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La peau est un organe complexe et sa réparation fait intervenir de multiples cellules et 

molécules selon un processus spatio-temporel fin. Lorsque ce processus est perturbé, la 
cicatrisation n’aboutit plus, elle est dite chronique, et c’est un problème majeur de santé 
publique, causant morbidité et mortalité importantes. 

Le « pied diabétique » est l’une de ces plaies chroniques et est responsable, en l’absence de 
traitement actuellement efficace, de l’amputation d’un l’orteil, du pied ou de la jambe de près 
de 10 % des patients diabétiques au cours de leur vie. 

La neuropathie périphérique, dysfonction et destruction des fibres nerveuses, est une 
complication du diabète qui touche 30 à 50 % des patients et est le facteur de risque principal 
dans le développement du pied diabétique. 

Ainsi, afin d’améliorer la compréhension de la survenue du pied diabétique et de sa mauvaise 
cicatrisation, dans ce travail de thèse nous avons étudié sur la souris l’impact de la neuropathie 
diabétique et de sa sévérité sur i/ la structure et les propriétés physiques de la peau pouvant 
conduire à une fragilité, puis sur ii/ la durée de fermeture de la lésion, les processus de 
cicatrisation modifiés, et les molécules différemment exprimées. 

Pour ceci, nous avons développé et breveté un modèle d’induction de lésions sur souris 
combinant les facteurs à l’origine du pied diabétique : pression et friction. Ce modèle original 
a permis d’observer que la peau est fragilisée dès l’atteinte de petites fibres nerveuses cutanées 
avec le diabète, et que l’atteinte supplémentaire des grosses fibres nerveuses myélinisées 
aggrave cette fragilité. Cela conduit à des ulcères de pression dont la cicatrisation est d’autant 
plus retardée que la neuropathie diabétique est sévère. Cette durée de fermeture de la lésion 
semble due à un retard de réépidermisation, notamment via une dérégulation de l’expression, 
de l’assemblage et de la maturation du complexe RAMP1-CLR-RCP, récepteur du CGRP. 

 
 
 

Mots clés : peau, cicatrisation, diabète, neuropathie, ulcère de pression, épiderme, 
neuromédiateurs, CGRP. 
 

 
 
 
 
 
 
 
 
 

 



 

 

 
 
The skin is a complex organ and its repair involves multiple cells and molecules in a specific 

spacio-temporal process. When this process is disrupted, healing is no longer successful, 
leading to chronic wound, which is a major public health issue, causing significant morbidity 
and mortality. 

The "diabetic foot ulcer" is one of these chronic wounds and is responsible, in the absence 
of effective treatment, for amputation of a toe, foot or leg of almost 10 % of diabetic patients 
during their lifetime. 

Peripheral neuropathy, which is a dysfunction and destruction of nerve fibers, is a 
complication of diabetes that affects 30-50% of patients and is the major risk factor in diabetic 
foot ulcer development. 

Thus, in order to improve the understanding of diabetic foot ulcer occurrence and its 
impaired healing process, in this thesis work we studied on mice the impact of diabetic 
neuropathy and its severity on i/ the structure and the physical properties of skin that can lead 
to fragility, then on ii/ the duration of wound closure, the impaired healing processes, and the 
molecules differently expressed. 

For this, we developed and patented a mouse lesion induction model combining the factors 
responsible for the diabetic foot ulcer: pressure and friction. This original model allowed to 
observe that the skin is weakened as soon as small cutaneous nerve fibers are affected by 
diabetes, and that the additional degradation of the myelinated large nerve fibers increases this 
fragility. This leads to pressure ulcers with the more severe neuropathy, the more wound healing 
delay. This PhD study highlighted the involvement of the CGRP pathway, via the deregulation 
of the expression, the assembly and the maturation of its receptor complex RAMP1-CLR-RCP, 
that could participate in delaying reepithelialization. 

 
 
 
Thesis title: “Cutaneous fragility and delayed healing process of pressure ulcer with diabetic 

neuropathy: study in a mouse model”. 
 
Key worlds: skin, wound healing, diabetes, neuropathy, pressure ulcer, epidermis, 

neuromediators, CGRP.  
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-SMA  Smooth muscle actin alpha 

ADNc  Acide désoxyribonucléique complémentaire 
AGE  Advanced glycation end products 
ANOVA Test d’analyse de la variance 
ARN  Acide ribonucléique 
ARNm  Acide ribonucléique messager 
C4wk, C8wk Groupe de souris Contrôle 4/8 semaines après l’injection de tampon citrate 
CGRP  Calcitonin gene-related peptide 
CLR  Calcitonin receptor-like receptor 
D4wk, D8wk Groupe de souris Diabétique 4/8 semaines après l’injection de STZ 
db/db  Souris avec déficience du gène de la leptine induisant un diabète de type 2 
ECE-1  Endothelin-converting enzyme 1 
EGF  Epidermal growth factor 
EPUAP European Pressure Ulcer Advisory Panel 
FGF  Fibroblast growth factor 
GRD  Ganglions de la racine dorsale 
HE(S)  Hématoxyline éosine (safran) 
IENF  Intraepidermal nerve fiber 
IGF-1   Insulin-like growth factor-1 
IGF-1R  Insulin-like growth factor-1 receptor 
JDE  Jonction dermo-épidermique 
K10  Kératine 10 
K14  Kératine 14 
KGF  Keratinocyte growth factor 
IL  Interleukine 
IL-1RA Interleukin-1 receptor antagonist 
MCP-1  Monocyte chemoattractant protein 1 
MEC  Matrice extracellulaire 
mmHg  Millimètre de mercure (unité de pression) 
MMP  Matrix metallopeptidases 
MNCV  Motor nerve conduction velocity 
MTT  Bromure de 3-(4,5-dimethylthiazol-2-yl)-2,5-diphenyl tetrazolium 
NEP  Neutral endopeptidase 
NGF  Nerve growth factor 
NK1R  Neurokinin 1 receptor, récepteur de la substance P 
NPUAP National Pressure Ulcer Advisory Panel 
p75NTR Neurotrophin receptor p75 
PDGF  Platelet-derived growth factor 
PGP9.5 Protein gene product 9.5 
PPPIA  Pan Pacific pressure injury alliance 
qPCR  Réaction en chaîne par polymérase (PCR) quantitative 
RAMP  Receptor Activity Modifying Protein 
RCP  Receptor component protein 
SP  Substance P 
sRAGE Récepteur soluble des AGE  
STZ  Streptozotocine 
TA  Température ambiante 
TGF  Transforming growth factor 
TIMP  Tissue inhibitor of metalloproteinases 
TNF  Tumor necrosis factor 
TrkA  Tropomyosin receptor kinase A 
TRPA1  Transient receptor potential ankyrin 1 
TRPV1  Transient receptor potential vanilloid 1 
VEGF  Vascular endothelial growth factor  
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La peau est un organe complexe et sa réparation fait intervenir de multiples cellules et 
molécules selon un processus spatio-temporel fin. Lorsque ce processus est perturbé, la 
cicatrisation n’aboutit plus et devient un problème majeur de santé publique, causant 
morbidité et mortalité importantes. 

 
L’une des principales pathologies à l’origine de ces plaies chroniques est le diabète. Le 

diabète, qu’il soit de type 1 ou de type 2, est caractérisé par une hyperglycémie chronique, et 
touchait 422 millions de personnes dans le monde en 2016, dont 5,1 millions en France (soit 
8% de la population). Ces chiffres sont en perpétuelle augmentation, et la Fédération 
Internationale du Diabète estime qu’une personne sur 10 sera diabétique en 2040 dans le monde 
[Centre Européen d'Etude du Diabète]. 

La fréquence du diabète augmente avec l’âge, notamment en raison de la forte proportion du 
diabète de type 2 dit diabète « gras », et touche ainsi 1 homme sur 5 âgés de 70 à 85 ans et 1 
femme sur 7 âgées de 75 à 85 ans (Figure 1A). L’augmentation du nombre de personnes vivant 
avec du diabète et l’allongement de la durée de vie des diabétiques contribuent à augmenter le 
nombre d’incidents de santé (Figure 1B).  

 

 

 

La cause d’hospitalisation la plus fréquente liée au diabète est la plaie du pied (Figure 1B et 
C), avec plus de 26700 personnes en 2016 en France [Fosse-Edorh et al. 2018], dont le coût de 
prise en charge par l’Assurance Maladie était de 990 millions d’euros en 2015 [Assurance 
Maladie 2017]. 

Le « pied diabétique » est une lésion qui se caractérise par une ulcération des tissus du pied 
(peau/muscle/os) dont le délai de cicatrisation est allongé [Pradhan et al. 2009] et peut durer 
plusieurs mois. Cette lésion se retrouve à la croisée des différentes complications diabétiques dont 
trois principales : la neuropathie, l’artériopathie et le risque infectieux. 

 

Le diabète fragilise la peau [Argyropoulos et al. 2016, Okano et al. 2016], augmentant le 
risque de lésions. Le pied est tout particulièrement sujet à la pression, facteur clé dans le 
développement de la plaie du pied diabétique car cela crée une ischémie tissulaire, privant la 
peau d’oxygène et de nutriments. 

De plus, le diabète provoque l’apparition progressive d’une neuropathie, dysfonctionnement 



 

 

des nerfs de l'organisme, pouvant altérer les fonctions autonomes, motrices et sensorielles. La 
neuropathie provoque ainsi une sécheresse cutanée fragilisant davantage la peau, une 
déformation des pieds augmentant la pression locale, et une perte de sensibilité retardant la 
prise de conscience de la plaie et sa prise en charge médicale [Jeffcoate et al. 2003]. Ainsi la 
neuropathie, qui touche 30 à 50% des patients [Pradhan et al. 2009], est le facteur de risque 
principal dans le développement d’ulcère du pied chez le diabétique [Reiber et al. 1999]. 

 

La cicatrisation d’une plaie cutanée implique l’interaction de cellules et de facteurs 
biologiques. Certains de ces facteurs sont connus comme étant perturbés avec le diabète et 
peuvent contribuer à retarder la fermeture des plaies [Harding et al. 2002]. Cependant, peu de 
traitements ont montré leur efficacité pour l’ulcère du diabétique, notamment car la plupart des 
études réalisées pour augmenter la compréhension des plaies chroniques sont faites in vivo sur 
l’animal avec des plaies d’excision (coupure nette de la peau) [Grada et al. 2018], un type de 
plaie très différent de l’ulcère de pression (ischémie, nécrose, …) retrouvé chez les patients 
diabétiques. 

À l’heure actuelle, outre le traitement étiologique, la prise en charge des ulcères diabétiques 
repose sur les soins locaux (débridement, reperfusion, protection) et le contrôle de l’infection qui 
peuvent aider à la cicatrisation mais ne sont pas optimum. Seule la décharge totale du pied 
diabétique a montré une cicatrisation efficace en cas d’artériopathie [Braun et al. 2014], mais cette 
solution est difficile à mettre en place et n’a pas prouvé d’efficacité sur les patients atteints de 
neuropathie.  

De ce fait, par le manque de connaissance des mécanismes de cicatrisation de l’ulcère de 
pression et la pénurie de traitements spécifiques, 5 à 10 % des patients diabétiques subiront une 
amputation d’un l’orteil, du pied ou de la jambe au cours de leur vie [Centre Européen d'Etude 
du Diabète]. 

 
 
Ainsi ce travail de thèse s’est attaché à reproduire l’ulcère de pression dans un modèle de 

souris diabétique neuropathique pour tenter de répondre à 2 questions : 
 
 Le degré d’atteinte neuropathique a-t-il une influence sur la fragilité cutanée et la 

gravité de l’ulcère de pression ? 
En effet la plupart des patients sont diagnostiqués neuropathiques lors de la découverte d’une 

plaie chronique. La neuropathie est alors déjà à un stade avancé [Vouillarmet et al. 2019]. Il est 
ainsi important de savoir si le fait de diagnostiquer très tôt la neuropathie peut permettre un 
meilleur suivi du patient et éviter la survenue d’un ulcère de pression. 

 
 Comment le diabète et l’aggravation de la neuropathie altèrent la cicatrisation de 

l’ulcère de pression et quels sont les marqueurs biologiques modifiés pouvant y 
contribuer ? 

Dans cette étude nous avons étudié le délai de fermeture de l’ulcère de pression et les 
processus de cicatrisation. Nous nous sommes particulièrement intéressés aux neuromédiateurs 
qui ont un rôle démontré dans la cicatrisation cutanée et qui peuvent être libérés par les nerfs 
et/ou de multiples types cellulaires de la peau. Nous avons également suivi d’autres marqueurs 
biologiques déjà connus pour leur rôle dans la cicatrisation non pathologique. Ainsi les 



 

 

marqueurs modifiés par le diabète et l’évolution de la neuropathie sont des pistes pour le 
développement futur de traitements plus adaptés aux ulcères de pression des diabétiques. 

 
En parallèle, nous avons également développé un modèle ex vivo de plaie et suivi de la 

cicatrisation à partir de la peau des souris contrôles ou diabétiques neuropathiques, ceci afin 
de déterminer si ce modèle peut, au moins en partie, répondre aux questions précédentes, et 
ainsi représenter un modèle alternatif permettant de diminuer l’utilisation de l’animal. 

 
 
 
Dans ce mémoire est exposé un état de l’art concis de la peau et de ses grandes phases 

de cicatrisation ; pour détailler d’avantage les molécules étudiées pendant ce travail de 
thèse, leurs rôles et interactions connus, et les conséquences biologiques cutanées du 
diabète et de la neuropathie. Sont ensuite présentés les travaux ayant abouti à des résultats 
marquants. Une discussion détaillée des résultats obtenus et les perspectives envisagées 
concluront ce document. 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

  



 

 

  



 

 



 

 

 



 

 

 
 
La peau, d’une surface de 1,5 à 2 m² chez l’adulte [Redlarski et al. 2016], est un organe 

complexe qui protège son hôte de son environnement, tout en permettant une interaction avec 
ce dernier. La peau est un arrangement dynamique et intégré de cellules, de tissus et d’éléments 
matriciels où l’on peut distinguer trois couches principales : l'épiderme en surface (épithélium 
kératinisé), puis le derme (tissu conjonctif), et enfin le tissu adipeux dermique en profondeur 
[Goldsmith et al. 2012, Driskell et al. 2014]. Ces couches sont traversées par des annexes 
(phanères et glandes) et des fibres nerveuses (Figure 2). 

 

 
Dans la peau, le derme et le tissu adipeux dermique sont richement vascularisés par un réseau 

sanguin très structuré d’artérioles de moyen puis petit calibre, de capillaires et de veinules 
(Figure 2). A l’inverse, l’épiderme, comme tout épithélium, n’est pas vascularisé ; il est nourri 
par imbibition à partir des réseaux capillaires des papilles dermiques [Braverman 2000]. De 
même, le système lymphatique est présent dans le derme et le tissu adipeux dermique et absent 
de l’épiderme. Bien que structurellement distincts, les systèmes sanguin et lymphatique sont 
fonctionnellement interconnectés et agissent ensemble pour assurer l’équilibre des fluides et 
des protéines dans les tissus, la nutrition cellulaire et le bon fonctionnement immunologique 
[Skobe et al. 2000]. 

 
Ainsi la peau assure diverses fonctions fondamentales pour l’organisme, médiées par une 

ou plusieurs de ses couches principales : 
 Contre les agressions extérieures : 

- protection mécanique contre la pression et le cisaillement grâce à la résistance, la 
déformabilité et l’élasticité de la peau assurées par l’épiderme, la matrice extracellulaire du 
derme et le tissu adipeux [Diridollou et al. 2000, Hendriks et al. 2006, Joodaki et al. 2018] ;  

- protection contre les agents infectieux notamment par son pH acide (4,1-5,8) [Proksch 2018], 



 

 

les peptides antimicrobiens produits au niveau de l’épiderme [Clausen et al. 2016], la flore 
bactérienne non pathogène [Byrd et al. 2018], et les cellules immunitaires présentes dans le 
derme et l’épiderme [Matejuk 2018] ;  

- protection contre les radiations solaires grâce à la mélanine [Fajuyigbe et al. 2018] et à 
l’acide urocanique [Kammeyer et al. 1995] présents dans l’épiderme et qui ont la capacité 
d’absorber les ultraviolets ;  

 Pour la protection hydrique, la régulation thermique et le métabolisme : 
- barrière physique contre la perte en eau de l’organisme, en particulier grâce à la structure 

fine de la couche externe de l’épiderme [Feingold et al. 2014] ;  
- rôle dans la thermorégulation grâce au réseau vasculaire [Walløe 2015] et par la production 

de sueur [Gagnon et al. 2018] ;  
- rôle de réserve énergétique assuré par le tissu adipeux [Cohen et al. 2016] ;  
- synthèse de vitamine D [Makarova et al. 2017] ; 
 Rôle sensoriel (texture, température, douleur, …) assurée par l’innervation cutanée 

[Zimmerman et al. 2014]. 
 
Ces fonctions sont notamment assurées par la structure et la composition cellulaire et 

protéique de la peau, décrites ci-après. 
 

 
L'épiderme est la partie la plus externe de la peau et est composé à 90% de kératinocytes, 

formant un épithélium squameux stratifié kératinisé [Moll et al. 2008]. Répartis entre ces 
kératinocytes sont également présents des mélanocytes (responsables de la production de 
mélanine), des cellules de Langerhans (présentatrices d’antigènes [Deckers et al. 2018]), et des 
cellules de Merkel ayant un rôle neurosensoriel [Boulais et al. 2007]. 

L’épiderme est en renouvellement permanent et on peut distinguer quatre couches, reflétant 
les stades de différenciation verticale des kératinocytes orientée vers l’extérieur, de la couche 
basale à la couche cornée (Figure 3). 

 



 

 

La couche basale est la couche la plus profonde de l’épiderme et est constituée d’une seule 
assise de kératinocytes de forme cubique. Ils assurent le renouvellement de l’épiderme par leur 
capacité proliférative [Lim et al. 2013] identifiable par des marqueurs tels que Ki67 et PCNA 
(proliferating cell nuclear antigen). De plus, ces kératinocytes basaux assurent la stabilité 
physique de l’épiderme grâce aux kératines 5 et 14 (K5, K14) qu’ils expriment [Fuchs et al. 
1980, Omary et al. 2004] et aux hémidesmosomes fortement ancrés au derme sous-jacent via 
la jonction dermo-épidermique [Borradori et al. 1999]. 
 

Les kératinocytes de cette couche entrent en différenciation via un mécanisme d’autophagie 
[Akinduro et al. 2016]. Ils ont une forme polygonale dans les couches inférieures puis aplaties 
dans les couches supérieures. Les kératinocytes épineux et ceux des couches supérieures sont 
liés les uns aux autres par de nombreux desmosomes reliés eux-mêmes aux filaments 
intracellulaires de kératines 1 et 10 (K1, K10), cet assemblage conférant à l’épiderme résistance 
physique et extensibilité [Moll et al. 2008]. L’expression de K10 est également impliquée dans 
l’arrêt de la prolifération et l’entrée en différentiation des kératinocytes [Paramio et al. 1999]. 
L’involucrine, dont la synthèse débute au niveau des kératinocytes épineux supérieurs, participe 
ensuite à la constitution de l’enveloppe cornée [Eckert et al. 2004]. 

 

Les kératinocytes granuleux, de forme aplatie, synthétisent les molécules nécessaires à la 
formation de la couche suivante. Ainsi on peut observer dans leur cytoplasme des grains de 
kératohyaline composés notamment d’un assemblage de profilaggrine (précurseur de la 
filaggrine) et de loricrine [Mehrel et al. 1990, Yoneda et al. 2012] ; et des corps d’Odland (ou 
corps lamellaires, ou kératinosomes) dans lesquels sont stockés des lipides et des enzymes 
[Menon et al. 2018]. Cette couche participe à la fonction barrière de la peau grâce aux jonctions 
serrées inter-kératinocytaires qui limitent le passage de molécules aussi petites que des ions 
[Bäsler et al. 2016]. 

 

Le passage de la couche granuleuse à la couche cornée est caractérisé par la mort des 
kératinocytes, devenant ainsi des cornéocytes. Durant la cornification, une enveloppe cornée 
rigide se forme au niveau de la membrane plasmique interne par l’assemblage covalent de 
protéines (dont loricrine, filaggrine, involucrine, kératines) [Steinert et al. 1995, Candi et al. 
2005]. Concomitamment, le contenu des corps d’Odland est extrudé [Ponec et al. 2001] et les 
lipides (céramides, acides gras, cholestérol) s’assemblent enzymatiquement en structures 
lamellaires (« lamelles lipidiques ») parallèles à la surface de la peau [Madison 2003]. De 
même, les desmosomes sont modifiés en cornéodesmosomes, notamment par l’association 
extracellulaire de la cornéodesmosine [Rawlings et al. 2005].  

La structure de la couche cornée, telle un mur de briques et de ciment [Elias 1983], prodigue 
à la peau la capacité à retenir l’eau de l’organisme. Cependant, une faible quantité d’eau 
(appelée TEWL, transepidermal water loss) traverse cette couche, et sa mesure permet 
d’estimer la qualité de la fonction barrière de la peau. 

La déshydratation croissante dans les couches les plus externes du Stratum corneum ainsi 
que la diminution du pH en surface favorisent la protéolyse enzymatique conduisant à la 
desquamation des cornéocytes [Rawlings et al. 2005]. 



 

 

 
La jonction dermo-épidermique (JDE) est une membrane basale à l’interface entre épiderme 

et derme et dont les constituants sont synthétisés par les kératinocytes et les fibroblastes du 
derme papillaire [Briggaman et al. 1975]. C’est un assemblage de protéines matricielles (dont 
collagènes de type IV et VII, laminines, nidogène, et protéoglycanes) fixées aux intégrines 6 4 
des hémidesmosomes, et aux intégrines 3 1 [Goldsmith et al. 2012, Breitkreutz et al. 2013]. 

Par sa structure, la JDE assure l’adhérence de l’épiderme au derme, et permet de réguler les 
échanges moléculaires et cellulaires entre les deux compartiments, en particulier l’apport de 
nutriments à l’épiderme non vascularisé [Briggaman et al. 1975] favorisé par les invaginations 
du derme dans l’épiderme appelées papilles dermiques. La JDE a également un rôle 
fondamental lors de la réépidermisation pendant la cicatrisation cutanée en servant, notamment 
grâce aux laminines, de support pour l’adhésion et la migration des kératinocytes [Iorio et al. 
2015]. 

 

 
Le derme est compris entre l’épiderme et le tissu adipeux dermique. C’est un tissu conjonctif 

qui est principalement composé d’une matrice extracellulaire produite par des fibroblastes, la 
principale population cellulaire dermique. Le derme contient également des cellules 
endothéliales formant les systèmes vasculaire et lymphatique [Braverman 2000, Skobe et al. 
2000], des cellules dendritiques dermiques, des monocytes/macrophages, des lymphocytes et 
des neutrophiles [Sorrell et al. 2004]. 

 

Le derme est classiquement divisé en deux régions qui diffèrent par la composition et 
l’organisation de leur matrice extracellulaire respective : le derme papillaire surplombe le 
derme réticulaire (Figure 4) [Driskell et al. 2015]. 

 

 

Le derme papillaire, situé juste sous l’épiderme, est un tissu conjonctif lâche de fibres 
collagéniques et élastiques orientées perpendiculairement à l’épiderme. Le derme réticulaire, 
situé sous le derme papillaire et d’épaisseur plus importante, est un tissu conjonctif plus dense 
composé d’un entrecroisement de faisceaux de grosses fibres présentant une orientation 
parallèle à la surface de la peau [Sorrell et al. 2004, Patton et al. 2018]. 



 

 

Les fibroblastes ont une origine mésenchymateuse. Ils sont plus nombreux et 
métaboliquement plus actifs dans le derme papillaire où ils sont de morphologie fusiforme, que 
dans le derme réticulaire où ils ont une forme étoilée. Cependant il n’existe à ce jour pas de 
marqueur spécifique pour les discriminer [Driskell et al. 2015]. 

Les fibroblastes synthétisent et sécrètent la majorité des composants de la matrice 
extracellulaire, ainsi que des enzymes (les MMP, matrix metalloproteinase, et leurs inhibiteurs, 
les TIMP, tissue inhibitor of metalloproteinases) permettant de dégrader et remodeler cette 
matrice [Woessner 1991]. Ces cellules interviennent également dans la régulation 
physiologique de la peau en secrétant un large panel de cytokines et facteurs de croissance, 
jouant un rôle majeur dans les interactions dermo-épidermiques au cours de la cicatrisation, 
détaillé dans la partie II.1. de l’état de l’art. 

 

La matrice extracellulaire (MEC) du derme est composée d’un réseau de fibres de collagène 
entremêlées à des fibres élastiques d’élaunine et d'élastine baignant dans un mélange de 
protéoglycanes, de glycoprotéines, d’eau et d’acide hyaluronique, mais le derme papillaire et le 
derme réticulaire diffèrent par la composition et l'organisation respective de cette matrice 
[Sorrell et al. 2004]. Le derme papillaire est caractérisé par des faisceaux de fibres de collagène 
minces et peu organisés, constitués principalement de collagènes de type I et de type III, qui 
contrastent avec les faisceaux de fibres épais et bien organisés du derme réticulaire [Cormack 
1987]. Les faisceaux de fibres de collagène dans le derme papillaire contiennent plus de 
collagène de type III que ceux du derme réticulaire [Meigel et al. 1977]. Cependant, le collagène 
de type I reste le constituant principal du derme [Epstein 1974]. 

Les collagènes et les fibres élastiques, ainsi que le nombre d’invaginations dermo-
épidermiques, confèrent résistance et élasticité à la peau, lui permettant d’absorber les chocs en 
se déformant puis en reprenant sa position d’origine [Langton et al. 2017]. 

 

 
Le tissu adipeux blanc dermique, anciennement appelé hypoderme [Driskell et al. 2014], est 

un tissu quantitativement important (15 à 50% du poids total). Il est composé majoritairement 
d’adipocytes (cellules mésenchymateuses différenciées) (Figure 5), et de leurs précurseurs, les 
préadipocytes. Entre ces cellules existe la fraction stroma-vasculaire qui contient des 
lymphocytes, des myélocytes (granulocytes immatures), des macrophages, des péricytes, des 
cellules endothéliales et des cellules souches mésenchymateuses [Bora et al. 2017]. La 
composition de cette fraction a montré son intérêt pour la médecine régénérative et pour la 
cicatrisation cutanée [Cardoso et al. 2016]. 

 

 



 

 

Les adipocytes possèdent la capacité de stocker des lipides sous forme de triglycérides et de 
les libérer sous forme d’acides gras, gérant ainsi les réserves énergétiques de l’organisme selon 
les besoins et les approvisionnements [Flier 1995]. La deuxième fonction du tissu adipeux 
dermique est celle de la synthèse et la sécrétion d’adipokines, en faisant un organe endocrinien 
à part entière, pouvant agir au niveau local (par voie autocrine ou paracrine) ou systémique et 
influencer tous les autres organes impliqués dans la physiologie [Cohen et al. 2016]. Ce tissu 
joue également un rôle protecteur contre les chocs [Diridollou et al. 2000, Joodaki et al. 
2018] et un rôle dans la thermorégulation par le caractère isolant de la graisse [Anghel et al. 
2007]. 

