73,11 et 131,93% pour le glycogène musculaire. En effet, les travaux de Kiens et 

al. (1993) ont montré que l’entraînement entraine une augmentation des réserves glycogéniques 

hépatiques et musculaires, ce qui aurait pour conséquence une augmentation de la capacité du 

muscle à utiliser préférentiellement les lipides (AGL et triglycérides) comme source d’énergie. De 

plus, Tsopanakis et Tsopanakis (1998) et Huang et al. (2011) ont apporté la preuve d’une baisse de 

la concentration en urée sérique observée suite à un entraînement intense qui serait liée à une 

diminution de la sollicitation de la gluconéogenèse. La consommation de l’extrait de M. oleifera 

pourrait donc favoriser chez les rats soumis à une activité physique chronique, des modifications 

physiologiques et énergétiques importantes permettant une bonne récupération.  

Des sujets entrainés présentent par rapport à des sédentaires des niveaux sanguins et 

musculaires en MDA significativement inférieurs (Arikawa et al., 2013 ; Azizbegi et al., 2014) et 

en antioxydants (SOD, GSH, CAT) significativement supérieurs (Douris et al., 2009). Ces résultats 

reflètent une activité antioxydante de repos plus performante et une moindre oxydation chez les 

individus entrainés. L’entraînement en anaérobie à dominante lactique a été démontré capable 

d’augmenter les antioxydants musculaires et hépatiques (SOD, GSH, CAT) et de diminuer les 

niveaux sanguins de MDA (Bloomer et al., 2008). L’activité physique intense peut induire une 

activation redox sensible de facteurs de transcription comme les NFkB qui activent la production 

d’antioxydants endogènes (GSH, CAT et SOD), et renforcent l’organisme contre de nouvelles 

agressions oxydatives (Bloomer et al., 2006). Ce qui sera à l’origine d’une hypertrophie musculaire, 

d’un meilleur fonctionnement du cœur, d’une meilleure consommation du glucose et d’une 

meilleure endurance (Davies et al., 1982). En cas de surentraînement, le système de défense 

antioxydant pourrait être dépassé dans sa capacité de faire face au stress oxydant dû à l’effort 

physique intense (Knez et al., 2007). Les résultats de cette étude ont montré une augmentation de 

l’activité de la SOD, du GSH et de la CAT tant au niveau hépatique que musculaire chez les rats 
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ayant consommé l’extrait en comparaison au groupe témoin. Par ailleurs, une baisse du taux de 

MAD hépatique et musculaire dans les lots ayant consommé l’extrait en comparaison au témoin a 

été observée. Ces résultats suggèrent que l’extrait aqueux des feuilles de M. oleifera pourrait 

améliorer le système antioxydant des rats soumis à une activité physique chronique. Cette 

amélioration pourrait être due non seulement aux antioxydants endogènes, mais également à ceux 

exogènes rencontrés en grande quantité dans cet extrait. 

L’entraînement intense et le surentraînement sont responsables d’une réponse inflammatoire 

qui agit non seulement sur le système immunitaire, mais également sur la lignée rouge (Romeo et 

al., 2010). Ce qui aurait pour conséquences des réductions du nombre de globules rouges, de 

l’hémoglobine, du taux d’hématocrite et d’une diminution des lymphocytes. En effet, la diminution 

de lymphocyte observée lors d’un entraînement intense serait due à une migration des cellules 

immunitaires du sang vers les sites inflammatoires qui sont plus nombreux dans la suite de ce type 

d’entraînement (Gleeson et al., 1995). Elle pourrait également s’expliquer par une diminution de la 

concentration plasmatique de la glutamine (Parry-Billings et al., 1992). Cette dernière constitue la 

principale source d’énergie des lymphocytes et une altération de sa concentration pourrait contribuer 

à une immunosuppression responsable de diverses infections observées chez les sportifs 

d’endurance (Gastmann et Lehmann, 1998). Par ailleurs, la diminution du nombre de globules 

rouges, de l’hémoglobine et du taux d’hématocrite observées chez les sportifs d’endurance serait 

due à une diminution de la concentration en fer observée chez ces derniers (Dressendorfer et al., 

1981). Les résultats des paramètres hématologiques dans le cadre de cette étude ont montré une 

augmentation du taux d’hémoglobine (12,46%), du pourcentage de Lymphocyte (54,66 à 77,70%), 

des globules blancs (38,07 à 41,19%) et des globules rouges (25,09%) dans les lots ayant consommé 

l’extrait à la dose de 200 et 400mg/kg en comparaison au groupe témoin. Par contre, le pourcentage 

de granulocyte (23,93%) des rats du lot M. oleifera 200mg/kg a connu une baisse en comparaison 

au groupe témoin. En comparant ces résultats à ceux obtenus chez les rats soumis à l’activité aiguë, 

il apparait que les modifications des paramètres hématologiques sembles plus importantes lors d’une 

activité physique chronique chez les rats ayant consommé l’extrait aux doses les plus fortes (200 et 

400 mg/kg). Ces résultats sont semblables à ceux obtenus par Hisham et al. (2012), Otitoju et al. 

