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1. INTRODUCTION 

 Selon l'Organisation Mondiale de la Santé (OMS), les cancers de la peau touchent de 2 

à 3 millions de personnes dans le monde et le nombre de nouveaux cas ne cesse d'augmenter 

(WHO, 2020). Parmi ces cancers, le mélanome cutané est le moins fréquent, mais en même 

temps considéré comme le plus agressif, étant responsable de la plupart des décès par cancer de 

la peau (MacKie, Hauschild, et Eggermont, 2009). En plus des facteurs phénotypiques (p. ex. 

couleur de la peau, des cheveux et des yeux), l'exposition aux rayons ultraviolets, la présence 

de naevi et les antécédents familiaux constituent les principaux facteurs de risque liés à 

l'apparition du mélanome (Arisi et al., 2018).  

Le caractère agressif du mélanome est principalement dû à des altérations génomiques 

et leurs conséquences post-transcriptionnelles. Les cellules de mélanome expriment des voies 

de signalisation prolifératives souvent activées même en absence de facteurs de croissance (p. 

ex. la voie RAS/RAF/MEK) (Platz et al., 2008), développent très facilement des mécanismes 

d'évasion à l'apoptose, stimulent la néo-angiogenèse, induisent l'expression de facteurs 

immunosuppresseurs et inhibent les principaux points de contrôle du système immunitaire 

(immune checkpoints) (Umansky et Sevko, 2012). Dans ce cadre, une bonne partie de la 

thérapie antimélanome est consacrée à l’utilisation de cytokines (p. ex. l’IL-2 et l’IFN-α), ainsi 

que d’anticorps monoclonaux (p. ex. les inhibiteurs des récepteurs CTLA-4 et PD-1/2) qui 

réactivent les points de contrôle du système immunitaire, renforçant la réponse lymphocytaire 

antitumorale (Lugowska, Teterycz, et Rutkowski, 2018; Niezgoda, Niezgoda, et Czajkowski, 

2015). Une autre partie du traitement antimélanome est basée sur l’utilisation de molécules 

cytotoxiques ciblant les principales voies de signalisations mutées. Les inhibiteurs BRAF (p. 

ex. le vemurafenib, le dabrafenib et l’encorafenib) et MEK (p. ex. le cobimetinib, le trametinib 

et le binimetinib) sont les principaux représentants de la thérapie dite ciblée et offrent une 

meilleure réponse antitumorale par rapport aux médicaments anticancéreux conventionnels tels 

que les agents alkylants, les agents antimitotiques et d'autres inducteurs d'apoptose (Dummer 

et al., 2017; Robert et al., 2015). 

Dans un premier temps, ces médicaments ralentissent le développement de la tumeur et 

prolongent la durée de vie des patients. Cependant, le retour de la progression tumorale est 

observé en moyenne un an après le début du traitement. Ce phénomène s'explique par la 

capacité des cellules de mélanome à résister aux traitements actuellement disponibles. Les voies 

de résistance aux médicaments utilisées pour le traitement du mélanome métastatique (stades 

III et IV) se produisent spontanément dans les cellules tumorales ou peuvent être acquises au 

cours du traitement dans le cadre de la réponse adaptative. Les voies des MAP kinases 
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(RAS/RAF/MEK) et PI3K/AKT sont parmi les plus affectées et directement liées aux 

mécanismes d'évasion de l'apoptose, d'invasion tissulaire, de perte du contrôle du cycle 

cellulaire et de signalisation cellulaire proliférative (Van Allen et al., 2014; Nathanson et al., 

2013; Poulikakos et al., 2011; Wagle et al., 2011). 

L'inefficacité de la plupart des molécules cytotoxiques a conduit les chercheurs et les 

médecins à mettre en œuvre de nouvelles approches thérapeutiques. Parmi celles-ci, la 

polychimiothérapie associant des médicaments qui agissent sur des cibles indépendantes (p. 

ex., les inhibiteurs BRAF + les inhibiteurs MEK) a été largement utilisée. Le principal 

inconvénient de cette stratégie thérapeutique réside dans le fait que les mécanismes de 

résistance peuvent être retardés mais pas éradiqués. De plus, les doses thérapeutiques élevées 

des différents médicaments associés entraînent des effets toxiques graves, principalement au 

niveau des fonctions hépatiques, pulmonaires et rénales (Heinzerling et al., 2019). Dans ce 

contexte, une deuxième stratégie a été récemment mise en évidence: la sensibilisation tumorale 

à la chimiothérapie par des molécules naturelles peu ou non toxiques.  

Les études réalisées en culture cellulaire ont montré qu’il était possible de réverser la 

chimiorésistance de cellules de mélanome en les exposant à des molécules naturelles à de 

faibles concentrations avant de les traiter par chimiothérapie. Ces agents souvent cytostatiques 

inhibent la prolifération et la mobilité cellulaire sans induire une forte cytotoxicité, et restaurent 

la sensibilité des cellules métastatiques aux molécules cytotoxiques en réactivant des voies de 

signalisation qui conduisent à la mort cellulaire (Juin et al., 2018; Krajnović et al., 2016; Talib 

et Abukhader, 2013). Ainsi, ils permettent de diminuer les doses efficaces d’agents 

cytotoxiques et donc de limiter la toxicité sur les tissus non tumoraux.  

Des travaux récents en pharmacognosie ont permis d’identifier des pigments naturels 

issus de plantes et d’algues ayant un potentiel chimiosensibilisant, notamment les flavonoïdes 

et les caroténoïdes (Buhrmann et al., 2015; Juin et al., 2018; Santos et al., 2016). Ces composés 

exercent non seulement un effet antiprolifératif direct sur les cellules tumorales mais 

potentialisent également l'effet d’agents anticancéreux couramment utilisés en clinique. De 

plus, ils limitent les mécanismes de résistance et sont généralement moins toxiques que les 

composés synthétiques. Bien que les effets anticancéreux des flavonoïdes et des caroténoïdes 

soient déjà décrits sur plusieurs lignées cellulaires, beaucoup de ces substances sont encore très 

peu explorées en termes de sensibilisation tumorale, surtout dans des modèles de mélanome. 

Ce travail de thèse s’est donné pour objectif d’extraire, purifier, identifier et évaluer 

l’effet de caroténoïdes et de flavonoïdes issus de plantes terrestres et de microalgues marines 

sur un modèle cellulaire de mélanome métastatique chimiorésistant. Les molécules ont été 
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obtenues à partir de plantes du Brésil et de la Nouvelle-Calédonie, ainsi que de microalgues 

d’intérêt industriel fournies par le laboratoire de Physiologie et Biotechnologies des Algues 

(PBA) de l’Institut Français de Recherche pour l’Exploitation de la Mer (IFREMER, Nantes). 

Les extraits et/ou molécules de plantes ont été fournis par les collaborateurs du Centre d’Etudes 

et de la Recherche sur les Plantes Médicinales de l’Universidade Federal do Vale do São 

Francisco (Petrolina, Brésil) et de la Faculté de Pharmacie de l’Université Paris Descartes 

(Paris, France), dans le cadre du Réseau Franco-Brésilien sur les Produits Naturels (Franco-

Brazilian network on Natural Products – FB2NP), qui a été créée au cours de ce projet de thèse.  

La valorisation des produits naturels du milieu marin et de la flore du Brésil et de la 

Nouvelle-Calédonie constitue également l'un des principaux objectifs des travaux de thèse, qui 

s’articulent en trois grandes parties: 

➢ La partie A consiste en un premier chapitre présentant une revue systématique approfondie 

de la littérature sur les produits naturels utilisés en tant que chimiosensibilisants dans des 

essais pré-cliniques. Dans ce chapitre, nous décrivons les tests in vitro et in vivo réalisés avec 

des molécules naturelles associées à la chimiothérapie. Les mécanismes moléculaires 

justifiant les effets chimiosensibilisants sont décrits en détail, ainsi que la qualité 

méthodologique des modèles animaux utilisés. 

➢ La partie B concerne l’évaluation du potentiel antiprolifératif et chimiosensibilisant de 

molécules purifiées à partir d’extraits de plantes du Brésil et de la Nouvelle-Calédonie. 

Celle-ci est divisée en deux chapitres: 

• Le deuxième chapitre présente l’étude de la composition chimique et le potentiel 

chimiosensibilisant de l’apocaroténoïde majoritaire (bixine) des graines de Bixa 

orellana L., une plante médicinale du Brésil. Dans ce chapitre, nous avons pu identifier 

deux apocaroténoïdes décrits pour la première fois dans la littérature. 

• Le troisième chapitre concerne l’étude pharmacologique d’une série de flavonoïdes 

semi-synthétisés ou directement isolés de l’exsudat de Gardenia oudiepe, une Rubiacée 

de la Nouvelle-Calédonie. Nous avons déterminé le mode d’action des molécules le plus 

actives par différentes techniques en biologie cellulaire et par une étude de modélisation 

moléculaire.  

 

➢ La partie C concerne la détermination de la composition pigmentaire et du potentiel 

chimiosensibilisant de caroténoïdes purifiés à partir d’extraits de microalgues. Celle-ci est 

aussi divisée en deux chapitres: 
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• Le quatrième chapitre décrit la composition pigmentaire de l’extrait de Rhodomonas 

salina, ainsi que la purification et l’évaluation du potentiel antimélanome et 

chimiosensibilisant de deux caroténoïdes principaux (alloxanthine et crocoxanthine). 

• Le cinquième chapitre est dédié à la mise au point d’un procédé d’extraction de la 

fucoxanthine, le caroténoïde majoritaire de l’extrait de Tisochrysis lutea, par 

chromatographie de partage centrifuge (CPC), et à l’évaluation de son potentiel 

chimiosensibilisant. Ce chapitre présente également le profil pigmentaire complet de la 

microalgue, y compris une chlorophylle décrite pour la première fois chez cette espèce. 
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2. ETUDE BIBLIOGRAPHIQUE 

 

2.1. Oncogenèse et caractéristiques des cellules cancéreuses  

 L’apparition de cellules cancéreuses et de tumeurs dans un organisme humain est le 

résultat de l’accumulation progressive de modifications génétiques et épigénétiques dans des 

cellules saines, conduisant à une dérégulation de la croissance et du métabolisme cellulaire. Ces 

phénomènes contribuent à sélectionner des clones de cellules présentant une capacité accrue à 

proliférer et à envahir les tissus environnants et distants. Ces cellules vont également développer 

une capacité à échapper au système immunitaire et une résistance aux traitements de 

chimiothérapie et de radiothérapie. De manière simplifiée, il est possible de distinguer trois 

étapes principales lors de l’oncogenèse, l’initiation, la promotion et la progression (Foster, 

2010).  

L’initiation est l’étape oncogénique primordiale qui correspond à l’apparition d’une 

instabilité génétique dans la cellule, conduisant à une transformation cellulaire provoquant une 

activation mitogénique. L’évènement initiateur est généralement la combinaison de multiples 

modifications mineures, telles que des mutations ou des modifications épigénétiques induites 

par des agents physiques, chimiques ou biologiques (virus) dans des gènes clés régulant la 

prolifération cellulaire. Ces gènes sont souvent des proto-oncogènes  (Grizzi et al., 2006) 

spécifiant des facteurs de croissance, des récepteurs de facteurs de croissance, des protéines G 

régulant les voies de signalisation mitogénique, des facteurs de transcription ou des protéines 

impliquées dans les mécanismes de réparation de l’ADN  (Kulesz-Martin, Gallegos, et Liu, 

2010). La dérégulation de la prolifération cellulaire favorise l’accumulation de lésions de 

l’ADN, qui déclenche l’expression de gènes onco-suppresseurs comme p53, dont la fonction 

est de provoquer un arrêt transitoire du cycle cellulaire permettant l’activation des mécanismes 

de réparation de l’ADN, et éventuellement le déclenchement de l’apoptose. Cette pression de 

sélection va favoriser l’émergence de clones cellulaires résistants à l’activation de l’apoptose 

et présentant des mutations inactivatrices de p53, capables de surmonter le point de contrôle du 

cycle cellulaire et de proliférer en accumulant des mutations et des altérations génétiques  

(Albagli, 2015).  

La seconde étape, la promotion tumorale, est la phase au cours de laquelle les clones 

cellulaires transformés vont proliférer et former une tumeur primaire qui va se vasculariser en 

réponse à la sécrétion tumorale de facteurs de croissance pro-angiogéniques tels que le VEGF 

(Figure 1) (Conti, 2010). L’activation constitutive des récepteurs aux facteurs de croissance et 

de leurs voies de signalisation ou la sécrétion par la tumeur de facteurs de croissance 
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mitogéniques va favoriser la prolifération incontrôlée des cellules cancéreuses au cours de cette 

étape.  

Enfin, la phase de progression tumorale va se caractériser par une prolifération 

exponentielle des cellules tumorales, l’accumulation de mutations conduisant à l’émergence de 

clones de cellules tumorales présentant des hétérogénéités génétiques, la réactivation éventuelle 

de l’expression de gènes embryonnaires conduisant à la dédifférenciation en cellules souches 

cancéreuses et l’acquisition de phénotypes invasifs et métastatiques pour certaines cellules. La 

tumeur va également être infiltrée par des cellules immunitaires, qui vont générer une 

inflammation chronique et une pression de sélection conduisant à l’émergence de cellules 

immunosubversives (Foster, 2010; Park, Wakefield, et Mamura, 2009).  

 

 

Figure 1. Étapes impliquées dans le processus d'oncogenèse (initiation, promotion et 

progression). 

 

L’étude approfondie de la biologie des cellules cancéreuses et des tumeurs a permis 

d’identifier 10 caractéristiques associées au phénomène d’oncogenèse: une autonomie de 

croissance des cellules liée à l’activation constitutive des voies de signalisation proliférative, 

une insensibilité aux signaux antiprolifératifs, un échappement à la réponse immunitaire, une 

activation de l’immortalité réplicative, une promotion de l’inflammation dans le 

microenvironnement tumoral, une activation du processus d’invasion et de métastase, une néo-

angiogenèse tumorale, une instabilité génomique, une résistance à l'induction de l’apoptose par 

les molécules pro-apoptotiques et une dérégulation du métabolisme cellulaire (Figure 2)  (Fouad 

et Aanei, 2017; Hanahan et Weinberg, 2011). La compréhension approfondie de chacune de 
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ces caractéristiques permet aujourd’hui de développer des stratégies thérapeutiques et des 

médicaments ciblés, qui peuvent être combinés pour limiter et retarder la croissance tumorale  

(Samadani et al., 2018). 

 

 

Figure 2. Principales caractéristiques des cellules tumorales (hallmarks of cancer cells) 

(D'après Hanahan et Robert, 2017).  

 

2.1.1. Autonomie de croissance 

La signalisation proliférative est un phénomène hautement régulé dans les cellules 

saines. La dérégulation de ces mécanismes dans les cellules cancéreuses peut s’expliquer par 

différents phénomènes non exclusifs tels que: 

• La surexpression de facteurs de croissance oncogéniques par les cellules cancéreuses ou 

les cellules du microenvironnement tumoral, qui vont avoir un effet prolifératif 

autocrine; 

• La surexpression de récepteurs aux facteurs de croissance; 

• L’activation constitutive de récepteurs aux facteurs de croissance par mutation ou 

altération épigénétique; 

• L’activation constitutive des voies de signalisation des facteurs de croissance (Chigira, 

Noda, et Watanabe, 1990; Sporn et Roberts, 1985). 
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Parmi les récepteurs des facteurs de croissance et leurs voies de signalisation, le 

récepteur de l’EGF, les petites GTPases de la famille RAS, RAF et ERK, la PI3 Kinase (PI3K) 

et PTEN (Dhillon et al., 2007) sont les plus étudiés, afin de développer des médicaments ou des 

anticorps inhibiteurs de la prolifération cellulaire. Cependant, les taux de réponse à ces 

inhibiteurs restent relativement limités dans le temps, principalement en raison de l'induction 

de chimiorésistances liées à des mutations (Shi et al., 2014; Wagle et al., 2011). 

 

2.1.2. Insensibilité aux signaux antiprolifératifs  

Les cellules cancéreuses présentent une insensibilité aux signaux antiprolifératifs 

(Hanahan et Robert, 2017). Dans les cellules normales, l’équilibre entre les signaux prolifératifs 

et les signaux antiprolifératifs permet une coordination du cycle cellulaire avec les mécanismes 

de réparation de l’ADN. La prolifération cellulaire peut notamment être bloquée par l’entrée de 

la cellule en phase G0 et l’induction d’un stade post-mitotique favorisant la différenciation de 

la cellule. Deux suppresseurs de tumeurs assurent cette fonction majeure de blocage transitoire 

du cycle cellulaire, les protéines Rb et p53. Rb est capable de bloquer la cellule au point de 

restriction G1 pour lui laisser le temps de corriger ses lésions dans l’ADN, et les cellules 

cancéreuses présentant une mutation dans Rb vont surmonter ce point de contrôle. La protéine 

p53 joue quant à elle un rôle central de régulateur de l’apoptose, en bloquant le cycle cellulaire 

dans les cellules présentant des lésions de l’ADN et en permettant le déclenchement d’une 

apoptose si la réparation des lésions est impossible ou prend trop de temps (Sherr et 

McCormick, 2002). Comme pour Rb, la mutation de p53 permet la poursuite du cycle cellulaire 

dans les cellules cancéreuses et favorise le maintien et la transmission d’altérations génomiques 

(Sherr, 2004).  

 

2.1.3. Instabilité génomique 

Les lésions de l’ADN sont à l’origine de l’instabilité génomique des cellules 

cancéreuses, qui s’exprime par l’acquisition progressive d’une sensibilité accrue aux agents 

mutagènes et par une perte de fonction des mécanismes de réparation des altérations 

génomiques (Yixin et Wei, 2014). Cette fragilité génomique favorise la poursuite du cycle 

cellulaire en dépit d’altérations de l’ADN et génère l’accumulation croissante de mutations 

affectant en particulier les gènes des kinases, ce qui provoque leur activation constitutive 

(Kalimutho et al., 2019). Le kinome humain regroupe 518 protéines pouvant devenir 

oncogéniques en cas de mutation, dérégulation d’expression, phosphorylation aberrante, ou 
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modification épigénétique. Parmi celles-ci, les kinases dépendantes des cyclines (CDK), les 

récepteurs à activité tyrosine kinase, les MAP kinases, les kinases Aurora, mTOR et la tyrosine 

kinase Src sont les plus étudiées pour développer des inhibiteurs présentant des activités 

anticancéreuses (Germann et al., 2017; Vijayaraghavan et al., 2018; Zhang et Yu, 2012). Bien 

que l'inhibition des kinases soit identifiée comme une stratégie pertinente pour surmonter la 

chimiorésistance des cellules cancéreuses, des phénomènes d’adaptation et de chimiorésistance 

à ces inhibiteurs peuvent cependant apparaître (McCartney et al., 2019).  

 

2.1.4. Réplication illimitée 

L'activation de l'immortalité réplicative dans les cellules cancéreuses s'explique 

essentiellement par l'expression de la télomérase, une enzyme dont l’expression est 

normalement restreinte aux cellules souches et aux cellules germinales. Dans les cellules 

somatiques, cette enzyme n’est pas exprimée si bien qu’après un nombre limité de réplications, 

la cellule entre en phase de sénescence réplicative et meure par apoptose (Vasianovich et 

Wellinger, 2017). L’expression de la télomérase dans les cellules cancéreuses permet d’inhiber 

la sénescence réplicative en évitant le raccourcissement des télomères à chaque mitose. 

L’utilisation d’inhibiteurs de la télomérase vise donc à restaurer l’entrée en sénescence et en 

apoptose des cellules tumorales (Low et Tergaonkar, 2013; Wang et Feigon, 2017). Il a par 

ailleurs été montré que ces molécules peuvent augmenter la radio- et la chimiosensibilité dans 

certains modèles de cellules tumorales (Wesbuer et al., 2010). 

 

2.1.5. Echappement à l’apoptose 

Les cellules cancéreuses échappent également à l’apoptose en régulant l'expression des 

protéines pro- et anti-apoptotiques impliquées dans le déclenchement des voies intrinsèque et 

extrinsèque de l’apoptose. Une dérégulation du fonctionnement de la voie intrinsèque joue un 

rôle central dans l’échappement des cellules cancéreuses à la mort cellulaire programmée, car 

son activation est la conséquence immédiate de signaux de stress intracellulaires (lésions de 

l’ADN, privation de facteurs de croissance, modifications cellulaires induites par des agents 

cytotoxiques ou des cytokines) (Jan et Chaudhry, 2019; Letai, 2017). Ainsi, les cellules 

cancéreuses présentent souvent une surexpression des protéines anti-apoptotiques 

mitochondriales de la famille Bcl-2 (Bcl-2, Bcl-xL, Mcl-1, etc.) et une sous-expression des 

protéines pro-apoptotiques (Bak, Bax, Bad, caspases, etc.). De plus, un découplage des signaux 

de stress cellulaire (par exemple les lésions de l’ADN) de l’activation de la voie intrinsèque de 

l’apoptose peut s’expliquer par la mutation des senseurs de stress cellulaires (p53). Concernant 
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l’activation de la voie extrinsèque de l’apoptose, elle peut être fortement limitée dans les 

cellules cancéreuses par la sous-expression des récepteurs à domaines de mort (Fas, TNFR1, 

TRAIL-R1 et R2, DR3) (Figure 3) et par le faible accès au microenvironnement tumoral des 

cellules immunitaires cytotoxiques (lymphocytes T8, cellules NK), qui induisent l’apoptose par 

des contacts membranaires (Hassan et al., 2014; Pfeffer et Singh, 2018).  
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Figure 3. (A) Voies d’induction de l'apoptose: voie intrinsèque (liée à la libération du 

cytochrome c suite à l'activation de protéines pro-apoptotiques de la membrane mitochondriale, 

p. ex. Bad, Bax et Bid) et voie extrinsèque (liée à l'activation de récepteurs de mort, entraînant 
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l’activation des caspases effectrices, p. ex. caspase-3). (B) Mécanismes d’échappement à 

l’apoptose dans les cellules tumorales. Les altérations les plus courantes sont indiquées en rouge 

et comprennent la sous-expression des protéines pro-apoptotiques au détriment de la 

surexpression des protéines anti-apoptotiques (p. ex. Bcl-2), la sous-expression des caspases, la 

sous-expression des récepteurs de mort et la perte de sensibilité aux signaux antiprolifératifs. 

 

2.1.6. Echappement des cellules tumorales au système immunitaire 

L'échappement des cellules cancéreuses au système immunitaire implique divers 

mécanismes cellulaires et moléculaires, tels que la sécrétion de cytokines anti-inflammatoires 

(IL-10, TGF-), la sous-expression du CMH de classe I et des antigènes associés aux tumeurs 

(TAA), la modulation antigénique, la sous-expression des co-récepteurs stimulateurs 

indispensables à l’activation des lymphocytes T cytotoxiques (B7-1 et B7-2) et l'hydrolyse de 

la matrice extracellulaire tumorale limitant l'accès des cellules immunocompétentes (Zitvogel, 

Tesniere, et Kroemer, 2006). L’échappement au système immunitaire peut être apprécié en 

deux étapes au cours du développement tumoral : l’immunosélection et l’immunosubversion 

(Ghiringhelli, 2013).  

L'immunosélection consiste en des modifications adaptatives des cellules tumorales qui 

empêchent leur reconnaissance par le système immunitaire. Les cellules tumorales acquièrent 

des défauts dans les voies de présentation des antigènes, en particulier dans l'expression du 

complexe majeur d'histocompatibilité de classe 1 (CMH-1) et des antigènes associés à la tumeur 

(tumor-associated antigens, TAAs ou AATs)  (Vinay et al., 2015). Cette étape est également 

marquée par la perte de sensibilité des cellules cancéreuses à l'IFNγ, ce qui affecte directement 

l'expression du CMH-1. De plus, l’absence d'expression des récepteurs co-stimulateurs 

indispensables pour activer les lymphocytes T8 induit une tolérance immunitaire. Enfin, le 

remodelage de la matrice extracellulaire tumorale limite l'accès et l’action des cellules 

immunocompétentes  (Menter et Tzankov, 2018), telles que les NK dont la fonction est de 

détruire les cellules sous-exprimant le CMH de classe I.  

L'étape d'immunosubversion implique quant à elle des phénomènes d’inhibition des 

fonctions des cellules immunitaires antitumorales. Des facteurs dérivés des cellules tumorales, 

notamment les cytokines et dérivés lipidiques anti-inflammatoires inhibent la fonction de 

présentation d’antigènes tumoraux par les cellules dendritiques (Gonzalez, Hagerling, et Werb, 

2018). Les cytokines produites par la tumeur (p. ex. TGFβ) attirent également des lymphocytes 

T régulateurs (T Reg) dans le microenvironnement tumoral où ils vont calmer les réponses 

immunitaires antitumorales par la sécrétion de cytokines anti-inflammatoires  (Park, Wakefield, 
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et Mamura, 2009; Tian, Neil, et Schiemann, 2011). Les cellules cancéreuses présentant ces 

capacités d’immunosubversion échappent à la destruction par les cellules immunitaires et seront 

donc sélectionnées du fait de leur immunorésistance  (Ghiringhelli, 2013).  

L'immunité antitumorale peut être stimulée en utilisant diverses stratégies telles que 

l’inhibition des co-récepteurs inhibiteurs des lymphocytes T (p. ex. à l’aide d’anticorps anti-

CTLA-4), la vaccination avec des antigènes tumoraux, ou encore la transformation génétique 

de cellules tumorales pour leur faire exprimer le CMH de classe II ou des cytokines stimulant 

la présentation des antigènes et l’activation immunitaire (p. ex GM-CSF, IL-2, IFN-). 

(Schepisi et al., 2019; Topalian, Drake, et Pardoll, 2015). En 2020, une des stratégies les plus 

efficaces et prometteuses pour l’immunothérapie des tumeurs consiste à isoler des lymphocytes 

T et à leur faire exprimer par transformation génétique un récepteur chimérique de l’antigène 

(CAR pour Chimeric Antigen Receptor) capable de reconnaître spécifiquement un AAT et 

d’activer une réponse cytotoxique ciblant spécifiquement les cellules cancéreuses exprimant 

l’AAT. Le CAR contient à la fois un TCR reconnaissant spécifiquement un AAT (généralement 

constitué par les domaines variables d’un anticorps monoclonal), le co-récepteur CD28 

nécessaire à la co-activation du lymphocyte T cytotoxique et CD3, et le module de signalisation 

intracellulaire associé au TCR (Kalos et al., 2011). Enfin, de nombreux travaux de recherche 

visent également à identifier des molécules naturelles ou synthétiques présentant une forte 

activité immunostimulatrice. A titre d’exemple, il a été montré que l’α-galactosylcéramide, un 

glycolipide initialement identifié à partir d’une éponge marine pours ses propriétés anti-

métastatiques, est un puissant immunostimulant capable d’activer les cellules iNKT après avoir 

été présenté par la molécule CD1d exprimée par les cellules présentatrices d’antigènes 

(notamment les cellules dendritiques) (Kitamura et al., 1999). L’activation des iNKT conduit à 

la sécrétion de cytokines immunostimulatrices telle que l’IFN-, qui à leur tour induisent la 

transactivation de nombreuses cellules impliquées dans l’immunité antitumorale (Zhang et al., 

2019). 

 

2.1.7. Microenvironnement tumoral et inflammation chronique 

L'inflammation chronique est également une caractéristique du microenvironnement 

tumoral. Elle s’explique par l’infiltration dans le microenvironnement tumoral de cellules 

immunitaires qui libèrent des cytokines et des médiateurs pro-inflammatoires (Ognjanovic et 

Hainaut, 2010). En agissant sur les cellules tumorales, ces facteurs pro-inflammatoires 

induisent l’activation de voies de signalisation de stress et d’inflammation (ex : NF-B), qui 
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favorisent l’expression de facteurs de croissance, de facteurs de survie, de facteurs pro-

angiogéniques et d’enzymes de dégradation de la matrice extracellulaire impliquées dans 

l’invasivité et la métastase tumorale. Certains travaux montrent ainsi que des inhibiteurs de la 

voie NF- B peuvent présenter une activité anticancéreuse importante (Erstad et Cusack, 2013). 

Il existe en fait un lien subtil entre inflammation et cancer, en fonction du contexte 

physiologique. Chez les personnes en bonne santé, la consommation de nutriments anti-

inflammatoires (par exemple des antioxydants tels que des vitamines, polyphénols, 

caroténoïdes) limite les risques de lésion génomique des cellules saines et l'inflammation pro-

tumorale. A l’inverse, l'inflammation chronique est un facteur clé augmentant le risque de 

cancer (par exemple l’inflammation pulmonaire induite par le tabac chez les fumeurs) (Bottazzi, 

Riboli, et Mantovani, 2018). L'intérêt de consommer des antioxydants ou des médicaments anti-

inflammatoires pour prévenir ou traiter le cancer doit cependant être examiné attentivement, en 

fonction de l'état physiologique global de chaque individu. Par exemple, des traitements anti-

inflammatoires chez des patients greffés peuvent favoriser la croissance de cellules tumorales 

qui seraient naturellement détruites par les cellules immunitaires (Sprangers et al., 2018). Dans 

un contexte d'inflammation chronique (par exemple chez les fumeurs), la consommation 

d'antioxydants dans le but de prévenir le risque de tumorigénèse peut au contraire augmenter 

l’incidence des cancers du fait de la génération de métabolites pro-tumoraux par oxydation 

d'antioxydants (Andrisic et al., 2018). De plus, chez les patients subissant une chimiothérapie 

ou une radiothérapie, la consommation d'antioxydants et de médicaments anti-inflammatoires 

peut limiter l'efficacité du traitement car la plupart des médicaments pro-apoptotiques et des 

radiations tuent les cellules cancéreuses par cytotoxicité oxydative. En revanche, la 

consommation de nutriments qui peuvent être transformés en dérivés pro-oxydants 

cytotoxiques (par exemple les acides gras polyinsaturés (AGPIs)) peut être intéressante pour 

sensibiliser les cellules tumorales à la chimiothérapie par des agents cytotoxiques oxydants ou 

à la radiothérapie  (Barrera, 2012; Helfinger et Schröder, 2018). Il a également été montré que 

la consommation d'un antioxydant peut limiter l’efficacité de la chimiothérapie, de la 

radiothérapie ou de la chimio- ou radio-sensibilisation (par exemple, la vitamine E bloque la 

transformation chimio-induite des AGPIs en dérivés lipopéroxydes cytotoxiques) (Ells et al., 

1996). 

 

2.1.8. Invasivité tumorale et métastase 

Plusieurs mécanismes cellulaires et moléculaires expliquent l'activation d'un 

comportement invasif et métastatique des cellules tumorales. La sécrétion de métalloprotéases 
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matricielles (MMP) induit l’hydrolyse des protéines et des protéoglycanes de la matrice 

extracellulaire, des jonctions intercellulaires et des jonctions cellules/matrice. La transition 

épithélio-mésenchymateuse confère également aux cellules cancéreuses des capacités accrues 

de motilité et d’invasivité. Enfin, une sur-activation des récepteurs des facteurs de croissance 

(par exemple c-Met) a pu être associée à l’acquisition d’un phénotype invasif (Birchmeier et 

al., 2003). Certains travaux ont également démontré que l’invasivité et la métastase des cellules 

tumorales pouvaient être stimulées par les cellules immunitaires infiltrées dans le micro-

environnement tumoral (par exemple les macrophages) qui sécrètent des facteurs favorisant 

l’intravasation cellulaire tels que l’EGF et les cytokines pro-inflammatoires (Franco et al., 2019; 

Rani, Dasgupta, et Murphy, 2019).  

 

2.1.9. Néo-angiogenèse tumorale 

La sécrétion de facteurs de croissance pro-angiogéniques par les cellules tumorales dans 

des conditions d'hypoxie et l'activation constitutive des récepteurs des facteurs de croissance 

pro-angiogéniques contribuent à la néo-angiogenèse tumorale (Pavlova et Thompson, 2016). 

Cette néo-angiogenèse est critique pour garantir un apport suffisant en nutriments et oxygène, 

indispensable à la croissance et à la métastase tumorale. Le VEGF sécrété par les cellules 

cancéreuses joue un rôle majeur d’ « interrupteur angiogénique » et certains travaux suggèrent 

également une participation des phagocytes (macrophages et polynucléaires neutrophiles) dans 

l’initiation de ce phénomène (Barbera-Guillem et al., 2002; Leung et al., 1989). Divers 

inhibiteurs de l’angiogenèse tumorale, tels que des petites molécules et des anticorps ciblés 

contre les facteurs de croissance et leurs récepteurs, ont été décrits. Il a cependant été noté que 

l'utilisation prolongée de composés anti-angiogéniques pouvait stimuler l'adaptation des 

cellules cancéreuses à l'hypoxie, phénomène associé à une augmentation de l'agressivité 

tumorale (Lupo et al., 2017; Shibuya, 2011).  

 

2.1.10. Hypoxie et cellules tumorales 

L'hypoxie joue en effet un rôle clé dans le déclenchement de la dérégulation du 

métabolisme énergétique des cellules cancéreuses. Ces modifications incluent notamment 

l'activation de la glycolyse et de la fermentation lactique en condition aérobie (effet Warburg) 

et la surproduction de NADH dans le cytosol par l'aldéhyde déshydrogénase. Les inhibiteurs de 

la glycolyse aérobie ou de l'aldéhyde déshydrogénase présentent ainsi un intérêt élevé pour 

limiter la croissance des cellules cancéreuses adaptées à l'hypoxie (Abbaszadeh, Çeşmeli, et 

Biray-Avcı, 2019). L'hypoxie favorise également les changements génomiques mis en jeu dans 
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la transition épithélio-mésenchymateuse, l'expression de facteurs d'invasivité et la chimio- ou 

radiorésistance des cellules métastatiques, en plus de stimuler la néo-angiogénèse (Kim et Lee, 

2017; Thakur et Chen, 2019). 

 

2.2. Principales limitations des traitements anticancéreux actuels 

La thérapie anticancéreuse repose sur la résection chirurgicale des tumeurs solides, la 

radiothérapie, la chimiothérapie, la photothérapie des tumeurs et l'immunothérapie. Le choix 

du traitement dépend à la fois du type de cancer diagnostiqué, de son stade évolutif et des 

conditions cliniques du patient. Dans la plupart des cas, le traitement anticancéreux est réalisé 

en alternant ou en combinant plusieurs approches dans le but de potentialiser leur efficacité 

(Mokhtari et al., 2017). Malgré des traitements toujours plus performants et des médicaments 

toujours plus ciblés, deux problèmes restent cependant critiques dans la prise en charge 

thérapeutique du cancer: l’absence de sélectivité des traitements de chimiothérapie, qui génère 

de nombreux effets secondaires induits par la cytotoxicité dans les tissus non tumoraux et 

l’acquisition de mécanismes de résistance à la chimiothérapie et la radiothérapie par les cellules 

tumorales  (Zugazagoitia et al., 2016). 

Les médicaments classiquement utilisés en chimiothérapie anticancéreuse 

comprennent: a) des agents induisant l'apoptose, responsables de la modulation positive de 

l'expression et/ou de l'activation de protéines pro-apoptotiques  (Hassan et al., 2014; Pfeffer et 

Singh, 2018); b) des agents antimitotiques capables d’empêcher la progression du cycle 

cellulaire (p. ex. les inhibiteurs de CDKs, inhibiteurs des microtubules, inhibiteurs des 

topoisomérases, etc.)  (Chan, Koh, et Li, 2012); c) des agents antimétabolites (p. ex. les 

analogues de l'acide folique, analogues de la purine, agents alkylants de l'ADN, etc.)  (Ralhan 

et Kaur, 2007); d) des régulateurs du métabolisme cellulaire (p. ex. les inhibiteurs de la 

glycolyse)  (Abdel-Wahab, Mahmoud, et Al-Harizy, 2019); et e) des agents anti-angiogéniques 

(p. ex. les antagonistes du VEGF)  (Lupo et al., 2017). Tous ces traitements agissent de manière 

non sélective, dans des cibles présentes à la fois dans les cellules tumorales et saines, ce qui 

explique leur toxicité, notamment sur les systèmes hématopoïétique, immunitaire, hépatique et 

rénal  (Nurgali, Jagoe, et Abalo, 2018; Palumbo et al., 2013). 

Afin de rendre les traitements plus sélectifs pour les cellules tumorales, diverses 

stratégies de vectorisation ont été envisagées et des molécules sélectivement actives dans les 

cellules présentant une cible pharmacologique mutée sont développées dans une logique de 

thérapie ciblée. Ces médicaments ciblent en effet des voies de signalisation particulièrement 

surexprimées ou modifiées dans les cellules tumorales (Li et al., 2012). Malgré des résultats 
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encourageants à court terme pour plusieurs molécules, ces traitements se soldent également par 

des échecs thérapeutiques du fait de l’apparition de mécanismes de résistance  (Tentori, Lacal, 

et Graziani, 2013). Ces mécanismes d’échappement s’expliquent par la surexpression de 

transporteurs d’efflux, des altérations du métabolisme du médicament (inhibition et/ou 

dégradation du médicament), la sélection de cellules présentant des mécanismes d’échappement 

à l'apoptose et des mutations des cibles thérapeutiques. La combinaison de ces phénomènes 

peut finalement aboutir à des phénotypes de multirésistance ou résistance multidrogue 

(multidrug resistance, MDR), qui conduisent à des impasses thérapeutiques  (Mansoori et al., 

2017; Nikolaou et al., 2018). Au sein d’une même tumeur, une résistance sous-clonale 

préexistante ou acquise aux médicaments cytotoxiques et la présence de cellules souches 

cancéreuses (CSC) résistantes aux composés cytotoxiques peuvent expliquer une hétérogénéité 

des cellules qui conduit à la sélection de clones présentant un phénotype MDR.  

Les médicaments pro-apoptotiques sont parmi les plus affectés par les mécanismes de 

chimiorésistance adaptative. La résistance à ces molécules est liée à la surexpression des 

transporteurs d’efflux de type ATP-binding cassette (ABC), qui comprennent la glycoprotéine 

P (P-gp/ABCB1), la protéine 2 associée à la MDR (MRP2/ABCC2) et la protéine de résistance 

du cancer du sein (BCRP/ABCG2) (Housman et al., 2014). La surexpression de ces 

transporteurs conduit à un phénotype MDR, caractérisé par une diminution de l'absorption du 

médicament, un efflux accru et un temps de contact limité entre le médicament et sa cible 

pharmacologique (Nikolaou et al., 2018). L'hypoxie dans le microenvironnement tumoral peut 

également favoriser la chimiorésistance, en plus d'induire des changements métaboliques et 

génomiques stimulant le caractère invasif et métastatique  (Kim et Lee, 2017).  

Les principaux mécanismes cellulaires et moléculaires impliqués dans la 

chimiorésistance des cellules cancéreuses sont illustrés dans la figure 4. 
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Figure 4. Mécanismes de chimiorésistance dans les cellules cancéreuses. Le développement de 

la chimiorésistance s'explique principalement par l'expression de pompes d'efflux ABC, 

l'inactivation de médicaments par des enzymes de détoxification et l'activation de voies de 

survie (expression de facteurs de survie, activation de mécanismes de réparation de l'ADN, 

surexpression de protéines anti-apoptotiques et inhibition de l'apoptose). 

 

2.3. Le mélanome, un modèle de tumeur particulièrement résistante aux traitements  

 

2.3.1. Définition 

 Le mélanome est une tumeur cutanée maligne dérivée des mélanocytes, qui apparaît au 

niveau de la peau, mais qui peut également avoir pour origine des mélanocytes des muqueuses 

(siège buccal, nasal, vaginal, anal, œsophage, tractus digestif) et l'uvée. Dans la peau, les 

mélanocytes sont localisés au niveau de la couche basale de l'épiderme (Figure 5). Ces cellules 

sont spécialisées dans la production de mélanine, un pigment qui s’accumule dans des organites 

spécialisés, les mélanosomes, et qui assure une protection de la peau contre les rayons 

ultraviolets (UV) (Arisi et al., 2018). Les UV de longueurs d’onde comprises entre 280 et 320 

nm sont dits UVB, et les UV de longueurs d’onde comprises entre 320 et 400 nm UVA. Les 

UVB ont un pouvoir mutagène très élevé et cent fois supérieur à celui des UVA, en induisant 
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la formation de dimères de pyrimidines dans l’ADN. Les UVA sont quant à eux responsables 

de la production d’espèces réactives de l’oxygène, qui vont générer des altérations de l’ADN 

présentant un risque oncogène si elles ne sont pas réparées (Ikehata et Ono, 2011).  

Lorsque la peau est exposée aux rayons UV, les mélanocytes augmentent la production 

de mélanine et prolifèrent plus rapidement. Une fréquence élevée d’exposition au soleil et des 

coups de soleil dans l’enfance sont deux facteurs de risque majeurs qui vont stimuler 

directement la transformation des mélanocytes des nævi pigmentaires (grains de beauté) en 

cellules cancéreuses conduisant au développement du mélanome cutané. Par ailleurs, les 

individus présentant une faible pigmentation (peau claire, cheveux blonds ou roux et iris clair) 

présentent un risque accru de développer un mélanome s’ils s’exposent aux UV (Arisi et al., 

2018).  

 

 

Figure 5. Les différentes couches de la peau (A) et de l’épiderme (B). La peau est constituée 

essentiellement de trois couches: l’épiderme, le derme et l’hypoderme. L’épiderme est composé 

de trois couches principales (cornée, épineuse et basale), formées par deux principaux types 

cellulaires: les mélanocytes (situés à la couche basale) et les kératinocytes. Images d’après  

INCa (2010). 

 

Il est possible de classer les mélanomes en différents sous-types selon leur origine 

tissulaire, leur morphologie tumorale, leur comportement de propagation et d'infiltration et leur 
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potentiel métastatique (critères cliniques et histologiques) (Clark et al., 1975; Weyers et al., 

1999). Ainsi, il est possible de distinguer: 

• Le mélanome superficiel extensif: le plus fréquent, il est d’abord plat, et peut ensuite 

devenir nodulaire; 

• Le mélanome nodulaire: il se développe rapidement en profondeur, en présentant un 

risque élevé de métastase;  

• Le mélanome de Dubreuilh (lentigo malignant melanoma): il se manifeste surtout chez 

les personnes âgées, essentiellement en surface et est souvent lié aux expositions 

solaires répétées; 

• Le mélanome acrolentigineux: communément localisé au niveau des extrémités (la 

paume des mains et la plante des pieds, ou autour des ongles); 

• Le mélanome amélanotique: il présente une faible coloration, éventuellement rose ou 

rouge, ou une coloration brun clair sur les bords.  

 

2.3.2. Epidémiologie  

 Depuis 2005, l'Organisation Mondiale de la Santé (OMS) a identifié le mélanome cutané 

comme un problème de santé publique majeur et prioritaire. Bien qu'il représente moins de 2% 

de l’ensemble des cancers de la peau, c’est la forme la plus agressive de cancer de la peau 

responsable de 90% des décès par cancer cutané (MacKie, Hauschild, et Eggermont, 2009). 

Environ 232.000 nouveaux cas (soit 1,7% de toutes les tumeurs malignes) et 55.500 décès 

(0,7% de la mortalité totale par cancer) sont enregistrés chaque année dans le monde, portant 

l’incidence mondiale moyenne à 10 cas pour 100 000 habitants (et jusqu’à 50 à 60 cas pour 

100 000 habitants en Australie). En Europe, plus de 20.000 personnes meurent du mélanome 

chaque année et le mélanome est la tumeur la plus fréquente chez les jeunes adultes âgés de 25 

à 35 ans  (Schadendorf, Akkooi, et al., 2018).  

En France, 15404 nouveaux cas de mélanome ont été recensés en 2017 (8061 hommes 

et 7343 femmes) et 1783 décès enregistrés (1036 hommes et 747 femmes). Le mélanome 

représente donc dans ce pays près de 4% de tous les cancers et est responsable de 1,7% du total 

des décès par cancer. De plus, son incidence a augmenté régulièrement au cours des 50 dernières 

années, jusqu’à atteindre la première place en terme d'augmentation de fréquence. Le mélanome 

a un bon pronostic lorsqu'il est diagnostiqué précocement, avec un taux de survie relative à 5 

ans qui peut atteindre plus de 80% aux premiers stades du développement tumoral (mélanome 

localisé). A l’inverse, il s’agit d’un cancer redoutable s’il est diagnostiqué tardivement, car le 
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taux de survie à 5 ans du mélanome métastatique n'est que de 18% (INCa, 2019). Les stratégies 

thérapeutiques varient considérablement en fonction du stade évolutif et pour cette raison, il est 

extrêmement important de définir précisément les étapes de sa progression ainsi que ses critères 

de classification diagnostique. 

 

2.3.3. Progression et classification diagnostique 

 Dans la plupart des cas, l'étiologie du mélanome est multifactorielle. Toutefois, 

l'exposition solaire et la susceptibilité génétique (mutations, altération des mécanismes de 

réparation de l’ADN, etc.) constituent les principaux facteurs environnementaux et génétiques 

associés au risque d'initiation et de promotion du mélanome  (Arisi et al., 2018). Les lésions 

précurseurs, en particulier les naevi dysplasiques/atypiques, peuvent également prédisposer au 

développement de la tumeur maligne (Tracey et Vij, 2019). 

 Le développement du mélanome est considéré comme un processus multi-étapes 

impliquant des facteurs génétiques et épigénétiques. D’un point de vue histopathologique, les 

étapes successives suivantes peuvent être distinguées: (a) présence d’un naevus commun acquis 

(bénin) et apparition d’un naevus dysplasique; (b) mélanome au stade de croissance radiale, 

dans lequel les mélanocytes subissent des changements qui leur permettent de survivre et de 

proliférer; (c) mélanome au stade de croissance verticale, dans lequel les cellules cancéreuses 

envahissent le derme et l'hypoderme; (d) mélanome malin métastatique, dans lequel les cellules 

envahissent l'endothélium et migrent vers les tissus éloignés (Figure 6). Entre chaque stade 

évolutif, de nombreuses mutations (spontanées ou induites) sont acquises, dotant le nouveau 

sous-clone de cellules tumorales de capacités accrues de survie (Arrangoiz, 2016; Zaidi, Day, 

et Merlino, 2008).  
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Figure 6. Etapes d'initiation et de progression du mélanome cutané et principales mutations 

associées. La prolifération de mélanocytes normaux en réponse à l’exposition aux rayons UV 

entraîne la formation de naevi bénins ou dysplasiques. Le mélanome en phase de croissance 

radiale (PCR) présente la capacité de croître par voie intra-épidermique et envahit le derme en 

phase de croissance verticale (PCV), ce qui peut aboutir à la formation de métastases. D'après 

Zaidi, Day, et Merlino (2008).  

 

Ce modèle de développement pathologique du mélanome a été proposé et détaillé par 

Wallace Clark (Figure 7), qui a classé les stades de progression du mélanome sur cinq en 

fonction de la profondeur de la lésion (Clark et al., 1975; Clark et al., 1984):  

• Stade I: le mélanome est retrouvé exclusivement dans l’épiderme; 

• Stade II: le mélanome pénètre la couche superficielle du derme (derme papillaire); 

• Stade III: le mélanome pénètre jusqu'à la jonction du derme papillaire avec le derme 

réticulaire; 

• Stade IV: le mélanome pénètre le derme réticulaire (ganglions lymphatiques 

potentiellement affectés); 
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• Stade V: le mélanome pénètre le tissu sous-cutané (risque élevé de métastases). 

 

 

Figure 7. Stades de progression du mélanome proposés par Clark, en fonction du niveau 

d'invasion tumorale (image adaptée d’après www.medicalindependent.ie/). 

 

Cette première classification a par la suite été complétée en ajoutant d'autres facteurs 

cliniques importants, tels que le volume tumoral, le nombre de ganglions lymphatiques 

contenant des cellules tumorales métastatiques et l’étendue des métastases. Actuellement, la 

classification TNM (Tumor-Node-Metastasis) proposée par l'American Joint Committee on 

Cancer (AJCC) (Balch et al., 2001) est la plus utilisée et la plus communément acceptée par la 

communauté académique et médicale. Cette classification est basée sur l'épaisseur de la tumeur 

primaire (T, également connu sous le nom d'indice de Breslow), la présence de cellules 

métastatiques dans les ganglions lymphatiques voisins (N) et la localisation des métastases dans 

l’organisme (M) (Tableau 1) (Balch et al., 2009). 

 

Tableau 1. Classification TNM (Tumor-Node-Metastasis) des stades évolutifs du mélanome  

(Balch et al., 2009). 

Classification Caractéristiques tumorales 

Epaisseur tumorale Ulcération/Mitose 

T T1 ≤ 1,0 mm a) sans ulcération et mitose < 1/mm² 

b) avec ulcération ou mitose ≥ 1/mm² 

 T2 1,01 – 2,0 mm a) sans ulcération 

b) avec ulcération 

 T3 2,01 – 4,0 mm a) sans ulcération 

https://www.medicalindependent.ie/
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b) avec ulcération 

 T4 > 4,0 mm a) sans ulcération 

b) avec ulcération 

  Nombre de ganglions affectés Taille des ganglions affectés 

N N0 0 - 

 N1 1 a) micro-métastase 

b) macro-métastase 

 N2 2 – 3 a) micro-métastase 

b) macro-métastase 

c) en transit sans nodule métastasé 

 N3 > 4 - 

  Site (localisation) LDH sérique 

M M0 0 - 

 M1a Métastases cutanées, sous-cutanées 

ou ganglionnaires distantes 

Normale 

 M1b Métastases pulmonaires  Normale 

 M1c Métastases viscérales 

Sites métastatiques distants 

Normale 

Elevée 

LDH: lactate déshydrogénase.  

  

Le critère T est subdivisé en 4 catégories (T1 à T4) selon l'épaisseur de la tumeur. 

Chaque catégorie se compose de 2 sous-groupes, qui correspondent à la présence (a) ou 

l’absence (b) d'une ulcération tumorale primaire. Le critère N évalue le nombre de ganglions 

lymphatiques voisins contenant des cellules de mélanome métastatique, tandis que le critère M 

évalue l'emplacement des métastases dans le corps ainsi que l'augmentation de la concentration 

sérique de la lactate déshydrogénase (LDH)  (Balch et al., 2009). Selon les paramètres observés 

pour cette classification, quatre stades évolutifs principaux du mélanome sont proposés (I, II, 

III et IV) (Tableau 2). 
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Tableau 2. Les quatre stades évolutifs principaux du mélanome (I, II, III et IV) selon les critères 

proposés par la classification TNM (Balch et al., 2009). 

Stade  T N M 

I Ia T1a N0 M0 

 Ib T1b, T2a N0 M0 

II IIa T2b, T3a N0 M0 

 IIb T3b, T4a N0 M0 

 IIc T4b N0 M0 

III IIIa T1 – T4b N1a, N2a M0 

 IIIb T1 – T4b N1b, N2b, N2c M0 

 IIIc T1 – T4b N3 M0 

IV - T1 – T4b N1 – N3 M1 

 

 Aux stades III et IV de la classification TNM, les options de traitement en 

chimiothérapie sont limitées et le taux de succès thérapeutique varie de 4 à 26% (Matthews et 

al., 2017; Prado, Svoboda, et Rigel, 2019; Tracey et Vij, 2019). Les principaux mécanismes 

moléculaires impliqués dans le développement du mélanome ainsi que les stratégies 

thérapeutiques sont discutés en détail dans les sections suivantes. 

 

2. 3. 4. Mécanismes moléculaires impliqués dans le développement du mélanome  

 Le mélanome est l'un des cancers présentant le plus d’hétérogénéité génétique et 

clinique en raison des mécanismes moléculaires complexes impliqués dans ses étapes de 

progression. La dérégulation du contrôle du cycle cellulaire, les altérations des voies 

RAS/RAF/MEK et AKT/PI3K, ainsi que l’échappement à la réponse immunitaire sont 

cependant des caractéristiques de tous les mélanomes métastatiques (Curtin et al., 2005; 

Schadendorf, van Akkooi, et al., 2018).  