 

 
Les annexes cutanées (Figure 6) regroupent les glandes sébacées, les glandes sudoripares, et 

les phanères (poils, cheveux, ongles). 
 

 

Les glandes sudoripares se situent dans le derme et produisent la sueur, participant à la 
régulation thermique [Gagnon et al. 2018]. Il existe deux types de glandes sudoripares : 
apocrines et éccrines. Les glandes éccrines déversent la sueur directement à la surface de 
l’épiderme ; à l’inverse, les glandes sudoripares apocrines, qui ne s’activent qu’à la puberté, 
sécrètent la sueur au niveau des follicules pileux [Jung et al. 2018].  

Les glandes sébacées sont également localisées dans le derme et associées aux follicules 
pileux, où elles sécrètent le sébum qui est composé de lipides, de squalène et de débris 
cellulaires [Zouboulis et al. 2016]. 

La sueur et le sébum sont miscibles et forment un film hydrolipidique à la surface de la peau, 
qui participe à la fonction barrière contre la perte en eau et l’agression par des agents chimiques 
ou biologiques [Zouboulis 2004]. 

Le follicule pileux forme une invagination de l’épiderme dans le derme. Cependant, les 
cellules qui participent à la production et à la maturation de la fibre, situées tout le long de cette 
invagination, sont différentes, bien qu’apparentées, des kératinocytes interfolliculaires et des 
fibroblastes [Joost et al. 2016, Bernard 2017]. La formation du follicule et ces différentes 
cellules ne seront pas détaillées dans ce mémoire. 



 

 

 

 
Le système nerveux est composé du système nerveux central et du système nerveux 

périphérique. Le système nerveux central comprend l’encéphale, la moelle épinière et la rétine. 
Le système nerveux périphérique comprend quant à lui les nerfs entre le système nerveux 
central et le reste de l’organisme [Alberts 2012]. Ainsi, l’innervation de la peau (Figure 7) 
appartient au système nerveux périphérique. 

 

 

 
La peau est innervée par différents types de fibres : les fibres nerveuses sensitives, qui 

transmettent notre sens du toucher ; et, en plus faible nombre, les fibres nerveuses autonomes 
[Breathnach 1977, Munger et al. 1988]. Contrairement aux autres types cellulaires de la peau, 
le corps cellulaire des fibres nerveuses sont contenus dans des ganglions : les ganglions de la 
racine dorsale pour les nerfs sensitifs et les ganglions paravertébraux pour les nerfs autonomes 
(Figure 8). Ainsi lors d’une lésion cutanée, les fibres nerveuses et les récepteurs au niveau de 
la peau sont détruits, mais les corps cellulaires persistent dans les ganglions qui se situent le 
long de la moelle épinière [Abraira et al. 2013, Laverdet et al. 2015]. 

 



 

 

 

 

 
Les fibres nerveuses autonomes/efférentes proviennent presque entièrement de neurones 

sympathiques et leurs terminaisons se limitent au derme, où elles innervent vaisseaux sanguins 
et lymphatiques, muscles érecteurs, glandes sudoripares éccrines et apocrines, et follicules 
pileux [Brain et al. 1999, Vetrugno et al. 2003] (Figure 8). 

Ces fibres nerveuses sécrètent localement différents neuromédiateurs permettant de moduler 
leurs activités [Roosterman et al. 2006]. Par exemple, l’acétylcholine qu’elles produisent 
stimule la sécrétion des glandes sudoripares éccrines [Gagnon et al. 2018]. Également, les 
petites artères et artérioles cutanées sont abondamment innervées par des fibres 
noradrénergiques [Hamberger et al. 1964], ce qui permet l’ouverture des anastomoses artério-
veineuses, régulant ainsi la température corporelle [Walløe 2015]. 

 

 
Contrairement aux fibres nerveuses autonomes, les nerfs sensoriels/afférents innervent aussi 

bien l'épiderme, le derme que le tissu adipeux sous-cutané sous la forme d'un réseau 
tridimensionnel [Yamada et al. 1996, Tschachler et al. 2004, Kelly et al. 2005]. 

Les fibres nerveuses sensorielles initient les sensations agréables ou douloureuses du toucher 
grâce à leurs terminaisons périphériques qui transforment les stimuli sensoriels en potentiels 
d'action qui se propagent vers le système nerveux central [Lumpkin et al. 2007]. 

La transmission de ce message se fait plus ou moins vite selon le taux de myéline autour de 
l’axone. Ainsi dans la peau on retrouve trois types de fibres nerveuses : A , A  et C (Tableau 



 

 

1). Contrairement aux fibres A , les fibres A  perdent leur gaine de myéline quand elles entrent 
dans le derme [Provitera et al. 2007]. Les fibres C sont quant à elles totalement amyélinisées et 
donc ont une vitesse de conduction plus lente, mais elles constituent 60 à 90 % de l’ensemble 
des fibres sensorielles cutanées [Le Bars et al. 2002] et sont les seules fibres à terminaisons 
libres présentes au niveau de l’épiderme [Reilly et al. 1997]. 

 

 
 
Les fibres nerveuses ont des terminaisons libres ou bien encapsulées (corpuscules de Pacini, 

Meissner, Ruffini et disques de Merkel) (Figure 8), et peuvent également être classées en 
fonction de leur modalité sensorielle (Tableau 2). Par exemple, les thermorécepteurs 
réagissent au réchauffement ou au refroidissement de la peau, tandis que les mécanorécepteurs 
réagissent à la pression, à l'étirement ou au mouvement des poils. 

 

 
En plus de ces neurones qui répondent au toucher et aux températures inoffensifs, certaines 

fibres nerveuses sensorielles A  ou C à terminaisons libres ont un seuil d’activation plus élevé 
[Bessou et al. 1969] et initient des sensations douloureuses, elles sont appelés nocicepteurs. 
La majorité des nocicepteurs sont polymodaux, c’est-à-dire qu’ils peuvent être activés par 
plusieurs stimuli douloureux (mécanique, thermique, chimique) [Lynn et al. 1982, Lang et al. 
1990]. Il a également été démontré l’existence d’une quatrième catégorie de fibres nerveuses, 
les pruricepteurs, responsables de la sensation de démangeaison, stimulés par l’histamine ou 
la voie PAR-2 (protease-activated receptor-2) [Misery 2014] ; certaines fibres nerveuses 
pouvant être à la fois nocicepteurs et pruricepteurs [Ikoma et al. 2006]. 

 
 
 



 

 

Parmi les fibres C nociceptives, on distingue deux sous-populations [Le Bars et al. 2002] : 
 Les fibres « peptidergiques » qui synthétisent la SP (substance P) et le CGRP (calcitonin 

gene related peptide) et qui expriment les récepteurs spécifiques au NGF (nerve growth 
factor) ;  

 Les fibres « non-peptidergiques » qui ne synthétisent pas ces molécules mais expriment entre 
autres le récepteur RET (receptor tyrosine kinase). 
 
Outre les terminaisons libres et les corpuscules/disques présentés précédemment, le 

kératinocyte à lui seul est capable d’initier la nociception en réponse à divers stimuli [Talagas 
et al. 2019], comme démontré par trois récentes études [Baumbauer et al. 2015, Pang et al. 
2015, Moehring et al. 2018] utilisant des modèles de souris transgéniques permettant 
l'activation sélective des kératinocytes sans exciter directement les fibres nerveuses associées. 

Des études ont été menées afin d’identifier les récepteurs spécifiques capables de discriminer 
les sensations et en ont mis en évidence de nombreux, détaillés dans la revue de Lumpkin & 
Caterina [Lumpkin et al. 2007] qui explicite les mécanismes moléculaires de fonctionnement 
de ces thermo- et mécanorécepteurs.  

 
Contrairement aux thermorécepteurs et pruricepteurs, dont la perception est essentiellement 

due à l’activation « classique » d’un récepteur membranaire, c’est l’ultrastructure particulière 
des « organes mécanosensoriels » (corpuscules et disques) qui joue un rôle très important dans 
leur capacité à sentir les distorsions cutanées [Zimmerman et al. 2014]. Cependant, il a été 
récemment démontré qu’il existe des récepteurs membranaires activés mécaniquement [Coste 
et al. 2012] et que Piezo2 est impliqué dans la sensation du toucher par les cellules de Merkel 
[Woo et al. 2014].  

Dans ce mémoire, nous n’exposerons que les récepteurs TRPV1 et TRPA1 qui sont des 
canaux ioniques. 

 

 
TRPV1 (transient receptor potential vanilloid 1) est l’un des premiers récepteurs 

membranaires identifiés comme étant impliqués dans la transmission de la sensation de chaleur. 
Cette protéine est notamment activée par une température supérieure à 43°C [Caterina et al. 
1997], un pH inférieur à 6 [Tominaga et al. 1998], par la capsaïcine (le principal composant 
piquant des piments) [Thresh 1846, Caterina et al. 1997] et l’anandamide (cannabinoïde 
endogène) [Zygmunt et al. 1999]. Le seuil d’activation thermique de TRPV1 peut par ailleurs 
être abaissé par un environnement pro-inflammatoire [Ji et al. 2002]. 

TRPV1 est fortement exprimé par les fibres nociceptives A  et C et transmet ainsi un 
message douloureux lors de son activation [Caterina et al. 2001]. TRPV1 est également exprimé 
par les kératinocytes [Inoue et al. 2002], les cellules de Langerhans et les cellules endothéliales 
[Rio et al. 2018]. 

 
TRPV1 semble protéger la peau de l’ulcération ou favoriser sa cicatrisation, comme 

démontré par l’augmentation de la surface cutanée endommagée suite à l’abrasion chimique 
chez la souris KO pour TRPV1, comparée à la souris « wild-type » [Li et al. 2012]. Également, 
sur un modèle d’abrasion de la cornée (tissu structurellement proche de la peau), la présence de 
TRPV1 chez la souris a montré qu’il favorisait la contraction de la plaie par les myofibroblastes 
[Okada et al. 2011], ainsi que la réépithélialisation [Sumioka et al. 2014]. 



 

 

 

 
TRPA1 (transient receptor potential ankyrin 1) peut être activé par une multitude de 

molécules telle que celles contenues dans la cannelle (le cinnamaldéhyde), et par certaines 
molécules irritantes telles que le toluène. La température peut également activer ce récepteur, 
mais le seuil (chaleur ou froid) diffère selon les espèces. Chez l’humain et la souris, une 
température inférieure à 17°C déclenche son activation [Laursen et al. 2015]. 

TRPA1 est exprimé dans les fibres A  et C, et très souvent dans des fibres exprimant aussi 
TRPV1 [Lumpkin et al. 2007]. Il est également exprimé dans les kératinocytes, et son activation 
améliore le rétablissement de la barrière cutanée [Denda et al. 2010]. 

 
 
Ces dernières années, des études ont montré que l’activation de TRPV1 ou TRPA1 par 

administration d’agonistes avait des effets sur le métabolisme global, et notamment dans la 
régulation de la glycémie des animaux diabétiques [Derbenev et al. 2016]. De plus TRPV1 
semble être directement associé au développement et à la progression du diabète de type 1 et 
de type 2 [Suri et al. 2008].  

 

 
Des contacts anatomiques semblables à des synapses ont été décrits entre les terminaisons 

nerveuses et plusieurs types cellulaires de la peau : kératinocytes [Hilliges et al. 1995], 
mélanocytes [Hara et al. 1996], cellules de Merkel [Winkelmann et al. 1973], fibroblastes 
[Fujiwara et al. 2013], cellules de Langerhans [Gaudillere et al. 1996], mastocytes [Wiesner-
Menzel et al. 1981] et cellules dendritiques dermiques [Sueki et al. 1995].  

Après une stimulation nerveuse physique ou chimique, diverses molécules, appelés 
neuromédiateurs, sont produites et libérées par certaines fibres C, petites fibres A  et fibres 
nerveuses autonomes qui agissent sur les cellules cibles neuronales et non neuronales. De plus, 
des cellules cutanées telles que des kératinocytes [Sloniecka et al. 2015], des cellules de Merkel 
[Leung et al. 2000] ou des lymphocytes [Wang et al. 2002] se sont révélées capables de libérer 
des neuromédiateurs.  

Il est ainsi admis qu’il existe un réseau de communication entre les systèmes nerveux central 
et périphérique, les systèmes endocrinien et immunitaire et les cellules de la peau appelé 
« système neuro-endocrino-immuno-cutané » (SNEIC) [Misery 1997, Steinhoff et al. 2003, 
Roosterman et al. 2006]. Ce concept permet notamment d’expliquer l’influence du psychisme 
dans le déclenchement de certains désordres dermatologiques tels que le psoriasis ou la 
dermatite atopique. 

Ces médiateurs dérivés de nerfs et des cellules cutanées peuvent jouer un rôle régulateur 
important dans la peau, notamment lors de la cicatrisation des plaies. Certains d’entre eux seront 
décrits dans la partie II.2 de l’état de l’art. 

 
 

 



 

 

 
 
Lorsque la continuité de la barrière cutanée est rompue, un processus de cicatrisation se met 

en place. La cicatrisation est un phénomène naturel qui fait intervenir de nombreux types 
cellulaires et marqueurs biologiques de manière très organisée dans le temps. 

Le but premier de la cicatrisation est de fermer la brèche rapidement afin d’éviter l’infection 
[Willyard 2018]. Cependant, chez l’adulte sain, ce processus rapide ne permet pas la 
restauration parfaite de l’intégrité et de la fonctionnalité cutanées initiales : il y a formation 
d’une cicatrice [Bayat et al. 2003]. À l’opposé, le fœtus et la personne âgée semblent régénérer 
(reconstruction à l’identique) plutôt que cicatriser ; et certains marqueurs ont été mis en 
évidence comme impliqués dans ce changement de processus [Rinkevich et al. 2015, 
Nishiguchi et al. 2018] et dans la capacité à restaurer la structure et la composition du tissu 
cutané originel [Ito et al. 2007, Plikus et al. 2017]. 

Nous présenterons ici uniquement la cicatrisation cutanée. Les phases, leur durée respective, 
les types cellulaires impliqués et les molécules sécrétées citées dans cette partie ont 
essentiellement été décrits à partir d’observations de la cicatrisation de plaies d’excision. Ainsi, 
il pourrait y avoir des variations avec les autres types de plaie (ulcère de pression, brûlure, 
incision …). 

 

 
Lorsque au moins l’épiderme et le derme sont endommagés, la cicatrisation se déroule en 

quatre phases qui se chevauchent dans le temps : l’hémostase, l’inflammation, la prolifération 
et le remodelage ; chacune faisant intervenir des types cellulaires spécifiques (Figure 9).  

 

 

 

 
L'hémostase est la première étape du processus de cicatrisation (Figure 10A). Elle est initiée 

par le contact des plaquettes avec les protéines matricielles du tissu blessé, notamment le 
collagène [Nuyttens et al. 2011], ce qui entraîne l'activation des plaquettes, leur adhésion à 
l'endothélium lésé et leur agrégation, stoppant ainsi le saignement [Ruggeri 2002]. Le processus 



 

 

de coagulation est également activé, la thrombine convertissant le fibrinogène en fibrine 
[Wolberg 2007], ce qui forme une matrice extracellulaire provisoire permettant par la suite la 
migration des autres types cellulaires impliqués dans la cicatrisation, tels que les cellules 
endothéliales, les fibroblastes, les kératinocytes, et les cellules immunitaires [Laurens et al. 
2006]. 

Les plaquettes activées libèrent des chimiokines/chémoattractants qui induisent la migration 
des cellules immunitaires vers le site de lésion puis leur adhésion, ainsi que plusieurs facteurs 
de croissance nécessaires aux cellules cutanées, tels que le PDGF (platelet derived growth 
factor), le TNF-  (tumor necrosis factor-alpha) et le TGF-  (transforming growth factor beta) 
[Golebiewska et al. 2015].  

 

 

 

 
La deuxième phase de la cicatrisation est caractérisée par la migration de cellules 

immunitaires vers le site de la plaie (Figure 10B), dont les principales sont les neutrophiles et 
les macrophages. L'expression et l'activation de molécules d'adhésion sur les cellules 
endothéliales vasculaires favorisent l'adhésion des cellules immunitaires à l'endothélium, qui 
migrent ensuite dans l'espace extravasculaire, sous l’effet du gradient de concentration en 
chimiokines [Vestweber 2015]. 

 

Les neutrophiles sont les premières cellules immunitaires à arriver, jouant un rôle majeur 
dans le contrôle des infections (par phagocytose, par relargage de substances toxiques, ou par 



 

 

NETose [Singh et al. 2017]), ainsi que dans le débridement de la plaie [Dovi et al. 2004] par la 
production de protéases dégradant la matrice extracellulaire endommagée (notamment la 
MMP-8 [Martins et al. 2013]). 

24 à 48h après l’afflux de neutrophiles [Dovi et al. 2004], les monocytes résidents et ceux 
en circulation pénètrent dans la plaie et se différencient en macrophages de phénotype M1 pro-
inflammatoire [Mosser 2003], produisant un grand nombre de médiateurs et de cytokines, dont 
les interleukines-1/6/12 (IL-1, IL-6, IL-12), le TNF-  et l'oxyde nitrique synthase inductible 
(iNOS), et participant au débridement de la plaie et à la phagocytose des agents infectieux [Koh 
et al. 2011]. 

Les neutrophiles ont une grande capacité à dégrader la matrice, ce qui peut être délétère pour 
la résolution de la cicatrisation. De plus ils produisent une grande quantité de radicaux libres, 
créant un stress oxydatif local pouvant causer des dommages tissulaires additionnels [Wilgus 
et al. 2003]. Aussi, les macrophages participent à la suppression des neutrophiles présents par 
de multiples manières, notamment par la phagocytose des neutrophiles apoptotiques selon un 
processus appelé l’efférocytose [Khanna et al. 2010]. Ce processus permet la transition des 
macrophages vers un phénotype M2 anti-inflammatoire [Fadok et al. 1998]. 

 

Les macrophages de phénotype M2 influencent la cicatrisation des plaies par la synthèse de 
molécules favorisant la prolifération cellulaire et la synthèse protéique telles que le TGF- 1, le 
VEGF (vascular endothelial growth factor) et l’IGF-1 (insulin-like growth factor-1), ainsi que 
par la production de protéases et de leurs inhibiteurs qui influent sur le contenu et le remodelage 
de la MEC. Ils sécrètent également des médiateurs anti-inflammatoires, tels que l'antagoniste 
de l'IL-1R (IL-1RA), le récepteur de l'IL-1 de type II et l'IL-10 [Koh et al. 2011]. 

Ainsi la transition M1-M2 des macrophages induit la résolution de la phase inflammatoire 
qui est nécessaire pour la mise en place de la phase proliférative de la cicatrisation [Mosser 
2003]. 

 

 
Suite à la phase inflammatoire, la matrice extracellulaire provisoire composée de fibrine 

commence à être remplacée par un tissu conjonctif appelé tissu de granulation, constitué de 
fibroblastes, cellules endothéliales, cellules immunitaires et matrice extracellulaire (Figure 
10C). 

 

Les fibroblastes provenant des berges non lésées ou dérivant des fibrocytes circulant (sous-
population de leucocytes) [Abe et al. 2001] migrent dans la plaie sous l’effet de molécules 
(PDGF, FGF (fibroblast growth factor), TGF-  et IL-1) sécrétées majoritairement par les 
plaquettes et les cellules immunitaires [Werner et al. 2003]. Les fibroblastes utilisent la matrice 
provisoire comme échafaudage et commencent alors à proliférer. Ils dégradent cette matrice 
(via la sécrétion des MMP-1, -2, -3, -14, -19 [Löffek et al. 2011]) et produisent une grande 
quantité de collagène de type III et de la fibronectine. Ainsi sous l’effet du changement de 
propriétés mécaniques du microenvironnement et du TGF-  [Hinz 2007], ainsi que de la 
périostine [Zhou et al. 2010, Kanaoka et al. 2018] (sécrétée par les fibroblastes eux-mêmes et 
les kératinocytes au cours de la cicatrisation [Jackson-Boeters et al. 2009]), certains fibroblastes 
se différencient en myofibroblastes, cellules contractiles riches en -SMA (smooth muscle 



 

 

actin), qui, par leur force de traction, tirent les berges vers le centre de la plaie, réduisant ainsi 
progressivement la taille de la plaie [Kordestani 2019]. 

De nouveaux vaisseaux sanguins se forment dans le tissu de granulation par la migration et 
la prolifération des cellules endothéliales provenant du réseau capillaire préexistant. Cette 
angiogenèse est induite par divers facteurs pro-angiogéniques produits par les kératinocytes, les 
fibroblastes et les cellules immunitaires, notamment le VEGF produit en réponse à l’hypoxie 
locale [Brown et al. 1992, Shweiki et al. 1992] et le FGF [Murakami et al. 2008]. 
 

La régénération des fibres nerveuses (réinnervation) de la peau lésée commence dès les 
premiers jours et se poursuit pendant toute la phase de prolifération, si bien que la quantité de 
fibres PGP9.5 positives dans le néoépiderme/néoderme du rongeur trois semaines post-excision 
est proche de celle de la peau non lésée [Wallengren et al. 1999, Henderson et al. 2006]. Les 
fibres nerveuses nouvellement formées peuvent être identifiées avec le marqueur GAP43 
(growth-associated protein 43) qui semble être impliqué dans l’orientation de la division 
cellulaire [Zhao et al. 2011]. Il a été démontré que les fibres nerveuses et le système vasculaire 
interagissent via diverses molécules qu’ils sécrètent et qui façonnent une architecture parallèle 
des nerfs et des vaisseaux dans la peau [Weinstein 2005]. 

 

Parallèlement à la formation du tissu de granulation, et sous l’action de divers facteurs de 
croissance libérés par l'épiderme lésé, tels que l’EGF (epidermal growth factor), le KGF 
(keratinocyte growth factor) et le FGF-2, les kératinocytes des bords de la lésion ou des annexes 
cutanées se mettent à migrer et proliférer [Woodley et al. 1993]. 

Deux études récentes sur la souris ont confirmé l'existence de deux compartiments 
concentriques et distincts dans l'espace ayant une signature moléculaire spécifique : juste au 
bord de la lésion se trouve une « langue » de kératinocytes migrant et non proliférant (exprimant 
notamment les MMP-1, -9, -10, -13 leur permettent de dégrader la matrice et diminuer 
l’adhérence au tissu sous-jacent), suivi d’une zone d’épiderme plus épais contenant des 
kératinocytes fortement prolifératifs (exprimant notamment la MMP-3) [Saarialho-Kere et al. 
1994, Aragona et al. 2017, Park et al. 2017]. 

Lorsque les kératinocytes migrant se rejoignent il y a alors formation d’un néoépiderme, qui 
se stratifie et se différencie afin de restaurer la barrière cutanée. 
 

 
Durant la phase de remodelage (Figure 10D), le tissu de granulation se transforme 

progressivement en tissu cicatriciel mature. Ce processus, pouvant durer plusieurs mois, permet 
la reconstruction de la peau qui retrouve ainsi une constitution et une fonction proches du tissu 
non lésé. 

La matrice extracellulaire à prédominance collagène de type III est dégradée par les 
macrophages et les fibroblastes, puis remplacée par une nouvelle matrice à prédominance 
collagène de type I par les fibroblastes qui lui confère une meilleure résistance [Krzyszczyk et 



 

 

al. 2018]. La périostine participe au remodelage en stimulant la sécrétion de collagène de type 
I par les fibroblastes ainsi que sa fibrillogenèse [Norris et al. 2007]. 

Il existe un équilibre fin tout au long de la cicatrisation entre les MMP et les TIMP pour 
réguler la production et la dégradation de la MEC, TIMP-3 semblant avoir un rôle prépondérant 
dans le remodelage de la matrice [Martins et al. 2013]. 

 

Pendant le remodelage, la densité vasculaire diminue, et bien que les mécanismes précis de 
cette régression ne soient pas encore totalement compris, les changements du 
microenvironnement (collagènes, résistance mécanique) semblent y contribuer [Wietecha et al. 
2013]. 

 

La transition de la phase proliférative à la phase de remodelage se caractérise également par 
la diminution importante du nombre de cellules présentes dans le tissu de granulation / 
néoderme : les macrophages, les myofibroblastes et une partie de cellules endothéliales entrent 
en apoptose [Desmouliere et al. 1995, Krzyszczyk et al. 2018]. 

 

 
Outre les chimiokines, facteurs de croissance et enzymes cités dans la partie précédente, il 

est maintenant reconnu que de nombreux neuromédiateurs sont sécrétés au niveau de la peau et 
ont une action sur l’homéostasie cutanée et la cicatrisation. Ces molécules peuvent être 
synthétisées par les fibres nerveuses, mais également les cellules cutanées et les cellules 
immunitaires. 

Le terme exact pour nommer ce groupe de molécules n’est pas bien défini dans la littérature. 
Aussi dans ce mémoire nous les appellerons « neuromédiateurs ». Ces « neuromédiateurs » 
peuvent être des neurotransmetteurs, des neuropeptides, des neurohormones ou des 
neurotrophines. L’activité connue de certains de ces neuromédiateurs sur la cicatrisation est 
décrite ci-après. 

 

 
L’acétylcholine et les catécholamines sont de petits messagers non-peptidiques. Auparavant, 

ces molécules étaient décrites uniquement comme des médiateurs sécrétés par les fibres 
nerveuses autonomes. Cependant de récentes études ont montré qu’ils étaient également 
sécrétés par des cellules non neuronales et jouaient un rôle important dans l’homéostasie et 
l’inflammation cutanée. 

 

 
L’acétylcholine est sécrétée au niveau cutané par les neurones autonomes cholinergiques, et 

de nombreux types cellulaires de la peau des mammifères qui sécrètent ce neurotransmetteur et 
expriment ses récepteurs (récepteurs muscariniques et nicotiniques) [Wessler et al. 2008]. Ainsi 
il a été montré récemment qu’une faible dose d’acétylcholine en application topique accélère la 
cicatrisation cutanée en favorisant la migration des kératinocytes et l’angiogenèse [Uberti et al. 
2018]. 

 



 

 

 
Les catécholamines (noradrénaline, adrénaline …) sont sécrétées au niveau de la peau par 

les neurones autonomes adrénergiques, les kératinocytes et les mélanocytes [Roosterman et al. 
2006] ; et les récepteurs adrénergiques sont notamment exprimés par les kératinocytes, les 
fibroblastes, les monocytes et les lymphocytes T [Roosterman et al. 2006, Ashrafi et al. 2016]. 

La stimulation des récepteurs -adrénergiques augmente la production de TGF-  par les 
fibroblastes cutanés et favorise leur migration et la production de MEC [Ashrafi et al. 2016]. 
Tandis que le blocage des récepteurs -adrénergiques accélère la migration des kératinocytes 
et la réépithélialisation des plaies [Pullar et al. 2006]. 

