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Article 
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caterina.morabito@unich.it (C.M.); disinnon@gmail.com (N.D.S.); simone.guarnieri@unich.it (S.G.) 

*  Correspondence: maria.mariggio@unich.it 

Abstract:  Extremely  low‐frequency  electromagnetic  fields  (ELF‐EMF)  are  ubiquitous  in 

industrialized environments due to the continuous use of electrical devices. Our previous studies 

demonstrated ELF‐EMF affects muscle cells by modulating oxidative stress and enhancing myo‐

genesis. This pilot  study  investigated  these  effects on  skeletal muscles of  sedentary adult mice, 

assessing physiological responses to ELF‐EMF exposure and potential modulation by antioxidant 

supplementation. Male C57BL/6 mice were exposed to ELF‐EMF (0.1 or 1.0 mT) 1 hour/day up to 5 

weeks, and fed a standard diet without or with N‐acetyl‐cysteine (NAC). Results showed transient 

increases in muscle strength (after 2‐weeks’ exposure at 1.0 mT), potentially linked to muscle fiber 

recruitment and activation, revealed by higher PAX7 and MyH expression levels. After ELF‐EMF 

exposure, oxidative status assessment revealed transient increases in expression levels of SOD1 and 

catalase enzymes, in total antioxidant capacity and in protein carbonyl levels, marker of oxidative 

damage. These effects were partially reduced by NAC.  In conclusion, ELF‐EMF exposure affects 

skeletal muscle physiology and NAC supplementation partially mitigates these effects, highlighting 

the  complex  interactions  between  ELF‐EMF  and  antioxidant  pathways  in  vivo.  Further 

investigations on ELF‐EMF as a therapeutic modality for muscle health are necessary 

Keywords: ELF‐EMF; muscle regeneration; antioxidant; oxidative stress 

 

1. Introduction 

Humans are  constantly  exposed  to  electromagnetic  fields originating  from both natural  and 

artificial sources. Extremely low‐frequency electromagnetic fields (ELF‐EMF), ranging from 3 Hz to 

300 Hz,  and produced by power  lines,  railways,  and  electrical devices, have been  the  subject of 

extensive biomedical research. However, the information available remains fragmentary, incomplete, 

and occasionally contradictory, leaving uncertainty about whether exposure to ELF‐EMF is beneficial 

or harmful to human body [1]. 

Numerous studies have suggested potential genotoxic, carcinogenic, and neurological effects of 

ELF‐EMF [2,3], but recent investigations have also reported anti‐neoplastic [4,5] or therapeutic effects 

on various organs  and body  systems  including  the mechanisms of  repair  in bone,  cartilage,  and 

skeletal muscle [6–8]. This heterogeneity of results could be primarily attributed to variable models 

and different frequencies, intensities, and exposure times of ELF‐EMF. 

To  fully comprehend  the effects of electromagnetic  fields on skeletal muscle and other body 

systems,  both  in  vitro  and  in  vivo models  are  required.  In  vitro models  provide  a  controlled 

environment (including specific wavelengths, frequencies, and magnetic field intensities) to examine 

the direct effects of ELF‐EMF on cells, allowing a focused understanding on the cellular mechanisms 

involved. 
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Our previous in vitro investigations provided new insights into the mechanisms underlying the 

biological  effects  of  ELF‐EMF  on  skeletal muscle. We  demonstrated  that  short  exposures  (5‐30 

minutes) to ELF‐EMF (0.1‐1.0 mT, 50 Hz) on skeletal muscle cells modulate their redox status and 

Ca2+ handling and that these effects are abolished by the administration of an antioxidant molecule 

[9]. Many others in vitro studies revealed that the mechanisms underlying the interaction between 

ELF‐EMF  and  cells  involve  the  production  of  reactive  oxygen  species  (ROS)  [10–12].  If  ROS 

generation and accumulation in the cells can be considered the primum movens of effects induced 

by ELF‐EMF exposure, the modification of intracellular Ca2+ levels could be one of the most important 

mechanisms by which ROS exert their multiple effects on cellular processes including differentiation, 

proliferation, and apoptosis [13]. 

Indeed, we observed that long exposures (24‐48‐72 hours) to ELF‐EMF promoted skeletal muscle 

differentiation  in C2C12 cells,  through  increasing gap  junctional  intercellular communication and 

facilitating direct cell‐cell transfer of ions such as Ca2+ and other small molecules [14]. 

A recent study found that exposure to ELF‐EMF at 2.0 mT magnetic flux density can activate 

C2C12 cells and upregulate  the  transcription  factor PAX7, which  is crucial  for  the activation and 

proliferation of satellite cells. Meanwhile, exposure to 1.5 mT ELF‐EMF can upregulate the expression 

of MyoD and myogenin. The authors suggest that ELF‐EMF therapy that uses different magnetic flux 

densities may be more effective in promoting muscle repair in clinical practice [15]. 

Nevertheless,  in vitro models have  limitations as  they simplify  the natural environment and 

overlook  the complex  interactions between various cell  types,  tissues, and organs  found  in  living 

organisms.  Animal  models  can  provide  a  more  integrated  understanding  of  the  physiological 

consequences of electromagnetic field exposure on skeletal muscle since they allow the observation 

of long‐term effects and the exploration of complex interactions between different organs and tissues. 

Some in vivo studies have confirmed that the action of ELF‐EMF occurs through the production 

of ROS [16,17]. 

Lai et al. reported that exposure of rats to a 60‐Hz magnetic field induced DNA single and double 

bond breaks in nervous cells [18,19]. The use of free radical scavengers prevented DNA damage, thus 

supporting the hypothesis of an active role of free radicals in EMF‐induced processes. In a similar 

study conducted by Gao and colleagues, natural antioxidants, catechin and epicatechin, showed an 

ability to protect animals’ brains from oxidative stress induced by ELF‐ EMF at 50 Hz [20]. 

Moreover, Gunes and collaborators [21] observed that muscle mechanical activity of diaphragm 

was not affected  in  rats exposed  to  sinusoidal ELF‐EMF  (50 Hz  frequency, 1.5 mT magnetic  flux 

density) from neonatal to adult period (chronic exposure). 

While studies have been conducted on the effects of ELF‐EMF on various tissues and functions, 

there is still limited research on the potential consequences of ELF‐EMF on skeletal muscle function. 

Considering our previous in vitro results and those from other authors, the aim of this work is to 

study the ELF‐EMF impact on skeletal muscle. The experimental plane was designed using C57BL/6 

sedentary adult mice exposed to 0.1 or 1 mT ELF‐EMF (50 Hz) for 1h/die up to 5 weeks. During the 

experimental period, control (Sham group) and exposed animals were fed a standard diet or a N‐

acetyl‐cysteine (NAC) enriched diet. 

Understanding the mechanisms underlying the effects induced by ELF‐EMF on skeletal muscle 

can provide valuable insights into the potential therapeutic applications of electromagnetic fields. 

2. Results 

2.1. Effects of ELF‐EMF Exposures on Body Weight and Muscle Strength 

Body weight and muscle strength of each mouse were monitored weekly over a period of 5 

weeks  (Figure  1B).  No  significant  difference  in  body  weights  was  observed  among  different 

experimental groups at each time point (Figure 2A). Also, muscle strength data did not show any 

differences except for those recorded after 2 weeks, that revealed a transient significant increase of 

muscle strength in the group of mice exposed to 1.0 mT ELF‐EMF fed a standard diet, compared to 

the Sham group (0.0 mT) fed a standard diet as well (Figure 2B). 
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Figure 1. The set‐up and the experimental plan configuration. (A) Experimental set‐up: horizontal 

solenoid with power supply. The mice were placed inside the solenoid for 1h/day for 5 days/week up 

to 1 week or 5 weeks. The solenoid worked at 0.0 mT for sham controls, at 0.1 or 1.0 mT for mice 

exposed to ELF‐EMF. (B) Timeline of the experimental plan. During the experimentation, the mice 

were fed with a diet with or without NAC and their weight and strength recorded weekly. After 1 or 

5 weeks also biochemical analyses were performed. 