 

2.3.4.1. Dérégulation du cycle cellulaire 

 La dérégulation du cycle cellulaire dans les cellules de mélanome est responsable de la 

prolifération cellulaire incontrôlée. La mutation du gène CDKN2A (Cyclin-Dependent Kinase 

Inhibitor 2A), présente dans 25 à 50% des cas familiaux de mélanome, a été associée à un risque 

élevé de mélanome. Ce gène code pour deux protéines distinctes, p16/INK4A et p14/ARF, qui 

agissent comme suppresseurs de tumeurs par la régulation négative des voies impliquant les 



60 

 

protéines Rb1 (retinoblastoma protein 1) et p53, respectivement (Chakraborty, Wieland, et 

Comfere, 2013). 

 Sous sa forme non phosphorylée, Rb1 séquestre le facteur de transcription E2F dans le 

cytoplasme, bloquant ainsi l'expression des gènes essentiels à la progression du cycle cellulaire 

de la phase G1 à la phase S. La phosphorylation de Rb1 entraîne la libération du facteur E2F et 

l'expression des gènes responsables de la progression dans le cycle cellulaire. Cette 

phosphorylation est assurée par un complexe catalytique composé de la cycline D1 et de CDK4 

ou CDK6, dont l'activité dépend des niveaux de p16/INK4A. Le complexe cycline D1-CDK4/6 

est inhibé en présence de p16/INK4A ce qui réduit la phosphorylation de Rb1 et induit l'arrêt du 

cycle cellulaire en phase G1/S (Figure 8). Dans les cellules de mélanome, les mutations 

génétiques affectant le locus CDKN2A provoquent une suppression de p16/INK4A, entraînant une 

progression incontrôlée du cycle cellulaire. Des mutations dans le gène CDK4 peuvent 

également se produire, conduisant à sa surexpression et donc à l'activation constitutive du 

complexe cycline D1-CDK4 (Potrony et al., 2015; Soura et al., 2016). 
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Figure 8. Principales voies de signalisations impliquées dans la régulation du cycle cellulaire 

et leurs respectives altérations dans les cellules de mélanome. Le gène CDKN2A est souvent 

muté dans les cellules de mélanome, provoquant une expression diminuée des protéines 

régulatrices du cycle cellulaire (p14 et p16). Ces protéines peuvent également être mutées, ainsi 

que les cyclines et les CDKs, conduisant à la progression du cycle cellulaire. 

 

 L'inhibition de la protéine p53 joue également un rôle majeur dans le développement du 

mélanome. L'activité de p53 est contrôlée par le facteur MDM2 (Mouse Double Minute 2 

homolog), qui est lui-même régulé par p14/ARF. En se liant à p14/ARF, MDM2 est inhibé et par 

conséquent la protéine p53 est active. p53 contrôle l’expression de plusieurs gènes responsables 

de l'arrêt du cycle cellulaire, de la sénescence, de la réparation de l'ADN et de la mort cellulaire. 

Les mutations dans le locus CDKN2A entraînent une disparition de p14/ARF, induisant la 
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restauration de l'activité de MDM2 et par conséquent l’inactivation de p53 (Figure 8). La cellule 

peut donc poursuivre sa progression dans le cycle cellulaire, sans point de contrôle en cas 

d’anomalie génétique (Chakraborty, Wieland, et Comfere, 2013; Nag et al., 2013). 

 

2.3.4.2. Altérations dans la voie RAS/RAF/MEK 

 La dérégulation de la voie des MAP kinases (Mitogen-Activated Protein Kinase, 

MAPK), aussi connue comme voie RAS/RAF/MEK, est observée dans de nombreux cancers, 

et en particulier dans le mélanome (Curtin et al., 2005) (Figure 9). Dans les mélanocytes sains, 

l'activation de cette voie commence par l'interaction des facteurs de croissance extracellulaires 

avec les récepteurs transmembranaires à activité tyrosine-kinase (RTK). Cette interaction 

entraîne l'activation de RAS, une protéine G présentant trois isoformes (HRAS, KRAS et 

NRAS) responsables du déclenchement d'une cascade de réactions qui aboutissent à la 

prolifération et à la survie cellulaire. Une fois stimulée, RAS forme un complexe avec l'une des 

isoformes de RAF (ARAF, BRAF ou CRAF). La formation de ce complexe conduit à 

l'activation de RAF, qui à son tour phosphoryle et active la protéine MEK (isoformes MEK1 et 

MEK2). Cette dernière active les isoformes de MAPK (ERK1 et ERK2), qui stimulent 

l'expression de protéines favorisant la prolifération cellulaire (cyclines, CDKs, etc.) et protègent 

la cellule de l'apoptose en modulant l'expression des protéines pro- et anti-apoptotiques de la 

famille Bcl-2 (Cheng, Zhang, et Li, 2013; Lopez-Bergami, Fitchman, et Ronai, 2008). 
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Figure 9. Signalisation RAS/RAF/MEK dans les mélanocytes, permettant le contrôle du cycle 

cellulaire et des voies de prolifération et survie cellulaire dans des conditions normales. Dans 

les cellules de mélanome, les mutations des protéines RAS, BRAF, CDKN2A, p16, p14, p53 
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et PTNEN provoquent une activation constitutive de cette voie, entraînant une signalisation 

proliférative excessive. 

 

 Une sur-activation de la voie RAS-RAF-MEK par mutation est observée dans environ 

90% des mélanomes et la mutation prédominante affecte le gène BRAF dans 50 à 70% des cas. 

80% des mutations BRAF conduisent au remplacement d’une valine par un glutamate en 

position 600 de la protéine (mutation BRAF V600E ou BRAFV600E). Cette mutation rend la 

protéine constitutivement active, ce qui génère une stimulation proliférative même en l'absence 

de facteurs de croissance  (Platz et al., 2008). Les isoformes NRAS, HRAS et KRAS sont pour 

leur part mutées dans 15-20%, 2% et 2% des mélanomes respectivement (Figure 10). La 

mutation NRAS la plus courante (>80% des cas) consiste en un remplacement d'une glutamine 

par la leucine et l’arginine en position 61 (NRASQ61L/R) (Chakraborty, Wieland, et Comfere, 

2013; Cheng, Zhang, et Li, 2013). De la même façon que pour BRAF, la mutation de RAS 

conduit à l’activation constitutive de son activité GTPasique (Figure 9). 

 

 

Figure 10. Fréquence des mutations des gènes codant pour les protéines de la voie de 

signalisation RAS/RAF/MEK, d'après Cheng, Zhang, et Li (2013). 

 

2.3.4.3. Altérations dans la voie PI3K/AKT 
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 L'activation constitutive de RAS déclenche non seulement la sur-activation de la voie 

RAF/MEK/ERK, mais aussi de la voie PI3K/AKT, les deux contribuant au maintien des 

signaux prolifératifs (Figure 9). PI3K (phosphatidylinositol-3 kinase) fait partie du groupe des 

lipides kinases, et sa fonction principale est la transformation du phosphatidylinositol-4,5-

bisphosphate (PIP2) en phosphatidylinositol-3,4,5-triphosphate (PIP3). Ce dernier active la 

protéine kinase phosphoinositide-3-dépendante (PDK1), responsable de la phosphorylation de 

la protéine AKT (p-AKT) et, par conséquent, de son activation (Fruman et Rommel, 2014). La 

p-AKT active est capable de phosphoryler plusieurs protéines cibles. L'un de ces substrats est 

la GSK3β, qui est inhibée lorsqu'elle est phosphorylée par p-AKT. En raison de cette inhibition, 

la β-caténine libre est capable de s'accumuler dans le cytoplasme cellulaire et de se déplacer 

vers le noyau, où elle peut induire la surexpression d’oncogènes, tels que le c-MYC et la cycline 

D1 (Figure 11). p-AKT empêche donc la cellule tumorale d’entrer en apoptose et favorise la 

progression du cancer (Paluncic et al., 2016). 

 Dans les mélanocytes, la voie PI3K/AKT est contrôlée par PTEN (Phosphatase and 

Tensin homolog), qui agit comme un inhibiteur de cette voie, capable de catalyser la réaction 

de déphosphorylation de PIP3 en PIP2. L'activité de PTEN se traduit donc par des niveaux 

réduits de p-AKT, inhibant les événements cellulaires prolifératifs induits par la voie 

PI3K/AKT (Curtin et al., 2005). Cependant, le gène codant pour PTEN est souvent altéré dans 

les cellules de mélanome. C’est le cas dans 7.3% des cellules de mélanome primaire, 15.2% des 

cellules de mélanome métastatique et 27.6% des lignées cellulaires de mélanome (Aguissa-

Touré et Li, 2012). Cette mutation réduit considérablement l'expression de PTEN, permettant 

une activation constitutive de la voie PI3K/AKT. 
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Figure 11. Signalisation PI3K/AKT et ses effets sur la libération de la β-caténine et, par 

conséquent, sur la prolifération cellulaire. Dans les cellules de mélanome, le principal facteur 
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régulateur de cette voie (PTEN) peut être muté, favorisant une signalisation cellulaire 

proliférative excessive. 

 

2.3.5. Thérapie du mélanome 

 Plusieurs options sont envisageables pour le traitement du mélanome. Le choix des 

meilleures stratégies thérapeutiques dépend principalement de deux facteurs: le stade de 

développement de la maladie et les conditions cliniques du patient (p. ex. la tolérance au 

traitement, les fonctions hépatique, rénale, cardiaque, etc.) (Domingues et al., 2018).  

 

2.3.5.1. La chirurgie 

 La chirurgie est le traitement de choix pour les stades non métastatiques du mélanome 

(I et II). Il est possible d’y associer éventuellement une chimiothérapie et/ou une radiothérapie 

limitant le risque de survie de cellules tumorales isolées et de récidive. L’intervention 

chirurgicale consiste à réaliser une résection de la zone tumorale et éventuellement une 

lymphadenectomie élective des ganglions régionaux pour s’assurer que toutes les cellules 

cancéreuses sont éliminées (Tsao, Atkins, et Sober, 2004). Une meilleure compréhension des 

étapes de progression tumorale a permis d’affiner le geste chirurgical afin de garantir l’exérèse 

totale de la tumeur tout en limitant la taille de la cicatrice. Cette intervention permet 

généralement d’éliminer toutes les cellules tumorales, ce qui explique la très faible morbidité 

du mélanome à ses premiers stades (Moreira, Schmerling, et Buzaid, 2014). 

 

2.3.5.2. La Radiothérapie 

 La radiothérapie est basée sur l’irradiation tumorale par des rayons de haute énergie 

(rayons , protons, hadrons). Elle est rarement utilisée en traitement de première intention du 

mélanome primaire mais peut être indiquée si la lésion ne peut pas être enlevée 

chirurgicalement ou lorsque les marges chirurgicales ne sont pas parfaitement établies, ce qui 

conduit à un risque élevé de métastase ganglionnaire ou de récidive locale. La radiothérapie 

peut également être utilisée en complément d’une résection chirurgicale, pour assurer 

l’élimination de toutes les cellules cancéreuses pouvant rester au niveau du lit tumoral.  Elle 

présente cependant de nombreux effets secondaires délétère pour les patients (p. ex. brûlures, 

nausées, fatigue, perte de cheveux et de poids, neutropénies, etc...) (McCourt, Dolan, et 

Gormley, 2014; Wainstein et Belfort, 2004). 

 

2.3.5.3. La chimiothérapie conventionnelle 
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 La chimiothérapie du mélanome est basée sur l'administration orale ou intraveineuse de 

médicaments cytotoxiques, utilisés dans les stades plus avancés du mélanome (III et IV), 

lorsqu'il a déjà acquis un potentiel invasif et métastatique. Les agents chimiothérapeutiques les 

plus classiquement utilisés comprennent les agents alkylants de l'ADN (p. ex. dacarbazine, 

témozolomide, carmustine, cisplatine, carboplatine, etc.) et les composés antimitotiques 

agissant sur la polymérisation des microtubules, comme les vinca-alcaloïdes (vincristine et 

vinblastine) et le paclitaxel (Domingues et al., 2018). 

 La dacarbazine (DTIC) est l’une des molécules les plus utilisées pour traiter les 

mélanomes. Il s’agit d’un agent alkylant de l’ADN qui donne des taux de réponse de 10 à 20% 

après quatre à six mois de traitement. Les études cliniques montrent cependant que seulement 

2 % des patients recevant une chimiothérapie par DTIC seule sont encore en vie six ans après 

leur traitement, et l'association avec d'autres médicaments n’améliore pas significativement le 

taux de survie (Serrone et al., 2000).  

Le témozolomide, une prodrogue qui subit une conversion rapide à pH physiologique 

en monométhyl triazénoïmidazole carboxamide (MTIC), un agent alkylant de l’ADN de 

structure proche de la DTIC, est indiqué pour les métastases cérébrales des mélanomes mais 

son efficacité n’est pas significativement meilleure que celle de la dacarbazine (Middleton et 

al., 2000). De la même façon, les vinca-alcaloïdes et le paclitaxel, respectivement inhibiteurs 

de la polymérisation et stabilisants des microtubules, donnent des taux de réponse compris entre 

5 et 20% dans le traitement du mélanome métastatique (Buzaid, 2004).  

La combinaison de ces agents cytotoxiques augmente le taux de réponse à 20 à 30% 

mais n’améliore pas le temps de survie moyen des patients. Au vu de ces faibles efficacités 

thérapeutiques, des combinaisons de cytotoxiques avec des cytokines dans des protocoles dits 

de « bio-chimiothérapie » ont été envisagées.  En particulier, l’utilisation de l'interféron alpha 

(IFN-α) et de l'interleukine 2 (IL-2) en combinaison de cytotoxiques a été évaluée pour le 

traitement du mélanome métastatique (Moreira, Schmerling, et Buzaid, 2014; Schvartsman et 

al., 2019). 

  

2.3.5.4. La bio-chimiothérapie 

 L'association de la dacarbazine avec l'IL-2 et l'IFN-α a été envisagée dès le début des 

années 1990. Il existe un certain nombre de combinaisons décrites, avec des doses et des 

schémas posologiques différents (Lugowska, Teterycz, et Rutkowski, 2018).  

 L'IL-2 est une cytokine naturelle, sécrétée par les lymphocytes T4 (LT4), dont le rôle 

est notamment de stimuler la prolifération et la maturation des lymphocytes T et des cellules 
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NK.  Les interférons (IFN) sont sécrétés par les monocytes et les lymphocytes, en particulier 

les T4 Th1, et agissent en complément de l'IL-2 en augmentant l'activité phagocytaire des 

macrophages et l'activité cytotoxique des lymphocytes T8 et NK. La combinaison des deux 

cytokines permet d’induire une forte immunostimulation contre les cellules tumorales 

(Nicholas et Lesinski, 2011). La bio-chimiothérapie donne un taux de réponse supérieur à la 

chimiothérapie seule (entre 40 et 50% de réponse dans des études cliniques de phase II), mais 

plusieurs études concluent qu’elle ne génère pas une augmentation significative du taux de 

survie en cas de mélanome métastatique. Ce traitement présente par ailleurs deux inconvénients 

majeurs ; son coût important, qui réduit sa démocratisation et sa toxicité élevée, qui limite son 

usage au traitement des patients dont les fonctions cardiaque, pulmonaire et rénale sont 

préservées (Wainstein et Belfort, 2004). 

Jusqu'en 2010, les alternatives pour le traitement du mélanome métastatique se 

limitaient principalement à l’utilisation de la dacarbazine seule ou en association, de l’IL-2 à 

forte dose et de la bio-chimiothérapie, malgré sa toxicité. Globalement, le mélanome 

métastatique était difficilement traité, et les taux de survie à 5 ans très limités. A partir de 2010, 

deux voies de traitement prometteuses ont été développées: une nouvelle modalité 

d'immunothérapie, basée sur l'utilisation d'inhibiteurs de points de contrôle immunologiques, et 

la thérapie ciblée  (Lugowska, Teterycz, et Rutkowski, 2018). Parallèlement plusieurs travaux 

de recherche ont montré que la stratégie CAR-T présentée au paragraphe 2.1.6. pouvait s’avérer 

très efficace pour détruire les cellules de mélanome métastatique (Yvon et al., 2009). 

 

2.3.5.5. L’immunothérapie des tumeurs par blocage des récepteurs inhibiteurs des lymphocytes  

Une avancée majeure dans le traitement des tumeurs, récompensée par le prix Nobel de 

médecine 2018 décerné à James Allison et Tasuku Honjo, a été proposée dans les années 2000 

(Freeman et al., 2000; Iwai, Terawaki, et Honjo, 2005; Leach, Krummel, et Allison, 1996). Il 

s’agit d’utiliser des anticorps inhibiteurs capables de bloquer spécifiquement deux récepteurs 

inhibiteurs de la réponse immunitaire antitumorale des lymphcytes T: PD-1 (Programmed cell 

death 1) et CTLA-4 (Cytotoxic T-Lymphocyte-Associated protein 4 ou antigène 4 du 

lymphocyte T cytotoxique). PD-1 est un récepteur exprimé à la surface des lymphocytes T 

capable de supprimer la réponse immunitaire lorsqu'il est activé (Figure 12). Les cellules de 

mélanome expriment le ligand de PD-1 (PD-L1) qui induit une tolérance du lymphocyte T aux 

antigènes tumoraux et une absence de réponse cytotoxique. L’inhibition de l’interaction PD-

1/PD-L1 par des anticorps ou des petites molécules pharmaceutiques permet de restaurer une 

balance en faveur d’un signal de co-activation stimulateur qui déclenche la cytotoxicité des T8 
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sur les cellules tumorales. Parmi les anticorps monoclonaux inhibant le récepteur PD-1, on peut 

citer le pembrolizumab et le nivolumab (Robert et al., 2014; Weber et al., 2015). Ces 

médicaments inhibent l’interaction PD-1-PD-L1 et restaurent donc la cytotoxicité antitumorale 

des T8 (Figure 12) (Garcia-Diaz et al., 2017). 

 

Figure 12. Mode d’action des inhibiteurs de PD-1 (pembrolizumab et nivolumab) utilisés en 

immunothérapie pour le traitement du mélanome métastatique. 

  

 D'autres anticorps monoclonaux humains (p. ex. l’ipilimumab) ont été développés pour 

cibler le récepteur CTLA-4, également exprimé à la surface des lymphocytes T (Robert et al., 

2011). Au cours du processus de présentation antigénique, lors de l'interaction entre le CMH 

de classe II de la cellule dendritique et le TCR des lymphocytes T4, une seconde interaction 

membranaire entre le facteur B7 de la cellule dendritique et le récepteur CD28 du lymphocyte 

est indispensable pour l'activation du T4. Ce signal de co-activation lymphocytaire peut être 

bloqué par un récepteur inhibiteur spécifique, le CTLA-4 (Cytotoxic T-lymphocyte-associated 

protein 4). En raison de sa plus grande affinité pour B7, CTLA-4 s'ancre à ce facteur, 

l'empêchant d'interagir avec le récepteur CD28 du lymphocyte. Ainsi, un stimulus négatif est 

déclenché, entraînant l’anergie du lymphocyte T4 et sa tolérance à l’antigène tumoral (Menter 

et Tzankov, 2018). 
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 En se liant au CTLA-4, l'ipilimumab bloque l'interaction CTLA-4/ B7 et libère ce 

dernier pour réactiver le lymphocyte via CD28 (Figure 13). Le résultat final de cette stimulation 

est une plus grande activité des lymphocytes T contre les cellules cancéreuses, mais au 

détriment d'un risque accru d'événements immunitaires dans d'autres tissus. Aujourd’hui, les 

inhibiteurs de CTLA-4 et PD-1 sont devenus les principaux anticorps utilisés dans le traitement 

du mélanome métastatique (stades III et IV), qu'ils soient ou non associés à des médicaments 

de thérapie ciblée développés encore plus récemment (Niezgoda, Niezgoda, et Czajkowski, 

2015). 

 

Figure 13. Mécanisme d'action du médicament ipilimumab, utilisé en immunothérapie du 

mélanome. L'ipilimumab bloque le récepteur CTLA-4 inhibiteur de l'activité lymphocytaire par 

interaction avec le facteur B7. 
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2.3.5.6. La thérapie ciblée 

 Une des avancées majeures des années 2000-2010 dans le traitement du cancer a 

consisté à cartographier les mutations génétiques des tumeurs afin d’identifier les altérations 

génétiques pouvant être ciblées spécifiquement et efficacement par des molécules 

pharmaceutiques. Cette approche permet non seulement d’identifier pour chaque type de cancer 

des cibles pharmacologiques pertinentes, mais également de réaliser un traitement à la carte 

adapté au profil génétique du patient et à l’évolution génétique de sa tumeur au cours de sa 

maladie. 

Parmi les principaux agents chimiothérapeutiques ciblés pour le mélanome, on retrouve 

les inhibiteurs de la voie RAS-RAF-MEK, en particulier les inhibiteurs des protéines BRAF 

(BRAFV600E) et MEK mutées (Mackiewicz et Mackiewicz, 2017). Comme décrit 

précédemment (Figures 9 et 10), ces protéines sont des cibles clés dans la signalisation 

cellulaire proliférative du mélanome.  

 En 2020, deux inhibiteurs BRAF (iBRAF) ciblant la mutation BRAFV600E sont 

approuvés en Europe et aux États-Unis pour le traitement des patients atteints de mélanome 

avancé (stades III et IV): le vemurafenib et le dabrafenib (Chapman et al., 2011; Hauschild et 

al., 2012). Une troisième molécule, l'encorafenib sera probablement le prochain iBRAF à 

obtenir une AMM (Van Geel et al., 2017). Ces médicaments sont des petites molécules 

biodisponibles par voie orale (Figure 14) inhibitrices de la kinase BRAF. Elles se sont révélés 

plus efficaces dans le traitement du mélanome métastatique que la chimiothérapie et à la bio-

chimiothérapie conventionnelles (Fujimura et al., 2019; Mackiewicz et Mackiewicz, 2017). 
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Figure 14. Structure chimique des inhibiteurs BRAF utilisés pour traiter le mélanome 

métastatique. 

 

 Des essais cliniques randomisés de phase III (BRIM-3 et BREAK-3) ont montré que les 

patients traités avec le vemurafenib ou le dabrafenib présentent une meilleure réponse au 

traitement en comparaison avec les patients traités par la dacarbazine seule (57% vs. 9% et 50% 

vs. 6%, respectivement). La survie médiane sans progression tumorale dans le groupe d'étude 

traité avec les iBRAFs était aussi significativement plus longue par rapport au traitement avec 

la dacarbazine (6.9 vs. 1.6 mois et 6.9 vs. 2.7 mois, respectivement) (Chapman et al., 2011; 

Hauschild et al., 2012; McArthur et al., 2014).  

 En plus des inhibiteurs BRAF, des inhibiteurs allostériques non-ATP dépendant des 

kinases MEK1 et MEK2 (iMEK) ont été développés et introduits dans le traitement ciblé du 

mélanome métastatique. Les principaux représentants de cette classe thérapeutique sont le 

cobimetinib (inhibiteur MEK1), le trametinib et le binimetinib (inhibiteurs MEK1 et MEK2) 

(Figure 15). Ces médicaments montrent une meilleure efficacité thérapeutique que le traitement 

par la dacarbazine dans les études cliniques de phase II et III menées auprès de patients atteints 

de la mutation BRAF, NRAS ou des deux (Ascierto et al., 2013; Dummer et al., 2017; Flaherty 

et al., 2012).  
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Figure 15. Structure chimique des inhibiteurs MEK1 et MEK2 utilisés pour traiter le mélanome 

métastatique. 

 

 Les inhibiteurs MEK et BRAF ont révolutionné la thérapie ciblée du mélanome, en 

apportant une solution à une impasse thérapeutique. Cependant, le traitement avec ces 

médicaments est souvent associé à court terme (quelques mois) à des mécanismes de résistance 

acquise. Environ 50% des patients développent une progression de la maladie après six mois 

de traitement (Mackiewicz et Mackiewicz, 2017; Villanueva et al., 2010). En revanche, des 

études précliniques et cliniques ont montré qu’une thérapie combinée (iBRAF + iMEK) peut 

limiter les phénomènes de résistance et améliorer l'efficacité du traitement (Robert et al., 2015). 

Plusieurs schémas posologiques impliquant l'utilisation simultanée d'inhibiteurs BRAF et MEK 

sont aujourd’hui appliqués dans le traitement des patients atteints du mélanome en stade III ou 

IV (Tableau 3). 
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Tableau 3. Principales associations d’inhibiteurs BRAF et MEK utilisées dans le traitement du 

mélanome métastatique (stade III et IV) (Schadendorf, van Akkooi, et al., 2018). 

Thérapie combinée Cible Posologie 

Drabafenib  BRAF 150 mg administrés par voie orale, deux fois par jour 

Trametinib MEK 2 mg administrés par voie orale, une fois par jour 

Vemurafenib BRAF 960 mg administrés par voie orale, deux fois par jour 

Cobimetinib MEK 60 mg administrés par voie orale, une fois par jour 

Encorafenib BRAF 450 mg administrés par voie orale, une fois par jour  

Binimetinib MEK 45 mg administrés par voie orale, deux fois par jour 

La durée du traitement varie en fonction de l'état clinique du patient et du stade de progression 

de la maladie. 

  

 Parmi les autres médicaments développés dans le cadre de la thérapie ciblée, on retrouve 

des inhibiteurs de protéines clés impliquées dans la voie PI3K/AKT, notamment des inhibiteurs 

AKT (p. ex. MK2206), PI3K (p. ex. PI-103, BKM120, GSK2636771, INCB050465 et IPI-549) 

et mTOR (p. ex. everolimus et temsirolimus), ainsi que des inhibiteurs du c-KIT (un récepteur 

du facteur de croissance SCF, stem cell factor). Des inhibiteurs des récepteurs du VEGF (p. ex. 

le bevacizumab) ont également été décrits comme alternative possible pour contrôler la 

progression tumorale par inhibition du processus d'angiogenèse (Figure 16). Du fait de leur 

découverte récente, ces agents chimiothérapeutiques font encore l’objet de développement 

clinique (Domingues et al., 2018). Enfin, il faut également noter que la recherche d’inhibiteurs 

de kinases est très active dans les laboratoires de recherche; par exemple pour le mélanome 

métastatique, les inhibiteurs de CDK et des kinases PIM (sérines thréonine kinases) sont 

largement étudiés (Shannan et al., 2016). 
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Figure 16. Principaux mécanismes visés dans la thérapie ciblée du mélanome métastatique.  

 

 Malgré les progrès apportés par la thérapie ciblée, ces médicaments présentent toujours 

une toxicité élevée, du fait de l'administration de doses élevées qui limitent la sélectivité 

d’action sur les cellules tumorales. De nombreux effets indésirables classiquement observés 

aves les anticancéreux sont enregistrés, tels que des effets cutanés, gastro-intestinaux, oculaires, 

cardiaques et musculo-squelettiques. D’autres effets indésirables sont spécifiquement associés 

à certaines molécules; par exemple le dabrafenib provoque de la fièvre et le vemurafenib induit 

une photosensibilité du patient. D'autres effets indésirables moins fréquents peuvent également 

être observés, comme l'anémie, la parésie faciale (encorafenib), la neutropénie (dabrafenib), les 

éruptions cutanées et l’induction des cytochromes hépatiques (vemurafenib) (Heinzerling et al., 

2019). Au-delà de la toxicité, la réponse tumorale à la thérapie ciblée n'est pas maintenue à long 

terme en raison de l’acquisition de mécanismes de résistance au cours du traitement, ce qui 

nécessite l’utilisation de doses croissantes en cours du traitement  (Tentori, Lacal, et Graziani, 

2013). 

 

2.3.6. Mécanismes de résistance à la chimiothérapie  

Un nombre important de patients présente en effet une progression tumorale 

significative dans les 12 mois suivant le début du traitement (Chen et Davies, 2014). Ces 
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mécanismes de chimiorésistance peuvent préexister dans les cellules tumorales (en particulier 

dans le cas des mélanomes, les mélanocytes eux-mêmes sont des cellules présentant une forte 

résistance aux agressions chimiques du fait de leur fonction de protection de la peau) ou 

apparaître en cours de traitement (chimiorésistance acquise). De nombreuses altérations dans 

les voies de signalisation permettent d’expliquer la chimiorésistance acquise du mélanome 

(Kalal, Upadhya, et Pai, 2017) et les mutations les plus communément observées affectent les 

effecteurs des voies RAS-RAF-MEK (voie MAPK) et PI3K/AKT (Tableau 4) (Kozar et al., 

2019).  

 

Tableau 4. Principaux mécanismes de résistance au traitement ciblé du mélanome (Chen et 

Davies, 2014). 

Voie Type 

d’Altération 

 Modification Type de 

résistance 

Référence 

MAPK Génétique ↑ NRAS Acquise Van Allen et al., 2014; Shi et 

al., 2014; Trunzer et al., 2013 

 Génétique ↑ KRAS Acquise Shi et al., 2014 

 Génétique ↑ BRAF Acquise Van Allen et al., 2014; Shi et 

al., 2014; Shi et al., 2012 

 Génétique ↑ MEK1 Acquise Van Allen et al., 2014; Shi et 

al., 2014; Wagle et al., 2011 

 Génétique ↑ MEK2 Acquise ou 

spontanée 

Van Allen et al., 2014; 

Villanueva et al., 2013 

 Génétique ↓ NF1 Acquise ou 

spontanée 

Van Allen et al., 2014; 

Maertens et al., 2013; 

Whittaker et al., 2013 

 Epigénétique  Epissage 

BRAF 

Acquise Poulikakos et al., 2011; Shi et 

al., 2014 

PI3K/AKT Génétique ou 

épigénétique 

↓ PTEN Acquise ou 

spontanée 

Nathanson et al., 2013; 

Trunzer et al., 2013 

 Génétique ↑ PI3KCA ou 

PI3KCG 

Acquise Van Allen et al., 2014; Shi et 

al., 2014 

 Génétique ↓ PI3KR2 Acquise Shi et al., 2014 
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 Génétique ↑ AKT1 ou 

AKT3 

Acquise Shi et al., 2014 

D’autres Epigénétique ↑ RTK Acquise Girotti et al., 2013 

 Génétique ↓ CDKN2A Acquise ou 

spontanée 

Shi et al., 2014 

 Génétique ↑ MITF  Acquise Van Allen et al., 2014 

Voie MAPK (RAS/RAF/MEK). ↑ représente des mutations d'activation, d'amplification ou de 

surexpression génique, tandis que ↓ représente des mutations d'inactivation, de délétion ou de 

sous-expression génique. 

 

 L’absence d’altération dans la voie RAS/RAF/MEK est cruciale pour l'efficacité 

clinique des iBRAFs. La réactivation de cette voie dans les cellules de mélanome est donc l'un 

des principaux phénomènes induisant une chimiorésistance acquise aux iBRAF. Des mutations 

somatiques dans le gène NRAS qui affectent les résidus G12, G13 ou Q61 maintiennent la 

protéine à l'état actif, liée au GTP, ce qui entraîne une activation constitutive de la voie. Les 

mutations NRAS sont détectées dans environ 20% des mélanomes traités, en particulier ceux 

traités avec les iBRAFs (Van Allen et al., 2014; Shi et al., 2014; Trunzer et al., 2013). La 

résistance aux iBRAFs peut également être médiée par une amplification (≅ 18%) ou un 

épissage atypique (≅ 14%) du BRAFV600E (Shi et al., 2014). L'épissage alternatif entraîne 

l'expression de protéines BRAFV600 tronquées qui ne contiennent pas le domaine de liaison RAS 

N-terminal mais qui conservent le domaine kinase. Les protéines BRAFV600 raccourcies 

forment des homodimères résistants aux iBRAFs (Poulikakos et al., 2011) (Figure 17). 
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Figure 17. Aberrations dans la voie de signalisation MAPK (RAS/RAF/ERK) conduisant à la 

chimiorésistance. Le BRAFV600E est inhibé par les iBRAFs, provoquant l'inactivation de la voie 

MAPK. L'amplification ou l'épissage alternatif du BRAFV600E (BRAFmut) réactive la voie 

MAPK dans les tumeurs résistantes aux iBRAFs. De plus, la voie MAPK peut être réactivée 

par des mutations affectant les protéines NF1, NRAS ou MEK dans les tumeurs résistantes aux 

iBRAFs. 

 

 Des mutations de gain de fonction ont également été observées dans des gènes qui 

codent pour les kinases MEK1 et MEK2, rendant les cellules tumorales résistantes aux iMEKs. 

Les principales mutations associées à la chimiorésistance sont MEK1K57N, MEK1Q56P, 

MEK1V60E, MEK1C121S, MEK1G128V, MEK1E203K, MEK2V35M, MEK2L46F, MEK2C125S et 

MEK2N126D (Van Allen et al., 2014; Wagle et al., 2011). L'incidence de ces mutations dans les 
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tumeurs présentant une résistance acquise varie de 7 à 16% (Van Allen et al., 2014; Shi et al., 

2014). 

 Des mutations impliquant des points de contrôle des MAPK ont également été 

rapportées dans des cas de mélanome chimiorésistants. Elles concernent notamment la 

neurofibromine-1 (NF1), une protéine régulant négativement l'activité de la RAS en favorisant 

l'hydrolyse du GTP en GDP. En plus des mutations entraînant une perte de fonction, l’activité 

de NF1 peut être diminuée en raison d'une dégradation protéasomique excessive (Maertens et 

al., 2013). L’inactivation de NF1 augmente les activités de HRAS, KRAS et CRAF dans les 

cellules de mélanome mutées (BRAFV600E), ce qui permet de rétablir la réactivation de ERK 

même en présence d’un iBRAF (Whittaker et al., 2013) (Figure 17). 

 Comme pour la voie RAS/RAF/MEK, des altérations dans les protéines clés de la voie 

PI3K/AKT peuvent se produire en fonction du traitement, entraînant une résistance acquise. 

Des mutations dans les protéines PI3K (PI3KR2, PI3KCA et PI3KCG) ont été identifiées dans 

les mélanomes qui ont progressé après le traitement par iBRAFs. Les mutations PI3K 

augmentent la phosphorylation de l'AKT et diminuent la sensibilité au vemurafenib in vitro, 

suggérant que ces mutations peuvent entraîner une résistance aux iBRAFs dans les tumeurs 

réfractaires. De plus, ce phénomène de résistance peut être expliqué par des mutations 

activatrices de l’AKT1 (AKT1Q79K) et de l’AKT3 (AKT3E17K) (Shi et al., 2014), ainsi que par 

la délétion de la principale protéine régulatrice de cette voie (PTEN) en cours de traitement 

(Nathanson et al., 2013) (Figure 18). 
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Figure 18. Mécanismes de résistance indépendants de la réactivation MAPK. L'activation de 

RTK, des mutations dans PI3K ou AKT, ou des mutations de perte de fonction dans PTEN, 

peuvent médier la résistance à la chimiothérapie par la réactivation de la voie PI3K/AKT. 

 

 En raison de leur impact sur les taux de survie des patients atteints de mélanome 

métastatique, les mécanismes de résistance à la chimiothérapie sont de plus en plus étudiés 

(Tentori, Lacal, et Graziani, 2013). Toute molécule capable de réverser la chimiorésistance ou 

de sensibiliser les cellules tumorales à l’effet de la chimiothérapie ou de la radiothérapie peut 

en effet présenter un intérêt majeur pour la cancérologie clinique. Plusieurs groupes de 

recherche se consacrent à l’étude de nouvelles molécules cytotoxiques ou cytostatiques 

présentant des modes d'action innovants et au développement de nouvelles approches 

thérapeutiques utilisant des molécules bioactives déjà connues (Barreiro, 2019). L'objectif est 

à la fois d'améliorer la réponse antitumorale avec la plus faible dose possible de médicament 

cytotoxique, afin de limiter les effets toxiques dans les tissus sains et de retarder les mécanismes 

de résistance, et d’envisager des alternatives au traitement tout chimiothérapeutique, par 

exemple le développement d’interventions nutritionnelles permettant de chimiosensibiliser ou 

radiosensibiliser les tumeurs aux agents anticancéreux (Vinod, Maliekal, et Anto, 2013). 
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L’objectif est également aujourd’hui d’identifier des molécules présentant des modes d’action 

pharmacologiques originaux, limitant les mécanismes de chimiorésistance par rapport aux 

agents cytotoxiques pro-apoptotiques conventionnels. Dans ce contexte, un regain d’intérêt 

pour les produits naturels est perceptible, du fait de leur chimiodiversité structurale suggérant 

la possibilité de découvrir des modes d’actions originaux, et d’identifier des molécules pas ou 

peu toxiques présentant un intérêt pour la chimiosensibilisation, la radiosensibilisation et/ou la 

réversion de la résistance multi-drogue.  

 

2.4. Les produits naturels comme source de nouvelles molécules pour le traitement du 

mélanome 

 Un produit naturel est un composé chimique présent naturellement dans 

l’environnement, produit par un être vivant (végétal, animal ou micro-organismes) en réponse 

à un stimulus physiologique ou environnemental. Les produits naturels peuvent en particulier 

présenter une fonction de défense écologique contre des agresseurs (substances toxiques ou 

allélopathiques repoussant les prédateurs, compétiteurs, envahisseurs), et assurer ainsi la survie 

et le maintien de l’intégrité de l'organisme. Pour cette raison, ces composés ont généralement 

des activités pharmacologiques et peuvent être utilisés pour la conception de nouveaux produits 

pharmaceutiques. Historiquement, les produits naturels ont considérablement contribué à la 

découverte de nouveaux médicaments. En analysant les nouveaux médicaments approuvés par 

la Food and Drug Administration (FDA) aux États-Unis entre 1981 et 2010, Newman et Cragg 

(2012) ont constaté que 34% de ces médicaments ont été obtenus directement ou indirectement 

de substances naturelles (Newman et Cragg, 2012).  

Dans le domaine du cancer, sur la période allant des années 1940 à la fin de 2014, sur 

les 175 petites molécules approuvées, 85 (soit 49%) sont des produits naturels ou des composés 

qui en dérivent directement (Newman et Cragg, 2016). Concernant le mélanome, les molécules 

d'origine végétale et marine sont de plus en plus étudiées. Certaines font même partie de la 

thérapie conventionnelle contre le mélanome, et d'autres sont en phase de développement 

préclinique et/ou clinique (AlQathamaa et Prieto, 2015). Considérant que les travaux de cette 

thèse visent à identifier des molécules anti-mélanome à partir de plantes et de microalgues, les 

paragraphes suivants détaillent la biodiversité de ces organismes et de leurs métabolites, ainsi 

que leurs applications en cancérologie. 
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2.4.1. Produits naturels issus de plantes terrestres 

 Les plantes constituent un groupe d'organismes autotrophes par photosynthèse 

oxygénique divisés en quatre groupes principaux selon leurs caractéristiques morphologiques, 

telles que la présence de vaisseaux conducteurs, de graines, de fleurs et de fruits (les bryophytes, 

les ptéridophytes, les gymnospermes et les angiospermes). On estime qu'environ 298.000 

espèces de plantes existent dans les zones terrestres émergées, le plus grand nombre se 

localisant principalement dans les tropiques. Au-delà des caractéristiques génétiques de chaque 

espèce, les facteurs environnementaux peuvent également interférer dans leur métabolisme, tels 

que les conditions de température, l'humidité, l'exposition au soleil, la composition du sol et la 

présence de phytopathogènes (Mora et al., 2011).  

 Les facteurs biotiques et abiotiques peuvent interférer non seulement avec le 

métabolisme primaire, mais aussi avec la production de métabolites secondaires de la plante 

(Berini et al., 2018). Le premier correspond à l'ensemble des processus métaboliques qui jouent 

un rôle essentiel dans les plantes, comme la photosynthèse, la respiration et le transport des 

solutés. Les composés impliqués dans le métabolisme primaire ont une distribution universelle 

dans les plantes. C'est le cas des acides aminés, des nucléotides, des lipides, des glucides et des 

chlorophylles. Inversement, le métabolisme secondaire consiste en des voies de biosynthèse 

accessoires qui produisent des composés qui n'ont pas une distribution universelle parce qu'ils 

ne sont pas nécessaires à toutes les plantes. Ces substances sont souvent produites en réponse à 

une condition de stress, comme une limitation en eau, des changements dans la composition 

minérale du sol, une exposition élevée au soleil, la présence de micro-organismes pathogènes, 

la présence d'herbivores ou d'autres espèces végétales envahissantes. Ces composés ont 

généralement des activités biologiques qui peuvent être exploitées pour la santé humaine. C'est 

le cas des acides phénoliques, des flavonoïdes, des alcaloïdes, des terpénoïdes, des coumarines, 

des tanins, des lignanes et des saponines, entre autres (Aharoni et Galili, 2011). 

En cancérologie, les métabolites secondaires d’origine végétale sont considérés comme 

une source prometteuse de nouveaux médicaments. Les plantes ont des voies métaboliques 

extrêmement évoluées, impliquant des enzymes de structure et fonction uniques, capables de 

générer des constituants chimiques présentant une grande diversité structurale. Les structures 

chimiques inhabituelles produites par les plantes sont souvent associées à la découverte de 

mécanismes d'action innovants et tout aussi variés, la chimiodiversité étant le support de la 

pharmacodiversité. Dans certains cas, une seule molécule peut agir sur deux ou plusieurs cibles 

différentes, contribuant à la régression tumorale en moins de temps et avec une incidence 

moindre d'effets indésirables (Barreiro, 2019). 
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 Les premiers agents anticancéreux d'origine végétale à avoir été utilisés en clinique sont 

les alcaloïdes isolés de Catharanthus roseus (Apocynaceae), communément appelés « vinca-

alcaloïdes » (Figure 19). Après des étapes successives de fractionnement de l’extrait végétal, la 

vincristine et la vinblastine ont été obtenues et utilisées pour traiter une variété de cancers, tels 

que les lymphomes, les leucémies, le cancer du sein, le cancer des testicules, le sarcome de 

Kaposi et le cancer du poumon (Cragg et Pezzuto, 2016). Ces alcaloïdes sont également utilisés 

depuis longtemps dans le traitement du mélanome cutané (Corina et al., 2017). 

 Les taxanes constituent également une famille de substances obtenues à partir d'espèces 

du genre Taxus avec une large application en thérapie antitumorale. Leur principal représentant 

est le paclitaxel (Figure 19), commercialisé sous le nom de Taxol®. Actuellement, ce composé 

est principalement utilisé pour traiter le cancer du sein, de l'ovaire et du poumon, mais il fait 

aussi partie du traitement conventionnel du mélanome cutané (Corina et al., 2017). Les vinca-

alcaloïdes et le paclitaxel ont révolutionné la thérapie anticancéreuse au moment de leur 

découverte, car leur mode d’action était complétement original à l’époque. Le mécanisme 

d'action des vinca-alcaloïdes implique une interaction avec la tubuline de manière à perturber 

l'assemblage du fuseau mitotique, ce qui empêche la division cellulaire. Contrairement aux 

vinca-alcaloïdes, les taxanes agissent en stabilisant les microtubules au lieu de les déstabiliser, 

ce qui affecte la fonction cellulaire normale et entraîne la mort cellulaire (Barreiro, 2019; Cragg 

et Pezzuto, 2016). 
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Figure 19. Structure chimique des vinca-alcaloïdes (vincristine et vinblastine) et du paclitaxel, 

principaux représentants de la chimiodiversité des plantes terrestres, utilisés pour le traitement 

du mélanome cutané. 

 

 Plus récemment, plusieurs classes de métabolites secondaires ont été évaluées pour leur 

potentiel antimélanome, en particulier des alcaloïdes, des terpénoïdes, des caroténoïdes et des 

composés phénoliques (AlQathamaa et Prieto, 2015). La berbérine, un alcaloïde isoquinoléique 

extrait du rhizome et des racines de plantes du genre Berberis, a réduit l'invasion des cellules 

de mélanome de manière concentration-dépendante. Son activité a été corrélée avec l'inhibition 

de la COX-2, l'expression des récepteurs de prostaglandines EP2 et EP4, et la réduction du 

niveau de PGE2 et de NF-κB. Il est intéressant de noter que la berbérine est un générateur 

d'espèces réactives de l'oxygène, ce qui a entraîné une réduction de l'activité de ERK-1/2 et 

ATF-2 (Activating Transcription Factor 2). La berbérine a pu inhiber les métastases 

pulmonaires dans des modèles de souris C57BL/6 porteuses de mélanome, démontrant son 

potentiel anti-métastatique in vivo (Hamsa et Kuttan, 2012; Kim et al., 2012). Un effet similaire 

a également été observé pour l'harmine, un alcaloïde du type β-carboline extrait de l'espèce 

Peganum harmala. Ce composé a réduit la migration des cellules de mélanome en inhibant 
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l’expression de gènes pro-métastatiques tels que le MMP-9, l’ERK et le VEGF (Hamsa et 

Kuttan, 2011). 

 La curcumine, un pigment obtenu à partir du rhizome de Curcuma longa L., a montré 

des propriétés anti-invasives sur les cellules de mélanome par l’inhibition de l'expression des 

MMPs. L'effet inhibiteur in vivo de la curcumine a été démontré par la suppression des 

métastases pulmonaires induites par les cellules de mélanome B16-F10 chez les souris 

C57BL/6. En outre, il a été démontré que la curcumine inhibe la phosphorylation de la kinase 

Src et la voie STAT3 (Menon, Kuttan, et Kuttan, 1999; Wang et al., 2009). 

 La capsaïcine, principal composé actif du piment rouge (Capsicum frutescens L.), a 

inhibé la prolifération et la migration de cellules de mélanome dans des essais in vitro. Ces 

effets sont principalement liés à l'inhibition de la voie PI3K/AKT et à la diminution de 

l'expression du facteur VEGF (Shin et al., 2008). Le resvératrol et le ptérostilbène sont d'autres 

exemples de composés phénoliques ayant un potentiel antimélanome. Ce sont de polyphénols 

naturels existant en forte concentration dans les fruits rouges et les raisins tels que Vitis vinifera 

L. Leur mécanisme antimétastatique implique l'inhibition de l'expression de la molécule 

d'adhésion vasculaire 1, qui joue un rôle central dans le processus de migration, conduisant à 

une réduction du taux d'adhésion entre les cellules de mélanome et l'endothélium vasculaire 

(Bhattacharya, Darjatmoko, et Polans, 2011; Ferrer et al., 2005). 

 Les terpènes constituent également une classe de métabolites secondaires ayant des 

activités anticancéreuses importantes, y compris dans des modèles de mélanome. L'artémisinine 

est un agent antipaludique connu qui a aussi été étudié pour le traitement du mélanome. C'est 

un sesquiterpène dérivé de l'Artemisia annua L., utilisée en médecine traditionnelle chinoise 

comme antipyrétique. Il a été démontré que l’artémisinine cible la capacité d'adhésion des 

cellules de mélanome via la réduction de l'expression de l'intégrine α5β3, ainsi que la réduction 

de la production de MMP-2, ce qui suggère un effet chimiothérapeutique potentiel de 

l'artémisinine dans le traitement du mélanome métastatique (Buommino et al., 2009).  

Tous ces composés ne sont que quelques exemples de produits naturels issus de plantes 

médicinales qui présentent des effets importants dans des essais in vitro et/ou in vivo, et qui ont 

inspiré le développement de nouveaux modèles structuraux pour optimiser leur potentiel 

antimélanome (Figure 20). 
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Figure 20. Exemples de la diversité de molécules extraites de plantes terrestres présentant un 

potentiel antimélanome (photos: global biodiversity information facility, GBIF). 

 

2.4.1.1. Les plantes médicinales du Brésil 

 Le Brésil est l'un des pays les plus riches en biodiversité du monde. Avec une superficie 

territoriale de 8.511.996 km2 et une côte atlantique de 7.491 km, le Brésil contient 10 à 20 % 

des espèces vivantes connues dans le monde et on estime qu’un nombre important reste à 

découvrir (Bolzani et al., 2012; Valli et al., 2013). Le Brésil contient environ 2 millions 

d'espèces de plantes, d'animaux et de microorganismes, répartis dans six biomes: la forêt 

pluviale amazonienne au Nord, la forêt tropicale atlantique littorale, la zone de savane au centre 

du pays (appelée Cerrado), la zone semi-aride au Nord-Est (appelée Caatinga), les zones 
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humides au Centre-Ouest connues sous le nom de Pantanal et les champs de la Pampa au Sud  

(Valli et al., 2012) (Figure 21). 

 

 

Figure 21. Répartition géographique des différents biomes du territoire brésilien, d’après 

l’EMBRAPA (EMBRAPA, 2010).  

 

 Après sept ans de recherche, un groupe de 575 botanistes du Brésil et de 14 autres pays 

a conclu la version la plus récente d'un vaste répertoire sur la diversité des plantes, des algues 

et des champignons au Brésil, aujourd'hui estimée à 46.097 espèces. Près de la moitié, soit 43%, 

est exclusive (endémique) au territoire national. Le nombre total place le Brésil comme le pays 

le plus riche en plantes au monde. En moyenne, les botanistes découvrent environ 250 nouvelles 

espèces par an (Forzza, 2016). La liste contenant toutes les espèces cataloguées est disponible 

sur le site Flora do Brasil 2020 (http://floradobrasil.jbrj.gov.br/reflora), constamment mise à 

jour avec de nouvelles espèces. Beaucoup de ces espèces sont traditionnellement utilisées à des 

fins médicinales et peuvent présenter des caractéristiques morphologiques, un métabolisme et 

une composition chimique extrêmement variables selon le biome dans lequel elles vivent: 
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La forêt amazonienne: c'est une région au climat humide et chaud, composée d'une végétation 

dense avec de grands arbres, couvrant environ 40% du territoire brésilien. Ce biome est très 

fragile et sa productivité et sa stabilité dépendent du recyclage des nutriments, dont l'efficacité 

est directement liée à sa diversité biologique et à la structure complexe de la forêt. Il y a environ 

800 espèces à potentiel économique et social en Amazonie et des centaines d'espèces utilisées 

comme médicinales et aromatiques, selon l’Empresa Brasileira de Pesquisa Agropecuária 

(EMBRAPA). Des exemples de plantes médicinales de l'Amazonie sont présentés dans la figure 

22. 

 

 

Figure 22. Exemples de plantes médicinales à haute valeur ajoutée provenant de la forêt 

amazonienne (photos: EMBRAPA et www.toptropicals.com). 

 

Le Cerrado: c’est le deuxième plus grand domaine écologique brésilien, avec des densités 

d'espèces d'arbres variables. Sa végétation est en grande partie similaire à celle de la savane, 

composée d'herbes, d'arbustes et d'arbres clairsemés. Les arbres ont des tiges tordues et de 

longues racines, qui permettent l'absorption de l'eau (disponible dans les sols du Cerrado en 

dessous de 2 mètres de profondeur). Selon l’EMBRAPA, le Cerrado couvre environ 23% du 



90 

 

territoire brésilien et environ 700 espèces de ce biome sont signalées en usage dans la médecine 

traditionnelle (EMBRAPA, 2010) (Figure 23). 

 

 

Figure 23. Exemples de plantes médicinales à haute valeur ajoutée provenant du Cerrado 

(photos: EMBRAPA). 

 

Le Pantanal: il s’agit d’une zone géologiquement basse remplie de sédiments, située dans le 

bassin du fleuve Paraguay. La flore du Pantanal est formée par des espèces de végétation du 

Cerrado et du bassin amazonien. Plus de 200 espèces de cette flore sont utilisées pour la 

consommation humaine et animale, et plusieurs ont été signalées dans des applications 

industrielles (EMBRAPA, 2010) (Figure 24). 
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Figure 24. Exemples de plantes médicinales à haute valeur ajoutée provenant du Pantanal 

(photos: GBIF, www.gbif.org). 