 

 
Il existe de nombreux neuropeptides sécrétés au niveau de la peau et qui jouent un rôle dans 

la cicatrisation. Cependant dans cette partie, seuls la substance P et le CGRP seront détaillés. 
En effet, ces deux neuropeptides sont sécrétés par les nerfs suite à l’activation de TRPV1 ou 
TRPA1 qui, comme décrit précédemment, semblent être impliqués dans certaines régulations 
métaboliques du diabète. De plus, la substance P et le CGRP sont deux acteurs majeurs de 
l'inflammation neurogène cutanée définie comme l'inflammation provoquée (ou amplifiée) par 
une libération excessive de neuropeptides dans la peau à partir des terminaisons des nerfs 
sensitifs activés localement ou antidromiquement (du corps cellulaire vers les terminaisons), et 
entraînent la dégranulation, la vasodilatation et l'extravasation des protéines plasmatiques et des 
cellules immunitaires [Gouin et al. 2017].  

 

 
La substance P (SP) est un peptide de 11 acides aminés qui est impliqué dans la transmission 

centrale de la douleur [Roosterman et al. 2006]. 
 

Ce neuropeptide et son récepteur de haute affinité NK-1R (tachykinin receptor 1) sont 
sécrété/exprimé au niveau de la peau par les fibres nerveuses sensorielles, les cellules 
endothéliales microvasculaires dermiques, les fibroblastes et les kératinocytes [Quinlan et al. 
1998, Liu et al. 2006, Roosterman et al. 2006, Blais et al. 2014].  

 

NK-1R est un récepteur couplé aux protéines G et suite à son activation par la SP, le 
complexe est rapidement endocyté de manière dépendante du système clathrine/ -arrestine 
[Jensen et al. 2017], permettant la signalisation intracellulaire. En fonction de la concentration 
de la substance P, le récepteur peut alors soit être recyclé à la membrane (resensibilisation), soit 
être retenu prêt du noyau provoquant une insensibilité cellulaire temporaire à ce neuropeptide 
[Roosterman et al. 2004]. 

L’action de la SP peut également être modulée par la NEP (neutral endopeptidase). La NEP 
est une métalloprotéinase qui entre en compétition avec le récepteur NK-1R et dégrade 
enzymatiquement la SP [Okamoto et al. 1994]. La NEP est liée à la membrane plasmique et a 
été détectée dans les cellules endothéliales, les fibroblastes et les kératinocytes [Olerud et al. 
1999, Spenny et al. 2002]. 

L’ECE-1 (endothelin-converting enzyme-1) est également capable de dégrader la SP, en 
particulier au niveau des endosomes [Johnson et al. 1999, Jensen et al. 2017]. 



 

 

Il a été montré que l'administration exogène de SP accélère la cicatrisation cutanée [Delgado 
et al. 2005]. En effet, la SP est l’un des principaux médiateurs de la perméabilité vasculaire 
locale, permettant l'extravasation plasmatique des cellules immunitaires [Holzer 1998]. La SP 
induit également une légère vasodilatation [Branchet-Gumila et al. 1999], module la synthèse 
et la libération de cytokines proinflammatoires (interleukines, TGF- , TNF- , …) par les 
différents types cellulaires présents dans la plaie, et stimule l’activité cellulaire inflammatoire 
[Shi et al. 2013, Ashrafi et al. 2016]. 

Outre son activité pendant la phase inflammatoire de la cicatrisation, la SP favorise la 
migration et la prolifération des fibroblastes [Ziche et al. 1990a, Parenti et al. 1996, Cheret et 
al. 2014], la migration des kératinocytes [Blais et al. 2014], la prolifération des cellules 
endothéliales et l’angiogenèse [Ziche et al. 1990b, Um et al. 2016]. Ce neuropeptide stimule 
également la production de collagènes de type I et III et participe à la différenciation des 
fibroblastes en myofibroblastes [Cheret et al. 2014, Um et al. 2016]. La SP induit aussi la 
synthèse et la sécrétion de NGF (nerve growth factor) par les kératinocytes [Dallos et al. 2006, 
Shi et al. 2013] et les cellules endothéliales microvasculaires dermiques [Gibran et al. 2003], 
le NGF stimulant la croissance des neurites et participant ainsi à la régénération nerveuse lors 
de la cicatrisation. 

Enfin, la SP semble participer à la phase de remodelage en augmentant l’activité de la MMP-
2 plusieurs jours post-lésion ex vivo [Cheret et al. 2014]. 
 

 
Le CGRP est l'un des neuropeptides les plus abondants dans la peau et est souvent colocalisé 

avec la SP dans les fibres nerveuses sensorielles cutanées [Gibbins et al. 1987]. Il est, comme 
la SP, impliqué dans la transmission centrale de la douleur [Roosterman et al. 2006]. 

Le CGRP est un peptide de 37 acides aminés. Il existe sous deux isoformes, le CGRP-  (ou 
CGRP-1) et le CGRP-  (ou CGRP-2) (codés par les gènes CALCA et CALCB respectivement), 
qui diffèrent par trois acides aminés. Leurs activités biologiques semblent similaires 
[Roosterman et al. 2006, Russell et al. 2014], bien que certaines études aient montré une 
absence/faible activité de la forme beta sur des cellules non cutanées [Mulderry et al. 1988, Hirt 
et al. 1997]. 
 

Au niveau des fibres nerveuses sensorielles, les deux isoformes de CGRP sont exprimés, 
mais la forme alpha est majoritaire [Mulderry et al. 1988, Roggenkamp et al. 2013]. Bien que 
les nerfs (autonomes et sensoriels) soient la source principale de CGRP [Russell et al. 2014], 
ce neuropeptide est également produit par des cellules non neuronales, telles que les cellules 
endothéliales [Cai et al. 1993], les adipocytes et les macrophages [Linscheid et al. 2004], les 
lymphocytes [Wang et al. 2002] et les kératinocytes (expression génique des deux isoformes 
[Shi et al. 2013] et sécrétion dans le milieu extracellulaire de la forme beta [Hou et al. 2011, 
Roggenkamp et al. 2013]). 

 

Le CGRP appartient à la superfamille des « calcitonin gene peptides » qui comprend aussi 
l’amyline, la calcitonine, l’adrénomédulline, et l’adrénomédulline 2 (ou intermédine); 



 

 

[Wimalawansa 1997, Hay et al. 2018]. Toutes ces protéines partagent des sous-unités de 
récepteurs, dont la combinaison régit l’affinité au ligand (Figure 11). 

 

 

Ainsi, le récepteur de haute affinité et spécificité pour le CGRP est le complexe formé de 
RAMP1 (receptor activity-modifying protein 1) et de CLR (calcitonin receptor-like receptor) 
[Hay et al. 2018], aussi bien chez l’humain que chez le rongeur [Husmann et al. 2000, Choksi 
et al. 2002, Lennerz et al. 2008], au niveau de leur partie extracellulaire [Banerjee et al. 2006]. 

RAMP1 joue un rôle de chaperonne pour CLR en permettant sa glycosylation terminale 
[McLatchie et al. 1998, Fraser et al. 1999], condition absolue pour permettre la fixation du 
CGRP [Hilairet et al. 2001b]. En l’absence de CLR, RAMP1 reste au niveau du réticulum 
endoplasmique où il s’homodimérise [Hilairet et al. 2001a]. À l’inverse, CLR peut seul (et non 
glycosylé) atteindre la membrane plasmique [Flahaut et al. 2002, Udawela et al. 2006]. Il a 
ainsi été montré que la formation du complexe RAMP1-CLR n’est possible que lors de leur 
expression simultanée [Kuwasako et al. 2000]. 

 

De plus, la transduction du signal suite à la fixation du CGRP ne peut se faire que si la partie 
intracellulaire de CLR (couplée aux protéines G) interagit avec RCP (receptor component 
protein) [Evans et al. 2000] au niveau de la membrane [Cueille et al. 2004]. RCP n’est pas 
spécifique du récepteur au CGRP car il est également nécessaire à la transduction du signal 
pour les récepteurs RAMP2,3-CLR [Prado et al. 2001], et peut être localisé au niveau du noyau 
où il catalyse la transcription de l’ADN en ARN [Uniprot-RCP9]. 

Ainsi le complexe de protéines jouant le rôle de récepteur fonctionnel au CGRP est RAMP1-
CLR-RCP (Figure 12). 
 

 



 

 

Dans la peau, l’expression des sous-unités du récepteur au CGRP a majoritairement été 
étudiée au niveau génique (ARN messager (ARNm)) et peu au niveau protéique. Ainsi les sous-
unités sont exprimées par :  
 les kératinocytes (ARNm de RAMP1, CLR et RCP) [Albertin et al. 2003, Hou et al. 2011, 

Roggenkamp et al. 2013] ;  
 les fibroblastes (ARNm de RAMP1 et CLR) [Albertin et al. 2003] ;  
 les cellules endothéliales microvasculaires dermiques (ARNm de RAMP1, CLR, RCP) 

[Huang et al. 2011] ;  
 les macrophages dans le tissu de granulation (protéine RAMP1) [Kurashige et al. 2014]. 

 

Après fixation du CGRP sur le complexe RAMP1-CLR-RCP, et comme pour la substance 
P, l’ensemble ligand-récepteur est internalisé de manière dépendante du système clathrine/ -
arrestine [Hilairet et al. 2001a, Padilla et al. 2007], et le recyclage à la membrane des sous-
unités du récepteur ou leur dégradation dépend du temps de présence du CGRP dans le milieu 
extracellulaire [Cottrell et al. 2007]. 

La NEP dégrade la substance P, mais également, et dans une bien moindre mesure, le CGRP 
[Katayama et al. 1991]. Le CGRP peut aussi être dégradé par l’ECE-1 au niveau intracellulaire 
[Padilla et al. 2007, Hartopo et al. 2013], et a des sites de coupure pour l’IDE (insulin-degrading 
enzyme) [Kim et al. 2012]. 

 

Le CGRP a montré son effet bénéfique sur la durée de la cicatrisation par administration 
exogène [Khalil et al. 1996, Engin 1998], et l’effet négatif de son ablation sur le temps de 
fermeture de la plaie [Toda et al. 2008]. 

Cet effet est en partie dû au fait que le CGRP est tout d’abord un puissant vasodilatateur 
[Brain et al. 1985], participant ainsi à l’inflammation neurogène. Ensuite, différentes études ont 
montré un effet soit pro- soit anti-inflammatoire du CGRP, dépendant de la situation [Russell 
et al. 2014]. En effet, le CGRP stimule l'adhésion de cellules immunitaires et la sécrétion de 
chimiokines et médiateurs pro-inflammatoires par les cellules cutanées environnantes [Sung et 
al. 1992, Roosterman et al. 2006, Shi et al. 2013]. Mais le CGRP semble principalement avoir 
des effets anti-inflammatoires localement en diminuant l’œdème chez le rongeur [Clementi et 
al. 1994, Clementi et al. 1995], l’accumulation de neutrophiles [Gherardini et al. 1998], la 
production de cytokines pro-inflammatoires et la prolifération des monocytes périphériques 
[Scholzen et al. 1998, Cheret et al. 2013, Toriyama et al. 2015]. 

Le CGRP stimule aussi la prolifération des kératinocytes [Seike et al. 2002, Roggenkamp et 
al. 2013] et des fibroblastes [Cheret et al. 2014], et la prolifération des cellules endothéliales et 
l’angiogenèse [Haegerstrand et al. 1990, Toda et al. 2008, Mapp et al. 2012]. Ce neuropeptide 
favorise également la mise en place du tissu de granulation par l’augmentation du dépôt de 
collagène de type III et la différentiation des fibroblastes en myofibroblastes [Cheret et al. 2014, 
Yan et al. 2019]. Le CGRP, tout comme la substance P, induit la synthèse et la sécrétion de 
NGF par les kératinocytes, favorisant la repousse nerveuse [Dallos et al. 2006, Shi et al. 2013]. 

 



 

 

 
Les neurotrophines sont des facteurs de croissance essentiels pour la croissance, la 

prolifération et le maintien des fibres nerveuses. On en dénombre quatre : le NGF (nerve growth 
factor), la NT-3 (neurotrophin-3), la NT-4/5 (neurotrophin-4/5) et le BDNF (brain-derived 
neurotrophic factor). Les neurotrophines peuvent se lier à deux types de récepteurs 
[Roosterman et al. 2006, Cheret et al. 2013]: 
 p75NTR (neurotrophin receptor p75) à faible affinité pour toutes les neurotrophines ;  
 les récepteurs Trk (tropomyosin receptor kinase) à haute affinité et sélectivité au ligand. 

Ainsi TrkA lie fortement le NGF, TrkB lie la NT3, la NT-4/5 et le BDNF, et TrkC lie le NT-
3. 
 

Dans ce travail de thèse nous nous sommes concentrés sur le NGF et ses récepteurs. En effet, 
comme énoncé précédemment, la substance P et le CGRP stimule la sécrétion de NGF par les 
cellules cutanées. De plus, le NGF stimule à nouveau la production et la libération de ces deux 
neuropeptides par l’activation indirecte de TRPV1 des fibres nerveuses [Price et al. 2005, Skoff 
et al. 2006]. Il existe donc une boucle d’amplification entre ces molécules et entre cellules 
cutanées et fibres nerveuses. 

 

Le NGF est un polypeptide de 241 acides aminés. Ces récepteurs sont p75NTR (faible 
affinité) et TrkA (haute affinité). Mais il a été montré que ces deux protéines peuvent 
s’assembler (TrkA-p75NTR, TrkA-TrkA, TrkA-p75NTR-TrkA (captant 2 NGF)) et ainsi 
former une multitude de récepteurs possibles [Wehrman et al. 2007]. 

Cette neurotrophine et ses récepteurs sont synthétisés au niveau de la peau par les fibres 
nerveuses sensorielles et autonomes [Anand et al. 1996, Liang et al. 1999, Ritter et al. 2000], 
les kératinocytes [Shibayama et al. 1996, Liang et al. 1999, Marconi et al. 2003], les 
mélanocytes [Marconi et al. 2006], les fibroblastes [Palazzo et al. 2012] et diverses cellules 
immunitaires [Roosterman et al. 2006]. 
 

Les récepteurs p75NTR et TrkA semblent entrer en compétition et avoir des effet opposés 
lors de leur activation par le NGF (apoptose et survie, respectivement) [Yoon et al. 1998]. 
L’effet du NGF observé peut donc dépendre de l’expression respective de ses deux récepteurs 
dans le type cellulaire considéré, mais aussi de leur éventuelle complexation [Micera et al. 
2007]. 

Toutefois, l’ajout de NGF sur une plaie favorise sa cicatrisation [Matsuda et al. 1998, Nithya 
et al. 2003]. Cette neurotrophine est d’ailleurs constitutivement sécrétée en grande quantité 
dans la plaie avec un pic 24h post-excision [Matsuda et al. 1998]. Le NGF peut alors être capté 
par les fibres nerveuses et être transporté de manière rétrograde jusqu’aux GRD, favorisant la 
survie et la repousse des fibres nerveuses [Rich et al. 1987, Lewin et al. 1993], et stimulant la 
production de neuropeptides (dont la SP et le CGRP) [Supowit et al. 2001, Price et al. 2005, 
Ackermann et al. 2013]. 

Il a également été montré un effet direct du NGF sur certains types cellulaires. Ainsi, le NGF 
améliore les fonctions des monocytes/macrophages [Susaki et al. 1996], il stimule la 
prolifération des kératinocytes [Pincelli et al. 2000], la migration des fibroblastes et leur 



 

 

différenciation en myofibroblastes [Palazzo et al. 2012], et induit la prolifération des cellules 
endothéliales microvasculaires dermiques [Raychaudhuri et al. 2001] et l’angiogenèse 
[Emanueli et al. 2002]. 

 
 
Comme décrit précédemment, le NGF, la SP, le CGRP et TRPV1 participent à la 

cicatrisation cutanée et s’autorégulent. On peut ainsi proposer ce schéma récapitulatif (Figure 
13). 

 

 



 

 

 
 

Dans le domaine de la recherche en biologie de la peau il existe de nombreux modèles : in 
vitro (2D, 3D, co-culture), ex vivo (tissu mis en culture) et in vivo (animal). 

La cicatrisation de la peau est un phénomène faisant participer de nombreux types 
cellulaires, et les modèles in vitro / ex vivo actuels ne permettent pas de recréer la complexité 
du processus de réparation, notamment car il n’y a pas/peu la contribution des systèmes 
vasculaires, immunitaires et nerveux. Les modèles animaux sont donc essentiels pour élucider 
les mécanismes physiologiques et pathologiques de la réparation de la peau, en particulier avec 
le diabète.  

 

 
La souris est le modèle animal le plus couramment utilisé. En effet, c’est un mammifère dont 

le génome est très similaire à celui de l’homme [Copeland et al. 1993], la souris est facile à 
manipuler et à entretenir, se reproduit rapidement et est économiquement accessible. Cette 
espèce peut être standardisée en fonction de l'âge, du sexe, et des prédispositions génétiques, et 
permet l'utilisation d'un nombre relativement élevé d'animaux pour la validation statistique. De 
par sa fréquente utilisation, il existe déjà un nombre important de réactifs (anticorps, …) 
spécifiques de cette espèce, ce qui facilite le travail expérimental [Sundberg et al. 1996]. 

De plus, des lignées génétiquement modifiées ont été développées pour étudier les voies 
moléculaires spécifiques de la réparation de la  peau [Zomer et al. 2018]. Pour ces raisons, la 
grande majorité des études concernant la cicatrisation des plaies cutanées, dont ce travail de 
thèse, est réalisée chez la souris. 

 

L’intérêt de différentes espèces animales pour l’étude de la cicatrisation a été révisé dans le 
chapitre de livre intitulé « Animal models in chronic wound healing research: for innovations 
and emerging technologies in wound care” [Remoué et al. 2020], consultable en Annexe 1 page 
183. 

 

 

La peau de la souris est semblable à celle de l’humain, mais il existe des différences, en 
particulier de structure (Figure 14), qui modifient (positivement ou négativement) le processus 
de cicatrisation tel qu’observé chez l’homme. 

 



 

 

La peau de la souris comporte les mêmes couches dans l’épiderme (couches basale, épineuse, 
granuleuse, cornée) et le derme (réticulaire et papillaire) que dans la peau humaine. Néanmoins, 
leur épaisseur est très réduite chez la souris  (Figures 14 et 15) : environ 17μm et 180μm contre 
117μm et 2300μm chez l’humain pour l’épiderme et le derme respectivement [Wei et al. 2017]. 
Le nombre réduit d’assises kératinocytaires chez la souris contribue à réduire le temps de 
renouvellement de l’épiderme : il n’est que de 8-10 jours [Potten 1975, Koster 2009], contre 
26-28 jours chez l’humain [Rothberg et al. 1961]. 

Contrairement à la peau humaine, la peau de la souris ne comporte pas de crête épidermique 
et papille dermique. Cependant, des structures semblables peuvent apparaître lors de la 
cicatrisation d'une plaie chez la souris et sont souvent décrites comme des «hyperplasies 
pseudo-épithéliomateuses» ou «hyperplasies pseudo-carcinomateuses» [Sundberg 2004]. 

Bien que le derme murin soit plus fin que celui de l’humain, il présente des fibres élastiques 
et amas de collagènes de types I et III semblables à l’humain, avec des résultats similaires 
pendant la phase de remodelage lors de la cicatrisation [Zomer et al. 2018]. 

 

 

 

La structure du tissu graisseux situé sous le derme diffère : chez l’humain il est constitué 
d’une seule couche (le tissu adipeux dermique), alors que la peau murine comporte deux 
couches (Figures 14 et 15) : le tissu adipeux dermique et le tissu adipeux sous-cutané [Driskell 
et al. 2014], dont le développement est indépendant [Wojciechowicz et al. 2013]. Ces deux 
tissus graisseux sont séparés par une fine couche de tissu musculaire appelée Panniculus 
carnosus, qui confère à la peau de la souris un fort potentiel de contraction. Ceci s’ajoutant à 



 

 

l’action des myofibroblastes pendant la cicatrisation, il est estimé qu’une plaie se referme à 
90% par contraction chez la souris, contre seulement 25-50% chez l’humain [Hayward et al. 
1991]. 

 

À la différence de l’homme, chez qui les cellules souches des glandes sudoripares éccrines 
contribuent grandement à la réépidermisation [Rittié et al. 2013], la peau de la souris est 
quasiment dépourvue de glandes sudoripares, avec seulement quelques glandes éccrines au 
niveau de leurs coussinets [Quick et al. 1984, Sundberg et al. 1996]. 

Par contre, la peau de la souris contient beaucoup plus de follicules pileux que la peau 
humaine [Sundberg et al. 1996], et il a été démontré qu’une zone de peau à haute densité 
capillaire cicatrise plus rapidement qu’une zone avec peu de follicules [Martinot et al. 1994]. 
En effet les cellules souches contenues aux abords du follicule pileux contribuent à la 
reformation de l’épiderme [Heidari et al. 2016], tout comme les cellules du bulbe qui acquièrent 
un phénotype proche des kératinocytes interfolliculaires lors de la cicatrisation [Joost et al. 
2018]. 

Il existe des souches de souris à densité capillaire réduite appelées “hairless”. Il s’agit de 
souches à mutation spontanée ou volontaire pour le gène Hr, qui sont souvent utilisées pour les 
études sur la peau en raison de leur structure cutanée plus proche de l’humain (alopécie et 
épiderme plus épais [Jung et al. 2014]). La souche SKH1 est particulièrement utilisée car elle 
est non pigmentée et immunocompétente [Benavides et al. 2009]. Cependant ces souches de 
souris sont plus onéreuses et moins de diversité transgénique existe. 

 

Contrairement à l’humain, l’épiderme interfolliculaire de la souris est rarement pigmenté 
[Sundberg 1994]. Chez la souris adulte non-albinos, les follicules sont en phase télogène (phase 
de repos), mais suite à un traumatisme (plaie, rasage), le poil entre en phase de croissance active 
(anagène) et le bulbe grossit et se charge de mélanine, faisant apparaître la peau de la souris 
pigmentée [Sundberg et al. 1996]. 

 

Il existe peu d’études comparant l’innervation cutanée entre humain et souris, néanmoins les 
mêmes types de récepteurs sont retrouvés [Koltzenburg et al. 1997, Lewin et al. 2004, 
Milenkovic et al. 2008]. La peau du corps de la souris étant plus velue, et les follicules étant 
très innervés, on peut supposer que leur peau est plus sensible au toucher. Cependant, il a été 
montré que les fibres innervant les follicules dans la peau velue innervent les corpuscules de 
Meissner dans la peau glabre [Li et al. 2011, Wende et al. 2012] et utilisent le même récepteur 
membranaire [Heidenreich et al. 2011]. 

Les cellules de Merkel, présentes au niveau de la couche basale de l’épiderme chez l’homme, 
ont également été retrouvées chez la souris. Cependant elles sont peu nombreuses dans les zones 
d’épiderme interfolliculaire et sont abondantes au niveau du bulbe des follicules pileux de la 
peau murine [Moll et al. 1996]. 

Les pattes de la souris sont glabres et donc semblables à la peau humaine. Cependant il existe 
des divergences selon la zone analysée car il a été récemment montré que les pattes avant de la 
souris sont 3 fois plus dotés de mécanorécepteurs (et également plus sensibles) que les pattes 
arrière, facilitant l’exploration de son environnement par l’animal [Walcher et al. 2018]. 



 

 

La structure globale du système immunitaire chez l’humain et la souris est assez similaire 
[Mestas et al. 2004]. Cependant, la peau murine contient en outre des cellules T dendritiques 
épidermiques (appelées DETC) non retrouvées chez l’humain [Jameson et al. 2007, Pasparakis 
et al. 2014]. 

Certes la peau de la souris est plus souple que celle de l’humain [Aarabi et al. 2007]. Mais 
il existe une corrélation directe entre le poids de l’animal (humain, porc, lapin, souris), 
l’épaisseur des couches de peau, et les propriétés mécaniques à l’indentation. Ceci démontre 
que les constituants des couches de peau, physiquement similaires entre les espèces, le sont 
également mécaniquement [Wei et al. 2017]. 

Au cours de la vie de la souris jeune et adulte (6 à 34 semaines), les cycles pilaires et la prise 
de poids modifient grandement la structure et l’épaisseur de la peau. Cependant, pour une 
localisation donnée, le module élastique de la peau à la compression est constant [Wang et al. 
2013]. 

 
 

 
Malgré de nombreuses différences morpho-fonctionnelles, immunitaires et génétiques, les 

souris ont grandement contribué à la connaissance de la cicatrisation des plaies chez l'homme, 
mais il est essentiel de connaître les disparités pour analyser et traduire correctement les 
résultats en vue de l’application chez l’humain. 

 



 

 

 
 

 
Le diabète est une affection métabolique caractérisée par une glycémie (taux de sucre dans 

le sang) à jeun élevée (supérieure à 1,26 g/l) et chronique. Il existe plusieurs types de diabètes : 
les diabètes de type 1 et de type 2, le diabète gestationnel (qui survient pendant la grossesse et 
disparait en général à l’accouchement), et des formes de diabète résultant de conditions 
spécifiques ou génétiques. 

Cette hyperglycémie chronique est la conséquence d’une déficience de la sécrétion et/ou de 
l’action de l’insuline. L’insuline est une hormone sécrétée par les cellules  du pancréas et qui 
permet aux cellules de stocker le glucose, diminuant ainsi la concentration de glucose dans le 
sang circulant [Fosse-Edorh et al. 2018]. 

  

Il représente environ 10 % des cas de diabète en France et dans le monde, et depuis une 
vingtaine d’années le nombre de personnes atteintes de diabète de type 1 ne cesse d’augmenter. 
L’un des signes cliniques spécifiques aux personnes diabétiques de type 1 est l’amaigrissement 
progressif. Longtemps considéré comme un "diabète de l’enfant", le diabète de type 1 peut 
survenir à tout âge [INSERM et al. 2019b]. 

Il est causé par la destruction des cellules  du pancréas par lymphocytes T. Il s’agit donc 
d’une maladie auto-immune, déclenchée par l’association de gènes de prédisposition 
(principalement du système HLA) et de facteurs environnementaux (infections par des 
entérovirus) [Morran et al. 2015, Chiarelli et al. 2019]. 

Les symptômes apparaissent plusieurs mois, voire plusieurs années, après le début de ces 
événements, lorsque la plupart de ces cellules productrices d'insuline ont été détruites. Les 
personnes qui en sont atteintes nécessitent l’injection régulière d’insuline, on parle alors de 
diabète insulinodépendant [INSERM et al. 2019b]. 

 

Le diabète de type 2 est le plus fréquent avec près de 90 % des cas de diabète. Il survient 
essentiellement chez l’adulte mais peut apparaître également dès l’adolescence, et peut évoluer 
sans symptôme pendant plusieurs années [INSERM et al. 2019a]. 

Le principal facteur de risque pour le développement du diabète de type 2 est lié à l’hygiène 
de vie : une alimentation trop grasse et trop sucrée, combinée à la sédentarité. De plus, il semble 
exister des profils génétiques (combinaisons de gènes) qui augmentent la susceptibilité à la 
maladie (par épigénétique) si l’on adopte un mode de vie inadapté [Kwak et al. 2016]. 
Également, certains médicaments (les neuroleptiques notamment) ainsi qu’une modification du 
microbiote intestinal peuvent participer au déclenchement d’un diabète de type 2 [Wu et al. 
2014]. 