(2014) et Okwari et al. (2014) qui ont évalué l’effet de l’extrait aqueux et éthanoïque des feuilles 

de M. oleifera sur les paramètres hématologiques. Les modifications hématologiques dues à la 

réponse immuno-modulatrice et à l’immunogènicité de l’extrait aqueux des feuilles de cette plante 

observé lors de l’activité physique aiguë pourraient également se prolonger lors d’une activité 

physique chronique. Ce qui pourrait représenter un atout pour la santé des sportifs qui 

consommeraient cette plante.  
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Ces résultats montrent que l’extrait aqueux des feuilles de M. oleifera aurait des effets non 

seulement sur l’activité physique aiguë, mais également sur l’activité physique chronique ou 

intense. En effet, l’augmentation de l’endurance physique des rats serait due à une bonne 

récupération et une mise en place plus efficiente des mécanismes adaptatifs chez les rats ayant 

consommé cet extrait. Ces effets ont été plus visibles à la dose de 200 mg/kg. Les mécanismes 

physiologiques mis en place pourraient inclure une réduction de certains métabolites (acide lactique, 

urée et radicaux libres), une augmentation des réserves énergétiques (glycogène hépatique et 

musculaire), une meilleure utilisation des réserves lipidiques durant l’effort (triglycérides) et une 

modification des paramètres hématologiques.  

L’administration de l’extrait aqueux des feuilles de M. oleifera aux animaux soumis au stress 

aigu a modifié de manière dose-dépendante les paramètres comportementaux (poids des fèces, 

Temps Passé au Centre du Dispositif, nombre de crossing, grooming et rearing) des rats soumis au 

stress aigu en comparaisons au témoin stressé. Une réduction dose dépendante de l’indice d’ulcère 

et une augmentation dose-dépendante du poids du mucus chez les rats ayant consommé l’extrait ont 

été observées en comparaisons au témoin stressé. L’analyse des paramètres du stress oxydant au 

niveau de l’estomac et des paramètres biochimiques sériques (glucose sérique, triglycériques 

sériques et urée sérique) ont également montré des modifications significatives chez les rats ayant 

consommé l’extrait de cette plante.  

Suite au test de l’effet de l’extrait sur le stress chronique, les rats ayant consommé l’extrait 

n’ont présenté aucune différence significative de prise hydrique et d’évolution pondérale pendant 

toute la durée de l’expérimentation en comparaison au groupe témoin stressé. Des modifications des 

paramètres comportementaux, de la prise alimentaire, du score des ulcères, des paramètres du stress 

oxydant et des paramètres biochimiques sériques ont été observées dans tous les lots ayant 

consommé l’extrait ou le diazépam, en comparaison au témoin. Ces résultats suggèrent que l’extrait 

aqueux des feuilles de M. oleifera pourrait diminuer les effets délétères du stress aussi bien dans sa 

phase aigüe que chronique chez les rats. Toutefois, l’amplitude des variations des paramètres 

comportementaux, physiques et physiologiques évaluées au cours de cette étude semble moins 

importante chez les rats en situation de stress chronique en comparaison à ceux soumis au stress 

aigu. Ce qui est en concordance avec les données de la littérature (Radley et al., 2008) et laisse 

supposé que les mécanismes physiologiques impliqués pourraient dépendre du modèle de stress 

étudié.  

La réponse adaptative au stress aigu ou chronique implique le rôle de l’axe hypothalamo-

hypophyso-surrénalien et du système nerveux autonome sympathique (Rai et al., 2003). Toutefois, 
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l’exposition à un stress chronique entraine des modifications neurologiques, comportementales et 

biochimiques différentes de ceux d’une exposition aigue. En effet, les changements 

comportementaux observés lors d’un stress aigu sont modulés par les médiateurs du stress que sont 

des neuropeptides et hormones régulateurs de l’homéostasie sécrétés par l’axe hypothalamo-

hypophyso-surrénalien et le système nerveux sympathique associé aux glandes médullosurrénales: 

la corticolibérine (CRF), l’hormone adrénocorticotrope (ACTH), les glucocorticoïdes et les 

catécholamines. Ces modifications sont limitées dans le temps et peuvent induire des effets 

désagréables. Une exposition à un stress chronique entraîne une altération des structures et des 

fonctions des régions du cerveau impliquées dans le contrôle de l’axe corticotrope et du système 

nerveux autonome. En effet, le stress chronique induit des modifications structurelles au niveau de 

l’hippocampe et du cortex préfrontal (Radley et al., 2008). Au niveau du noyau para-ventriculaire, 

une augmentation de l’expression de CRF et d’arginine vasopressine (AVP) et une diminution de 

l’expression des GR sont mises en évidence, ainsi qu’une altération de nombreux autres récepteurs 

(Ziegler et al., 2005). Des changements neurochimiques sont également démontrés dans de 

nombreuses voies de signalisation projetant vers le PVN, notamment une augmentation des niveaux 

de neurotransmetteurs GABA dans l’hypothalamus et le noyau du lit de la strie terminale. Ces 

changements sont à l’origine des effets délétères du stress chronique.  

Par ailleurs, les changements observés dans la prise alimentaire en réponse au stress 

chronique sont différents de ceux en réponse au stress aigu. En effet, l’on a observé lors de l’étude 

portant sur le stress chronique, une augmentation dose-dépendante de la prise alimentaire dans les 

lots ayant consommé l’extrait à différentes doses et le Diazépam en comparaison aux rats du lot 

témoin stressé (p<0,05-p<0,001). La diminution de la prise alimentaire chez les rats du groupe 

témoin stressé serait due à une augmentation de la libération de la CRH (Harris, 2015). En se fixant 

sur ses récepteurs (CRHR1 et CRHR2), cette hormone modifie la production des glucocorticoïdes. 