 

La Caatinga: ce biome englobe des régions des États du Nord-Est du Brésil et se caractérise 

par une végétation typique de climat semi-aride. Les sols sont fertiles en raison de la nature des 

matériaux de leur origine et ce biome se caractérise par un faible niveau de précipitations, 

passant par de longues périodes de sécheresse. La végétation de la Caatinga est généralement 

très sèche, avec des épines et très peu de feuilles. Cependant, lorsque les pluies se produisent, 

elle change rapidement, gagnant un aspect différencié, avec des arbres feuillus et de petites 

plantes tapissant le sol. Une grande variété d'espèces fruitières et de plantes médicinales ont 

leur origine dans cette région où la pratique de la médecine traditionnelle est encore très 

fréquente (EMBRAPA, 2010). Plusieurs espèces médicinales et aromatiques sont signalées 

dans cette région, telles que Myracrodruon urundeuva et Lippia sidoides (Figure 25). 
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Figure 25. Exemples de plantes médicinales à haute valeur ajoutée provenant de la Caatinga 

(photos: EMBRAPA). 

 

La forêt atlantique (mata atlantica): cette forêt s'étend sur toute la côte brésilienne et constitue 

l'un des biomes les plus menacés au monde, avec moins de 10% de la végétation originale 

préservée (EMBRAPA, 2010). Le climat prédominant est chaud et tropical, avec des 

précipitations variant entre 1000 et 1750 mm.  Le terrain est composé de zones plates sur la 

côte, accompagnées de chaînes de montagnes. Plusieurs espèces sont utilisées dans cette région 

en médecine traditionnelle, telles que Mikania glomerata, Cordia verbenaceae et Maytenus 

ilicifolia (Figure 26). 
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Figure 26. Exemples de plantes médicinales à haute valeur ajoutée provenant de la forêt 

atlantique (photos: EMBRAPA). 

 

La Pampa: situé dans le sud du Brésil, la principale caractéristique du biome de la Pampa est 

sa végétation, qui présente une composition herbacée, formée essentiellement d'herbes et de 

petites espèces végétales, ne dépassant pas 50 cm de hauteur (Figure 27). Le climat de la Pampa 

est subtropical avec les quatre saisons bien définies. En dépit d'être le plus petit biome brésilien 

n'occupant que 2% du territoire brésilien (EMBRAPA, 2017), il dispose d'une grande variété 

de plantes médicinales. 
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Figure 27. Exemple de plante médicinale à haute valeur ajoutée provenant de la Pampa (photo: 

www.floradobrasil.jbrj.gov.br). 

 

 En termes de bioéconomie, certains produits à base d'extraits végétaux ou de molécules 

obtenues à partir de plantes brésiliennes ont été introduits sur le marché au cours des dernières 

décennies. Un exemple classique de produit naturel brésilien utilisé comme médicament ou 

modèle pour la conception de nouveaux médicaments est la tubocurarine, un alcaloïde du type 

bis-benzyltétrahydroisoquinoline obtenu à partir de Chondrodendron tomentosum, une plante 

neurotoxique de l’Amazonie. La principale application médicale de la tubocurarine est la 

relaxation des muscles abdominaux pendant la période préopératoire, ce qui permet d'utiliser 

des niveaux inférieurs d'anesthésie générale. La découverte de cette molécule a motivé le 

développement de nouveaux analogues anesthésiques, tels que le décaméthonium, le 

suxaméthonium et l’atracurium (Figure 29) (Valli et al., 2012). 

 L'alcaloïde pilocarpine isolé de Pilocarpus microphyllus (Rutaceae) est un autre 

exemple de développement réussi de médicaments à partir de la biodiversité brésilienne (Figure 

24). Des études pharmacologiques ont montré que la pilocarpine est un agoniste cholinergique 

agissant sur les récepteurs muscariniques. Salagen® (Novartis) a été lancé comme médicament 

pour soulager la xérostomie due à l'anomalie des glandes salivaires qui sont affectées par la 

radiation chez les patients atteints de cancer pendant le traitement par radiothérapie (Horiot et 

al., 2000). 

 Certaines plantes brésiliennes sont également commercialisées sous forme d'extraits 

chimiquement standardisés. L’Acheflan®, commercialisé depuis 2005, a été lancé par le 

laboratoire pharmaceutique Aché. C’est un anti-inflammatoire topique à base de sesquiterpènes 

isolés de l'huile essentielle de Cordia verbenacea (Figure 27). Avec un investissement estimé 

à environ 15 millions de reais (environ 3.5 millions d’euros), ce médicament a été entièrement 

développé au Brésil pour le traitement de douleurs musculaires chroniques. Les ventes de ce 

médicament sont comparables à celles du cataflan®, un produit synthétique de référence sur le 

marché des anti-inflammatoires topiques (Joly et al., 2011). Le groupe Aché a également lancé 
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le médicament anxiolytique Sintocalmy®, préparée avec l'extrait standardisé de Passiflora 

incarnata (Passifloraceae) contenant le flavonoïde vitexine (apigénine-8-C-glucoside) comme 

l'un des composés actifs (Valli, Russo, et Bolzani, 2018). 

 Malgré le fait que le Brésil assume un rôle central en termes de diversité des espèces 

végétales, le nombre de produits développés avec des ingrédients natifs de la flore brésilienne 

est encore très insatisfaisant face à la grandeur de sa biodiversité. En outre, certains des biomes 

mentionnés précédemment ont été très dévastés ces dernières années, en particulier les forêts 

atlantique et amazonienne (Bolzani et al., 2012). Ainsi, de nombreuses espèces endémiques de 

ces régions sont menacées d'extinction avant même que leurs propriétés médicinales et leurs 

principes actifs ne soient étudiés en détail. La conception de nouvelles formes d'exploitation 

bioéconomique durable de ces écosystèmes devrait être largement discutée dans les années à 

venir pour assurer l'étude des espèces originales et la valorisation de leurs produits bioactifs. 

 

2.4.1.2. Les plantes médicinales de la Nouvelle-Calédonie  

 La Nouvelle-Calédonie est un territoire français couvrant des dizaines d'îles et 

d'archipels du sud de l’Océan Pacifique. Avec une superficie de 18.575 km2, la Nouvelle-

Calédonie est connue pour sa flore et sa faune extrêmement diversifiées, abritant de nombreuses 

espèces endémiques. Malgré une superficie 20 fois moindre que la France, la Nouvelle-

Calédonie abrite presque autant d’espèces végétales terrestres. Selon un ouvrage publié par la 

Maison de la Nouvelle-Calédonie en partenariat avec l’IRD (Institut de Recherche pour le 

Développement), 3.261 espèces de végétaux vasculaires sont présentes sur ce territoire, dont 

76% d’espèces endémiques, ce qui le classe au troisième rang mondial de l’endémisme après 

Hawaï avec 89% et la Nouvelle-Zélande avec 82% (Viratelle, 2016). Aujourd'hui, 4.661 

espèces végétales sont répertoriées selon le site Endemia - Faune et Flore de Nouvelle-

Calédonie (www.endemia.nc), dont 2.739 sont endémiques et 1.922 natives de la région 

(ENDEMIA, 2020). Ces plantes sont réparties dans cinq écosystèmes principaux (Figure 28): 

 

• La mangrove, couvrant 79% du littoral à l’Ouest, contre 14% à l’Est;  

• La forêt humide, qui occupe environ 20% (4.000 km2) du territoire, avec plus de 80% 

d’espèces endémiques, abritant une multitude d’animaux et de plantes uniques au monde;  

• La forêt sèche, constituant l’un des écosystèmes terrestres les plus menacés de la planète. 

Bien qu’elle n’occupe plus aujourd’hui que 1% (soit 45 km2) de sa superficie initiale en 

Nouvelle-Calédonie, la forêt sèche renferme encore 252 espèces endémiques, sur les 456 

inventoriées. Elle représente la transition entre la forêt humide et la mangrove; 
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• Le maquis minier, composé par l’ensemble des formations végétales n’appartenant pas à la 

forêt et situées sur roches ultramafiques, restes de la croûte océanique. La grande majorité 

de ces maquis provient de la destruction des forêts par le passage répété des feux. Dans cette 

zone, près de 90% des espèces végétales sont endémiques, sur un total d’environ 1.140 

espèces de plantes vasculaires identifiées; 

• La savane à niaoulis, un écosystème pauvre en biodiversité, résultant de la disparition des 

végétations d’origine en fonction des activités d’exploitation humaine (défrichage, élevage 

bovin, activité agricole, feux, etc.) (Viratelle, 2016).  

 

 

Figure 28. Répartition géographique des différents biomes du territoire Calédonien, d’après la 

Maison de la Nouvelle Calédonie (Viratelle, 2016). 
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 Malgré une grande diversité de plantes, les espèces endémiques de la Nouvelle-

Calédonie sont encore peu étudiées en ce qui concerne leurs propriétés médicinales. La 

recherche sur les plantes médicinales de la région a commencé dans les années 1970 à partir de 

la récolte d'espèces productrices d'alcaloïdes bioactifs (Guéritte et al., 2010), en particulier les 

plantes du genre Ochrosia (Apocynaceae) riches en ellipticine et des analogues ayant des 

activités antitumorales (Kansal et Potier, 1986). Alangium vitiense riche en tubulosines (Potier 

et al., 1978) et les Sarcomelicope riches en acronycine et dérivés (Costes et al., 2000) sont 

d’autres exemples de plantes médicinales de la Nouvelle-Calédonie présentant des activités 

anticancéreuses. Des plantes agissant sur le système nerveux central (Psychotria et 

Calycodendron, riches en alcaloïdes polyindoliniques, tels que la psycholéine et la 

quadrigémine C)  (Guéritte-Voegelein et al., 1992) et sur la dépigmentation de la peau 

(Garnieria spathulifolia Brongn. & Gris, riche en arbutoside et dérivés) (Pilleux et al., 1992) 

font également partie des premières espèces endémiques étudiées. La Figure 29 illustre la 

diversité structurale de composés purifiés pendant la période 1970-2000. 

 

 

Figure 29. Diversité structurale de composés bioactifs isolés de plantes médicinales de la 

Nouvelle-Calédonie.  
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 Depuis le début du XXIe siècle, les espèces médicinales de Nouvelle-Calédonie ont été 

largement bioprospectées. Plusieurs plantes endémiques de la région ont démontré des activités 

antiparasitaires contre Leishmania donovani, Leishmania amazonensis, Trypanosoma cruzi. 

Trypanosoma brucei brucei, Trichomonas vaginalis et Caenorhabditis elegans, telles que 

Scaevola balansae, Premna serratifolia L., Myristica fatua (Desrivot et al., 2007), Pagiantha 

cerifera, Garcinia pedicillata et Amborella trichopoda (Billo, Fournet, et al., 2005). Certaines 

espèces (p. ex. Amborella trichopoda, Codiaeum peltatum, Myristica fatua et Myoporum 

crassifolium) ont également montré une activité sur des souches de Mycobacterium sp., l’espèce 

tuberculosis étant le pathogène bactérien responsable de la tuberculose (Billo, Cabalion, et al., 

2005). 

 Plus récemment, une série de 16 flavonoïdes, dont la plupart sont des flavones 

polyméthoxylées d'occurrence rare, a été isolée et préparée à partir de l’exsudat de bourgeons 

de Gardenia urvillei Montrouz et de Gardenia oudiepe Vieill, endémiques en Nouvelle-

Calédonie (Figure 30). Certains de ces composés ont montré une activité importante contre 

Leishmania (Leishmania) amazonensis, Plasmodium falciparum et Trypanosoma brucei 

gambiense à faible concentration (Mai et al., 2015). Ces mêmes molécules se sont avérées de 

puissants inhibiteurs des enzymes tyrosinase et xanthine oxydase, démontrant un potentiel pour 

le traitement des troubles d'hyperpigmentation et de maladies inflammatoires articulaires tels 

que la goutte (Santi et al., 2019; Santi et al., 2018). Les flavonoïdes identifiés, en particulier 

ceux qui présentent un haut degré de méthoxylation, sont souvent associés à des activités 

anticancéreuses et, pour cette raison, constituent l'un des objets d'étude de cette thèse.  
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Figure 30. Flavonoïdes bioactifs isolés et/ou préparés à partir de G. oudiepe et/ou G. urvillei, 

endémiques de la Nouvelle-Calédonie (photos: www.endemia.nc). 

 

2.4.1.3. Les pigments de plantes ayant un potentiel antimélanome: focus sur les flavonoïdes et 

les caroténoïdes 

 

Les flavonoïdes 

Les flavonoïdes sont des métabolites secondaires présents dans une variété de fruits, de 

légumes et de plantes médicinales, pouvant présenter une très grande diversité de structures 

chimiques et, par conséquent, différentes activités pharmacologiques. D'un point de vue 

chimique, les flavonoïdes sont des composés de nature phénolique, qui contiennent le noyau de 

base du type phénylbenzopyrone (C6-C3-C6), et qui peuvent présenter différents modèles de 
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substitution (Panche, Diwan, et Chandra, 2016). Selon les substitutions des anneaux A, B et C 

de leur squelette de base, les flavonoïdes peuvent être classés en chalcones, aurones, flavonols, 

flavanols, flavones, flavanones, flavanonols, isoflavones, entre autres (Figure 31). 

 

 

Figure 31. Diversité structurale des flavonoïdes. 

 

La biosynthèse de ces polyphénols se fait par la voie du shikimate, un intermédiaire 

important dans la biosynthèse des composés aromatiques chez les plantes, produisant de l'acide 

cinnamique et ses dérivés. La condensation d'un des dérivés de l'acide cinnamique avec trois 

unités de malonyl-CoA forme une chalcone à 15 carbones, qui est le précurseur initial des autres 

classes de flavonoïdes (Falcone Ferreyra, Rius, et Casati, 2012). La cyclisation stéréospécifique 

de cette chalcone par l’enzyme chalcone isomérase forme la (S)-4’, 5,7-trihydroxyflavanone 

conduisant au squelette de base des flavonoïdes (Figure 32). 
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Figure 32. Voie de biosynthèse des flavonoïdes simplifiée d’après Falcone Ferreyra, Rius, et 

Casati, 2012. 

 

 Les flavonoïdes peuvent être polyhydroxylés, polyméthoxylés ou conjugués à des unités 

osidiques (généralement le glucose, le galactose ou le rhamnose) par des liaisons de type C-C 

ou C-O-C. Il existe plus de 8000 flavonoïdes connus, les plus abondants sont dérivés de la 
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quercétine, de la catéchine et du canférol. La diversité structurale des flavonoïdes a bien sûr 

une influence directe sur leurs propriétés pharmacologiques (Oliveira Júnior et al., 2017). 

 De nombreuses études ont démontré les effets antiprolifératifs de flavonoïdes sur des 

cellules de mélanome murin et humain. Certains de ces composés sont présents en quantités 

importantes dans les fruits et légumes et font donc partie de l'alimentation humaine 

(AlQathamaa et Prieto, 2015). Les principaux flavonoïdes ayant une activité antiproliférative 

préclinique démontrée dans des modèles de mélanome humain comprennent: la quercétine, 

l'apigénine, la génistéine (Oliveira Júnior et al., 2017), l'épigallocatéchine-3-gallate (EGCG), 

l'amentoflavone (AlQathamaa et Prieto, 2015), la fisétine, la galangine, la chrysine, le canférol, 

la lutéoline et la diosmine (Chinembiri et al., 2014; Corina et al., 2017) (Figure 33). 
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Figure 33. Principaux flavonoïdes présentant une activité anticancéreuse sur des modèles de 

mélanome murin et/ou humain. 

 

 Les flavonoïdes inhibent non seulement la prolifération des cellules de mélanome, mais 

aussi la migration cellulaire, réduisent la formation de métastases in vivo, limitent le processus 

d'angiogenèse, provoquent des changements dans le cytosquelette cellulaire et induisent l'arrêt 
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du cycle cellulaire et l'apoptose. Les principales cibles moléculaires touchées sont les protéines 

impliquées dans les voies intrinsèques et extrinsèques de l'apoptose (p. ex. les caspases et les 

protéines de la famille Bcl-2), les CDKs, la tubuline, les métalloprotéinases (p. ex. la MMP-2 

et la MMP-9) et le VEGF. Les principales voies de signalisation prolifératives affectées sont 

les voies PI3K/AKT, MAPK, STAT3 et Wnt/β-caténine (Oliveira Júnior et al., 2017) (Tableau 

5). De plus, les flavonoïdes sont également capables de moduler le stress oxydatif 

intracellulaire, conduisant les cellules tumorales à la mort cellulaire. En général, ces molécules 

présentent une faible toxicité par rapport aux agents chimiothérapeutiques synthétiques, ce qui 

justifie l'intérêt de les étudier dans des modèles de mélanome métastatique et chimiorésistant 

(Chinembiri et al., 2014; Ravishankar et al., 2013).  

 

Tableau 5. Récapitulatif des principaux effets de flavonoïdes extraits de plantes sur des cellules 

de mélanome. 

Flavonoïde Modèle Lignée Voies/cibles affectées Référence 

Apigénine In vitro et 

in vivo 

A375, 

A2058, 

B16F10, 

G361, 

518A2 

↓ERK1, ↓ERK2, ↓MMP-2, 

↓MMP-9, ↓VEGF, 

↓STAT3, ↑apoptose 

(caspase-3) 

 

 (Cao et al., 2016; 

Hasnat et al., 2015; 

Spoerlein et al., 

2013) 

Lutéoline In vitro et 

in vivo 

A375, 

A2058, 

B16F10 

↑ stress oxydatif, ↓ intégrine 

β3, ↑apoptose 

 (George et al., 2013; 

Kim et al., 2016; 

Ruan et al., 2012) 

EGCG In vitro et 

in vivo 

B16F10, 

B16F3m, 

A375, Hs-

294T 

↓COX-2, ↓PGE2, ↓MMP-9, 

↓VEGF, ↓ cycline D1, ↓ 

CDK2, ↑p16, ↑p21, ↑p27, 

↑apoptose (caspase-3, -7, -

9, Bcl-2) 

 (AlQathamaa et 

Prieto, 2015; Nihal 

et al., 2005; Ohga et 

al., 2009; Zhang et 

al., 2016) 

Chrysine In vitro 518A2 ↓MMP-2, ↓MMP-9  (Spoerlein et al., 

2013) 

Fisétine In vitro et 

in vivo 

A375, 

451Lu 

↓Wtn/β-caténine, ↓AKT, 

↓mTOR, ↓MITF 

 (Syed et al., 2011; 

Syed et al., 2014) 
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Quercétine In vitro et 

in vivo 

B16F10, 

A375, 

A2058, 

SK-MEL-2 

↓MMP-9, ↓STAT3, 

↓HGF/c-Met 

 (Cao et al., 2015; 

Cao et al., 2014; 

Pradhan et al., 2010) 

Galangine In vitro et 

in vivo 

B16F10 ↑apoptose (caspase-3 et 9, 

PARP), ↓MAPK, ↓FAK 

 (Zhang, Lan, et al., 

2013; Zhang, Tang, 

et al., 2013) 

Génistéine In vitro 518A2 ↓MMP-2, ↓MMP-9, 

↓tubuline, ↓β-caténine 

 (Spoerlein et al., 

2013) 

 

Les caroténoïdes 

Les caroténoïdes sont des pigments liposolubles synthétisés par les plantes terrestres, 

les micro- et macroalgues, les moisissures, levures, bactéries et archaea. On en trouve 

également chez les animaux, en particulier les crustacés, les poissons, les oiseaux et les 

mammifères, où ils proviennent de l’alimentation. Dans leur organisme producteur ou 

consommateur, les caroténoïdes assurent de nombreuses fonctions biologiques, pour la 

photoréception (vision, photosynthèse, phototropisme) (p. ex. le -carotène, la violaxanthine, 

la zéaxanthine), la stabilisation mécanique des membranes (thylakoïdes) (p. ex. le -carotène), 

la photoprotection et la protection contre l’oxydation (p.ex. la violaxanthine), en tant que 

phytohormone et allélochimique (p.ex. l’acide abscissique et le 5-deoxystrigol), 

chémoattractant visuel, olfactif ou gustatif (p.ex. -carotène, -damascone, -ionone), 

provitamine A (p.ex. -carotène, -carotène 5,6-epoxyde) et facteurs de transcription et de 

différenciation cellulaire (acide rétinoïque). Chez les bactéries, certains caroténoïdes sont 

également des facteurs de virulence permettant de lutter contre les mécanismes oxydatifs des 

phagocytes (p.ex. la staphyloxanthine, pigment de l’espèce Staphylococcus aureus)  

(Hashimoto, Uragami, et Cogdell, 2016).  

A ce jour (février 2020), 1183 caroténoïdes naturels ont été identifiés à partir de 702 

organismes producteurs. La base de données Japonaise sur les caroténoïdes 

(http://carotenoiddb.jp/) est la plus complète et détaillée pour trouver des informations mises à 

jour concernant la diversité structurale, les fonctions biologiques, les organismes producteurs, 

et la classification des caroténoïdes. Il existe ainsi des caroténoïdes en C30 (30 atomes de C), 

C40, C45 et C50, distribués dans les 3 règnes du vivant (eucaryotes, procaryotes et archaea).  

 

http://carotenoiddb.jp/
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Les caroténoïdes dont la structure chimique est composée uniquement d'atomes de 

carbone et d'hydrogène sont généralement désignés comme « carotènes » et « lycopènes » 

tandis que les caroténoïdes oxygénés sont regroupés sous le terme de « xanthophylles ». En fait, 

il existe une grande diversité structurale des caroténoïdes, qui repose sur les possibilités de 

cyclisation des carbones terminaux, de substitution et modification chimique (hydroxylation, 

époxydation, carboxylation, carbonylation, glycosylation, insaturation, alkoxylation, 

polymérisation isoprénique, lactonisation, sulfatation, cycloaddition, etc…) et d’isomérisation 

(isomérisation cis/trans) (Figure 34). Bien qu'ils se présentent naturellement en configuration 

trans, les caroténoïdes peuvent être convertis en leur configuration cis lorsqu'ils sont exposés à 

la chaleur, à la lumière et aux milieux acides (Maoka, 2019). 

 

Figure 34. Illustration de la diversité structurale des caroténoïdes. Groupements terminaux 

possibles par cyclisation et modifications structurales identifiées dans les caroténoïdes naturels. 

D’après http://carotenoiddb.jp/. 
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Les caroténoïdes partagent la même voie de biosynthèse que les terpénoïdes. Le 

mévalonate est le premier précurseur spécifique dans cette voie, constitué de 6 atomes de 

carbone (C6) qui, après une série de réactions, conduit à la formation du géranyle diphosphate 

(C10, GPP), du farnésyle diphosphate (C15, FPP) et du géranylgéranyle diphosphate (C20, 

GGPP). La dimérisation de deux molécules de GGPP entraîne la synthèse du phytoène, le 

premier composé à quarante carbones (C40), dépourvu de couleur. Une série de réactions 

d’insaturation du phytoène suit pour former le phytofluène, ζ-carotène, neurosporène et enfin 

le lycopène (Figure 35). Les caroténoïdes cycliques proviennent du lycopène et deviennent 

ensuite plus sensibles à l'oxygénation, ce qui permet la formation  des xanthophylles (Britton, 

1993). 
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Figure 35. Voie de biosynthèse des caroténoïdes simplifiée, d’après Britton (1993). 

 

 Les principaux produits de dégradation des caroténoïdes sont les apocaroténoïdes, qui 

sont largement utilisés comme colorants naturels par les industries alimentaires et cosmétiques. 
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La bixine, extraite des graines de Bixa orellana L., est l'un des meilleurs exemples 

d'apocaroténoïde à haute valeur ajoutée (Raddatz-Mota et al., 2017). B. orellana est une plante 

originaire du Brésil (trouvée dans tous les biomes brésiliens), mais également présente dans 

d'autres pays d'Amérique Centrale et d'Amérique du Sud, notamment le Pérou, le Mexique et 

l'Équateur. Populairement connue sous le nom d'urucum, les graines de cette plante ont une 

teneur élevée en apocaroténoïdes, dont la bixine est le composé majoritaire. La voie de 

biosynthèse de la bixine a été initialement décrite par Bouvier, Dogbo, et Camara (2003). Selon 

eux, il existe trois enzymes-clés qui catalysent la conversion du lycopène en bixine: la LCD 

(lycopène dioxygénase), l’ADH (bixine aldéhyde déshydrogénase) et la CMT (norbixine 

carboxyméthyltransférase) (Figure 36). Malgré la présence du lycopène dans plusieurs groupes 

d'organismes, la bixine se trouve uniquement chez B. orellana. 

 

 

Figure 36. Voie de biosynthèse de la bixine proposée par Bouvier, Dogbo, et Camara (2003), 

l’apocaroténoïde majoritaire de la plante Bixa orellana (photos: www.floradobrasil.jbrj.gov.br).  

 

 En plus d’un usage comme colorants naturels, les caroténoïdes sont aussi reconnus pour 

leur potentiel pour la prévention nutritionnelle et le traitement de nombreuses maladies. Le β-

carotène et le lycopène présentent une activité antioxydante, anti-inflammatoire et 

photoprotectrice (Kawata et al., 2018). La bixine exerce des effets antiprolifératifs sur plusieurs 

lignées cellulaires (Kumar, Phaniendra, et Periyasamy, 2018; Tibodeau, Isham, et Bible, 2010; 

Zhang et al., 2011), y compris des cellules de mélanome (Anantharaman et al., 2016), sur 
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lesquelles elle a induit un effet pro-apoptotique par l’augmentation de l’expression de la 

protéine Bax (pro-apoptotique), diminution de l’expression de la protéine Bcl-2 (anti-

apoptotique) et par l’augmentation du stress oxydatif intracellulaire. Il a été également 

démontré que la bixine est capable de sensibiliser les cellules de leucémie (HL60) au traitement 

par la doxorubicine, potentialisant son effet pro-apoptotique (Santos et al., 2016).   

 

2.4.2. Produits naturels issus d’algues  

 Les organismes marins représentent une source exceptionnelle de composés bioactifs, 

dont une grande partie correspond à des molécules allélopathiques présentant une cytotoxicité 

et/ou une activité antiproliférative sur cellules cancéreuses. Depuis les travaux pionniers en 

pharmacologie marine dans les années 1950-1970, des milliers de molécules présentant des 

structures chimiques et des mécanismes d'action originaux ont été découverts dans les 

organismes marins (Jimenez, Wilke, et Costa-Lotufo, 2018). On estime encore aujourd’hui que 

le potentiel de découverte de molécules originales au cours des prochaines décennies reste 

important, en particulier pour le développement de médicaments anticancéreux (Dyshlovoy et 

Honecker, 2018). 

 Un grand nombre d’études en pharmacologie marine concernent les molécules présentes 

dans les algues. Les algues sont des organismes eucaryotes dépourvus de tige, racine, feuille ou 

fleur, capables de pratiquer la photosynthèse oxygénique et vivant généralement dans un 

environnement aquatique (marin ou dulcicole)  (Roy et al., 2011). On distingue classiquement 

les microalgues ou phytoplancton, unicellulaires, et les macroalgues, pluricellulaires. Les 

applications en santé des micro- et macroalgues sont très nombreuses et concernent divers 

domaines: alimentation, nutrition/santé, prévention, diagnostic et traitement des maladies liées 

à l’alimentation (malnutrition, obésité, diabète, cancers, caries), prévention et traitement des 

maladies liées à l’âge (neurodégenerescence, DMLA, problèmes cardiaques, ingénierie 

tissulaire), production de médicaments innovants (anti-venins, anticoagulants, 

antithrombotiques, anticancéreux, antiviraux, cytokines, hormones, vaccins, etc.). On estime 

qu’il existe environ 1500 espèces de macroalgues vertes, 1800 de macroalgues brunes et 6500 

de macroalgues rouges. On estime que les microalgues regroupent quant à elles 30 000 à 

1 000 000 d’espèces vertes, rouges et brunes (selon les sources) regroupées dans 12 phyla 

distincts (Figure 37) (Serive et al., 2017). Cette définition des algues exclut les cyanobactéries 

(procaryotes) qui font également l’objet d’un grand nombre de travaux pour identifier des 

molécules d’intérêt pharmaceutique.  
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Figure 37. Diagramme montrant l'évolution de la diversité taxonomique algale par 

endosymbiose en série (A, B et C représentent respectivement les endosymbioses primaire, 

secondaire et tertiaire). Les microalgues sont réparties dans différentes divisions taxonomiques 

en fonction de leurs caractéristiques cellulaires, de leur composition pigmentaire et de leurs 

polysaccharides de réserve. D’après Delwiche (1999).  

 

Actuellement, plus de 3.200 composés chimiques ont été identifiés dans des 

macroalgues. Ces composés présentent un potentiel pharmaceutique important, telles que des 

activités cytotoxiques, antiprolifératives, antimétastatiques, antiangiogéniques, antitumorales, 
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antioxydantes, antivirales, anticoagulantes, antibactériennes, antifongiques et anthelminthiques  

(Bourgougnon et Stiger-Pouvreau, 2011; Kornprobst, 2005). Les polysaccharides, les peptides, 

les acides gras, les pigments et les composés phénoliques sont parmi les principales classes de 

métabolites bioactifs identifiés dans les macroalgues (Barzkar et al., 2019). 

 Bien qu'elles aient fait l’objet de moins d’études pour des applications pharmaceutiques, 

les microalgues présentent un potentiel exceptionnel du fait du nombre important d’espèces 

restant à étudier, de la possibilité de les produire en grande quantité dans des conditions 

standardisées, et de leur plasticité métabolique permettant la biosynthèse et le bio-raffinage 

d’un grand nombre de molécules d’intérêt (polyphénols, pigments et acides gras/triglycérides, 

céramides, oxylipines, hétérocycles, anticorps, hormones, vaccins, vitamines et minéraux, etc.) 

(Kornprobst, 2005). Le travail de cette thèse étant en partie dédié à l’identification de pigments 

bioactifs dans des microalgues, un focus sera réalisé dans le chapitre suivant sur ces molécules. 

Il faut toutefois garder à l’esprit que de nombreux pigments présents chez les microalgues 

peuvent également être purifiés à partir de macroalgues ou de cyanobactéries.  

 

2.4.2.1. Les microalgues 

On trouvera dans une revue publiée en 2020 par notre équipe une étude bibliométrique 

approfondie présentant un panorama exhaustif des travaux de recherche réalisés sur les 

microalgues, à l’échelle Européenne et internationale (organisation de la recherche, réseaux de 

collaborations de recherche entre pays et organisations, principales espèces étudiées et concepts 

associés, domaines de recherche émergents, principales applications et marchés, principaux 

journaux publiant des travaux de recherche dédiés aux microalgues) (Rumin et al., 2020). Les 

espèces les plus étudiées et utilisées pour le développement de produits d’intérêt 

biotechnologique ou nutraceutique/pharmaceutique (alimentation/santé) sont Chlorella 

vulgaris, Dunaliella salina, Haematococcus pluvialis, Odontella aurita, Porphyridium 

purpureum (ex cruentum), Isochrysis galbana, Phaeodactylum tricornutum, Crypthecodinium 

cohnii, Scenedesmus sp., Schizochytrium sp. et Nannochloropsis oculata (Tableau 6). La 

cyanobactérie Spirulina (Arthrospira sp.) fait également partie des principaux microorganismes 

utilisés industriellement, surtout dans la production de suppléments alimentaires et de 

cosmétiques (Khan, Shin, et Kim, 2018; Mobin et Alam, 2017). 
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Tableau 6. Principales espèces de microalgues étudiées et leurs différents domaines 

d’application (Mobin et Alam, 2017; Mobin, Chowdhury, et Alam, 2019; Rumin et al., 2020).  

Espèce/groupe Produit Domaine d’application 

Chlorella vulgaris Biomasse, extrait glucidique Nutraceutique, aquaculture 

Dunaliella salina Caroténoïdes (β-carotène) Nutraceutique, aquaculture 

Haematococcus pluvialis Caroténoïdes (astaxanthine) Nutraceutique, 

pharmaceutique, aquaculture 

Odontella aurita Acides gras (EPA) Pharmaceutique, cosmétique 

Porphyridium cruentum Polysaccharides Pharmaceutique, cosmétique 

Isochrysis galbana Acides gras Aquaculture 

Phaeodactylum 

tricornutum 

Lipides, acides gras Aquaculture, biocarburants 

Crypthecodinium cohnii DHA Pharmaceutique 

Scenedesmus sp. Protéines  Aquaculture, nutraceutique 

Schizochytrium sp. DHA and EPA Nutraceutique 

Nannochloropsis oculata Biomasse, EPA Pharmaceutique, aquaculture, 

nutraceutique 

DHA: acide docosahexaénoïque. EPA: acide eicosapentaénoïque. 

  

Bien que la chimiodiversité des microalgues soit très importante  (Barzkar et al., 2019; 

Mobin, Chowdhury, et Alam, 2019), elle semble cependant inférieure à celle des macroalgues 

et surtout à celle des plantes terrestres, qui synthétisent une grande diversité de molécules 

allélopathiques pour résister à la prédation. Certaines molécules de structure chimique tout à 

fait originale sont cependant retrouvées exclusivement dans les microalgues, ce qui souligne 

leur potentiel pour la découverte de motifs chimiques originaux, pouvant présenter des modes 

d’action pharmacologiques tout à fait innovants (Figure 38). Particulièrement, la 

chimiodiversité des pigments (caroténoïdes, chlorophylles et phycobiliprotéines) est très 

importante et cette famille de molécules fait l’objet de nombreux travaux de recherche pour des 

développements en cancérologie (Picot, 2014). Ils peuvent en effet présenter un intérêt majeur 

pour la prévention, le diagnostic et le traitement des cancers du fait de leurs nombreuses 

activités biologiques (activité antioxydante, photoprotectrice, antitumorale, antimétastatique, 

antiangiogénique, photosensibilisante, fluorescente, chimio- et radiosensibilisante) (Andrade et 

al., 2018; Barzkar et al., 2019; Mobin, Chowdhury, et Alam, 2019; Sharma et Sharma, 2017). 
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Figure 38. Diversité de molécules produites par les microalgues: caroténoïdes (ex. péridinine 

et alloxanthine), chlorophylles (ex. chlorophylle c2), phycobiliprotéines (ex. phycoérythrine), 

stérols (ex. brassicastérol), etc. 

 

2.4.2.2. Les pigments de microalgues ayant un potentiel antimélanome: focus sur les 

chlorophylles et les caroténoïdes 

 

Les chlorophylles 

 Les chlorophylles constituent le principal groupe de pigments naturels ; elles sont 

localisées dans les chloroplastes, où la photosynthèse oxygénique se produit en deux phases 

importantes: la phase photochimique, dans les membranes thylakoïdiennes, et la phase 

biochimique, dans le stroma. Ces organites contiennent également des pigments accessoires 

indispensables à la photosynthèse et à la photoprotection, les caroténoïdes (carotènes et 

xanthophylles) (Rabinowitch et Govindjee, 1965). 

 Les chlorophylles sont des structures macrocycliques asymétriques et insaturées, 

comportant quatre cycles pyrroles. Ces cycles sont numérotés de 1 à 4 ou de « A » à « D » selon 

le système de numérotation Fisher. Généralement, les chlorophylles sont formées par des 
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complexes dérivés de la porphyrine, ayant comme atome central le magnésium (Mg). 

Cependant, des complexes de coordination peuvent également se former avec le zinc (Zn). 

La chlorophylle a (Chl a) est le pigment photosynthétique le plus commun du règne végétal, 

présent chez tous les végétaux aquatiques et terrestres. La chlorophylle b (Chl b) est présente 

chez les végétaux supérieurs et les chlorophycées (algues vertes), alors que les chlorophylles c 

(Chl c1, c2 et c3) sont présentes chez les algues de la lignée rouge (Roy et al., 2011). Les 

chlorophylles d (Chl d) et f (Chl f) ont été identifiées dans des organismes plus primitifs comme 

les cyanobactéries (Chen et al., 2010; Mohr et al., 2010). 

 La Chl a est le pigment utilisé dans la première étape du processus de photosynthèse, la 

phase photochimique, tandis que les autres pigments aident à la capture des photons et au 

transfert de l'énergie radiante de l’antenne collectrice vers le centre photochimique. 

Globalement, la phase claire (photochimique, à la lumière) qui a lieu dans les membranes des 

thylakoïdes où sont localisés les pigments, permet d’arracher des électrons à des molécules 

d’eau (oxydation en dioxygène) et de les transporter dans une chaîne redox pour produire de 

l’ATP et des cofacteurs sous forme réduite NADPH2. Ces molécules sont utilisées lors de la 

phase sombre (chimique = cycle de Calvin, indépendante de la lumière) dans le stroma, pour 

fixer le CO2 atmosphérique sur un pentose, le D-ribulose-1,5 bis phosphate pour former deux 

trioses (3-phosphoglycérate), à l’origine de la synthèse des hexoses, saccharose, amidon, lipides 

et acides aminés (protéines). La Chl a comporte une chaîne phytyle qui confère un caractère 

hydrophobe à sa structure, facilitant le transport dans la membrane thylakoïdienne et servant 

d'ancrage à des protéines membranaires du photosystème (Hoober, Eggink, et Chen, 2007). Les 

différences structurales entre les chlorophylles résident essentiellement dans le profil de 

substitution des cycles A et B et dans l’absence ou la présence de la chaîne phytyle liée au cycle 

D (Figure 39).  

Il est important de noter que toutes les chlorophylles sont vertes, mais que leurs 

variations structurales rendent leurs spectres d'absorption légèrement différents. Cette diversité 

de gammes d’absorption spectrale permet aux différents organismes photosynthétiques 

d’utiliser des photons de longueurs d’onde différentes et donc d’occuper des niches écologiques 

variées en fonction de l’absorption différentielle de ces photons selon la profondeur de l’eau.  

D’un point de vue analytique, ces variations permettent également d'identifier les différents 

types de chlorophylles produites par les microalgues (Garrido, Zapata, et Muñiz, 1995; Zapata 

et al., 2004). 

  

https://fr.wikipedia.org/wiki/Chlorophylle_a
https://fr.wikipedia.org/wiki/R%C3%A8gne_v%C3%A9g%C3%A9tal
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Figure 39. Diversité structurale des chlorophylles. 

 

La voie de biosynthèse des chlorophylles part de l'acide 5-aminolevulinique, le 

précurseur commun de ces composés dont la dimérisation donne le porphobilinogène. Ce 

dernier est transformé en hydroxyméthylbilane contenant quatre cycles pyrrole. Après une étape 

de cyclisation, on obtient l'uroporphyrinogène III, qui subit ensuite des réactions de 

décarboxylation et d'oxydation, jusqu'à l'obtention de la chlorophyllide a, présentant l'anneau 

E. Finalement, l'ajout d'une chaîne phytyl provenant de la voie du mévalonate conduit à la 

synthèse de la chlorophylle a (Figure 40) (Roy et al., 2011). 
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Figure 40. Voie de biosynthèse des chlorophylles d’après Roy et al. (2011). 
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 Une fois synthétisées, les chlorophylles peuvent facilement se dégrader en dérivés ayant 

perdu l'ion magnésium et/ou la chaîne phytyle. Certains produits de dégradation des 

chlorophylles sont générés lors de l’'extraction des pigments et ne font donc pas partie de la 

composition chimique naturelle des microalgues (Roy et al., 2011). A titre d'exemple, les 

principaux dérivés couramment extraits après dégradation de la chlorophylle a sont la 

chlorophyllide a, la phéophytine a et le phéophorbide a (Figure 41). 

 

 

Figure 41. Principaux produits de dégradation de la chlorophylle a. 

 

Les caroténoïdes 

Les caroténoïdes sont parmi les pigments naturels les plus étudiés en cancérologie ces 

dernières années en raison de leur potentiel cytotoxique contre différentes lignées cellulaires 

tumorales, souvent associé à un effet pro-apoptotique ou pharmacomodulateur (Juin et al., 

2018; Kim et al., 2013). Ces pigments liposolubles, qu'ils soient carotènes ou xanthophylles, 

sont présents dans toutes les espèces de microalgues et jouent un rôle important dans la 

photosynthèse. Sur les 1183 caroténoïdes connus à ce jour (Carotenoids Database: 
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http://carotenoiddb.jp/), seuls quelques-uns ont une importance commerciale significative (p. 

ex. β-carotène, fucoxanthine, astaxanthine) (Mobin, Chowdhury, et Alam, 2019). Selon les 

voies de biosynthèse présentes dans chaque espèce de microalgue, différents profils de 

substitution chimique peuvent être obtenus, résultant en une grande diversité de caroténoïdes. 

Comme dans les plantes, les carotènes sont des molécules précurseurs de xanthophylles. Le 

métabolisme des caroténoïdes part du lycopène. Une série d'enzymes intervient dans la 

conversion du lycopène en caroténoïdes cycliques puis oxygénés, présentant divers groupes 

fonctionnels (cétones, époxydes, hydroxyles, etc.). La figure 42 présente quelques exemples de 

voies de biosynthèse de xanthophylles chez les microalgues. Des cyclases, des époxydases ou 

de-époxydases, des kétolases, des synthases et des hydroxylases sont parmi les principales 

familles d’enzymes directement impliquées dans la biosynthèse des xanthophylles. Cependant, 

pour certains caroténoïdes les voies de biosynthèse restent encore inconnues ou pas 

complètement élucidées. C’est le cas de la fucoxanthine, un des époxy-caroténoïdes les plus 

étudiés et les plus utilisés en santé (Roy et al., 2011).   

Certains modèles d'insaturation se retrouvent souvent dans les caroténoïdes de 

microalgues, tels que les systèmes acétylène (C≡C) et allène (C=C=C) observés dans la chaîne 

d'hydrocarbures de l'alloxanthine et de la fucoxanthine, respectivement. Le système 

acétylénique, par exemple, est extrêmement rare dans les produits naturels. Les caroténoïdes 

acétyléniques se trouvent exclusivement dans les algues, avec une grande abondance dans les 

microalgues (Takaichi, 2011). Du fait de leur originalité structurale, ces molécules peuvent 

présenter des activités pharmacologiques avec de modes d’action très variés, surtout en 

cancérologie.  
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Figure 42. Diversité structurale et principales voies de biosynthèse de caroténoïdes retrouvés chez les microalgues. 1a, b, c: LCYB/CrtL-b, CruA 

et CruP (lycopène β-cyclase); 2a, b c: CrtR, CHYB/CrtZ, CYP97A (carotène β-hydroxylase); 3a, b: BKT/CrtW, CrtO (carotène β-kétolase); 4: 

ZEP (zéaxanthine époxydase); 5: VDE (violaxanthine dé-époxydase); 6: NSY (néoxanthine synthase); ?: voie métabolique inconnue ou pas 

complètement élucidée. D’après Roy et al. (2011).
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 En ce qui concerne le mélanome, certains caroténoïdes ont montré des effets 

cytotoxiques, antiprolifératifs, pro-apoptotiques et anticancéreux importants dans des modèles 

in vitro et/ou in vivo. Les principaux caroténoïdes purifiés à partir de microalgues et évalués 

sur des modèles de mélanome murin et/ou humain comprennent: l'astaxanthine (Chen et al., 

2017), la fucoxanthine (Kim et al., 2013), la canthaxanthine (Palozza et al., 1998), la 

zéaxanthine (Juin et al., 2018), le β-carotène (Guruvayoorappan et Kuttan, 2007), la 

diatoxanthine, la dinoxanthine et la péridinine (Haguet et al., 2017) (Figure 43). Ces molécules 

inhibent la croissance cellulaire et conduisent les cellules de mélanome à l'apoptose en activant 

la voie des caspases et en inhibant les protéines anti-apoptotiques de la famille Bcl-2. De plus, 

Ils sont capables de moduler les voies de signalisation pro-inflammatoires impliquées dans la 

prolifération cellulaire, comme la voie NF-κB (Juin et al., 2018).  

 Certains caroténoïdes marins induisent l’arrêt du cycle cellulaire par l'inhibition des 

CDKs (p. ex. CDK4) et des cyclines (p. ex. cyclineD1 et cycline D2), ainsi que par l'inhibition 

de la phosphorylation de la protéine RB (p-RB) et l’augmentation de l'expression des protéines 

régulatrices p15 et p27 (Kim et al., 2013). Ils augmentent également le stress oxydatif 

intracellulaire et provoquent la suppression des métalloprotéases (p. ex. MMP-1, MMP-2 et 

MMP-9), inhibant la migration des cellules métastatiques (Chen et al., 2017). Le tableau 7 

résume les principaux effets de caroténoïdes extraits de microalgues marines sur des cellules 

de mélanome. 

 

Tableau 7. Récapitulatif des effets des principaux caroténoïdes extraits de microalgues testés 

sur des cellules de mélanome. 

Caroténoïdes Modèle Lignée Principaux effets Références 

Astaxanthine In vitro 

et in vivo 

A375, 

A2058 

Antiprolifératif, antimigratoire 

(↓MMP-1, ↓MMP-2, ↓MMP-

9), ↓stress oxydatif, arrêt du 

cycle cellulaire (G1), pro-

apoptotique (↑caspases 3 et 7) 

 (Chen et al., 

2017) 

Canthaxanthine In vitro SK-

MEL-2 

Antiprolifératif, pro-

apoptotique  

 (Palozza et al., 

1998) 

Diatoxanthine In vitro A2058 Antiprolifératif  (Haguet et al., 

2017) 
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Dinoxanthine In vitro A2058 Antiprolifératif  (Haguet et al., 

2017) 

Fucoxanthine In vitro 

et in vivo 

B16F10 Antiprolifératif, arrêt du cycle 

cellulaire (G1/G0), ↓p-RB, 

↓cycline D1 et D2, ↓CDK4, 

↑p15, ↑p27, pro-apoptotique 

(↑caspases 3 et 9, ↓Bcl-xL, 

↓c-IAP-1, ↓c-IAP-2, ↓XIAP) 

 (Kim et al., 2013) 

Péridinine In vitro A2058 Antiprolifératif  (Haguet et al., 

2017) 

Zéaxanthine In vitro A2058 Antiprolifératif, pro-

apoptotique (↑caspase-3, 

↑Bim, ↑Bid), ↓NF-κB, arrêt 

du cycle cellulaire, 

sensibilisation au vemurafenib  

 (Juin et al., 2018) 

β-carotène In vitro B16F10 Antiprolifératif, pro-

apoptotique (↑caspase-3, 

↓Bcl-2), ↑p53, ↓NO, ↓iNOS, 

↓TNF-α 

 

(Guruvayoorappan 

et Kuttan, 2007) 

NO: oxyde nitrique. iNOS: NO synthase inductible. 

 

 En général, les caroténoïdes n'ont pas un effet cytotoxique aussi puissant que les 

médicaments utilisés en clinique pour le traitement du mélanome métastatique. Cependant, en 

étant combinés à la chimiothérapie, ils sont capables de sensibiliser les cellules tumorales en 

réduisant les doses thérapeutiques de médicaments cytotoxiques (Juin et al., 2018). Une des 

hypothèses avancées pour expliquer cette chimiosensibilisation est l’intégration des 

caroténoïdes dans les membranes cytoplasmiques des cellules cancéreuses, en particulier au 

niveau des radeaux lipidiques, ce qui peut perturber la fluidité membranaire, activer les voies 

de signalisation pro-apoptotique et moduler le transport membranaire des agents cytotoxiques 

(Oliveira-Junior et al., 2016). 
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Figure 43. Exemples de caroténoïdes de microalgues présentant une activité anticancéreuse sur des modèles de mélanome murin et/ou humain. 
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2.5. Sensibilisation tumorale: une nouvelle stratégie pour améliorer l’efficacité de la 

chimiothérapie et de la radiothérapie  

 Dans le contexte d'échec de la monothérapie en raison de la chimiorésistance, 

l'utilisation de la multidrug therapy (polychimiothérapie ou thérapie combinée) pour le 

traitement du cancer est devenue une stratégie courante. La polychimiothérapie vise à cibler 

simultanément différentes voies biochimiques pour surmonter la résistance à chaque 

médicament pris séparément (Al-Lazikani, Banerji, et Workman, 2012). L'utilisation d'une 

combinaison de molécules cytotoxiques actives sur différentes cibles moléculaires dérégulées 

permet de retarder l’apparition d’une chimiorésistance, d’éviter la sélection de cellules 

cancéreuses MDR et de limiter les effets secondaires toxiques associés aux doses élevées de la 

monothérapie (Zugazagoitia et al., 2016). De plus, les progrès dans la caractérisation 

moléculaire des tumeurs permettent de sélectionner la combinaison et la séquence de 

traitements les plus efficaces avec des médicaments de thérapie ciblée (Al-Lazikani, Banerji, et 

Workman, 2012). La polychimiothérapie peut être combinée à la résection chirurgicale, 

l'hormonothérapie, l'immunothérapie, la radiothérapie et la photothérapie, mais elle 

s'accompagne souvent d'effets secondaires néfastes liés à la cytotoxicité sur tissus non tumoraux 

(Wang, Zhang, et Chen, 2019).  

De nouvelles stratégies de polychimiothérapie limitant cette toxicité ont donc été 

envisagées. Comme les médicaments pro-apoptotiques entraînent classiquement une 

chimiorésistance, une approche alternative consiste à induire la mort des cellules cancéreuses 

par des mécanismes déclenchant des morts cellulaires de type non-apoptotiques (Kornienko et 

al., 2013; Levy, Towers, et Thorburn, 2017). Ainsi, de nombreux travaux de recherche visent 

aujourd’hui à identifier et combiner des molécules induisant l’autophagie (p. ex. rapacmycine, 

temsirolimus, évérolimus, temozolomide) (Pérez-Hernández et al., 2019), la nécrose (p. ex. β-

lapachone, shikonine) (Chen et al., 2017; Park et al., 2014), ou la ferroptose (p. ex. erastine, 

sorafenib, sulfasalazine) (Li et al., 2020).  

 Une évolution encore plus récente du concept de polychimiothérapie consiste à utiliser 

une molécule naturelle ou synthétique faiblement toxique (par exemple un nutriment 

cytostatique: resvératrol, curcumine, etc.) afin de sensibiliser la cellule tumorale à l’effet d’une 

chimiothérapie ou d’une radiothérapie. Ce concept, de chimiosensibilisation ou de 

radiosensibilisation, a été envisagé en observant en particulier que l’alimentation des patients 

cancéreux pouvait constituer un facteur modulant significativement l'efficacité des traitements 

antitumoraux (Leary et al., 2018). Par exemple, des études menées par Philippe Bougnoux ont 

montré qu'un régime enrichi en acides gras poly-insaturés (p. ex. les acides docosahexaénoïque 
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et eicosapentaénoïque, d’origine marine) entraîne une régression plus importante de la taille des 

tumeurs quelques semaines après le début de la radiothérapie ou chimiothérapie, comparé au 

groupe témoin (Bougnoux et al., 2009; Bougnoux et al., 2010; Hajjaji et Bougnoux, 2013). 

Dans cette stratégie, l’objectif est à la fois de ralentir la progression tumorale par une molécule 

cytostatique ne tuant pas les cellules (et donc n’induisant pas de chimiorésistance), et d’utiliser 

cette molécule pour potentialiser l’efficacité d’un agent cytotoxique ou d’une radiothérapie, ce 

qui permet de diminuer la dose de molécule anticancéreuse ou de rayonnement pour obtenir la 

même efficacité thérapeutique (Mokhtari et al., 2017). Les sensibilisants peuvent donc être 

définis comme des médicaments ou des nutriments (dans tous les cas des petites molécules de 

faible toxicité intrinsèque) capables d'améliorer l'indice thérapeutique des traitements 

antitumoraux en rendant les cellules tumorales plus sensibles aux médicaments anticancéreux 

(chimiosensibilisants), à la radiothérapie (radiosensibilisants) ou à l'immunothérapie 

(immunostimulants ou immunosensibilisants) (Joshi et Durden, 2019). La sensibilisation 

tumorale vise à améliorer ou maintenir la performance pharmacologique des médicaments 

cytotoxiques (chimiosensibilité ou chemosensitivity) aux doses les plus faibles possibles, 

réduisant l'impact de la chimiothérapie sur les tissus non tumoraux et limitant les mécanismes 

de chimiorésistance (Leary et al., 2018). 