Le déséquilibre énergétique en faveur des apports versus les dépenses perturbe le 
métabolisme. En réponse, l’organisme stimule la sécrétion d’insuline afin de stabiliser la 
glycémie croissante, mais ceci provoque, à terme, une résistance cellulaire à l’insuline ne 
permettant plus aux tissus musculaires, adipeux et hépatique de réguler la glycémie [Groop 
2000]. 

Le diabète de type 2 peut être traité par régime hygiéno-diététique, médicaments 
antidiabétiques et/ou injection d’insuline [INSERM et al. 2019a]. 



 

 

Bien qu’il ait été montré qu’un bon contrôle du niveau glycémique retardait la survenue des 
complications du diabète, les fluctuations journalières aiguës de la glycémie peuvent avoir des 
effets nocifs sur les tissus. Ainsi, les personnes atteintes de diabète de type 1 et de type 2 ont 
un risque significativement plus élevé de développer des complications micro- et 
macrovasculaires [Hirsch 2015, Evans et al. 2016].  

L'hyperglycémie aiguë et chronique entraîne une augmentation du stress oxydatif et des 
réponses inflammatoires, induisant une dysfonction endothéliale, à l’origine de ces anomalies 
vasculaires [Domingueti et al. 2016, Shi et al. 2017] (Figure 16). 

 

 

 
Les complications microvasculaires incluent des lésions des yeux (rétinopathie) conduisant 

à la cécité, des reins (néphropathie) avec une insuffisance rénale, et des nerfs (neuropathie) avec 
des plaies du pied. Les complications macrovasculaires comprennent des maladies 
cardiovasculaires telles qu’infarctus du myocarde, accidents vasculaires cérébraux et 
insuffisance de la circulation sanguine dans les jambes [Huysman et al. 2009, Shi et al. 2017].  

 

 
La peau, organe vascularisé et innervé, est exposée à de multiples agressions extérieures 

quotidiennes, et le diabète amoindri ses fonctions. L’ulcère chronique du pied est ainsi la 
première complication retrouvée chez les diabétiques [Fosse-Edorh et al. 2018], causant 
l’amputation dans 20% des cas [Boulton et al. 2005]. 

Parmi les plaies chroniques dont fait partie l’ulcère du pied diabétique (diabetic foot ulcer, 
DFU en anglais), on peut citer l’ulcère veineux, l’ulcère de pression, l’infection du site 
opératoire, l’abcès, ou l’ulcère traumatique [Rahim et al. 2017]. 

Une lésion cutanée dite chronique est définie comme un défaut de barrière qui n'a pas 
cicatrisé après 3 mois. Le plus souvent, la phase inflammatoire est prolongée et la phase 
proliférative est altérée [Martin et al. 2015]. La distinction entre plaie aiguë et chronique a fait 



 

 

l’objet d’un paragraphe dans le chapitre de livre publié [Remoué et al. 2020] (Annexe 1 page 
183). Dans la suite de ce mémoire, seul l’ulcère du pied diabétique est détaillé. 

 
L’ulcère apparaît très fréquemment au niveau du pied, en raison des contraintes physiques 

subies, en particulier la pression, déclenchant la lésion cutanée. Chez le diabétique, la 
combinaison de complications neurologiques, vasculaires et infectieuses vient fragiliser la peau 
et perturber les fonctions cellulaires, détériorant le processus de cicatrisation [Jeffcoate et al. 
2003].  

Il existe de nombreux outils pour la classification de l’ulcère du pied diabétique en clinique, 
la « guideline » actuelle [Monteiro-Soares et al. 2019] recommandant le système SYNBAD 
(Tableau 3).  

 

 
 

 
Les pieds sont une partie du corps humain particulièrement sollicitée lors de la station debout 

et de la marche, supportant la pression due au poids du corps, mais aussi la pression et le 
frottement de la chaussure. Ainsi l’ulcère du pied diabétique est en partie une lésion de pression. 
 

 
La lésion de pression est également appelée « escarre » en français, à ne pas confondre avec 

« eschar » en anglais. Cette lésion est définie par le National Pressure Ulcer Advisory Panel 
(NPUAP) comme suit : 

“A pressure injury is localized damage to the skin and underlying soft tissue usually over a bony prominence 
or related to a medical or other device. The injury can present as intact skin or an open ulcer and may be painful. 
The injury occurs as a result of intense and/or prolonged pressure or pressure in combination with shear. The 
tolerance of soft tissue for pressure and shear may also be affected by microclimate, nutrition, perfusion, comorbid 
conditions, and condition of the soft tissue.” [Edsberg et al. 2016]. 

On peut ainsi définir ce type de lésion comme une lésion localisée de la peau et des tissus 
mous sous-jacents, généralement située au niveau d'une proéminence osseuse ou liée à un 
dispositif médical ou autre. La lésion peut ne pas être visible en surface ou être un ulcère ouvert, 
et survient à la suite d'une pression intense et/ou prolongée ou d'une pression associée à un 
cisaillement ; le microclimat, la nutrition, la perfusion, les comorbidités et l'état des tissus mous 



 

 

pouvant modifier la tolérance à la pression et au cisaillement. 
Dans cette définition le terme « ulcère de pression » couramment et anciennement utilisé a 

été remplacé par « lésion de pression » pour mieux correspondre à l’ensemble des stades 
retrouvés [Edsberg et al. 2016]. 

 

 
La classification actuelle des lésions de pression est inspirée de celle en 4 grades (et 4 

profondeurs) publiée par Shea en 1975 [Shea 1975]. 
Un consensus entre l’EPUAP (European PUAP), le NPUAP, et le PPPIA (Pan Pacific 

pressure injury alliance) a mené à une classification internationale publié en 2014. En 2016, le 
NPUAP a publié une nouvelle classification approuvée par l’EPUAP et le PPPIA, mais celle 
de 2014 reste valide et utilisable puisque seuls quelques termes ont été modifiés [International 
Pressure Ulcer Guideline 2019]. Nous exposons et utilisons dans ce mémoire la version la plus 
récente. Elle est imagée en Figure 17 et est ainsi décrite [Edsberg et al. 2016] : 
 Stade 1 : Peau intacte avec une zone localisée d'érythème qui ne blanchit pas au toucher. 
 Stade 2 : Perte de l’épiderme avec derme exposé. Le lit de la plaie est viable, rose ou rouge, 

humide et peut également se présenter sous la forme d’une cloque remplie de sérum intacte 
ou rompue. Le tissu adipeux et les tissus plus profonds ne sont pas visibles. Ces lésions 
résultent généralement d'un microclimat défavorable et d'un cisaillement de la peau. 

 Stade 3 : Perte de l’épiderme et du derme avec tissu adipeux visible. Peuvent être présents 
du tissu de granulation, une épibole (bords enroulés de la plaie), de la fibrine et/ou une zone 
de nécrose noire (appelées « slough » et « eschar » en anglais, respectivement). Le fascia, le 
muscle, le tendon, le ligament, le cartilage ou l'os ne sont pas exposés. Si la fibrine ou la 
nécrose noire occultent l'ampleur de la perte de tissu, il s'agit d'une lésion de pression dite 
« inclassable ». 

 Stade 4 : Perte de peau totale avec tissu profond (fascia, muscle, tendon, ligament, cartilage 
ou os) exposé. Sont souvent présents fibrine et/ou nécrose noire, affaissement / tunnel / 
épibole. Si la fibrine ou la nécrose noire occultent l'ampleur de la perte de tissu, il s'agit d'une 
lésion de pression dite « inclassable ». 

 Inclassable : Perte de peau totale avec perte partielle de tissu profond dans laquelle l'ampleur 
des lésions tissulaires ne peut pas être confirmée car elle est masquée par la fibrine ou la 
nécrose noire. Si la fibrine et la nécrose noire sont retirées, une lésion de pression de stade 3 
ou 4 est révélée. 

 Profond (« DTPI », deep tissue pressure injury) : Peau intacte ou non intacte qui ne blanchit 
pas au toucher avec une zone localisée rouge foncé / marron / violacée, ou bien un épiderme 
qui se soulève révélant une plaie sombre ou une cloque de sang. Cette blessure résulte d'une 
pression intense et / ou prolongée et de forces de cisaillement à l'interface os-muscle. La 
plaie peut évoluer rapidement vers une perte tissulaire importante ou peut se résoudre sans 
perte de tissu. 
 



 

 

 

 
Bien que depuis Shea la classification ait évolué, elle reste basée sur 4 stades. Certains 

cliniciens considèrent que la compréhension actuelle et future de la lésion de pression devrait 
faire changer radicalement ce système, pour intégrer par exemple l’origine « top-down » ou 
« bottom-up » de la lésion (descendante (de l’épiderme vers les tissus profonds) ou ascendante, 
respectivement), son étiologie, et les facteurs locaux et systémiques ; ceci dans le but de mieux 
traiter ce type de lésion [Levine 2019]. 

 

 
Ce type de lésion est créé par la pression, mais plusieurs facteurs ont été identifiés comme 

favorisant son apparition. Parmi ces facteurs, les cycles répétés de pression, le cisaillement, la 
friction et l’humidité sont particulièrement présents au niveau du pied dans la chaussure lors de 
la marche. Cependant, la relation entre ces facteurs physiques et les mécanismes cellulaires à 
l’origine de la lésion ne sont pas complètement compris. 

 

La compression de la peau et des tissus profonds se fait entre un élément extérieur 
(chaussure, caillou, chaise, lit, ...) et une proéminence osseuse. Le temps de pression nécessaire 
à induire une lésion est inversement lié à l’intensité de cette pression [Kosiak 1959]. 

Les premières expérimentations chez le chien ont montré qu’une pression supérieure à 50 
mmHg à la surface de la peau provoque un arrêt du flux capillaire et une thrombose veineuse 
responsables d’une ischémie locale [Kosiak 1959], et une diminution importante du flux 
lymphatique créant un mauvais drainage [Krouskop et al. 1978, Miller et al. 1981]. Ceci affecte 
l’apport des nutriments et l’élimination des déchets métaboliques, à l’origine de la nécrose 
tissulaire. Lorsque la pression est relâchée, apparaissent en quelques heures un œdème, en 24h-
48h une extravasation et une infiltration de leucocytes (monocytes, macrophages, neutrophiles, 
cellules dendritiques [Goh et al. 2018]) puis en quelques jours un ulcère apparent avec 
dégradation de la MEC et du muscle [Kosiak 1959, Kosiak 1961].  

Outre l’ischémie, une pression exercée à la surface de la peau engendre également une 



 

 

déformation des tissus. Or il a été montré in vitro que la déformation cellulaire provoque une 
distorsion du cytosquelette [Bouten et al. 2001], une perméabilité membranaire [Slomka et al. 
2012] et une augmentation du calcium intracellulaire [Landsman et al. 1995], engendrant 
dommages voire mort cellulaire en quelques minutes [Oomens et al. 2015]. 

Récemment, il a été montré que la pression exercée à la surface de la peau chez le rat entraine 
un stress du réticulum endoplasmique au niveau du muscle, favorisant l’entrée en apoptose des 
cellules, à l’origine d’une lésion de pression classée profonde  [Cui et al. 2016]. 

 

Pour une durée totale de compression équivalente, une pression exercée sur la peau en 
plusieurs fois consécutives engendre une surface de lésion et une extravasation de leucocytes 
supérieures à une pression réalisée en une seule fois (ex : 2 fois 2h versus 1 fois 4h) [Herrman 
et al. 1999, Peirce et al. 2000, Lachenbruch et al. 2015]. À la levée de la pression, le débit 
sanguin augmente rapidement (hyperhémie) puis retourne à la normale en 30 min en moyenne. 
L’hypothèse émise est que cette reperfusion sanguine importante et rapide apporterait 
localement des espèces réactives de l’oxygène (phénomène post-ischémie déjà observé dans 
d’autres tissus [Bulkley 1987]). La répétition de ce phénomène serait à l’origine de 
l’aggravation de la lésion lorsque des cycles pression/reperfusion sont réalisés [Peirce et al. 
2000]. 

 

Tout comme la pression, la contrainte de cisaillement, appliquée en surface de la peau et qui 
déplace les couches de tissu les unes par rapport aux autres, peut engendrer une déformation 
cellulaire. De plus, à la reperfusion ce type de force augmente l’hyperémie réactive déjà 
présente avec la pression seule [de Wert et al. 2015]. 

Parmi les études sur l’effet de la pression seule, la plupart reporte une atteinte du muscle 
avant celle de la peau (développement « bottom-up ») [Bouten 1996], et l’épiderme est 
rarement ou n’est qu’en partie atteint. Dans un modèle associant pression et friction rotative 
(résultant d’un érosion de surface mais également d’une contrainte de cisaillement [Brienza et 
al. 2015]) chez le porc, il a été montré que la friction augmentait la fréquence des lésions, sans 
modifier l’ischémie, mais en détériorant l’épiderme au niveau supra-basal, ce qui conduit à une 
destruction de la barrière cutanée [Dinsdale 1973, Dinsdale 1974]. 

 

Il y a actuellement peu d’études qui démontrent comment le « microclimat » cutané peut 
affecter la peau et favoriser la survenue de lésions de pression. Cependant, la couche cornée est 
la première couche de peau qui peut être affectée par le changement de microclimat [Kottner et 
al. 2018]. 

Ainsi, une humidité ambiante augmentée entraine une diminution de la rigidité et de 
l’élasticité de la couche cornée [Papir et al. 1975, Takahashi et al. 1984], et une baisse de sa 
résistance au cisaillement [Geerligs et al. 2011]. Une humidité importante dégrade la structure 
des lamelles lipidiques extracellulaires de la couche cornée conduisant à une détérioration de la 
barrière cutanée [Warner et al. 2003]. 

En cas d’humidité ambiante faible, la couche cornée est plus sèche et la rigidité de l'épiderme 
augmente, diminuant sa capacité de déformation, résultant de fissures et de crevasses 
[Engebretsen et al. 2016] et augmentant les contraintes mécaniques perçues par les couches 
tissulaires sous-jacentes et le risque de lésions [Atlas et al. 2009]. 



 

 

La température extérieure influe sur la température de la peau [Igaki et al. 2014], et 
l’augmentation de la température cutanée semble diminuer l'adhérence dermo-épidermique et 
la résistance au cisaillement de l’épiderme [Hatje et al. 2015]. Cette chaleur cutanée favorise le 
développement d’ulcère de pression chez l’animal [Kokate et al. 1995]. 

 

 
Le risque de développer une lésion de pression existe chez tout individu, mais le patient 

diabétique présente des complications, notamment une atteinte vasculaire, qui augmentent ce 
risque. 

L’hyperglycémie cause une atteinte cutanée microvasculaire dès le stade de pré-diabète 
(glycémie à jeun entre 1,10 et 1,26g/L), avec une capacité à la vasodilatation diminuée 
[Caballero et al. 1999]. Le diabète, avec ou sans atteinte macrovasculaire, induit une diminution 
de la circulation sanguine dans les capillaires de la peau [Jörneskog et al. 1995b, Jörneskog et 
al. 1995a], affectant l’apport en oxygène de la peau [Greenman et al. 2005] 

 
Le diabète engendre également une atteinte macrovasculaire de type athérosclérose, à 

l’origine de la pathologie artérielle périphérique dont la prévalence et la sévérité augmentent 
avec la durée du diabète [Jude et al. 2001]. Les symptômes de cette pathologie sont accentués 
chez le patient diabétique, avec une insuffisance artérielle, en particulier au niveau des artères 
infra-poplitées (niveau jambes et pieds), prédisposant au retard de cicatrisation des membres 
inférieurs et à l’amputation [Beckman et al. 2016].  

 
L’atteinte micro- et macrovasculaire chez le sujet diabétique induit ainsi une ischémie des 

membres inférieurs et de la peau, favorisant la survenue de l’ulcère de pression chronique au 
niveau du pied, et amoindrissant ses capacités de cicatrisation. 

 

 
La neuropathie diabétique est la complication chronique la plus répandue avec le diabète, 

touchant 50% des patients [Dyck et al. 1993]. Différentes parties du système nerveux peuvent 
être affectées (central/périphérique, autonome/sensitif), mais la neuropathie la plus fréquente 
est la polyneuropathie distale symétrique, qui affecte progressivement la fonction des fibres 
nerveuses au niveau des extrémités (mains, jambes, pieds) [Pop-Busui et al. 2017]. 

La genèse de cette neuropathie périphérique est multifactorielle : le diabète engendre un 
stress oxydatif et inflammatoire accompagné d’un dysfonctionnement métabolique (Figure 18). 
Ceci conduit à une atteinte microvasculaire (diminuant le flux sanguin dans les capillaires des 
nerfs) concomitante à celle des cellules nerveuses et gliales, dégradant les fibres nerveuses et 
altérant leur fonctionnement [Callaghan et al. 2012]. 



 

 

 

La présence d’une neuropathie associée au diabète peut être évaluée par l’analyse 
histologique de la peau montrant une diminution de la densité des fibres nerveuses, par la 
diminution ou l’augmentation de la sensibilité cutanée à la chaleur et/ou au toucher, et par la 
baisse de la vitesse de conduction nerveuse qui est un marqueur de démyélinisation des grosses 
fibres nerveuses et donc d’une neuropathie sévère [Biessels et al. 2014]. 

 

La neuropathie atteint en premier les fibres nerveuses non-myélinisées puis celles de plus 
gros calibre myélinisées, c’est pourquoi la peau, riche en fibres C, est rapidement touchée par 
la neuropathie [Herrmann et al. 2004]. On constate ainsi, avec le diabète de type 1 et de type 2, 
une diminution de la densité nerveuse intra-épidermique et intradermique [Peltier et al. 2013], 
à l’origine d’une perte de sensibilité [Wood et al. 2005], retardant la prise de conscience d’un 
inconfort du pied, voire d’une lésion débutante, et de la prise en charge médicale [Macfarlane 
et al. 1997]. 



 

 

Certains patients diabétiques neuropathiques (20 à 30% [Juster-Switlyk et al. 2016]) 
présentent cependant une douleur chronique dont la cause n’est pas complètement connue [Lee-
Kubli et al. 2014], bien que la suractivation et/ou surexpression de TRPV1 semble être 
impliquée dans l’allodynie chez le rongeur [Danigo et al. 2013, Cui et al. 2014]. 

 

La neuropathie diabétique cause également une déformation du pied, dont l’étiologie est 
discutée [Allan et al. 2016], qui augmente la pression des points d’appui elle-même corrélée au 
risque d’ulcération [Caselli et al. 2002, Lott et al. 2008].  

La baisse de la fonction du système sympathique due à la neuropathie périphérique affecte 
la sécrétion de sueur [Sheshah et al. 2016], participant à la sécheresse cutanée et favorisant le 
frottement au niveau du pied [Macfarlane et al. 1997, Nikoleishvili et al. 2006]. 

 

Les faibles pressions exercées sur la peau peuvent créer une ischémie partielle des tissus, 
mais il existe une vasodilatation réflexe appelé « PIV » (pressure-induced vasodilation). Ce 
phénomène neuro-vasculaire disparait avec la neuropathie diabétique, favorisant la survenue de 
lésions de pression [Fouchard et al. 2019, Zwanenburg et al. 2019]. 

 
 
La neuropathie périphérique est ainsi le facteur de risque principal de l’ulcère du pied chez 

le diabétique [Boulton 2013], car elle modifie la perfusion sanguine et les forces mécaniques à 
la surface du pied et elle réduit la perception de ces forces et de la douleur, ce qui favorise la 
survenue d’une lésion de pression. Le manque de sensation retarde le soin de la lésion et 
favorise l’infection. La neuropathie altère également certains marqueurs biologiques impliqués 
dans la cicatrisation, détaillés par la suite. 

 

 
Bien que toutes les plaies chroniques soient colonisées par des bactéries [Edwards et al. 

2004] qui forment un biofilm, l’infection n’est pas la cause de la chronicité mais elle entrave 
davantage la résolution de la cicatrisation [Rahim et al. 2017] et prédispose à l’amputation chez 
le diabétique [Edmonds 2013]. En effet les bactéries produisent des protéases qui détruisent les 
tissus et favorisent leur colonisation [Lindsay et al. 2017].  

 

 
En plus des facteurs cités précédemment, les études chez l’humain ou l’animal ont permis 

d’identifier de nombreuses fonctions cellulaires et moléculaires altérées par le diabète pouvant 
perturber la bonne évolution de la cicatrisation. Les biopsies de peau de patients diabétiques 
neuropathiques sont très peu disponibles (varie selon les pays) en raison de leur difficulté à 
cicatriser, seuls peuvent être obtenus des prélèvements de lésions chroniques pendant le 
débridement ou avant l’amputation. Afin d’étudier les défauts de cicatrisation en présence de 
diabète et de neuropathie, la souris est l’un des modèles animaux les plus utilisés. 

 



 

 

 

Il existe des modèles murins de diabète de type 1 et de type 2. Le type 1 peut être reproduit 
chimiquement par des analogues du glucose (streptozotocine (STZ), alloxane) induisant la 
destruction rapide des cellules  du pancréas ; ou bien génétiquement favorisant l’auto-
immunité contre le pancréas ou le mauvais repliement de la pro-insuline. 

Les modèles de souris de diabète de type 2 peuvent être induits génétiquement en modifiant 
la satiété (déficience du gène de la leptine (souris db/db) ou mutation de son récepteur (souris 
ob/ob)) ou en retirant le récepteur à l’insuline. Le diabète de type 2 peut également être induit 
à moyen terme chez la souris par un régime hypercalorique. 
 

Bien que la majorité des patients soient atteints de diabète de type 2, la plupart des études 
animales sont réalisées sur la souris diabétique neuropathique de type 1 STZ, principalement 
pour des raisons de coût et de rapidité d’induction. En effet, les modèles murins de diabète de 
type 1 et de type 2 développent des manifestations similaires de la neuropathie diabétique, telles 
qu'un ralentissement de la conduction de grosses fibres nerveuses, une perte progressive de la 
sensation thermique et une déplétion des fibres nerveuses épidermiques ; les principales 
différences observées étant le temps d’induction et la sévérité d’atteinte nerveuse [Jolivalt et al. 
2016]. 

 

Il existe plusieurs modèles de plaie cutanée, reproduisant plus ou moins la plaie du pied 
diabétique, dont les principaux sont représentés en Figure 19. Chez la souris les lésions sont 
réalisées quasi-exclusivement au niveau du dos. 

La plaie d’excision (Figure 19 A) correspond au retrait d’un disque de peau totale par 
coupure nette. C’est le modèle de lésion le plus répandu pour étudier la cicatrisation en général 
[Grada et al. 2018], mais reste éloigné de la réalité de la plaie du pied diabétique, car il ne 
reproduit ni l’ischémie ni la pression. Néanmoins il est possible avec cette technique d’ajouter 
un anneau rigide limitant la contraction due au muscle Panniculus carnosus. 

La plaie d’ischémie (Figure 19 B) par découpe d’un lambeau de peau sur 3 côtés est utile 
pour étudier la contribution vasculaire dans la cicatrisation. La nécrose se développe du côté 
opposé aux vaisseaux nourriciers. 

La plaie de pression (Figure 19 C) réalisée à l’aide d’aimants apposés de part et d’autre d’un 
pli de peau est une technique non invasive développée par Stadler et coll. [Stadler et al. 2004]. 
C’est un modèle adaptable car il est possible de modifier la taille des aimants, leur force, le 
temps de compression, le nombre de cycles de pression/reperfusion. La lésion apparaît 
progressivement et plus ou moins vite et profondément en fonction de ces paramètres. C’est 
actuellement le modèle le plus simple à mettre en œuvre pour être le plus proche de l’ulcère du 
pied diabétique. Cependant encore trop peu d’études sont réalisées à l’aide de ce modèle de 
lésion. 

 



 

 

 

 

Avec le diabète, les plaies cutanées cicatrisent plus lentement, voire ne cicatrisent pas, avec 
un processus de réparation qui peut stagner à différentes phases de la cicatrisation (Figure 20). 
Plusieurs marqueurs biologiques ont été identifiés comme altérés par le diabète et/ou la 
neuropathie associée, dont les principaux sont décrits dans cette partie. 

 

Le diabète se caractérise premièrement par un état inflammatoire chronique de bas grade, 
avec une présence accrue de cellules immunitaires dans le derme et autour des vaisseaux 
[Tellechea et al. 2013]. Suite à une blessure cutanée, la phase inflammatoire est exacerbée, et 
est d’autant plus stimulée par une éventuelle infection bactérienne. Les neutrophiles sont très 
présents et actifs, caractérisés par une augmentation du phénomène de NETose, qui favorise la 
dégradation des tissus [Wong et al. 2015, Fadini et al. 2016]. L’expression précoce du 
chémoattractant MCP-1(monocyte chemoattractant protein 1, aussi appelé CCL2, chemokine 
ligand 2) est diminuée, retardant l’infiltration des macrophages dans la plaie [Wood et al. 2014]. 
De plus, l’efférocytose est réduite par le diabète [Khanna et al. 2010], limitant le changement 



 

 

de phénotype des macrophages de pro- vers anti-inflammatoire [Bannon et al. 2013], ce qui 
conduit à la non-résolution de la phase inflammatoire et à la chronicité de la lésion [Zhao et al. 
2016]. 

Cette phase inflammatoire prolongée se caractérise par un niveau élevé de cytokines 
proinflammatoires, telles que l’IL-6 et le TNF-  [Dinh et al. 2012]. L'hyperglycémie chronique 
entraîne la formation de produits finis de glycation avancée (AGE), qui semblent favoriser cette 
hyperproduction de TNF-  par les macrophages [Dong et al. 2016], qui à son tour perturbe la 
réépithélialisation en induisant une résistance à l’insuline des kératinocytes [Goren et al. 2006]. 
De plus, les kératinocytes, sous l’effet du stress oxydatif augmenté par l’hyperglycémie, 
sécrètent d’avantage d’IL-8, qui favorise l’attraction des neutrophiles [Lan et al. 2013]. 

 

Le diabète, par la résistance ou l’insuffisance en insuline, provoque une diminution globale 
de la signalisation de l’insuline (via les récepteurs à l’insuline et à l’IGF-1) [Emanuelli et al. 
2016], qui peut induire une baisse de la prolifération et de la différentiation kératinocytaire 
[Wertheimer et al. 2001, Mainzer et al. 2018]. De plus, l’hyperglycémie perturbe directement 
la migration [Lan et al. 2008] et la prolifération des kératinocytes, et participe à la diminution 
de l’activation d’IGF-1R [Spravchikov et al. 2001]. 

Ainsi, la réépithélialisation est diminuée voire abolie par le diabète. L’épiderme des lésions 
chroniques chez le diabétique présente une différenciation altérée [Brem et al. 2007a] ; et une 
capacité de migration diminuée [Galkowska et al. 2003], notamment par l’augmentation de la 
voie -caténine/c-myc [Stojadinovic et al. 2005] et de la voie Dll4/Notch-1 [Zheng et al. 2019]. 
Chez le patient diabétique ou non diabétique, les berges épidermiques des lésions chroniques 
semblent cependant caractérisées par un phénotype hyperprolifératif [Usui et al. 2008]. 