En effet, les études ont montré qu’à la dose physiologique normale, les glucocorticoïdes ont une 

action anabolisante, tandis qu’à dose élevée comme en situation de stress chronique, ils induisent 

des effets cataboliques sur les réserves glucidiques et lipidiques via les GR. Au même moment, ils 

exercent un effet anorexigénique via une hyperleptinémie, les GR du NPV, ou indirectement via 

d’autres systèmes.  

La barrière hémato-encéphalique est sélectivement perméable à une large variété de 

substances biologiquement actives. Les acides aminés par exemple, peuvent pénétrer dans le 

cerveau grâce à différents transporteurs. Ils peuvent donc être impliqués dans le processus de 

régulation et d’adaptation au stress par l’organisme (Lieberman, 2003). La tyrosine et la 
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phénylalanine sont des précurseurs des catécholamines et le tryptophane est précurseur de la 

sérotonine. Il peut exister un lien direct entre les apports nutritionnels de la tyrosine, de la 

phénylalanine et du tryptophane et la biosynthèse de ces neuromédiateurs. En outre, les systèmes 

sérotoninergiques, GABAergiques, opioïdergiques et catécholaminergiques centraux sont des cibles 

privilégiées des médicaments anti-stress et des peptides issus du catabolisme digestif des protéines 

ou directement présents dans les protéines natives des aliments. Ils peuvent avoir une action agoniste 

ou antagoniste sur des récepteurs au sein de ces systèmes et induire ainsi une activité antistress. Les 

effets protecteurs de l’extrait aqueux des feuilles de M. oleifera observés aussi bien lors du stress 

aigu que du stress chronique, pourraient être dus à une modification structurelle et fonctionnelle de 

l’axe hypothalamo-hypophyso-surrénalien et du système nerveux autonome sympathique. Ces 

résultats sont semblables à ceux obtenu par Bakre et al. (2013) et Kirisattayakul et al. (2013). En 

effet, Bakre et al. (2013) ont démontré que l’extrait éthanolique des feuilles de M. oleifera (250-

2000 mg/kg) a modifié les paramètres comportementaux des rats (locomotion, mémoire, toilettage 

et poids des selles), réduit le niveau d’anxiété et l’apparition des crises convulsives. Kirisattayakul 

et al. (2013) ont également montré que l’extrait aqueux des feuilles de M. oleifera possède un effet 

cérébro-protecteur, permettant de limiter l’altération des neurones impliqués dans la régulation du 

stress. Ce qui leur a permis de conclure que l’activité de cet extrait pourrait être due à une 

amélioration du mécanisme inhibiteur central impliquant la libération de l’acide gamma-

aminobutyrique (GABA). 

Les manifestations désagréables du stress peuvent provenir des changements physiques et 

physiologiques observés au niveau de certains organes à l’instar de l’estomac. Une hypothèse 

formulée par Peters et al. (1999) stipule qu’une vasoconstriction de l’ensemble de la circulation 

splanchnique consécutive à la stimulation sympathique, associé à un stresseur physique, 

diminueraient le volume sanguin circulant, et aggraveraient le phénomène d’ischémie au niveau 

gastro-intestinale. En effet, des études ont montré qu’une ischémie au niveau stomacal serait à 

l’origine d’une diminution des sécrétions muqueuses, d’un œdème du chorion avec extravasation 

de globules rouges, des plages de muqueuse congestive ou hémorragique (McMahon et al., 1984). 

Dans la présente étude, une évaluation du score des ulcères a montré une réduction dose-dépendante 

de l’indice d’ulcère et une augmentation dose-dépendante du poids du mucus chez les rats ayant 

consommé l’extrait en comparaisons au témoin stressé. Ces résultats sont semblables à ceux obtenus 

par Pal et Sahib (1995) et Debnath et al. (2011), qui ont montré que l’extrait aqueux et méthanolique 

des feuilles de M. oleifera possédaient des propriétés antiulcérogéniques. En effet, cet extrait a 

entrainé une réduction significative de la formation de lésions gastriques causées par un stress. Dans 

le cas du stress aigu, les pourcentages d’inhibition sont de 36,73, 51,02 et 53,06 respectivement pour 
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les groupes M. oleifera 100, 200 et 400 mg/kg. Pour le stress chronique, les pourcentages 

d’inhibition sont de 51,02, 51,02 et 53,06 respectivement pour les groupes M. oleifera 100, 200 et 

400 mg/kg. Le taux d’augmentation du poids du mucus des rats ayant consommé l’extrait varie entre 

0,85 et 10,42% pour le stress aigu et entre 3,57 et 17,34% pour le stress chronique. Ces résultats 

pourraient s’expliquer par l’effet de cet extrait sur la densité des cellules entérochromaffines (CE) 

(Debnath et al., 2011). L’augmentation de la densité des cellules entérochromaffines aurait comme 

conséquence une élévation du taux de la 5-hydroxytryptamine (5-HT) et de l’épaisseur de la 

muqueuse stomacale (Debnath et al., 2011). La 5-HT est un neurotransmetteur régulateur clé des 

muscles lisses des voies cardiovasculaires et gastro-intestinales, se trouvant à une concentration 

élevée dans les cellules entérochromaffines. Ainsi, l’effet antiulcérogéniques de l’extrait aqueux de 

M. oleifera serait probablement due à la libération de la 5-HT à partir de cellules 

entérochromaffines, ce qui augmente la sécrétion de mucus via la voie cyclooxygénase, tout en 

induisant la synthèse de prostaglandine (PG), en particulier PGE2 et PGI2 et menant à la 

cytoprotection. 