 A ce jour, la plupart des chimiosensibilisants identifiés sont des nutriments d'origine 

végétale, notamment des dérivés phénoliques, des flavonoïdes, des alcaloïdes, des caroténoïdes, 

des acides gras, des terpénoïdes, des quinones, des saponines et des stéroïdes (Vinod, Maliekal, 

et Anto, 2013). Le chapitre suivant, rédigé et publié en début de thèse, présente une revue 

systématique exhaustive de la sensibilisation des cellules cancéreuses à la chimiothérapie par 

des produits naturels. Il est apparu lors de ce travail de revue que très peu de molécules marines 

ont été explorées pour des activités de chimio- et radiosensibilisation, ce qui a motivé notre 

travail de purification de caroténoïdes originaux de microalgues afin d’évaluer par la suite leur 

potentiel de chimiosensibilisation pour le traitement du mélanome métastatique. Cette stratégie 

nous a permis d’étudier l’activité chimiosensibilisante de caroténoïdes de deux microalgues 

marines. Nous avons également complété notre approche en évaluant des molécules originales 

issues de plantes terrestres ; les apocaroténoïdes présents dans les graines de la plante 

Brésilienne Bixa orellana et des flavonoïdes purifiés de Gardenia néo-Calédoniens.  
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PARTIE A: SENSIBILISATION DE CELLULES TUMORALES À LA 

CHIMIOTHÉRAPIE PAR DES PRODUITS NATURELS 

 

 Malgré le développement de nouvelles molécules agissant sur des cibles tumorales 

spécifiques et la conception de protocoles d'immunothérapie innovants, un grand nombre de 

patients atteints d'un cancer avancé décèdent à cause de la formation de métastases et de leurs 

conséquences cliniques. Les cellules cancéreuses métastatiques ont des mécanismes de 

résistance innée ou acquise à la chimiothérapie, qui se produisent souvent au cours du 

traitement. Dans la plupart des cas, la chimiothérapie exerce une réponse antitumorale 

significative dans les premiers mois, mais la tumeur va rapidement devenir résistante au 

traitement et reprendre sa croissance (Zugazagoita et al., 2016). 

 Des études précédentes ont montré que certains composés d'origine naturelle peuvent 

être associés à des agents anticancéreux afin de contenir ou de retarder les mécanismes de 

résistance. La diversité structurale des molécules extraites de plantes, d’algues, d’animaux et 

de micro-organismes permet de cibler à plusieurs niveaux les voies métaboliques associées à la 

prolifération et à la survie des cellules tumorales (Hajjaji et Bougnoux, 2013; Bougnoux et al., 

2010; Juin et al., 2018). Parallèlement à l'identification de nouveaux agents 

chimiothérapeutiques, les produits naturels constituent également un large groupe de composés 

à potentiel chimiopréventif et, plus récemment, chimiosensibilisant (Vinod, Maliekal et Anto, 

2013). 

 En termes de sensibilisation tumorale, les substances naturelles ayant un potentiel 

cytostatique peuvent être combinées à des agents cytotoxiques, renforçant leur capacité 

antitumorale. Cette stratégie permet de réduire les doses thérapeutiques des médicaments 

anticancéreux traditionnellement utilisés dans la thérapie antitumorale et, par conséquent, de 

limiter leurs effets toxiques sur les tissus sains. Ainsi, la thérapie combinée, qui est déjà réalisée 

avec des molécules synthétiques agissant sur différentes cibles thérapeutiques (par exemple, les 

inhibiteurs BRAF + les inhibiteurs MEK), pourrait désormais être réalisée avec des produits 

naturels en tant qu’agents chimiosensibilisants (Leary et al., 2018; Vinod, Maliekal et Anto, 

2013). 

 Dans cette partie, nous présentons le premier chapitre de la thèse qui concerne une revue 

systématique des études précliniques (in vitro ou in vivo) impliquant l'utilisation de produits 

naturels pour la sensibilisation à la chimiothérapie. La recherche et la sélection d'articles ont 

été effectuées dans trois bases de données différentes (PubMed, Science Direct et Scopus), 

suivant les recommandations du protocole PRISMA (Preferred Reporting Items for Systematic 
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Reviews and Meta-Analyses). Une fois sélectionnés, les articles ont été classés en fonction du 

pays et de l'année de publication, des modèles expérimentaux employés, des classes de 

métabolites secondaires et du type de cancer étudié. Nous avons également mis en évidence les 

principaux mécanismes moléculaires impliqués dans l'effet chimiosensibilisant des substances 

naturelles testées. 
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ABSTRACT 

Purpose: Tumor cells are spontaneously or adaptively resistant to chemotherapeutic drugs, 

eventually leading to the selection of multiresistant cells responsible for tumor growth and 

metastasis. Chemosensitization of tumor cells to conventional drugs using non-toxic natural 

products is a recent and innovative strategy aiming to increase the cytotoxic efficiency of 

anticancer drugs, limit their toxic side effects and delay the appearance of acquired 

chemoresistance. This systematic review summarizes data obtained from preclinical studies 

reporting the use of natural products to sensitize tumor cells to chemotherapeutic agents. It also 

details the cellular and molecular mechanisms involved in chemosensitization. 

Design: Search terms were combined and used to retrieve English language reports in PubMed, 

Science Direct and Scopus databases, published until October 2017. All articles were carefully 

analyzed and data extraction was conducted through standardized forms. Methodological 

quality assessment of in vivo studies was also performed. 

Results: From a total of 669 articles surveyed, 104 met the inclusion criteria established. The 

main studied compounds as chemosensitizers were phenolic derivatives (26.9%) and flavonoids 

(17.3%). Most reports were authored by researchers from China (33.7%) and USA (26.9%). A 

large number of articles were published from 2011 to 2015 (50.0%), suggesting that the use of 

natural products as chemosensitizers is a recent issue. In vivo studies were conducted mainly 

using xenograft models, which were considered of moderate methodological quality. 

Conclusion: Several natural products, belonging to diverse chemical families, are potent 

chemosentisizers in tumor cells enhancing the cytotoxicity of conventional drugs. These 

molecules usually have a pleiotropic effect on different molecular targets, acting on several 

cellular and molecular processes with low selectivity. All studied molecules were obtained from 

terrestrial plants and major developments should arise from future studies, considering the 

chemodiversity of molecules purified from other terrestrial taxa and marine organisms. 

 

Keywords: cancer; chemotherapy; chemosensitization; drug resistance; natural products. 
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1. Introduction 

 Cancer is one of the most impactful diseases of the 21st century, affecting populations 

of diverse social, ethnic and economic characteristics. Although the genetic, epigenetic and 

pathophysiological mechanisms of cancer have been well described in recent years, cancer still 

represents the second cause of death in developed countries after heart disease [1,2].  

 To ensure their survival and proliferation, cancer cells acquire differentiated abilities 

compared to normal cells. In the development of malignant tumors, they may present 

constitutively active proto-oncogenes, which predisposes to carcinogenesis, maintaining 

proliferative signaling pathways active [3]. In addition, expression of tumor suppressor genes 

is usually decreased and the cell acquires sufficient autonomy to continue multiplying without 

the need for growth factors. Tumor cells also have replicative immortality mechanisms [4] and 

greater resistance to cell death mediated by the regulation of anti and pro-apoptotic proteins [5]. 

For tumor maintenance and progression, they stimulate the production of angiogenic factors 

and modulate cellular metabolism in order to obtain more nutrients [3,6]. 

 In this sense, chemotherapy is one of the main alternatives for cancer treatment, using 

molecules capable of inhibiting proliferative signaling pathways, replicative immortality 

mechanisms and angiogenesis, besides inducing apoptosis of tumor cells [7-10]. However, the 

efficacy of conventional chemotherapeutics has been limited by drug resistance mechanisms 

[11]. Several studies have recognized that tumors exhibit a high degree of molecular and genetic 

heterogeneity, making them adapted to the usual cytotoxic agents. Unsuccessful treatments 

have been attributed to increased rates of drug efflux, alterations in drug metabolism (drug 

inhibition and degradation), cell death inhibition, epigenetic factor and mutations of drug targets 

(Figure 1). These mechanisms can act independently or in combination and through numerous 

signaling pathways [11-13]. 

 A wide variety of natural compounds has been reported for cancer therapy [14,15]. 

Natural products are an inexhaustible source of molecules with unique structural models and 

innovative mechanisms of action. In fact, natural compounds can be used in a versatile manner, 

especially in cancer management: a) as chemotherapeutic agents [16,17]; b) in cancer 

prevention (chemopreventive agents) [18,19]; c) or improving the effectiveness of conventional 

chemotherapy (chemosensitizer agents) [20].  

Most of the identified chemosensitizer natural compounds are phytochemicals, which 

are classified as phenolic derivatives, flavonoids, alkaloids, carotenoids, terpenoids, quinones, 

saponins and steroids depending on their molecular structure [20,21]. In general, these 

molecules act by increasing the residence time of chemotherapeutics in tumor cells, inducing 
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cell death by up-regulation of pro-apoptotic targets, promoting DNA damage or regulating the 

expression of altered and unaltered drug targets (Figure 1). When associated, these mechanisms 

enhance the cytotoxic effect of anticancer drugs, promoting a synergistic effect even in cells 

with acquired resistance [22-24].  

The present systematic review was designed to summarize and analyze reports involving 

the use of natural products as chemosensitizers. Our focus was on preclinical studies (in vitro 

and in vivo approaches) in order to demonstrate to readers how these experimental models can 

contribute to the achievement of alternative strategies for cancer therapy.  

 

 

Figure 1. General drug resistance mechanisms implicated in cancer therapy and possibilities of 

intervention of natural products (NP) as chemosensitizer agents. 

 

2. Materials and Methods 

 

2.1. Search strategy 

 A systematic review was conducted through a literature search performed in October 

2017 and included all reports published to date. This literature search was performed on 

specialized databases (PubMed, Science Direct and Scopus) using different combinations of the 

following keywords: chemosensitization, cancer, tumor, natural products, phytotherapy, 

medicinal plants, marine products and marine drugs. We did not contact investigators and we 

did not attempt to identify unpublished data. This systematic review was performed in 
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accordance with the criteria described on the Preferred Reporting Items for Systematic Reviews 

and Meta-Analyses (PRISMA) statement [25]. 

 

2.2. Study selection 

 Manuscript selection was based on the inclusion criteria: pre-clinical (in vitro and in 

vivo) studies involving the use of natural compounds/secondary metabolites as chemosensitizer 

agents of tumor cells to chemotherapeutic drugs, as well as pre-clinical (in vitro and in vivo) 

studies involving associations/combinatorial treatment between natural compounds/secondary 

metabolites and conventional chemotherapeutic drugs for antitumor therapy; only articles 

published in English and containing keywords in the title or abstract were selected. Other 

review articles, meta-analysis, abstracts, conferences, editorials/letters, case reports, conference 

proceedings, manuscripts without full text available or articles that did not meet the inclusion 

criteria were excluded from this systematic review. Studies involving extracts, fractions, 

synthetic or semisynthetic derivatives were also excluded.  

For the selection of the manuscripts, two independent investigators (RGOJ and CAAF) 

first selected the articles according to the title, then to the abstract and finally through an 

analysis of the full-text publication. In cases of non-consensus, a third independent review was 

consulted (JRGSA). The selected articles were carefully reviewed with the purpose of 

identifying and excluding the reports that did not fit the criteria described above. Additional 

papers were included in this review after the analysis of all references from the selected articles. 

  

2.3. Data extraction 

 Data were collected and examined by the authors using standardized forms.  The 

information from the selected manuscripts on studied natural compounds, experimental models, 

associated chemotherapeutic agent, doses or concentrations, route of administration, cell lines, 

biochemical assays, histological assessments and molecular mechanisms studied were extracted 

and assessed.  

 

2.4. Methodological quality assessment  

 The risk of bias and quality of the in vivo preclinical investigations were assessed using 

a checklist adapted from Hooijmans et al. [26] and Siqueira-Lima et al. [27]. This analysis 

allowed evaluating the methodological quality of the selected studies regarding the 

randomization of the treatment allocation, blinded drug administration, blinded outcome 
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assessment and outcome measurements. Studies that reported randomization of animals, 

blinding and outcome measurements were considered of higher methodological quality.   

 

3. Results 

 The primary search identified 669 reports (08 from PubMed, 562 from Science Direct 

and 99 from Scopus). However, 147 manuscripts were indexed in two or more databases and 

were considered only once, resulting in 552 original articles. After an initial screening of titles 

and abstract, 436 articles were excluded since they did not meet the inclusion criteria or 

presented extremely different themes from the proposal of this systematic review. Finally, 86 

articles were fully analyzed and among these 39 were excluded. A detailed analysis of the list 

of references from all selected articles was performed, leading to the addition of 57 papers 

pertinent to this review and that met all inclusion criteria established after title, abstract and full 

text analysis. In total, 104 articles were included for data extraction. A flowchart illustrating the 

progressive study selection and numbers at each stage is shown in Figure 2. 
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Figure 2. Flowchart detailing literature search according to PRISMA statement [25]. 

 

 The articles selected for this review were categorically analyzed in relation to the 

country where the study was conducted, year of publication, natural compounds evaluated as 

chemosensitizers, cell lines and corresponding cancers. Table 1 summarizes the main 

information contained in the selected in vitro and in vivo reports. In general, the studies were 

conducted by research groups located in about 20 different countries. However, most of the 

investigations were authored by researchers from China (35 reports, 33.7%) and USA (28 

reports, 26.9%). Regarding the annual evolution of the publications, a large number of articles 

were published from 2011 to 2015 (52 reports, 50.0%). Only in the last two years, 18 articles 

(17.3%) have been published, suggesting that the use of natural products as chemosensitizers 

is a recent issue that has attracted researchers' attention.  
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Table 1. General characteristics of included studies (in vitro and in vivo reports). 

Authors, year, 

country 

Model Chemosensitizer Combined 

conventional drug  

Tumor cell line Cancer 

Alkaloids      

Song et al. (2007) 

[28], China 

In vitro and 

in vivo 

Oxymatrine NM-3 SGC-7901, MKN-45 and 

MKN-74 

Gastric cancer 

Banerjee et al. 

(2009) [29], USA 

In vitro and 

in vivo 

3,3-diindolylmethane CIP, OXP and 

GCT 

PANC-1, Colo-357 and 

PANC-28 

Pancreatic cancer 

Sung et al. (2010) 

[30], USA 

In vitro Noscapine TNF, TLD, PTX 

and BTZ 

KBM-5 and U266 Leukemia 

Chougule et al. 

(2011) [31], USA 

In vitro and 

in vivo 

Noscapine GCT A549 and H460 Lung cancer 

Tong et al. (2012a) 

[32], China 

In vitro Berberine DOX A549; HeLa; HepG2 Lung cancer; cervical 

cancer; hepatocellular 

carcinoma 

Qi et al. (2013) [33], 

USA 

In vitro and 

in vivo 

Noscapine TMZ, BCE and 

CIP 

U87MG Glioblastoma 

Wang et al. (2013a) 

[34], China 

In vitro and 

in vivo 

Sinomenine  5FU Eca-109 Esophageal carcinoma 

Guo et al. (2014) 

[35], China 

In vitro Berberine RPM SMMC7721 and HepG2 Hepatocellular carcinoma 
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Liu et al. (2015a) 

[36], China 

In vitro and 

in vivo 

Oxymatrine 5FU Hep-G2 and SMMC-

7721 

Hepatocellular carcinoma 

Doddapaneni et al. 

(2016) [37], USA 

In vitro Noscapine DTX MDA-MB231 Breast cancer 

Zhao et al. (2016) 

[38], China 

In vitro Berberine CIP MCF-7 Breast cancer 

Carotenoids      

Rajendran et al. 

(2010) [39], 

Singapore 

In vitro γ-Tocotrienol  DOX and PTX HepG2, C3A, SNU-387, 

and PLC/PRF5 

Hepatocellular carcinoma 

Liu et al. (2015b) 

[40], China 

In vitro and 

in vivo 

α-carotene  PTX LLC** Lung cancer 

Zhang et al. (2016) 

[41], China 

In vitro and 

in vivo 

β-carotene  5FU EC1 and Eca109 Esophageal carcinoma 

Coumarins      

Kim et al. (2014) 

[42], South Korea 

In vitro Bergamottin  BTZ and TLD U266 Multiple myeloma 

Flavonoids      

Stammler and Volm 

(1997) [43], 

Germany 

In vitro Epigallocatechin-3-

gallate  

DOX SSW620-dox Colon cancer 
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Dhanalakshmi et al. 

(2003) [44], USA 

In vitro Silibinin CIP and CAP DU145 Prostate cancer 

Chisholm et al. 

(2004) [45], New 

Zealand  

In vitro Epigallocatechin-3-

gallate  

TOF MDA-MB-231 Breast cancer 

Peng et al. (2007) 

[46], USA 

In vitro Deguelin DOX and DTX SKBR-3, MCF-7 and 

MCF 10A 

Breast cancer 

Siddiqui et al. (2008) 

[47], USA 

In vitro Epigallocatechin-3-

gallate  

TRAIL LNCaP Prostate cancer 

Shervington et al. 

(2009) [48], UK 

In vitro Epigallocatechin-3-

gallate  

CIP and TOF 1321N1; U87-MG Astrocytoma; glioblastoma 

Zhang et al. (2009) 

[49], China 

In vitro and 

in vivo 

Naringenin  DOX A549; HepG2; MCF-7 

and MCF-7/DOX 

Lung cancer; hepatocellular 

carcinoma; breast cancer 

Jin et al. (2011) [50], 

South Korea 

In vitro Naringenin  TRAIL A549 Lung cancer 

Stearns and Wang 

(2011) [51], USA 

In vitro and 

in vivo 

Epigallocatechin-3-

gallate  

TXN PC-3ML Prostate cancer 

Hönicke et al. (2012) 

[52], Germany 

In vitro Epigallocatechin-3-

gallate  

IL-1Ra U-2 OS Osteosarcoma 

Wu et al. (2012) 

[53], China 

In vivo Epigallocatechin-3-

gallate  

CCT BGC-823 Gastric cancer 
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Kwak et al. (2013) 

[54], South Korea 

In vitro Epigallocatechin-3-

gallate  

VOR HuCC-T1 Cholangiocarcinoma 

Suzuki et al. (2014) 

[55], USA 

In vitro and 

in vivo 

Genistein  5FU MIA PaCa-2 Pancreatic cancer 

Wang et al. (2014a) 

[56], China 

In vitro and 

in vivo 

Myricetin  5FU EC9706  Esophageal carcinoma 

Abaza et al. (2015) 

[57], Kuwait 

In vitro Naringenin  CPT, 5FU, DOX, 

CIP, ELP, ETP, 

CAP and CPA 

SW1116 and SW837; 

HTB26 and  HTB132 

Colon cancer; breast cancer 

Wang et al. (2015) 

[58], USA 

In vitro Epigallocatechin-3-

gallate + quercetin  

DTX LAPC-4-AI and PC-3  Prostate cancer 

García-Vilas et al. 

(2016) [59], Spain 

In vitro  Epigallocatechin-3-

gallate  

4MU MDA-MB231 Breast cancer 

Krajnovic et al. 

(2016) [60], Serbia 

In vitro and 

in vivo 

Isoxanthohumol  PTX B16, A375 and B16F10 Melanoma 

Naphthodianthrones      

Lin et al. (2016) 

[61], China 

In vitro Hypericin   OXA HCT8 and HCT116 Colon cancer 

Lin et al. (2017) 

[62], China 

In vitro Hypericin OXP HCT116 and HCT8 Colon cancer 

Phenolic derivatives      
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Anuchapreeda et al. 

(2002) [63], 

Thailand 

In vitro Curcumin  VBL KB-V1 Cervical cancer 

Hour et al. (2002) 

[64], China 

In vitro Curcumin  DOX, 5FU and 

PTX 

PC-3 and DU145 Prostate cancer 

Fulda and Debatin  

(2004) [65], 

Germany 

In vitro Resveratrol DOX, VP16, ACD, 

PTX, MET, CYT, 

5FU, CHM, MMS, 

TMD and NCD 

SHEP; U373MG; 

PANC1; MCF7; LNCaP; 

Jurkat T-cell and Reh B-

cell 

Neuroblastoma; malignant 

glioma; pancreatic cancer; 

breast cancer; prostate 

cancer; leukemia 

Wu et al. (2004) 

[66], China 

In vivo Resveratrol  5FU H22 Hepatocellular carcinoma 

Aggarwal et al. 

(2005) [67], USA 

In vitro and 

in vivo 

Curcumin  PTX MDA-MB-435 Breast cancer 

Bava et al. (2005) 

[68], India 

In vitro Curcumin  PTX HeLa, SiHa, CaSki, and 

ME-180 

Cervical cancer 

Li et al. (2007) [69], 

USA 

In vitro and 

in vivo 

Curcumin  OXA LoVo and Colo205 Colon cancer 

Chen et al. (2009) 

[70], Taiwan 

In vitro Tannic acid  ATO HL-60  Leukemia 

Harikumar et al. 

(2009) [71], USA 

In vitro and 

in vivo 

Resveratrol  GCT AsPC-1, MIA PaCa-2 

and PANC1  

Pancreatic cancer 



144 

 

Kunnumakkara et al. 

(2009) [72], USA 

In vitro and 

in vivo 

Curcumin  CCT HCT116, HT29 and 

SW620 

Colon cancer 

Yu et al. (2009) [73], 

USA 

In vitro Curcumin  FOLFOX HCT116 and HT29 Colon cancer 

Hartojo et al. (2010) 

[74], USA 

In vitro Curcumin  5FU and CIP Flo-1 and OE33 Esophageal adenocarcinoma 

Bava et al. (2011) 

[75], India 

In vitro Curcumin  PTX HeLa Cervical cancer 

Sreekanth et al. 

(2011) [76], India 

In vitro and 

in vivo 

Curcumin  PTX 3-MC* Cervical cancer 

Osman et al. (2012) 

[77], Saudi Arabia 

In vitro Resveratrol  DOX MCF-7 Breast cancer 

Saleh et al. (2012) 

[78], Egypt 

In vitro Curcumin  ETP MCF-7; HeLa; HCT116; 

HepG2; U251 

Breast cancer; cervical 

cancer; colon cancer; 

hepatocellular carcinoma; 

glioblastoma 

Wang et al. (2012a) 

[79], China 

In vitro Curcumin  LAP RS4;11, Reh and Jurkat Acute lymphoblastic 

leukemia 

Amiri et al. (2013) 

[80], Iran 

In vitro Resveratrol  ETP HepG2; HCT116 Hepatocellular carcinoma; 

colon cancer 

Díaz-Chávez et al. 

(2013) [81], Mexico 

In vitro Resveratrol  DOX MCF-7  Breast cancer 
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Shakibaei et al. 

(2013) [82], 

Germany 

In vitro Curcumin  5FU HCT116 and 

HCT116+ch3 

Colon cancer 

Carlson et al. (2014) 

[83], USA 

In vitro Curcumin + resveratrol  DOX SKOV-3 Ovarian cancer 

Qian et al. (2014) 

[84], China 

In vitro Curcumin  ADM HepG2 Hepatocellular carcinoma 

Buhrmann et al. 

(2015) [85], 

Germany 

In vitro  Resveratrol  5FU HCT116, HCT116R, 

SW480 and SW480R 

Colon cancer 

Cote et al. (2015) 

[86], USA 

In vitro Resveratrol + quercetin  DOX SKOV-3 Ovarian cancer 

Shakibaei et al. 

(2015) [87], 

Germany 

In vitro Curcumin  5FU HCT116 and HCT116R Colon cancer 

Abaza et al. (2016) 

[88], Kuwait 

In vitro Methylferulate CPT, 5FU, DOX, 

OXP, PTX, VBL, 

VCR, ETP, ELP, 

AMS, HHG and 

APD  

SW1116 and SW837 Colon cancer 

Ooko et al. (2016) 

[89], Germany 

In vitro Curcumin  DOX CCRF–CEM and 

CEM/ADR5000   

Acute lymphoblastic 

leukemia 
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Tyagi et al. (2017) 

[90], USA 

In vitro Calebin A  5FU and TLD KBM-5  Chronic myeloid leukemia 

Quinones      

Jafri et al. (2010) 

[91], USA 

In vitro and 

in vivo 

Thymoquinone CIP NCI-H460 and NCI-

H146 

Lung cancer 

Li et al. (2010) [92], 

Singapore 

In vitro Thymoquinone  BTZ and TLD U266 and RPMI 8226 Multiple myeloma 

Sandur et al. (2010) 

[93], USA 

In vitro Plumbagin  BTZ and TLD U266 and MM.1S  Multiple myeloma 

Effenberger-

Neidnicht and 

Schobert (2011) 

[94], Germany 

In vitro Thymoquinone DOX HL-60; 518A2; HT-29; 

KB-V1; MCF-7 

Leukemia; melanoma; colon 

cancer; cervical cancer; 

breast cancer 

Wang et al. (2014b) 

[95], China 

In vitro and 

in vivo 

Shikonin  GCT PANC-1, BxPC-3 and 

AsPC-1  

Pancreatic cancer 

Daqian et al. (2015) 

[96], China 

In vitro Chimaphilin DOX U-2OS and U-2OSMR  Osteosarcoma 

He et al. (2016) [97], 

China 

In vitro and 

in vivo 

Shikonin  CIP HCT116, HT29 and 

SW620  

Colon cancer 

Song et al. (2016) 

[98], China 

In vitro and 

in vivo 

Shikonin  ATO HepG2, Hep3B, Huh7  Hepatocellular carcinoma 



147 

 

Wang et al. (2017) 

[99], China 

In vitro Cryptotanshinone  PTX CAL 27 and SCC 9 Tongue squamous cell 

carcinoma 

Saponins      

Choi et al. (2003) 

[100], South Korea 

In vitro Protopanaxatriol  DOX AML-2/D100 and AML-

2/DX100  

Acute myeloid leukemia 

Kim et al. (2010) 

[101], South Korea 

In vitro Ginsenoside Rg3  DTX LNCaP, PC-3 and 

DU145 

Prostate cancer 

Ming et al. (2010) 

[102], China 

In vitro β-aescin  5FU SMMC-7721 Hepatocellular carcinoma 

Wang et al. (2012b) 

[103], China 

In vitro and 

in vivo 

Escin  GCT L6, BxPC-3, PANC-1, 

CFPAC-1 and SW-1990 

Pancreatic cancer 

Yang et al. (2012) 

[104], China 

In vivo Ginsenoside Rg3  PTX MCF-7 Breast cancer 

Wang et al. (2013b) 

[105], China 

In vitro and 

in vivo 

Steroidal saponin DOX, 5FU, PTX 

and CIP 

HepG2 and R-HepG2  Hepatocellular carcinoma 

Chang et al. (2014) 

[106], China 

In vivo Ginsenoside Rg3  PTX + CIP Eca‑109 Esophageal carcinoma 

Lee et al. (2014) 

[107], South Korea 

In vitro Ginsenoside Rg3  CIP HTB5, J82, JON, 

UMUC14 and T24 

Bladder cancer 
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Liu et al. (2017) 

[108], China 

In vitro Paris saponin I CPT H1299; H520; H460; 

H446 

Lung adenocarcinoma; lung 

squamous cell carcinoma; 

lung large cell carcinoma 

Yuan et al. (2017) 

[109], China 

In vitro and 

in vivo 

Ginsenoside Rg3  PTX MDA-MB-231, 

MDA-MB-453 and BT-

549 

Breast cancer 

Steroids      

Lee et al. (2009) 

[110], South Korea 

In vitro Withaferin A  TRAIL Caki, Huh7, SK-Hep1 

and Hep3B 

Renal cancer 

Chen et al. (2010) 

[111], South Africa 

In vitro Cucurbitacin B  CIP SRB1, SRB12, SCC13 

and COLO160 

Cutaneous squamous 

carcinoma 

Iwanski et al. (2010) 

[112], USA 

In vivo Cucurbitacin B  GCT PANC-1 Pancreatic cancer 

Lee et al. (2011) 

[113], USA 

In vitro and 

in vivo 

Cucurbitacin B  MET U2OS, G292, MG-63, 

HT-161, HOS, SAOS-2, 

and SJSA 

Osteosarcoma 

Cohen et al. (2012) 

[114], USA 

In vitro Withaferin A  SOF BCPAP and SW1736 Thyroid cancer 

Fong et al. (2012) 

[115], USA 

In vitro and 

in vivo 

Withaferin A  DOX A2780, A2780/CP70 and 

CaOV3 

Ovarian cancer 
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El-Senduny et al. 

(2015) [116], USA 

In vitro Cucurbitacin B  CIP A2780 and A2780CP Ovarian cancer 

Li et al. (2015) 

[117], China 

In vitro and 

in vivo 

Withaferin A  OXP PANC-1, MIAPaCa-2 

and SW1990  

Pancreatic cancer 

Ben-Eltriki et al. 

(2016) [118], 

Canada 

In vitro 20(S)-protopanaxadiol  CAL LNCaP and C4-2 Prostate cancer 

Terpenoids      

Holland et al. (2006) 

[119], Australia 

In vitro Cannabidiol, Δ9-

tetrahydrocannabinol  

VBL CCRF-CEM and 

CEM/VLB100 

Acute T-lymphoblastoid 

leukemia 

Sieber et al. (2009) 

[120], Germany 

In vitro Artesunate  RUX Ramos B-lymphoma 

He et al. (2011) 

[121], China 

In vitro Lupeol  TRAIL SMMC7721 and HepG2  Hepatocellular carcinoma 

Kannaiyan et al. 

(2011) [122], 

Singapore 

In vitro Celastrol  TLD and BTZ U266, RPMI 8226, 

RPMI-8226 and RPMI-

8226-LR-5 

Multiple myeloma 

Torres et al. (2011) 

[123], Spain 

In vitro and 

in vivo 

Cannabidiol and Δ9-

tetrahydrocannabinol  

TMZ U87MG (U87), A172, 

SW1783, U373MG 

(U373), T98G (T98), 

SW1088, and LN405 

Glioma 
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Prasad et al. (2012) 

[124], USA 

In vivo Ursolic acid  CCT HCT116, HT29, and 

Caco2  

Colon cancer 

Tong et al. (2012b) 

[125], China 

In vitro Pseudolaric acid B  ABT-737*** LNCaP, PC-3 and 

DU145  

Prostate cancer 

Wang et al. (2012c) 

[126], China 

In vitro Pristimerin  GCT BxPC-3, PANC-1 and 

AsPC-1 

Pancreatic cancer 

Butturini et al. 

(2013) [127], Italy 

In vitro Cynaropicrin  CIP and DTX THP-1 Monocytic leukemia 

Liu et al. (2013) 

[128], China 

In vitro and 

in vivo 

Lupeol  S14161 HepG2 and SMMC7721 Hepatocellular carcinoma 

Bamodu et al. (2015) 

[129], Taiwan 

In vitro Ovatodiolide  DOX MDA-MB-231, HS578T 

and MCF-7 

Breast cancer 

Liu et al. (2016) 

[130], China 

In vitro and 

in vivo 

Lupeol  5FU SGC7901 and BGC823  Gastric carcinoma 

Reis et al. (2016) 

[131], Portugal 

In vitro Euphowelwitschines A 

and B, welwitschene, 

epoxywelwitschene and 

esulatin M  

DOX L5178Y  T-lymphoma 

4-methylumbelliferone (4MU); 5-fluorouracil (5FU); adriamycin (ADM); amsacrine (AMS); actinomycin D (ACD); aphidicolin (APD); arsenic 

trioxide (ATO); bis-chloroethylnitrosourea (BCE); bortezomib (BTZ); calcitrol (CAL); camptothecin (CPT); capecitabine (CCT); carboplatin 

(CAP); cisplatin (CIP); cyclophosphamide (CPA); cycloheximide (CHM); cytarabine (CYT); docetaxel (DTX); doxorubicin (DOX); ellipticine 

(ELP); etopside (ETP); 5FU + oxilaplatin (FOLFOX); gemcitabine (GCT); homoharrigtonine (HHG); ifosfamide (IFO); IL-1 receptor antagonist 

(IL-Ra); L-asparaginase (LAP); methotrexate (MET); mimosine (MMS); nocodazole (NCD); oxaliplatin (OXP); paclitaxel (PTX); rapamycin 
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(RPM); rituximab (RUX); sorafenib (SOF); tamoxifen (TOF); taxane (TXN): DTX + PTX; temozolamide (TMZ); thalidomide (TLD); thymidine 

(TMD); TNF-Related Apoptosis Inducing Ligand (TRAIL); vinblastine (VBL); vincristine (VCR); vorinostat (VOR). *3-Methylcholanthrene (3-

MC)-induced tumorigenesis in Swiss albino mice. **LLC: mouse Lewis lung cancer cell line. ***ABT-737: Bcl-2 inhibitor.  
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 Combinatorial therapy (natural compounds and conventional chemotherapeutic) were 

used in various types of cancer. Breast and colon cancer were the most cited (16 reports each), 

followed by leukemia and associate cancers, lung, pancreatic, prostate and cervical cancer. 

Concerning the conventional anticancer drugs mentioned, about 40 different chemotherapeutic 

agents have been reported in combination with one or more natural molecules, varying 

according to the type of cancer studied, as shown in Table 1. Similarly, a wide variety of natural 

compounds have been reported as chemosensitizer agents. Most of the molecules studied 

belong to the class of phenolic derivatives (28 reports, 26.9%) and flavonoids (18 reports, 

17.3%). Besides these, terpenoids, alkaloids, saponins, quinones and steroids were also 

considerably cited. These and other important outcomes are graphically presented in figure 3. 

 

 

Figure 3. Distribution of the selected studies by country (A), year of publication (B), type of 

cancer studied (C) and chemical class of natural product evaluated as chemosensitizer (D). 

 

 Our systematic review consisted of 67 in vitro studies, 6 in vivo studies, and 31 reports 

presenting in vitro and in vivo outcomes. In vitro investigations included biochemical and 

molecular analysis, specially colorimetric and enzymatic assays, flow cytometry, western blot 
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and immunofluorescence techniques. In vivo reports were performed using allograft or 

xenograft model, as shown in Table 2. In general, natural compounds potentiated the antitumor 

effect of chemotherapeutics by reducing tumor volume and weight. In some cases, synergistic 

inhibition of metastasis and increased apoptosis index were also observed. Combinatorial 

treatments were performed on the same day or on alternate days for 1 to 4 weeks. The used 

chemotherapy drugs varied according to the type of cancer studied. All natural products tested 

in vivo were also assayed in vitro, providing relevant findings on molecular targets implicated 

in their pharmacological effect. The chemical structures of these compounds are shown in 

Figure 4. 

 Concerning to methodological quality, all in vivo studies were carefully analyzed 

through a standard checklist adapted for preclinical trials. As shown in Figure 5, all studies 

described the objectives, outcomes to be measured and main findings obtained. In general, 

combinatorial treatments (chemosensitizer and conventional chemotherapeutic, doses, routes 

of administration and frequency of treatment) were properly reported. Most of the studies (31 

reports, 83.8%) have also reported randomization of animal allocation. On the other hand, none 

of the included articles reported sample size calculations. In addition, no information on 

blinding strategy was provided. 
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Table 2. In vivo studies involving natural compounds as chemosensitizer agents. 

Chemosensitizer Dose (route) Combined 

drug 

Dose (route) Model 

(animal/sex) 

Main outcomes (Cancer) R B Reference 

3,3’-

diindolylmethane 

5 mg/day 

(p.o.) 

OXP 15 mg/kg 

(i.v.) 

Xenograft 

(Mi/F) 

Synergistic decrease in 

tumor weight and 

appearance of nodal 

metastasis (pancreatic 

cancer) 

Y N Banerjee et al. 

(2009) [29] 

Cucurbitacin B 0.5 or 1 

mg/kg/day 

(i.p.) 

GCT 25 mg/kg/day 

(i.p.) 

Xenograft 

(Mi/F) 

Synergistic decrease in 

tumor volume and weight, 

synergistic inhibition of 

metastasis (pancreatic 

cancer) 

Y N Iwanski et al. 

(2010) [112] 

 0.5 or 1 

mg/kg (i.p.) 

MET 50 or 150 

mg/kg (i.p.) 

Xenograft 

(Mi/F) 

Synergistic decrease in 

tumor volume and weight 

(osteosarcoma)  

Y N Lee et al. 

(2011) [113] 

Curcumin  2% w/w/day 

(p.o.) 

PTX 10 

mg/kg/week 

(i.p.) 

Xenograft 

(Mi/F) 

Synergistic inhibition of 

breast cancer metastasis to 

the lung (breast cancer) 

Y N Aggarwal et al. 

(2005) [67] 

 1 g/kg/day 

(p.o.) 

CCT 60 

mg/kg/twice 

weekly (p.o.) 

Xenograft 

(Mi/M) 

Synergistic decrease in 

tumor volume, synergistic 

inhibition of metastasis 

(colon cancer) 

Y N Kunnumakkara 

et al. (2009) 

[72] 
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Curcumin (liposomal 

formulation) 

40 

mg/kg/thrice 

weekly (i.v.) 

OXP 5 

mg/kg/thrice 

weekly (i.p.) 

Xenograft 

(Mi/F) 

Synergistic decrease in 

tumor volume, synergistic 

inhibition of angiogenesis 

(colon cancer) 

Y N Li et al. (2007) 

[69] 

 25 

mg/kg/thrice 

weekly (i.p.) 

PTX 10 

mg/kg/twice 

weekly (i.p.) 

Xenograft 

(Mi/F) 

Synergistic decrease in 

tumor volume, improvement 

of apoptosis (cervical 

cancer) 

Y N Sreekanth et 

al. (2011) [76] 

Epigallocatechin-3-

gallate 

228 

mg/kg/week 

(i.p.) 

DTX + 

PTX 

5 or 12.5 + 

15 

mg/kg/week 

(i.p.) 

Xenograft 

(Mi/NR) 

Synergistic decrease in 

tumor volume (prostate 

cancer) 

Y N Stearns and 

Wang (2011) 

[51] 

 1.5 mg/day 

(i.p.) 

CCT 200 

mg/kg/day 

(p.o.) 

Xenograft 

(Mi/F) 

Synergistic decrease in 

tumor volume and inhibition 

of microvessel formation 

(gastric cancer) 

Y N Wu et al. 

(2012) [53] 

Escin 2 mg/kg/day 

(i.p.) 

GCT 100 

mg/kg/twice 

weekly (i.p.) 

Xenograft 

(Mi/M) 

Synergistic decrease in 

tumor volume, improvement 

of apoptosis  (pancreatic 

cancer) 

Y N Wang et al. 

(2012b) [103] 

Genistein 1.3 

mg/kg/day 

(i.p.) 

5FU 60 mg/kg/day 

(i.p.) 

Xenograft 

(Mi/F) 

Synergistic decrease in 

tumor volume, improvement 

of apoptosis (pancreatic 

cancer) 

Y N Suzuki et al. 

(2014) [55] 
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Ginsenoside Rg3 6 mg/kg/day 

(p.o.) 

PTX + CIP 10 + 5 

mg/kg/day 

(i.p.) 

Xenograft 

(Mi/F) 

Synergistic decrease in 

tumor volume and weight 

(esophageal carcinoma) 

Y N Chang et al. 

(2014) [106] 

 10 mg/kg/day 

(p.o.) 

PTX 20 mg/kg/day 

(p.o.) 

Xenograft 

(Mi/F) 

Synergistic decrease in 

tumor volume (breast 

cancer) 

Y N Yang et al. 

(2012) [104] 

 6 mg/kg/day 

(p.o.) 

PTX 10 

mg/kg/week 

(i.p.) 

Xenograft 

(Mi/NR) 

Synergistic decrease in 

tumor volume and weight, 

improvement of apoptosis 

(breast cancer) 

Y N Yuan et al. 

(2017) [109] 

Isoxanthohumol 20 mg/kg/day 

(NR) 

PTX 3 mg/kg 

(NR) 

Allograft 

(Mi/NR) 

Synergistic decrease in 

tumor volume (melanoma) 

Y N Krajnovic et 

al. (2016) [60] 

Lupeol 20 

mg/kg/thrice 

weekly (i.p.) 

S14161 20 mg/kg/day 

(i.p.) 

Xenograft 

(Mi/F) 

Synergistic decrease in 

tumor volume 

(hepatocellular carcinoma) 

Y N Liu et al. 

(2013) [128] 

 30 mg/kg/day 

(i.p.) 

5FU 10 mg/kg/day 

(i.p.) 

Xenograft 

(Mi/NR) 

Synergistic decrease in 

tumor volume and weight, 

improvement of apoptosis 

(gastric cancer) 

N N Liu et al. 

(2016) [130] 

Myricetin 25 mg/kg 5FU 20 mg/kg Xenograft 

(Mi/NR) 

Synergistic decrease in 

tumor volume (esophageal 

carcinoma) 

N N Wang et al. 

(2014a) [56] 
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Naringenin  50 mg/kg/day 

(p.o.) 

DOX 5 

mg/kg/week 

(p.o.) 

Allograft 

(Mi/F) 

Synergistic decrease in 

tumor volume (lung cancer) 

N N Zhang et al. 

(2009) [49] 

Noscapine 300 

mg/kg/day 

(p.o.) 

GCT 30 mg/kg 

(i.v.) 

Xenograft 

(Mi/F) 

Synergistic decrease in 

tumor volume and inhibition 

of angiogenesis in tumor 

tissue (lung cancer) 

Y N Chougule et al. 

(2011) [31] 

 200 

mg/kg/day 

(i.g.) 

TMZ or CIP 2 mg/kg/day 

(i.p.) 

Xenograft 

(Mi/F) 

Synergistic decrease in 

tumor volume and weight 

(glioblastoma) 

Y N Qi et al. (2013) 

[33] 

Oxymatrine 40 mg/kg/day 

(i.p.) 

5FU 10 mg/kg/day 

(i.p.) 

Xenograft 

(Mi/NR) 

Synergistic decrease in 

tumor volume and weight 

(hepatocellular carcinoma) 

N N Liu et al. 

(2015a) [36] 

 1, 2 or 4 

g/l/thrice 

weekly (i.p.) 

NM-3 10 

mg/kg/thrice 

weekly (i.p.) 

Xenograft 

(Mi/NR) 

Synergistic decrease in 

tumor volume (gastric 

cancer) 

Y N Song et al. 

(2007) [28] 

Resveratrol 40 mg/kg/day 

(p.o.) 

GCT 25 

mg/kg/twice 

weekly (i.p.) 

Xenograft 

(Mi/M) 

Synergistic decrease in 

tumor volume (pancreatic 

cancer) 

Y N Harikumar et 

al. (2009) [71] 

 5, 10 and 15 

mg/kg/day 

5FU 5, 10 and 20 

mg/kg 

Allograft 

(Mi/NR) 

Synergistic decrease in 

tumor area (hepatocellular 

carcinoma) 

Y N Wu et al. 

(2004) [66] 
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Shikonin 4 mg/kg/day 

(i.p.) 

CIP 10 mg/kg/day 

(i.p.) 

Xenograft 

(Mi/F) 

Synergistic decrease in 

tumor volume and weight 

(colon cancer) 

N N He et al. 

(2016) [97] 

 3 mg/kg/day 

(i.p.) 

ATO 10 mg/kg/day 

(i.p.) 

Xenograft 

(Mi/NR) 

Synergistic decrease in 

tumor volume and weight 

(hepatocellular carcinoma) 

Y N Song et al. 

(2016) [98] 

 2 mg/kg/day 

(i.p.) 

GCT 100 

mg/kg/twice 

weekly (i.p.) 

Xenograft 

(Mi/M) 

Synergistic decrease in 

tumor volume, synergistic 

inhibition of microvessel 

formation and induction of 

apoptosis (pancreatic 

cancer) 

Y N Wang et al. 

(2014b) [95] 

Sinomenine 25 

mg/kg/twice 

weekly (i.t.) 

5FU 12 

mg/kg/twice 

weekly (i.t.) 

Xenograft 

(Mi/M) 

Synergistic decrease in 

tumor volume and weight 

(esophageal carcinoma) 

Y N Wang et al. 

(2013a) [34] 

Steroidal saponin 5, 10 or 15 

mg/kg/day 

(i.v.) 

DOX 8 mg/kg/day 

(i.v.) 

Xenograft 

(Mi/NR) 

Synergistic decrease in 

tumor volume 

(hepatocellular carcinoma) 

N N Wang et al. 

(2013b) [105] 

Thymoquinone 5 or 20 

mg/kg/day 

(s.c.) 

CIP 2.5 

mg/kg/week 

(i.p.) 

Xenograft 

(Mi/F) 

Synergistic decrease in 

tumor volume (lung cancer) 

Y N Jafri et al. 

(2010) [91] 

Ursolic acid 250 

mg/kg/day 

(p.o.) 

CCT 60 

mg/kg/twice 

weekly (p.o.) 

Xenograft 

(Mi/M) 

Synergistic decrease in 

tumor volume and weight, 

Y N Prasad et al. 

(2012) [124] 
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synergistic inhibition of 

metastasis (colon cancer) 

Withaferin A 2 mg/kg/day 

(i.p.) 

DOX 1 mg/kg/day 

(i.p.) 

Xenograft 

(Mi/NR) 

Synergistic decrease in 

tumor volume and weight, 

synergistic inhibition of 

microvessel formation and 

induction of autophagy 

(ovarian cancer) 

Y N Fong et al. 

(2012) [115] 

 3 mg/kg/day 

(i.p.) 

OXP 10 

mg/kg/twice 

weekly (i.p.) 

Xenograft 

(Mi/M) 

Synergistic decrease in 

tumor volume and weight, 

synergistic induction of 

apoptosis (pancreatic 

cancer) 

Y N Li et al. (2015) 

[117] 

α-carotene 5 mg/kg/day 

(p.o.) 

PTX 6 mg/kg/day 

(i.p.) 

Xenograft 

(Mi/M) 

Synergistic decrease in lung 

metastasis (lung cancer) 

Y N Liu et al. 

(2015b) [40] 

β-carotene 5 

mg/kg/thrice 

weekly (i.g.) 

5FU 5 

mg/kg/thrice 

weekly (i.p.) 

Xenograft 

(Mi/M) 

Synergistic decrease in 

tumor volume and weight, 

improvement of apoptosis 

(esophageal carcinoma) 

Y N Zhang et al. 

(2016) [41] 

Δ9-

Tetrahydrocannabin

ol 

15 mg/kg 

(i.t.) 

TMZ 5 mg/kg (i.t.) Xenograft 

(Mi/NR) 

Synergistic decrease in 

tumor volume and weight 

(glioma) 

Y N Torres et al. 

(2011) [123] 

Combined drugs: 5-fluorouracil (5FU); arsenic trioxide (ATO); capecitabine (CCT); cisplatin (CIP); docetaxel (DTX); doxorubicin (DOX); 

gemcitabine (GCT); methotrexate (MET); oxaliplatin (OXP); paclitaxel (PTX); temozolamide (TMZ). Routes: i.g. (intragastric), i.t. (intratumoral), 
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i.p. (intraperitoneal), i.v. (intravenous), p.o. (per oral), s.c. (subcutaneous). F: female. M: male. NR: not reported. Mi: mice. R: reporting of 

randomization. B: reporting of blinding.  
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(continued) 

 

Figure 4. Chemical structure of the major natural compounds evaluated as chemosensitizer 

agents (in vitro and in vivo evidences). 
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Figure 5. Methodological quality assessment of included in vivo studies. Light bars indicate 

the proportion of articles that met each criterion; dark bars indicate the proportion of studies 

that did not and white gray bars indicate the proportion of studies with unclear or insufficient 

answers. 

 

4. Discussion  

 Cancer therapy is based on the use of one or more treatment strategies, including 

surgical removal of the tumor, radiotherapy, immunotherapy, phototherapy and chemotherapy. 

Although chemotherapy is recognized as one of the most effective strategies in the treatment of 

various types of cancer, the phenomenon of chemoresistance has become increasingly frequent, 

representing an obstacle to the use of anticancer drugs [132]. Tumor cells may develop a 

multidrug-resistant phenotype depending on the carcinogenic process per se, or even due to 

exposure to conventional chemotherapeutics [133]. In this sense, chemosensitization represents 

an alternative for overcoming chemoresistance. It consists in the use of molecules capable of 

improving the activity of another through the modulation of one or more mechanisms of 

resistance (Figure 1). 

 Historically, natural products have been shown to be more effective than conventional 

anticancer drugs because of their multi-target potential and low toxicity. Such compounds are 

already widely known as promising anti-tumor and chemopreventive agents. Fortunately, 

several research groups have also investigated the role of natural products in sensitizing tumor 

cells. In this systematic review, most of the included studies were published after 2011 (Figure 

3), indicating that the use of natural compounds as chemosensitizer agents is still recent.  
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Interestingly, China has been the country that most explores the use of natural products 

as chemosensitizers (Figure 3). In fact, Traditional Chinese Medicine (TCM) has contributed 

to the development of new pharmaceutical products based on plant extracts or even molecules 

with unique chemical structures and innovative mechanisms of action [134]. In cancer therapy, 

TCM has provided molecules with antitumor and chemopreventive properties [135] and, more 

recently, chemosensitizing potential. Shikonin, a natural naphthoquinone derived from the 

Chinese medicinal herb Lithospermum erythrorhizon, showed synergistic effect with 

gemcitabine, cisplatin and arsenic trioxide against pancreatic [95], colon [97] and 

hepatocellular [98] cancer, respectively. Song et al. [28] and Liu et al. [36] have also 

demonstrated the chemosensitizing effect of oxymatrine, one of the major components 

extracted from Sophora flavescens, widely used in TCM. In addition, several phenolic 

derivatives and flavonoids commonly found in Chinese medicinal plants were investigated as 

chemosensitizers, including resveratrol [65], curcumin [64], naringenin [49] and myricetin [56]. 

Concerning to in vivo studies included, natural products were investigated using 

xenograft model. In this model, human tumor cells are transplanted via subcutaneous 

inoculation or into the organ type in which the tumor originated, into immunocompromised 

animals that do not reject human cells [136]. Xenograft models have been used not only to 

determine the in vivo activity of new anticancer drugs, but also to determine drug dose, 

treatment schedules and routes of administration [137]. In this context, in vivo reports included 

in this review were appropriately described. In addition to in vitro protocols, these models offer 

a wealth of information on the mechanisms of action involved in the chemosensitizing effect of 

natural products.  

However, animal experiments should be well designed, efficiently executed and data 

must to be correctly analyzed and interpreted [138]. Regarding the methodological quality 

assessment, we found that most of studies were conducted randomly, but no information on 

blinding was provided (Figure 5). In addition, no study reported sample size calculations. 

Although these parameters are often required in clinical trials, the need of randomization and 

blinding have been strongly recommended for preclinical protocols in order to minimize the 

risk of bias and avoid unexpected outcomes in clinical trials [139-141]. For this reason, we 

consider that the in vivo studies included in this review presented moderate methodological 

quality. 

 In general, phenolic derivatives and flavonoids were the most cited compounds (Figure 

3). Curcumin, resveratrol and epigallocatechin-3-gallate have been extensively evaluated in 

combinatorial treatment with clinically used chemotherapeutics. These compounds are widely 
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found in various medicinal plants and foods, such as red wine, fruits, vegetables and spices. 