 

Le diabète entraine également une augmentation limitée des facteurs de croissance pendant 
la cicatrisation, notamment le PDGF, le VEGF, l’EGF et l’IGF-1 à la fois au niveau de 
l’épiderme et des cellules endothéliales dermiques dans les berges des lésions chroniques du 
pied diabétique [Galkowska et al. 2006], ce qui participe à l’altération de la phase proliférative.  

 

La formation du tissu de granulation est également affectée par le diabète. Les fibroblastes 
présentent une prolifération diminuée, une apoptose accrue et une capacité de migration réduite 
[Brem et al. 2007b, Desta et al. 2010]. 

La dysfonction endothéliale et l’insuffisance de VEGF contribuent à la diminution de 
l’angiogenèse avec le diabète [Okonkwo et al. 2017], en particulier par une diminution du 
recrutement des progéniteurs de cellules endothéliales [Galiano et al. 2004, Drela et al. 2012]. 
La prolifération, la migration et la tubulogenèse des cellules endothéliales sont également 
diminuées avec le diabète [Bitar 2019]. 

L’ulcère chronique du diabétique démontre aussi une perturbation de l’équilibre entre MMP 
et TIMP, avec des taux élevés de MMP-1, 2, 8 et 9 tandis que le taux de TIMP-2 est diminué 
dans l’exsudat de plaie [Lobmann et al. 2002]. Ce déséquilibre favorise la dégradation des 
composants matriciels, des facteurs de croissance et des cytokines, perturbant le processus de 
réparation cutanée [Ayuk et al. 2016]. 
 



 

 

Certaines études in vivo (animal ou homme) ne recherchent pas nécessairement la présence 
d’une neuropathie périphérique associée, il peut être ainsi difficile de connaitre la part 
respective de l’effet de l’hyperglycémie (de sa durée et de ses conséquences) et d’une éventuelle 
neuropathie dans les observations présentées ci-dessus.  

Cependant, il a été montré que la dénervation totale de la peau entrainait un défaut de 
cicatrisation [Buckley et al. 2012], démontrant l’importance des neuromédiateurs produits par 
les fibres nerveuses. Par contre, il semble que la présence de seulement 30% de fibres C dans 
la peau suffit pour cicatriser normalement (sans pathologie additionnelle) [Wallengren et al. 
1999]. 

 
Le NGF est diminué dans le sérum des patients diabétiques neuropathiques et son taux est 

corrélé à la diminution de la vitesse de conduction nerveuse et donc à la sévérité de la 
neuropathie [Faradji et al. 1990]. Les kératinocytes des patients diabétiques sécrètent moins de 
NGF, ce qui pourrait participer à la dégradation des petites fibres nerveuses cutanées [Anand et 
al. 1996]. À l’inverse l’expression de TrkA est augmentée dans les kératinocytes des patients 
diabétiques neuropathiques [Terenghi et al. 1997]. Également, la concentration plasmatique du 
récepteur p75NTR (mais pas de TrkA) est augmentée et pourrait servir de marqueur précoce de 
la neuropathie [Chilton et al. 2004]. 

La présence d’une neuropathie périphérique est également associée à une diminution 
importante du taux de substance P dans le sérum [Kunt et al. 2000] et des fibres nerveuses SP-
positives et CGRP-positives dans la peau [Lindberger et al. 1989], comparativement aux 
patients diabétiques non neuropathiques. Ceci peut être en partie expliqué par l’augmentation 
de l’activité enzymatique de la NEP dans la peau avec le diabète et qui semble être corrélée au 
risque de lésion chronique [Antezana et al. 2002, Spenny et al. 2002].  

 
Il a été démontré que l’administration exogène de SP [Gibran et al. 2002] ou de NGF 

[Matsuda et al. 1998] corrigeait le retard de cicatrisation chez la souris diabétique. Mais aucune 
étude de ce type, à notre connaissance, n’a démontré l’effet positif de l’administration de CGRP 
pour la cicatrisation avec la neuropathie diabétique. 

 
 
 
 
 
 
 

  



 

 

 
 
 



 

 



 

 

 
  



 

 

Le « pied diabétique » est une lésion induite par la pression qui cicatrise très mal et pour 
laquelle il n’existe pas de traitement actuellement efficace, notamment par le manque de 
connaissance de l’étiologie et des processus de cicatrisation de ce type de lésion. Par ailleurs, il 
est établi que chez le patient diabétique, la neuropathie est le facteur de risque principal dans le 
développement de cette lésion. Cependant, la neuropathie est généralement diagnostiquée à un 
stade sévère, ainsi la relation entre le degré de neuropathie et le risque d’ulcération et de 
cicatrisation altérée n’est pas connue. 

 
Afin de mieux comprendre ce type de lésion, dans le but futur d’un développement préventif 

et/ou thérapeutique, nous avons étudié l’impact de la neuropathie sur la peau et la cicatrisation 
de l’ulcère de pression chez les souris diabétiques, en comparaison de souris non diabétiques 
aux mêmes âges. Ce travail s’est ainsi articulé autour de deux questions majeures pour 
lesquelles des méthodologies ont été mises en place : 

 
 Le degré d’atteinte neuropathique a-t-il une influence sur la fragilité cutanée et la 

gravité de l’ulcère de pression ? 
Pour répondre à cette interrogation, un diabète de type 1 a été induit chez la souris et nous 

avons établi les durées de diabète nécessaires à l’obtention de deux degrés de sévérité de la 
neuropathie. Ensuite, la structure et les caractéristiques physiques de la peau non lésée des 
animaux diabétiques neuropathiques ont été analysées. Enfin, nous avons mis au point un 
protocole original d’induction de lésion combinant pression et friction qui a permis d’évaluer 
la fragilité cutanée à ces contraintes selon le degré de neuropathie diabétique. 

 
 Comment le diabète et l’aggravation de la neuropathie altèrent la cicatrisation de 

l’ulcère de pression et quels sont les marqueurs biologiques modifiés pouvant y 
contribuer ? 

Afin de comparer la durée de fermeture de la lésion selon le degré de neuropathie diabétique, 
un nouvel outil a été développé permettant l’évaluation macroscopique de la lésion. Par la suite, 
l’analyse histologique a permis d’étudier les processus de cicatrisation perturbés par la 
neuropathie diabétique et sa sévérité. Enfin, l’expression du CGRP, de la substance P, du NGF, 
de leurs récepteurs, et de la périostine a été analysée à différents temps de la cicatrisation afin 
de déterminer leur éventuelle implication dans le retard de fermeture de la lésion de pression 
avec la neuropathie diabétique. 

En parallèle de l’étude in vivo, un modèle ex vivo, qui pourrait permettre le criblage futur 
d’actifs pour la cicatrisation en limitant le nombre d’animaux, a été initié. 

 
 

  



 

 

 
 

  



 

 



 

 

  



 

 

La partie « matériels et méthodes » présentée ici est rédigée sous forme de protocoles 
détaillés afin de faciliter la compréhension des expérimentations et la reproduction des 
méthodes par les futurs étudiants et membres de l’équipe d’accueil ou des Laboratoires Urgo. 

 

 
 

Les expérimentations ont été réalisées sur souris C57BL6/JRj mâles (Janvier Labs). Dès leur 
arrivée, les souris sont réparties de façon aléatoire dans des cages à raison de 6 animaux/cage 
avec un accès ad libitum à l’eau et à la nourriture dans une animalerie respectant un cycle 
jour/nuit de 12h/12h. Une période de stabulation d’une semaine est observée avant toute 
expérimentation. Les animaux étaient âgés de 8 semaines au début des expérimentations. 

Un soin particulier a été apporté aux souris diabétiques de type 1 (nids de coton, température 
de couveuse, croquettes mouillées) afin d’améliorer leur prise alimentaire (réduisant la perte de 
poids) et limiter leur hypothermie [Fang et al. 2005]. 

 
Les expérimentions sur souris ont été réalisées conformément à la réglementation en rigueur 

sur l’utilisation des animaux à des fins scientifiques. Préalablement, un dossier de demande 
d’autorisation à l’expérimentation animale décrivant les procédures a été soumis et approuvé 
par le comité d’éthique en expérimentation animale de Lyon (numéro d’enregistrement 
CECCAPP_IBCP_2015_001) puis par le Ministère de la Recherche – Service Autorisation de 
projet (accusé réception le 19 juin 2015). 

 

 
 

La mesure de la glycémie a été utilisée pour déterminer le statut diabétique ou non de 
l’animal, à l’aide du lecteur et des bandelettes à usage unique BGStar® (Sanofi). Cet appareil, 
conçu pour l’humain, ne permet pas de déterminer la glycémie supérieure à 600 mg/dL. Les 
concentrations indiquées dans ce mémoire correspondent à une glycémie non-à jeun. 

 
Protocole : 
 Sur animal vigile, réaliser une petite entaille sur l’extrémité de la queue à 0,5cm de 

l’extrémité à l’aide d’un scalpel stérile 
 Éliminer la première goutte de sang 
 La deuxième goutte (~2μl) peut être utilisée pour la mesure de glycémie 
 Isoler l’animal dans une cage temporaire jusqu’à ce que le saignement s’arrête (limite 

l’agressivité des congénères) 
 Remettre l’animal dans sa cage initiale 

 

 
L’induction de diabète a été réalisée par l’injection intrapéritonéale de streptozotocine 

(STZ). La STZ est un analogue du glucose qui pénètre préférentiellement les cellules  du 
pancréas via sa liaison au récepteur GLUT2. Sa cytotoxicité induit une mort cellulaire 
responsable de la diminution de la sécrétion d’insuline et de l’hyperglycémie résultante [Lewin 
et al. 2014]. Afin de limiter la toxicité de la STZ pour les autres cellules de l’organisme, il est 



 

 

nécessaire que l’animal soit à jeun avant l’injection. 
 

Protocole : 
 Mesurer de la glycémie le matin et pesée de l’animal (pour le calcul du volume de STZ à 

injecter) 
 Mettre à jeun (retrait des croquettes, l’eau reste à disposition) 
 Après 6h de jeun, réaliser une injection intrapéritonéale de STZ à 180mg/kg (injection d’un 

volume équivalent de tampon citrate pour les groupes contrôles) 
 Préparation extemporanée de la solution de STZ pour 1ml à 30mg STZ/ml : 

 Peser 39 mg de poudre Zanosar® (Keocyt) dans un tube protégé de la lumière 
 Ajouter 303μl d’eau pour préparations injectables 
 Vortexer jusqu’à dissolution complète (la solution doit être jaune clair) 
 Ajouter 697μl de tampon citrate 0,09 M pH 4,8 (Sigma C2488) 
 Injecter en intrapéritonéal dans l’heure. 

 Remettre la souris en cage avec croquettes 
 Contrôler de la glycémie 48h après l’injection. Les souris ayant reçu la STZ et ayant une 

glycémie  400mg/dl sont incluses dans le groupe diabétique. 
 Contrôler la glycémie (de tous les groupes) après 7 jours, puis 4 et 8 semaines post-injection 

(4wk et 8wk). 
 
Dans la suite du mémoire, la caractérisation des souris contrôles et diabétiques sans lésion 

et l’induction d’ulcères de pression ont été réalisées à 4 et 8 semaines post-injection. Les 
groupes de souris ont donc été nommés C4wk, D4wk, C8wk et D8wk.  

 
Remarque :  

Pour les premières expérimentations, le diabète a été induit chez la souris avec la STZ de 
chez Sigma (ref S0130). Cependant la qualité des lots commercialisés s’est peu à peu dégradée 
(teneur en anomère alpha (anomère actif) diminuée) et a engendré une faible proportion 
d’animaux hyperglycémiques (jusqu’à 0 sur 30 souris ayant reçu l’injection) et une forte 
mortalité (environ 50% après 3 semaines). C’est pourquoi le médicament à usage humain 
Zanosar® a été utilisé par la suite (meilleure induction (102 souris hyperglycémiques à 48h sur 
115 injectées) et plus faible perte de poids/mortalité). Les résultats de ce mémoire ont tous été 
obtenus à partir d’animaux induit au Zanosar®. 

 

 
Afin de déterminer si les souris diabétiques ont une neuropathie périphérique, il est 

nécessaire d’utiliser trois méthodes différentes [Biessels et al. 2014] : une mesure 
comportementale (ici le test « Tail Flick »), une mesure électrophysiologique (ici sur la MNCV 
sur nerf sciatique) et une mesure histologique des fibres nerveuses (ici la densité IENF). 
L’animal diabétique est considéré neuropathique lorsque les résultats à 2 méthodes sur 3 sont 
statistiquement différents entre groupes contrôle et diabétique. 

 

 
Le test « tail flick » (signifie « coup de queue »), réalisé sur animal vigile contentionné, 

permet de mesurer la sensibilité thermique nociceptive à la surface de la queue de l’animal, 



 

 

traduite par la latence et/ou le seuil de température auquel l’animal retire la queue du dispositif. 
L’appareil utilisé (IITC Life Science, modèle 33) comprend une lampe halogène et un détecteur 
(Figure21). La puissance et donc la température de la lampe augmente progressivement, ce qui 
active les nocicepteurs thermiques des petites fibres nerveuses cutanées (fibres A  et C) et 
engendre un retrait réflexe de la queue par l’animal. La lampe s’éteint seule au terme d’un « cut 
off » défini afin d’éviter la brûlure. 

 

 
Dans un premier temps la mesure a été réalisée toutes les semaines pour déterminer à partir 

de quelle durée de diabète la réponse est modifiée, indiquant une atteinte des petites fibres 
nerveuses. Par la suite, les mesures ont été réalisées uniquement à 4 et 8 semaines de protocole, 
sur 10 souris par groupes. 

  
Protocole : 
 Allumer l’appareil et régler la puissance de base de la lampe à 1%, correspondant à 32°C. 

La lampe commence ainsi à chauffer. 
 Régler la puissance de test de la lampe à 15% et le cut off à 10 sec, correspondant à une 

température de fin à 60°C environ. 
 Placer la souris dans un tube de contention, queue à l’extérieur. Attendre 15 min 

d’acclimatation 
 Placer la queue de l’animal sous la lampe (à 1 cm de l’extrémité) et attendre 30sec (permet 

d’avoir la même température cutanée initiale pour tous les animaux) 
 Réaliser 5 mesures successives espacées de 5min, et ce pour chaque souris 
 Replacer l’animal en cage 

 

 
La vitesse de conduction d’un nerf moteur (MNCV, motor nerve conduction velocity), 

réalisée sur animal sous anesthésie générale, permet d’évaluer le taux de myéline sur le tronçon 
nerveux considéré. La méthode consiste à stimuler électriquement un nerf et d’analyser la durée 
nécessaire à la contraction musculaire en aval du nerf. Les mesures répétées à deux niveaux 
différents du nerf permettent le calcul de la vitesse selon la formule suivante : 

Dans cette étude, nous avons mesuré la MNCV au niveau du nerf sciatique entre le fessier 
et le talon des souris (Figure 22). 

La vitesse nerveuse dépend également de la température, il est donc nécessaire d’avoir une 



 

 

température constante lors de la mesure. La peau du dos doit être incisée et les muscles écartés 
pour permettre la stimulation du nerf sciatique au niveau fessier, l’animal est donc mis à mort 
après la procédure. 

Les matériels (électrodes, générateur de voltage, câblages, boiter d’acquisition) et logiciel 
(déclenchement de la stimulation et acquisition des données) utilisés proviennent de chez 
Biopac Systems. 

 

 
Dans un premier temps la mesure a été réalisée à partir de la 4e semaine de protocole puis 

toutes les semaines pour déterminer à partir de quelle durée de diabète la réponse est modifiée, 
indiquant une atteinte des grosses fibres nerveuses. Par la suite, les mesures ont été réalisées 
uniquement à 4 et 8 semaines de protocole, sur 8 à 10 souris par groupes. 

 
Protocole : 
 Anesthésier l’animal : injection intrapéritonéale de Thiopental® (Panpharma) à 65mg/kg 
 Allumer générateur, boîtier d’acquisition (réglé sur 4V), sonde thermique et logiciel 
 Lorsque l’animal est complètement endormi (~10min), procéder à la mise à jour du nerf 

sciatique : 
 Inciser d’1cm de la peau sur le dos dans le prolongement de la cuisse 
 Écarter les faisceaux musculaires, le nerf (blanc) est bien visible (comme suspendu) 

 Placer la sonde thermique dans la cavité du nerf. Tout au long de l’expérimentation ajuster 
la position de la lampe afin d’avoir une température constante proche de 37°C dans la cavité, 
et humidifier régulièrement la cavité avec du sérum physiologique pour éviter le 
dessèchement des tissus 
 Placer les électrodes : 

 Piquer l’électrode Réceptrice entre les orteils 
 Coller l’électrode Référence sur une partie du corps à l’écart des autres électrodes 

 Placer l’électrode de Stimulation au niveau du nerf dégagé et déclencher la stimulation à 
l’aide du logiciel. La contraction musculaire produit une première onde (« M-wave ») 
 Piquer l’électrode de Stimulation au niveau du talon et déclencher la stimulation à l’aide du 

logiciel. La contraction musculaire produit une deuxième onde 
 Mesurer la distance entre les 2 points de stimulation et la différence de durée de réponse du 

muscle afin de calculer la MNCV 



 

 

 Répéter les 3 dernières étapes 3 fois successives par animal 
 Faire la moyenne des 3 mesures de MNCV pour chaque animal 
 Après la dernière acquisition, l’animal doit être mis à mort 

 

 
L’épiderme est richement innervé par des fibres sensorielles non myélinisées de type C 

(appelées fibres nerveuses intraépidermiques, IENF) et il a été démontré que leur diminution 
de leur densité était corrélée à la sévérité de la neuropathie [Duo et al. 2018]. C’est pourquoi 
c’est une méthode très utilisée, aussi bien chez l’homme que chez l’animal, pour déterminer la 
présence d’une neuropathie des petites fibres. 

Cette méthode nécessite le prélèvement d’une biopsie de peau, et le comptage des fibres 
nerveuses immunomarquées par l’anticorps anti-PGP9.5 sur coupe transversale de peau. 

Une « guideline » existe pour ce comptage, décrit par Lauria et coll. en 2005 [Lauria et al. 
2005] :  

 
Contrairement à la plupart des études sur animaux qui quantifient la densité IENF au niveau 

du dessous de la patte, nous avons choisi de l’évaluer à l’emplacement où sont réalisées toutes 
les mesures suivantes : peau du bas du dos. 

Les mesure a été réalisée à 4 et 8 semaines de protocole, sur 3 souris par groupes. 
 

Protocole utilisé dans ce travail de thèse : 
 Prélever un échantillon de peau non lésée de largeur ~2cm sur le bas du dos (de préférence 

dépilé (cf section I.4)), le fixer et l’inclure en paraffine (cf section VI.1) 
 Réaliser des coupes de 30 μm d’épaisseur avec avancement de 500μm entre les coupes 
 Procéder à l’immunomarquage des fibres avec l’anticorps primaire anti-PGP9.5 et anticorps 

secondaire couplé Alexa Fluor 647 et au marquage des noyaux cellulaires au DAPI (cf 
section VI.3) 
 Sur 2 coupes par souris : prendre une photo mosaïque au microscope confocal (Nikon 

Eclipse Ti-E) sur toute la longueur et l’épaisseur de l’échantillon, objectif x40, stacks 2μm 
 Réaliser à l’aide du logiciel ImageJ pour chaque coupe : 

 Une projection des stacks afin d’avoir une seule image par coupe 
 Compter les fibres traversant la JDE (localisable par l’alignement des noyaux des 
kératinocytes basaux) 

 Mesurer de la longueur de la JDE 
 La densité IENF d’une souris correspond à la moyenne des 2 coupes 

 

 
Nous avons réalisé la totalité des expérimentations sur souris C57BL6/JRj. Ces animaux ont 

une fourrure épaisse et noire, il est donc nécessaire de les dépiler afin de pouvoir étudier la 
peau. La dépilation pouvant créer une légère irritation mais les poils repoussant rapidement, la 
dépilation doit se faire au mieux 24h avant toute expérimentation. 

Cependant, pour étudier les propriétés physiques de la peau non lésée, les souris ont toutes 
été dépilées exactement 4 jours avant l’analyse, permettant la restauration du Stratum corneum. 



 

 

La dépilation stimule et synchronise la pousse des poils, faisant apparaître des tâches noires 
sur la peau rose pouvant perturber les mesures. C’est pourquoi il est préférable de ne faire 
qu’une seule dépilation au cours du protocole sur animal vivant. 

 
Protocole : 
 Placer les souris dans des cages individuelles au mieux 24h avant dépilation, sinon juste 

après dépilation afin d’éviter l’agressivité (odeur de crème) entrainant des morsures. 
 Préparer : 

 Un grand récipient d’eau tiède (~30°C) 
 Un 2e récipient avec de l’eau tiède additionné de savon hypoallergénique liquide 
 Compresses 
 Crème dépilatoire Veet® (permet la dégradation de la fibre pilaire externe) 
 Cotons-tiges 
 Rasoir électrique 

 Anesthésier la souris sous isoflurane (OSALIA) (induction 4%, puis 2% au masque), sur 
plaque chauffée à 35°C 
 Raser de près les poils du dos à l’aide du rasoir électrique 
 Passer une 1e compresse sèche sur la zone rasée afin d’enlever les poils coupés 
 Étaler l’équivalent d’une cacahuète de crème Veet au coton-tige sur la zone rasée et masser 

afin de bien répartir la crème entre les poils. Laisser en contact avec la peau 30sec au total 
 Retirer le maximum de crème avec une 2e compresse sèche 
 Imbiber une 3e compresse d’eau savonneuse tiède et passer sur la zone épilée afin de retirer 

les résidus de crème 
 Rincer soigneusement la peau avec une 4e compresse humide et vérifier qu’il ne reste aucun 

résidu de crème 
 Sécher la peau en tamponnant avec du papier 
 Mettre la souris dans sa cage individuelle et, afin d’éviter l’hypothermie, placer la cage dans 

la couveuse chauffée jusqu’à ce que autres poils et la peau sèchent 
 Rentrer la cage en animalerie 

 

 

 
Afin d’évaluer l’impact du diabète et de la sévérité de la neuropathie sur la peau, les 

épaisseurs de différentes couches cutanées ont été mesurées : 
 Épaisseur de peau totale : du Panniculus carnosus à la dernière couche épidermique vivante 

inclus. 
 Épaisseur de l’épiderme : inclue les couches vivantes (sans le Stratum corneum) 
 Epaisseur du derme : commence sous l’épiderme et s’arrête au-dessus du tissu adipeux 

La mesure a été réalisée à 4 et 8 semaines de protocole, sur 3 à 5 souris par groupes. 
 

Protocole : 
 Prélever un échantillon de peau non lésée de largeur ~2cm sur le bas du dos (de préférence 

dépilé (cf section I.4)), le fixer et l’inclure en paraffine (cf section VI.1) 
 Réaliser des coupes de 5 μm d’épaisseur avec avancement de 500μm entre les coupes 
 Procéder à la coloration HES (cf section VI.2) 



 

 

 Sur 2 coupes par souris : prendre une photo mosaïque au microscope x20 
 Réaliser, à l’aide du logiciel ImageJ, 30 mesures d’épaisseur des couches pour chaque coupe 

et les moyenner 
 Les épaisseurs cutanées d’une souris correspondent à la moyenne des 2 coupes 

 

 
L’état d’hydratation des couches supérieures de l’épiderme a été mesuré à l’aide d’un 

cornéomètre (Monaderm, modèle C825), sonde de mesure non invasive. Il existe une relation 
directe entre le contenu en eau de la peau et sa capacité électrique (ou capacitance). Le 
cornéomètre mesure cette capacitance des couches les plus superficielles de l’épiderme, à l’aide 
d’une sonde tenue perpendiculairement à la peau avec une pression constante. Les résultats sont 
exprimés en unités arbitraires et désignent un indice d’hydratation pouvant aller de 0 à 130, de 
la peau très sèche à hydratée. 

Les mesures ont été réalisées à 4 et 8 semaines de protocole, sur 6 à 8 souris par groupes. 
 

Protocole : 
 Dépiler la souris 4 jours avant la mesure (cf section I.4) 
 Le jour de la mesure d’hydratation cutanée, anesthésier la souris sous isoflurane (induction 

4%, puis 2% au masque) 
 Appliquer la sonde de cornéométrie sur le bas du dos avec une légère pression, la mesure 

s’affiche sur le logiciel connecté. Réaliser la mesure sur 3 zones différentes du bas du dos 
pour chaque souris et moyenner 
 Remettre l’animal dans sa cage 

 

 
La lâcheté et l’élasticité de la peau ont été mesurées à l’aide d’un cutomètre avec ouverture 

de 2mm (Monaderm, modèle MPA580), sonde de mesure non invasive. Une pression négative 
est créée dans l’appareil et la peau est aspirée dans la cupule de mesure de la sonde. Après un 
temps défini, la peau est relâchée. 

 
Les résultats présentés dans ce mémoire montrent les paramètres suivants : 
 L’élasticité, reflétant la capacité de la peau à retourner dans sa position d’origine (élasticité 

proportionnelle à la valeur donnée) 
 La lâcheté (la non-fermeté), reflétant le défaut de résistance de la peau face à la pression 

négative.  
Les mesures ont été réalisées à 4 et 8 semaines de protocole, sur 6 à 8 souris par groupes. 
 

Protocole : 
 Dépiler la souris 4 jours avant la mesure (cf section I.4) 
 Le jour de la mesure des propriétés mécaniques cutanées, anesthésier la souris sous 

isoflurane (induction 4%, puis 2% au masque) 
 Régler l’appareil pour une aspiration de 450mbar pendant 2sec suivie de 2sec de 

relâchement, avec 3 cycles successifs 
 Appliquer la sonde de cutométrie sur le bas du dos sans pression, et démarrer la mesure tout 

en maintenant la sonde sans bouger 
 Les valeurs de lâcheté (R0) et d’élasticité nette (R5) (entre autres paramètres) sont 



 

 

directement calculées par l’appareil. 
 Remettre l’animal dans sa cage 
 

 

Des lésions d’excision ont été réalisées pour étudier la corrélation entre évaluation 
macroscopique du jour de « fermeture » et évaluation histologique (Etude B pour la grille 
CRoMT, cf section II.2). 

Pour cela, une excision de peau a été réalisée sur 20 souris contrôles âgées de 8 semaines 
dépilée la veille et n’ayant reçu aucune injection. 

 
Protocole 
 Dépiler la souris 24h avant (J-1) la réalisation de l’excision (cf section I.4) sur la moitié 

basse du dos. Les animaux doivent impérativement être dans des cages individuelles. 
 J0 : réaliser une excision :  

 Anesthésier la souris sous isoflurane (induction 4%, puis 2% au masque) 
 Passer une compresse imbibée d’éthanol 70° sur la peau du dos afin de bien la 
dégraisser/désinfecter, et laisser sécher quelques secondes.  