 

Figure 2. In vivo mice measurements. (A) Body weight and (B) Muscle strength measurements  in 

mice that experienced 0.0, 0.1, or 1.0 mT ELF‐EMF up to 5 weeks, during which the mice were fed a 

diet  supplemented without  (left panels) or with  (right panels)  1% NAC  in drinking water. Body 

weights (g) and muscle strengths (expressed as ratio between grip strength and body weight of each 

mouse) were measured weekly. All data are expressed as means ± SEM from 6 mice/group. 

2.2. ELF‐EMF Exposures Modulate Skeletal Muscle Regeneration Markers 

The  effects  of  ELF‐EMF  treatments  on muscle  regeneration were  evaluated  by  testing  the 

expression  levels of  some myogenesis markers  such as: Pax7, MyoD, myogenin  (MyoG), myosin 

heavy chain (MyH), and α‐actinin; considered as early (PAX7 and MyoD), intermediate (MyoG) and 

late (MyH and α‐actinin) muscle differentiation markers. As shown in Figure 3A,B, the expression 

levels of PAX7 showed significant slight increases in skeletal muscles from mice exposed to ELF‐EMF 

(0.1 mT or 1.0 mT) as well as in those from all groups supplemented with NAC compared to the Sham 
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group (0.0 mT) that was fed a diet without antioxidant supplementation. This increase was detectable 

not only after 1 week but also after 5 weeks of experimentation (Figure 3F). After 1 week, there was 

a significant reduction in MyH expression levels  in skeletal muscles from mice exposed to 0.1 mT 

ELF‐EMF and in those from Sham group (0.0 mT) that were fed a diet with NAC supplementation, 

compared to samples from Sham group fed a diet without NAC (Figure 3D). In mice groups that 

were  fed a diet with NAC supplementation, MyH expression  levels resulted  increased  in skeletal 

muscles  from mice exposed  to 1.0 mT ELF‐EMF  if compared  to  those  from Sham group  (0.0 mT) 

(Figure 3D). After 5 weeks, MyH expression levels showed a significant increase in skeletal muscles 

from mice exposed to ELF‐EMF and from all groups supplemented with NAC, compared to the Sham 

group that was fed a diet without NAC supplementation (Figure 3H). At the same experimental time 

points (1 and 5 weeks), expression levels of MyoD, MyoG, and α‐actinin did not show any significant 

variations (Figure 3B,D,F,H). 

 

Figure 3. Expression levels of muscle regeneration markers. (A‐D) Representative immunoblots of 

Pax7, MyoD, myogenin (MyoG), MyH, and α‐actinin with the corresponding densitometric analyses 

in skeletal muscles from mice groups after 1‐week exposure (0.0, 0.1, or 1.0 mT ELF‐EMF) and that 

were fed a diet without or with (+ NAC) NAC supplementation. (E‐H) Representative immunoblots 

of  Pax7, MyoD,  myogenin  (MyoG), MyH,  and  α‐actinin  with  the  corresponding  densitometric 

analyses in skeletal muscles from mice groups after 5‐weeks’ exposure (0.0, 0.1, or 1.0 mT ELF‐EMF) 

and that were fed a diet without or with (+NAC) NAC supplementation. Densitometry analyses were 

calculated as the ratio between the OD × mm2 of each band and the OD × mm2 of the corresponding 

loading control band (GAPDH for Pax7, MyoD, MyoG and α‐actinin, or β‐tubulin for MyH). All data 

are expressed as means ± SEM from 6 independent experiments. ∗𝑝 < 0.05 versus 0.0 mT without NAC 

supplementation. and §𝑝 < 0.05 versus 0.0 mT with NAC supplementation. 
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2.3. ELF‐EMF Exposures Modulate Oxidative Status in Mice Skeletal Muscle 

It is known that one of the targets of ELF‐EMF exposure is the production of reactive oxygen 

species (ROS)  in a skeletal muscle cell model  [9]. The  impact of ELF‐EMF exposures on oxidative 

status  in  skeletal  muscle  was  evaluated  by  investigating  the  expression  and  activity  of  ROS‐

generating enzymes as well as cellular ROS‐detoxifying enzymes. Considering that NADPH oxidases 

(NOXs) are among the major producers of free radicals in skeletal muscle, their enzymatic activity 

was assayed as well as the expression levels of NOX2 and NOX4 enzymes. After 1 and 5 weeks of 

experimentation (0.0, 0.1 and 1.0 mT ELF‐EMF) without or with (+NAC) NAC supplementation, the 

expression  levels of NOX2 and NOX4  in skeletal muscle samples were not  significantly different 

among all groups (Figure 4A,B,D,E). Similarly, NOX enzymatic activity assay, performed after 1 week 

or 5 weeks of experimentation, revealed no significant differences between the Sham (0.0 mT) and 

the ELF‐EMF (0.1 or 1.0 mT) exposed groups, with or without NAC supplementation (Figure 4C,F). 

In addition, the redox status of skeletal muscle was evaluated analyzing the expression levels of 

key antioxidant enzymes (like SOD1, SOD2, catalase, and the transcription factors NRF2, a regulator 

of  cellular  resistance  to  oxidants).  After  1 week,  the  phosphorylated  form  of NRF2  and  SOD2 

expression  levels did not appear to differ  in skeletal muscle from all experimental groups (Figure 

5A).  On  the  other  hand,  the  expression  levels  of  SOD1,  the  enzyme  converting  cytoplasmic 

superoxide anions into hydrogen peroxide, and of catalase, that neutralizes hydrogen peroxide, were 

significantly increased in samples from mice that were fed a diet without NAC supplementation and 

exposed  to  0.1  or  1.0 mT ELF‐EMF,  respectively, when  compared  to  samples  from  Sham  group 

(Figure 5A). In addition, the catalase activity was significantly down‐regulated in samples from mice, 

with  a diet without NAC  supplementation  and  exposed both  to  0.1  and  1.0 mT of ELF‐EMF,  in 

comparison to samples from Sham group (Figure 5C). The presence of NAC in the diet appeared to 

abolish  these  ELF‐EMF  induced  effects  (Figure  5A,C).  Total  antioxidant  capacity  of  samples, 

evaluated  by  TEAC  assay,  changed  after  ELF‐EMF  treatments.  The  results  showed  a  significant 

increase of the total antioxidant capacity in samples from mice exposed to 0.1 or 1.0 mT ELF‐EMF, 

compared  to  the Sham group  (0.0 mT ELF‐EMF). This effect was not affected by  the presence or 

absence  of  NAC  supplementation  in  the  diet  (Figure  5B).  After  the  5  weeks’  period  of  the 

experimentation, no  significant difference was observed  in any  tested  features of  the antioxidant 

machinery of skeletal muscles from mice kept in different conditions (Figure 5D–F). 
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Figure  4.  Expression  levels  of  muscle  regeneration  markers.  (A)  and  (B)  Representative 

immunoblots  of  NOX2  and  NOX4  (Top  panels)  and  the  corresponding  densitometric  analyses 

(Bottom groups) in skeletal muscle from mice groups after 1‐week exposure (0.0, 0.1, or 1.0 mT ELF‐

EMF) during which they were fed a diet without or with (+NAC) NAC supplementation. (C) NOX 

enzymatic activity in the same skeletal muscle samples tested in A and B. (D) and (E) Representative 

immunoblots of NOX2 and NOX4 (Top panels) and the corresponding densitometric analyses (Botton 

panels)  in  skeletal muscle  from mice groups after 5‐week exposure  (0.0, 0.1, or 1.0 mT ELF‐EMF) 

during  which  they  were  fed  a  diet  without  or  with  (+NAC)  NAC  supplementation.  (F)  NOX 

enzymatic activity in the same skeletal samples tested in D and E. Densitometry analyses (A, B, D, 

and E) were calculated as the ratio between the OD × mm2 of each band and the OD × mm2 of the 

corresponding  loading  control  band  (GAPDH). All  data  are  expressed  as means  ±  SEM  from  6 

independent experiments. 
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Figure  5.  Pro‐oxidant  enzymes  expression  levels  and  activity.  (A)  and  (D)  Representative 

immunoblots of pNRF2, SOD1, SOD2, and catalase (Left panels) and the corresponding densitometric 

analyses (Right panels) in skeletal muscle from mice groups after 1‐week (A) or 5‐weeks (D) exposure 