The use of these molecules has been increasingly encouraged in cancer treatment mainly 

because of their low toxicity and immediate availability. Besides, phenolic compounds possess 

a strong antitumor activity by modulating different pathways involved in cell proliferation, 

invasion, metastasis and angiogenesis [19-22]. Usually, when cancer cells were treated by 

natural products in combination with chemotherapeutic drugs, there was an additive cytotoxic 

effect caused by the activation of alternative signaling pathways that induce cell death, or even 

by increasing the residence time of the anticancer drug in the cell, improving its performance.   

Next, we selected the natural compounds most cited in this review in order to better 

understand the different mechanisms of action involved in the sensitization of tumor cells. All 

findings described below were extracted from in vitro and in vivo included studies. 

 

4.1. Curcumin 

 Curcumin (diferuloyl methane) is a naturally occurring phenolic pigment found in 

rhizomes of Curcuma longa Linn., commonly known as turmeric. Usually, curcumin content 

in turmeric varies from 1 to 5% and it is widely used in foods, as a cosmetic ingredient, and in 

some medicinal preparations [142]. It has potent anti-inflammatory, anticancer and 

chemopreventive properties, but without exhibiting toxic effects in animal models even at high 

doses [143-145]. Curcumin has demonstrated multiple anticancer effects, including inhibition 

of cell proliferation, induction of apoptosis, inhibition of angiogenesis and metastasis. Several 

mechanisms have been implicated in these effects, such as activation of pro-apoptotic proteins 

and inhibition of nuclear factor κB (NF-κB) and phosphatidylinositol (PI)3-kinase/Akt 

(PI3K/Akt) pathways, commonly activated in multiresistant tumor cells [20]. In figure 6, we 

show the main mechanisms involved in the chemosensitizing effect of curcumin. 

 In contrast to healthy cells, NF-κB pathway is constitutively active in the majority of 

solid and hematopoietic tumor cell lines. Additionally, chemotherapeutic agents and pro-

inflammatory cytokines also activate NF-κB over time, contributing to chemoresistance of 

tumor cells. NF-κB is a tumorigenic transcription factor associated with evasion of apoptosis, 

sustained cell proliferation, invasion, metastasis and angiogenesis. It is a complex protein 

composed of different subunits (p50, p52, p65, RelB and c-Rel), mainly p50/p65. Under normal 

conditions, NF-κB is retained in the cytoplasm by its interaction with inhibitors of κB (IκBα, 

IκBβ or IκBε). However, IκB kinases (IKKs) are able to phosphorylate IκB portion, resulting 

in its subsequent ubiquitination and proteasome-mediated degradation, and consequently in the 

release of NF-κB, which then translocates to the nucleus [74, 146]. In this review, we have 
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identified that curcumin down-regulates NF-κB activation induced by chemotherapeutic agents, 

such as paclitaxel [67,68,75], 5-fluorouracil [82] and capecitabine [72] in cervical, breast and 

colon cancer. Western blot and immunohistochemical analysis showed that curcumin inhibits 

NF-κB (p65 subunit), IκBα/β phosphorylation and IKK activation, resulting in synergistic 

antitumor effect when combined with conventional chemotherapeutic agents [64,87]. 

 NF-κB can also be stimulated via the PI3K/Akt signaling pathway. Initially, exposure 

to cellular survival factors (growth factors, cytokines, etc.) hyperactivates PI3K, leading to high 

Akt activation, conferring cell survival and resistance to chemotherapy-induced apoptosis. In 

fact, Akt protects apoptosis by stimulating anti-apoptotic proteins (e.g. survinin) and inhibiting 

pro-apoptotic signals (e.g. BAD). Furthermore, Akt induces the release of NF-κB through 

activation of IKK [79, 147]. Once available, NF-κB upregulates the expression of multiple 

MDR genes in tumor cells that play a role in apoptosis, cell proliferation, invasion, metastasis 

and angiogenesis [72]. In this sense, pharmacological investigations have demonstrated that 

curcumin potentiates anticancer effects of chemotherapeutics not only by inhibiting PI3K, Akt 

and NF-κB factors [68,75,79,82], but also the proteins expressed by the activation of these 

signaling pathways, including those involved in cell proliferation (e.g. Cyclin D1, COX-2, c-

Myc), invasion (e.g. MMP-9), metastasis (e.g. CXCR4 and ICAM-1) and angiogenesis (e.g. 

VEGF) [72,79,87]. Finally, curcumin also acts synergistically with chemotherapeutics in the 

induction of apoptosis through stimulation of pro-apoptotic (e.g. BAD, BID, BIM, BAX, 

caspases 3, 8 and 9) proteins and inhibition of anti-apoptotic proteins (e.g. Bcl-2, Bcl-xL and 

survinin) [72,75,84]. 

 MDRs may also involve efflux pumps that reduce the residence time of 

chemotherapeutic drugs in cancer cells. Anuchapreeda et al. [63] have investigated the role of 

curcumin in P-glycoprotein (Pgp) expression. Pgp, also known as multidrug resistance protein, 

is an important transmembrane protein that pumps many foreign drugs out of cells. Many 

synthetic Pgp modulators successfully reverse the MDR phenotype in vitro. On the other hand, 

the use of these compounds has been discouraged due to their toxicity profile observed in 

animal models and clinical trials. In this review, Pgp expression was found to be decreased by 

11, 31, 60 and 64% in response to 1, 2, 3 and 4 days of treatment with 25 µM curcumin, 

respectively, enhancing sensitivity of KB-V1 cells (cervical cancer) to vinblastine [63]. Since 

curcumin is considered a safe natural product, it has served as a prototype for obtaining new 

Pgp-modulating drugs [89]. 
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Figure 6. Molecular mechanisms of curcumin-mediated chemosensitization. Curcumin 

modulates signaling pathways involved in apoptosis, cell proliferation, invasion, metastasis and 

angiogenesis. 

 

4.2. Resveratrol 

 Resveratrol (trans-3,5,4’-trihydroxystilben) is a natural compound produced by the 

action of stilbene synthase in response to environmental stress, widely found in grapes, red 

wine, medicinal plants, various berries and nuts. This phenolic derivative possesses a wide 

spectrum of pharmacological activities, including anticancer properties. Resveratrol has 

presented an ability to target multiple signaling pathways implicated in tumor cell survival, 

inflammation, invasion, metastasis and angiogenesis [148-149]. Several studies showed its 

antitumor activity in human cancer from different origin, including skin, breast, prostate, liver, 
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pancreas, colon, lung and stomach [80, 150]. In recent years, resveratrol has been evaluated not 

only as a chemopreventive or chemotherapeutic agent, but also as a chemosensitizer. In our 

review, in vitro and in vivo evidences demonstrated that resveratrol potentiates the antitumor 

effect of several chemotherapeutics, mainly doxorubicin [65,77,81], 5-Fluorouracil [65,66,85], 

etoposide [80] and gemcitabine [71]. 

 Similar to curcumin, resveratrol sensitizes tumor cells by inhibiting the NF-κB signaling 

pathway [85], as shown in figure 7. In addition, this phenolic derivative modulates the 

expression of MDR genes by down-regulating targets related to cell proliferation (e.g. cyclin 

D1, COX-2 and c-Myc), invasion (e.g. MMP-9), metastasis (e.g. CXCR4 and ICAM-1) and 

angiogenesis (e.g. VEGF) [71,85]. Resveratrol also enhances the cytotoxicity of 

chemotherapeutics through the induction of apoptosis by regulating the expression of pro (e.g. 

p53, caspases 3 and 8) and anti-apoptotic (e.g. Bcl-2, Bcl-xL, XIAP and survinin) mediators in 

tumor cells [65,71,80,85].  

Díaz-Chávez et al. [81] showed that resveratrol sensitizes breast cancer cells to 

doxorubicin therapy by inhibiting HSP27 expression. HSP27 is present in several cell types, 

located mainly in the cytosol, but also in the perinuclear region, endoplasmic reticulum and 

nucleus. It is usually overexpressed during different stages of cell development and 

differentiation. High HSP27 expression has been observed in several types of cancer, 

suggesting that it plays an important role in cell proliferation, metastasis and chemoresistance. 

HSP27 acts as an independent ATP chaperone by inhibiting protein aggregation and stabilizing 

partially denatured proteins. In apoptosis, it interacts with mitochondrial membranes, 

interfering with the activation of the cytochrome-c/Apaf-1 complex and consequently 

preventing the activation of pro-caspase 9 [151]. 

Interestingly, resveratrol also enhances the efficacy of chemotherapeutics not only by 

interfering with intracellular signaling pathways, but also by modulating the expression of 

transmembrane proteins involved in cell proliferation and cytoskeleton stabilization. Buhrmann 

et al. [85] showed that resveratrol induces chemosensitization of colon cancer cells to 5-

fluorouracil through up-regulation of intercellular junctions, epithelial-to-mesenchymal 

transition and apoptosis. In this investigation, resveratrol increased the expression of adhesion 

molecules, such as E-cadherin and claudin-2 (also involved in tight junctions), ensuring greater 

cell adhesion and consequently preventing mechanisms of cell proliferation. Furthermore, 

resveratrol significantly attenuated drug resistance by inhibiting epithelial-mesenchymal 

transition factors, such as vimentin. This protein is attached to the nucleus, endoplasmic 

reticulum and mitochondria, laterally or terminally. The vimentin filaments are associated with 
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the nuclear and plasma membranes, maintaining the position of the nucleus and the mitotic 

spindle and guaranteeing flexibility to the cell. It is a component of the cytoskeleton that 

interacts closely with microtubules, ensuring their stabilization [152]. Once inhibited by 

resveratrol, vimentin disperses in aggregates, causing loss of cytoplasmic integrity and changes 

in cellular morphology (Figure 7). 
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Figure 7. Molecular mechanisms of resveratrol-mediated chemosensitization. Resveratrol interferes in the expression of adhesion molecules and 

in the stability of the cell cycle (A), and modulates signaling pathways involved in apoptosis, cell proliferation, invasion, metastasis and 

angiogenesis (B). 
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4.3. Epigallocatechin-3-gallate 

 Epigallocatechin-3-gallate (EGCG) is a major flavonoid found in green tea (Camelia 

sinensis) that possesses a broad spectrum of pharmacological activities, including 

antiangiogenic [153], anticarcinogenic [154], antimetastatic [155,156] and chemopreventive 

effects [157]. These properties are attributed to its antioxidant potential, cell signaling 

modulation, apoptosis induction, cell cycle arrest and inhibition of different MMPs (matrix 

metalloproteinases). In recent years, ECGC has been shown to be effective in sensitizing tumor 

cells to conventional chemotherapy. In fact, EGCG potentiates the antitumor effect of TRAIL 

(TNFα-related apoptosis-inducing ligand) [47], 4-MU (4-methylumbelliferone) [59], taxane 

[51], IL-1Ra (IL-1 receptor antagonist) [52], capecitabine [53], vorinostat [54], cisplatin [48], 

tamoxifen [45,48], docetaxel [58] and doxorubicin [43] in various types of cancer, mainly breast 

[45,59] and prostate cancer [47,51,58].  

 In vitro and in vivo assays have demonstrated that EGCG enhances the antitumor effect 

of other drugs by inducing apoptosis. In general, EGCG up-regulates apoptotic proteins (e.g. 

BAD, BAK, BAX, caspases 3, 6, 7, 8 and 9) and down-regulates anti-apoptotic factors (e.g. 

Bcl-2, Bcl-xL, XIAP, CIAP-1, survinin and Smac/Diablo) [47, 54, 58]. EGCG also induces the 

expression of genes that are directly associated with cell cycle arrest and apoptosis, such as p53, 

p73 and p21 [51].  

 Several studies have demonstrated that EGCG synergistically inhibits biomarkers 

associated with angiogenesis (e.g. VEGF, angiopoietin 1 and 2), invasion and metastasis 

(MMP-2, 3, and 9) [47, 52-54], improving the performance of chemotherapy in reducing tumor 

weight and/or volume in xenograft models [53]. Although inhibition of the NF-κB pathway 

does not appear to be directly involved in the mechanism of EGCG-induced tumor cell 

sensitization, this flavonoid inhibits the Akt pathway, indirectly resulting in lower expression 

of factors associated with cell proliferation, invasion, metastasis, angiogenesis, and apoptosis. 

In addition, Wang et al. [58] showed that EGCG combined with quercetin inhibits STAT3 

(signal transducer and activator of transcription 3) expression, contributing to sensitization of 

prostate cancer cells to docetaxel. In the same study, the authors also demonstrated the potential 

of these flavonoids to block MRP1 (multidrug resistance-associated protein 1), increasing the 

residence time of docetaxel in tumor cells. All mechanisms involved in the sensitization of 

tumor cells by EGCG are summarized in figure 8.  
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Figure 8. Molecular mechanisms of epigallocatechin-3-gallate (EGCG)-mediated 

chemosensitization. EGCG modulates signaling pathways involved in apoptosis, cell 

proliferation, invasion, metastasis and angiogenesis. 

 

5. Conclusion 

  This systematic review unified information from the literature on the use of natural 

compounds as chemosensitizers in cancer therapy. In vitro and in vivo studies demonstrated 

that natural products act synergistically with drugs traditionally used in cancer therapy, 

enhancing their antitumor efficacy through various mechanisms, including induction of 

apoptosis and inhibition of cell proliferation, invasion, metastasis, and angiogenesis. Although 

the in vivo tests presented moderate methodological quality, this report highlights the potential 

of natural products as anticancer drug candidates in future clinical research for combinatorial 
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treatments. Considering that chemosensitization of cancer cells by natural products is a recent 

strategy and that only few resources have been explored at the moment, this research field 

should be expanding rapidly in the coming years and provide efficient alternatives to manage 

tumor chemoresistance. 
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PARTIE B: LES PLANTES DU BRÉSIL ET DE LA NOUVELLE-CALÉDONIE 

COMME SOURCE DE NOUVEAUX COMPOSÉS ACTIFS ET 

CHIMIOSENSIBILISANTS SUR LE MÉLANOME 

 

 Les plantes médicinales sont l'une des principales sources de nouvelles molécules 

anticancéreuses. En ce qui concerne le mélanome, des représentants de diverses classes de 

métabolites secondaires ont montré des effets antiprolifératifs importants, agissant 

principalement sur le cycle cellulaire et sur les voies biochimiques conduisant à la mort 

cellulaire par apoptose (AlQathamaa et Prieto, 2015; Ferrer et al., 2005; Wang et al., 2009). 

Dans cette partie, nous avons étudié la composition chimique et le potentiel antimélanome et 

chimiosensibilisant de flavonoïdes et caroténoïdes isolés de plantes du Brésil et de la Nouvelle-

Calédonie. Ces deux régions sont largement reconnues pour leur diversité d'espèces végétales, 

dont beaucoup sont endémiques et menacées d'extinction. Afin de valoriser leurs composés 

bioactifs et de mettre en évidence leur potentiel chimiosensibilisant, nous avons divisé cette 

partie en deux chapitres: 

 Le chapitre 2 est dédié à l’étude d’une série de flavonoïdes semi-synthétisés ou 

directement isolés de l’exsudat des bourgeons de Gardenia oudiepe, une plante endémique de 

la Nouvelle-Calédonie. Les gardenias appartiennent à la famille Rubiaceae et sont très 

valorisées commercialement. Leurs fleurs exhalent des odeurs souvent agréables et sont donc 

largement utilisées en parfumerie. En termes d'activités pharmacologiques, Gardenia a 

démontré des effets anti-inflammatoire, antioxydant, antimicrobienne, cytotoxique et anti-

angiogénique (Billo, Cabalian, et al., 2005; Billo, Fournet, et al., 2005; Santi et al., 2019). G. 

oudiepe est parmi les principales espèces d'intérêt médicinal du genre, dont les extraits sont 

riches en flavones méthoxylées exerçant des activités antiprotozoaire et anti-inflammatoire 

(Mai et al., 2015; Santi et al., 2018). Les flavonoïdes étudiés dans ce chapitre ont été fournis 

par l’Equipe Produits Naturels, Analyse, Synthèse (UMR CNRS 8038) de l’Université Paris 

Descartes. Il s’agit d’un groupe de flavones d’occurrence rare en raison de leur degré de 

méthoxylation élevé. Après un test de criblage, nous avons sélectionné les deux 

polyméthoxyflavones (PMFs) ayant une plus forte activité antiproliférative pour l’étude de leur 

mode d’action. Les PMFs ont été également combinées au vemurafenib et à la dacarbazine à 

des concentrations non toxiques, afin d’évaluer leur effet chimiosensibilisant sur des cellules 

de mélanome humain métastatique (lignée A2058) portant la mutation oncogénique 

BRAFV600E. 
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 Le chapitre 3 concerne l’étude de la composition chimique d’extraits de Bixa orellana 

actifs sur les cellules A2058, ainsi que l’isolement, la caractérisation structurale et l’évaluation 

du potentiel chimiosensibilisant de la bixine, identifié comme le pigment majoritaire de la 

plante. Le roucouyer ou roucou (B. orellana) est un arbuste originaire d’Amérique Tropicale 

(Raddatz-Mota et al., 2017). Au Brésil, cette plante est populairement appelée urucum et se 

trouve dans tous les biomes brésiliens, en particulier dans la région amazonienne, où ses graines 

sont utilisées par des tribus indigènes comme colorant naturel. L’enveloppe cireuse de ses 

graines contient des caroténoïdes rouge-orangés non toxiques utilisés comme colorants en 

industries agro-alimentaire, pharmaceutique et cosmétique. Les deux pigments majoritaires des 

graines de roucou sont la bixine, un apocaroténoïde liposoluble rouge, et la norbixine, son 

dérivé hydrophile orange déméthylé (Bouvier, Dogbo et Camara, 2003). Des études précédentes 

ont montré que la bixine est faiblement antiproliférative sur cellules cancéreuses mais pourrait 

présenter un intérêt pour les sensibiliser aux anticancéreux conventionnels (Kumar, Phaniendra 

et Periyasamy, 2018; Zang et al., 2011; Santos et al., 2016). Dans ce chapitre, nous présentons 

l’effet antiprolifératif de la bixine associée aux agents chimiothérapeutiques (vemurafenib et 

dacarbazine). Étant donné que les caroténoïdes interfèrent souvent avec la production d'espèces 

réactives de l'oxygène dans l’environnement cellulaire, nous avons travaillé sur l'hypothèse que 

la bixine augmente le stress oxydatif intracellulaire, affectant l'intégrité de la membrane et par 

conséquent potentialisant l'effet cytotoxique des agents antitumoraux associés. De plus, nous 

avons identifiés deux nouveaux apocaroténoïdes jamais décrits dans la littérature, ainsi que 

d’autres métabolites connus mais non décrits jusqu’alors dans cette espèce. 
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ABSTRACT 

A series of 10 natural and semisynthetic flavonoids (1 to 10) were obtained from Gardenia 

oudiepe (Rubiaceae), an endemic plant from New Caledonia. Most of them were 

polymethoxylated flavones (PMFs) of rare occurrence. After a cell viability screening test, 

PMFs 2 and 3 showed significant cytotoxic activity against A2058 human melanoma cells (IC50 

= 3.92 and 8.18 µM, respectively) and were selected for in-depth pharmacological assays. Both 

compounds inhibited cell migration and induced apoptosis and cell cycle arrest after 72h of 

treatment. Immunofluorescence assays indicated that these outcomes were possibly related to 

the induction of cytoskeleton disruption associated to actin and tubulin depolymerization. These 

data were confirmed by molecular docking studies, which showed a good interaction between 

PMFs 2 and 3 and tubulin, particularly at the colchicine binding site. As A2058 are considered 

as chemoresistant to conventional chemotherapy, compounds 2 and 3 (½IC50) were associated 

to clinically-used antimelanoma drugs (vemurafenib and dacarbazine) and combined therapies 

efficacy was assessed by the MTT assay. PMFs 2 restored the sensitivity of A2058 cells to 

dacarbazine treatment (IC50 = 49.38 µM vs. >100 µM). Taken together, these data suggest that 

PMFs from G. oudiepe could be potential leaders for the design of new antimelanoma drugs. 

 

Keywords: apoptosis; cancer; cytoskeleton; flavonoids; melanoma; multidrug resistance.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



196 

 

1. Introduction 

 Malignant melanoma is one of the most aggressive forms of skin cancer. Although it 

accounts for about 1% of all malignant skin tumors diagnosed in developed countries (e.g. 

USA), cutaneous melanoma is responsible for most of skin cancer deaths [1]. It presents a high 

invasive and metastatic potential, which hinders its treatment by conventional therapies. When 

the diagnosis is delayed, melanoma metastasis spreads quickly into many organs (e.g. bones, 

liver, brain, lungs, etc.) and survival rate falls down dramatically [2,3]. Until recent years, the 

treatment of advanced melanoma was very limited, mostly focused on the use of dacarbazine, 

an alkylating agent used as monotherapy or combined with other conventional anticancer drugs 

[4]. Fortunately, new therapeutic options have emerged in the past decades. Promising results 

were obtained with small molecules targeting the RAF/MEK pathway (e.g. vemurafenib and 

dabrafenib, two BRAF inhibitors; and trametinib, a MEK inhibitor), mainly in BRAF-mutated 

metastatic melanoma [5–7]. However, multidrug resistance mechanisms are increasingly 

common in melanoma cells, requiring the use of first-line drugs at high doses or even 

combinations of several drugs (e.g. BRAF inhibitors could be combined with alkylating agents 

or MEK inhibitors) [8–10]. Depending on the clinical stage, these therapeutic approaches are 

no longer efficient and usually generate harmful side effects [11,12].  

 Recent studies have investigated flavonoids as new candidates for the treatment of 

melanoma. They exhibited significant cytotoxicity against several tumor cell lines through 

down-regulation of growth factors (e.g. EGF and VEGF), alterations of survival signaling 

pathways (e.g. ERK, Akt-1, NF-κB, JNK, MAPK), cell cycle arrest and apoptosis induction by 

modulation of pro-apoptotic and anti-apoptotic proteins (e.g. caspases, Bcl-2, Bcl-xL, Bad,) 

and oxidative stress [13–17]. Among flavonoids with promising antitumor potential, 

polymethoxyflavones (PMFs) have been highlighted because of their pharmacological 

versatility, acting as multitarget drugs in numerous experimental models. In addition to 

modulating signaling pathways typically involved in apoptosis and cell proliferation [18,19], 

previous studies have shown that PMFs induce cytoskeleton disarrangement associated with 

depolymerization of actin filaments and microtubules [20,21]. PMFs are also capable of 

sensitizing cancer cells to chemotherapy, enhancing the efficacy of clinically-used anticancer 

drugs with no additional toxicity [22,23].  

Although the anticancer effects of PMFs have been previously reported, their 

antimelanoma potential is still largely unexplored to date. In this context, the aim of this study 

was to investigate the antimelanoma effects of natural and semisynthetic flavones from 

Gardenia oudiepe (Rubiaceae), a non-endangered shrub endemic to New Caledonia. These 
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molecules were obtained from bud exudates of the plant and exhibit rare substitution patterns 

on A and B rings. In this paper, we describe the influence of the methoxy/hydroxy substituents 

on the antimelanoma activity of a PMFs series. Besides, we provide unprecedented evidences 

about two flavones with pro-apoptotic activity mediated by caspase activation and cytoskeleton 

disruption in chemoresistant BRAF-mutated melanoma cells. 

 

2. Materials and Methods  

 

2.1. Plant material 

 Bud exudates of G. oudiepe were collected in October 2008 in Forêt Plate, North 

Province of New Caledonia. After plant identification, a voucher specimen (POU-0290) was 

deposited at the Herbarium of the Botanical and Tropical Ecology Department of the IRD 

Center, Noumea, New Caledonia. 

 

2.2. Isolation of flavones 1–7 from G. oudiepe  

Bud exudates of G. oudiepe (200.0 g) were dissolved in dichloromethane. After 

filtration and evaporation of the solvent, 52.0 g of exudates free from vegetal pieces were 

recovered. Chromatographic fractionations on normal phase silica gel using 

cyclohexane/dichloromethane and dichloromethane/methanol (increasing polarity) as eluent 

solvents provided flavones 1–7.  

 

2.3. Semi-synthesis of flavones 8-10 from kaempferol  

Flavones 8 – 10 were obtained as previously reported [24]. Compound 8 was obtained 

by methylation of kaempferol (100 mg) (Sigma-Aldrich®, France), using 4 equiv. of dimethyl 

sulfate (Me2SO4) and 2 equiv. of 1,8-diazabicyclo[5.4.0]undec-7-ene (DBU). The reaction was 

performed at room temperature in dried acetone for 1 h. After precipitation and washing with 

iced water, obtained residues were solubilized with ethyl acetate (15 mL) and treated with a 

solution of 1 N HCl (3 mL). Finally, reaction product was extracted with ethyl acetate (3 x 10 

mL) and the organic phase was washed with a saturated solution of NaCl, then dried over 

Na2SO4. Paper filtration and solvent evaporation provided a mixture, which was purified by 

silica gel column chromatography using as eluent dichloromethane/methanol (95/5, v/v, yield: 

70%).  

For preparation of compounds 9 and 10, kaempferol (80 mg, 0.28 mmol) was acetylated 

using acetic anhydride in dry pyridine. The reaction was performed by stirring for 15 min at 
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room temperature. After precipitation and washing with iced water, recrystallization in 

CH2Cl2/CH3OH (9/1, v/v) provided 108 mg (0.26 mmol) of triacetyl derivative 9 (yield: 95%). 

The same procedure for the semi-synthesis of 9 was applied for 4 h instead of 15 min. After 

precipitation and washing with iced water, recrystallization in CH2Cl2/CH3OH (9/1, v/v) 

provided 120 mg (0.26 mmol) of tetra acetyl derivative 10 (yield: 95%). 1H and 13C NMR data 

of 8 – 10 were in accordance with those previously reported [24,25]. 

 

2.4. Cell line and culture conditions 

 All pharmacological assays were performed on A2058 human melanoma cells (ATCC® 

CRL-11147, LGC ATCC Standards, France). This aggressive cell line expresses the oncogenic 

BRAF V600E mutation and is therefore considered as highly invasive and metastatic. 

Previously, we have demonstrated that this cell line is also resistant to conventional 

chemotherapy [26]. Cells were grown in DMEM culture medium and supplemented with 10% 

fetal bovine serum (FBS) and 1% penicillin-streptomycin (Dominique Dutscher, France), at 37 

°C in humified atmosphere with 5% CO2.    

 

2.5. Cell viability assay  

 Compounds 1 – 10 were solubilized in DMSO at 10-2 M and diluted in DMEM to obtain 

10 µM solutions. Final concentrations of DMSO were lower than 1%, tested as negative control 

and validated as non-cytotoxic concentration. Cell viability was determined by the MTT assay 

as previously reported [27]. Confluent cells were trypsinized and centrifuged at 1200 g for 5 

min. The supernatant was discarded and cell pellet was suspended in culture cell medium to 

obtain a 4 x 104 cel.mL-1 suspension. Cells (2 x 103/well) were added into 96-well plates with 

1 – 10 (10 µM) and incubated for 72 h. After treatments, 20 µL of a MTT solution (5 g.L-1) was 

added to each well and microplates were incubated for 4 h. Formazan crystals were dissolved 

in DMSO (100 µL) and absorbances were measured using a FLUOstar Omega microplate 

reader (BMG Labtech, France). Cell viability was expressed as percentage of growth inhibition 

(GI%). Photomicrographs after treatments were obtained in a Nikon Eclipse TS100 inverted 

microscope (magnification X100) equipped with a numeric camera. The most bioactive 

flavones (2 and 3) were subsequently tested at increasing concentrations (1 – 20 µM) to 

determine their IC50 by non-linear regression analysis.  

 

2.6. Cell migration assay 
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 Cell migration was determined by the wound healing assay as previously described [26]. 

Cells (2 x 103/well) were grown in 24-well plates to 90% confluence. Cell monolayers were 

scratched with a sterile plastic tip, washed with PBS solution and incubated in a new cell culture 

medium containing low-toxic concentrations of 2 or 3 (½IC50 = 2 and 4 µM, respectively) for 

48 h. Cell migration was recorded using a ZEISS Axion Observer microscope in living cell 

mode (one photomicrograph every 10 min). Cell migration was calculated at 0, 24 and 48h of 

treatment by measuring the cell surface using ImageJ® software.  

 

2.7. Apoptosis analysis  

 

2.7.1. Annexin-V/6-CFDA staining 

 A2058 cells were incubated in 4-well slides (5 x 103/well) for 24 h and then exposed to 

the PMFs 2 (4 µM, IC50) and 3 (8 µM, IC50) during 72 h. After treatments, cells were washed 

with PBS and double stained with annexin V-Cy3 (red fluorescence) and 6-carboxyfluorescein 

diacetate (6-CFDA, green fluorescence) solution, according to manufacturer’s 

recommendations (Sigma-Aldrich®, France). Before visualization, DAPI was added to wells 

for DNA staining of necrotic cells. Staurosporine (1 µM, for 4 h) was used as  standard drug. 

Cells were observed under fluorescence microscope (ZEISS Axion Observer, France).  

 

2.7.2. Caspase-3 activity 

 Caspase-3 activity was determined using a commercial assay based on the hydrolysis of 

Ac-DEVD-pNA (CASP3C kit, Sigma-Aldrich®, France). Cells (2.5 mL of a cell suspension at 

at 5 x 105 cel.mL-1) were incubated in 75 cm2 flasks and exposed to cell culture medium (12.5 

mL, negative control) or compounds 2 (4 µM, IC50) and 3 (8 µM, IC50) for 72 h. After 

treatments, cells were washed with PBS, lysed with lysis buffer and the enzymatic activity was 

measured according to manufacturer’s recommendations. Results were expressed as µmol 

pNA/min/mL. Staurosporine (1 µM, for 4 h) was used as standard drug.  

 

2.8. Cell cycle analysis 

 Cell cycle analysis was performed by flow cytometry, using propidium iodide (PI) 

staining. A2058 cells were grown in control culture medium or treated with the PMFs 2 (4 µM, 

IC50) and 3 (8 µM, IC50) for 72 h. Then, cells were stained in PBS containing PI 100 µg.mL-1, 

RNAse A 100 µg.mL-1 and 0.1% Triton X-100 (ThermoFisher Scientific, France), at 37 °C for 

15 min. After staining, melanoma cells were analyzed using a FACS Cantoll flux cytometer 
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(BD Biosciences, France) equipped with an air cooled blue LASER (λ = 488 nm, 20 mW). 

Light diffusion parameters (forward and lateral scatter lights) were adjusted to define the size 

threshold excluding cellular debris and cell clusters for single-cell fluorescence analysis. PI 

fluorescence was measured using a FL3 filter (λ = 670 nm) and analyzed using the BD FACS 

Diva Software (BD Biosciences, France). Distribution of A2058 cells in different cell cycle 

phases was determined according to their DNA content as measured by the fluorescence 

intensity of PI: diploid cells (2n): G0/G1 phase; replicative cells (2n<DNA content<4n): S 

phase; tetraploid cells (4n): G2/M phase; hypodiploid cells (DNA content < 2n): apoptotic sub-

G1 phase [26,28]. 

 

2.9. Cytoskeleton analysis 

 

2.9.1. Actin staining with phalloidin  

 Cells were incubated in 4-well culture slides (1 x 104/well) for 24 h. After incubation, 

cells were treated with compounds 2 (4 µM, IC50) and 3 (8 µM, IC50) for 24 h, washed with 

PBS and then fixed with 4% paraformaldehyde, for 15 min at 37 °C. Subsequently, cells were 

permeabilized with 0.1% Triton X100 for 10 min, washed with PBS and stained with a 

fluorescent conjugated phalloidin solution (Phalloidin-TRITC 10 µg.mL-1, Sigma-Aldrich®, 

France) for 40 min at room temperature. After phalloidin staining, DAPI was added to all wells 

for nucleus staining (15 min, at room temperature). Finally, cells were washed with PBS to 

remove excess staining solution and immediately visualized under fluorescence microscope 

(ZEISS Axion Observer, France).  

 

2.9.2. Immunofluorescence assay for α-tubulin staining  

 Melanoma cells were grown in 4-well culture slides (1 x 104/well) for 24 h, washed with 

PBS and then exposed to PMFs 2 (4 µM, IC50) and 3 (8 µM, IC50) for 24 h. Cells were fixed 

with 4% paraformaldehyde in PBS, for 15 min at 37 °C. After fixation, cells were permeabilized 

and saturated with a 3% BSA solution containing 0.1% Triton X100 in PBS, and then incubated 

overnight at 4 °C with a mouse anti-α-tubulin-FITC monoclonal antibody (Sigma-Aldrich®, 

France) at 1:50 dilution in PBS. After incubation, cells were washed with PBS and nucleus 

staining was performed with a DAPI solution during 15 min at room temperature. 

Photomicrographs were taken on a Zeiss fluorescence microscope (ZEISS Axion Observer, 

France). 
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2.10. Docking study 

 Molecular docking procedures were performed to access the interaction modes for 2 and 

3 with tubulin. Analyses were performed using both nocodazole and colchicine binding sites, 

which are slightly displaced in the region between the A and B domains of tubulin [29]. 

Crystallographic structures of tubulin complexed with colchicine and nocodazole were obtained 

from RCSB protein data bank [29,30] (https://www.rcsb.org/), under the codes PDB IDs: 4O2B 

and 5CA1, respectively. The use of colchicine and nocodazole complexes with tubulin aimed 

to compare the interaction modes of 2 and 3, considering the specificities of these two 

crystallographic structures, both available on RCSB PDB data bank. 

 All the docking procedures were made using the Autodock Vina [31] module of 

Autodock and AutodockTools packages [32]. This module contains a more recent algorithm 

that provides better results in comparison with the original Lamarckian Genetic Algorithm of 

Autodock, with a very smallest computational coast [31].  

 Before docking procedures, an initial geometry optimization of the ligands was made 

through the PM3 semiempirical Hamiltonian, using the Gaussian 09W package [33], installed 

on CENAPAD-UFC cluster architecture (http://www.cenapad.ufc.br/). Redocking procedure 

was performed using the crystallographic structure of colchicine and nocodazole complexes, 

considering a grid box with dimensions of 14 x 14 x 14 Å and internal spacing of 1.0 Å (default 

of Vina), providing excellent results concerning energy and RMSD (Root Mean Square 

Deviation) values. The last parameter must be lower than 2.0 Å for an acceptable redocking 

analysis. Then, the same parameters were used for the docking procedures using 2 and 3. 2D 

and 3D images were generated with Chimera 1.13.1rc [34] and Maestro free module of 

Schrodinger package [35]. Thus, conformers, orientations, interaction profiles and energies 

generated were analyzed to corroborate the experimental bioactivity data. 

 

2.11. Chemosensitization of melanoma cells to chemotherapy 

 The chemosensitizing effect of compounds 2 and 3 was evaluated by measuring cell 

viability in 96-well plates. Cells (2 x 103/well) were treated with low-toxic concentrations of 2 

(2 µM, ½IC50) and 3 (4 µM, ½IC50) in combination with increasing concentrations of 

vemurafenib and dacarbazine (1 – 100 µM). Vemurafenib (Selleckchem®, France) and 

dacarbazine (Sigma-Aldrich®, France) were also tested alone to compare their antiproliferative 

activity with those of combined treatments. After 72 h of treatment, cell viability was 

determined using the MTT assay as described above and results were expressed as IC50. The 

combination index (CI) was calculated using the software CompuSyn (version 1.0), according 
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to Chou-Talalay method [36]. CI < 1.0 indicates synergism, CI > 1.0 indicates antagonism, and 

CI ≅ 1.0 indicates an additive effect.    

 

2.12. Statistical analysis 

 All results are presented as mean ± standard error of the mean (SEM), from at least three 

independent measurements (n=3). Statistical analysis was performed using one-way analysis of 

variance (ANOVA) followed by Tukey's test or unpaired Student’s t test, according to the case. 

Values of p<0.05 were considered statistically significant. All analyses were performed using 

GraphPad Prism 6.0 software (GraphPad Prism Software, Inc., San Diego, CA, USA). 

 

3. Results and Discussion 

 

3.1. Structure-activity relationship  

Previous reports have shown that flavon-3-ol are potential candidates for new anticancer 

drugs and methylation of these compounds frequently improves their antiproliferative effect 

against tumor cells [21,37,38].  However, the influence of the hydroxy and methoxy substitution 

pattern of the flavone core remains unclear in terms of antimelanoma potential. This prompted 

us to screen a series of natural 3-methoxy-PMFs (1-8) together with two acetylated kaempferol 

derivatives (9, 10) for antiproliferative activity toward A2058 melanoma cells at 10 µM. This 

aggressive cancer cell line expresses the oncogenic BRAF V600E mutation and is therefore 

considered as highly invasive and metastatic. The resistance of this cell line to conventional 

chemotherapy was previously demonstrated [26]. 

Considering the obtained results, some structure-activity relationships may be 

established (Table 1). PMFs 2, with a structure including a 5,7-dihydroxy-6-methoxy A-ring, a 

3-methoxy C-ring and one methoxy group on the B-ring on position C4’, was the most active 

with 66.53% of growth inhibition. Compound 2, with an additional methoxy group on C3’ and 

a hydroxyl group on C5’ still demonstrated 42.86% of growth inhibition. With the same A- and 

C-rings, less or more hindered B-ring led to dramatically less efficient derivatives 1 (bearing a 

single phenol on C4’) and 4 (3’,4’, 5’-trimethoxy). 

Flavones 8 and 6-7, with the same B-and C-rings than 2 and 3, respectively, but with 

modified pattern on A-ring (5,7-dihydroxy or 5-hydroxy-7-methoxy), were also much less 

active. Acetylated derivatives 9 and 10 did not shown any relevant antiproliferative activity. 

In summary, 5,7-dihydroxy-6-methoxy A-ring and methoxy groups on C3 and C4’ seem 

to be crucial for antimelanoma activity, in agreement with previous studies involving other 
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types of tumor cell lines [39–42]. In order to decipher the mode of action of the most active 

PMFs, we decided to conduct a thorough pharmacological study of compounds 2 and 3. 
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Table 1. Chemical structures and antiproliferative activity of compounds 1-10. 

Substitution pattern Compound 

(PMF) 

R1 R2 R3 R4 R5 R6 R7 Antiproliferative 

activity (%) 

 

 

1 OMe OH OMe OH H OH H 18.55 ± 5.16 

2 OMe OH OMe OH H OMe H 66.53 ± 5.71 

3 OMe OH OMe OH OMe OMe OH 42.86 ± 8.27 

4 OMe OH OMe OH OMe OMe OMe 5.68 ± 5.00 

5 OMe OH H OH H OH H 22.29 ± 6.69 

6 OMe OH H OH OMe OMe OH 20.80 ± 6.50 

7 OMe OH H OMe OMe OMe OH 29.48 ± 4.95 

8 OMe OH H OMe H OMe H 29.79 ± 9.77 

9 OAc OH H OAc H OAc H 7.04 ± 7.39 

10 OAc OAc H OAc H OAc H 10.13 ± 5.27 

Mean ± SEM of at least 3 determinations. PMF: polymethoxyflavone. All compounds were tested at 10 µM. 
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3.2. PMFs inhibit cell growth  

 The antiproliferative effect of compounds 2 and 3 on A2058 melanoma cells was 

determined by the MTT assay. Cells were treated with increasing concentrations (1 – 20 µM) 

of 2 and 3 for 72h and then IC50 values were calculated. PMFs 2 and 3 inhibited cell growth in 

a concentration-dependent manner, resulting in cell mortality increased by 90-92% upon 

treatment with 20 µM of both compounds (Figure 1). IC50 values for 2 and 3 were 3.92 and 8.18 

µM respectively, indicating a stronger antiproliferative activity when compared to several 

methoxyflavones previously evaluated against human melanoma cells [21]. 

 

 

Figure 1. Effect of PMFs 2 and 3 on A2058 melanoma cells viability. Cells were cultured in 

the presence of increasing concentrations of molecules (1 – 20 µM) for 72h and then cell 

viability was determined by the MTT assay. Results are expressed as mean ± SEM of at least 

three independent measurements.  

 

3.3. PMFs induce apoptosis 

 Apoptosis induction is one of the most common effects provoked by anticancer drugs. 

In this sense, the pro-apoptotic effect of 2 and 3 was determined by double fluorescence staining 

with Annexin-V and 6-CFDA. DAPI was also used for DNA staining of permeable cells. As 

shown in Figure 2A, PMFs 2 (4 µM, ~IC50) and 3 (8 µM, ~IC50) increased the number of 

annexin-V and 6-CFDA double-stained cells compared to control, suggesting a significant pro-

apoptotic activity. Besides, characteristic apoptotic features were observed in A2058 cells 

treated with 2 and 3, including rounding cell, chromatin condensation, nuclear fragmentation 
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and apoptotic bodies. In contrast, these morphological changes were not evidenced in untreated 

cells.  

To confirm the pro-apoptotic effect of the flavones, the caspase-3 activity, a hallmark 

of apoptosis, was also determined. Caspase-3 is an executor caspase and displays important role 

in both intrinsic and extrinsic apoptosis pathways. It is indispensable for certain processes 

associated with cell dismantling, such as apoptotic chromatin condensation, DNA 

fragmentation and formation of apoptotic bodies [43]. After 72h of treatment, both PMFs 

increased the caspase-3 activity compared to untreated cells (p<0.05), confirming their capacity 

to induce apoptosis. Similar results were obtained for staurosporine (2 µM), a pro-apoptotic 

standard drug (Figure 2B). 
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Figure 2. Pro-apoptotic effect of PMFs 2 (4 µM, ~IC50) and 3 (8 µM, ~IC50) on A2058 

melanoma cells. (A) Photomicrographs were obtained after 72h of treatment using Annexin-

V/6-CFDA double staining + DAPI for DNA staining of permeable cells. (B) Caspase-3 activity 

was determined by colorimetric assay. Staurosporine (2 µM, 4h) was used as positive control. 

Data are expressed as mean ± SEM, *p< 0.05 (vs. control group), according to ANOVA one-

way followed by Tukey's post-test (n=3). 
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3.4. PMFs induce cell cycle arrest 

 To assess whether PMFs-induced cell growth inhibition was mediated via alterations in 

cell cycle progression, we investigated the effect of flavones 2 and 3 on cell cycle phase 

distribution by flow cytometry. Cell cycle phases were determined according to the DNA 

content, stained with propidium iodide solution. Exposure to compound 2 (4 µM, ~IC50) 

increased sub-G1 cell population, which consists of cells with typical DNA fragmentation 

patterns caused by internucleosomal cleavage of chromatin, corroborating the pro-apoptotic 

effect previously demonstrated. In addition, PMF 2 caused a significant G2/M arrest at the 

expense of G0/G1 phase cell population (Figure 3). No relevant effect on cell cycle was 

observed for compound 3-treated cells. 

 

 

Figure 3. Effects of PMFs 2 (4 µM, ~IC50) and 3 (8 µM, ~IC50) on cell cycle progression after 

72h of treatment. After incubation, melanoma cells were stained with propidium iodide and 

measured by flow cytometry, as shown in the quantitative distribution of cells in different 

phases of cell cycle (A) and in the representative histograms (B). Data are expressed as mean ± 

SEM, *p<0.05 (vs. control group) according to ANOVA one-way followed by Tukey’s post-

test, from at least three independent measurements (n=3). 

 

3.5. PMFs inhibit cell migration 
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 As A2058 cell line has high invasive and metastatic potential, we determined the effect 

of PMFs 2 and 3 on cell motility by wound healing assay. To eliminate any interference of 

cytotoxicity-associated effects, compounds were tested at low-cytotoxic concentrations, 

equivalent to half of the calculated IC50 values (½IC50 ~ 2 and 4 µM for PMFs 2 and 3, 

respectively). At these concentrations, 2 and 3 exerted minimal cytotoxicity, showing growth 

inhibition (GI) = 11.54 ± 3.81 and 15.35 ± 4.89%, respectively, according to the MTT assay. 

As presented in Figure 4, the flavones 2 and 3 significantly reduced cell migration after 24 and 

48h of exposure (p<0.05). Interestingly, PMF 3-treated cells were completely immobile, 

suggesting some relevant effects on cell morphology that would be compromising cell motility.  

Generally, cell migration involves drastic changes in cell shape, which are mostly driven 

by the cytoskeleton. It is a highly integrated multistep process that is initiated by the protrusion 

of the cell membrane, followed by cell remodeling and retraction movements. Firstly, 

chemoattractant agents stimulate intracellular signaling pathways responsible for regulating 

actin filaments reorganization. The actin cytoskeleton is essential for the formation of 

protrusive structures and transducing the mechanical forces necessary for cell translocation at 

the leading edge. Subsequently, contractile forces mediated by actin/myosin stress fibers 

promote cell retraction, allowing the translocation of the cytoplasm and nucleus toward the 

leading edge. In parallel, microtubules play an important role in cell remodeling contributing 

to retraction movements. Previous studies have revealed that movements are significantly 

inhibited in cells treated with drugs known to interfere with microtubules assembly, which 

makes them less dynamic and less able to remodel [44–47]. In this context, we hypothesized 

that PMFs 2 and 3 would be inhibiting cell migration through cytoskeleton disruption.  
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Figure 4. Effect of compounds 2 (2 µM, ~½IC50) and 3 (4 µM, ~½IC50) on cell mobility after 

24h (A) and 48h (B) of treatment. Photomicrographs illustrate cell migration into the zone free 

of cells according to the treatment (C). Data are expressed as mean ± SEM, *p<0.05 (ANOVA 

one-way followed by Tukey’s post-test), from at least three independent measurements. 

  

3.6. PMFs promote cytoskeleton disruption  

 In order to assess the effect of flavones 2 and 3 on cytoskeleton integrity, A2058 cells 

were treated for 24h with both compounds at their respective IC50 (~ 4 and 8 µM), and then 

actin filaments and microtubules structures were visualized by staining with phalloidin and 

immunofluorescence using a FITC-conjugated anti-α-tubulin monoclonal antibody, 



211 

 

respectively. As shown in Figure 5, untreated cells commonly appeared as fusiform cells with 

ramifications, presenting microfilaments that formed typical parallel stress fibers. In contrast, 

2 and 3-treated cells showed rounding morphology with the presence of peripheral ring of actin 

near the nucleus, blebbing and accumulation of fragmented F-actin, suggesting that these 

molecules altered actin filaments organization. These changes may be related not only to the 

effect on cell motility, but also to the previously shown pro-apoptotic activity. When cells 

undergo apoptosis, they partially detach from the extracellular matrix, round up, contract, and 

disassemble peripheral adhesion complexes. Concomitantly, there is loss of stress fibers and 

actin is rearranged into a peripheral ring. Finally, dynamic membrane protrusions (blebs) are 

formed followed by actin depolymerization, resulting in the formation of apoptotic bodies. As 

actin depolymerization has been shown to induce an apoptotic response in various cell lines, 

altered actin filaments dynamic seems to act as sensor and mediator of apoptosis [48–50].  

 

 

Figure 5. Effect of PMFs 2 (4 µM, IC50) and 3 (8 µM, IC50) on actin filaments of A2058 cells. 

After 24h of treatment, cells were fixed, permeabilized and actin filaments were stained with 

TRITC-conjugated phalloidin. DAPI was used for DNA staining. Photomicrographs were 

obtained under fluorescence microscope. Note the stress fiber formation in control cells and the 

decreasing of actin filaments and perinuclear accumulation of F-actin in PMF 2 and 3-treated 

cells. 
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On the other hand, actin depolymerization can be also understood as a consequence of 

cytoskeleton disruption frequently associated to microtubules depolymerization. For this 

reason, we investigated the effect of PMFs 2 and 3 on tubulin dynamic. Melanoma cells were 

treated for 24h with 2 (4 µM, ~IC50) and 3 (8 µM, ~IC50), fixed with 4.0% paraformaldehyde, 

permeabilized and saturated with a PBS solution containing 0.1% triton X-100 and 3.0% BSA, 

and then stained with an anti-α-tubulin antibody, directly conjugated with FITC. DAPI was 

used to stain DNA content and cells were visualized under fluorescence microscope. In this 

assay, cells were also treated with nocodazole 50 nM (a tubulin destabilizing binder) and 

paclitaxel 50 nM (a tubulin stabilizing binder), allowing to compare different effects on 

microtubules with the ones observed for the flavonoids. Cells treated with 2 and 3 presented 

tubulin depolymerization, similar to nocodazole, as well as rounding morphology with 

accumulation of tubulin near the nucleus and blebbing. Paclitaxel-treated cells showed DNA 

fragmentation, a typical phenomenon in apoptosis, but microtubules were visibly stabilized 

(Figure 6).  

  Microtubules display important cellular functions including chromosomal segregation 

during cell division, intracellular transport and remodeling, and cell motility. Consequently, 

drugs that interfere with microtubule dynamics are able to block mitosis and cell migration, and 

induce cytoskeleton disruption-mediated apoptosis. In this context, tubulins are considered as 

valuable targets for anticancer drugs. Most of anti-tubulin drugs act on three well characterized 

sites, inhibiting tubulin polymerization (vinca alkaloids and colchicine sites) or preventing the 

microtubule disassembly (taxanes site) [51,52]. Recently, methoxylated flavones have been 

pointed as lead compounds in the design of new tubulin inhibitors. Although substitutions in 

the A-ring are apparently not relevant for this activity, previous studies have shown that 

methoxy groups on C3 and C4’ are essential to promote tubulin depolymerization 

[21,38,53,54]. Considering that PMFs 2 and 3 have structural requirements for anti-tubulin 

activity and that their effects on microtubules were similar to nocodazole (a colchicine site 

binder), molecular docking studies were performed to better understand the interaction between 

tubulin with the flavones. 
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Figure 6. Effect of PMF 2 (4 µM, IC50) and 3 (8 µM, IC50), nocodazole (50 nM) and paclitaxel 

(50 nM) on microtubules organization of A2058 cells. After 24h of treatment, melanoma cells 

were fixed, permeabilized and α-tubulin was stained with a FITC-conjugated anti-α-tubulin 

monoclonal antibody. Photomicrographs were obtained under fluorescence microscope. Note 

intact microtubule network in control cells, while PMFs 2 and 3-treated cells showed tubulin 

depolymerization (rounding morphology and perinuclear accumulation of tubulin), similar to 

nocodazole-treated cells. 

 

3.7. Molecular docking studies 

 Molecular docking procedures were performed to access the interaction modes for 2 and 

3 with tubulin. The analyses used both nocodazole and colchicine binding sites, which are 
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considered to be located in the same region, although slightly displaced between the A and B 

domains of tubulin [29] (Figure 7). It can be responsible for different modes of interaction with 

specific amino acids. 

 

 

Figure 7. Binding sites of nocodazole (left) and colchicine (right) in tubulin. Both ligands are 

in magenta.  

 

 Initially, the original crystallographic complexes involving nocodazole and colchicine, 

with the tubulin, were submitted to a redocking procedure to check the efficiency of the Vina 

algorithm in these systems. Figure 8 (A and B) shows the best molecular geometries of 

colchicine and nocodazole after redockings (blue), comparing with the respective native 

geometries (orange). Binding energies (BE) and RMSD values for the best conformations of 

colchicine and nocodazole are given in Table 2. The excellent redocking results validate the 

Vina algorithm to verify the possible interaction modes for the tested flavonoids (RMSD = 

0.188 Å and BE = -10 Kcal/mol for colchicine; RMSD = 1.085 Å and BE = -9.0 Kcal/mol for 

nocodazole). 
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Figure 8. A1 and A2: Native (orange) and post-redocking (blue) conformations of colchicine 

and nocodazole in 3D view; B1 and B2: post-redocking complexes in 2D visualization, showing 

the interactions with specific amino acids (in green, hydrophobic aa; in cyan, polar aa; in blue, 

positively charged aa; in red, acid aa). 