 Découper un cercle de peau totale à l’aide d’un « Biopsy Punch » stérile de 8mm de 
diamètre 

 Poser un carré de Film Optiskin (URGO, film adhésif transparent semi-perméable sans 
compresse) pour protéger la zone lésée 

 Remettre l’animal dans sa cage 
 Surveiller l’animal tous les jours. Ne pas remplacer le Film Optiskin si la souris l’a enlevé. 
 À J8, J9, J12, J14, J16 et J19 sur 2 à 4 souris prises au hasard : 

 Anesthésier la souris sous isoflurane (induction 4%, puis 2% au masque) 
 Prendre en photo la lésion sans flash, avec sources lumineuses (emplacement et 
intensité) et distance constantes. 

 Mettre à mort l’animal et prélever la zone lésée/cicatrisée pour l’analyse histologique 
(cf section I.8) 

 

 
Les lésions de pression ont été induites sur souris contrôles et diabétiques à 4 ou 8 semaines 

après injection (de tampon citrate ou STZ) pour évaluer l’influence de la neuropathie diabétique 
et de sa sévérité sur la cicatrisation. 

 

 
Un protocole original a été développé pendant ce travail de thèse et a fait l’objet d’un dépôt 

de brevet (cf. Annexe 3 page 214). Celui-ci est inspiré de la méthode de Stadler et coll. [Stadler 
et al. 2004] à laquelle a été ajoutée une friction afin de mieux reproduire les facteurs 
déclenchants de l’ulcère du pied diabétique. 

Les aimants utilisés (Magsy, ref 20109) sont en Néodyme, de diamètre 8mm, d’épaisseur 
1mm et avec une force de pression exercée de 417,8mmHg (Figure 23A). 

Afin de facilité la pose et le retrait des aimants sans abîmer la peau alentour, des morceaux 



 

 

de chevilles en plastique (Figure 23B) sont collés aux aimants à l’aide de colle Néoprène liquide 
(prévoir minimum 48h de séchage) (Figure 23C). Les aimants peuvent être réutilisés. 
 

 
Protocole d’induction d’ulcère (confidentiel jusqu’à la publication du brevet) : 
 Dépiler la souris 24h avant le début de l’induction d’ulcère de pression (cf section I.4) sur la 

moitié basse du dos (carré de 4 cm de côté). Les animaux doivent impérativement être dans 
des cages individuelles. 
 Le jour de début de l’induction (J0) : 

1- Anesthésier la souris sous isoflurane (induction 4%, puis 2% au masque) 
2- Passer une compresse imbibée d’éthanol 70° sur la peau du dos afin de bien la 

dégraisser, et laisser sécher quelques secondes. Nettoyer les aimants à l’éthanol 70° 
et les sécher. 

3- Faire un pli de peau sur le bas du dos entre les cuisses et placer les aimants de part 
et d’autre afin qu’ils soient placés de manière symétrique à la colonne vertébrale 
avec ~5mm d’espacement (Figure 23D) 

4- Encercler les aimants à l’aide d’un marqueur chirurgical 
5- Replacer l’animal avec ses aimants dans sa cage pendant 3h 
6- Anesthésier la souris sous isoflurane (induction 4%, puis 2% au masque) 
7- Retirer les aimants et remettre la peau à plat (Figure 23E) en tirant doucement sur 

la peau des cuisses si nécessaire 
8- Réaliser une friction appuyée (~30g) sur les zones compressées à l’aide d’un coton-

tige : 5 allers-retours dans le sens cuisse-cuisse et 5 allers-retours dans le sens tête-
queue 

9- Apposer un carré de Film Optiskin (3,5cm de large et 2,5cm de hauteur) centré sur 
les zones compressées 

10- Replacer l’animal dans sa cage 
 21h après le retrait des aimants (J1) : 

 Anesthésier la souris sous isoflurane (induction 4%, puis 2% au masque) 
 Si le Film Optiskin est décollé/tombé, le remplacer (tout ou partie) 
 Répéter les étapes 3 (compresser les mêmes zones),5,6,7,8,10 

 21h après le retrait des aimants (J2) : 
 Anesthésier la souris sous isoflurane (induction 4%, puis 2% au masque) 
 Si le Film Optiskin est décollé/tombé, le remplacer (tout ou partie) 
 Répéter les étapes 3 (compresser les mêmes zones),5,6,7,8,10 

 21h après le retrait des aimants (J3) : 
 Anesthésier la souris sous isoflurane (induction 4%, puis 2% au masque) 



 

 

 Retirer le Film Optiskin 
 Replacer l’animal dans sa cage 

 À J4-J5 l’ulcère de pression est visible macroscopiquement 
 

 

Afin d’évaluer l’évolution de la lésion de pression sans mise à mort de l’animal, des photos 
des zones lésées ont été réalisées tous les 2-3 jours dos bien plat, sans flash, avec sources 
lumineuses (emplacement et intensité) et distance constantes, et avec une règle millimétrée 
souple posée sur l’animal à côté des lésions. 

 

 
Les mesures de surface de lésion (couleur/aspect/humidité différents des zones non 

compressées adjacentes) ont été réalisées grâce au logiciel ImageJ à partir des photos 
macroscopiques. 

Les mesures de surface macroscopique de l’ulcère de pression ont été réalisées sur tous les 
groupes de souris, avec 6 à 35 souris par point de cinétique. 

 
Protocole : 
 Ouvrir la photo sous ImageJ 
 Placer un trait sur toute la longueur de la règle millimétrée 
 Aller dans Analyse > Set Scale, et indiquer la mesure réelle de votre trait et l’unité en 

millimètre 
 A l’aide de l’outil Freehand section, entourer toutes les zones lésées en maintenant appuyée 

la touche Shift 
 Mesurer la surface totale des zones lésées : touches Ctrl et M simultanées, la valeur apparaît 

dans une nouvelle fenêtre 
 Reporter la valeur Area pour chaque souris dans un tableau Excel 
 

 
Le jour de fermeture d’une lésion/cicatrice a été évalué visuellement, non pas en mesurant 

sa surface mais en considérant sa couleur / sa rugosité / sa moiteur à l’aide de la grille CRoMT 
(cf  section II). 

Pour cela, un score CRoMT a été donné pour chaque photo de lésion/cicatrice prise. Le jour 
de fermeture (Jf) a été défini pour chaque groupe le premier jour où la combinaison des 
médianes de chaque paramètre CRoMT d’un point de cinétique réunissait les critères visuels 
définis (cf section I.3 de la partie Travail de thèse) : Couleur et Rugosité et Total chacun 
inférieur ou égal à 1 et Moiteur égale à 0. 

Exemple :  Jour 17 : Cmédian = 1, Rmédian = 1, Mmédian = 0, Tmédian = 2 
Jour 19 : Cmédian = 1, Rmédian = 0, Mmédian = 0, Tmédian = 1  Jf 
Jour 21 : Cmédian = 0, Rmédian = 0, Mmédian = 0, Tmédian = 0 

 
Les évaluations ont été réalisées sur tous les groupes de souris, avec 10 à 37 souris par point 

de cinétique. 
 



 

 

 
 

La mise à mort a précédé tout prélèvement. Elle a été réalisée par overdose de thiopental en 
injection intracardiaque. 

 

 
Le prélèvement de peau a été réalisé 5min maximum après la mise à mort de l’animal. Afin 

de pouvoir prélever de la peau (non lésée, lésée, fermée), les étapes suivantes ont été respectées : 
 
Protocole : 
 Dépiler la peau pour un prélèvement de peau non lésée et à Jf (lésion fermée) (cf section 

I.4). Pour des prélèvements en cours de cicatrisation (J5, J10) la peau doit être uniquement 
rasée de près (pas de crème Veet) 
 Badigeonner la peau d’éthanol 70° puis sécher en tamponnant avec un papier. Attendre la 

totale évaporation de l’éthanol. 
 Prélever l’échantillon selon l’utilisation ultérieure : 

 Peau non lésée pour analyse à J0 ou pour culture ex vivo 
 Peau lésée à prélever selon le schéma suivant : 

 Traiter l’échantillon selon l’utilisation ultérieure : 
 Pour culture ex vivo : le mettre en milieu de culture chaud jusqu’à la mise en culture (1h 
max) 

 Pour extraction protéique : le placer à sec dans un Eppendorf et conserver à -80°C 
jusqu’à l’extraction 

 Pour l’extraction d’ARN : le plonger dans un Eppendorf contenant du RNAlater froid 
(Sigma ref R0901), puis incuber le tube à +4°C 24-72h, puis stocker le tube à -80°C 
jusqu’à l’extraction 

 Pour l’analyse histologique / immunohistochimique / par immunofluorescence : le 
placer à plat dans une cassette entre 2 mousses (Dutscher ref 040666). Fixer le tissu en 
solution d’alcool-formol-acide acétique (CARLO ERBA Reagents, Fixative AFA 
liquid) 24h/TA ou 48/+4°C. 

 

 



 

 

 

 
Un outil a été développé au cours de la thèse pour évaluer macroscopiquement et 

objectivement le jour de « fermeture » d’une lésion chez la souris, et a ensuite été utilisé pour 
l’étude de la cicatrisation cutanée avec la neuropathie diabétique. 

Cet outil a été nommé « grille CRoMT » (Figure 25) car cette grille comprend les paramètres 
suivant : 
 C pour Couleur de la lésion (color) graduée de 0 à 3 
 Ro pour Rugosité (roughness) graduée de 0 à 2 
 M pour Moiteur/humidité (moistness) graduée de 0 à 2 
 T pour Total, qui correspond à la somme des grades des autres paramètres (C + R + Mo), est 

graduée de 0 à 7. 
 L’ensemble donne le score CRoMT de la lésion (ex : 3125 pour C=3, Ro=1, M=2 et T=5). 

 
Pour la validation ce cet outil, deux « études » ont été menées successivement et faisant 

appels à des volontaires : l’Étude A, permettant de définir les critères visuels d’une lésion dite 
« fermée », et l’Étude B, permettant d’évaluer la corrélation histologique de ces critères. 

 

 

 
 

Parmi une banque de photos de souris d’une partie du travail de thèse non présentée dans ce 
mémoire, une sélection 30 photos a été faite. Cette sélection (Figure 26) comprend des photos 
de peau lésée ou non lésée de souris contrôles ou diabétiques, à différents temps de cicatrisation 
de lésion l’excision ou de pression. 

Les photos ont toutes été prises dans les mêmes conditions d’exposition lumineuses ou de 
résolution, et ont été présentée sans barre d’échelle afin de ne pas influencer l’évaluation par 
les volontaires. 



 

 

La liste des volontaires (Panel A) pour évaluer visuellement les photos était composée de 30 
personnes : 
 12 volontaires considérés comme « experts » en évaluation des lésions cutanées. Ce sous-

groupe comportait 3 chercheurs, 2 techniciens, 3 doctorants et 2 stagiaires en 
expérimentation animale, et 2 médecins du service des grands brûlés. 
 18 volontaires considérés comme « non-experts » car n’ayant aucune expérience 

professionnelle en évaluation de la cicatrisation cutanée. 
 

 
Les volontaires ont été recrutés suite à l’invitation envoyée par email à tout l’institut à 

participer à l’étude, en précisant le caractère des photos. Ils ont ensuite été conviés un à la fois 
pour évaluer les photos.  

La gille CRoMT leur a été présentée et chaque volontaire a eu quelques minutes pour la 
regarder et la comprendre. Ensuite, un ordinateur leur a été mis à disposition, avec une 
présentation PowerPoint des photos à évaluer (1 photo par diapositive). Il leur a été demandé 
d’évaluer seul chaque photo avant de passer à la suivante, sans retour en arrière. Il n’y avait pas 
de temps imparti. Un tableau sur feuille papier leur a été donnée pour inscrire leur évaluation : 
score pour chaque paramètre de la grille et pour chaque photo. Il a été demandé en sus au sous-
groupe d’expert de répondre à la question « La lésion est-elle fermée selon vous ? Oui / Non » 
pour chaque photo.  

 

 
L’objectivité du score donné a été évaluée en comparant l’effet de l’expertise sur les scores 

donnés de chaque paramètre pour l’ensemble des photos. 
Le score CRoMT de chaque photo a été déterminé en considérant la médiane des résultats 

de l’ensemble des sous-groupes experts et non-experts pour chaque paramètre et pour chaque 
photo. Puis, afin de déterminer les critères (score de chaque paramètre) correspondant à une 
lésion visuellement fermée, les photos ont été classées selon le pourcentage d’experts ayant 
répondu « Oui » à la question posée. 

 

 
L’Étude B a été menée après l’Étude A dans le but de de déterminer s’il existe une corrélation 

entre les critères visuels d’une lésion « fermée » et la réépidermisation. 
 



 

 

 
20 souris ont été excisées sur le dos, et des photos macroscopiques des lésions et 

prélèvements histologiques ont été réalisés entre J8 et J19 après l’excision (cf. section I.6). 
Comme pour l’Étude A, les photos ont toutes été prises dans les mêmes conditions d’exposition 
lumineuses ou de résolution, et ont été présentée sans barre d’échelle afin de ne pas influencer 
l’évaluation par les volontaires. 

La liste des volontaires (Panel B) pour évaluer visuellement les photos était composée de 12 
personnes (experts et non-experts confondus) n’ayant pas participé à l’Étude A. 

 

 
Les volontaires de l’Étude B ont été recrutés et conviés comme pour l’Étude A. La grille 

CRoMT et les 20 photos de l’Étude B ont été présentée comme pour l’Étude A, avec les mêmes 
consignes d’évaluation. Il leur a été demandé de donner individuellement le score pour chaque 
paramètre de la grille et pour chaque photo. 

En parallèle, la réépidermisation des coupes de peau correspondantes aux photos présentées 
dans l’Étude B a été évaluée histologiquement après coloration HES par un laboratoire 
indépendant (Novotec) selon ses critères semi-quantitatifs : 

Après obtention des résultats du grade de réépidermisation de chaque lésion, des marquages 
immunofluorescents pour des marqueurs de différenciation épidermique (kératine 10, kératine 
14, filaggrine, involucrine) ont été réalisés sur demande par le laboratoire Novotec sur 3 coupes 
ayant obtenus les grades de réépidermisation 2, et 6 coupes pour le grade 3. 

 

 
Le score CRoMT de chaque photo a été déterminé en considérant la médiane des résultats 

du Panel B pour chaque paramètre et pour chaque photo. 
Afin de déterminer s’il existe une corrélation entre les critères CRoMT définis pour une 

lésion visuellement fermée (définis dans l’Étude A) et la réépidermisation, la sensibilité et la 
spécificité des critères à identifier les lésions ayant un néoépiderme fermé et organisé ont été 
calculées comme suit : 

Les immunomarquages ont été analysés qualitativement. 
  



 

 

 
Un modèle ex vivo d’étude de la cicatrisation post-compression a été initié afin d’étudier 

l’influence de la neuropathie diabétique en utilisant moins d’animaux, avec un suivi plus rapide. 
L’autre intérêt de ce type de modèles est d’éliminer/limiter l’effet des systèmes immunitaire 
circulant, vasculaire, et nerveux. 

 

 
La peau utilisée dans ce modèle provient du dos entier de souris contrôles ou diabétiques à 

4 ou 8 semaines. Il est possible de faire en moyenne 12 explants par dos de souris, permettant 
de tester plusieurs conditions. 

Excepté le prélèvement de la peau de souris qui se fait en pièce d’expérimentation animale, 
toutes les expérimentations se font sous Poste de Sécurité Microbiologique en conditions 
stériles. 

 
Protocole 
 Préparer le milieu de culture à 2g glucose /L puis le filtrer : 

 Mise à mort de souris diabétique et contrôle du même âge, dépilation et prélèvement de la 
peau du dos entier (cf section I.8) qui est placée dans un tube contenant 20ml de milieu de 
culture chaud 
 Placer la peau et son milieu dans une boîte de Pétri 
 Découper des explants de 8mm de diamètre à l’aide d’un « Biopsy Punch », en ne prenant 

que les zones de peau parfaitement blanches (sans tâche) 
 Mettre les explants sur inserts (Greiner ref 665638 : diamètre 12mm, membrane PET de 

porosité 8μm, pour plaque 12 puits) 
 Répartir aléatoirement entre les conditions à tester (temps de culture, avec/sans compression, 

techniques d’analyse) dans les puits d’une plaque 12 puits (Figure 27 A) 
 Placer un aimant (Magsy ref 20023, diamètre 4mm, force de pression 517mmHg) au centre 

de l’explant de peau et placer un deuxième aimant sous l’insert (Figure 27 B et 27 C) (= J0) 
 Mettre du milieu de culture dans la plaque à effleurement de l’insert (800μL à 1ml selon les 

marques de plaque) 
 Incuber à 16h / 37°C / 5% CO2 / 100% humidité 



 

 

 Retirer délicatement les aimants et remettre l’explant en culture (sans changer le milieu). La 
zone compressée reste bien visible macroscopiquement (Figure 27 D) 
 Changer le milieu de culture 8h après le retrait des aimants (= J1) puis tous les jours 

 

 
Afin d’évaluer la cicatrisation post-compression, la culture de certains explants est arrêtée à 

différents temps afin d’évaluer la structure histologique ou la viabilité cellulaire. Les milieux 
de culture ont également été récupérés pour analyser la sécrétion de certaines cytokines. 

 

 
La culture de certains explants de peau de souris contrôle et diabétiques 4wk a été arrêtée à 

J1 (8h après le retrait des aimants), J3 et J6. 
Pour l’étude histologique, les explants provenaient d’une seule souris diabétique et une seule 

souris contrôle.  
Les explants ont été fixés comme indiqué dans la section I.8.b.  
L’inclusion, la coloration HES (cf. section VI), les photos et l’analyse histologiques ont été 

réalisées par le laboratoire Novotec (www.novotec-labs.com). 
 

 
Le test MTT (bromure de 3-(4,5-dimethylthiazol-2-yl)-2,5-diphenyl tetrazolium) consiste à 

mettre les cellules en présence de cette substance (soluble jaune) dans le milieu de culture et 
d’observer les cellules devenant bleues, indiquant la présence du métabolite du MTT (le 
formazan, précipité bleu) et donc l’activité métabolique des cellules qui étaient vivantes. 

L’évolution de la réépidermisation a pu être évaluée à l’aide des photos réalisées. 
L’expérimentation a été réalisée 2 fois sur des explants provenant de souris contrôles et 

diabétiques 4wk et 8wk (5 souris au total/groupe). Le pourcentage de zone non réépidermisée 
représente la moyenne de ses 5 explants / condition. 

 
Protocole : 
 Préparer extemporanément une solution de MTT à 1mg/ml dans du milieu de culture, 

chauffer à 37°C et vortexer jusqu’à dissolution complète, puis filtrer à 0.2μm la solution 
 Remplacer le milieu de culture des explants par la solution de MTT 
 Incuber 3h / 37°C / 5% CO2 
 Découper la membrane de l’insert et la placer (avec l’explant) sur un papier absorbant 
 Prendre en photo les explants 
 Evaluer la réépidermisation à l’aide du logiciel ImageJ : 

 Entourer la zone compressée (zone plus plate même après 1 semaine) et mesurer sa 
surface (Ctrl M) 

 Entourer la zone de peau blanche et mesurer sa surface (Ctrl M) 
 Faire le calcul du % de la zone non réépidermisée : (Zone blanche / zone compressée) 
x 100 

 

 
Afin d’évaluer si le modèle ex vivo reproduit en partie la cicatrisation in vivo, et d’identifier 



 

 

d’éventuels nouveaux marqueurs, un sécrétome a été réalisé sur le milieu de culture. 
Pour cela 4 explants provenant de la peau d’une souris Contrôle et 4 explants provenant 

d’une souris Diabétique ont été mis en culture et compressés, et le milieu de culture a été 
récupéré à J1 et J2 puis mélangés. 

Le sécrétome a été analysé à partir de ces pools de milieux de culture à l’aide du kit Mouse 
XL cytokine Array kit (R&D system, ref ARY028), selon la méthode d’immunoessai sandwich. 
Cette méthode permet la semi-quantification de 111 cytokines, dont IL-1beta, RAGE soluble, 
IL-10, IL-1RA, VEGF, EGF, PDGF et périostine. 

 

 



 

 

 
 

 
Les ARN totaux ont été extraits de peau de souris grâce au RNeasy Fibrous Tissue Mini Kit 

(Qiagen) et à une optimisation de la phase de broyage. 
 

Protocole (pour 30-50mg de peau de souris  5-8mm de diamètre) : 
 Prélever et conserver l’échantillon comme indiqué en Partie I.8.b page 79 
 Décongeler à +4°C les tubes contenant RNAlater et peau 
 Transférer le morceau de peau dans un microtube bleu (Dutscher ref 045001) 
 Préparer le tampon de lyse (sous hotte) : RLT Buffer + 1% -mercapto-éthanol (prévoir 

300μL/tube) 
 Ajouter 50μl de tampon de lyse sur la peau 
 Sur bloc de froid, couper en petits morceaux (  1mm de coté) la peau à l’aide des micro-

ciseaux 
 Ajouter 250μL de tampon de lyse 
 Sur bloc de froid, finir la lyse (1min max) avec le pilon bleu (Dutscher ref 045001) 
 Ajouter 590μL d’eau RNAse free dans le tube bleu, puis 10μL de Protéinase K 
 Inverser 2-3 fois le tube pour homogénéiser 
 Incuber 10min à 55°C 
 Centrifuger 4 min / 10 000g / TA 
 Transférer le surnageant dans un nouveau tube Eppendorf 
 Attention à ne pas prendre le culot contenant les débris, cela boucherait ensuite la 

colonne et empêcherait la bonne extraction de l’ARN ! 
 En cas de difficulté à récupérer le surnageant : re-centrifuger 4min / 16 000g / TA 

 Ajouter 450μL d’éthanol 96-100% et en transférer 700μL sur la colonne 
 Centrifuger 30sec / 10 000g / TA, vider la poubelle 
 Transférer le reste de l’échantillon sur la colonne 
 Centrifuger 30sec / 10 000g / TA, vider la poubelle 
 Ajouter 350μL RW1 sur la colonne, centrifuger 30sec / 10 000g / TA, vider la poubelle 
 Mixer 10μL DNase (aliquots à -20°C) + 70μL RDD (à +4°C), et ajouter sur la colonne 
 Incuber à TA 15min 
 Ajouter 350μL RW1 sur la colonne, centrifuger 30sec / 10 000g / TA, vider la poubelle 
 Ajouter 500μL RPE sur la colonne, centrifuger 30sec / 10 000g / TA, vider la poubelle 
 Ajouter 500μL RPE sur la colonne et centrifuger 2min30sec / 10 000g / TA 
 Jeter la poubelle et placer la colonne sur une nouvelle poubelle 
 Centrifuger 2min / 16 000g / TA et jeter la poubelle 
 Placer la colonne sur un Eppendorf 1,5ml avec le nom de l’échantillon 
 Ajouter 30μL d’eau RNAse Free à TA sur la colonne pour éluer l’ARN et attendre 2min 
 Centrifuger 1min30sec / 10 000g / TA 
 Récupérer l’éluât et le remettre sur la colonne, et attendre à nouveau 2min 
 Centrifuger 1min30sec / 10 000g / TA 
 Conserver l’Eppendorf contenant l’ARN sur bloc de froid, et jeter la colonne 
 Evaluer la qualité et la concentration de l’ARN extrait : 

 La pureté des ARN et leur concentration est déterminées par spectrophotométrie à l’aide 



 

 

d’un NanoDrop ND-2000 (Thermo Scientific). La pureté des ARN est évaluée par i/ le 
calcul de ratio d’absorbance 260nm/280nm indiquant l’absence de protéines 
contaminantes, ii/ le ratio 260nm/230nm indiquant l’absence de contamination par des 
molécules organiques. Les ARN utilisés dans ce travail ont un ratio A260/A280  1,9 
et un ratio A260/A230  1,4. 

 L’extraction d’ARN de peau de souris avec ce protocole a permis d’obtenir des 
concentrations entre 100 et 500 ng/μL. 

 L’absence d’ADN génomique ou de dégradation des ARN, nécessaire pour l’analyse 
d’expression génique, a été évaluée visuellement (Figure 28) par migration sur gel et 
révélation au bromure d’éthidium et ultra-violets. 

 Aliquoter les ARN et conserver à -20°C. 

 

 
Les ARN sont rétrotranscrits à l’aide du kit PrimeScriptTM RT reagent Kit (Takara ref 

RR037A). 
 

Protocole : 
 Préparer le mix réactionnel pour chaque échantillon d’ARN : 

 Programmer le thermocycleur (Biorad) pour la rétrotranscription : 

 Utiliser immédiatement les ADNc ainsi produits pour la réaction de PCR ou conserver les 
aliquotés à -20°C. Le rendement de la réaction étant considéré comme absolu, la 
concentration en ADNc de la solution obtenue est de 50ng / μL. 

 



 

 

 
La réaction de qPCR a été réalisée avec le kit SYBR Premix Ex TaqTM II (Takara ref 

RR820W). Les résultats d’expression génique exposés dans ce mémoire ont été obtenus grâce 
aux amorces QuantiTect Primer Assays (Qiagen) pour les gènes d’intérêt MMP-9 (ref 
QT00108815), MMP-10 (ref QT00115521), MMP-13 (ref QT00111104), CALCA (variant 
proCGRP , ref QT01058043) et CALCB (ref QT00162078) normalisés par les gènes de 
ménage RPL13A (ref QT00267197) et B2M (ref QT01149547). 

 
Protocole : 
 Reconstituer chaque tube d’amorces avec 1,1ml de tampon Tris-EDTA pH 8,0 (BioUltra 

Ref 93283). La concentration obtenue est de 3μM Sens/Anti-sens. Aliquoter et conserver à 
-20°C. 
 Diluer au 1/10e le volume d’ADNc nécessaire pour chaque échantillon 
 Préparer le mix réactionnel afin de réaliser des duplicats : 

 Déposer les échantillons en duplicats sur plaque 96 puits à fond transparent (Eurogentec), 
ajouter un « contrôle négatif » (eau RNAse free à la place de l’ADNc). Filmer la plaque. 
 Programmer l’appareil Aria Mix (Agilent) pour réaliser la qPCR en temps réel : 

 

 
La pureté de l’amplicon est systématiquement vérifiée en contrôlant l’unicité du pic de 

dissociation des produits doubles brins obtenus par la courbe de fusion, et par l’absence 
d’amplification observée dans les puits « contrôle négatif ». 

Dans ce travail, les résultats sont exprimés en quantité relative. La méthode utilisée est celle 
du 2- Ct [Livak et al. 2001], avec double normalisation par l’expression des gènes de ménage 
et l’expression de chaque gènes d’intérêt du groupe C4wk à J0 (peau non lésée). 

 

 



 

 

 
 

 
Les protéines ont été extraites de peau de souris pour l’étude de leur expression par western-

blot ou immunoprécipitation. 
 