(0.0,  0.1, or  1.0 mT ELF‐EMF) during which  they were  fed  a diet without or with  (+NAC) NAC 

supplementation. Densitometry analyses were calculated as the ratio between OD × mm2 of each band 

and OD × mm2 of the corresponding loading control band (NRF2 for pNRF2, or GAPDH for SOD1, 

SOD2, and catalase). (B) and (E) Total antioxidant status measured by TEAC assay (see Material and 

Methods section) in skeletal muscle from mice groups after 1‐week (B) or 5‐weeks (E) exposure (0.0, 

0.1,  or  1.0  mT  ELF‐EMF)  during  which  they  were  fed  a  diet  without  or  with  (+NAC)  NAC 

supplementation. (C) and (F) Catalase enzymatic activity in the same samples of panel (B) and (E), 

respectively. All data are expressed as means ± SEM from 6 independent experiments. *𝑝 < 0.05 and 
∗∗𝑝  <  0.01  versus  0.0  mT  without  NAC  supplementation;  #𝑝  <0.05  versus  0.0  mT  with  NAC 

supplementation. 

2.4. ELF‐EMF Exposures Affect Oxidative Damage in Mice Skeletal Muscles 

To test whether ELF‐EMF exposures could induce oxidative damage in skeletal muscle, three 

markers were  assayed:  3‐nitrotyrosine  (3‐NT)  expression  levels  and  protein  carbonyls’  content, 

indicating  protein  oxidation,  and  4‐hydroxynonenal  (4‐HNE),  an  indicator  of  lipid  oxidation. 

Western analyses revealed that after 1 week‐treatment, 4‐HNE expression levels were significantly 

increased in skeletal muscle from mice exposed to 1.0 mT ELF‐EMF compared to the Sham group. 

This effect was mitigated by NAC supplementation (Figure 6B,D) and was not present after 5 weeks 

of  treatment  (Figure  6F,H). No  other  significant  differences were  detected  for  3‐NT  and  4‐HNE 

expression  levels  in  the  other  experimental  conditions  (Figure  6A–H).  The  content  of  protein 

carbonyls resulted increased in skeletal muscle from mice exposed to ELF‐EMF (0.1 or 1.0 mT) both 

after 1 week or 5 weeks (Figure 6I,J). This effect was not present in skeletal muscles from mice exposed 

to 0.1 mT ELF‐EMF and that were fed a diet with NAC supplementation for 1 week (Figure 6I), and 

was  reduced  in  skeletal muscles  from mice  exposed  to  ELF‐EMF  (0.1  or  1.0 mT) with  a NAC‐ 

supplemented diet for 5 weeks (Figure 6J). 
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Figure  6.  Expression  of  protein  and  lipid  oxidative markers  in  skeletal muscles.  (A)  and  (B) 

Representative  immunoblots  of  the  expression  levels  of  3‐nitrotyrosine  (3‐NT),  and  4‐

hydroxynonenal (4‐HNE), respectively. The skeletal muscle samples were from mice groups after 1‐

week exposure  (0.0, 0.1, or 1.0 mT ELF‐EMF) during which  they were  fed a diet without or with 

(+NAC) NAC  supplementation.  (C)  and  (D) Densitometric  analyses  of Western  blots  of  samples 

shown in (A) and (B), respectively. (E) and (F) Representative immunoblots of the expression levels 

of 3‐NT and 4‐HNE, respectively. The skeletal muscle samples were from mice groups after 5‐weeks 

exposure (0.0, 0.1, or 1.0 mT ELF‐EMF) during which they were fed a diet without or with (+NAC) 

NAC supplementation. (G) and (H) Densitometric analyses of Western blots of samples shown in (E) 

and (F), respectively. (I) and (J) Protein carbonyl content in skeletal muscle samples from mice groups 

after 1‐week (I) or 5‐weeks (J) exposure (0.0, 0.1, or 1.0 mT ELF‐EMF) during which they were fed a 

diet without or with (+NAC) NAC supplementation. The densitometric analyses were calculated as 

the ratio between the OD × mm2 of each band and the OD × mm2 of the corresponding GAPDH band, 

which was used  as  loading  control. All data  are  expressed  as means  ± SEM  from  6  independent 

experiments. *𝑝 < 0.05 and **𝑝 < 0.01 versus 0.0 mT without NAC supplementation. #𝑝 < 0.05 and ##𝑝 < 
0.01 versus 0.0 mT with NAC supplementation. 

3. Discussion 

Our previous studies investigated the biological effects of ELF‐EMF on muscle cells, revealing 

that  short‐term  exposure modulates  oxidative  stress  and  influences  intracellular  Ca2+  signaling 

pathways,  crucial  for  muscle  differentiation.  Long‐term  exposure  to  ELF‐EMF  enhances  the 
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myogenic  process,  by  increasing  gap  junction  intercellular  communication  activity,  suggesting 

potential  therapeutic applications of ELF‐EMF  in muscle  repair and  regeneration  [9,14]. Building 

upon these findings, the present pilot study aimed to investigate the possible impact of ELF‐EMF on 

the skeletal muscle of sedentary adult mice. The experimental design involved three groups of mice: 

a Sham group (control group) and two groups exposed to ELF‐EMF at intensities of 0.1 mT or 1.0 mT. 

These field intensities were chosen to explore a range of biological responses covering both the levels 

commonly encountered in daily environments and higher intensities typically used in experimental 

studies and clinical applications of ELF‐EMF [7,22,23]. Exposures were administered for 1 hour per 

day, 5 days a week, over periods of either 1 week or 5 weeks, simulating protocols commonly used 

in magnetotherapy during rehabilitation protocols [7,24]. This approach allowed the assessment of 

both short‐term and long‐term effects of ELF‐EMF on skeletal muscle physiology. Importantly, the 

mice were fed a diet with or without antioxidant supplementation, using N‐acetylcysteine (NAC). 

This aspect of the study aimed to investigate whether antioxidant supplementation could modulate 

the potential oxidative stress and changes induced by ELF‐EMF exposure. 

On mice in all tested conditions, the first parameters monitored in vivo were the body weight 

and muscle strength, both related to skeletal muscle status considering that this tissue represents a 

very  high  percentage  of  the  body mass.  Consistent with  previous  studies  [25,26],  our  findings 

indicated no significant changes in body weight in all tested samples. The lack of significant changes 

in body weight suggests that ELF‐EMF exposure does not induce systemic metabolic alterations that 

could affect body mass. However, a transient significant change in muscle strength was observed in 

mice exposed to 1.0 mT ELF‐EMF. This transient variation could be linked only to an initial boost in 

muscle fiber recruitment and activation, which might not yet translate to long‐term changes  in an 

enhanced muscle mass or overall body weight. 

Skeletal muscle homeostasis and regeneration are regulated by a complex network of signaling 

pathways,  involving  the  key  role  of  satellite  cells.  In  response  to  different  stimuli  (electrical, 

mechanical etc),  these quiescent cells rapidly become mitotically active and proliferate generating 

myoblasts; then differentiate and fuse to regenerate the new muscle fibers [27–29]. These processes 

are  regulated  by  a  sequential  expression  pattern  of  different  transcription  factors  such  as  Pax7 

essential for satellite cell development, MyoD and myogenin for myogenic commitment, and finally 

of specific proteins as MyH and α‐actinin for muscle differentiation. Our data showed that ELF‐EMF 

exposures increased the expression of one of the key markers of satellite cell activation, suggesting a 

role of ELF‐EMF  in modulating muscle  remodeling  and  in  enhancing  satellite  cells’ proliferative 

capacity, which is crucial for muscle repair and regeneration. The increase in Pax7 expression levels 

after ELF‐EMF exposure was not dependent on NAC supplementation and the NAC itself induced 

this increase. These effects were persistent up to the 5‐weeks’ experimental period. This result is in 

accordance with other Authors that observed stimulation of cell proliferation triggered by ELF‐EMF 

exposure, in different cellular models [30,31]. In addition, the modulation of MyH expression levels, 

a  terminal marker of muscle differentiation,  indicated  that ELF‐EMF and/or NAC may  influence 

different stages of muscle differentiation. L’Honoré et al. [32] demonstrated that NAC increased the 

proliferative  capacity  of  satellite  cells  in  primary  cultures while  inhibited  differentiation.  In  our 

experimental  model  NAC  promoted  satellite  cells’  activation  and  inhibited  final  muscle 

differentiation supported by the significant reduction in MyH in Sham group and in 0.1 mT ELF‐EMF 

group after 1‐week treatment. Conversely, after 5‐weeks of treatment, ELF‐EMF exposure showed a 

pro‐differentiation effect, inducing an increase of MyH expression levels in mice muscle samples, not 

related to NAC supplementation, even if NAC alone appeared to simulate the effects of ELF‐EMF. 