 Par ailleurs, il a été établi que les stresseurs (physiques ou psychologiques) appliqués de 

manière aiguë ou chronique, provoquent une augmentation tissulaire des formes réactives de 

l’oxygène (Carnevale et al., 2011). Ces radicaux libres oxygénés sont produit par les cellules 

endothéliales et les neutrophiles polynucléaires. Ils provoquent la destruction des tissus de la 

muqueuse gastrique en induisant l’ischémie au niveau de la micro-vascularisation gastrique, et le 

rôle directe des radicaux libres oxygénés dans l’éthiopathologie des ulcères induits par le stress a 

été bien établi. La formation des ulcères induits par le stress à l’eau froide implique aussi l’action 

corrosive de l’acide gastrique sur les cellules de la muqueuse gastrique, ainsi que la peroxydation 

lipidique de la paroi cellulaire qui entraine la formation du MDA (Tandon et al., 2004). Les 

antioxydants agiraient comme piégeurs/inhibiteurs de radicaux lipidiques, des anions superoxydes, 

du singulet d’oxygène, ou comme régulateurs du système antioxydant (De-Faria et al., 2012). Les 

résultats de cette étude ont montré, aussi bien dans l’étude du stress aigu que celui du stress 

chronique, une augmentation de l’activité de la SOD, de la CAT et du GSH au niveau de l’estomac 

dans les lots ayant consommé l’extrait en comparaison au témoin stressé. Par contre, une baisse 

significative du MDA au niveau de l’estomac a été observée dans les mêmes groupes. La protection 

gastrique contre les dommages provoqués par le stress aigu ou chronique chez les rats ayant 

consommé l’extrait aqueux des feuilles de cette plante serait donc liée au renforcement du statut 

antioxydant de ces animaux. Ce renforcement du statut antioxydant pourrait être attribué à la 

présence en quantité importante dans l’extrait des flavonoïdes, alcaloïdes, polyphénols et 
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triterpenoide, qui sont des classes de composés bioactifs dont l’activité antioxydante est bien connue 

(Chumark et al., 2008). 

Les résultats de l’évaluation des effets du stress aigu/chronique chez les rats ayant consommé 

l’extrait aqueux des feuilles de M. oleifera ont montré des taux de glucose (entre 20,77 et 39,86 % 

pour le stress aigu et entre 40,35 et 49,07% pour le stress chronique), d’urée (entre 48,19 et 56,37% 

pour le stress aigu et entre 46,65 et 62,81% pour le stress chronique) et de triglycérides sériques 

(entre 41,68 et 59,56% pour le stress aigu et entre 49,09 et 54,05% pour le stress chronique) moins 

élevés en comparaison au groupe témoin stressé. Ce qui suggère, au vue de la quantité de 

polyphénols retrouvés dans cet extrait, qu’il pourrait avoir des propriétés hypoglycémiantes et 

hypolipidémiantes chez les rats soumis à un stress. Des résultats similaires ont été obtenus chez des 

rats souffrants de diabète de type 2 (Ndong et al., 2007). La réponse au stress comprend également 

un hypermétabolisme (augmentation de la consommation d’oxygène, hyperglycémie, 

hyperlactatémie, catabolisme protéique), une réaction d’hyperactivité cardio-vasculaire et des 

réactions cliniques telles que la fièvre, l’hypothermie, la tachycardie, la tachypnée et 

l’hyperleucocytose. L’hyperglycémie observé lors d’un stress aigu serait due à une augmentation 

de la néoglucogenèse et de la glycogénolyse par la libération périphérique d’adrénaline, de la 

noradrénaline et de glucocorticoïdes (Sapolsky et al., 2000). L’augmentation de la libération de ces 

hormones entrainerait une inhibition de la libération d’insuline par le pancréas (Diane et al., 2008). 

Ce qui aurait pour conséquence une augmentation de la lipolyse et de la protéolyse.  

L’extrait aqueux des feuilles de M. oleifera possède donc des effets aussi bien contre les 

changements à court termes induits par le stress aigu, que ceux structurels et fonctionnels induits 

par le stress chronique. Les changements observés chez les rats ayant consommé l’extrait pourraient 

être dus à l’effet de cet extrait sur le fonctionnement du système nerveux central (modification du 

comportement des rats), sur l’hypermétabolisme (action hypolipidémiantes et hypoglycémiante) et 

sur la production des radicaux libre et le renforcement de la capacité antioxydante. 