 

Table 2. Binding energies and RMSD values for the docked compounds (PMFs 2 and 3, 

colchicine and nocodazole).  

Entry Compound 
Binding Energy 

(Kcal/mol) 

RMSD native 

(Å) 

RMSD u.b. 

(Å) 

RMSD l.b. 

(Å) 

1 Colchicine -10.0 0.188 - - 

2 Nocodazole -9.0 1.085 - - 

3 2col (conf. 1) -8.4 - 0.000 0.000 

4 2col (conf. 2) -8.0 - 7.429 1.320 
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5 2col (conf. 3) -7.7 - 2.008 1.256 

6 3col (conf. 1) -8.2 - 0.000 0.000 

7 3col (conf. 2) -8.1 - 1.938 0.576 

8 3col (conf. 3) -7.8 - 7.653 1.418 

9 3col (conf. 4) -7.8 - 2.241 1.265 

10 3col (conf. 5) -7.3 - 7.866 1.561 

11 2noc (conf. 1) -5.0 - 0.000 0.000 

12 2noc (conf. 2) -4.1 - 3.062 1.427 

13 3noc (conf. 1) -2.6 - 0.000 0.000 

14 3noc (conf. 2) -1.9 - 2.010 0.473 

*“col” indicates the docking using the original protein of colchicine complex as standard. “noc” indicates the use 

of nocodazole complex. “RMSD native” is related to the crystallographic conformation of colchicine; “RMSD 

u.b.” matches each atom in one conformation with itself in the other conformation, ignoring any symmetry; 

“RMSD l.b.” matches each atom in one conformation with the closest atom of the same element type in the other 

conformation, being calculated as the maximum value between atoms c1,c2 and c2,c1. 

 

On the other hand, considering the energy values after docking procedures for PMFs 2 

and 3, it can be observed that the obtained geometries considering the exact binding site of 

colchicine (entries 3-10 in Table 2) are much more stable than the dockings at nocodazole exact 

binding site (entries 11-14 in Table 2). This may be explained by the fact that the molecular 

structure of colchicine has higher similarity with the flavones, considering the type of atoms 

(carbons and oxygens, only one nitrogen in colchicine), the relative size of rings, and the 

presence of six-member rings substituted with oxygens (methoxyl, hydroxyl and carbonyl in 

colchicine and PMFs) (Figure 8 and 9). Thus, the interaction profile with amino acids is more 

favorable in exact region of colchicine interactions. 
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Figure 9. A1: Most stable pose of 2; A2: Best poses of 2 (in cyan the most stable); A3: Best 

pose of 2 in 2D visualization; B1: Most stable pose of 3; B2: Best poses of 3 (in cyan the most 

stable); B3: Best pose of 3 in 2D visualization. 

 

 Considering the exposed above, Figures 9 and 10 show the most stable geometries for 

2 and 3 after docking in exact binding site of colchicine. It is important to note that the 

“symmetrical” structural profile of 2 and 3 (two opposite aromatic A and B-rings with 

methoxy/hydroxy groups) generated two conformational orientations as possible results. Both 

are in a same place but inverted by 180°, with near binding energy values (conf1/conf2 for 2col 

and conf1/conf3 for 3col, Table 2). Interestingly, all the RMSD l.b. values are less than 2.0 Å 

(Table 2), indicating that the same atoms types occupy similar positions, even with inverted 

structure. In fact, a compound can assume more than a unique stable conformation in the 

binding site, and the similar atoms types and locations in the possible conformers for 2 and 3 

(carbons and oxygens), show that the best occupation region for these flavonoids does not suffer 

significant variation, possessing a good sample profile (Figure 9). 
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Figure 10. Superimposed structures of native colchicine (orange) and best poses of 2 (cyan) 

and 3 (green). In the protein 3D images, the A domain is in red and B domain in blue. 

 

Additionally, considering the first best geometries of the compounds, the interacting 

amino acids can be observed through the 2D models (Figure 9). The colchicine binding site is 

predominantly hydrophobic, which favors the interaction with methoxylated flavonoids. On the 

other hand, the presence of some hydroxyl groups on flavonoid structures leads at least to one 

hydrogen bond with a donor character, as visualized in 2D maps. The common amino acids 

interacting with colchicine, 2 and 3 are: LEU242, CYS241, VAL 238, interacting with the 

trimethoxy group of colchicine and dihydroxy-methoxy group of 2 and 3, in the best pose; 

ALA180, THR179, interacting with the other extremity of the ligands; ILE318, ALA316, 

ALA354, LYS352, LEU255, LYS254, ASP251, ALA250, LEU248, interacting with central 

points of the compounds.  

 Analyzing and comparing the binding energies between the ligands, colchicine presents 

the most stable pose at their specific binding site (-10 Kcal/mol), followed by 2, which is 

slightly more stable than 3 for the best pose. Then, considering the overall of this first 

computational analysis by docking algorithms, the molecular binding profiles are in agreement 

with experimental results and corroborate the mechanism of action for 2 and 3 in tubulin 

depolymerization. 
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3.8. Chemosensitizing effect  

 Advanced melanoma is constantly associated with intrinsic or adaptively acquired 

mechanisms of drug resistance. Targeted therapies involving the use of BRAF and MEK 

inhibitors showed promising results in the past years, but their therapeutic efficacy is still 

limited. In most cases, the pharmacological response is temporary and patients develop tumor 

collapse within one year of treatment [55]. Recently, combined therapies have been employed 

in the treatment of advanced melanoma using drugs that act on different molecular targets in an 

attempt to maximize their effectiveness. Although a promising strategy, these drug associations 

display high toxicity and can lead to rapid liver, kidney and gastrointestinal failure [56]. 

However, the same approach has been performed using natural products as chemosensitizing 

agents. Plant-derived molecules are usually well tolerated and have a better safety profile, 

which encourages their use in adjuvant antimelanoma therapy [57]. In this context, we 

evaluated the chemosensitizing potential of PMFs 2 and 3 on A2058 melanoma cells. 

 Melanoma cells were treated with increasing concentrations of vemurafenib (a BRAF 

inhibitor) and dacarbazine (an alkylating agent), alone or combined to low-toxic concentrations 

of 2 (2 µM, ~ ½IC50) and 3 (4 µM, ~ ½IC50). After 72h of treatment, cell viability was measured 

by the MTT assay.  As shown in Figure 11 and Table 3, A2058 cells were sensitive to 

vemurafenib, which exhibited IC50 = 5.93 µM, but resistant to dacarbazine (IC50 > 100 µM). 

When combined to PMFs 2 or 3, vemurafenib showed no improved antiproliferative effect. In 

contrast, PMF 2 restored the sensitivity of melanoma cells to dacarbazine treatment, which 

showed IC50 = 49.38 µM.  

 

Table 3. Effect of monotreatments (vemurafenib or dacarbazine) and combined treatments 

(vemurafenib or dacarbazine + PMFs 2 or 3) on A2058 melanoma cells. Data are presented as 

IC50 values and 95% confidence intervals. 

Monotreatment IC50 (µM) Combined treatment IC50 (µM) 

Vemurafenib 5.93 (4.71–7.47) Vemurafenib + PMF 2 7.98 (6.72–9.47) 

  Vemurafenib + PMF 3 6.75 (5.61–8.12) 

Dacarbazine >100 Dacarbazine + PMF 2 49.38 (35.43–68.81) 

  Dacarbazine + PMF 3 >100 

PMFs 2 and 3 were tested at low-toxic concentrations (½IC50 ~ 2 and 4 µM, respectively).  Vemurafenib and 

dacarbazine were tested in increasing concentrations (1 – 100 µM). 
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Combination index (CI) was calculated using the Chou-Talalay theorem in order to 

better characterize the sensitizing effect of flavone 2. According to CI values, combined 

therapies can provide additive (CI ~ 1), synergistic (CI < 1) or antagonistic (CI > 1) effects. 

Compound 2 showed CI values of approximately 1.0 when associated with almost all tested 

dacarbazine concentrations, indicating an additive effect (Figure 11C). A synergistic effect was 

observed at dacarbazine 20 µM. Taken together, these results suggest that G. oudiepe is a 

potential source of antimelanoma PMFs, acting as cytotoxic or/and chemosensitizing agents on 

metastatic and chemoresistant tumor cells. 

 

 

Figure 11. Chemosensitizing effect of PMFs 2 and 3 on A2058 cells. (A): antiproliferative 

effect of vemurafenib (Vemu, 1–100 µM) alone or in the presence of compounds 2 and 3 (~ 

½IC50). (B): antiproliferative effect of dacarbazine (Daca, 1–100 µM) alone or in the presence 

of compounds 2 and 3 (~ ½IC50). (C): combination index for the association of dacarbazine 

with PMF 2. (D) photomicrographs show reduction of cell density promoted by combined 

therapy, compared to monotherapies and control group. Results are expressed as mean ± SEM, 

*p<0.05 according to unpaired Student’s t test, from at least three independent measurements.  

 

4. Conclusions 
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The antimelanoma potential of ten natural and semisynthetic flavones from G. oudiepe 

was evaluated. PMFs 2 and 3 were the most active derivatives. They inhibited cell proliferation 

and migration, and induced cell arrest in G2/M phase. Both molecules also induced apoptosis 

after 72h of treatment. These outcomes are possibly related to the induction of cytoskeleton 

disruption associated with actin and tubulin depolymerization. These data were confirmed by 

molecular docking studies, which showed a good interaction between PMFs 2 and 3 and tubulin, 

particularly at the colchicine binding site. In addition, the flavones also restored the sensitivity 

of A2058 cells to dacarbazine treatment. These results suggest that the most active PMFs from 

G. oudiepe could be candidates for the treatment of metastatic melanoma or used as adjuvant 

in antimelanoma therapy. 
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ABSTRACT 

Cutaneous melanoma has a high capacity to metastasize and significant resistance to 

conventional therapeutic protocols, which makes its treatment difficult. The combination of 

conventional drugs with cytostatic molecules of low toxicity has been shown to be an interesting 

alternative for sensitization of tumor cells to chemotherapy. In this study, we evaluated the 

effect of bixin, an abundant apocarotenoid present in Bixa orellana, on the sensitization of 

human melanoma cells (A2058) to dacarbazine treatment, an anticancer agent clinically used 

for the therapy of metastatic melanoma. UPLC-DAD-MS/MS analyses of bioactive extracts 

from B. orellana seeds led to the identification of two new apocarotenoids: 6,8’-diapocarotene-

6,8’-dioic acid and 6,7’-diapocarotene-6,7’-dioic acid. After being identified as its major 

compound, bixin (Z-bixin) was evaluated on A2058 cells expressing the oncogenic BRAF 

VE600 mutation and resistant to dacarbazine treatment. Bixin promoted growth inhibition, 

reduced cell migration, induced apoptosis and cell cycle arrest in the G2/M phase. When 

associated with dacarbazine, bixin restored the sensitivity of A2058 cells to chemotherapy, 

enhancing its antiproliferative, anti-migratory and pro-apoptotic effects. Combined treatment 

also induced higher ROS (reactive oxygen species) and MDA (malondialdehyde, a lipid 

peroxidation marker) generation than monotreatment, suggesting that the oxidative stress 

caused by bixin contributes significantly to its sensitizing effect. Taken together, these data 

suggest that bixin exerts intrinsic antimelanoma activity by mechanisms complementary to 

those of dacarbazine, encouraging its use in combined therapy for cutaneous melanoma 

treatment. 

 

Keywords: annatto; dacarbazine; carotenoids; melanoma; multidrug resistance. 
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1. Introduction 

Although it has a low incidence, melanoma is responsible for about 80% of skin cancer-

associated mortality (MacKie et al., 2009). It has a high propensity to metastasize and is poorly 

responsive to most of the conventional therapies. In general, metastatic melanoma presents a 

dismal prognosis, with a five-year overall survival rate of only 15% and a median survival of 

less than eight months with treatment (Chakraborty et al., 2013; Locatelli et al., 2013).  

In recent years, limited progress has been achieved in the treatment of metastatic 

melanoma through immunotherapy and target therapy (Flaherty and McArthur, 2010; Sosman 

and Puzanov, 2006). In 2011, the Food and Drug Administration (FDA) approved vemurafenib 

(BRAF inhibitor) and ipilimumab (monoclonal antibody) for clinical trials in patients with 

metastatic melanoma. Melanoma therapy may also include the use of alkylating agents (e.g., 

dacarbazine, temozolomide), platinum derivatives (e.g., cisplatin, carboplatin), vinca alkaloids 

(e.g., vindesine, vinblastine) and cytokines (e.g., IFN-α, IL-2) (Bhatia et al., 2009; Chapman et 

al., 2011; Jin et al., 2018; Locatelli et al., 2013). However, melanoma cells display multidrug 

resistance (MDR) mechanisms, which requires the use of higher doses to ensure a satisfactory 

pharmacological response. Unsuccessful treatments are often attributed to alterations in drug 

metabolism, efflux pump expression, apoptosis evasion mechanisms and mutations in specific 

therapeutic targets (Tentori et al., 2013). 

To improve therapeutic response, several combinations of anticancer drugs with 

different mechanisms of action have been studied (Jin et al., 2018). Many combinatorial 

treatments tested in melanoma have associated immunologic agents (e.g., IFN-α, IL-2), 

hormones (e.g., tamoxifen) and target therapy drugs (e.g., vemurafenib) with dacarbazine, an 

alkylating agent considered as a single drug reference for the management of advanced 

melanoma. Nevertheless, the toxicity of these combinatorial treatments has been a limiting 

factor and no survival benefit has been demonstrated in comparison to monotherapy (Garbe et 

al., 2008; Mouawad et al., 2010).  

A variety of natural products has been reported for cancer therapy, acting not only as 

chemotherapeutic or chemopreventive agents but also by enhancing the effectiveness of 

conventional chemotherapy (Vinod et al., 2013). Natural molecules sensitize tumor cells to 

chemotherapy by increasing the residence time of anticancer drugs in the cell, disrupting the 

cellular cytoskeleton, promoting DNA damage, inducing apoptosis, and/or regulating the 

expression of altered molecular targets (de Oliveira Júnior et al., 2018; Juin et al., 2018). In 

addition, natural products generally show a better tolerance profile compared to conventional 

therapy, have lower toxicity and promote fewer side effects. 
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Bixa orellana L. is a Brazilian medicinal plant, popularly known as "urucum" and 

"colorau" (in Brazil), “achiote” (in Mexico), and "annatto" (in the USA). B. orellana has 

economic importance mainly due to its seeds, which provide a red dye widely used in food 

products, textile, pharmaceutical and cosmetic industries. In fact, about 70% of all natural 

coloring agents consumed worldwide are derived from annatto. In traditional medicine, its seeds 

are commonly used to treat diabetes, diarrhea, hepatitis and dyslipidemia. Previous 

pharmacological investigations showed that B. orellana seeds have antimicrobial, anti-

inflammatory, antioxidant, hypoglycemic and cytotoxic effects (Shahid-ul-Islam et al., 2016; 

Vilar et al., 2014). The therapeutic properties and industrial applications of annatto seeds are 

directly related to the carotenoid content, especially bixin, the major apocarotenoid of this 

species (Priya et al., 2017; Rivera-Madrid et al., 2016). In in vitro studies, bixin exhibited 

anticancer activity against HL60 (leukemia), B16 (melanoma), U20S (osteosarcoma), PC3 

(prostate), HCT-116 (colon), MCF-7 (breast), DRO (anaplastic thyroid) and BHP-16 (papillary 

thyroid) cell lines. Bixin inhibited the proliferation of tumor cells in a concentration-dependent 

manner, through apoptosis induction and cell cycle arrest (Anantharaman et al., 2016; Santos 

et al., 2016; Tibodeau et al., 2010). Interestingly, this metabolite has shown low toxicity in 

animal models (Agner et al., 2004; Bautista et al., 2004; Paumgartten et al., 2002; Stohs, 2014), 

and it is therefore considered as a good candidate for sensitizing tumor cells.  

In this present report, we described additional outcomes on the molecular mechanisms 

involved in the bixin pro-apoptotic effect and assessed its ability to sensitize melanoma cells to 

dacarbazine. All experiments were performed using the highly invasive A2058 human 

melanoma cell line, expressing the V600E BRAF oncogenic mutation, and resistant to 

dacarbazine therapy. 

 

2. Materials and Methods 

 

2.1. Plant material 

 Seeds of Bixa orellana were collected in Missão Velha (Coordinates: S 07°14’59”, W 

39°08’35”), State of Ceará, Brazil, in August 2017. Botanical identification was performed by 

comparison with a voucher specimen previously deposited at the Herbário Vale do São 

Francisco of the Universidade Federal do Vale do São Francisco (n° 16750). Once collected, 

botanical material was dried in an oven (40 °C) with air circulation, for 72 hours. All procedures 

for access to genetic patrimony and associated traditional knowledge were carried out and the 

project was registered in SisGen (Register #A45AFE5). 
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2.2. Extraction 

 Dried seeds (46 g) were submitted to sequential maceration using hexane (2.0 L), 

chloroform (2.0 L), ethyl acetate (2.0 L) and methanol (2.0 L) in increasing polarity order. Two 

hours were designed for each extraction solvent, employing constant stirring (1000 rpm) at 

50 °C. Extractive solutions were filtrated and concentrated on a rotatory evaporator at a 

maximum temperature of 50 °C, resulting in hexane (Hex-Bo, 4.68 g), chloroform (CHCl3-Bo, 

1.88 g), ethyl acetate (EtOAc-Bo, 0.045 g) and methanol (MeOH-Bo, 0.22 g) extracts. All 

extracts were stored at -20 °C until chemical analysis and cell viability assay.  

 

2.3. UPLC-DAD-MS/MS analysis 

 Analyses were carried out using an UHPLC system “Acquity UPLC H-class” (Waters, 

Milford, USA) coupled to a photodiode array (Waters 2996) and a high resolution mass 

spectrometer “XEVO G2S Q-TOF” equipped with an electrospray ionization source (Waters, 

Manchester, England). The UHPLC system was formed by a quaternary pump (Quaternary 

Solvent Manager, Waters) and an automatic injector (Sample Manager-FTN, Waters) equipped 

with a 10 μL injection loop. 5 μL of the samples were injected in a column “Acquity UPLC 

BEH C18” (Waters) (2.1 × 50 mm, 1.7 μm), and the products were eluted at a flow rate of 300 

μL.min-1 using a gradient composed of solvents A (water/formic acid 100/0.001 (v:v)) and B 

(methanol/ formic acid 100/0.001 (v:v)), according to the following procedure: 0–1 min, 10% 

B; 1–2.5 min 10%–50% B ; 2.5–7 min 50% B; 7–10 min 50–30% B; 10–12 min, 30%-25% B; 

12-15 min 25% B; 15-17 min 25%-20% B; 17-20 min 20% B; 20-23 min 20%-17% B; 23-26 

min 17% B; 26-28 min 17-15% B; 28-31 min 15% B; 31-32 min 15-10% B; 32-35 min 10% B; 

35-36 min 90%-10% B; 36-39 min 10% B. During the analysis, the column and the injector 

were maintained at 25 °C and 7 °C, respectively. The instrument was adjusted for the 

acquisition on a 250–800 nm interval in UV mode, with 5 spectra.s-1 and 1.2 nm of resolution. 

The analyses were performed in positive ionization mode with MSE function in a centroid 

mode. The MS parameters was applied in the ESI source for the two ionization mode were: 

source temperature 120 °C, desolvation temperature 500 °C, gas flow-rate of the cone 50 L.h-

1, desolvation gas flow-rate 800 L.h-1, capillary voltage 3.0 kV, sampling cone 130 V and source 

compensation 80 V. The instrument was adjusted for the acquisition on a 250–1300 m/z 

interval, with a scan time of 0.15 s. The mass spectrometer was calibrated before analysis using 

0.5 mM sodium formate solution, and Leucine Enkephalin (M = 555.62 Da,1 ng. μL-1) was 

used as a lock-mass. 



235 

 

 

2.4. Isolation and characterization of bixin 

 After extraction, hexane extract showed a red precipitate. The supernatant was separated 

and the precipitate was washed successively in methanol, leading to isolation of bixin (1.15 g). 

The chemical characterization and purity of the sample were determined by UPLC-DAD-

MS/MS analysis, as described in the previous topic. To ensure complete structural elucidation, 

1H and 13C NMR experiments were performed on a JEOL JNM-LA400 spectrometer (Croissy-

sur-Seine, France) operating at 400 MHz for 1H experiment, 100 MHz for 13C experiment. 

NMR spectra were obtained in deuterated DMSO (DMSO-d6), using tetramethylsilane as an 

internal standard, with chemical shifts expressed in ppm (δ) and coupling constants (J) in Hz. 

Proton-coupling patterns were described as singlet (s), doublet (d), triplet (t), or multiplet (m).

  

2.5. Cell line and culture conditions 

 A2058 (ATCC® CRL-11147TM, LGC ATCC Standards, France) is a melanoma cell line 

obtained from metastatic cells removed from lymph nodes of a 43-year-old caucasian patient. 

Due to its highly invasive, metastatic and chemoresistance potentials related to V600E mutation 

in BRAF and mutations in PTEN and p53 genes, A2058 provides a clinically relevant model 

for evaluation not only of new anti-melanoma molecules, but also of new chemosensitizer 

agents, allowing the assessment of combined therapy (Dankort et al., 2009; Juin et al., 2018). 

Cells were grown in 75 cm² flasks using DMEM (Dutscher, France) supplemented with 10% 

FCS (Dutscher, France) and 1% penicillin-streptomycin (1000 U.ml-1 and 100 µg.ml-1, 

respectively) (Dutscher, France), at 37 °C in a 5% CO2 humidified atmosphere.  

 

2.6. Cell viability assay 

 The antiproliferative activity of extracts (Hex-Bo, CHCl3-Bo, EtOAc-Bo and MeOH-

Bo) and bixin was determined using the MTT (Sigma-Aldrich®, France) assay (Juin et al., 2018; 

Mosmann, 1983). Cells (2 x 103/well) were grown in 96-well plates with extracts (100 µg.ml-

1) or increasing concentrations of bixin (0.1-100 µM). Cells were also exposed to varying 

concentrations of vemurafenib (0.1-100 µM) and dacarbazine (0.1-100 µM), alone or combined 

to bixin (0.1-100 µM) to assess its sensitizing effect. After 72h of treatment, 20 µl of a MTT 

solution (5 g.L-1) was added to each well and microplates were again incubated for 4h. 

Subsequently, the cell culture medium was removed and formazan crystals were dissolved in 

100 µl DMSO. Absorbance was read at 550 nm using FLUOstar Omega microplate reader 

(BMG Labtech, France) and then converted into cell growth inhibition (GI%). Cellular 
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morphology was observed after treatments under inverted phase contrast microscope (Nikon, 

Eclipse, France). IC50 was determined by nonlinear regression analysis using Prism 6.0 

(GraphPad Software).  

 

2.7. Cell migration assay 

 Cells (2 x 104/well) were incubated and grown to 90% confluence in 24-well plates. Cell 

monolayers were scratched with a sterile plastic tip, washed with PBS and incubated in a new 

cell culture medium containing bixin (50 and 100 µM), dacarbazine (50 and 100 µM) or 

combined treatment, for 24h. Cell migration was microscopically (100x) monitored at 0 and 

24h (Cisilotto et al., 2018). Results were expressed as percentage of cell migration calculated 

by measuring the cell surface using ImageJ software. 

 

2.8. Apoptosis analysis 

 

2.8.1. Annexin V-Cy3 and 6-CFDA detection assay 

 Apoptosis was evaluated by using double staining with annexin V-Cy3 (red) and 6-

carboxyfluorescein diacetate (6-CFDA, green) (Sigma-Aldrich®, France). Cells (5 x 103/well) 

were incubated in culture conditions for 24h, and then treated with bixin (50 and 100 µM), 

dacarbazine (50 µM) or both (bixin 50 µM + dacarbazine 50 µM) for 72h. Cells were further 

washed with PBS, suspended in binding buffer and stained with Annexin V and 6-CFDA 

solution for 10 min, according to manufacturer's recommendations. DAPI solution was also 

added to the wells for DNA labelling of necrotic cells (Juin et al., 2018). Finally, cells were 

observed under fluorescent microscope (ZEISS Axion Observer, France). 

 

2.8.2. Caspase-3 colorimetric assay 

 Caspase-3 activity was determined using a colorimetric assay (CASP3C kit, Sigma-

Aldrich®, France) based on the hydrolysis of the peptide substrate acetyl-Asp-Glu-Val-Asp p-

nitroanilide (Ac-DEVD-pNA), resulting in the release of p-nitroanilide (pNA) (Juin et al., 

2018). Cell suspension (2.5 ml at 5 x 105 cell.ml-1) was added to 75 cm2 flasks containing 12.5 

ml of cell culture medium (control group), bixin (50 µM), dacarbazine (50 µM) or combined 

drugs (bixin 50 µM + dacarbazine 50 µM) solubilized in cell culture medium. After 72h of 

treatment, cells were washed with PBS, lysed with lysis buffer, and caspase-3 activity was 

measured according to manufacturer’s protocol.  Results were expressed as µmol pNA/min/ml. 

Cells treated with Staurosporine 1 µM for 4h were used as a positive control. 
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2.9. Oxidative stress analysis 

 

2.9.1. Determination of ROS levels 

 Fluorescence microscopy imaging was used to investigate qualitative ROS generation 

in A2058 cells. Cells (5 x 103/well) were incubated in culture conditions for 24h, and then 

exposed to bixin (50 µM), dacarbazine (50 µM) and combined drugs for 24h. After treatment, 

cells were washed with PBS and incubated with 2,7-dichlorodihydrofluorescein diacetate 

(DCFH-DA, 20 µM) solution for 30 min at 37 °C. The reaction mixture was removed and 

replaced by 200 µl of PBS in each well. An inverted fluorescent microscope (ZEISS Axio 

Observer, France) was used to visualize intracellular fluorescence (green) of cells and to capture 

images. 

 For quantitative ROS analysis, cells (4 x 103/well) were seeded in 96-well black bottom 

culture plate and allowed to adhere for 24h in culture conditions. Then, cells were treated with 

bixin (50 µM), dacarbazine (50 µM) or combined drugs for 24h. Subsequently, culture medium 

was discarded and cells were washed in PBS before incubation with DCFH-DA 20 µM solution 

for 45 min at 37 °C. Fluorescence intensity was measured in FLUOstar Omega microplate 

reader at excitation wavelength of 480 nm and emission wavelength of 520 nm. Values were 

expressed as the percentage of fluorescence intensity relative to the control group (untreated 

cells) (Ahamad et al., 2014). 

 

2.9.2. Determination of MDA levels 

 Lipid peroxidation was determined by the reaction of malondialdehyde (MDA), an 

important marker for oxidative stress (Grotto et al., 2009), with thiobarbituric acid (TBA) to 

form a colorimetric product (532 nm), proportional to the MDA present (Lipid Peroxidation 

MDA assay kit, Sigma-Aldrich®, France). Cells (2.5 ml at 5 x 105 cell.ml-1) were grown in 75 

cm2 flasks to adhere for 24h. Then, cells were treated with bixin (50 µM), dacarbazine (50 µM) 

or combined drugs for 24h. After treatments, cells were washed and suspended in PBS. Cell 

suspensions were diluted in PBS to obtain standardized concentrations of 1 x 106 cell.ml-1 for 

all groups. Subsequently, cells were lysed for MDA extraction and quantification according to 

manufacturer’s recommendations.  

 

2.10. Cell cycle analysis 
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 A2058 cells were grown in control culture medium or treated with bixin 50 µM, 

dacarbazine 50 µM or combined therapy (dacarbazine + bixin) for 72h before being stained for 

30 min at 37°C in PBS containing propidium iodide (PI 100 µg.ml-1), Rnase A (100 µg.ml-1) 

and 0.1% Triton X-100 (ThermoFisher Scientific, France). Cells were analyzed using a FACS 

Cantoll flux cytometer (BD Biosciences, France) equipped with an air cooled blue LASER 

(=488 nm, 20 mW). Light diffusion parameters (forward and lateral scatter lights) were 

optimized to define the size threshold excluding cellular debris and cell clusters for single-cell 

fluorescence analysis. PI fluorescence was measured using a FL3 filter (=  nm) and 

analyzed using the BD FACS Diva Software (BD Biosciences, France). Distribution of A2058 

cells in the different cell cycle phases was determined according to their DNA content as 

measured by the fluorescence intensity of PI: diploid cells (2n): G0/G1 phase; replicative cells 

(2n<DNA content<4n): S phase; tetraploid cells (4n): G2/M phase; hypodiploid cells (DNA 

content < 2n): apoptotic sub-G1 phase (Juin et al., 2018). 

 

2.11. Statistical analysis 

 Data were expressed as mean ± SEM from three independent experiments. Unpaired 

Student’s t and one-way ANOVA followed by Tukey’s multiple comparison tests were 

performed according to the case (statistical significance when p<0.05), using Prism 6.0 

(GraphPad software).   

 

3. Results and Discussion 

 

3.1. Chemical composition of bioactive B. orellana extracts 

 Initially, the antiproliferative effect of all extracts was determined using the MTT assay. 

Hex-Bo, CHCl3-Bo and EtOAc-Bo presented high antiproliferative activity at 100 µg.ml-1 

(Table 1). MeOH-Bo was considered inactive against A2058 cells. Subsequently, the chemical 

characterization of bioactive extracts was performed by UPLC-DAD-MS/MS analysis. 
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Table 1. Antiproliferative activity (AA) of B. orellana extracts (100 µg.ml-1) against A2058 

cells. 

Extract Hex-Bo CHCl3-Bo EtOAc-Bo MeOH-Bo 

AA (%) 96.11 ± 3.43  93.26 ± 3.24 84.54 ± 3.16 12.03 ± 2.30 

Results are expressed as mean ± SEM from at least three independent experiments. 

 

 UPLC-DAD has provided a chromatogram containing thirteen major peaks (Figure 1). 

Among the identified compounds, Z-bixin (8) was the major chemical constituent in all extracts, 

in agreement with previous reports (Shahid-ul-Islam et al., 2016; Vilar et al., 2014). Bixin 

derivatives (norbixin and methyl-bixin) have also been identified (Jondiko and Pattenden, 

1989). In fact, bixin is the main apocarotenoid detected in B. orellana seeds, and the presence 

of its derivatives and isomers has been exhaustively reported in the literature, as well as their 

chromatographic profiles, which allowed us to determine them unambiguously in the analyzed 

extracts (Mercadante et al., 1997; Rehbein et al., 2007; Tocchini and Mercadante, 2001). Other 

compounds already described for this plant were also identified, such as geranylgeraniol (9), δ-

tocotrienol (12), γ-tocotrienol (13) and eicosatrienoic acid (4) (Jondiko and Pattenden, 1989). 

Moreover, we also manage to identify two compounds previously undescribed in B. orellana: 

naringenin (1) and β-12’-apo-carotenoic acid (11). To date, only three flavonoids have been 

reported for this species (leucocyanidin, luteolin and apigenin) (Chisté et al., 2011; Shahid-ul-

Islam et al., 2016). In addition to contribute to its chemical knowledge, the identification of the 

flavonoid naringenin demonstrates that our analytical method may be employed for the 

simultaneous analysis of carotenoids and phenolic compounds in B. orellana extracts (Figures 

1, 2 and 3, Table 2). 
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Figure 1. UPLC-DAD chromatograms of Hex-Bo (A), CHCl3-Bo (B) and EtOAc-Bo (C) at 

460 nm. Figure inset was processed at 320 nm. Peak characterization is given in table 2.  

 

 Interestingly, UPLC-DAD-MS/MS analysis also showed the presence of two 

unpublished compounds. Compounds 2 and 5 presented a characteristic UV absorption profile 

for apocarotenoids, with λmax at around 420, 445 and 475 nm (Table 2). The ions m/z 355.1906 

and 369.2057 [M+H]+, 377.1729 and 391.1878 [M+Na]+, allowed to establish the molecular 

formulas C22H26O4 and C23H28O4 for each compound, respectively. The structures of 2 and 5 

were proposed after fragmentation study (Figure 4). All fragments present experimental mass 

consistent with theoretical values. In addition, some analogues of these molecules have been 

described in B. orellana extracts, suggesting that 2 and 5 can occur from known biosynthetic 

pathways (Mercadante et al., 1997; Rivera-Madrid et al., 2016). All these data led to the 

identification for 2 and 5 as the original following structures: 6,8’-diapocarotene-6,8’-dioic and 

6,7’-diapocarotene-6,7’-dioic acids, respectively.  
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Figure 2. Total ion chromatograms (TICs) of Hex-Bo (A), CHCl3-Bo (B) and EtOAc-Bo (C), 

in positive mode ionization. Peak characterization is given in table 2.  
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Figure 3. Chemical structure of compounds identified in B. orellana extracts. Compound 

number is in accordance with peak number presented in Figures 1 and 2, and Table 1.  
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Table 2. Identified compounds in B. orellana extracts by UPLC-DAD-MS/MS analysis. Peak number according to Figures 1 and 2. 

Peak Compound tR 

(min) 

Molecular 

formula 

λmax (nm) Experimental m/z (Δ, ppm) MS2 fragments m/z 

M·+ [M+H]+ [M+Na]+ 

1 Naringenin 4.99 C15H12O5 290, 321  273.0759  

(1.4 ppm) 

 153.0182, 147.0440 

2 6,8’-diapocarotene-

6,8’-dioic acid 

11.34 C22H26O4 422, 448, 

472 

 355.1906 

(0.8 ppm) 

377.1729 

(0.0 ppm) 

337.1802, 319.1695, 277.1592, 

256.1455, 225.1274, 145.1009 

3 E-norbixin 14.79 C24H28O4 432, 453, 

484 

 381.2060  

(1.6 ppm) 

403.1884 

(0.2 ppm) 

349.1793, 321.1845, 283.1677, 

251.1430, 217.1232 

4 Eicosatrienoic acid 15.37 C20H34O2 -  307.2634  

(1 ppm) 

329.2457 

(0.3 ppm) 

289.2528, 271.2423, 261.2576, 

247.2057, 231.2115, 135.1166 

5 6,7’-diapocarotene-

6,7’-dioic acid  

17.05 C23H28O4 425, 445, 

478 

 369.2057  

(2.4 ppm) 

391.1878 

(1.8 ppm) 

351.1952, 337.1797, 319.1690, 

309.1848, 291.1743, 277.1584, 

255.1379, 225.1275, 209.1327, 

157.1011, 145.1008 

6 Z-norbixin 18.07 C24H28O4 430, 460, 

485 

 381.2064  

(0.5 ppm) 

403.1890 

(1.2 ppm) 

363.1952, 345.1848, 335.2005, 

317.1902, 282.1616 

7 E-bixin 19.31 C25H30O4 430, 455, 

485 

394.2141 

(0.8 ppm) 

395.2216 

(1.5 ppm) 

417.2043 

(0.2 ppm) 

377.2105, 363.1952, 345.1850, 

335.2004, 317.1900,289, 1954 

282.1609, 209.1324, 157.1011, 

145.1011 

8 Z-bixin 20.95 C25H30O4 430, 461, 

490 

394.2142 

(0.8 ppm) 

395.2227  

(1.3 ppm) 

417.2043 

(0.2 ppm) 

377.2103, 363.1950, 345.1840, 

335.1996, 317.1903, 289.1942, 

282.1600, 209.1322, 157.1010, 

145.1011 

9 Geranylgeraniol 22.78 C20H34O -  291.2682  

(2.0 ppm) 

313.2510 

(1.0 ppm) 

273.2581, 233.2265, 217.1953, 

191.1781, 177.1638, 163.1489, 
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149.1310, 135.1173, 123.1163, 

109.1012, 95.0859 

10 Methyl-bixin 24.50 C26H32O4 432, 452, 

482 

408.2297 

(1.0 ppm) 

409.2351  

(6.8 ppm) 

431.2199 

(0.2 ppm) 

393.2072, 377.2113, 349.2157, 

317.1895, 289.1946 

11 β-12’-apo-carotenoic 

acid 

29.41 C25H34O2 395 366.2556 

(0.8 ppm) 

367.2631 

(1.6 ppm) 

389.2458 

(0.5 ppm) 

349.2513, 297.1849, 268.2185, 

243.1380, 225.1275, 199.1478 

12 δ-tocotrienol 31.02 C27H40O2 296  397.3097 

(2.5 ppm) 

419.2924 

(0.5 ppm) 

191.1064, 177.0912, 137.0592,  

13 γ-tocotrienol 33.82 C28H42O2 297  411.3248 

(3.6 ppm) 

433.3078 

(1.1 ppm) 

205.1220, 191.1063, 151.0748 
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Figure 4. Fragmentation study of compounds 2 (A) and 5 (B).  

 

3.2. Purification and characterization of bixin  

 Analytical UPLC analysis at 460 nm showed 91% purity for the bixin isomer isolated 

from the Hex-Bo. Peak at 20.95 min showed λmax at 430, 461 and 490 nm, with III/II band ratio 

of 33%, in accordance with previous studies (Chisté et al., 2011; Rios et al., 2007, 2005). In the 

positive ion mode, the [M+H]+ molecular ion at m/z 395.2221 was dominant, and the MS/MS 

spectrum displayed fragments attributed to consecutive losses of H2O (m/z 377.2103), CH3OH 

(m/z 363.1950), CH3OH + CO (m/z 335.1996) and CH3OH + CO + H2O (m/z 317.1903) (Figure 

5), all consistent with literature data (Chisté et al., 2011; Rehbein et al., 2007).  

 NMR experiments were performed in order to confirm the putative structure. In the 

olefinic region, 1H NMR spectra showed signals at δH 7.88 (1H, d, J = 15.5 Hz, H-8’), δH 7.26 

(1H, d, J = 15.5 Hz, H-8), δH 5.94 (1H, d, J = 15.5 Hz, H-7’) and δH 5.82 (1H, d, J = 15.5 Hz, 

H-7) along with overlapped resonances integrating for ten protons at δH 6.40-6.95. A singlet 

integrating for three protons at δH 3.79 was attributed to the methyl ester protons. In addition, 

singlets at δH 1.89-1.97 accounted for the protons of the methyl groups linked to the 

polyunsaturated chain. In comparison with all-E-bixin or all Z-bixin, the disruption of the 

symmetry in the NMR shifts is due to the influence of a single Z double bond in Δ9’-10’, and 

to the presence of a methyl ester group in 7’, instead of a carboxylic acid in position 7.  (Rehbein 

et al., 2007). The correlations observed in the 1H-1H COSY spectrum confirm the unequivocal 
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assignment of the signals H-7/H-8 and H-7’/H-8’(Figure 5). H-8’, neighboring the methyl ester 

group, is slightly more deshielded than H-8 neighboring the acid function. Previous chemical 

studies have also shown that the 9’-Z-bixin isomer is the most abundant in annatto seeds 

(Raddatz-Mota et al., 2017; Rivera-Madrid et al., 2016; Rodrigues et al., 2014; Tibodeau et al., 

2010; Vilar et al., 2014), corroborating our results. 

  

 

Figure 5. UPLC-DAD chromatogram (A), UV spectrum (B), MS2-ESI spectrum in positive 

mode ionization (C), 1H NMR (D) and 1H-1H COSY (E) spectra of 9’-Z-bixin (bixin) purified 

from B. orellana.  
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3.3. Exposure to bixin inhibits proliferation and migration of A2058 cells 

 The intrinsic antiproliferative effect of bixin was determined by the MTT assay. Bixin 

promoted concentration-dependent cell growth inhibition, whose IC50 was determined as 40 

μM (Figure 6). In the cell migration assay, exposure to bixin (50 and 100 µM) suppressed cell 

migration into the zone free of cells (Figure 6B). The migration rate decreased approximately 

in 55 and 72%, respectively, compared to the control group. These results suggest that bixin 

inhibits both proliferation and cell mobility. 

  

 

Figure 6. Effect of bixin (0.1-100 µM) on cell viability (A) and cell migration (B).  

Photomicrographs represent the reduction of cell population (A) and cell migration into the 

zone free of cells (B) according to the treatment. Data are expressed as mean ± SEM, *p<0.05 

(ANOVA one-way followed by Tukey’s post-test). 

 

3.4. Bixin potentiates antiproliferative and antimigratory activities of dacarbazine  

 To assess the capacity of bixin to potentiate the antiproliferative effect of market-

available anticancer agents, A2058 cells were treated for 72h with bixin, vemurafenib and 

dacarbazine. Combined treatments were applied in order to compare them to the respective 

monotherapy. Vemurafenib is a BRAF inhibitor widely used in the treatment of metastatic 

melanoma, whereas dacarbazine is an anticancer drug commonly used in combination with 
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other chemotherapeutic agents (e.g. vemurafenib). As shown in Table 3, A2058 cells were 

sensitive to vemurafenib (IC50 = 6.96 µM), but resistant to dacarbazine therapy (IC50 > 100 

µM).   

 

Table 3. Antiproliferative activity of bixin and combined therapy (bixin + anticancer drugs) 

against A2058 cells. Data are presented as IC50 values and 95% confidence interval. 

Monotherapy IC50 (µM) Combined therapy IC50 (µM) 

Bixin 40.53 (34.11 – 48.17) - - 

Vemurafenib 6.96 (5.87 – 8.24) Vemurafenib + Bixin 8.03 (7.09 – 9.08) 

Dacarbazine  >>100 Dacarbazine + Bixin 31.85 (23.90 – 42.45) 

 

 Bixin was not able to potentiate the antiproliferative effect of vemurafenib (Figure 7). 

However, melanoma cells were sensitive to dacarbazine when combined to bixin, exhibiting 

IC50 = 31.85 µM. Compared to the monotherapy, combined treatment induced a significant 

reduction in cell density (Figure 7D). Control A2058 cells showed a regular epithelial 

morphology and became sub-confluent in 72h, while treated cells exhibited cell shrinkage and 

appearance of apoptotic cells.  

 

 

 

Figure 7. Antiproliferative activity of bixin combined to vemurafenib (vemu) (A) and 

dacarbazine (daca) (B) in the MTT assay. Photomicrographs show reduction of cell population 
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and cell shrinkage promoted by dacarbazine and bixin + dacarbazine treatments (C). Data are 

expressed as mean ± SEM, *p<0.05 according to unpaired Student’s t. 

 

 Although A2058 cells have been shown to be resistant to dacarbazine therapy in the 

MTT assay, a significant reduction in cell migration was observed after 24h treatment with 

dacarbazine 50 and 100 μM. In addition, combined treatment (dacarbazine + bixin) presented 

a more intense pharmacological response when compared to monotherapy, suggesting that 

bixin also enhances the antimigratory potential of dacarbazine (Figure 8).  

 

 

Figure 8. Bixin enhances antimigratory effect of dacarbazine (A). Photomicrographs represent 

cell migration into the zone free of cells according to the treatment (B). Data are expressed as 

mean ± SEM, *p<0.05 (vs control group) and #p<0.05 (vs. dacarbazine), according to ANOVA 

one-way followed by Tukey’s post-test. 

 

3.5. Bixin enhances pro-apoptotic effect of dacarbazine  

 The pro-apoptotic effect of bixin and combined therapy was determined by double 

fluorescence staining with Annexin V and 6-CFDA, and by measuring the caspase-3 activity. 

6-CFDA is used to measure cell viability, while Annexin V is a classic marker of 
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phosphatidylserine externalization, a typical phenomenon for apoptotic cells. In this sense, 

living cells will only stain with 6-CFDA (green), cells in early apoptosis will stain both with 

Annexin V (red) and 6-CFDA,  and cells in late apoptosis will stain with Annexin V and DAPI 

(blue). As shown in Figure 9, bixin 50 µM increased the number of Annexin V and 6-CFDA 

double-stained cells, and Annexin V and DAPI stained cells, compared to control, suggesting 

that bixin presents significant pro-apoptotic activity. Dacarbazine 50 µM treatment also 

increased the number of cells in early apoptosis, but its pro-apoptotic effect was significantly 

improved when associated with bixin (Figure 9A). Moreover, caspase-3 activity was 

significantly higher (p<0.05) in cells treated with combined therapy compared to treatments 

with dacarbazine or bixin (Figure 9B). Caspase-3 is one of the most important pro-apoptotic 

enzymes, which can be activated by both intrinsic (mitochondrial) and extrinsic (death ligand) 

apoptosis pathways. 
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Figure 9. Bixin improves pro-apoptotic effect of dacarbazine. Fluorescent micrographs 

represent A2058 cells after Annexin V (red), 6-CFDA (green) and DAPI (blue) staining (A). 

Caspase-3 activity was evaluated after 72h of treatment (B). Cells were treated with bixin 50 

µM, dacarbazine 50 µM (daca) or combined therapy (bixin + daca). Data are expressed as mean 

± SEM, *p<0.05 (vs. control group) and #p<0.05 (vs. dacarbazine), according to ANOVA one-

way followed by Tukey’s post-test. 
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3.6. Bixin increases oxidative stress in combined treatment with dacarbazine  

 Although carotenoids are widely known for their antioxidant potential, a dual anti/pro-

oxidant activity can also be observed for the same molecules. In fact, carotenoids exhibit high 

reactivity due to their conjugated double bonds system, which allows them to be readily 

oxidized by reactive oxygen species (ROS). In regular or high amounts of ROS, they are rapidly 

autoxidized and exhibit an expressive pro-oxidant activity. Pro-oxidant effects have also been 

reported when high concentrations of carotenoids were used. In cancer cells, these effects may 

induce oxidative damage to DNA, cell membrane and proteins involved in cell survival, 

inhibiting tumor growth (Eghbaliferiz and Iranshahi, 2016; Nagao, 2004; Ribeiro et al., 2018). 

As previously reported, bixin has anti and pro-oxidant potential based on the tested 

concentrations and other biochemical factors (Anantharaman et al., 2016; Mohan et al., 2018; 

Tay-agbozo et al., 2018). The pharmacological activities of bixin have been demonstrated 

mostly on carcinogenesis and lipid peroxidation (Anantharaman et al., 2016; Santos et al., 

2016), but the involvement of its pro-oxidant effect in sensitizing tumor cells to chemotherapy 

has not been properly explored so far. 

 In this study, we investigated ROS and MDA levels in A2058 cells treated with bixin, 

dacarbazine and combined drugs. ROS generation was assessed 24h after treatments.  

Fluorescent micrographs of stained cells suggested that bixin 50 µM and dacarbazine 50 µM 

elevated ROS intensity compared to control cells. In addition, combined therapy (bixin + 

dacarbazine) exhibited higher ROS intensity than control and monotherapy conditions (Figure 

10A). Quantitative measurement of ROS level corroborated this result (Figure 10B). ROS 

production was significantly increased (p<0.05) in cells treated with combined therapy 

compared to monotherapies. Similarly, combined therapy also increased MDA production 

compared to treatment with dacarbazine or bixin, suggesting cell membrane damage possibly 

caused by increased ROS production (Figure 10C). Possible damage to the cell membrane could 

facilitate the entry of dacarbazine into the cell, justifying the enhancement of its pro-apoptotic 

effect during combined therapy. 



253 

 

 

Figure 10. Effect of bixin 50 µM, dacarbazine 50 µM (daca), and combined therapy (bixin + 

daca) on qualitative (A) and quantitative (B) ROS generation and MDA production (C) in 

A2058 cells. Data are expressed as mean ± SEM, *p<0.05 (vs. control group) and #p<0.05 (vs. 

bixin and dacarbazine groups), according to ANOVA one-way followed by Tukey’s post-test.  

 

3.7. Cell cycle analysis 

 Evaluation of cell cycle progression by flow cytometry revealed an increase in G2/M 

cell population after treatment with bixin 50 µM (Figure 11). Anantharaman et al. (2016) has 

also demonstrated that bixin induces cell cycle arrest in the G2/M phase in experiments 

performed with B16 murine melanoma cells. In addition, our results also showed an increase in 

sub-G1 (apoptotic) cells after exposure to dacarbazine 50 µM and combined therapy 

(dacarbazine + bixin) compared to untreated cells. However, no significant change between 

these groups was observed, indicating that bixin exerts no significant contribution on 

dacarbazine-induced cell cycle arrest.  
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Figure 11. Effect of bixin 50 µM, dacarbazine 50 µM (daca) and combined therapy (daca + 

bixin) on different phases of cell cycle. A2058 cells were treated for 72h, stained with 

propidium iodide and measured by flow cytometry, as shown in the representative histograms 

(A) and quantitative distribution of cells in different phases of cell cycle (B). Data are expressed 

as mean ± SEM, *p<0.05 (vs. control group) according to ANOVA one-way followed by 

Tukey’s post-test. 

 

4. Conclusion 

 B. orellana bioactive extracts were chemically characterized by UPLC-DAD-MS/MS 

analysis, which led to the identification of two new apocarotenoids (compounds 2 and 5). After 

being detected as a major component, 9’-Z-bixin was purified and tested in viability and cell 
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migration models. In vitro assays showed that bixin has restored the sensitivity of A2058 cells 

to dacarbazine therapy and enhanced its activity on cell migration. Different experiments also 

indicated that this apocarotenoid potentiates the pro-apoptotic effect of dacarbazine by 

increasing oxidative stress. However, further pharmacological investigations, especially using 

animal models, are mandatory to confirm these outcomes. 
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PARTIE C: LES MICROALGUES MARINES COMME SOURCE DE NOUVEAUX 

COMPOSÉS ACTIFS ET CHIMIOSENSIBILISANTS SUR LE MÉLANOME 

 

 Un grand nombre de travaux a établi que les pigments d'algues présentent un intérêt 

majeur pour la prévention et le traitement du mélanome. Comme pour les plantes, les 

caroténoïdes sont l'un des principaux groupes de pigments produits par les microalgues. Ils sont 

capables d'inhiber la prolifération cellulaire et d'activer les voies de signalisation conduisant les 

cellules de mélanome à l'apoptose (Chen et al., 2017; Kim et al., 2013; Palozza et al., 1998). 

En faibles concentrations, ils agissent comme des agents cytostatiques et peuvent être combinés 

avec des molécules cytotoxiques, potentialisant leur effet antiprolifératif (Juin et al., 2018). 

Certains caroténoïdes sont synthétisés exclusivement par des microalgues et constituent donc 

des modèles structuraux uniques, offrant de nouvelles possibilités d'intervention 

pharmacologique. 

 Poursuivant l'étude des effets anticancéreux de pigments extraits de microalgues, une 

thématique de recherche développée depuis plus de dix ans dans l'équipe BCBS 

(Biotechnologies et Chimie des Bioressources pour la Santé) du laboratoire LIENS (Littoral 

Environnement et Sociétés, LIENSs UMR CNRS 7266), nous avons consacré la dernière partie 

de cette thèse à l'identification, la purification et l'évaluation du potentiel chimiosensibilisant 

des caroténoïdes de deux espèces de microalgues marines: Rhodomonas salina et Tisochrysis 

lutea. 

Les microalgues ont été cultivées par le Laboratoire de Physiologie et Biotechnologie 

des Algues (PBA) de l'IFREMER (Nantes), qui nous a fourni la biomasse lyophilisée nécessaire 

pour l’étude de sa composition pigmentaire et de son potentiel antimélanome. Ces espèces ont 

été sélectionnées en raison de leur importance commerciale, étant largement utilisées en 

aquaculture et en industries alimentaire, cosmétique et pharmaceutique. De plus, une analyse 

chimique préliminaire a révélé que ces espèces contenaient des caroténoïdes d'intérêt en 

cancérologie, ainsi que de pigments encore inconnus (Serive et al., 2017). Dans ce contexte, la 

partie C de cette thèse est structurée en deux chapitres: 

Le chapitre 4 concerne l'étude de la composition pigmentaire de R. salina et de l'effet 

antiprolifératif de caroténoïdes purifiés. R. salina est une espèce marine flagellée qui appartient 

à la classe des Cryptophycées et à la famille des Pyrénomonadacées. Grâce à sa teneur élevée 

en acides aminés essentiels, en acides gras insaturés et en glucosides, cette microalgue est 

couramment cultivée pour être utilisée en aquaculture (Chaloub et al., 2015; Tremblay et al., 

2007). Sa composition pigmentaire est majoritairement constituée de chlorophylle a, 
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chlorophylle c, alloxanthine et β-carotène (Serive et al., 2017). Dans ce chapitre, nous décrivons 

le profil pigmentaire complet de R. salina par UPLC-DAD-MS/MS, ainsi que la purification de 

deux caroténoïdes: l’alloxanthine et la crocoxanthine. Ces caroténoïdes ont été testés sur des 

cellules de mélanome métastatique et leur potentiel chimiosensibilisant a également été évalué. 