However, no additive effect was observed with ELF‐EMF exposure in muscles from mice that were 

fed  with  a  NAC‐enriched  diet.  The  different  response  of  NAC  underscores  the  complexity  of 

antioxidant  interactions  with  muscle  regeneration  pathways  and  highlights  the  importance  of 

temporal factors in therapeutic strategies involving antioxidants. However, the lack of an additive 

effect suggests that both stimuli (ELF‐EMF and NAC) are likely influencing the same pathways or 

mechanisms. NAC  could  be  stronger,  as  continually  present  in  the  diet,  and  fully  activate  the 

pathway on its own, or the pathway may have a maximum response limit that is reached with NAC 
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and leaves no space for an additional effect from ELF‐EMF exposure. Further investigation into the 

specific pathways  and  their  regulatory mechanisms would  be necessary  to  fully understand  the 

interactions between these stimuli. 

Although, at cellular level, ROS have been proposed to mediate the effects of ELF‐EMF [9,33,34], 

several studies have reported controversial results in in vivo investigations [1]. However, it is now 

widely established by the scientific literature, that ROS play a dual role in the physiology of skeletal 

muscle. At low concentrations, ROS can modulate cellular proliferation, differentiation, and muscle 

contraction; so,  they  increase muscle  force and enhance adaptation  to exercise. Whereas at a high 

concentration, ROS lead to a decline in muscle performance [35,36]. Since ROS levels depend on the 

dynamic balance between ROS generation  and  removal,  this  study  evaluated whether ELF‐EMF 

exposure affected ROS production or elimination processes. 

Our  data  show  no  significant  changes  in NOX2  and NOX4  expression  or  activity,  that  are 

considered one of major sources of ROS in striated muscles [37]. However, it is noteworthy that there 

is an  increase, although not significant,  in NOX2 expression, particularly after exposure  to 0.1mT 

ELF‐EMF,  observed  as  early  as  1‐week  treatment  and  persistent  up  to  5  weeks.  NOX2  is 

predominantly located in the sarcolemma and transverse tubules, while NOX4 is also expressed in 

the sarcoplasmic reticulum and mitochondria [38,39]. NOX4 is constitutively active, contributing to 

the baseline production of ROS  in myocytes.  In  contrast, NOX2 activation  is  induced by  specific 

stimuli, such us mechanical or contractile stress. Moreover, a growing body of evidence suggest that 

NOX2 is directly involved in mechano‐transduction in response to mechanical stimuli [37]. Therefore, 

we speculate that the observed slight increase in NOX2 expression could represent a sensible target 

to the presence of physical agent such as ELF‐EMF, leading to an increase in ROS production. 

To  further  understand  the  implications  of  these  findings,  we  evaluated  the  activation  of 

antioxidant  enzymes, which  is  indicative  of  ROS  balance.  This  analysis  is  crucial  to  determine 

whether the observed trends in NOX2 expression correlate with compensatory mechanisms aimed at 

mitigating  oxidative  stress.  The  redox  status  of  skeletal muscle was  evaluated  by  analyzing  the 

protein expression of antioxidant enzymes (SOD1, SOD2, catalase), of the total antioxidant capacity 

(that  includes enzymatic and non‐enzymatic antioxidative  factors) and of  the  transcription  factor 

NRF2 that regulates the expression of genes involved in antioxidant response. 

Interestingly, after 1‐week treatment, an increase in total antioxidant capacity of skeletal muscle 

from mice exposed to ELF‐EMF was observed not related to the presence of NAC in the diet, and 

accompanied by an  increase  in catalase expression  levels and a decrease of  its activity. These  last 

effects were reduced by the presence of NAC in the diet. 

Taken together these results highlights an involvement of the oxidative metabolism in the ELF‐

EMF  induced effects and a possible adaptive mechanism to manage  increased ROS production  in 

response to ELF‐EMF exposure. Indeed, the down‐regulation of catalase activity despite its increased 

expression  could  indicate  a  potential  post‐translational  modification  required  as  homeostatic 

response. The presence of NAC  seemed  to  counteract  these  effects,  indicating  its protective  role 

against ELF‐EMF‐induced oxidative stress. NAC’s role as an antioxidant was also underscored by its 

ability to reduce elevated levels of lipid oxidation in response to 1mT ELF‐EMF 1‐week exposure, the 

only condition in which it is possible to observe oxidative induced damage to lipids. 

After 5 weeks of exposure, there were no significant differences in the antioxidant parameters 

even  if a  trend of  increase  in  the  total antioxidant capacity persisted. The results after 5 weeks of 

treatment indicated a potential adaptation to prolonged ELF‐EMF exposure. This suggests that the 

skeletal muscle can achieve a new homeostatic balance following prolonged exposure. 

Remarkably, among the markers of oxidative‐induced damage to macromolecules, the protein 

carbonyls appeared significantly  increased  in samples exposed  to ELF‐EMF starting  from 1‐week 

exposure, and NAC supplementation induced only a partial reduction of this effect, indicating that 

NAC can only mitigate oxidative damage induced by ELF‐EMF. One possible explanation for this 

could be the different mechanisms through which NAC interacts with lipid and protein oxidation 

processes. NAC is known to replenish intracellular levels of reduced glutathione, an essential non‐

enzymatic antioxidant that plays a significant role in maintaining cellular redox balance [40]. Studies 
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on animal models have consistently shown that this antioxidant is associated with improvements in 

fatigue  resistance  [41,42]  and  has  a  beneficial  effect  on muscle  regeneration  and  function  [43]. 

However, it is important to highlight that several groups have found that NAC can provide protective 

benefits to skeletal muscle without significantly affecting biomarkers of protein and lipid oxidative 

damage [42]. In mdx mice, NAC administration successfully mitigated exercise‐induced myonecrosis 

but did not prevent alterations in the levels of oxidative modifications to lipids and proteins within 

skeletal muscle  [44]. These observations  emphasize  the notion  that NAC may  exert multifaceted 

positive effects on skeletal muscle, implying involvement of alternative mechanisms beyond direct 

modulation of oxidative states in macromolecules. 

4. Materials and Methods 

Exposure System 

ELF‐EMF (50 Hz and 0.1 or 1.0 mT) were generated by a solenoid (length: 300 mm and diameter: 

124 mm; Oersted Technology Corp., Troutdale, OR, USA). The coil is made of copper (Ø: 1.25 mm); 

and  the wire  is made by a single  layer, precisely winded  to preserve  field homogeneity. The coil 

carrier (length: 350 mm) is non‐magnetic, with maximal thermal and mechanical stability, suitable 

for long term (up to a few days) operations. The power supply (Elgar Electronics, San Diego, CA, 

USA) is connected to the solenoid through a highly reliable cable. 

Animals and Experimental Plan 

The study was conducted on male C57BL/6 mice at the age of 12 weeks. The care and use of the 

mice strictly followed “The Guiding Principles for the Care and Use of Animals”, in accordance with 

the principles of the Declaration of Helsinki, with the European Community Council (86/609/CEE) 

and the Italian Government law on the protection of animals for experimental procedures in research 

laboratory  (92/116). The mice were housed  in  the animal  facility of  the Center Advanced Studies 

Technologies (CAST) of the University G.d’Annunzio of Chieti‐Pescara (Chieti, Italy). 