Protocole d’obtention d’un lysat protéique de peau de souris : 
 Prélever et conserver l’échantillon comme indiqué en section I.8.b. 
 Ajouter au tube contenant la peau une solution (200μL/~40mg de peau) de tampon RIPA 

(Sigma ref R0278) froid supplémenté extemporanément avec un cocktail d’inhibiteurs de 
protéases (Complete Mini, Roche Diagnostics) et d’inhibiteurs de phosphatases (solution à 
25X : 125mM NaF, 250mM -glycérophosphate, 25mM Na3VO4). 
 Découper finement la peau aux micro-ciseaux, puis vortexer quelques secondes 
 Incuber 30min / +4°C 
 Vortexer quelques secondes 
 Incuber 30min / +4°C 
 Vortexer quelques secondes 
 Centrifuger 10min / 10 000g / +4°C 
 Récupérer le surnageant protéique 

 

 
Le dosage des protéines est réalisé à l’aide du kit BCA Protein Assay Kit (Pierce 

Technologies). 
 

Protocole : 
 Réaliser des dilutions en série de facteur 2 dans du tampon RIPA à partir de l’albumine 

bovine (BSA) fournie dans le kit. Gamme finale : 2, 1, 0.5, 0.25, 0.125 mg/mL 
 Diluer les lysats protéiques au ¼ dans du tampon RIPA 
 Distribuer 25 L de la gamme et des échantillons dans une plaque 96 puits à fonds et bords 

transparents. Déposer également 25 l de tampon RIPA seul pour faire le « blanc » 
 Préparer extemporanément le mix réactionnel (solution B diluée au 1/50e dans la solution A) 

et en distribuer 200μL/puits 
 Coller un film protecteur sur la plaque et incuber 30min / 37°C 
 Retirer le film et supprimer les bulles à l’aide d’une aiguille 
 Lire la plaque au spectrophotomètre à 560 nm 
 Soustraire le « blanc » à toutes les valeurs obtenues 
 Réaliser la courbe étalon et calculer la concentration protéique des échantillon en appliquant 

le facteur de dilution utilisé 
 Concentration protéique moyenne obtenue de 3-6 μg/μL 

 

 
Les protéines sont séparées par électrophorèse en fonction de leur masse moléculaire sur gel 

d’acrylamide, avant d’être transférées sur une membrane et détectées à l’aide d’anticorps 
spécifiques (Western Blot). Dans ce travail de thèse, la quantité de chaque protéine d’intérêt a 



 

 

été normalisée par la quantité totale de protéines estimée par Rouge Ponceau, car l’actine n’était 
pas exprimée de manière linéaire entre peau non lésée et lésée (cf. Annexe 2 page 213). 

 
Protocole de Western Blot : 
 Préparer les échantillons protéiques (pour des puits de 25μL) : 

 Dénaturer les protéines 5min / 95°C 
 Séparation des protéines par électrophorèse : 

 Préparer le tampon de migration : TG-SDS (Euromedex) (Tris-HCl 25mM, Glycine 
192mM, SDS 0,1%) 

 Déposer les protéines dénaturées sur le gel précoulé à gradient d’acrylamide 4%-15% 
(BioRad) préalablement placé dans un système Mini Protean III (BioRad) contenant du 
tampon de migration. Prévoir un puits pour le marqueur de taille (Biorad, Precision Plus 
Protein Standards) 

 Faire migrer à 25mA/gel (s’il y a 4 gels, faire migrer à 100mA) 
 Transfert des protéines : 

 Préparer le tampon de transfert : 25mM Tris-HCl, 192mM Glycine, 20% Ethanol 
 Activer une membrane de PVDF (polyfluorure de vinylidène) 30sec / bain d’éthanol   
 Récupérer le gel d’acrylamide et faire le montage suivant dans une bassine sous 
immersion de tampon de transfert, et chasser les bulles avant de refermer : 

 Plonger le montage dans la cuve (système Mini Trans-Blot, Biorad) contenant le tampon 
de transfert et un bloc congelé (côté noir contre côté noir) 

 Faire transférer les protéines du gel vers la membrane 1h / 4°C/ 220mA 
 Evaluation de la quantité de protéines transférées par Rouge Ponceau (adapté de [Goldman 

et al. 2016]) 
 Lavages eau 2 x 5min 
 Incuber avec une solution de Rouge Ponceau 2min / TA / agitation 
 Laver 2 fois rapidement à l’eau distillée 
 Prendre en photo la membrane grâce à la caméra Fusion Fx system (Vilber Lourmat) 
 Rincer la membrane 3 fois TBS-T (TBS-0,1%Tween 20) / 10min / agitation 

 Identification des protéines 
 Préparer une solution de blocage : 5% lait écrémé / TBS-T 
 Plonger la membrane dans la solution de blocage 1h / TA / agitation pour éviter les 
interactions non spécifiques des anticorps de révélation 

 Préparer la solution d’anticorps primaire (cf Tableau 4) dans 2% lait écrémé/TBS-T 
 Incuber la membrane avec l’anticorps primaire overnight / 4°C / agitation 



 

 

 Rincer 3 fois TBS-T / 10min / agitation 
 Préparer la solution d’anticorps secondaire (cf Tableau 4) dilué dans du TBS-T 
 Incuber la membrane avec l’anticorps secondaire 1h / TA / agitation / obscurité 
 Rincer 3 fois TBS-T / 10min / agitation 
 Incuber la membrane 5 minutes avec le réactif d’électrochimiluminescence (Thermo 
Scientific ref 34580) 

 Détecter le signal grâce à la caméra Fusion Fx system 
Les résultats présentés dans ce mémoire ont tous été obtenus avec le même temps 

d’exposition pour une protéine donnée, et sans saturation de signal 
 Exprimer la quantité relative d’une protéine grâce au logiciel GelAnalyzer 

(http://www.gelanalyzer.com/) : 
 Quantification de la quantité de protéine totale : mesurer le Signal Rouge Ponceau total 
d’une bande de migration (de haut en bas de la membrane pour chaque échantillon) 

 Quantification du Signal net pour une protéine donnée : mesure du signal au poids 
moléculaire attendu (signal brut) auquel est soustrait le bruit de fond. 

 Quantité relative d’une protéine : Ratio Signal net / Signal Rouge Ponceau total. 
 
Il est possible de réutiliser une membrane pour la détection d’une autre protéine en retirant 

les anticorps présents : 

Protocole de Stripping : 
 Rincer 1 fois TBS-T / 10min / agitation 
 Incuber 15min / agitation dans du tampon de « Stripping » (Thermo Scientific ref 46430) 
 Recommencer à l’étape « Evaluation de la quantité de protéines transférées par Rouge 

Ponceau » du protocole de Western Blot. 

 
Afin d’identifier les protéines complexées à RCP, cette dernière a été immunoprécipitée à 

l’aide d’un anticorps spécifique et de billes magnétiques. La détection des partenaires est 
ensuite réalisée selon le protocole de Western Blot. 
 
Protocole : 
 Préparer du tampon RIPA supplémenté en inhibiteurs de protéases et phosphatases (appelé 

simplement « tampon RIPA » dans la suite du protocole), et le conserver à +4°C 



 

 

 Préparer les échantillons protéiques et contrôles : 

 Incuber overnight / 4°C / agitation pour former le complexe anticorps-antigène (Ac-Ag) 
 Préparer les billes magnétiques 

 Bien homogénéiser la suspension de billes magnétiques liées aux protéines A/G 
(ThermoScientific ref 26162) 

 En transférer 20μL dans autant d’Eppendorf 2ml que d’échantillons/contrôles à tester 
 Laver les billes 3 fois comme suit :  

 Ajouter 0,5ml de tampon RIPA/tube 
 Incuber 3min / 4°C / agitation 
 Mettre le tube sur le portoir magnétique et attendre que le surnageant soit clair 
 Eliminer le surnageant (il reste un culot de billes) 

 Former le complexe bille-Ac-Ag 
 Ajouter la solution Ac-Ag de chaque échantillon sur un culot de billes  
 Incuber 1h / 4°C / agitation 
 Mettre le tube sur le portoir magnétique et attendre que le surnageant soit clair 
 Eliminer le surnageant (il reste un culot de billes) 
 Laver le complexe bille-Ac-Ag 3 fois comme suit :  

 Ajouter 0,5ml de tampon RIPA/tube 
 Incuber 3min / 4°C / agitation 
 Mettre le tube sur le portoir magnétique et attendre que le surnageant soit clair 
 Eliminer le surnageant (il reste un culot de billes) 

 Séparer le complexe bille-Ac-Ag 
 Préparer un tampon Laemmli 2X à 100mM de DTT 
 En ajouter 10μl sur chaque culot de billes 
 Vortexer 
 Dénaturer les protéines 5min / 95°C 
 Vortexer 
 Culoter les billes sur le portoir magnétique 
 Transférer le surnageant (bleu) dans un nouveau tube 

 Séparation des protéines par électrophorèse (cf Protocole de Western Blot) 
 Transfert des protéines (cf Protocole de Western Blot) 
 Identification des protéines : identique au Protocole de Western Blot mais avec l’anticorps 

secondaire Abcam ref ab131366 au 1/500e qui limite la détection des IgG immunoprécipitées 
 Interprétation des résultats :  

 Validation de l’anticorps anti-RCP utilisé pour immunoprécipitation : une bande RCP 
positive doit apparaître pour l’input et le contrôle positif, et aucune bande pour le 
contrôle négatif 

 Une bande RCP positive doit apparaître pour tous les échantillons. 
 La présence d’une bande positive pour un autre anticorps indique les protéines 
complexées à RCP dans le lysat protéique initial. 



 

 

 
 

 
Les résultats d’histologie et immunofluorescence ont tous été obtenus à partir de tissu fixé 

puis inclus en paraffine. 
Après prélèvement et fixation de la peau (cf section I.8.b), les échantillons ont été inclus en 

paraffine et découpés par le laboratoire Novotec. 
Des coupes transversales de 5 m ou de 30μm sont réalisées au microtome sur lames 

histologiques non traitées pour les colorations histologiques et traitées pour les 
immunomarquages. 

 

 
La coloration HES permet de distinguer, grâce aux différents colorants, les différentes 

structures (épiderme, derme ...) et types cellulaires (noyau mono/pluricellulaire, coloration du 
cytoplasme) de la peau. Les éléments matriciels apparaissent en jaune-rosé, le cytoplasme en 
rose et les noyaux en violets. 

Dans ce mémoire, excepté les photos d’HES de la figure 31, toutes les colorations et photos 
présentées ont été réalisées par le laboratoire Novotec. Le protocole de coloration HES utilisé 
pour la figure 31 est le suivant. 

 
Protocole : 
 Procéder au déparaffinage et à la coloration des coupes dans ces bains successifs : 

 Mettre une goutte de milieu de montage Mountex (Microm) et placer une lamelle 
 Faire sécher les lames à 37°C / 24h avant toute observation 
 Conserver les lames à TA / obscurité 

 

 
La technique d’immunofluorescence (IF) permet de mettre en évidence la localisation et 

l’intensité d’expression de certaines protéines dans un tissu. 
 
 
 



 

 

Protocole : 
 Procéder au déparaffinage et à la réhydratation des coupes dans ces bains successifs : 

 Étape optionnelle (selon l’anticorps primaire) de démasquage d’antigène : 
 Immerger les lames dans du PBS à 0.1% Triton 
 Rincer les lames 2 fois 5min au PBS 
 Immerger la lame dans un tube contenant du tampon citrate pH6 à température ambiante 
 Incuber le tube 20 min / 95°C 
 Incuber le tube 20 min/ eau froide 
 Rincer les lames 3 fois 5min au PBS 

 Saturer les coupes : 
 Préparer le tampon de blocage : PBS contenant 5% BSA et 10% sérum de chèvre  
 Encercler les échantillons au Feutre hydrophobe (Dakopen) 
 Mettre le tampon (~150μL/cercle)  
 Incuber 1h / RT / chambre humide 

 Incuber avec l’anticorps primaire : 
 Préparer la solution d’anticorps primaire (cf Tableau 5) dans du PBS 
 Déposer la solution dans les cercles 
 Incuber overnight / 4°C / chambre humide / obscurité 
 Rincer les lames 2 fois 5min au PBS 

 Incuber avec l’anticorps secondaire (sauf si l’anticorps primaire utilisé était déjà couplé) : 
 Préparer la solution d’anticorps secondaire (cf Tableau 5) dans du PBS 
 Déposer la solution dans les cercles 
 Incuber 1h / RT / chambre humide / obscurité 
 Rincer les lames 3 fois 5min au PBS 

 Marquage des noyaux cellulaires au DAPI (Thermo Scientific, ref 10184322) 
 Déposer une solution à 2μg de DAPI/ml PBS dans les cercles 
 Incuber 5min / RT / chambre humide / obscurité 
 Rincer les lames 3 fois 5min au PBS 

 Mettre une goutte de milieu de montage (Thermo Scientific, ref 11559306) et placer une 
lamelle 
 Faire sécher 4h / TA / obscurité 
 Conserver les lames à plat à 4°C / obscurité 

 
 



 

 

 
Les anticorps disponibles pour l’immunofluorescence sur tissu de souris sont peu nombreux 

et viennent très souvent de lapin. Il a donc été nécessaire de coupler nous-même un anticorps 
pour permettre le co-marquage. Ainsi l’anticorps anti-CLR a été couplé à la Cyanin5 (émettant 
dans le rouge lointain) grâce au kit Abcam (cf. Tableau 5) selon les instructions du fournisseur. 

 

 
Les photos de coloration HES ont été obtenues à l’aide du microscope optique Leica 

DM2000 piloté par le logiciel d’acquisition d’image LAS. 
Les photos d’immunofluorescence ont été obtenues à l’aide du microscope confocal inversé 

Nikon Eclipse Ti-E piloté par le logiciel d’acquisition d’image NIS-Element. 
 

 
Les résultats de ce travail de thèse sont exprimés en moyenne ± écart-type ou en médiane 

(précisé en légende de chaque graphique). 
La représentation graphique et les analyses statistiques ont été réalisées à l’aide du logiciel 

GraphPad Prism (version 6.01). 
Le MultiTest T paramétrique a été utilisé pour comparer les 4 groupes à chaque point de 

cinétique. 
Le test d’analyse de la variance (ANOVA) à 2 facteurs avec comparaisons multiples a été 

utilisé pour comparer simultanément des résultats de plusieurs variables (contrôle/diabète, et 
4wk/8wk ou plusieurs points de cinétiques) 

Les différences à la moyenne sont considérées comme significatives quand p<0,05, et seront 
notées sur les graphiques avec ns si non significatif, * si p<0,05, ** si p<0,01, et *** si p<0,001. 
  



 

 

 
 
 

 



 

 

 
  



 

 

 



 

 

 

 

 

Afin d’étudier l’impact de la neuropathie diabétique et de sa sévérité sur la fragilité de la 
peau avant lésion et la cicatrisation après induction d’un ulcère de pression, nous avons induit 
un diabète de Type 1 chez des souris et évalué les durées de diabète nécessaires à l’obtention 
d’une atteinte neuropathique des petites fibres nerveuses sans et avec atteinte des grosses fibres 
nerveuses. 

 

Matériels et méthodes 
Des souris C57Bl6 ont reçu une injection soit de tampon citrate (groupes contrôles), soit de 

streptozotocine (STZ) (groupes diabétiques). La glycémie, le poids, la durée de réaction au test 
Tail Flick (sensibilité à la chaleur douloureuse), l’IENF (densité de fibres nerveuses intra-
épidermiques) sur la peau du bas du dos, et la MNCV (vitesse de conduction nerveuse du nerf 
sciatique) ont été évalués. Seules les souris ayant une glycémie > 400mg/dl 48h post-injection 
de STZ ont été inclues dans les groupes diabétiques.  

Détails des matériels et méthodes consultables page 69. 
Dans la suite de ce mémoire, les groupes contrôles (C) et diabétiques (D) à 4 (4wk) et 8 

(8wk) semaines après injection sont appelés : C4wk, C8wk, D4wk et D8wk. 
 

Résultats 
Dans les groupes diabétiques, on observe un maintien de l’hyperglycémie après 4 et 8 

semaines et une perte de poids progressive, alors que les souris contrôles gardent une glycémie 
constante et prennent du poids au cours des semaines (Figure 29). 

 

 
Les D4wk présentent une diminution de l’IENF (Figure 30 A et B) et une diminution du 

temps de réaction au Tail Flick (hyperalgésie) (Figure 30 C), mais sans modification de la 



 

 

MNCV (Figure 30 D), comparativement aux souris contrôles, démontrant une atteinte des 
petites fibres nerveuses uniquement. 

Les D8wk présentent une diminution de l’IENF (Figure 30 A et B), du temps de réponse au 
Tail Flick (Figure 30 C) et de la MNCV (Figure 30 D), comparativement aux souris contrôles. 
Ces résultats illustrent une atteinte des petites et grosses fibres nerveuses. 

 

 

Conclusion 
D’après « The study group of Neurodiab » [Biessels et al. 2014], l’évaluation d’atteinte 

nerveuse chez le rongeur nécessite une mesure comportementale de la fonction nerveuse (ici le 
Tail Flick), une mesure histologique des fibres nerveuses (ici l’IENF), et une mesure 
électrophysiologique (ici sur la MNCV sur nerf sciatique). La neuropathie est définie lorsque 
au moins 2 des 3 paramètres sont statistiquement différents entre groupes contrôle et diabétique. 
Ainsi les D4wk présentent une neuropathie modérée (petites fibres uniquement), et les D8wk 
une neuropathie sévère (petites et grosses fibre nerveuses), comparativement aux groupes 



 

 

contrôles.  
On observe une disparition partielle des petites fibres nerveuses épidermiques à 4 semaines, 

qui n’évolue pas à 8 semaines malgré une atteinte additionnelle des grosses fibres nerveuses. 
Les souris diabétiques à 4 semaines présentent une hyperalgésie à la chaleur, démontrant 

une hypersensibilité des nocicepteurs thermiques, alors qu’à 8 semaines on observe une 
augmentation de la durée de réaction. Cette latence à 8 semaines peut être liée à une baisse de 
sensibilité des nocicepteurs thermiques cutanés ou à la lenteur de conduction nerveuse. 

 

 

Afin d’étudier l’impact de la neuropathie diabétique et de sa sévérité sur la cicatrisation des 
ulcères de pression, ces lésions ont dû être induites, avec une atteinte de l’épiderme, du derme, 
du tissu adipeux et du muscle cutané. 

 

Matériels et méthodes 
Nous nous sommes inspirés d’une méthode non invasive, peu onéreuse et facile à mettre en 

place au laboratoire publiée par Stadler et collaborateurs sur souris non pathologique [Stadler 
et al. 2004], utilisant des aimants pour compresser un pli de peau du dos. Différentes variables 
ont été testées sur souris contrôles et diabétiques (n  3 par condition), notamment : 
 La durée de compression (2, 3, 4 ou 6 h), 
 Le temps de reperfusion en cas de cycle de compression (15min, 30min, 1h ou 24h), 
 La souche de souris (C57Bl/6JRj ou Swiss), 
 L’anesthésie (gaz isoflurane) ou non (en vigile) de la souris lors de la pose d’aimants, 
 L’ajout d’une friction à l’aide d’un coton-tige, avec/sans ajout d’un film adhésif (retiré 

quelques jours après la dernière compression). 
 

Résultats 
En l’absence de friction, la lésion cutanée maximale obtenue (Figure 31) chez souris 

(C57Bl/6JRj ou Swiss) contrôles et diabétiques (avec les mêmes conditions de pression) est 
caractérisée par une atteinte en profondeur avec dégradation du muscle et infiltration de cellules 
immunitaires, et un épaississement du derme et de l’épiderme. Cependant, seules les souris 
contrôles présentent en plus une détérioration de la matrice extracellulaire et de l’épiderme, 
visibles macroscopiquement. 



 

 

 
L’effet de l’ajout d’une friction après la période de compression a également été évalué. 

Cependant, afin d’éviter l’interférence du léchage de la peau par les souris (qui crée une légère 
friction), un film adhésif transparent (Film Optiskin des Laboratoires Urgo) a été posé ou non 
sur la zone compressée. La friction a été réalisée sur la zone compressée de droite. 

On observe que chez la souris contrôle, la zone protégée par le film, malgré la compression, 
ne développe pas de lésion visible en surface (Figure 32 zone b). Sans le film ou bien avec film 
+ friction (Figure 32 zones a et c), une lésion visible en surface se développe. Chez la souris 
diabétique, la compression seule (avec ou sans film), ne permet le développement que d’une 
rougeur sans nécrose de l’épiderme (Figure 32 zone d et f). Lorsque la zone compressée est 
frictionnée, qu’il y ait film ou non (Figure 32 zones e et g), une lésion avec nécrose apparaît en 
surface. 

Chez souris contrôles et diabétiques, la zone compressée et frictionnée avec film était très 
humide au retrait du film, démontrant une altération de la barrière épidermique. 

 



 

 

 
Suite à ces observations, le protocole a été optimisé en retirant le film à J3, soit 24h après la 

dernière compression. La force de la friction a également été mesurée, et estimée entre 30 et 
50g. Le protocole a été réalisé, par 5 autres expérimentateurs, sur un total de plus de 50 souris 
par groupe diabétique ou contrôle, et a montré robustesse et reproductibilité, avec atteinte de 
l’épiderme jusqu’au muscle cutané chez les deux groupes de souris (Figure 33). 

 

 



 

 

Conclusion 
Le protocole combinant la pression, la friction et le film adhésif a permis l’induction d’un 

ulcère de pression grade 3-4 (perte d’épiderme/derme/tissu adipeux et dégradation du muscle 
cutané [Edsberg et al. 2016]) chez souris contrôles et diabétiques. 

Comparativement aux modèles existants d’induction d’ulcère de pression chez la souris, ce 
modèle reproduit davantage les facteurs physiques à l’origine de la lésion de pression du pied 
diabétique. C’est pourquoi, il fait l’objet d’un brevet intitulé « Modèle pour l'évaluation de 
traitements pour la cicatrisation des ulcères de pression”, déposé le 12 juin 2018 à l’INPI, 
suivi d’une demande d’extension internationale déposée le 11 juin 2019. La copie de cette 
dernière demande est consultable en Annexe 3 page 214. 

Les résultats de l’étude de la cicatrisation de l’ulcère de pression présentés dans ce mémoire 
ont été réalisés avec le modèle breveté. 

 

 

Afin d’étudier l’impact de la neuropathie diabétique et de sa sévérité sur le processus de 
cicatrisation, il est important de pouvoir déterminer le jour de « fermeture » de la lésion. 
Cependant, il n’existe pas de consensus sur la méthode permettant d’évaluer la fermeture d’une 
lésion pour les études expérimentales chez l’animal. Selon les publications, la cicatrisation peut 
être évaluée macroscopiquement (surface de lésion) ou histologiquement (espacement entre les 
bords du néoépiderme), cette fermeture ne correspondant en aucun cas à la fin réelle de la 
cicatrisation, car le remodelage peut durer plusieurs mois. 

Pendant ma thèse, afin de limiter le nombre d’animaux sacrifiés, dans un premier temps, le 
choix a été fait d’évaluer macroscopiquement la lésion. Cependant, après le décollement de la 
nécrose, il est très difficile d’évaluer exactement le jour de fermeture (Jf) (lorsque la lésion 
semble « guérie »), notamment car il reste très souvent une petite surface cicatricielle qui 
diminue peu/pas mais dont la couleur et l’aspérité de surface peuvent être différentes entres les 
animaux. 

De plus, l’évaluation peut être sujette à variation et subjectivité selon le type de lésion et 
l’aspect de la peau avec le diabète, mais surtout avec le degré d’expertise en évaluation de la 
cicatrisation cutanée de l’expérimentateur. Cela peut aboutir, lors d’analyses ultérieures des 
prélèvements à Jf, à des variabilités biologiques davantage liées à des stades cicatriciels 
différents qu’à la pathologie elle-même. J’ai donc proposé une grille d’évaluation visuelle des 
lésions avec paramètres gradués afin d’être plus objectifs et unanimes sur la définition du jour 
de fermeture d’une plaie. Les critères pour estimer une plaie visuellement fermée ont été définis 
à l’aide de volontaires, puis la validité biologique de ces critères a été analysée. 

 

Matériels et méthodes 
La grille proposée, appelée « CRoMT » (cf. Matériels et Méthodes Figure 25 page 80) 

comprend les paramètres suivant : 
 C pour Couleur de la lésion (color) graduée de 0 à 3 
 Ro pour Rugosité (roughness) graduée de 0 à 2 
 M pour Moiteur (moistness) graduée de 0 à 2 
 T pour Total, qui correspond à la somme des grades des autres paramètres (C + R + Mo), 

est graduée de 0 à 7. 



 

 

 L’ensemble donne le score CRoMT de la lésion (ex : 3125 pour C=3, Ro=1, M=2 et 
T=5). 

 
L’objectivité de l’évaluation visuelle d’une lésion à l’aide de la grille ainsi que les critères 

visuels d’une lésion « fermée » ont été définis à l’aide des réponses du Panel A, comprenant 
des experts et non-experts en évaluation de la cicatrisation, obtenues sur une série de 30 photos 
de lésions de souris (Étude A). Le sous-groupe d’experts a également dû répondre à la question 
« la lésion est-elle fermée selon vous ? Oui / Non » pour chaque photo. 

La validité biologique de ces critères a été estimée à l’aide de 20 nouvelles lésions de souris 
(Étude B), graduées visuellement par le panel B (experts et non-experts différents du Panel A), 
et évaluées histologiquement (réépidermisation et marqueurs de différenciation épidermique) 
par un laboratoire indépendant (Novotec). 

Détails des matériels et méthodes consultables page 80. 
 

Résultats 

L’analyse statistique ANOVA à 2 facteurs n’a pas montré de différence de réponse entre les 
sous-groupes experts et non-experts pour les différents paramètres de la grille (Couleur 
p=0.6027, Rugosité p = 0.4145, Moiteur p = 0.2342, et Total p = 0.8976). Ceci démontre que 
le degré d’expertise en évaluation de la cicatrisation cutanée n’influence pas le score donné à 
une lésion à l’aide de la grille. 

 

Les scores médians du Panel A (experts et non experts confondus) pour les 30 photos de 
l’Étude A et le pourcentage d’experts estimant la lésion fermée sont présentés dans le Tableau 
6. Lorsqu’au moins 80% des experts ont répondu « Oui » à la question (zone grisée foncée dans 
le tableau), les scores pour les paramètres étaient de 0 à 1 pour la Couleur, la Rugosité et le 
Total, et de 0 pour la Moiteur. 

 
Pour les photos ayant reçu les scores ci-dessus pour les paramètres C, R et Mo mais avec un 

Total de 2 (zone grisée claire dans le tableau), le nombre d’experts estimant la lésion fermée 
chute (entre 11 et 61%). Nous avons donc défini que les critères d’évaluation visuelle d’une 
lésion fermée chez la souris devait respecter la combinaison suivante : 

 
C = 0,1 ; Ro = 0,1 ; M = 0 ; T = 0,1. 

 
 



 

 

 

Après avoir défini les critères permettant d’estimer visuellement et objectivement, en accord 
avec les experts, l’état fermé ou non d’une lésion, nous en avons en déterminé la signification 
biologique. 