Jusqu’à présent, aucune étude de l'effet antiprolifératif de ces molécules n’avait été réalisée.  

Le chapitre 5 est dédié à la détermination de la composition pigmentaire de T. lutea, 

ainsi qu’à la purification de la fucoxanthine, son pigment majoritaire. T. lutea (ex Isochrysis 

affinis galbana ou T-Iso) est une microalgue brune (Haptophyta) originalement isolée à Tahiti. 

Cette espèce est largement utilisée en aquaculture car elle contient une grande quantité d'acides 

gras polyinsaturés (AGPI), en particulier l'acide docosahexaénoïque (DHA) (Garnier et al., 

2016). T. lutea présente également un potentiel nutraceutique et pharmaceutique prometteur, 

non seulement en tant que source riche en AGPI mais aussi en raison de sa teneur élevée en 

caroténoïdes, notamment en fucoxanthine (Serive et al., 2017). Des travaux précédents en 

pharmacologie marine ont démontré que la fucoxanthine présente un potentiel anticancéreux, 

étant capable d’induire l’apoptose dans une grande variété de cellules cancéreuses et de prévenir 

l’initiation, la croissance, les métastases et l’angiogenèse des tumeurs in vivo (Chung et al., 

2013; Wang et al., 2019). Cependant, les étapes d'extraction et de purification du composé sont 

souvent complexes et atteignent un faible rendement, ce qui limite son utilisation par les 

industries pharmaceutiques. Dans ce dernier chapitre, nous avons mis au point une méthode de 

séparation de la fucoxanthine par chromatographie de partage centrifuge (CPC) à partir de 

l’extrait brut de T. lutea. La CPC est une technique eco-friendly de chromatographie liquide-

liquide qui permet une séparation plus rapide et moins coûteuse de composés structurellement 

divers, avec une capacité de charge d’échantillon plus élevée, une utilisation moindre de solvant 

et une récupération complète du produit d’intérêt. Malgré le fait que cette technique soit 

largement utilisée pour la purification de composés extraits de plantes, peu d'études décrivent 

l'utilisation de la CPC pour la purification de substances algales. En ce qui concerne les 

microalgues, l'utilisation de la CPC comme stratégie de séparation de composés bioactifs est 

pratiquement inexistante. Une fois purifiée, la fucoxanthine a été testée sur des cellules de 

mélanome, associée ou non aux anticancéreux vemurafenib et dacarbazine. En outre, les 

analyses par UPLC-DAD-MS/MS ont également permis d'identifier de nouveaux pigments 

pour cette microalgue, dont l'importance chimiotaxonomique est abordée tout au long du 

chapitre. 
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ABSTRACT 

Melanoma is an aggressive tumor with invasive and metastatic potential, frequently exhibiting 

multidrug resistance mechanisms. In our continuous search for antimelanoma molecules, we 

have identified some effective marine compounds capable of not only inducing cell death, but 

also of sensitizing chemoresistant tumor cells to clinically used anticancer drugs. In this report, 

the cryptophyte Rhodomonas salina was chemically investigated in order to identify pigments 

efficiently inhibiting melanoma cells proliferation. All pharmacological tests were performed 

on A2058 cells expressing the oncogenic BRAF V600E mutation and resistant to dacarbazine 

treatment. Flash chromatography of R. salina ethanol extract led to purification of alloxanthin 

and crocoxanthin, which showed significant antiproliferative activity against A2058 cells, 

exhibiting IC50 = 29 and 50 µM, respectively. These carotenoids promoted growth inhibition, 

decreased cell migration and induced apoptosis and sub-G1 cells accumulation after 72h of 

treatment. In addition, alloxanthin potentiated the cytotoxic activity of vemurafenib (a BRAF 

inhibitor) and restored the sensitivity of A2058 cells to dacarbazine treatment.  

 

Keywords: alloxanthin; chemosensitivity; crocoxanthin; cutaneous melanoma; drug 

resistance; microalgae. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



268 

 

1. Introduction 

Cutaneous melanoma is an aggressive tumor deriving from melanocyte cells. In Europe, 

more than 20 000 people die from melanoma every year. It is the most frequent tumor in young 

adults aged 25 to 35 years old, and it is responsible for 70% of mortality by skin cancers 

(Schadendorf et al., 2018). The incidence of melanoma is increasing worldwide and most cases 

are associated with excessive exposure to UV radiation. In addition, advanced and metastatic 

melanoma (stages III and IV) have very poor prognosis and the overall positive responses to 

monotherapy using conventional anticancer drugs are weak, ranging from 4 to 26% (Matthews 

et al., 2017; Prado et al., 2019; Tracey and Vij, 2019).  

The classical antimelanoma drugs include alkylants agents (e.g. dacarbazine, 

temozolomide, fotemustine, carmustine, semustine), platinum drugs (cisplatin and carboplatin), 

vinca alkaloids (vindezine and vinblastine), taxanes (docetaxel and paclitaxel) and tamoxifen 

(Garbe et al., 2016). Recently, promising results have been obtained with immunotherapy 

(monoclonal antibodies, e.g. ipilimumab), target therapy (BRAF inhibitors, e.g. vemurafenib; 

MEK inhibitors, e.g. cobimetinib) and combined treatments (BRAF inhibitors associated to 

MEK inhibitors, e.g. vemurafenib + cobimetinib)  (Napolitano et al., 2018; Schadendorf et al., 

2018). However, these treatments induce severe toxicity, including neutropenia, 

thrombocytopenia, fatigue, nausea, vomiting, and neurosensory troubles (Jang and Atkins, 

2014; Lopatka et al., 2018; Roos et al., 2014; Voskoboynik and Arkenau, 2014). The wide range 

of antineoplastic treatments ineffective at killing melanoma cells implies that the drug 

resistance mechanisms in melanoma are complex. In fact, melanoma cells are constitutively or 

adaptively resistant to pro-apoptotic drugs, acquiring mutations and cellular adaptations during 

the treatment that result in intrinsic survival mechanisms (Spagnolo et al., 2015, 2014; Tentori 

et al., 2013). Cytotoxic molecules usually lead to the selection of tumor cells variants 

overexpressing efflux transporters, such as P-glycoprotein (P-gp) and multidrug-resistance 

factor-1 (MDR1), and anti-apoptotic proteins (e.g. Bcl-2, Bcl-xL, Mcl-1), which justifies 

treatment failure (Housman et al., 2014). 

Microalgae are a source of biomolecules considered not only promising dietary 

supplements (Gille et al., 2018), but also compounds that possess several therapeutic properties 

such as antioxidant, anti-inflammatory (Habashy et al., 2018), hypocholesterolemic (Sengupta 

et al., 2018) and anticancer (Juin et al., 2018). Among these compounds, a range of bioactive 

carotenoids can be isolated, including β-carotene, fucoxanthin, zeaxanthin, lutein, violaxanthin, 

echinenone and canthaxanthin, and some of them are produced exclusively by microalgae 

(Casagrande et al., 2019). These pigments have often been associated with anticancer effects, 
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including against cutaneous melanoma cell lines (Baudelet et al., 2013; Haguet et al., 2017; 

Pasquet et al., 2011). They exert antiproliferative effect by inducing apoptosis and modulating 

signalling pathways involved in survival, cell proliferation, invasion and metastasis. Moreover, 

some carotenoids have been particularly investigated in combined treatments with drugs 

clinically used in melanoma therapy. In a recent study, we demonstrated that zeaxanthin 

isolated from Porphyridium purpureum sensitizes chemoresistant human melanoma cells to 

vemurafenib, enhancing its antiproliferative effect (Juin et al., 2018). Indeed, the use of natural 

molecules as sensitizer agents has been encouraged because of their low in vivo toxicity, 

allowing the reduction of effective doses of conventional anticancer drugs and consequently 

limiting potential toxic effects without affecting the therapeutic response (de Oliveira Júnior et 

al., 2018; Vinod et al., 2013).  

In this report, we continue our search for new antimelanoma molecules through a 

chemical and pharmacological investigation of Rhodomonas salina. It is a marine cryptophyte 

microalga, known to be rich in starch and routinely used in the diet of different invertebrate 

species (Chaloub et al., 2015; Tremblay et al., 2007). We have previously shown that 

chlorophyll c2, alloxanthin and β-carotene are the most common pigments found in R. salina, 

which makes it a promising source not only of nutrients but also of bioactive compounds (Serive 

et al., 2017). Nevertheless, many carotenoids remain unknown in this species and their 

anticancer potential has not yet been properly explored. In the present study, we describe the 

complete pigment profile of R. salina extract and the antiproliferative activity of two of its most 

promising carotenoids (alloxanthin and crocoxanthin) against chemoresistant human melanoma 

cells (A2058 cells) expressing the oncogenic BRAF mutation.  

 

2. Materials and Methods 

 

2.1. Microalgae culture, harvest and freeze-drying 

Rhodomonas salina CCAP 978/27 (Figure 1) was grown in a commercial 16 L 

photobioreactor LUCY© (Synoxis algae, Le Cellier, France) containing 0.2 µm filtered and 

autoclaved seawater enriched with Walne’s medium 4 ml.L-1 (Walne, 1970). The culture was 

realized in batch condition with a continuous irradiance of 120 µmol photons.m-2.s-1 

photosynthetically active radiation (PAR) in a climate room at 18°C. A pH 9 regulation was 

maintained with a regulated CO2 injection. After 20 days, cells reached a concentration of 

5.84.106 cell.ml-1. At this early stationary phase, 16 L of the culture were harvested by 

centrifugation. The microalgae paste was freezed at -80°C and freeze-dried before extraction.  
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Figure 1. Rhodomonas salina strain CCAP 978/27. ©IFREMER, Nantes, France. 

 

2.2. Sonication-assisted extraction of R. salina pigments 

 Pigments were extracted from the lyophilized biomass (2 g) in absolute ethanol (500 

ml). The mixture was sonicated at 50 W–30 kHz (UP50H ultrasonicator, Hielscher Ultrasonics 

GmbH, Germany) for 30 min, on ice and under constant stirring (Haguet et al., 2017). The 

extractive solution was filtered (PVDF 0.22 μm membrane) and the solvent was evaporated 

under vacuum, resulting in the R. salina extract (Rs-EtOH, 0.53 g). 

 

2.3. Scanning electron microscopy (SEM)   

 To confirm cell rupture during sonication-assisted extraction, R. salina cells were 

freeze-dried before or after sonication, placed on a conductive double layer carbon support and 

examined by SEM using a Philips-FEI Quanta 200 ESEM/ FEG microscope (environmental 

mode) equipped with a FEG canon delivering 1 to 30 kV beam current (Haguet et al., 2017).  

 

2.4. UPLC-DAD-MS/MS analysis  

Pigment profile of Rs-EtOH was obtained by ultra-high performance liquid 

chromatography system (Acquity UPLC H-class, Waters Milford USA) coupled to a 

photodiode array (Waters 2996) or a high resolution mass spectrometry (XEVO G2S Q-TOF) 

equipped with an electrospray ionization source (Waters, Manchester, England). The UPLC 

system was formed by a quaternary pump (Quaternary Solvent Manager, Waters) and an 

automatic injector (Sample Manager-FTN, Waters) equipped with a 10 μl injection loop. 10 μl 

(DAD analysis) or 5 μl (MS analysis) of Rs-EtOH solution were injected in a C18 column 
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(Acquity UPLC BEH C18, Waters) (2.1 × 50 mm, 1.7 μm), using a flow rate of 300 μl.min-1 

and a gradient composed of solvents A (water/formic acid, 100/0.001, v:v) and B 

(methanol/formic acid, 100/0.001, v:v), according to the following procedure: 0–1 min, 80% 

B; 1–2 min, 80%–81% B; 2–5 min, 81% B; 5–7 min, 81–81,5% B; 7–10 min, 81.5% B; 10-11 

min, 81.5%-83% B; 11-14 min, 83% B; 14-16 min, 83%-85% B; 16-20 min, 85% B; 20-23 

min, 85%-95% B; 23-27 min, 90% B; 27-29 min, 90%-95% B; 29-35 min, 95% B; 35-37 min, 

95%-98% B; 37-43 min, 98% B; 43-44 min, 100% B; 44-48 min, 100% B; 48-48.5 min, 100%-

20% B; 48.5-51 min, 20% B. During the analysis, the column and the injector were maintained 

at 25 °C and 7 °C, respectively. The instrument was adjusted for the acquisition on a 300–800 

nm interval in UV mode, with 5 spectra.s-1 and 1.2 nm of resolution. The analyses were 

performed in positive ionization mode with MSE function in a centroid mode. Final ESI 

conditions were: source temperature 120 °C, desolvation temperature 500 °C, gas flow-rate of 

the cone 50 L.h-1, desolvation gas flow-rate 800 L.h-1, capillary voltage 3.0 kV, sampling cone 

130 V and source compensation 80 V. The instrument was set to acquire over the m/z 250–1300 

m/z interval, with a scan time of 0.15 s. The mass spectrometer was calibrated before analysis 

using 0.5 mM sodium formate solution. Leucine Enkephalin (M = 555.62 Da, 1 ng.μl-1) was 

used as a lock-mass. UPLC-DAD chromatogram was recorded at 300-800 nm (full scan) and 

UPLC-MSE data were collected in positive mode (ESI+). The mass error between experimental 

and theoretical parent and fragment ions was calculated as ([experimental m/z − theoretical 

m/z]/ theoretical m/z) × 106 (ppm). 

 

2.5. Purification of alloxanthin and crocoxanthin 

Rs-EtOH was fractioned by flash liquid chromatography, using an Interchim Puriflash 

PF430 system. Rs-EtOH (100 mg) was solubilized in methanol and added to 10 g of celite® 545 

(Sigma-Aldrich®, France). The mixture was homogenized manually until complete solvent 

evaporation and then placed in a pre-column. The pre-column containing Rs-EtOH-adsorbed 

celite® was coupled on the top of a PF-C18 column (20 g, 15 µm) and eluted with a mobile 

phase composed of a ternary solvent gradient: A (methanol/water, 80/20), B (acetonitrile/water, 

90/10) and C (isopropanol). The gradient flow program was set as follows: 0-5 min, 100% A; 

5-9 min, 100% B; 9-45 min, 30% B and 70% C; 45-50 min, 100% C; 50-55 min, 100% C; 55-

60 min, 100% B; 60-65 min, 100% A; 65-70 min, 100% A. The flow rate was 5 mL.min-1 and 

elution was monitored at 450 nm, with an automatic collector (10 ml per tube). This 

fractionation protocol was adapted from a previous study (Baudelet et al., 2013), considered an 

effective method for purification of microalgae pigments, especially carotenoids.  
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2.6. Cell viability assay 

 All pharmacological assays were performed using A2058 (ATCC® CRL-11147™) cell 

line. A2058 are highly invasive and metastatic human melanoma cells, BRAF-mutated (Ronca 

et al., 2013), tumorigenic at 100% frequency in nude mice (supplier’s information) and very to 

conventional chemotherapy (de Oliveira Júnior et al., 2019). Cells were grown in DMEM 

(Dutscher, France), supplemented with 10% heat-inactivated (56 °C, 30 min) FCS (Dutscher, 

France) and penicillin-streptomycin (1000 U.ml-1 and 100 µg.ml-1, respectively) (Dutscher, 

France), at 37 °C in a 5% CO2 humidified atmosphere. Rs-EtOH and isolated carotenoids were 

solubilized in DMSO before dilution in the cell culture medium. The DMSO final concentration 

was lower than 1% and tested as negative control. A2058 cells (2 x 103/well) were treated with 

Rs-EtOH (1-100 µg.mL-1), alloxanthin (1-100 µM) or crocoxanthin (1-100 µM). After 72h, cell 

viability was measured using the MTT assay as previously described (Juin et al., 2018; 

Mosmann, 1983). Cell morphology was evaluated after treatments under inverted phase contrast 

microscope (Nikon, Eclipse, France). IC50 was calculated by nonlinear regression analysis 

using Prism 6.0 (GraphPad Software). 

 

2.7. Cell migration assay 

 Antimigratory activity of alloxanthin and crocoxanthin was determined as previously 

reported (Cisilotto et al., 2018). A2058 cells (2 x 104/well) were incubated and grown to 90% 

confluence in 24-well plates. Cell monolayers were scratched with a sterile plastic tip, washed 

with PBS and incubated in a fresh cell culture medium containing alloxanthin (14.5 µM, ½IC50) 

or crocoxanthin (25 µM, ½IC50), for 48h. Cell migration was microscopically monitored at 0, 

24 and 48h (ZEISS Axion Observer, France), and results were expressed as percentage of cell 

migration calculated by measuring the cell surface using ImageJ® software. 

 

2.8. Annexin V-Cy3 / 6-CFDA analysis 

 Cells were incubated for 24h and subsequently treated with alloxanthin (29 µM, IC50) 

or crocoxanthin (50 µM, IC50). After 72h of treatment, cells were washed with PBS and double 

stained with annexin V-Cy3 (red fluorescence) and 6-carboxyfluorescein diacetate (6-CFDA, 

green fluorescence) solution according to manufacturer’s recommendations (Sigma-Aldrich®, 

France) and finally observed under fluorescent microscope (ZEISS Axion Observer, France) 

(de Oliveira Júnior et al., 2019).   
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2.9. Nuclear fragmentation 

 Cells were incubated for 24h in 4-well chamber slides (5000 cells/well) and then treated 

with alloxanthin (29 µM, IC50) or crocoxanthin (50 µM, IC50) for 72h. Cells were washed in 

PBS before being fixed with formaldehyde 4% solution for 30 min at 37 °C. Subsequently, cells 

were washed in PBS, permeabilized with Triton X-100 1% and finally stained with DAPI 

according to manufacturer's instructions (ProLong™ Gold Antifade Mountant with DAPI kit, 

ThermoFischer Scientific, France). Nuclear condensation and fragmentation of untreated and 

treated cells were observed under fluorescent microscope (ZEISS Axion Observer, France). 

 

2.10. Caspase-3 activity 

 Caspase-3 activity was determined using a colorimetric assay (CASP3C kit, Sigma-

Aldrich®, France) as previously reported. Cells were treated with alloxanthin (29 μM, IC50) or 

crocoxanthin (50 µM, IC50) for 72 h. After treatment, cells were washed with PBS, lysed with 

lysis buffer, and caspase-3 activity (μmol pNA/min/ml) was measured according to 

manufacturer's instructions.  

 

2.11. Cell cycle analysis 

 A2058 cells were treated with alloxanthin (29 µM, IC50) or crocoxanthin (50 µM, IC50) 

for 72h before being stained with PBS containing propidium iodide (PI 100 µg.ml-1), Rnase A 

(100 µg.mL-1) and 0.1% Triton X-100 (ThermoFisher Scientific, France) for 15 min, at 37°C. 

Cells were analysed using a FACS Cantoll flux cytometer (BD Biosciences, France) equipped 

with an air cooled blue LASER (λ = 488 nm, 20 mW) as previously described (Juin et al., 2018). 

 

2.12. Sensitization of A2058 cells to vemurafenib and dacarbazine 

 Vemurafenib (Selleckchem®, France) and dacarbazine (Sigma-Aldrich®, France) were 

diluted to a 10 mM stock solution in PBS, before dilution in cell culture medium. A2058 cells 

were treated for 72h with increasing concentrations of vemurafenib (1-100 µM) or dacarbazine 

(1-100 µM), alone or combined to alloxanthin (14.5 µM, ½IC50) or crocoxanthin (25 µM, 

½IC50). Antiproliferative activity of monotherapies and combined therapies was calculated 

using MTT assay as described above and results were expressed as IC50. The combination index 

(CI) was calculated using the software CompuSyn (version 1.0), according to Chou-Talalay 

method (Chou and Talalay, 1984). CI < 1.0 indicates synergism, CI > 1.0 indicates antagonism, 

and CI values equal to 1.0 indicate additive effect.   
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2.13. Statistical analysis 

 Data were expressed as mean ± SEM and analyzed by unpaired Student’s t test or one-

way ANOVA followed by Tukey’s multiple comparison test (statistical significance when 

p<0.05), according to the case, using Prism 6.0 (GraphPad software). Pharmacological results 

were obtained from at least three independent measurements (n=3 or more).   

 

3. Results and Discussion 

 

3.1. Sonication-assisted extraction of R. salina pigments 

 Microalgae have hard cell wall in most of cases, which limits metabolites extraction by 

conventional methods. Accordingly, sonication-assisted extraction has been increasingly used 

to obtain compounds from different microalgae as previously demonstrated by our research 

group (Baudelet et al., 2013; Haguet et al., 2017; Juin et al., 2015). To ensure complete 

extraction of pigments, R. salina freeze-dried biomass was sonicated for 30 min at 50 W-30 

kHz, using ethanol as solvent. Scanning electron microscopy of freeze-dried biomass before 

sonication revealed cells with intact cell morphology. In contrast, R. salina cells showed cell 

wall disruption after sonication-assisted extraction, allowing the direct contact of the solvent 

with the intracellular content (Figure 2). 
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Figure 2. Scanning electron microscopy observation of freeze-dried R. salina cells before (A, 

B) and after sonication-assisted extraction (C, D). Magnification ×3000 (A, C), ×12000 (B, D). 

 

3.2. Pigment profile of R. salina extract (Rs-EtOH) 

UPLC-DAD-MS/MS analysis of Rs-EtOH was achieved in a single 51 min run and 18 

peaks were identified according to their UV, MS and MS/MS spectral data (Figure 3 and Table 

1). Chlorophylls c2 and a, pheophytin a and the carotenoids alloxanthin, monadoxanthin, 

crocoxanthin and β,ε-carotene were the main pigments identified, corroborating previous 

chemical investigation involving R. salina (Kaňa et al., 2012; Serive et al., 2017; Vu et al., 

2016). Alloxanthin, monadoxanthin and crocoxanthin are carotenoids of frequent occurrence in 

the Rhodomonas genus, since they have been reported in R. baltica, R. lens and R. minuta 

(Rodriguezl, 2000; Sanz et al., 2015; Teubner et al., 2003; van Houcke et al., 2017). Chlorophyll 

c2, chlorophyll a and pheophytin a derivatives (hydroxyl, methoxylactone and ethoxylactone 

forms) were also detected. Although these derivatives are naturally occurring in microalgae 

(Baudelet et al., 2013; Haguet et al., 2017; Hynninen, 1981; Juin et al., 2015), they may have 
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originated during the extraction procedure due to the high chlorophyll instability. Chemical 

structures of the main identified molecules are presented in Figure 4. 

 

 

Figure 3. UPLC-DAD (300-800 nm, full scan) (A) and UPLC-ESI-MS(+) (B) chromatograms 

of Rs-EtOH. Peak characterization is given in Table 1. 
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Table 1. Identified pigments in Rs-EtOH by UPLC-DAD-MS/MS analysis. Peak number according to Figure 3. 

Peak Pigment RT 

(min) 

Molecular 

formula 

λmax (nm) 

 

Band 

III/II 

ratio (%) 

Experimental m/z (Δ, ppm) MS2 fragments m/z 

M·+ [M+H]+ [M+Na]+ 

1 Hydroxy-chlorophyll c2 2.81 C35H28O6N4Mg 452, 584, 

634 

- - - 647.1743 

(2.1) 

625.1926, 554.1555, 

549.1735 

2 Chlorophyll c2 6.47 C35H28O5N4Mg 452, 586, 

635 

- - 609.1971 

(2.8) 

631.1799 

(2.5) 

549.1709 

3 Alloxanthin 16.94 C40H52O2 427, 451, 

480 

48.27 564.3970 

(0.5) 

- 587.3859 

(1.0) 

549.3735, 334.2290, 

282.1976 

4 Monadoxanthin 18.82 C40H54O2 421, 445, 

475 

65.75 566.4122 

(0.3) 

- 589.4018 

(0.0) 

474.3481 

5 Alloxanthin isomer 24.83 C40H52O2 427, 451, 

480 

55.88 564.3970 

(0.5) 

- 587.3859 

(1.0) 

- 

6 Alloxanthin isomer 25.82 C40H52O2 427, 451, 

480 

29.00 564.3970 

(0.5) 

- 587.3859 

(1.0) 

- 

7 Crocoxanthin 33.02 C40H54O 420, 444, 

475 

47.50 550.4179 

(0.7) 

- - 535.3943, 494.3543, 

458.3517, 119.0852 

8 Hydroxy-chlorophyll a 34.72 C55H72O6N4Mg 421, 665 - 908.5294 

(0.9) 

- - 630.2322 
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9 Hydroxy-chlorophyll a 

epimer  

35.08 C55H72O6N4Mg 421, 665 - 908.5294 

(0.9) 

- - 630.2322 

10 Methoxylactone 

chlorophyll a 

36.05 C56H74O7N4Mg 420, 651 - 938.5406 

(0.2) 

- - 660.2441 

11 Ethoxylactone 

chlorophyll a 

36.93 C57H76O7N4Mg 421, 651 - 952.5565 

(0.1) 

- - - 

12 Chlorophyll a 37.23 C55H72O5N4Mg 431, 661 - 892.5361 

(0.9) 

- - 614.2377 

13 Chlorophyll a epimer 38.48 C55H72O5N4Mg 412, 667 - 892.5340 

(1.5) 

- - 614.2380 

14 Hydroxy-pheophytin a  41.48 C55H74O6N4 407, 504, 

533, 666 

- - 887.5677 

(1.1) 

- 609.2719 

15 Hydroxy-pheophytin a 

epimer 

41.95 C55H74O6N4 407, 504, 

533, 666 

- - 887.5686 

(0.1) 

- 609.2719 

16 β,ε-Carotene 42.78 C40H56 421, 441, 

472 

42.85 536.4390 

(1.1) 

- - 444.3748 

17 Pheophytin a 43.59 C55H74O5N4 408, 507, 

538, 666 

- - 871.5743 

(0.7) 

- 593.2762 

18 Pheophytin a epimer 44.34 C55H74O5N4 408, 507, 

538, 666 

- - 871.5751 

(1.6) 

- 593.2766 

RT: retention time. 
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Figure 4. Chemical structures of the main identified pigments in R. salina extract (Rs-EtOH). 

 

3.3. Antiproliferative activity of Rs-EtOH 

The antiproliferative activity of Rs-EtOH against A2058 cells was also evaluated. Rs-

EtOH induced a concentration-dependent reduction of cell viability when compared to the 

control group, reaching 38.81 ± 2.70% growth inhibition at the maximum concentration tested 

(100 µg.ml-1). The IC50 estimated to Rs-EtOH was > 100 µg.ml-1, indicating a weak 

antiproliferative effect (Figure 5). However, the Rs-EtOH composition includes carotenoids 

unpreviously investigated for their anticancer potential, such as alloxanthin and crocoxanthin. 

Therefore, we fractionated Rs-EtOH in order to evaluate the antiproliferative effect of its 

isolated pigments. 
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Figure 5. Antiproliferative activity of Rs-EtOH (1-100 µg.ml-1) against A2058 cells (A). 

Microphotographs of melanoma cells after a 72 h exposition to a control cell culture medium, 

or to a medium containing 50 and 100 μg.ml-1 Rs-EtOH (B). Results are expressed as mean ± 

Standard Error of the Mean (SEM), from at least three independent measurements (n=3).  

 

3.4. Purification and characterization of alloxanthin and crocoxanthin 

Flash liquid chromatography fractionation of Rs-EtOH (100 mg) led to the achievement 

of ten fractions (F1-F10), collected according to their UV absorption in a 450 nm-monitored 

elution (Figure 6). After UPLC-DAD-MS/MS analysis, F5 and F8 were identified as 

alloxanthin (4.2 mg) and crocoxanthin (1.2 mg), respectively. All experimental spectral data 

(Table 2) were in accordance with literature (Baudelet et al., 2013; Rodriguezl, 2000; Sanz et 

al., 2015) and carotenoid purity grade was > 95% (UPLC-DAD chromatogram, 300-800 nm). 

Subsequently, we evaluated the antiproliferative activity of alloxanthin and crocoxanthin 

against melanoma cells.  
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Figure 6. Flash liquid chromatography of Rs-EtOH. Chromatogram of 450 nm-monitored 

elution with definition of fractions (F1-F10) collected for UPLC-DAD-MS/MS characterization 

and pharmacological assays (A). Fractions (F1-F10) obtained after elution (B). F5 and F8 

represent alloxanthin and crocoxanthin, respectively. 
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Table 2. UPLC-DAD-MS/MS characterization of F5 (alloxanthin) and F8 (crocoxanthin), 

purified according to chromatogram presented in Figure 6. 

Fraction RT 
Molecular 

formula 

λmax 

(nm) 

Experimental m/z (Δ, ppm) 
Compound 

M·+ [M+H]+ [M+Na]+ 

F5 18.85 C40H52O2 427, 

451, 

480 

- 564.3963 

(0.7) 

587.3862 

(0.5) 

Alloxanthin 

F8 33.65 C40H54O 420, 

444, 

474 

550.4175 

(0.2) 

- - Crocoxanthin 

RT: retention time. 

 

3.5. Alloxanthin and crocoxanthin inhibit proliferation of A2058 cells 

 Alloxanthin and crocoxanthin (1-100 µM) induced a concentration-dependent reduction 

in the number of A2058 cells when compared to the control group, showing IC50 of 29 and 50 

µM, respectively (Figure 7). Untreated cells exhibited regular epithelial morphology and 

became sub-confluent after 72h, indicating a high proliferation rate. In contrast, alloxanthin and 

crocoxanthin (50 and 100 µM) treatments induced reduction in cell density, cell shrinkage and 

appearance of rounding cells (black arrows) (Figure 7).  
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Figure 7. Growth inhibition of A2058 cells after exposure to increasing concentrations (1-100 

µM, 72h) of alloxanthin and crocoxanthin (A). Treatments with alloxanthin and crocoxanthin 

evoked reduction in cell density, cell shrinkage and rounding (black arrows) (B and C). Results 

are expressed as mean ± SEM, from at least three independent measurements (n=3). 

 

3.6. Alloxanthin inhibits cell migration 

In the cell migration assay, alloxanthin (14.5 µM, ½IC50) decreased cell migration into 

the zone free of cells (Figure 8) after 24h and 48h of exposure. However, crocoxanthin (25 µM, 

½IC50) did not significantly suppress cell migration compared to control cells.  
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Figure 8. Antimigratory activity of alloxanthin (14.5 µM, ½IC50) and crocoxanthin (25 µM, 

½IC50)  after 24h (A) and 48h (B) of exposure. Photomicrographs represent cell migration into 

the zone free of cells according to the treatment (C). Data are expressed as mean ± SEM, 

*p<0.05 (ANOVA one-way followed by Tukey’s post-test), from at least three independent 

measurements (n=3). 

 

3.7. Pro-apoptotic effect of alloxanthin and crocoxanthin 

 Several in vitro and in vivo studies have shown that the anticancer activity of carotenoids 

involves multiple mechanisms, including suppression of cell proliferation and mobility, and 

induction of apoptosis (Sathasivam and Ki, 2018; Sugawara et al., 2014; Wang et al., 2014). In 

fact, modulation of pro-apoptotic pathways is a major biochemical response promoted by 
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carotenoids. Typically, carotenoids up regulate the expression of important pro-apoptotic 

proteins (e.g. Bad, Bax, Bid, Bim), while decrease the expression of anti-apoptotic targets (e.g. 

Bcl-xL, Bcl-2), resulting in cell death (Juin et al., 2018; Kumar et al., 2013). In this paper, the 

pro-apoptotic effect of alloxanthin (29 µM, IC50) and crocoxanthin (50 µM, IC50) on A2058 

cells was also investigated. After 72h of exposure, the number of Annexin V and 6-CFDA 

double-stained cells (early apoptotic cells) was expressively increased for both treatments when 

compared to untreated cells. In addition, alloxanthin and crocoxanthin-treated cells showed 

significant morphological changes, such as cell shrinkage and rounding, and tendency to form 

cell clumps and apoptotic bodies (Figure 9). 

 

 

Figure 9. Alloxanthin (29 µM, IC50) and crocoxanthin (50 µM, IC50) induce apoptosis in A2058 

cells, after 72h of treatment. Annexin V (red) and 6-CFDA (green) double staining was 

observed by fluorescence microscopy. Melanoma cells in early apoptosis show both red and 

green stains, while cells in late apoptosis show only red stain, and untreated cells (control) are 

stained green only. Treated cells also presented cell shrinkage and rounding, cell clumps and 

apoptotic bodies formation.   
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 Caspase-3 activation displays an important role in cell death via the intrinsic and 

extrinsic apoptosis pathways. Caspase-3 is a final executor caspase, responsible for apoptotic 

chromatin condensation and DNA fragmentation, resulting in cell dismantling and formation 

of apoptotic bodies (Porter and Ja, 1999). In this context, we evaluated the effect of alloxanthin 

(29 µM) and crocoxanthin (50 µM) on caspase-3 activity and nuclear fragmentation through 

enzymatic assay and DAPI staining, respectively. As shown in Figure 10, both carotenoids 

induced a significant increase in caspase-3 activity after 72h of treatment. In addition, treated 

cells showed blebbing, DNA condensation and fragmentation (Figure 10) compared to 

untreated cells, confirming the pro-apoptotic effect of alloxanthin and crocoxanthin in 

melanoma cells.  
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Figure 10. Nuclear fragmentation (A) and caspase-3 activation (B) in A2058 cells exposed to 

alloxanthin (29 µM, IC50) and crocoxanthin (50 µM, IC50) during 72h of treatment. Arrows 

point Blebbing, DNA condensation and fragmentation after DAPI staining (A). Enzymatic 

activity (µmol pNA/min/ml) is expressed as mean ± SEM (B), with *p< 0.05 (vs. control group), 

according to ANOVA one-way followed by Tukey's post-test (n=3). 

 

3.8. Alloxanthin and crocoxanthin induce accumulation of sub-G1 cells  

 Flow cytometry analysis revealed a significant increasing in sub-G1 cell population after 

exposure to alloxanthin (29 µM, IC50) and crocoxanthin (50 µM, IC50), characteristic of dying 
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cells (Figure 11). Quantitative analysis using BD FACS Diva Software indicated 3.60 ± 0.44% 

of control cells were in sub-G1 phase in comparison with 6.30 ± 0.43 and 6.72 ± 0.43% of 

alloxanthin and crocoxanthin-treated cells, respectively (p<0.05) (Figure 11). This result 

corroborates the pro-apoptotic effect observed previously for both molecules, without affecting 

the other cell cycle phases. 

 

 

Figure 11. Effect of alloxanthin (29 µM, IC50) and crocoxanthin (50 µM, IC50) on different 

phases of cell cycle (Sub-G1, G1/G0, S, G2/M). A2058 cells were treated for 72h, stained with 

propidium iodide and measured by flow cytometry, as shown in the quantitative distribution of 

cells in different phases of cell cycle (A) and in the representative histograms (B). Data are 

expressed as mean ± SEM, *p<0.05 (vs. control group) according to ANOVA one-way 

followed by Tukey’s post-test, from at least three independent measurements (n=3). 

 

3.9. Alloxanthin sensitizes A2058 cells to chemotherapy 

 Due to their metastatic and chemoresistant potential (de Oliveira Júnior et al., 2019), 

A2058 cells represent a good cell model to evaluate the chemosensitizing effect of cytostatic 

agents. They express the oncogenic BRAF V600E mutation, present in 40-70% of clinical cases 

(Flaherty and McArthur, 2010). Although target therapies using BRAF inhibitors (e.g. 
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vemurafenib) have improved the treatment of metastatic melanoma, most patients develop 

resistance mechanisms that limit therapeutic efficacy (Chakraborty et al., 2013; Chapman et al., 

2011; Tentori et al., 2013). In this sense, we evaluated the chemosensitizing effect of R. salina 

carotenoids using the MTT assay. Alloxanthin and crocoxanthin (½IC50) were combined with 

increasing concentrations of vemurafenib (BRAF inhibitor) or dacarbazine (alkylating agent), 

and tested for 72h. As shown in Figure 12, A2058 cells were sensitive to vemurafenib (IC50 = 

11.71 µM) but resistant to dacarbazine (IC50 > 100 µM). Crocoxanthin was not able to potentiate 

the antiproliferative activity of both anticancer drugs. However, alloxanthin enhanced the 

antiproliferative effect of vemurafenib by reducing its IC50 from 11.71 to 2.54 µM. 

Furthermore, alloxanthin restored the sensitivity of melanoma cells to dacarbazine (IC50 = 28.31 

µM for combined treatment) (Table 3), reducing significantly cell density compared to 

monotherapy (Figure 12).  

 

 

Figure 12. Antiproliferative activity of alloxanthin (allo, 14.5 µM) and crocoxanthin (croco, 25 

µM) combined to vemurafenib (vemu) (A) and dacarbazine (daca) (B) in the MTT assay. A2058 

cells were grown for 72h with increasing concentrations of the anticancer drugs (1-100 µM) in 

the presence or absence of the carotenoids (½IC50). (C) Photomicrographs show reduction of 

cell density promoted by combined therapies, compared to monotherapies and control groups. 
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Data are expressed as mean ± SEM, *p<0.05 according to unpaired Student’s t test, from at 

least three independent measurements (n=3). 

 

Table 3. Antiproliferative activity of monotherapies and combined therapies against A2058 

cells. Data are presented as IC50 values and 95% confidence interval. For combined therapy, 

increasing concentrations of vemurafenib and dacarbazine (1-100 µM) were associated to 

½IC50 of alloxanthin (14.5 µM) and crocoxanthin (25 µM). 

Monotherapy IC50 (µM) Combined therapy IC50 (µM) 

Allo 29.16 (21.56 – 39.45) - - 

Croco 49.92 (45.21 – 55.12) - - 

Vemu 11.71 (10.09 – 13.58) Vemu + Allo (½ IC50) 2.54 (1.76 – 3.66) 

  Vemu + Croco (½ IC50) 14.35 (12.48 – 16.51) 

Daca  >100 Daca + Allo (½ IC50) 28.31 (20.62 – 38.86) 

  Daca + Croco (½ IC50) >100 

Allo (alloxanthin), croco (crocoxanthin), vemu (vemurafenib), daca (dacarbazine). IC50 is 

defined as the concentration of a compound inhibiting 50% of cell growth, calculated by non-

linear regression. ½IC50 correspond to half of the IC50 value.  Data are expressed as mean (95% 

confidence intervals), from at least three independent measurements (n=3). 

 

In order to better characterize the sensitizing effect of alloxanthin, combination index 

(CI) was calculated for combined therapies (alloxanthin + vemurafenib and alloxanthin + 

dacarbazine) using the Chou-Talalay method (Chou and Talalay, 1984). CI values were used to 

check whether the antiproliferative effect was due to an additive (CI = 1), synergistic (CI < 1) 

or antagonistic (CI > 1) effect. As shown in Figure 13, alloxanthin + vemurafenib combination 

resulted in a synergistic effect at 14.5 + 5, 14.5 + 10 and 14.5 + 50 µM treatments, while 

alloxanthin + dacarbazine treatment resulted in a synergistic effect at the highest concentrations 

(14.5 + 50 or 100 µM, respectively). In this sense, alloxanthin contributes to the 

antiproliferative effect of vemurafenib and dacarbazine, and may cooperate to reduce resistance 

in melanoma cells expressing BRAF mutation. 
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Figure 13. Combination index (CI) for the association of alloxanthin (14.5 µM, ½IC50) with 

vemurafenib (1-100 µM) (A) or dacarbazine (1-100 µM) (B) in the MTT assay (72h of 

treatment), calculated according to data shown in Table 3. CI = 1 indicates additive effect, CI 

< 1 indicates synergism, and CI > 1 indicates antagonism, according to Chou-Talalay method 

(Chou and Talalay, 1984). 

 

4. Conclusion 

 This report establishes for the first time a complete pigment profile of R. salina, a 

cryptophyte microalga widely used in aquaculture and possessing an invaluable interest in the 

pharmaceutical and nutraceutical sectors. Alloxanthin and crocoxanthin were identified as 

promising antiproliferative molecules against chemoresistant melanoma cells. These 

carotenoids limit cell growth, reduce cell migration, and induce apoptosis and accumulation of 

sub-G1 cells. In addition, alloxanthin potentiates the antiproliferative activity of vemurafenib, 

a BRAF inhibitor, and restores the sensitivity of A2058 cells to dacarbazine, a conventional 

alkylating agent commonly used for melanoma treatment. Although further and in-depth 

investigations are needed, the present study demonstrates that marine carotenoids may be used 

as adjuvants, improving the sensitivity of melanoma cells to chemotherapy. 
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ABSTRACT  

Tisochrysis lutea (T. lutea, ex Isochrysis affinis galbana or T-Iso) is a marine haptophyte that 

was first isolated from Tahiti seawater. Because of its high content in lipids, this tropical species 

is commonly used in aquaculture to feed fishes, crustaceans and molluscs larvae. It is also 

considered as a rich source of fucoxanthin with a high potential for nutraceutical, cosmetic and 

pharmaceutical applications. The purpose of the present study was to detail the pigment 

composition of T. lutea and develop an efficient process to obtain highly purified fucoxanthin 

from this species for human health applications. Using high-resolution UPLC-DAD-MS/MS, 

we demonstrated for the first time the presence of echinenone, 3-hydroxy-echinenone and 

chlorophyll c2-MonoGalactosylDiacylGlycerol [18:4/14:0] in unstressed cultures of T. lutea. 

The chemotaxonomic relevance of this updated pigment composition was discussed in relation 

to the Haptophyta phylum. A two-step purification of T. lutea fucoxanthin was then conducted 

using centrifugal partition chromatography coupled to flash chromatography. This process 

allowed the recovery of highly purified fucoxanthin (purity > 99%), that was further assessed 

as a low-toxicity antineoplastic and chemosensitizing natural product in human chemoresistant 

melanoma cells. T. lutea purified fucoxanthin exerted an antiproliferative activity in A2058 

melanoma cells and reversed in vitro their chemoresistance to dacarbazine, a DNA-alkylating 

agent clinically used for the treatment of metastatic melanoma. In conclusion, this study 

demonstrates that T. lutea is a rich source of fucoxanthin, an antineoplastic carotenoid with 

chemosensitizing activity in human chemoresistant melanoma cells, that can be highly purified 

using an optimized combination of centrifugal partition chromatography and flash 

chromatography. 

 

Keywords: carotenoids; centrifugal partition chromatography; pigments; melanoma; multidrug 

resistance.  
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1. Introduction 

 Tisochrysis lutea (T. lutea), formerly named Isochrysis affinis galbana or T-Iso is a 

marine brown microalga (Haptophyta) originally isolated from tropical seawater (Tahiti, French 

Polynesia) [1]. This species is widely used in aquaculture because it contains a high amount of 

polyunsaturated fatty acids (PUFAs), notably docosahexaenoic acid (DHA). T. lutea also 

presents a promising nutraceutical and pharmaceutical potential [2–4], not only as a rich source 

of PUFAs but also because of its high content in carotenoids and vitamins [5,6]. Preliminary 

analyses of T. lutea pigment composition by our research group have shown that this species 

contains a high amount of fucoxanthin and unidentified carotenoids (named Car43 and Car48) 

that present a chemotaxonomic interest [7].  

 Fucoxanthin is a marine carotenoid of great commercial value according to its cosmetic, 

pharmaceutical and nutraceutical applications [8]. Several biological and pharmacological 

activities have been demonstrated for fucoxanthin, including antioxidant, anti-obesity, anti-

diabetic, anti-inflammatory and anticancer effects [9–12]. It is currently sold as a food 

supplement in nutrition shops, for its anti-obesity activity, and it has no significant oral toxicity 

according to in vivo studies [13,14]. Fucoxanthin has demonstrated a high potential as a natural 

anticancer compound, as it is able to induce apoptosis in a wide variety of cancer cells in vitro 

and prevent tumor initiation, growth, metastasis and angiogenesis in vivo [11,15]. Fucoxanthin 

also enhanced the cytotoxicity of anticancer drugs in leukaemia, colon, liver, breast and cervical 

cancer cells, suggesting its potential use a natural chemosensitizing nutrient in adjuvant therapy 

in cancer patients [16–19]. However, the pharmaceutical development of fucoxanthin has been 

slowed by the complexity of its extraction and purification from seaweeds and microalgae, that 

limits the easy access to high amounts of highly purified pigment.  Conventional extractions of 

fucoxanthin from algae are based on the use of organic solvents such as dimethyl sulfoxide 

(DMSO) and acetone by simple maceration procedure. Extracts are then subjected to classical 

purification methods including silica gel column chromatography, preparative thin layer 

chromatography, or high-performance liquid chromatography (HPLC) [2,20–22]. Although 

efficient to obtain highly purified carotenoids, these methods are usually time-consuming, 

require large volumes of toxic organic solvents, may be limited by pigment retention or 

chemical transformation in the stationary phase, and can only be employed with limited 

amounts of sample and low recovery yields. To overcome these problems, preparative 

centrifugal partition chromatography (CPC) systems have been used as a scale-up approach for 

the purification of bioactive products from complex natural matrices [23], but only few papers 

have applied this very efficient process to the purification of microalgae pigments  [24]. 
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 CPC is a liquid-liquid chromatography technique using non-miscible biphasic solvent 

systems that allow the fast and efficient separation of mixture compounds according to their 

partition coefficient (K), the ratio of their amounts in the stationary and mobile phases. As CPC 

is a solid stationary phase-free technique, it allows a faster and inexpensive separation of 

structurally diverse compounds, with higher sample loading capacity, less solvent use, 

possibility to recover solvents after purification and complete sample recovery [25,26]. For 

these reasons, CPC has been widely used for the purification of bioactive compounds from 

plants [27–29]. In contrast, studies using CPC for the separation of algae metabolites are rare 

and almost inexistent for microalgae. Only one pioneering investigation studied the β-carotene 

CPC extraction and purification from Dunaliella salina culture medium, with the objective to 

purify it without damaging microalgae cells, resulting in the recovery of 65% of the total 

amount of β-carotene with less than 35% cell disruption [24]. CPC has also been described as 

an efficient method for the purification of fucoxanthin from seaweeds [30], but to date, no report 

exist about a fucoxanthin purification process based on CPC of a microalgae extract. 

 In this paper, we analysed in detail the complete pigment composition of T. lutea using 

high-resolution UPLC-DAD-MS/MS and reported the presence of echinenone, 3-hydroxy-

echinenone and chlorophyll c2-MonoGalactosylDiacylGlycerol, that were previously reported 

as unidentified carotenoids and chlorophyll derivatives in this species. We then optimized a 

two-steps purification process based on the coupling of CPC with flash chromatography, that 

allowed the recovery of highly purified fucoxanthin, with an extraction yield superior to all 

other reported processes. Finally, we demonstrated that highly purified fucoxanthin from T. 

lutea exerted a moderate antiproliferative activity in chemoresistant human melanoma cells and 

reverted their chemoresistance to dacarbazine, a DNA-alkylating agent clinically used to treat 

metastatic melanoma.  

 

2. Materials and methods 

 

2.1. Microalgae culture, harvest and freeze-drying 

 Tisochrysis lutea CCAP 927/14 (Figure 1) was grown in a commercial 16 L 

photobioreactor LUCY© (Synoxis algae, Le Cellier, France) containing 0.2 µm filtered and 

autoclaved seawater enriched with Walne’s medium 4 mL.L-1.  The culture was realized in 

batch condition with an increasing irradiance from 74 to 300 µmol photons m-2.s-1 from day 0 

to day 3 in a climate room at 18 °C. A pH 9 regulation was maintained with a regulated CO2 

injection. After 9 days, cells reached a concentration of 4,07×107 cell.mL-1. At this early 
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stationary phase, 16 L of culture were harvested by centrifugation. The microalgae paste was 

frozen at -80°C and freeze-dried before extraction. 

 

 

Figure 1. Tisochrysis lutea (strain T-Iso CCAP 927/14). ©IFREMER, Nantes, France. 

 

2.2. Sonication-assisted extraction of T. lutea pigments 

 T. lutea lyophilized biomass was subjected to sonication-assisted extraction using 

absolute ethanol as solvent (2 g of biomass/500 mL of solvent). Extraction was performed using 

an ultrasonic processor (50W, 30 kHz, UP50H model, Hielscher, Germany), with 100% 

amplitude and continuous pulse cycle, for 30 min and under constant stirring. In order to limit 

thermal degradation of pigments by the heat generated at the sonicator tip, the extraction 

procedure was entirely performed on ice. The pigment extract was filtered through a PVDF 

0.22 µm membrane and solvent was evaporated in amber vials (45 °C, vacuum). Five hundred 

and three mg of T. lutea dried ethanol extract (Tl-EtOH) were recovered, corresponding to a 

25.15% pigment extraction yield (w/w) as compared to the starting biomass. This pigment 

extraction was carried out iteratively, to obtain grams of Tl-EtOH, that were stored at -20 °C 

until chemical characterization and pharmacological assays. 

 

2.3. Scanning electron microscopy (SEM) 

 SEM analysis was performed in order to evaluate cell morphology after freeze-drying 

and sonication-assisted extraction. Cells were placed on a conductive double layer carbon 
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support and examined in environmental mode without metal coating, using a Philips-FEI 

Quanta 200 ESEM/FEG microscope, equipped with a FEG canon delivering 1 to 30 kV beam 

current [31].  

 

2.4. UPLC-DAD-MS/MS analysis  

 Pigment composition was determined using an Acquity UPLC H-Class (Waters, 

Milford, USA) coupled to a Waters 2996 photodiode array detector or a Xevo G2 S Q-TOF 

mass spectrometer, equipped with an electrospray ionization (ESI) source (Waters, Manchester, 

England). The chromatographic system consisted of a quaternary pump (Quaternary Solvent 

Manager, Waters) and an automatic injector (Sample Manager-FTN, Waters) equipped with a 

10 µL sample loop. Tl-EtOH was dissolved in methanol to obtain a 1 mg.mL-1 solution and 5 

or 10 µL (for MS or UV analysis, respectively) were injected in a C18 column (Acquity UPLC 

BEH C18, Waters) (2.1 x 50 mm, 1.7 µm), using a flow rate of 300 µL.min-1. The elution 

gradient was composed of solvents A (0.001% formic acid in water) and B (0.001% formic acid 

in methanol) as follows: 0 – 1 min, 80% B; 1 – 2 min, 80-81% B; 2 – 5 min, 81% B; 5 – 7 min, 

81-81.5% B; 7 – 10 min, 81.5% B; 10 – 11 min, 81.5-83% B; 11 – 14 min, 83% B; 14 – 16 min, 

83-85% B; 16 – 20 min, 85% B; 20 – 23 min, 85-90% B; 23 – 27 min, 90% B; 27 – 29 min, 90-

95% B; 29 – 35 min, 95% B; 35 – 37 min, 95-98% B; 37 – 43 min, 98% B; 43 – 44 min, 100% 

B; 44 – 48 min, 100% B; 48 – 48.5 min, 100-20% B; 48.5 – 53 min, 20% B [32,33]. Column 

and injector were kept at 25 and 7 °C, respectively, during all analyses. UV spectra acquisition 

was performed in a 300-800 nm interval, with a 5 Hz acquisition frequency and 1.2 nm 

resolution. All MS analyses were performed in the positive ionization mode, with MSE function 

in centroid mode. Final ESI conditions were: source temperature 120 °C, desolvation 

temperature 500 °C, cone gas flow-rate 50 L.h-1, desolvation gas flow-rate 300 L.h-1, capillary 

voltage 3.0 kV, sampling cone voltage 35 V, and source compensation 80 V. The instrument 

was set to acquire over the m/z 250 – 2000 range with a scan time equal to 0.5 s. Ramp collision 

energy was from 10 to 30 V and mass spectrometry calibration was performed before analysis 

using 0.5 mM sodium formate solution. Leucine Enkephalin (M = 555.62 Da, 1 ng.µL-1) was 

used as lock-mass. UPLC-DAD chromatograms were recorded in full scan mode (300-800 nm) 

and UPLC-MSE data were collected in positive mode (ESI+). Mass error between experimental 

and theoretical parent or fragment ions was calculated as [(experimental m/z – theoretical m/z) 

/ theoretical m/z] x 106
. Quantitative analysis of fucoxanthin was performed under the same 

conditions, using an analytical standard (>99% purity, Sigma Aldrich, France). A calibration 

curve (0–1000 µg.mL-1, R2 = 0.9994, UV detection at 450 nm) allowed the determination of the 
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fucoxanthin content in extracts and fractions. All quantitative analyses were performed in 

triplicate. 