All procedures were also approved by the  local University Committee on Animal Resources, 

Comitato  Etico  Inter‐ateneo  per  la  Sperimentazione  Animale  ‐  CEISA  (prot.  n. 

03/2011/CEISA/PROG/11). 

Mice were randomly divided into three groups (n= 24/group, Table 1): one Sham group and two 

ELF‐EMF exposed groups. All animals were placed inside the solenoid, for 1 hour/day for 5 day/week 

up  to  1 week  or  5 weeks,  and  the  solenoid was  turned  off during  sham  controls  exposure  and 

operated at 0.1 or 1.0 mT during ELF‐EMF exposure for the exposed groups (Figure 1). During the 

experimentation, both exposed and sham mice were  fed a diet supplemented with or without N‐

acetylcysteine  (NAC, Merck Life  Science  S.r.l., Milan,  Italy). NAC was  administered  through  ad 

libitum access to drinking water containing 1% weight/volume (1% w/v) NAC following the protocol 

described by Michelucci et al. [45]. At the end of the experimentation period (1 week or 5 weeks), 

after body weight and grip test measurements, Sham and ELF‐EMF exposed mice were sacrificed 

and muscle tissue was collected from the hind limbs of each mouse. Then, muscle tissues were rapidly 

frozen in liquid nitrogen and stored at ‐80°C for subsequent biochemical analyses. 

Table 1. Sperimental groups. 

Group 
Exposure 

Intensity 

 

Exposure 

Time 

Antioxidant 

supplementation 
Number of mice 

Sham 

n= 24 
0.0 mT 

1 week 
w/o 1% NAC  6 

with 1% NAC  6 

5 weeks 
w/o 1% NAC  6 

with 1% NAC  6 

ELF‐EMF 

n= 48 
0.1 mT  1 week 

w/o 1% NAC  6 

with 1% NAC  6 
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5 weeks 
w/o 1% NAC  6 

with 1% NAC  6 

1.0 mT 

1 week 
w/o 1% NAC  6 

with 1% NAC  6 

5 weeks 
w/o 1% NAC  6 

with 1% NAC  6 

Body Weight and Grip Strength Test 

Body weight and grip  strength measurements were performed as previously described  [46]. 

Briefly, the mice were weighed before the grip strength test. Grip strength was evaluated using a 

force transducer (ShimpoFgv0.5×; Metrotec Group, San Sebastian, Spain), by lifting the mouse and 

allowing  it  to grasp a grid with  its paws. Peak  force values were normalized  to  total body mass 

measured before grip strength test. 

Chemicals and Materials 

Unless otherwise indicated, cell culture media, sera, antibiotics, and cell culture dishware were 

obtained  from  Thermo  Fisher  Scientific  (Monza,  Italy);  reagents  and  standards  from Merck  Life 

Science (Milan, Italy). 

Western Blotting Analysis 

Proteins were extracted from hind limb muscles of the mice, quantified and separated using a 

protocol previously described by Caprara  et  al.  [46]. Equal  amounts of proteins were  loaded on 

electrophoresis gels for Western blotting analysis. After blotting, the membranes were blocked with 

EveryBlot Blocking Buffer (Bio‐rad) for 15 min at room temperature before incubation with primary 

antibodies  overnight  at  4°C.  After  washing,  the  membranes  were  incubated  with  horseradish 

peroxidase‐conjugated appropriate secondary antibodies (1:10,000 in blocking buffer) for 1 h at room 

temperature. The signals were detected using an ECL kit (AmershamTM Cytiva, Marlborough, MA, 

USA) and analyzed with an image acquisition system (Uvitec mod Alliance 9.7, Uvitec, Cambridge, 

UK). Primary antibodies used in this study included: mouse monoclonal antibody anti‐PAX7 (Santa 

Cruz Biotechnology  Inc., SantaCruz, CA, USA, cod. sc‐81648, 1:1000 dilution); mouse monoclonal 

antibody  anti‐MyoD  (Santa  Cruz  Biotechnology  Inc,  cod.  sc‐377460,  1:1000  dilution);  mouse 

monoclonal  antibody  anti‐MyoG  (Santa Cruz  Biotechnology  Inc,  cod.  sc‐12732,  1:1000  dilution); 

mouse monoclonal antibody anti‐α‐actinin (Merck Life Science S.r.l, cod A7732, dil 1:1000); mouse 

monoclonal  antibody  anti‐MYH  (Santa  Cruz  Biotechnology  Inc,  sc‐376157,  dil  1:1000);  rabbit 

polyclonal antibody anti‐SOD1  (Thermo Fisher Scientific, cod. PA527240, 1:1000 dilution,); mouse 

monoclonal antibody anti‐SOD2 (Thermo Fisher Scientific, cod. MA5‐31514, 1:1000 dilution); rabbit 

monoclonal  antibody  anti‐catalase  (Cell  Signaling  Technology,  Pero,  Italy,  cod.  14097,  1:1000 

dilution);  rabbit monoclonal  antibody  anti‐NRF2  (Merck Life  Science  S.r.l,  cd  SAB4501984,  1:500 

dilution); rabbit polyclonal antibody anti‐pNRF2 (Thermo Fisher Scientific, cod PA567520, dil 1:1000); 

mouse  monoclonal  antibody  anti‐NOX2  (Santa  Cruz  Biotechnology  Inc.,  cod.  sc‐130543,  1:500 

dilution); rabbit monoclonal antibody anti‐NOX4 (Thermo Fisher Scientific, cod. MA5‐32090, 1:500 

dilution); mouse monoclonal antibody anti‐4HNE (Merck Life Science S.r.l., cod. SAB5202472, 1:1000 

dilution); polyclonal rabbit antibody anti‐3‐nitrotyrosine (Merck Life Science S.r.l., cod. 4511, 1:1000 

dilution). A mouse monoclonal antibody anti‐β‐tubulin (Thermo Fisher Scientific, cod MA5‐16308, 1: 

1000 dilution) or a mouse monoclonal antibody anti‐GAPDH antibody (Merck Life Science S.r.l., cod. 

CB1001, 1:10000 dilution) were used as loading controls. 

Total Antioxidant Status 

Total  antioxidant  capacity  in  skeletal muscle was measured by  a  colorimetric  assay using  a 

commercial kit  (TEAC assay, Cayman Chemical, Ann Arbor USA). Total hind  limb muscles were 

homogenized  in  cold buffer  (5 mM potassium phosphate, pH 7.4, 0.9% NaCl, 0.1% glucose) and 
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centrifuged  (10,000x g, 15 min at 4°C). Cytosolic proteins  (50 μg), determined by Bio‐Rad protein 

assay  (Bio‐Rad  Laboratories  Srl,  Milan,  Italy),  were  processed  following  the  manufacturer’s 

instructions.  Reaction  mixtures  were  read  at  750  nm  using  a  microplate  reader  (Synergy  H1 

multimode, Biotek, Bad Friedrichshall, Germany). Results were expressed as Trolox equivalents by 

reference to a linear calibration curve computed from pure Trolox‐containing reactions (range 0–0.33 

mM). 

Catalase Assay 

The  catalase  activity was  assessed with  a  spectrophotometric method  using  commercial  kit 

(Sigma‐Aldrich, Merck Life Science S.r.l.). Briefly, hind‐limb muscles were homogenized in 50 mM 

potassium phosphate buffer, pH 7.0, containing 0.1% Triton X‐100 and protease inhibitors (Thermo 

Fisher Scientific). The homogenates were centrifuged at 10,000× g for 10 min at 4°C, and supernatants 

were collected  for  the enzymatic assay performed  following  the manufacturer’s  instructions. The 

catalase present in the sample reacts with hydrogen peroxide (H2O2) to produce water and oxygen. 