L’étude de la toxicité aiguë a consisté à l’administration orale d’une dose unique de 2000 

mg/kg de l’extrait aqueux des feuilles de M. oleifera. Les résultats de cette étude n’ont montré 

aucune modification du comportement, des prises alimentaire et hydrique, de l’évolution pondérale 

et du poids relatif des organes comparativement aux témoins respectifs. L’administration orale de 

cet extrait n’a entrainé aucun signe visible de toxicité et tous les animaux traités ont survécu durant 

les 14 jours d’observation qui ont suivi cette administration. Ces résultats montrent que la DL50 de 

l’extrait aqueux de M. oleifera est supérieure à 2000 mg/kg. Ramesh et al. (2007) ont montré que 

les substances possédant une DL50 de 2000 mg/kg étaient non ou faiblement toxiques. En vertu des 
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recommandations faites par l’OCDE (OCDE, 2001), nous pouvons classer notre extrait dans la 

catégorie 5 du système de classification globalement harmonisé (SGH), catégorie correspondant aux 

substances faiblement toxiques. Tous ces résultats laissent penser que l’administration orale d’une 

dose unique de l’extrait aqueux des feuilles de M. oleifera serait quasiment sans risque pour 

l’organisme. Ces résultats sont semblables à d’autres études qui ont été menées sur l’extrait aqueux 

des feuilles de cette plante qui ont rapporté des DL50 supérieures à 6400mg/kg (Awodele et al., 

2012 ; Ilyas et al., 2016). 

Selon Chapman et al. (2010), la détermination des doses létales chez les animaux ne prédit 

pas forcément de la dose létale humaine d’un médicament ou d’un poison. Les données de toxicité 

aigüe sont d’applications cliniques limitées car des effets toxiques cumulatifs peuvent survenir 

même à de faibles doses. De ce fait, des études incluant des prises répétées et plusieurs niveaux de 

doses sont indispensables pour évaluer la toxicité des phytomédicaments (Abotsi et al., 2011). C’est 

dans ce cadre que la toxicité de l’extrait aqueux des feuilles de M. oleifera en administration orale 

répétée pendant 42 jours et à trois niveaux de doses (400, 800 et 1600 mg/kg) a été évaluée. Au 

cours de cette manipulation, nous n’avons enregistré aucun décès.  

La baisse de la masse corporelle est un indicateur assez sensible de toxicité après exposition 

d’un organisme à des substances toxiques (Pillai et al., 2011). Il en est de même de la masse relative 

des organes, qui est également un bon indicateur du niveau d’altération d’un organe par une drogue. 

Ce qui se manifeste généralement par une atrophie anormale de l’organe altéré (Hor et al., 2012). 

L’administration orale répétée de l’extrait aqueux des feuilles de M. oleifera  n’a entrainé aucune 

variation significative de la masse corporelle et la masse relative des organes des animaux traités 

des deux sexes comparativement à leurs témoins respectifs. De même, les consommations 

alimentaire et hydrique des animaux traités à l’extrait n’ont subi aucune variation significative 

comparativement à celles de leurs témoins respectifs. Ces résultats sont semblables à ceux obtenus 

par Awodele et al. (2012) et Ilyas et al. (2016), qui ont conclu dans leurs études respectives que 

l’extrait aqueux des feuilles de M. oleifera présenterait de faibles risques de toxicité pour l’homme.  

Le système hématopoïétique est l’une des cibles les plus exposées aux substances toxiques. 

Il est aussi un marqueur important du statut physiologique et pathologique chez l’homme et l’animal 

(Sujith et al., 2012). L’analyse des paramètres sanguins fournit des données importantes sur une 

possible atteinte du système hématopoïétique et a une grande valeur prédictive de la toxicité chez 

les humains (91%) lorsque les essais sont effectués sur des rongeurs (Olson et al., 2000). Le statut 

hématologique de tous les animaux a été évalué après 42 jours d’administration orale de l’extrait 

aqueux de M. oleifera. Chez les femelles, des augmentations significatives du taux des plaquettes 
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sanguines, du pourcentage de monocyte, et une baisse significative du pourcentage de lymphocytes 

ont été observées. Chez les mâles, on a noté une augmentation significative du taux de globules 

blanc, du pourcentage de Lymphocytes et de Monocytes, du taux de Lymphocytes et de monocytes 

en comparaison à leurs témoins respectifs. Une baisse du pourcentage de granulocytes a été observée 

en comparaison au témoin. Ces fluctuations concernant les globules blancs et ses constituants 

n’étaient pas dose-dépendantes et différaient en fonction des sexes. Des résultats similaires ont été 

obtenus par Hisham et al. (2012), Otitoju et al. (2014) et Okwari et al. (2014) qui ont évalué l’effet 

de l’extrait aqueux et éthanoïque des feuilles de M. oleifera sur les paramètres hématologiques. Les 

globules blancs ayant pour principale fonction de détruire les corps étrangers, les irrégularités 

obtenus dans leurs répartitions s’expliqueraient par une réponse de l’organisme des animaux aux 

corps étrangers contenus dans l’extrait et qui stimuleraient le système immunitaire des rats 

(Adedapo et al., 2009).  