 

2.5. CPC biphasic solvent system 

 A biphasic solvent system was optimized and selected for CPC separation using 

different proportions of CHex/MeOH/H2O (Table 1). The solvent system was selected 

according to the determination of the partition coefficient K by UPLC-DAD analysis as 

mentioned above. A set of biphasic systems was tested using the shake-flask method [28]. An 

aliquot of Tl-EtOH was solubilized in the different solvent systems, transferred into separatory 

funnels, shaken vigorously, then kept still until complete separation of the two phases. After 

equilibration, the upper and lower phases were monitored by TLC. K values for fucoxanthin 

were calculated by UPLC-DAD using the area under curve (AUC) values obtained for both 

phases. Finally, the biphasic solvent system CHex/MeOH/H2O (6:6:1, v/v/v/) was selected for 

CPC purification, considering that the intermediate K-value allowed a good affinity of 

fucoxanthin for the mobile phase and resolutive separation. The upper phase was defined as the 

stationary phase and the lower phase as the mobile phase (descending mode). 

 

Table 1. Determination of K values for fucoxanthin (Fuco) in different solvent systems, as 

[Fuco]upper / [Fuco]lower. 

Solvent system K-value (fucoxanthin) 

CHex/MeOH/H2O  

5:5:1 0.93 

6:6:1 1.20 

6:5:1 1.16 

7:7:1 1.77 

8:8:1 1.30 

 

2.6. CPC pigments separation 

 CPC was performed on a Spot CPC with a 250 mL rotor containing 1953 twin-cells 

(Armen Instrument, Saint Avé, France). The CPC system was equipped with a gradient pump 

and a 6-ways valve 10 mL injection loop. Initially, the rotor was filled in descending mode with 

the upper stationary phase at 30 mL.min-1 and rotation speed of 1000 rpm. Then, the system 

was equilibrated with the lower mobile phase at 15 mL.min-1 (1600 rpm), in the same mode. 

The retention of the stationary phase was calculated as 68% (170 mL retained in the rotor). Tl-
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EtOH (750 mg) was solubilized in equal volumes of stationary and mobile phases and manually 

injected. The entire separation was performed in descending mode, with a flow rate fixed at 10 

mL.min-1 and rotation speed kept at 1600 rpm. After 80 min of elution, the extrusion was 

achieved by pumping the stationary phase at 20 mL.min-1 and 1600 rpm for 30 min. Fractions 

were collected every 10 and 20 mL during elution and extrusion respectively, and pooled when 

their TLC profile were similar, leading to pooled fractions enriched in fucoxanthin.  

 

2.7. Flash chromatography purification 

 CPC fractions enriched in fucoxanthin were transferred to flash liquid chromatography, 

as previously reported [32]. Fractions were separately solubilized in methanol and added to 3 g 

of Celite® 545 (Sigma Aldrich, France). After manual homogenization and complete solvent 

evaporation, the mixture was placed in a pre-column, which was coupled on the top of a PF-

C18 column (20 g, 15 µm). The purification was performed in an Interchim Puriflash PF430 

system, equipped with an automatic collector (10 mL per tube), using a mobile phase composed 

of a ternary solvent gradient: A (MeOH/H2O, 80:20, v/v), B (acetonitrile/H2O, 90:10, v/v) and 

C (isopropanol). Elution was monitored at 450 nm, using a fixed flow rate (5 mL.min-1) and the 

following gradient program: 0 – 5 min, 100% A; 5 – 9 min, 100% B; 9 – 45 min, 30% B and 

70% C; 45 – 50 min, 100% C; 50 – 55 min, 100% C; 55 – 60 min, 100% B; 60 – 65 min, 100% 

A; 65 – 70 min, 100% A. Peaks corresponding to fucoxanthin were collected and fucoxanthin 

content was determined by UPLC-DAD as mentioned above. 

 

2.8. Antimelanoma activity of fucoxanthin purified from T. lutea 

 

2.8.1. Antiproliferative activity 

 The antiproliferative activity of purified fucoxanthin was evaluated on A2058 cells 

(ATCC® CRL-11147™), expressing the BRAF V600E oncogenic mutation. These are highly 

invasive and metastatic human melanoma cells, deriving from a lymph node metastasis, 

tumorigenic at 100% frequency in nude mice and chemoresistant to some anticancer drugs [34]. 

Cells were grown in 75 cm2 flasks containing DMEM culture medium supplemented with 10% 

foetal calf serum (FCS) and 1% antibiotics (penicillin-streptomycin) (Dominique Dutscher, 

France). Cells were kept at 37 °C in a 5% CO2 humidified atmosphere during all experiments. 

Fucoxanthin was solubilized in DMSO and then diluted in the cell culture medium. Initially, 

melanoma cells (2000/well) were added into 96-well microplates and treated with increasing 

concentrations of fucoxanthin (1 – 100 µM) for 72 h. The final DMSO concentration was equal 
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to or lower than 1% and tested as negative control. After treatment, cell viability was determined 

by the MTT assay as previously described [31,34] and IC50 value was calculated from at least 

three independent measurements.  

 

2.8.2. Chemosensitizing effect  

In order to evaluate the ability of fucoxanthin to sensitize A2058 cells to chemotherapy, 

different concentrations (1 – 100 µM) of Vemurafenib (BRAF inhibitor, Selleckchem, France) 

and Dacarbazine (DNA alkylating agent, Sigma-Aldrich, France) were tested alone or 

combined to fucoxanthin at its ½IC50 (7.5 µM). After 72h of treatment, cell viability was 

measured by the MTT assay and results were expressed as IC50. The combination index (CI) 

were calculated according to the Chou-Talalay method [35], using the free software CompuSyn 

(version 1.0). Briefly, CI < 1.0 indicates synergism, CI > 1.0 indicates antagonism, and CI ≅ 

1.0 indicates an additive effect. 

 

2.9. Statistical analysis 

 Data were expressed as mean ± standard error of the mean and analysed by unpaired 

Student’s t test (n=3 or more) using the software GraphPad Prism 6.0. Values of p<0.05 were 

considered statistically significant. IC50 values were calculated by nonlinear regression 

analysis. 

 

3. Results and Discussion 

 

3.1. Sonication-assisted extraction of T. lutea pigments 

 Various processes have been developed to extract pigments from microalgae, depending 

on the cell wall solidity (silicified frustule, calcified coccolithes, cellulosic theca) and potential 

presence of extracellular structures (EPS, mucus) [31,36,37]. A perfect pigment extraction 

process should combine simplicity, low cost, high speed, eco-efficiency, reproducibility, 

possible selectivity based on the biochemical characteristics of the pigment, protection from 

thermal and photic damage, high yield and scalability to the industrial level. Although T. lutea 

does not contain a hard cell wall, it is covered by a dense layer of thin calcified scales similar 

to those found in Isochrysis galbana [1]. To ensure maximum pigment extraction efficiency, 

freeze-dried T. lutea biomass was subjected to sonication-assisted extraction. SEM observation 

of T. lutea before extraction revealed in fact that most cells were already open following the 

freeze-dried process of concentrated biomass coming from the photobioreactor (Figure 2A and 
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B). Probably the freezing step was sufficient to break most cells, whose membranes merged 

during the water sublimation step. Some salt crystals coming from the algal cell culture medium 

could also be observed in the freeze-dried microalgae powder. Occasionally, intact cells 

exhibiting a spherical to ovoid shape, coherent with the expected cell morphology, and a length 

varying from 4 to 7 µm could be observed, suggesting that the sonication step could improve 

the pigment extraction yield (Figure 2A and B). After sonication in ethanol, no clear 

morphological change was observed and fusion or tearing of cell membranes could also be 

noticed (Figure 2C and D). In conclusion, the combination of freeze-drying and sonication in 

ethanol allowed to break most T. lutea cells and favoured the exposure of the intracellular 

content to the extraction solvent to achieve an efficient pigment extraction. 

 

 

Figure 2. Scanning electron microscopy analysis of freeze-dried T. lutea cells before (A and 

B) and after sonication-assisted extraction (C and D). Magnification ×6000 (A and C) and 

×12000 (B and D). 
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3.2. Pigment composition of T. lutea 

 UPLC-DAD analysis of Tl-EtOH provided a chromatogram containing eighteen peaks 

(300–800 nm, full scan) (Figure 3). The first pigment eluting as a major peak at 5.51 min was 

identified as fucoxanthin (C42H58O6), with a maximal absorption wavelength at 453 nm in 

UPLC solvents and a peak at m/z 681.4131 present in its mass spectrum, identical to the sodium 

adduct [M+Na]+ expected for this compound (Figure 4). Its high resolution MS/MS spectrum 

also showed fragment patterns at m/z 641.4222 and 581.4007, corresponding to [M+H-H2O]+ 

and [M+H-H2O-AcOH]+, respectively (Table 2) [38]. 

 In accordance with previous reports, fucoxanthin isomers, diadinoxanthin, diatoxanthin, 

β,β-carotene, chlorophyll a, pheophytin a and chlorophylls c1 and c2 were also identified in Tl-

EtOH [7,39]. Diadinochrome, 3-hydroxy-pheophytin a and epimers were also detected but 

considered as pigment derivatives produced by thermal damage or chemical reaction with 

ethanol during the sonication step. These derivatives are indeed absent or minority in 

phytoplankton living cells [31,32]. 

 

 

Figure 3. UPLC-DAD chromatogram (full scan, 300-800 nm) of Tl-EtOH. Peak 

characterization is shown in Table 2. 
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Figure 4. UV, MS (ESI+) and MS/MS (ESI+) spectra (A, B and C, respectively) of fucoxanthin 

identified in Tl-EtOH (peak 1, Fig. 3). 
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Table 2. Pigments identified in Tl-EtOH by UPLC-DAD-MS/MS analysis. Peak number according to Figure 3. 

Peak Pigment RT 

(min) 

Molecular 

formula 

λmax (nm) 

 

Band III/II 

ratio (%) 

Experimental m/z (Δ, ppm) MS2 fragments m/z 

M·+ [M+H]+ [M+Na]+ 

1 Fucoxanthin  5.51 C42H58O6 453 - - - 681.4131 

(0.0) 

641.4222, 581.4007 

2 Chlorophyll c2 6.24 C35H28O5N4Mg 452, 586, 

635 

- - 609.1971 

(2.8) 

631.1799 

(2.5) 

549.1777 

3 Chlorophyll c1 6.49 C35H30O5N4Mg 453, 584, 

639 

- - 611.2125 

(3.3) 

633.1941 

(3.6) 

551.1903 

4 Diadinoxanthin 11.56 C40H54O3 425, 445, 

476 

61.11 582.4072 

(0.2) 

- - 567.3815, 490.3434 

5 Diadinochrome 13.52 C40H54O3 408, 429, 

456 

95.65 582.4074 

(0.2) 

- 605.3972 

(0.2) 

502.3440, 221.1538, 

181.1233 

6 Fucoxanthin isomer 14.4 C42H58O6 453 - 658.4225 

(1.2) 

- 

 

681.4126 

(1.0) 

527.3135, 467.2901 

7 Diadinochrome isomer 15.99 C40H54O3 408, 429, 

456 

73.68 582.4073 

(0.0) 

- 605.3971 

(0.0) 

502.3439, 221.1540, 

181.1221 

8 Diatoxanthin 17.85 C40H54O2 427, 451, 

480 

33.33 566.4128 

(0.7) 

- 689.4018 

(0.0) 

474.3496, 119.0862 

9 3-hydroxy-echinenone 31.82 C40H54O2 456 - 566.4124 

(0.0) 

- 589.4020 

(0.3) 

474.3490, 209.1338, 

119.0863 

10 Echinenone 34.74 C40H54O 465 - 550.4179 

(0.7) 

- 573.4070 

(0.4) 

458.3551, 203.1428, 

119.0852 

11 Chlorophyll a 36.49 C55H72O5N4Mg 431, 665 - 892.5333 

(2.2) 

- 915.5225 

(2.8) 

614.2379 555.2235, 

481.1874 

12 Chlorophyll a epimer 37.95 C55H72O5N4Mg 430, 665 - 892.5334 

(2.1) 

- - 614.2377, 555.2289, 

481.1897 
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13 Chl c2-MGDG 

[18:4/14/0] 

39.12 C76H96O14N4Mg 458, 590, 

635 

- - 1313.6840 

(0.9) 

-  549.4880 

14 Hydroxy-pheophytin a 41.48 C55H74O6N4 405, 508, 

534, 663 

- - 887.5660 

(3.0) 

- 609.2703 

15 Hydroxy-pheophytin a 

epimer 

41.95 C55H74O6N4 407, 504, 

533, 666 

- - 887.5662 

(2.8) 

- 609.2719 

16 β,β-Carotene 42.60 C40H56 422, 448, 

472 

46.67 536.4390 

(1.5) 

- - 444.3734 

17 Pheophytin a 43.16 C55H74O5N4 408, 504, 

535, 665 

- - 871.5724 

(1.5) 

- 593.2762, 533.2554,  

18 Pheophytin a epimer 43.98 C55H74O5N4 408, 507, 

538, 666 

- - 871.5721 

(1.8) 

- 593.2762, 533.2554,  

RT: retention time. Chl c2-MGDG: chlorophyll c2-monogalactosyldiacylglyceride ester [18:4/14:0]. 
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 Echinenone and 3-hydroxy-echinenone were also identified in Tl-EtOH. The retention 

time of 3-hydroxy-echinenone (peak 9) was significantly lower than that of echinenone (peak 

10) in accordance with a gain of polarity due to hydroxylation (Figure 3). After comparing the 

chromatographic and spectral data, we found that these two pigments corresponded to the 

unidentified carotenoids Car43 and Car48 respectively, previously described by our research 

group in the strain T-Iso CCAP 927/14 [7].  

Interestingly, another non-described pigment for T. lutea was detected in the Tl-EtOH 

chromatogram (Figure 3). Peak 13, eluting at 39.12 min, showed a characteristic chlorophyll c 

UV spectrum, with three maximum absorption bands at 458, 590 and 635 nm. Its retention time 

was shifted compared to chlorophylls c2 and c1 (6.24 and 6.49 min, respectively), corresponding 

to a chromatographic behaviour typical of a non-polar chlorophyll c derivative [40,41]. Its high-

resolution mass spectrum revealed a peak at m/z 1313.6840, corresponding to the protonated 

adduct [M+H]+ for the molecular formula C76H96O14N4Mg (Table 2). The fragmentation pattern 

at m/z 549.4880 indicated a consistent similarity for a chlorophyll c2 derivative. Taken together 

and in comparison with literature data [42], these findings allowed the identification of peak 13 

as Chl c2-MGDG (chlorophyll c2-monogalactosyldiacylglyceride ester [18:4/14:0]). 

The chemical structures of the main identified pigments are presented in Figure 5. In the 

next section, we discuss the physiological and chemotaxonomic relevance of the complete 

pigment composition determined for T. lutea. 

 



313 

 

 

Figure 5. Chemical structures of the main pigments found in Tl-EtOH. 

 

3.3. Physiological and chemotaxonomic relevance of T. lutea pigments composition 

Previously named Isochrysis affinis galbana (T-Iso), T. lutea (T-Iso CCAP 927/14) 

contains chlorophylls a, c1 and c2, fucoxanthin and ,-carotene as light-harvesting pigments 

for photosynthesis. Diatoxanthin and diadinoxanthin are photoprotective pigments involved in 

heat dissipation and protection of photosystem from harmful effects of lights [42]. Based on 

their pigments community,  T. lutea and I. galbana have been grouped in a taxonomic cluster 

named HAPTO-3 [7,42]. This group is characterized by the presence of common carotenoids 

(diatoxanthin, diadinoxanthin and fucoxanthin) [7,39]; however two previously unidentified 

carotenoids were only detected in T. lutea (T-Iso CCAP 927/14) [7]. In this paper, we identified 

these carotenoids, previously named Car43 and Car48, as 3-hydroxy-echinenone and 
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echinenone, respectively. This result is in line with data reporting the presence of both 

carotenoids in T-Iso cultivated under nitrogen, sulphur and magnesium-limited culture 

conditions [43]. As echinenone and 3-hydroxy-echinenone are absent from the pigment 

composition of I. galbana, they can be considered as robust chemotaxonomic markers for T. 

lutea, allowing species differentiation through pigment analysis without the need for genetic 

analysis required by their morphological similarities [1]. 

In this study, we also describe for the first time the identification of a non-polar 

chlorophyll c2 derivative (Chl c2-MGDG [18:4/14:0]) in T. lutea. Haptophytes may contain 

different kinds of chlorophyll c, notably chlorophylls c1, c2 and c3. Chlorophyll c2 represents the 

most common type in haptophytes species and some non-polar derivatives have been reported 

[41,44,45]. Phytylated chlorophyll c-like pigments have been described in Emiliania huxleyi, 

Prymnesium parvum and Isochrysis galbana [46,47]. Chlorophyll c2-

monogalactosyldiacylglyceride pigments are also common in haptophytes. A high-molecular 

weight chlorophyll c2-galactolipid was isolated from Chrysochromulina polylepis (now 

renamed Prymnesium polylepis CCMP 286) containing two myristic acid residues (Chl c2-

MGDG [14:0/14:0]) [41]. Chl c2-MGDG [18:4/14:0] containing one octadecatetraenoic acid 

(18:4) and one myristic acid (14:0) unit was reported as a novel marker pigment in E. huxleyi 

[40], but it was also present in other haptophyte species such as P. parvum, Ochrosphaera 

neopolitana and Phaeocystis antartica [45]. In the same study, Chl c2-MGDG [18:4/14:0] was 

also identified as a marker of I. galbana strains (haptophyte pigment type 3). Our data now 

prove that this non-polar chlorophyll c2 derivative is also present in T. lutea, confirming its 

wide distribution in the haptophyte group.  

The occurrence of non-polar chlorophyll c derivatives has been used in oceanographic 

investigations as a chemical indicator for the presence of haptophytes in natural waters [48]. 

Particularly, the identification of derivatives containing a galactolipid linked to a pigment can 

be considered as a highly discriminant chemotaxonomic signature for the rapid and accurate 

identification of species or taxonomic groups within a mix of natural phytoplankton populations 

[40].  In addition to their chemotaxonomic interest, these molecules also ensure a fundamental 

biochemical role in microalgae. Chl c2-MGDG [18:4/14:0] could indeed have a light-harvesting 

function, participate to the assembly of light-harvesting complexes [49], and act as a transporter 

of chlorophyll c2 from the MGDG-rich lipid bilayer located in the inner chloroplast envelope 

membrane to its final location in the light-harvesting pigment complexes of the thylakoids 

[45,50]. A complete taxonomic analysis for pigments found in Tl-EtOH is shown in Table 3. 
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Table 3. Taxonomic analysis of pigments identified in Tl-EtOH. HAPTO-3: taxonomic group of haptophytes according to [42] and [7]. 

Peak Pigment Taxonomic coherence Reference 

1 Fucoxanthin  Extensively reported in haptophytes, notably in HAPTO-3  [7,38,41,42,45] 

2 Chlorophyll c2 Extensively reported in haptophytes [7,42,45,47] 

3 Chlorophyll c1 Extensively reported in haptophytes [7,42,45,47] 

4 Diadinoxanthin Extensively reported in haptophytes, notably in HAPTO-3 [7,41,42,45] 

5 Diadinochrome Produced by diadinoxanthin rearrangement in weakly acid solutions [7,41,42,45] 

6 Fucoxanthin isomer Isomerization of fucoxanthin [7,42] 

7 Diadinochrome isomer Isomerization of diadinochrome [31,42] 

8 Diatoxanthin Extensively reported in haptophytes, notably in HAPTO-3 [7,41,42,45] 

9 3-hydroxy-echinenone Reported in T-Iso under nutrient-depleted conditions; not reported in I. galbana [43] 

10 Echinenone Reported in T-Iso under nutrient-depleted conditions; not reported in I. galbana [43] 

11 Chlorophyll a Ubiquitary in photosynthetic algae [7,31–33,42] 

12 Chlorophyll a epimer Epimerization of Chl a [31,32,42] 

13 Chl c2-MGDG [18:4/14/0] Reported in haptophytes such as I. galbana, E. huxleyi, P. parvum, O. neopolitana and 

P. antartica  

[40,42,45] 

14 Hydroxy-pheophytin a Hydroxylation of pheophytin a during extraction [31,32,42] 

15 Hydroxy-pheophytin a epimer Epimerization of hydroxy-pheophytin a [31,32,42] 

16 β,β-Carotene Ubiquitary in photosynthetic algae [31–33,42] 

17 Pheophytin a Pheophytination of Chl a during extraction [32,42] 

18 Pheophytin a epimer Epimerization of pheophytin a [31,32,42] 
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3.4. Fucoxanthin purification by CPC coupled to flash chromatography 

 Fucoxanthin is a dominant carotenoid found in most algal classes of the red and brown 

lineages, contributing to more than 10% of all carotenoids production estimated in nature [51]. 

Currently, fucoxanthin is mainly extracted at industrial scale from brown seaweeds such as 

Eisenia bicyclis, Laminaria japonica, Undaria pinnatifida and Sargassum sp. [51,52]. 

However, microalgae (particularly diatoms [53] and haptophytes [45]) are progressively being 

considered an interesting alternative source because of their higher fucoxanthin content [54], 

growth performance, metabolic plasticity and possible optimization by 

mutation/selection/transformation to obtain high production yields all along the year. Among 

these species, T. lutea has been highlighted as a promising source of fucoxanthin for 

commercial purposes [38]. In this paper, we selected CPC as a cost-effective and low   

environmental impact technology for fucoxanthin separation from T. lutea ethanol extract. 

Figure 6 illustrates the strategy developed to separate and purify this pigment. Initially, Tl-

EtOH was submitted to CPC separation using CHex/MeOH/H2O (6:6:1) as solvent system, in 

descending mode. Collected fractions were pooled when TLC analysis indicated that they 

contained similar compounds. As a result, 16 pooled fractions were obtained (F1 to F16). After 

UPLC-DAD dosage, fucoxanthin-enriched fractions were selected for final refining 

purification by flash chromatography.   
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Figure 6. Flowchart of the separation and purification of fucoxanthin from T. lutea ethanol 

extract (Tl-EtOH) using CPC. 750 mg Tl-EtOH were injected into CPC and separated in 

fractions collected during elution and extrusion. Fractions containing similar composition after 

TLC monitoring were pooled and dried. Pooled fractions containing fucoxanthin were analysed 

by UPLC-DAD to determine the fucoxanthin concentration. A final purification step was 

performed by flash chromatography to obtain highly purified fucoxanthin.  

 

 After drying, the first CPC fractions (F1 to F5) looked like an orange amorphous paste, 

indicating a high content of carotenoids. TLC analysis confirmed that these fractions contained 

fucoxanthin, whereas the other ones did not and were discarded. After UPLC-DAD analysis, 

F2 (66.7 mg), F3 (50.7 mg) and F4 (61.6 mg) were found to contain 24.8, 65.7 and 36.1% (w/w) 

of fucoxanthin, respectively (Table 4, Figure 7). The fucoxanthin content of previous and 

following fractions decreased abruptly (1.8 and 1.9% for F1 and F5, respectively). The major 

impurities were identified as chlorophylls c1 and c2. Some fractions also contained minor 

carotenoids, such as diadinoxanthin, diatoxanthin and diadinochrome. However, non-polar 

pigments (e.g. chlorophyll a, pheophytin a, echinenone, 3-hydroxy-echinenone, Chl c2-MGDG 

[18:4/14/0], β,β-carotene and derivatives) were not detected in fractions F1 to F5, suggesting 
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that a single CPC run was able to separate polar from non-polar pigments, resulting in 

fucoxanthin-enriched fractions. 

 

 

Figure 7. (A) UPLC-DAD chromatograms at 450 nm of fucoxanthin-enriched fractions (F1 to 

F5) obtained after CPC separation. (B) Fucoxanthin content (%, w/w) was calculated after 

normalization of data vs a calibration curve obtained with standard fucoxanthin (purity>99%, 

Sigma-Aldrich®). All measurements were performed in triplicate. 

 

In order to improve the purity of fucoxanthin-enriched fractions to a value close to 

100%, the pooled fractions (F1 to F5) were subjected to a final refining step by flash 

chromatography. The chromatographic separation was performed following an optimized 

method we previously reported for flash chromatography microalgae pigments purification 

[32]. As shown in Figure 8, chromatograms revealed fucoxanthin as the major compound of 

fractions F1 to F4. Due to their close polarity, the solvent system employed in the CPC 

procedure was not able to separate fucoxanthin from chlorophylls c1 and c2. No fucoxanthin 

peak was detected in fraction F5 where chlorophylls were dominant. For each fraction, the peak 

corresponding to fucoxanthin was collected for further quantification by UPLC-DAD.  
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Figure 8. Flash chromatography of fucoxanthin-enriched fractions (F1 to F5). Purification was 

monitored at 450 nm and the peak corresponding to fucoxanthin (highlighted in orange) was 

collected for further analysis by UPLC-DAD.  

 

 UPLC-DAD dosage indicated that fucoxanthin was recovered from F2, F3 and F4 with 

high purity (>99%) (Figure 9).  

 

 

Figure 9. (A) UPLC-DAD chromatograms at 450 nm of fucoxanthin-enriched fractions (F1 to 

F5) obtained after final flash chromatography of CPC pooled fractions. (B) Fucoxanthin purity 

(%, w/w) was calculated after normalization of data vs a calibration curve obtained with 

standard fucoxanthin (purity>99%, Sigma-Aldrich®). All measurements were performed in 

triplicate. 

 



320 

 

Retention time and UV absorption spectrum were in accordance with those observed for 

the analytical standard. Recovered fucoxanthin amounts are presented in table 4 and were 

proportionally higher than those reported in previous studies involving the use of CPC or other 

liquid-liquid chromatographic techniques (e.g. HSCCC, high-speed countercurrent  

chromatography) to purify fucoxanthin from macroalgae, such as L. japonica, U. pinnatifida, 

S. fusiforme and E. bicyclis [30,55] (Table 5).  

 

Table 4. Fucoxanthin content (mass and massic percentage) in CPC pooled fractions and after 

final purification by flash chromatography. Fucoxanthin dosage was performed in triplicate by 

UPLC-DAD analysis at 450 nm, using commercial fucoxanthin (purity >99%, Sigma-Aldrich®) 

as standard (R2=0.9994). 

CPC separation  

(injection of 750 mg Tl-EtOH) 

Flash chromatography purification 

(fucoxanthin peak collection) 

CPC 

fraction 

Dried 

mass 

(mg) 

Fucoxanthin 

content 

(%, w/w) 

Dried mass 

injected (mg) 

Fucoxanthin 

recovered (mg) 

Fucoxanthin 

purity  

(%, w/w) 

F1 56.4 1.8 22.6 0.5 50.8 

F2 66.7 24.8 48.7 2.9 >99 

F3 50.7 65.7 35.7 2.7 >99 

F4 61.6 36.1 51.2 3.3 >99 

F5 28.5 1.9 22.9 - - 

 

Table 5. Comparison of fucoxanthin extraction yields and purities obtained using various 

extraction and purification methods starting from seaweeds and microalgae. 

Algae Fucoxanthin  

extraction 

solvent  

(extraction 

method) 

Fucoxanthin 

purification 

method 

Fucoxanthin 

extraction yield in 

mg/100 g extract 

(Purity Index) 

Reference 

L. japonica Ethanol 

(MAE) 

HSCCC 3.05-3.56 

(92.2-94.8%) 

[55] 

U. pinnatifida Ethanol 

(MAE) 

HSCCC 64.0-74.0 

(89.3-94.5%) 

[55] 

S. fusiforme Ethanol HSCCC 1.13-1.33 [55] 
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(MAE) (86.8-90.4%) 

E. bicyclis Acetone  

(maceration) 

CPC 33.3 

(98%) 

[30] 

T. lutea Ethanol 

(sonication) 

CPC 1,186.7 

(99%) 

This study 

MAE: microwave-assisted extraction 

 

As a conclusion, CPC coupled to flash chromatography allowed to extract and pre-

purify fucoxanthin from T. lutea with a yield and purity index superior to the values obtained 

with other methods using seaweeds or other microalgae. Fucoxanthin is one of the most 

commercially valuable marine molecules because of its pharmaceutical, cosmetic and 

nutraceutical applications [10,22,52]. For this reason, several research groups work on the 

optimization of microalgae culture conditions that favour its production, as well as the 

development of efficient purification methods, reducing purification costs and limiting the 

deleterious environmental impact of extraction and purification protocols [39,44,55]. 

Considering that the separation conditions can be further optimized, these first results validate 

the rational use of CPC as an efficient eco-friendly method for the high yield extraction and 

pre-purification of fucoxanthin from microalgae.  

 

3.5. Chemosensitizing activity of T. lutea purified fucoxanthin in melanoma cells 

 A large number of studies performed in vitro and in vivo have established the high 

cytotoxic, cytostatic, antimetastatic and antiangiogenic activities of fucoxanthin in various 

cancer cells and tumor models, including melanoma cells [11,56]. Fucoxanthin was also 

combined to anticancer drugs to improve their cytotoxicity [18,19]. In coherence with this 

strategy, we recently highlighted that some carotenoids and apocarotenoids from algae and 

plants not only induce cytotoxicity in melanoma cells, but also sensitize them to the cytotoxic 

effect of chemotherapy, improving the effectiveness of anticancer drugs or reversing their 

chemoresistance [32,34,57]. As fucoxanthin chemosensitizing activity in melanoma cells was 

never assessed before, we evaluated the ability of purified T. lutea fucoxanthin to sensitize 

A2058 human melanoma cells to the cytotoxic effect of dacarbazine and vemurafenib, two 

drugs used for the clinical treatment of metastatic melanoma.  

 As shown in Figure 10A, fucoxanthin induced a concentration-dependent growth 

inhibition, with an IC50 calculated to 14.67 µM. Photomicrographs of control and treated cells 

demonstrated a moderate dose-dependent reduction in cell density, confirming an 

antiproliferative activity of fucoxanthin (Figure 10D). 
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Figure 10. Antiproliferative activity of fucoxanthin (A), dacarbazine (Daca), vemurafenib 

(Vemu) and the respective combined treatments (B and C) in the MTT assay. A2058 cells were 

grown for 72h with increasing concentrations of the antimelanoma drugs (1–100 µM) in the 

absence or presence of fucoxanthin (½IC50, 7.5 µM). Photomicrographs (D) show reduction of 

cell density promoted by combined therapies compared to monotherapies and control untreated 

cells. Data are presented as mean ± SEM, *p<0.05 according to unpaired Student’s t test, from 

at least three measurements.   

 

To evaluate the chemosensitizing potential of fucoxanthin, cells were exposed to 

fucoxanthin combined to vemurafenib or dacarbazine. Vemurafenib is a BRAF inhibitor 

introduced in recent years for the targeted therapy of advanced melanoma, while dacarbazine 

is an alkylating agent classically used in combination with other anticancer drugs for the 
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treatment of metastatic melanoma. In a first step, cells were treated with increasing 

concentrations of vemurafenib or dacarbazine (1-100 µM) for 72h and then cell viability was 

determined by the MTT assay. As presented in Figure 10 and Table 6, A2058 cells were 

sensitive to vemurafenib (IC50 = 12.97 µM), but resistant to dacarbazine (IC50 > 100 µM). Then, 

combined treatments were realized. When associated to dacarbazine, fucoxanthin at its half IC50 

(7.5 µM) restored cell sensitivity to this alkylating agent, reducing its IC50 value to 35.74 µM. 

Photomicrographs also showed an important decrease in cell density compared to dacarbazine 

treatment alone and relevant morphological changes induced by combined therapy, such as cell 

shrinkage and rounding.  In contrast, no significant enhanced antiproliferative effect was 

observed with the combination of fucoxanthin and vemurafenib (Table 6). 

 

Table 6. Antiproliferative activity of fucoxanthin (Fuco), vemurafenib (Vemu), dacarbazine 

(Daca) and combined treatments (Vemu + Fuco and Daca + Fuco). Data are expressed as IC50 

values and 95% confidence interval, from at least three measurements (n=3). For combined 

treatments, increasing concentrations of vemurafenib or dacarbazine (1–100 µM) were 

associated to ½IC50 of fucoxanthin (7.5 µM).    

Monotreatment IC50 (µM) Combined 

treatment 

IC50 (µM) 

Fuco 14.67 (12.78 – 16.84) - - 

Vemu 12.97 (10.66 – 15.78) Vemu + Fuco 10.51 (8.24 – 12.52) 

Daca > 100 Daca + Fuco 35.74 (22.47 – 56.83) 

 

 Combination indexes (CI) were calculated using the Chou-Talalay method in order to 

characterize the chemosensitizing effect of fucoxanthin [35]. CI values were used to determine 

whether fucoxanthin induced an additive (CI = 1), synergistic (CI < 1) or antagonistic (CI > 1) 

influence on the antiproliferative activity of vemurafenib and dacarbazine. As shown in 

Figure 11, Fuco + Daca treatment resulted in an additive effect at 10 and 20 µM dacarbazine, 

and synergistic behaviour at 50 and 100 µM dacarbazine. In contrast, Fuco + Vemu association 

promoted antagonistic effects in almost all doses, except at 50 and 100 µM vemurafenib where 

the effect was considered as synergistic. These data suggest that fucoxanthin reversion of 

dacarbazine chemoresistance in A2058 melanoma cells may be linked to the facilitation of 

dacarbazine access to the intracellular environment that could stimulate dacarbazine-induced 

DNA-alkylation. For example, an integration of fucoxanthin in the cytoplasmic membrane [58] 

may facilitate the penetration of dacarbazine. These data are coherent with the previously 

reported chemosensitizing activity of fucoxanthin in other tumor cell lines [18,19]. 
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Figure 11. Combination index (CI) calculated for the association of fucoxanthin (Fuco) with 

dacarbazine (Daca, A) and vemurafenib (Vemu, B) in the MTT assay. CI = 1 indicates additive 

effect, CI < 1 indicates synergistic effect, while CI > 1 indicates antagonistic effect according 

to Chou-Talalay method [35]. 

 

4. Conclusion 

The work described here demonstrates that T. lutea contains echinenone and 3-hydroxy-

echinenone that can be used as important chemotaxonomic markers to distinguish this species 

from I. galbana. A nonpolar chlorophyll c2 derivative (Chl c2-MGDG [18:4/14:0]) was also 

identified for the first time in T. lutea, confirming the wide distribution of this molecule in the 

Haptophyta phylum. An efficient method coupling CPC to flash chromatography was 

developed to purify fucoxanthin with high yield and very high purity from T. lutea. These data 

validate CPC as a method of choice for the extraction and purification of microalgae carotenoids 

and open the way for further optimization to purify carotenoids at industrial scale using a single 

CPC step. We also report for the first time the ability of purified fucoxanthin to reverse in vitro 

the chemoresistance of human metastatic melanoma cells to dacarbazine, a DNA-alkylating 

agent used in melanoma therapy.  
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6. CONCLUSIONS ET PERSPECTIVES 

Ce travail de thèse s’inscrit dans la validation d’une stratégie thérapeutique innovante 

pour le traitement du mélanome métastatique: la chimiosensibilisation aux anticancéreux par 

des molécules naturelles. Cette étude a permis l’identification, au sein de plantes et de 

microalgues marines, de molécules naturelles peu toxiques, cytostatiques à des concentrations 

non toxiques et permettant d'améliorer l’efficacité des molécules anticancéreuses utilisées en 

chimiothérapie, en particulier le vemurafenib et la dacarbazine.  

Une revue systématique approfondie de la littérature, présentée dans la partie A, a 

permis de mieux comprendre les mécanismes de chimiorésistance des cellules cancéreuses et 

d’identifier des molécules naturelles capables de reverser les principaux mécanismes impliqués 

dans la résistance innée et/ou adaptative aux agents cytotoxiques. Les données extraites des 

articles sélectionnés nous ont permis de qualifier cette stratégie thérapeutique comme étant à la 

fois récente et pouvant être appliquée à une grande variété de lignées tumorales. Les composés 

phénoliques, en particulier les flavonoïdes, figurent parmi les principales classes de métabolites 

secondaires utilisées en sensibilisation tumorale.  

Après avoir déterminé les principaux aspects liés à la sensibilisation tumorale par les 

produits naturels, nous nous sommes dédiés à la purification et à l'identification de substances 

issues d'extraits de plantes et de microalgues et ayant un potentiel antimélanome. Dans la partie 

B, nous avons ainsi présenté une série de flavonoïdes semi-synthétisés ou directement purifiés 

de Gardenia oudiepe, une plante endémique de Nouvelle-Calédonie, ainsi que le profil 

pigmentaire de Bixa orellana, une plante médicinale du Brésil. Deux apocaroténoïdes jamais 

décrits dans la littérature ont été identifiés à partir des graines de B. orellana, les acides 6,8’-

diapocarotene-6,8’-dioïque et 6,7’-diapocarotene-6,7’-dioïque. Nous avons également identifié 

des métabolites connus mais jusqu’alors non décrits dans cette espèce (la naringénine et l’acide 

β-12’-apocaroténoïque). Le criblage pharmacologique de tous les composés a été réalisé à l’aide 

d’un test de prolifération cellulaire au MTT, en utilisant la lignée cellulaire A2058. Cette lignée 

de mélanome humain porte la mutation BRAFV600E et présente un fort potentiel invasif, 

métastatique et chimiorésistant. Ce criblage a permis de sélectionner trois molécules 

antiprolifératives pour les tests effectués par la suite: la Z-bixine (bixine), l’apocaroténoïde 

majeur contenu dans les graines de B. orellana; les polyméthoxyflavones 5,7-dihydroxy-3,6,4'-

triméthoxyflavone et 5,7,5’-trihydroxy-3,6,3’,4’-tetraméthoxyflavone (PMFs 2 et 3, 

respectivement), isolés de G. oudiepe.  

Ces molécules présentent une activité cytostatique, mais ont également démontré des 

activités d’inhibition de migration cellulaire, d’induction de l’apoptose et de blocage des 
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cellules de mélanome dans la phase sub-G1 du cycle cellulaire. Par des approches 

d'immunofluorescence et de docking moléculaire, nous avons montré que les flavonoïdes 

induisent des perturbations de la dynamique du cytosquelette après 24 heures de traitement, en 

particulier une dépolymérisation des microtubules comme observée avec le nocodazole et une 

perturbation de l’assemblage des microfilaments d’actine. Afin d’évaluer leur effet 

chimiosensibilisant, les molécules sélectionnées ont été combinées au vemurafenib (inhibiteur 

de la forme mutée de BRAF) ou à la dacarbazine (agent alkylant de l’ADN). Nous avons mis 

en évidence que la lignée A2058 est sensible in vitro au vemurafenib, mais résistante à la 

dacarbazine. Lorsque la PMF 2 est associée à la dacarbazine à une concentration peu toxique 

(½IC50), elle est capable de sensibiliser les cellules tumorales à cet agent alkylant, améliorant 

son effet antiprolifératif.    

L’implication du stress oxydatif dans l'effet antiprolifératif de la bixine a également été 

analysé. Classiquement, les caroténoïdes sont décrits comme des molécules antioxydantes 

prévenant l’apparition des tumeurs dans les tissus sains en limitant l’inflammation pro-

tumorale. A l’inverse, dans des conditions d’inflammation tissulaire importante, comme 

décrites dans le microenvironnement tumoral, les caroténoïdes peuvent s’oxyder en produits 

cytotoxiques, qui à leur tour oxydent des molécules environnantes et augmentent la 

concentration en espèces réactifs de l’oxygène (ROS) dans le milieu intracellulaire, ce qui peut 

conduire à la mort des cellules tumorales. Après un traitement de 24 heures, la bixine à une 

concentration cytostatique augmente la production de ROS intracellulaire et induit des 

dommages à la membrane cellulaire, comme le montre le dosage du malondialdéhyde, un 

marqueur de peroxidation des lipides membranaires. Ce résultat corrobore l'hypothèse selon 

laquelle l’effet antiprolifératif et chimiosensibilisant de la bixine peut être relié à l’augmentation 

du stress oxydatif intracellulaire. Lorsque la dacarbazine est combinée à la bixine, son activité 

antiproliférative est significativement augmentée et un stress oxydatif plus important qu’avec 

la dacarbazine seule est mis en évidence. Cette molécule a donc restauré la sensibilité des 

cellules à la dacarbazine et l’induction d’un stress oxydatif peut participer à son effet 

chimiosensibilisant. 

Dans la dernière partie de la thèse (partie C), nous nous sommes concentrés sur l'étude 

de la composition pigmentaire de deux espèces de microalgues marines, Rhodomonas salina et 

Tisochrysis lutea, ainsi que sur l'évaluation de leur potentiel antimélanome. Ces espèces ont été 

sélectionnées en raison de leur importance commerciale, notamment en aquaculture et en 

industries nutraceutique et pharmaceutique, en plus de l’originalité de leurs pigments encore 

inconnus pour certains. Dans un premier temps, nous avons déterminé la composition 
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pigmentaire complète de l'extrait de R. salina en utilisant une méthode d'analyse, seule et 

simple, par UPLC-DAD-MS/MS. Cette méthode a permis d’identifier 18 composés, parmi 

lesquels les principaux pigments étaient les caroténoïdes alloxanthine, crocoxanthine, 

monadoxanthine et β,ε-carotène; et les chlorophylles a et c2. Après avoir caractérisé la 

composition chimique de l'extrait, nous avons procédé à la purification de deux caroténoïdes, 

l'alloxanthine et la crocoxanthine, par chromatographie flash. Il existe très peu d'études 

concernant les propriétés pharmacologiques de ces composés qui sont quasiment inexplorés en 

cancérologie. Afin de les valoriser, nous avons donc évalué leur potentiel antiprolifératif et 

chimiosensibilisant sur les cellules A2058. Des essais pharmacologiques ont montré que les 

deux caroténoïdes ont limité la croissance cellulaire, réduit la migration cellulaire et induit 

l'apoptose et l'accumulation de cellules en phase sub-G1 du cycle cellulaire. De plus, 

l'alloxanthine a potentialisé l'activité antiproliférative du vemurafenib et a restauré la sensibilité 

des cellules de mélanome à la dacarbazine, ce qui démontre son potentiel en tant qu’agent 

chimiosensibilisant prometteur. 

Enfin, nous avons étudié la composition chimique de T. lutea, une microalgue originaire 

de Tahiti et anciennement connue sous le nom Isochrysis affinis galbana. Malgré les similarités 

morphologiques et biochimiques, des analyses génétiques ont déterminé que T. lutea et I. 

galbana appartiennent à des espèces différentes. Dans ce travail, nous avons mis en évidence 

que seule l’espèce T. lutea contient de l'échinénone et de la 3-hydroxy-échinénone, ces 

pigments pouvant donc être utilisés comme marqueurs chimiotaxonomiques importants pour la 

distinguer de l’espèce I. galbana. A partir des analyses par UPLC-DAD-MS/MS à haute 

résolution, nous avons également démontré pour la première fois la présence de la chlorophylle 

c2-monogalactosyldiacylglycérol (Chl c2-MGDG [18:4/14:0]) chez T. lutea, un autre pigment 

ayant une pertinence chimiotaxonomique pour les haptophytes. Quinze autres pigments ont été 

identifiés dans cet extrait, parmi lesquels la fucoxanthine s’est présentée comme le constituant 

majoritaire. 

 La fucoxanthine est un caroténoïde majoritaire dans la plupart des classes d'algues des 

lignées rouge et brune, contribuant à plus de 10% de la production totale de caroténoïdes 

estimée dans la nature. Ce caroténoïde a plusieurs applications dans les domaines nutraceutique, 

cosmétique et pharmaceutique et est identifié comme une molécule à haute valeur ajoutée. 

Toutefois, plusieurs facteurs limitent son utilisation commerciale, tels que la complexité des 

processus d'extraction et de purification, son faible rendement et l’utilisation de grandes 

quantités de solvants organiques toxiques. Dans ce travail, nous avons mis au point un protocole 

de purification de la fucoxanthine de l’extrait brut de T. lutea par chromatographie de partage 
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centrifuge (CPC), une technique de séparation liquide-liquide ayant un impact limité sur 

l'environnement et offrant un meilleur rendement des produits d'intérêt. La purification de la 

fucoxanthine a été réalisée en deux étapes, initialement par CPC pour l’obtention de fractions 

enrichies en fucoxanthine, puis couplée à une étape finale de purification par chromatographie 

flash. Ce procédé a permis de récupérer de la fucoxanthine hautement purifiée (pureté > 99%), 

qui a ensuite été évaluée sur les cellules de mélanome. Ce composé a montré une activité 

antiproliférative sur les cellules A2058 et a reversé leur chimiorésistance à la dacarbazine en 

faible concentration (½IC50).  

 Les résultats présentés dans cette thèse ont ainsi contribué de manière significative à la 

connaissance chimique, pharmacologique et taxonomique des plantes du Brésil et de la 

Nouvelle-Calédonie, ainsi qu’à celle des microalgues marines. L'identification de composés 

inédits ou décrits pour la première fois dans les espèces étudiées et l'utilisation de la CPC pour 

la purification de la fucoxanthine sont parmi les principaux aspects innovants abordés dans ce 

travail. Il est aussi important de souligner que les travaux de thèse ont également contribué à la 

valorisation de ces espèces et de leurs substances purifiées en cancérologie. Après avoir testé 

14 molécules extraites de plantes et de microalgues, dont dix flavonoïdes et quatre caroténoïdes, 

nous avons trouvé six substances ayant une activité antiproliférative sur des cellules de 

mélanome chimiorésistantes, dont quatre se sont avérées efficaces en tant que 

chimiosensibilisants (PMF 2, bixine, alloxanthine et fucoxanthine). Dans ce contexte, ce travail 

apporte comme perspectives: 

• Continuer à étudier la chimiodiversité des plantes et des microalgues marines pour 

l’identification de nouvelles molécules à potentiel chimiosensibilisant; 

• Poursuivre la caractérisation pharmacologique des caroténoïdes, alloxanthine et 

fucoxanthine, en termes de sensibilisation tumorale sur les cellules de mélanome; 

• Optimiser la méthode de purification de la fucoxanthine par CPC, en une seule étape, et 

l'appliquer à la purification d'autres caroténoïdes d'intérêt pharmacologique; 

• Développer des méthodes de purification (en CPC, par exemple) pour obtenir les 

molécules bioactives en quantité suffisante pour réaliser des tests précliniques; 

• Valider les effets antimélanome et chimiosensibilisant des molécules sélectionnées 

(PMF 2, bixine, alloxanthine et fucoxanthine) sur des modèles in vivo; 

•  Etudier le métabolisme et la toxicité des molécules sélectionnées et des traitements 

combinés sur des modèles in vivo. 
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Sensibilisation de cellules de mélanome à la chimiothérapie par des flavonoïdes et 

caroténoïdes extraits de plantes du Brésil, de Nouvelle-Calédonie et de microalgues 

marines 

 
Résumé: Le mélanome métastatique est une forme agressive de cancer évoluant rapidement du fait de 

résistances aux anticancéreux. Cette thèse étudie l’hypothèse que des molécules purifiées de plantes ou 

microalgues marines peuvent améliorer l’efficacité de médicaments anti-mélanome en sensibilisant les cellules 

cancéreuses à la chimiothérapie. Après une revue des études consacrées à la chimiosensibilisation par des 

molécules naturelles, nous avons sélectionné des plantes du Brésil et de Nouvelle-Calédonie (Bixa orellana et 

Gardenia oudiepe) ainsi que des microalgues marines (Rhodomonas salina et Tisochrysis lutea) pour purifier des 

flavonoïdes et des caroténoïdes originaux et évaluer leur potentiel de chimiosensibilisation dans un modèle 

cellulaire de mélanome traité par la dacarbazine et le vemurafenib. Nos travaux sur les graines de B. orellana ont 

permis de détailler leur composition phytochimique, d’identifier deux nouveaux apocaroténoïdes et de démontrer 

le potentiel chimiosensibilisant de la Z-bixine par génération de ROS. Nous montrons également que la 5,7-

dihydroxy-3,6,4'-triméthoxyflavone purifiée de G. oudiepe sensibilise les cellules de mélanome à la dacarbazine 

en perturbant le cytosquelette. Après avoir redéfini le profil pigmentaire de R. salina et T. lutea, nous avons 

développé un procédé de purification de la fucoxanthine par CPC et démontré son potentiel chimiosensibilisant 

ainsi que celui de l’alloxanthine. Ces résultats valident in vitro le concept de sensibilisation à la chimiothérapie 

par des caroténoïdes et flavonoïdes cytostatiques et contribuent à la compréhension des mécanismes cellulaires 

et moléculaires impliqués dans cette chimiosensibilisation. 

 

Mots clés: cancer, chimiorésistance, produits naturels, pigments, polyméthoxyflavones, apocaroténoïdes, 

apoptose, stress oxydatif, cytosquelette.   

 

 

Sensitization of melanoma cells to chemotherapy by flavonoids and carotenoids 

extracted from Brazilian and New Caledonian plants and marine microalgae 

 
Summary: Metastatic melanoma is an aggressive form of cancer that progresses rapidly due to resistance to 

anti-cancer drugs. This thesis studies the hypothesis that molecules purified from plants or marine microalgae 

can improve the efficacy of anti-melanoma drugs by sensitizing cancer cells to chemotherapy. After a review of 

studies devoted to chemosensitization by natural molecules, we selected plants from Brazil and New Caledonia 

(Bixa orellana and Gardenia oudiepe) as well as marine microalgae (Rhodomonas salina and Tisochrysis lutea) 

to purify original flavonoids and carotenoids and evaluate their chemosensitization potential in a melanoma cell 

model treated with dacarbazine and vemurafenib. Our work on B. orellana seeds allowed us to detail their 

phytochemical composition, to identify two novel apocarotenoids and to demonstrate the chemosensitizing 

potential of Z-bixin by ROS generation. We also show that 5,7-dihydroxy-3,6,4'-trimethoxyflavone, purified 

from G. oudiepe, sensitizes melanoma cells to dacarbazine by inducing cytoskeleton disruption. After redefining 

the pigment profile of R. salina and T. lutea, we developed a process for the purification of fucoxanthin by CPC 

and demonstrated its chemosensitizing potential as well as that of alloxanthin. These results validate in vitro the 

concept of sensitization to chemotherapy by cytostatic carotenoids and flavonoids and contribute to the 

understanding of the cellular and molecular mechanisms involved in this chemosensitization. 

 

Keywords: cancer, chemoresistance, natural products, pigments, polymethoxyflavones, apocarotenoids, 

apoptosis, oxidative stress, cytoskeleton.  
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