The unconverted H2O2 reacts with probe to produce a product that can be measured colorimetrically 

at 570 nm. The catalase assay was initiated by mixing 5 μl of supernatant with 50 mM H2O2 in a total 

volume of 25μl  (reaction mix). The  reaction was  carried out at  room  temperature  for 5 min  and 

stopped  with  15  mm  sodium  azide.  The  residual  H2O2  was  measured  colorimetrically,  after 

incubation with  Color  Reagent  for  15 min  at  room  temperature.  The  reaction  produced  a  red 

quinoneimine dye that absorbs at 520 nm. The concentration of H2O2 in the samples was determined 

using a standard curve. Results were expressed as the ratio between the concentration of remaining 

H2O2 and protein content of every sample. 

NOXs Activity 

The NOXs activity was evaluated through a colorimetric assay using a commercial kit (Abcam, 

Cambridge,  UK).  Total  hind  limb  muscles  were  homogenized  in  sodium  phosphate  pH  7.0, 

containing protease inhibitors, and then centrifuged at 10,000× g for 10 min at 4°C. Supernatants were 

collected and processed following the manufacturer’s instructions. The assay started by mixing each 

sample  (50 μg) with NADH OXIDASE Enzyme mix, Substrate  I, Substrate  II and Probe (Reaction 

Mix) in a total volume of 100 μl. The assay was performed recording the absorbance at 600 nm in 

kinetic mode  for 30 min at 25 °C using a microplate  reader  (Synergy H1 multimode, Biotek, Bad 

Friedrichshall, Germany). The oxidation of NADH by NOX and the reduction of a colored substrate 

leading to a colorless product was determined using a standard curve. 

Protein Carbonyl Measurement 

The  total  protein  carbonyls,  biomarkers  of  protein  oxidative  stress, were measured using  a 

commercial kit based on a colorimetric assay (Protein Carbonyl Assay Kit, cat. 10005020, Cayman 

Chemical) as previously described [9]. 

Statistical Analyses 

The data, if not otherwise reported, are expressed as Means ± standard error of the mean (S.E.M.) 

of 6 independent experiments, each of which regarded the exposure of a mouse at 0.0, 0.1 or 1.0 mT 

for  time  periods  and  conditions  described  in  the  paragraph  “Animals  and  experimental  plan”. 

Statistical  analyses were  performed  using  Student’s  t‐test with Prism5  software  (GraphPad,  San 

Diego, CA, USA). p‐Values < 0.05 were considered statistically significant. 

5. Conclusions 

In conclusion,  this study aligns with our previous  findings  in vitro, demonstrating  that ELF‐

EMF exposure at mT  intensities modulated  the myogenic process,  influencing  the redox status of 

skeletal muscle, even if a dose dependent effect was not evident [9,14]. In this pilot study, we have 

shown that ELF‐EMF exposure of sedentary male mice induced significant changes in skeletal muscle 

Preprints.org (www.preprints.org)  |  NOT PEER-REVIEWED  |  Posted: 6 August 2024                   doi:10.20944/preprints202408.0378.v1

https://doi.org/10.20944/preprints202408.0378.v1


  14 

 

features. These were characterized by a transiently increased muscle strength, an initial up‐regulation 

of  Pax7  activating  satellite  cells  and  antioxidant  enzymes,  followed  by  possible  adaptation 

mechanisms with prolonged exposure. Notably, the presence of NAC had different behaviors: on 

some tested parameter appeared to mimic ELF‐EMF‐induced effect, on others counteracted it. This 

underlies the different mechanisms activated by this antioxidant in vivo. 

Collectively, these findings suggest that ELF‐EMF acts as a moderate cellular stressor that could 

triggers ROS production, potentially mediated by NOX enzymes, which serve as  redox signaling 

messengers. This process involves both antioxidant mechanisms aimed at reducing oxidative damage 

and molecular pathways  aimed  at preserving  and  enhancing  tissue homeostasis  through muscle 

regeneration. 

Future research should aim to elucidate the detailed molecular pathways responsible for these 

effects  and  explore  the  therapeutic potential  of ELF‐EMF  and  antioxidants  in promoting muscle 

health and regeneration also in presence of pathological conditions or after muscle injury. 

6. Limitations and Future Directions 

The experimental plan of  this study  represents a pilot  investigation with a small‐scale set of 

observations. 

One of the primary restrictions of this study is the  limited sample size, aimed only to have a 

rapid  screenshot  of  a  possible  inference  of ELF‐EMF  on  skeletal muscle using  in  vivo  exposure 

conditions.  This  could  not  fully  capture  the  short  and  long‐term  effects  and  the  variability  of 

responses  to  ELF‐EMF.  Additionally,  we  assessed  the  impact  of  ELF‐EMF  on  muscle 

differentiation/regeneration  processes  as  well  as  on  oxidative  stress  markers  and  antioxidant 

responses, but the detailed molecular mechanisms underlying these changes remain to be elucidated. 

Future  studies  should  aim  to  investigate  the  signaling  pathways  involved  in  in  vivo  ELF‐EMF‐

induced oxidative stress and the role of other cellular defense mechanisms. 

Furthermore,  our  study  focused  on  sedentary  adult mice, which may  not  represent  other 

physiological (such as aging or active lifestyles) or pathological conditions. Exploring the effects of 

ELF‐EMF  in  different  physiological  or  pathological  contexts  and  in  conjunction  with  other 

environmental factors, will provide a more comprehensive understanding of their biological impact 

and therapeutic role. 
Author Contributions: Conceptualization, CM, SG and MAM; Funding acquisition, MAM; Investigation, CM, 

NDS and SG; Project administration, MAM; Visualization, CM, NDS, SG and MAM; Writing—original draft, 

CM; Writing—review & editing, MAM and SG. All authors have read and agreed to the published version of the 

manuscript. 

Funding: This study was supported by “G. d’Annunzio” University research funds to M.A.M. 

Institutional  Review  Board  Statement:  The  animal  study  protocol was  approved  by  the  local University 

Committee on Animal Resources, Comitato Etico Inter‐ateneo per la Sperimentazione Animale ‐ CEISA (prot. n. 

03/2011/CEISA/PROG/11). The care and use of the mice strictly followed “The Guiding Principles for the Care 

and Use  of Animals”,  in  accordance with  the principles  of  the Declaration  of Helsinki, with  the European 

Community Council (86/609/CEE) and the Italian Government law on the protection of animals for experimental 

procedures in research laboratory (92/116). 

Data Availability Statement: The data supporting the conclusions of this article will be made available by the 

authors on request. 

Conflicts of Interest: The authors declare no conflicts of interest. 

References 

1. Gholipour Hamedani, B.; Goliaei, B.; Shariatpanahi, S.P.; Nezamtaheri, M. An overview of the biological 

effects of extremely low frequency electromagnetic fields combined with ionizing radiation. Prog Biophys 

Mol Biol 2022, 172, 50‐59, doi:10.1016/j.pbiomolbio.2022.04.008. 

2. Benassi, B.; Filomeni, G.; Montagna, C.; Merla, C.; Lopresto, V.; Pinto, R.; Marino, C.; Consales, C. Extremely 

Low  Frequency Magnetic  Field  (ELF‐MF)  Exposure  Sensitizes  SH‐SY5Y  Cells  to  the  Pro‐Parkinson’s 

Disease Toxin MPP(.). Mol Neurobiol 2016, 53, 4247‐4260, doi:10.1007/s12035‐015‐9354‐4. 

Preprints.org (www.preprints.org)  |  NOT PEER-REVIEWED  |  Posted: 6 August 2024                   doi:10.20944/preprints202408.0378.v1

https://doi.org/10.20944/preprints202408.0378.v1


  15 

 

3. Kocaman, A.; Altun, G.; Kaplan, A.A.; Deniz, O.G.; Yurt, K.K.; Kaplan, S. Genotoxic and carcinogenic effects 

of non‐ionizing electromagnetic fields. Environ Res 2018, 163, 71‐79, doi:10.1016/j.envres.2018.01.034. 

4. Barati, M.; Javidi, M.A.; Darvishi, B.; Shariatpanahi, S.P.; Mesbah Moosavi, Z.S.; Ghadirian, R.; Khani, T.; 

Sanati, H.; Simaee, H.; Shokrollahi Barough, M., et al. Necroptosis  triggered by ROS accumulation and 

Ca(2+) overload, partly explains the inflammatory responses and anti‐cancer effects associated with 1Hz, 

100 mT ELF‐MF in vivo. Free Radic Biol Med 2021, 169, 84‐98, doi:10.1016/j.freeradbiomed.2021.04.002. 