Il est évident que le signe des dommages hépatiques est la fuite d’enzyme cellulaire dans le 

plasma. Quand la membrane plasmatique des hépatocytes est endommagée, une variété d’enzymes 

normalement situés dans le cytosol est libérée dans le sang, leur évaluation dans le sérum est un 

marqueur utile pour l’ampleur et le type de dommages hépatocellulaires (Kumar et al., 2004). Les 

transaminases (ALAT et ASAT) sont des enzymes ayant une activité métabolique importante à 

l’intérieur des cellules, l’augmentation de leurs taux sérique reflète une lésion cellulaire, en 

particulier au niveau hépatique (Lazare et al., 2011). L’ALAT est un enzyme cytoplasmique se 

trouvant à des concentrations très élevées dans le foie et une augmentation sérique de cet enzyme, 

suggère des dommages hépatocellulaires. L’ASAT par contre est un enzyme qui est présent en 

quantité élevée dans le cytoplasme et les mitochondries des différents tissus, y compris le foie, cœur, 

muscle squelettique, rein et cerveau (Gad et al., 2013). L’augmentation de la bilirubine est associée 

à diverses fonctions du foie, une petite élévation de sa concentration sérique est un indicateur 

important des dommages du foie chez des animaux de laboratoire ou pourrait être un signe 

d’obstruction des canaux biliaires (Hor et al., 2012), ainsi qu’une probabilité d’une hyper hémolyse 

(Atsamo et al., 2011). Les résultats de cette étude n’ont montré aucune différence significative entre 

les taux d’ALAT et de protéines totales chez les animaux des deux sexes ayant consommé l’extrait 

en comparaison à leurs témoins respectifs. Une augmentation significative de l’ASAT et de la 

bilirubine dans les lots mâles et femelles traités à l’extrait en comparaison aux témoins a été 

observée. De plus, les analyses histologiques des foies de ces animaux ont présenté quelques 

anomalies. En effet, des cholestases biliaires, des congestions vasculaires et des foyers 

inflammatoires ont été observés aux doses les plus fortes (800 et 1600 mg/kg). Ce qui conforte les 

résultats obtenus lors du dosage biochimique faisant état d’une augmentation significative du taux 
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d’ASAT et de bilirubine chez ces rats. Ces résultats sont semblables à ceux obtenus par Asare et al. 

(2012), Awodele et al. (2012) et Ilyas et al. (2016) qui ont également évalué le profil toxicologique 

des feuilles de M. oleifera. L’ASAT étant localisée à 80 % dans les mitochondries et provenant 

d’origines diverses (foie, cœur, muscle squelettique, rein et cerveau) (Djami et al., 2011), ces 

résultats suggèrent que cet extrait pourrait à forte dose (1600mg/kg), causer des dommages 

cellulaires au niveau des hépatocytes et/ou au niveau d’autres organes. Toutefois, le taux d’ASAT 

est revenu à la normale chez les animaux du lot satellite traités à l’extrait, ce qui montre que ces 

altérations hépatiques seraient mineures et transitoires et que l’extrait aqueux de M. oleifera 

n’entrainerait pas d’altérations graves et irréversibles de la fonction hépatique.  

L’augmentation du taux sérique de cholestérol pourrait occasionner des troubles cardio-

vasculaires à travers le développement des plaques d’athéromes (Patel et al., 2011). Les taux de 

cholestérol total, HDL cholestérol, LDL cholestérol et triglycérides n’ont pas varié de façon 

significative chez les animaux ayant consommé l’extrait comparativement à leurs témoins 

respectifs. Ces résultats suggèrent que l’extrait aqueux des feuilles de M. oleifera n’aurait pas 

d’effets néfastes sur le système cardiovasculaire et sur le métabolisme lipidique.  

La fonction rénale est évaluée par le dosage sérique de l’urée, de la créatinine et des 

électrolytes. L’augmentation de l’urée sérique est un indicateur fiable d’une altération de la fonction 

rénale plus précisément de la filtration glomérulaire (Gad et al., 2013). L’accumulation de l’urée 

dans le sang peut également être consécutive à une alimentation hyperprotéique, à une hémorragie, 

à un stress ou à une déshydratation. Le taux d’urée a significativement augmenté chez les rats 

femelles ayant consommé l’extrait à la dose de 1600mg/kg en comparaison aux témoins respectifs. 

Sur les microphotographies des coupes histologiques des reins, l’on a observé chez les mâles traités 

à la dose de 800 et 1600 mg/kg et chez les femelles traitées aux mêmes doses, une réduction de 

l’espace de Bowman qui est revenu à la normale dans le groupe essai satellite. Ces résultats sont 

semblables à ceux obtenus par Awodele et al. (2012) qui ont obtenu des résultats similaires chez les 

rats ayant consommé l’extrait aqueux des feuilles de M. oleifera aux doses de 250, 500 et 1500 

mg/kg. En effet, cette augmentation du taux d’urée sérique serait due à la composition de cet extrait, 

qui contient des quantités élevées de composés azotés (protéines et acides aminés). Toutefois, le 

retour à la normale du taux d’urée chez les rats du groupe satellite traité à l’extrait montre que 

l’altération des reins serait mineure et transitoire et que l’extrait aqueux de M. oleifera n’entrainerait 

pas d’altérations graves et irréversibles de la fonction rénale.  