5. Sun, J.; Tong, Y.; Jia, Y.; Jia, X.; Wang, H.; Chen, Y.; Wu, J.; Jin, W.; Ma, Z.; Cao, K., et al. Effects of extremely 

low  frequency electromagnetic fields on  the  tumor cell  inhibition and  the possible mechanism. Sci Rep 

2023, 13, 6989, doi:10.1038/s41598‐023‐34144‐5. 

6. Azadian,  E.;  Arjmand,  B.;  Khodaii,  Z.;  Ardeshirylajimi,  A.  A  comprehensive  overview  on  utilizing 

electromagnetic  fields  in  bone  regenerative  medicine.  Electromagn  Biol  Med  2019,  38,  1‐20, 

doi:10.1080/15368378.2019.1567527. 

7. Cantillo  Bermúdeza,  j.;  Rodríguez  Sarmiento,  L.A.;  Vaca‐Gonzálezb,  J.J.;  Fonseca  Velásquez,  A. 

Electromagnetic fields as a non‐invasive alternative therapy for the treatment of musculoskeletal diseases. 

J. Appl. Res. Technol 2022, 20, 245‐259, doi:10.22201/icat.24486736e.2022.20.3.1790. 

8. Parate,  D.;  Kadir,  N.D.;  Celik,  C.;  Lee,  E.H.;  Hui,  J.H.P.;  Franco‐Obregon,  A.;  Yang,  Z.  Pulsed 

electromagnetic  fields  potentiate  the  paracrine  function  of  mesenchymal  stem  cells  for  cartilage 

regeneration. Stem Cell Res Ther 2020, 11, 46, doi:10.1186/s13287‐020‐1566‐5. 

9. Morabito, C.; Rovetta, F.; Bizzarri, M.; Mazzoleni, G.; Fano, G.; Mariggio, M.A. Modulation of redox status 

and calcium handling by extremely  low frequency electromagnetic fields  in C2C12 muscle cells: A real‐

time, single‐cell approach. Free Radic Biol Med 2010, 48, 579‐589, doi:10.1016/j.freeradbiomed.2009.12.005. 

10. Kivrak, E.G.; Yurt, K.K.; Kaplan, A.A.; Alkan, I.; Altun, G. Effects of electromagnetic fields exposure on the 

antioxidant defense system. J Microsc Ultrastruct 2017, 5, 167‐176, doi:10.1016/j.jmau.2017.07.003. 

11. Mannerling, A.C.;  Simko, M.; Mild, K.H.; Mattsson, M.O. Effects of  50‐Hz magnetic field  exposure on 

superoxide radical anion formation and HSP70  induction  in human K562 cells. Radiat Environ Biophys 

2010, 49, 731‐741, doi:10.1007/s00411‐010‐0306‐0. 

12. Wolf, F.I.; Torsello, A.; Tedesco, B.; Fasanella, S.; Boninsegna, A.; D’Ascenzo, M.; Grassi, C.; Azzena, G.B.; 

Cittadini, A. 50‐Hz extremely  low  frequency electromagnetic fields enhance cell proliferation and DNA 

damage:  possible  involvement  of  a  redox  mechanism.  Biochim  Biophys  Acta  2005,  1743,  120‐129, 

doi:10.1016/j.bbamcr.2004.09.005. 

13. Barati, M.; Darvishi,  B.;  Javidi, M.A.; Mohammadian, A.;  Shariatpanahi,  S.P.;  Eisavand, M.R.; Madjid 

Ansari, A. Cellular  stress  response  to  extremely  low‐frequency  electromagnetic  fields  (ELF‐EMF): An 

explanation  for  controversial  effects  of  ELF‐EMF  on  apoptosis.  Cell  Prolif  2021,  54,  e13154, 

doi:10.1111/cpr.13154. 

14. Morabito, C.; Steimberg, N.; Rovetta, F.; Boniotti, J.; Guarnieri, S.; Mazzoleni, G.; Mariggio, M.A. Extremely 

Low‐Frequency  Electromagnetic  Fields Affect Myogenic  Processes  in  C2C12 Myoblasts:  Role  of Gap‐

Junction‐Mediated  Intercellular  Communication.  Biomed  Res  Int  2017,  2017,  2460215, 

doi:10.1155/2017/2460215. 

15. Bi, J.; Jing, H.; Zhou, C.; Gao, P.; Han, F.; Li, G.; Zhang, S. Regulation of skeletal myogenesis in C2C12 cells 

through modulation  of  Pax7, MyoD,  and myogenin  via  different  low‐frequency  electromagnetic  field 

energies. Technol Health Care 2022, 30, 371‐382, doi:10.3233/THC‐THC228034. 

16. Falone, S.; Mirabilio, A.; Carbone, M.C.; Zimmitti, V.; Di Loreto, S.; Mariggio, M.A.; Mancinelli, R.; Di Ilio, 

C.; Amicarelli, F. Chronic exposure to 50Hz magnetic fields causes a significant weakening of antioxidant 

defence  systems  in  aged  rat  brain.  Int  J  Biochem  Cell  Biol  2008,  40,  2762‐2770, 

doi:10.1016/j.biocel.2008.05.022. 

17. Karimi, A.; Ghadiri Moghaddam,  F.; Valipour, M.  Insights  in  the  biology  of  extremely  low‐frequency 

magnetic fields exposure on human health. Mol Biol Rep 2020, 47, 5621‐5633, doi:10.1007/s11033‐020‐05563‐

8. 

18. Lai, H.; Singh, N.P. Acute exposure to a 60 Hz magnetic field increases DNA strand breaks in rat brain cells. 

Bioelectromagnetics 1997, 18, 156‐165. 

19. Lai, H.; Singh, N.P. Magnetic‐field‐induced DNA strand breaks  in brain cells of the rat. Environ Health 

Perspect 2004, 112, 687‐694, doi:10.1289/ehp.6355. 

20. Gao,  q.h.;  Cai, Q.;  Fan,  Y.  Beneficial  effect  of  catechin  and  epicatechin  on  cognitive  impairment  and 

oxidative stress induced by extremely low frequency electromagnetic field. J Food Biochem 2017, 41, 1‐6, 

doi:10.1111/jfbc.12416. 

21. Gunes, S.; Buyukakilli, B.; Yaman, S.; Turkseven, C.H.; Balli, E.; Cimen, B.; Bayrak, G.; Celikcan, H.D. Effects 

of extremely low‐frequency electromagnetic field exposure on the skeletal muscle functions in rats. Toxicol 

Ind Health 2020, 36, 119‐131, doi:10.1177/0748233720912061. 

22. Saliev,  T.;  Begimbetova,  D.;  Masoud,  A.R.;  Matkarimov,  B.  Biological  effects  of  non‐ionizing 

electromagnetic fields: Two sides of a coin. Prog Biophys Mol Biol 141, 25‐36, doi:S0079‐6107(18)30100‐7 

[pii] 10.1016/j.pbiomolbio.2018.07.009. 

Preprints.org (www.preprints.org)  |  NOT PEER-REVIEWED  |  Posted: 6 August 2024                   doi:10.20944/preprints202408.0378.v1

https://doi.org/10.20944/preprints202408.0378.v1


  16 

 

23. Tian, H.; Zhu, H.; Gao, C.; Shi, M.; Yang, D.;  Jin, M.; Wang, F.; Sui, X. System‐level biological effects of 

extremely low‐frequency electromagnetic fields: an in vivo experimental review. Front Neurosci 2023, 17, 

1247021, doi:10.3389/fnins.2023.1247021. 

24. Paolucci, T.; Pezzi, L.; Centra, A.M.; Giannandrea, N.; Bellomo, R.G.; Saggini, R. Electromagnetic Field 

Therapy: A Rehabilitative Perspective in the Management of Musculoskeletal Pain ‐ A Systematic Review. 

J Pain Res 2020, 13, 1385‐1400, doi:231778 [pii] 10.2147/JPR.S231778. 

25. Boorman, G.A.; McCormick, D.L.; Findlay, J.C.; Hailey, J.R.; Gauger, J.R.; Johnson, T.R.; Kovatch, R.M.; Sills, 

R.C.; Haseman, J.K. Chronic toxicity/oncogenicity evaluation of 60 Hz (power frequency) magnetic fields 

in F344/N rats. Toxicol Pathol 1999, 27, 267‐278, doi:10.1177/019262339902700301. 

26. Hilton,  D.I.;  Phillips,  R.D.  Growth  and  metabolism  of  rodents  exposed  to  60‐Hz  electric  fields. 

Bioelectromagnetics 1981, 2, 381‐390, doi:10.1002/bem.2250020409. 

27. Kaczmarek, A.; Kaczmarek, M.;  Cialowicz, M.;  Clemente,  F.M.; Wolanski,  P.;  Badicu, G.; Murawska‐

Cialowicz, E. The Role of Satellite Cells in Skeletal Muscle Regeneration‐The Effect of Exercise and Age. 

Biology (Basel) 2021, 10, doi:10.3390/biology10101056. 

28. Tatsumi, R.; Sheehan, S.M.; Iwasaki, H.; Hattori, A.; Allen, R.E. Mechanical stretch  induces activation of 

skeletal muscle satellite cells in vitro. Exp Cell Res 2001, 267, 107‐114, doi:10.1006/excr.2001.5252. 

29. Wang, D.A.; Li, Q.Z.; Jia, D.M. Low‐Frequency Electrical Stimulation Promotes Satellite Cell Activities to 

Facilitate Muscle Regeneration at an Early Phase  in a Rat Model of Muscle Strain. Biomed Res Int 2021, 

2021, 4218086, doi:10.1155/2021/4218086. 

30. Song, K.;  Im,  S.H.; Yoon, Y.J.; Kim, H.M.; Lee, H.J.; Park, G.S. A  60 Hz uniform  electromagnetic field 

promotes human cell proliferation by decreasing  intracellular reactive oxygen species  levels. PLoS One 

2018, 13, e0199753, doi:10.1371/journal.pone.0199753. 

31. Zhang, M.; Li, X.; Bai, L.; Uchida, K.; Bai, W.; Wu, B.; Xu, W.; Zhu, H.; Huang, H. Effects of low frequency 

electromagnetic  field  on  proliferation  of  human  epidermal  stem  cells:  An  in  vitro  study. 

Bioelectromagnetics 2013, 34, 74‐80, doi:10.1002/bem.21747. 

32. L’Honore, A.; Commere,  P.H.; Negroni, E.;  Pallafacchina, G.;  Friguet,  B.; Drouin,  J.;  Buckingham, M.; 

Montarras, D. The role of Pitx2 and Pitx3 in muscle stem cells gives new insights into P38alpha MAP kinase 

and redox regulation of muscle regeneration. Elife 2018, 7, doi:10.7554/eLife.32991. 

33. Morabito,  C.;  Guarnieri,  S.;  Fano,  G.;  Mariggio,  M.A.  Effects  of  acute  and  chronic  low  frequency 

electromagnetic field exposure on PC12 cells during neuronal differentiation. Cell Physiol Biochem 2010, 

26, 947‐958, doi:10.1159/000324003. 

34. Wang,  H.;  Zhang,  X.  Magnetic  Fields  and  Reactive  Oxygen  Species.  Int  J  Mol  Sci  2017,  18, 

doi:10.3390/ijms18102175. 

35. Hansen, J.M.; Klass, M.; Harris, C.; Csete, M. A reducing redox environment promotes C2C12 myogenesis: 

implications for regeneration in aged muscle. Cell Biol Int 2007, 31, 546‐553, doi:10.1016/j.cellbi.2006.11.027. 

36. He, F.; Li,  J.; Liu, Z.; Chuang, C.C.; Yang, W.; Zuo, L. Redox Mechanism of Reactive Oxygen Species  in 

Exercise. Front Physiol 2016, 7, 486, doi:10.3389/fphys.2016.00486. 

37. Ferreira, L.F.; Laitano, O. Regulation of NADPH oxidases in skeletal muscle. Free Radic Biol Med 2016, 98, 

18‐28, doi:10.1016/j.freeradbiomed.2016.05.011. 

38. Faria, C.C.; Fortunato, R.S. The role of dual oxidases in physiology and cancer. Genet Mol Biol 2020, 43, 

e20190096, doi:10.1590/1678‐4685/GMB‐2019‐0096. 

39. Ulla, A.; Nikawa,  T. Regulatory  and  Pathophysiological Roles  of Reactive Oxygen  Species  in  Skeletal 

Muscle. Biochem Mol Biol J 2023, 9, doi:10.36648/2471‐8084‐9.04.31. 

40. Tenorio, M.; Graciliano, N.G.; Moura, F.A.; Oliveira, A.C.M.; Goulart, M.O.F. N‐Acetylcysteine  (NAC): 

Impacts on Human Health. Antioxidants (Basel) 2021, 10, doi:10.3390/antiox10060967. 

41. Ferreira, L.F.; Reid, M.B. Muscle‐derived ROS and thiol regulation in muscle fatigue. J Appl Physiol (1985) 

2008, 104, 853‐860, doi:10.1152/japplphysiol.00953.2007. 

42. Roseguini, B.T.; Silva, L.M.; Polotow, T.G.; Barros, M.P.; Souccar, C.; Han, S.W. Effects of N‐acetylcysteine 

on skeletal muscle structure and function in a mouse model of peripheral arterial insufficiency. J Vasc Surg 

2015, 61, 777‐786, doi:10.1016/j.jvs.2013.10.098. 

43. Medved, I.; Brown, M.J.; Bjorksten, A.R.; Murphy, K.T.; Petersen, A.C.; Sostaric, S.; Gong, X.; McKenna, M.J. 

N‐acetylcysteine  enhances muscle  cysteine  and  glutathione  availability  and  attenuates  fatigue  during 

prolonged  exercise  in  endurance‐trained  individuals.  J  Appl  Physiol  (1985)  2004,  97,  1477‐1485, 

doi:10.1152/japplphysiol.00371.2004. 

44. Terrill,  J.R.; Radley‐Crabb, H.G.; Grounds, M.D.; Arthur, P.G. N‐Acetylcysteine  treatment of dystrophic 

mdx mice  results  in  protein  thiol modifications  and  inhibition  of  exercise  induced myofibre  necrosis. 

Neuromuscul Disord 2012, 22, 427‐434, doi:10.1016/j.nmd.2011.11.007. 

  

Preprints.org (www.preprints.org)  |  NOT PEER-REVIEWED  |  Posted: 6 August 2024                   doi:10.20944/preprints202408.0378.v1

https://doi.org/10.20944/preprints202408.0378.v1


  17 

 

45. Michelucci, A.;  Paolini,  C.;  Canato, M.; Wei‐Lapierre,  L.;  Pietrangelo,  L.; De Marco, A.;  Reggiani,  C.; 

Dirksen, R.T.; Protasi, F. Antioxidants protect calsequestrin‐1 knockout mice  from halothane‐ and heat‐

induced sudden death. Anesthesiology 2015, 123, 603‐617, doi:10.1097/ALN.0000000000000748. 

46. Caprara, G.A.; Morabito, C.; Perni, S.; Navarra, R.; Guarnieri, S.; Mariggio, M.A. Evidence  for Altered 

Ca(2+) Handling  in Growth Associated Protein 43‐Knockout Skeletal Muscle. Front Physiol 2016, 7, 493, 

doi:10.3389/fphys.2016.00493. 

Disclaimer/Publisher’s Note: The statements, opinions and data contained in all publications are solely those 

of the individual author(s) and contributor(s) and not of MDPI and/or the editor(s). MDPI and/or the editor(s) 

disclaim responsibility for any injury to people or property resulting from any ideas, methods, instructions or 

products referred to in the content. 

Preprints.org (www.preprints.org)  |  NOT PEER-REVIEWED  |  Posted: 6 August 2024                   doi:10.20944/preprints202408.0378.v1

https://doi.org/10.20944/preprints202408.0378.v1