 

 



143 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

CONCLUSION ET PERSPECTIVES 



144 

 

CONCLUSION 

 

L’objectif de ce travail était d’étudier l’activité de l’extrait aqueux des feuilles de M. oleifera 

sur les performances physiques ainsi que la toxicité chez les rats en vue de recommander son 

utilisation par les sportifs. Il ressort de ce travail que : 

-l’extrait de M. oleifera possède plusieurs composés bioactifs (tannins, phénols, flavonoïdes, 

glycosides, protéines, polysaccharides), des sels minéraux et une énergie metabolisable de 2810,98 

kcal/kg d’extrait ; 

-l’extrait de M. oleifera provoque une augmentation de l’endurance physique. Il provoque 

une mise en place plus efficiente des mécanismes adaptatifs (réduction de certains métabolites 

(acide lactique, urée et radicaux libres), augmentation des réserves énergétiques (glycogène 

hépatique et musculaire), utilisation des réserves lipidiques durant l’effort (triglycérides) et 

modification des paramètres hématologiques). Ces effets ont été optimaux à la dose de 200 mg/kg ; 

 -l’extrait de M. oleifera possède des effets contre le stress aigu, ainsi que contre les 

changements induits par le stress chronique. En plus de l’activité antioxydants, ces effets pourraient 

être dus à l’action de l’extrait sur le système nerveux et au niveau métabolique ;  

-le test de toxicité aigu montre que l’extrait de M. oleifera présenterait de faibles risques de 

toxicité pour l’organisme, la  DL50 ayant été évaluée à plus de 2000 mg/kg. Le test de toxicité sub-

chronique montre que la consommation de l’extrait de M. oleifera à des faibles doses (200 mg/kg) 

serait sans risque pour l’organisme. Cependant, à des fortes doses (˃800 mg/kg), l’administration 

répétée de l’extrait entraine certains signes passagers de toxicité, lesquelles anomalies se corrigent 

14 jours après l’arrêt du traitement.  
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PERSPECTIVES 

Compte tenu de l’utilisation courante des feuilles de cette plante, nous envisageons de mener 

des travaux ultérieurs portant sur : 

-une quantification de certains constituants phytochimiques présents dans cet extrait au 

niveau sérique et musculaire ; 

-l’évaluation des mécanismes centraux en relation avec les activités antifatigues de cet 

extrait ;       

-la détermination des mécanismes physiologiques centraux impliqués dans l’activité 

antistress de cet extrait ; 

-l’évaluation de la toxicité reproductive et chronique, ainsi que des études sur d’autres 

espèces animales (lapins, cobayes etc.) ; 

-la production d’un supplément alimentaire destiné aux sportifs.  

 

RECOMMANDATIONS 

M. oleifera est une plante aux qualités nutritionnelles et pharmacologiques exceptionnelles. 

Les données de cette étude ont montré que les feuilles de cette plante pourraient avoir des effets 

bénéfiques pour la performance et la santé du sportif. Ces effets ont été plus visibles à la dose de 

200 mg/kg, qui serait recommandée comme complément alimentaire pour les sportifs. 
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ANNEXE 1 : PRÉPARATION DES DIFFERENTES SOLUTIONS CHIMIQUES 

 

Annexe 1a : Dilution des extraits aqueux des feuilles de M. oleifera  

Les solutions des extraits et des fractions administrées aux rats ont été préparées par 

solubilisation de 8, 4 et 2 g d’extraits de M. oleifera dans 15 ml d’eau distillée. Les solutions ont été 

complétées à 20 ml avec d’eau distillée, ce qui correspondait à des solutions mères de concentration 

pondérale 400, 200 et 100 mg/ml. Connaissant la dose (D), le poids de l’animal (P) et la 

concentration de l’extrait; le volume (V) à administrer à un rat est déterminé à partir de la formule 

suivante: 

 

                                                                   Avec  

        

 

 

Annexe 1b: Solution de diazépam  (1 mg/ml) 

La solution de Diazépam a été préparée en solubilisant 10 comprimés de 10mg (100 mg) de 

comprimé de diazépam (Diazépam TEWA, N°100-110, ESPLANADE DU GERERAL DE 

GAULLE, 92931 PARIS LA DEFENSE CEDEX, France) dans 95 ml d’eau distillée. La solution a 

été complétée à 100 ml avec d’eau distillée. Cette solution a été utilisée comme médicament de 

référence pour l’activité antistress de l’extrait. 

Annexe 1c: Solution de NaCl (9 ‰) 

La solution de NaCl a été obtenue en dissolvant 0,9 g de NaCl anhydre (NaCl, lot. no 6301, 

Riedel-de Haën ; Germany) dans 95 ml d’eau distillée. La solution a été complétée à 100 ml avec 

d’eau distillée Cette solution a été conservée à température ambiante. Elle avait permis de maintenir 

les cellules en état d’isotonocité physiologique pendant l’opération. 

Annexe 1d: Préparation de l’anthrone 2% 

0,2 g d’anthrone mélangé à l’acide sulfurique concentré à 95-97 % pour un volume de 100 

ml de solution. Cette solution d’anthrone à 2 % a été utilisée pour le dosage du glycogène hépatique 

et musculaire.  

Annexe 1e: Solutions de formaldéhyde (10% et 2%) 

La solution de formaldéhyde 10% a été préparée à partir d’une solution de formaldéhyde 40 

%. Un volume V1 de formaldéhyde 40 % a été introduit dans une éprouvette graduée et dilué 4 fois 

avec de l’eau distillée. Cette solution a été utilisée pour fixer les organes. A partir de la solution de 

formaldéhyde 10 % obtenue, a été préparée la solution de formaldéhyde 2 %. Un volume V2 de cette 

D x P 

C 
V =  

V: en ml 

D: en mg/kg 

P: en kg 

C: en mg/ml 
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solution a été dilué 5 fois avec de l’eau distillée. Cette solution de formaldéhyde 2 % a été utilisée 

pour fixer les ulcères. 

Annexe 1f: Solution d’adrénaline 

La solution d’adrénaline (0,3 mM) est préparée en dissolvant, 6 mg d’adrénaline dans 95 ml 

d’eau distillée. La solution a été complétée à 100 ml avec d’eau distillée. 

Annexe 1g: Solution de dichromate de potassium (5%) 

La solution de dichromate de potassium (5%) a été préparée par la dissolution de 2,5 g de 

dichromate de potassium (K2Cr2O7) dans 45 ml d’eau distillée. La solution a été complétée à 50 ml 

avec d’eau distillée 

Annexe 1h: Réactif de biuret 

Le réactif de Biuret a été préparé en dissolvant 0,75 g de sulfate de cuivre, 3 g de tartrate de 

sodium et de potassium dans 95 ml d’eau distillée. La solution a été complétée à 100 ml avec d’eau 

distillée. Cette solution a été nommée solution A. 15 g d’hydroxyde de sodium ont été ensuite 

dissouts dans 95 ml d’eau distillée. La solution a été complétée à 100 ml avec d’eau distillée. Cette 

solution a été nommée solution B. Les solutions A et B ont été mélangées, et le volume final a été 

complété à 500 ml avec l’eau distillée. 

Annexe 1i: Réactif d’Ellman 

Le réactif d’Ellman a été préparé en mélangeant 4,96 mg d’acide 5,5’-dithio bis-

nitrobenzoïque (DTNB), dans une fiole de 250 ml avec le tampon phosphate 0,1 M; pH 6,5 jusqu’au 

trait de jauge. 

Annexe 1j: Solution de peroxyde d’hydrogène (50 mm) 

La solution de peroxyde d’hydrogène 50 mM, a été préparée en dissolvant 243 µL de 

peroxyde d’hydrogène 35% dans 45 ml l’eau distillée. La solution a été complétée à 50 ml avec 

d’eau distillée 

Annexe 1k: Tampon carbonate (0,05 M; pH 10,2) 

Le tampon carbonate (0,05 M, pH 10,2) a été préparé en dissolvant 4,3 g de carbonate de 

sodium (Na2CO3, 10 H2O) et 4,2 g d’hydrogénocarbonate de sodium (NaHCO3) dans 900 ml d’eau 

distillée. Le pH a été ensuite ajusté à 10,2 avec la soude et le volume complété à 1 L avec l’eau 

distillée. 

Annexe 1l: Tampon phosphate (0,1 M pH 7,5) 

Le tampon phosphate (0,1 M pH 7,5) a été préparé en dissolvant 4,08 g de phosphate 

monosodique hydraté (NaH2PO4, 12H2O) et 11,75 g de phosphate disodique hydraté (Na2HPO4, 

2H2O) dans 0,95 L d’eau distillée. La solution a été complétée à 1 L avec d’eau distillée. 
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Annexe 1m: Tampon Tris-HCl (50 mM pH 7,4) 

Le tampon Tris-HCl (50 mM pH 7,4 KCl 150 mM) a été préparé en dissolvant 1,21 g de 

tribase, 2,79 g de KCl dans 250 ml d’eau distillée. Le pH est ajusté par ajout de HCl 11,8 N et le 

volume complété à 500 ml avec de l’eau distillée.  

Annexe 1n: TCA 20% et TBA 0,67%   

Acide trichloracétique (TCA) 20 %: 2g de TCA sont dissouts dans 10 ml d’eau distillée.  

Acide thiobarbiturique (TBA) 0,67 %: 0,67 g de TBA sont dissouts dans 100ml d’eau 

distillée. 

Les solution de TCA 20% et TBA 0,67% ont permis de doser les MDA.    

Annexe 1o: Préparation du Dichromate/ Acide acétique 

5 g de dichromate solide ont été dissouts dans 100 ml d’eau distillée afin d’obtenir une 

solution à 5%. Puis 150 ml d’acide acétique glacial ont été ajoutés de manière douce dans 50 ml de 

cette solution de dichromate. 

Annexe 1p: Solution d’Hydroxyde de sodium 10%  

Dissoudre 10 g de NaOH dans 95 ml d’eau distillée. Agiter soigneusement jusqu’à obtenir 

une dissolution totale, et compléter le volume à 100ml dans une fiole jaugée.  

Annexe 1q: Solution de KOH 30%   

Dissoudre 3g de potasse (KOH) dans 95 ml d’eau distillée et compléter le volume à 100 ml 

dans une fiole jaugée.  

Annexe 1r: Solution d’éthanol 80%  

Pour obtenir 50 ml d’une solution d’éthanol 80%, nous avons prélevé 41,67 ml d’éthanol 

96% et ajouté 8,33 ml d’eau distillée.  

Annexe 1s: Solution de sulfate de cuivre  

Dissoudre 2,5g de sulfate de cuivre pentahydraté dans 95 ml d’eau distillée. Compléter 

ensuite le mélange à 100 ml dans une fiole jaugée.   

Annexe 1t: Solution d’acide perchlorique 

La solution d’acide perchlorique a été préparée en mélangeant 50 ml de dichromate de 

potassium (5 %) avec 150 ml d’acide acétique glacial. 
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