Les photos des lésions de l’Étude B, les scores CRoMT médians correspondants donnés par 
le Panel B, et l’évaluation histologique de la réépithélialisation sont présentés en Figure 34. 

 



 

 

Ces résultats ont permis d’estimer la sensibilité et la spécificité des critères visuels d’une 
lésion fermée à déterminer l’état de réépithélialisation (Tableau 7). Les paramètres C, Ro, M et 
T pris indépendamment permettent une détection de 100 % des lésions dont le néoépiderme 
recouvre la lésion et est organisé, mais avec une spécificité qui n’est pas totale. Seule la 
combinaison des paramètres et de leurs critères respectifs (C = 0,1 ; Ro = 0,1 ; M = 0 ; T = 0,1) 
permet une spécificité de 100% pour l’évaluation des lésions avec néoépiderme fermé et 
organisé. 

 

 

Pour aller plus loin dans l’évaluation de l’état de réépithélialisation, des immunomarquages 
de protéines de différentiation épidermique ont été réalisées sur plusieurs lésions de l’Étude B 
(Figure 35). 

 

 
Nous constatons que pour la lésion de gauche (score CRoMT 2215) (Figure 35), le 

néoépiderme, bien qu’il soit fermé, n’exprime pas la filaggrine, l’involucrine et la kératine 10 



 

 

au milieu de la lésion ; et la kératine 14 est présente dans toutes les couches épidermiques. 
Dans les deux lésions avec le score 1102, la kératine 10 et l’involucrine sont bien présentes 

dans les couches supérieures du néoépiderme ; la filaggrine est présente mais avec un marquage 
diffus au centre de la lésion ; et la kératine 14 est restreinte à la couche basale sur les bords 
externes du néoépiderme mais présente dans toutes les couches au centre de la lésion. 

Dans les deux lésions de droite considérées comme fermées (0101 et 1001) d’après les 
critères CRoMT définis, l’involucrine et la kératine 10 présentent les mêmes localisations que 
pour la lésion avec le score 1102, mais la filaggrine n’est pas diffuse et est retreinte aux couches 
supérieures, et la kératine 14 est restreinte à la couche basale tout le long du néoépiderme. 

Ainsi les critères CRoMT définis pour déterminer une lésion visuellement fermée seraient 
corrélés à un néoépiderme organisé et différencié dont la phase d’hyperprolifération 
kératinocytaire est terminée.  

 

Conclusion 
La grille paramétrée développée pendant ce travail de thèse permet une caractérisation 

visuelle objective d’une lésion chez la souris. La valeur des paramètres correspondant à une 
lésion visuellement fermée selon les experts en cicatrisation cutanée a été définie et ceci permet 
une identification avec 100% de spécificité et de sensibilité des lésions avec néoépiderme 
fermé, organisé et différencié, et semble être corrélée à la fin de la phase d’hyperprolifération 
des kératinocytes pendant la cicatrisation. 

Ces résultats feront l’objet d’un article méthodologique qui pourrait être soumis dans 
le journal Wound Repair and Regeneration. 

 
 
 
La première partie de ce travail de thèse a permis de définir les durées de diabète nécessaires 

à l’obtention de deux degrés de sévérité de neuropathie et de mettre au point le protocole pour 
l’obtention d’ulcères de pression, ce qui nous a permis par la suite d’analyser l’effet de la 
neuropathie sur la peau et sa fragilité à la pression, présenté dans la partie II. La validation de 
la grille CRoMT pour évaluer de manière robuste la durée de fermeture d’une lésion nous a 
quant à elle aidé à estimer l’influence de la sévérité de la neuropathie sur la durée de 
cicatrisation et les facteurs biologiques modifiés jusqu’au jour de fermeture, présentés dans la 
partie III. 



 

 

 

 
La neuropathie périphérique associée au diabète prédispose au développement d’un ulcère 

du pied. Les causes évoquées sont la déformation du pied augmentant les pressions locales, la 
perte de sensation favorisant les situations à risque (caillou, friction), et une sécheresse cutanée. 
Cependant, la neuropathie est souvent diagnostiquée à un stade avancé (atteinte des petites et 
grosses fibres nerveuses), et il n’est pas connu si une neuropathie modérée (atteinte des petites 
fibres nerveuses uniquement) peut déjà favoriser une fragilité cutanée. Nous avons donc 
caractérisé la peau diabétique aux deux degrés de neuropathie, puis induit une lésion de pression 
pour observer sa gravité. 

 

Matériels et méthodes 
La structure (par histologie), l’hydratation superficielle (par cornéométrie), la lâcheté et 

l’élasticité (par cutométrie) de la peau non lésée du dos des souris contrôles et diabétiques ont 
été évaluées à 4 et 8 semaines. 

Ensuite, des ulcères de pression ont été induits par la méthode brevetée sur souris contrôles 
et diabétiques à 4 et 8 semaines, et la surface cutanée lésée a été mesurée macroscopiquement. 

Détails des matériels et méthodes consultables pages 74 et 76. 
 

Résultats 

On observe que l’épaisseur de la peau totale diminue chez les D4wk et s’aggrave chez les 
D8wk (Figure 36 A et B), alors que l’épaisseur de la peau des souris contrôles reste constante, 
bien que le tissu adipeux semble plus épais chez les C8wk que chez les C4wk. 

Cet amincissement de l’épaisseur de la peau totale chez les D4wk ne semble pas lié à une 
diminution de l’épaisseur du derme, mais plutôt à la quasi-disparition du tissu adipeux (Figure 
36 A et C). Après 8 semaines, l’épaisseur du derme est diminuée à la fois chez les souris 
contrôles et diabétiques, mais avec une plus forte baisse chez les D8wk.  

L’épaisseur de l’épiderme quant à elle est diminuée avec le diabète à 4 et 8 semaines 
comparativement aux souris contrôles aux mêmes âges respectifs. On constate également une 
baisse de l’épaisseur de l’épiderme chez les contrôles entre 4 et 8 semaines. 



 

 

 

Comme décrit dans l’état de l’art, l’hydratation de la peau et ses propretés mécaniques à la 
déformation peuvent influencer la survenue d’ulcères de pression. Les D4wk présentent, 
comparativement aux C4wk, une diminution forte de l’hydratation superficielle cutanée (Figure 
37 A), une augmentation de la lâcheté de la peau (Figure 37 B) et une moindre élasticité (Figure 
37 C). Ces paramètres sont aggravés chez les D8wk. 

 



 

 

 

 

La compression de la peau du dos suivie d’une friction (réalisées conformément au protocole 
breveté) induit une lésion de pression dont la surface macroscopique maximale est atteinte à J5 
dans tous les groupes (J0 correspond au premier jour de pose d’aimants) (Figure 38 A). On 
constate cependant que la surface n’est pas équivalente entre tous les groupes (Figure 38 A et 
B) : les deux groupes contrôles C4wk et C8wk développent des ulcères de pression de taille 
équivalente (37,1 mm² ± 6,2 et 37,4 mm² ± 9,0 respectivement), les lésions chez les D4wk (66,5 
mm² ± 7,0) sont 1,8 fois plus grandes que les C4wk, et celles chez D8wk (85,0 mm² ± 7,5) sont 
2,3 fois plus grandes que chez les C8wk. La surface lésée est statistiquement plus élevée chez 
les D8wk que chez les D4wk à J5. 

 

 

Conclusion 
Le diabète de type 1 induit une quasi-disparition de tissu adipeux qui contribue à la 

diminution de l’épaisseur de la peau totale après 4 semaines.  
Le diabète et l’atteinte des petites fibres nerveuses épidermiques (D4wk) provoquent une 



 

 

diminution de l’épaisseur de l’épiderme vivant, qui n’est pas aggravée par l’atteinte des grosses 
fibres nerveuses (D8wk). Cependant la sécheresse cutanée observée à 4 semaines de diabète 
s’accentue à 8 semaines. 

Le diabète et l’atteinte des petites fibres nerveuses n’affectent pas l’épaisseur du derme, bien 
que les propriétés mécaniques soient altérées. Après 8 semaines de diabète (D8wk), l’épaisseur 
du derme et les propriétés mécaniques cutanées sont significativement altérées par rapport aux 
D4wk. 

Bien que l’épaisseur de l’épiderme et du derme et l’élasticité soient légèrement diminuées 
avec l’âge (C4wk versus C8wk), ceci n’affecte pas la surface maximale lésée. On observe par 
ailleurs qu’il n’y a pas de différence d’hydratation, ni de lâcheté (déformation) cutanées entre 
ces groupes contrôles.  

La surface maximale lésée est augmentée en présence du diabète et avec la sévérité de la 
neuropathie, alors que l’hydratation de la peau et sa capacité de résistance à la déformation sont 
diminuées. 

 
On observe donc une fragilité cutanée à la pression/friction dès l’atteinte des petites fibres 

nerveuses avec le diabète, qui est aggravée par l’atteinte des grosses fibres nerveuses. La 
sécheresse cutanée croissante et la baisse progressive de la capacité de résistance à la 
déformation du tissu semblent participer à la fragilité grandissante. 

Ainsi, ces résultats démontrent qu’au stade de la neuropathie diabétique modérée la peau est 
déjà fragilisée, ce qui pourrait participer à la survenue plus fréquente d’ulcères de pression chez 
les patients diabétiques neuropathiques. 

 



 

 

 

 
Après avoir induit la formation d’un ulcère de pression chez les souris contrôles et 

diabétiques, nous avons suivi la cicatrisation de cette lésion jusqu’à sa fermeture, afin de 
déterminer si la neuropathie diabétique et sa sévérité peuvent retarder la cicatrisation et quels 
sont les paramètres biologiques (histologiques et protéiques) modifiés.  

 

 

Dans cette première partie, nous avons étudié la durée de fermeture de l’ulcère de pression 
entre souris contrôles et diabétiques neuropathiques, ainsi que les cinétiques de cicatrisation et 
les caractéristiques histologiques respectives. 

 

Matériels et méthodes 
Les lésions ont été photographiées et évaluées selon les paramètres de la grille CRoMT. Le 

jour de fermeture (Jf) de la lésion a été déterminé lorsque la valeur médiane du groupe pour 
chaque paramètre correspondait aux critères définis précédemment (C / Ro / T  1 et M = 0). 

La surface lésionnelle jusqu’à fermeture a également été mesurée. Dans le but de pouvoir 
comparer les cinétiques, la surface à J5 étant différente entre les groupes, la surface lésée pour 
chaque animal a été exprimée en pourcentage de la surface moyenne du groupe à J5. 

Des coupes ont été réalisées à partir de prélèvements des zones lésées à J5, J10 et Jf pour 
chaque groupe. L’analyse histologique a été faite par un laboratoire indépendant (Novotec). 

Détails des matériels et méthodes page 78. 
 

Résultats 

L’évolution des paramètres visuels de la grille CRoMT ont été évalués (Figure 39 A et B). 
Ceci a permis de déterminer que la fermeture (Jf) de la lésion intervient à J19 pour les C4wk et 
C8wk, et est retardée chez les groupes diabétiques à J23 pour les D4wk et à J27 pour le D8wk 
(Figure 39 B). 

 
 



 

 

L’évolution de la surface lésionnelle a été mesurée jusqu’à fermeture visuelle (Figure 40 A). 
Les groupes contrôles C4wk et C8wk ne montrent aucune différence statistique jusqu’à Jf. Leur 
surface lésionnelle décroit rapidement entre J5 et J12, puis diminue avec une pente plus faible 
jusqu’à J19 (= Jf). 

On observe également chez les diabétiques une phase de décroissance importante entre J5 et 
J15, bien que la surface relative soit plus élevée que chez les contrôles. Il n’y a pas de différence 
entre les deux groupes diabétiques sur cette période. À partir de J15, une phase de décroissance 
plus lente est visible chez les diabétiques, mais avec une surface relative significativement plus 
élevée chez les D8wk que chez les D4wk à J19 et J23. 

La surface relative cicatricielle le jour de fermeture (respectif de chaque groupe) est 
statistiquement plus élevée avec le diabète et avec la sévérité de la neuropathie (Figure 40 B). 



 

 

 

Bien qu’il y ait des variations intra-groupes, l’analyse histologique a permis d’observer des 
tendances. 

Ainsi, on observe à J5 chez les C4wk et les C8wk (Figures 41) une épaisse croûte fibrineuse 
nécrotique se décollant partiellement de la surface cutanée, et qui s’étend jusqu’au tissu adipeux 
et au muscle cutané. Aux abords de de cette zone nécrotique, le tissu matriciel est dégradé et 
présente de nombreuses cellules immunitaires. La réépithélialisation est initiée avec un 
néoépiderme épais passant sous la zone nécrotique. 

À J10 chez les C4wk et les C8wk, la plaie est complètement réépithélialisée, avec un 
néoépiderme épais pluristratifié mais peu organisé. Le tissu matriciel sous-jacent au 
néoépiderme est hypercellularisé (de type fibroblastes ou myofibroblastes), et le tissu matriciel 
profond est dense et composé de faisceaux de fibres qui s’entrelacent. La présence de cellules 
immunitaires est significative à proximité des fibres musculaires altérées. 

Au jour de fermeture de la lésion chez les C4wk et les C8wk (J19), le néoépiderme est affiné, 
organisé et pluristratifié. Ce tissu matriciel superficiel est encore très cellularisé, et est bordé 
par une zone plus dense composée d’épais faisceaux de fibres de collagène (variabilité intra-
groupe de la proportion entre ces 2 zones). En profondeur, les fibres musculaires apparaissent 
lésées et sont encore entourées de quelques cellules immunitaires. Le tissu cicatriciel est 
dépourvu d’annexes cutanées. 

 

Les lésions à J5 chez les D4wk et les D8wk (Figures 42) sont caractérisées par une zone 
nécrotique, délimitée par une ligne de débris cellulaires de couleur violet foncé en coloration 
HES, qui n’est pas décollée du muscle altéré sous-jacent. La réépithélialisation ne semble pas 
initiée, bien que l’épiderme des berges soit légèrement épaissi. Peu de cellules immunitaires 
sont retrouvées. 

À J10 chez toutes les D4wk, la réépidermisation est bien initiée sous la zone nécrotique se 
décollant partiellement, alors qu’au même temps chez les D8wk le néoépiderme n’est visible 
qu’aux bordures de la zone nécrotique qui est elle-même toujours adhérente. Chez les D4wk et 
D8wk, le néoépiderme est légèrement plus épais que l’épiderme des berges non lésées, et il 



 

 

surplombe une petite zone de matrice hypercellularisée et une importante population 
inflammatoire entourant le muscle altéré. 

Au jour de fermeture de la lésion chez les D4wk et les D8wk (J23 et J27, respectivement), 
la réépithélialisation est complète, avec un néoépiderme fin et organisé. La matrice cicatricielle 
sous-jacente s’est densifiée par rapport à J10, et est toujours relativement cellularisée. 
L’inflammation est réduite, excepté en profondeur où quelques cellules immunitaires sont 
localisées à proximités de fibres musculaires altérées. 

 



 

 

Sur les coupes histologiques, le néoépiderme est apparu plus fin chez les diabétiques pendant 
la cicatrisation de l’ulcère de pression, son épaisseur maximale (l’endroit où il est le plus épais 
pour chaque berge) a donc été mesurée (Figure 43).  

La réépithélialisation nécessite la migration et la prolifération des kératinocytes. Ici, cette 
zone de néoépiderme plus épais chez les souris contrôles et diabétiques peut être interprétée 
comme la zone de prolifération kératinocytaire [Aragona et al. 2017, Park et al. 2017]. 



 

 

On constate que l’épaisseur du néoépiderme augmente jusqu’à J10 dans tous les groupes, 
puis diminue fortement jusqu’au jour de fermeture de la lésion. Il n’y a pas de différence entre 
les deux groupes contrôles, ni entre les deux groupes diabétiques, mais l’épaisseur maximale 
est grandement diminuée entre les groupes contrôles et diabétiques à J5 et J10. 

 

Conclusion 
Nous avons étudié le délai de cicatrisation d’un ulcère de pression entre souris contrôles et 

diabétiques et selon la sévérité de la neuropathie. La grille CRoMT a permis de démontrer un 
retard de fermeture de la lésion avec le diabète (D4wk) et avec la neuropathie sévère (D8wk), 
alors qu’il n’y a pas de différence entre groupes contrôles aux âges correspondants. 

On observe deux phases de décroissance de la surface lésée chez tous les groupes : une 
première phase rapide entre J5 et J12-J15, puis une deuxième phase plus lente jusqu’à 
fermeture. La première phase est moins accentuée avec le diabète, comparativement aux 
contrôles, sans différence entre D4wk et D8wk, et la deuxième phase est significativement 
impactée par la neuropathie diabétique sévère. De plus la surface cicatricielle à Jf est également 
augmentée chez les D4wk et D8wk. Ces observations démontrent un phénomène de contraction 
moins rapide avec le diabète et la sévérité de la neuropathie. 

Histologiquement, on observe un retard d’inflammation du tissu lésé entre souris contrôles 
(dès J5) et diabétiques (J10). La réépithélialisation est bien initiée (néoépiderme sous la zone 
nécrotique) dès J5 chez les souris contrôles et à J10 chez les D4wk, alors qu’elle débute à peine 
chez les D8wk à J10. À J10 chez les contrôles le néoépiderme est déjà fermé. La 
réépithélialisation est caractérisée par une augmentation de l’épaisseur de l’épiderme des berges 
et/ou du néoépiderme, en particulier à J10. Cependant cette augmentation est bien moindre chez 
les D4wk et D8wk (sans différence), pouvant être interprétée comme une plus faible 
prolifération kératinocytaire. 

 
Afin de mieux comprendre l’origine éventuelle de ce retard de cicatrisation avec la 

neuropathie diabétique, nous avons ensuite analysé l’expression de différents marqueurs 
biologiques. 



 

 

 

 

Dans cette deuxième partie, nous avons étudié la cinétique d’expression de certaines 
protéines avant et pendant la cicatrisation de l’ulcère de pression jusqu’à fermeture afin de 
déterminer leur éventuel implication dans le retard de cicatrisation avec la neuropathie 
diabétique. 

Le CGRP est l’un des neuropeptides majoritaires dans la peau saine [Cheret et al. 2013], et 
est directement impliqué dans plusieurs processus de la cicatrisation cutanée, notamment 
l’inflammation neurogène via son action vasodilatatrice [Steinhoff et al. 2003], l’angiogenèse 
[Haegerstrand et al. 1990, Toda et al. 2008], la prolifération kératinocytaire  [Roggenkamp et 
al. 2013, Shi et al. 2013], la prolifération fibroblastique et la différenciation fibroblastes-
myofibroblastes [Cheret et al. 2014]. 

L’ulcère du pied diabétique est plus fréquent chez les patients diabétiques atteints de 
neuropathie [Armstrong et al. 2017], chez qui sont retrouvés des taux abaissés de certains 
neuromédiateurs dans la peau non lésée, et en particulier le CGRP [Lindberger et al. 1989]. 
Cependant l’expression de ce ligand et celle de son récepteur (le complexe RAMP1-CLR-RCP) 
n’ont jamais été étudiées pendant la cicatrisation in vivo. De plus, contrairement à d’autres 
neuromédiateurs (SP, NGF), il n’y a à ce jour aucune publication démontrant l’effet bénéfique 
de l’administration exogène de CGRP pour la cicatrisation cutanée avec la neuropathie 
diabétique, évoquant une possible dérégulation de la voie CGRP (ligand / récepteur / 
signalisation). 

Pour ces raisons, notre étude s’est focalisée sur ce neuropeptide. Cependant, le CGRP n’étant 
pas le seul neuromédiateur cutané impacté par la neuropathie diabétique, des expérimentations 
supplémentaires ont été menées sur l’expression pendant la cicatrisation des neuromédiateurs 
SP et NGF et leur(s) récepteur(s), et la NEP qui peut interférer avec le CGRP et la SP. 

Ces résultats ont été complétés par l’étude de l’expression in vivo de la Périostine, protéine 
révélée différentiellement exprimée par l’analyse du sécrétome de la peau diabétique cultivée 
ex vivo (cf. résultats du modèle ex vivo page 129). 

 
Matériels et méthodes 

De la peau non lésée à J0 et les zones lésées à J5, J10 et Jf ont été prélevées (toutes les 
couches de peau). L’expression protéique de ces échantillons a ensuite été analysée par western 
blot et/ou immunofluorescence et/ou immunoprécipitation pour les marqueurs suivants : 
CGRP, RAMP1, CLR, RCP, SP, NK1R, NEP, NGF, p75NTR, TrkA, périostine. Les signaux 
de western-blot, après avoir soustrait le bruit de fond, ont été normalisés par Rouge Ponceau. 

Détails des matériels et méthodes pages 89 et 93. 
Nous nous sommes focalisés sur l’étude de l’expression de ces protéines pour les groupes 

4wk, dont les résultats sont présentés dans cette partie. Les résultats préliminaires des groupes 
8wk sont consultables en Annexe 4 page 238. 

  



 

 

Résultats 
 

 

Un article ayant été rédigé (cf. Annexe 5 page 241) pour une soumission dans le journal 
Diabetes dès la publication du brevet (décembre 2019), les résultats de cette partie sur le CGRP 
et son récepteur sont exclusivement en anglais.  
 

To examine whether CGRP is involved in pressure ulcer healing process, we analyzed the 
protein expression of the full thickness skin lesion area at different time points until wound 
closure (Fig. 44 A). CGRP mature forms are labile proteins (expected around 5 kDa) and only 
the two precursor protein isoforms (proCGRP) were detectable at 16 and 14 kDa [Uniprot -
CALCA , Hou et al. 2011]. Unwounded diabetic skin expressed significantly less total 
proCGRP compared to unwounded control skin (Fig. 44 B). In wound tissue at day 5 proCGRP 
protein expression was significantly increased compared to unwounded tissue and decreased at 
day 10 compared to day 5 in both groups. There was no statistical difference in proCGRP 
protein expression between day 10 and closure day.  

Since the proCGRP protein expression pattern in response to skin compression was not 
different between diabetic and control mice we focused our study on the protein expression of 
CGRP receptor subunits, i.e. RAMP1 and CLR in skin.  

 

 

Immunostaining of RAMP1 and CLR at the unwounded site of the skin was weakly present 
in the epidermis, and largely present in hair follicle bulbs and skin muscle Panniculus carnosus 
in both groups (Fig. 45 A). 



 

 

At day 5 of wound healing, both RAMP1 and CLR staining were well detected in the 
epidermis of control mice (Fig. 45 B zoom 1 and 2) compared to diabetic mice (Fig. 45 B zoom 
5). At day 10 in control mice, RAMP1 and CLR were detected in the neo-epidermis and in 
(myo)fibroblasts just underlying the epidermis in the middle of the wound (Fig. 45 A and B 
zoom 3). At the same time in diabetic mice skin, CLR was well expressed in the neo-epidermis 
whereas RAMP1 was only partially immunodetected (Fig. 45 A and B zoom 7) compared to 
wound edges (Fig. 45 A and B zoom 6). At the closure day in both groups, RAMP1 and CLR 
staining were observed in the neo-epidermis (Fig. 45 A and B zoom 4 and 8). 

In both groups, RAMP1 and CLR exhibited a cytoplasmic and membrane staining at the 
edges of the wound (Fig. 45 B zoom 1 and 6) and at the site of total re-epithelialization (Fig. 
45 B zoom 4 and 8). Conversely, RAMP1 and CLR were delocalized from the cell membrane 
to the cytoplasm only in the thickened epidermis during healing in control mice (Fig. 45 B zoom 
2 and 3) but it was not so obvious in diabetic mice epidermis (Fig. 45 B zoom 7). 

 

In both control and diabetic unwounded skin, RAMP1 protein at the expected 18 kDa 
molecular weight was not detectable (Fig. 46 A and C). Nevertheless, in the control group, 
during pressure ulcer healing at day 5 and 10, 18 kDa-RAMP1 expression was increased 
compared to unwounded skin and then its expression decreased at the closure day. In contrast, 
in diabetic mice the peak of 18 kDa-RAMP1 expression was delayed and observed at day 10 
followed by a similar decrease to control skin at closure day. Furthermore, greater levels of 
additional RAMP1-immunopositive bands were detected solely for diabetic mice at day 5 and 
10, at higher (65 kDa) and lower molecular weight (16 kDa) (Fig. 46 A). 

Equally in control and diabetic unwounded skin, CLR protein was detected at 37 and 45-
55kDa (Fig. 46 A). According to Nikitenko et al. [Nikitenko et al. 2006], the CLR positive 
band observed at 37 kDa corresponded to its unglycosylated form, the 45 kDa-CLR band to 
core glycosylated form, and the 55 kDa-CLR band to terminally glycosylated form. In our 
study, the two bands corresponding to glycosylated forms were not well distinguishable 
therefore we took into account total glycosylated forms (45-55kDa). 

During healing in control mice, a parallel increase in total and glycosylated CLR proteins 
was observed with a peak at day 5, followed by a decrease until closure day (Fig. 46 D and E). 
At the opposite, in diabetic mice total CLR only increased at day 10 and was not accompanied 
by glycosylated forms rise; then total CLR returned to basal level at closure day (Fig. 46 D and 
E). 

RCP protein level decreased at day 5 in control group and then increased gradually up to 
closure day (Fig. 46 A and B). In unwounded diabetic skin, RCP was slightly more expressed 
than in unwounded control skin. Then, RCP level decreased at day 5 similarly to control mice 
skin but remained significantly low at day 10 and increased at closure day to control group 
expression level. 



 

 

 
 
 



 

 

 

To assess whether functional CGRP receptor, i.e. RAMP1-CLR-RCP complex, was formed 
during pressure ulcer healing, we performed an immunoprecipitation against RCP to look at its 
partners. 

 

 
Immunoprecipitated RCP protein level pattern during healing (Fig. 47) followed the ones 

observed in western-blot for control and diabetic mice (Fig. 46 A and B). 
Despite technical optimization, CLR was not distinguishable from IgG heavy chains (data 

not shown), however Hilairet et al. [Hilairet et al. 2001a, Hilairet et al. 2001b] demonstrated 
that RAMP1 is co-immunoprecipitated with CLR. Since we found that RAMP1 was co- 
immunoprecipitated with RCP and that, to date, RCP has been found to interact only with CLR 
[Egea et al. 2012], we assumed that RAMP1 and RCP were linked by CLR. 



 

 

For both diabetic and control mice unwounded skin, co-immunoprecipitated RAMP1 was 
undetectable (Fig. 47). During healing in control mice, 18 kDa-RAMP1 was well detected at 
day 5 and 10, and then a lower signal was observed at closure day. On the contrary for diabetic 
mice, 18 kDa-RAMP1 was detected only at day 10. 

 
 
Les résultats présentés dans cette partie indiquent que le proCGRP, RAMP1 et CLR sont 

surexprimés pendant la cicatrisation de l’ulcère de pression, avec des taux équivalents en 
proCGRP chez les contrôles et chez les diabétiques. Cependant l’expression protéique des sous-
unités RAMP1 et CLR est retardée, la formation du complexe RAMP1-CLR-RCP semble 
également retardée (J5 chez les contrôles et J10 chez les diabétiques), et il n’y a pas 
d’augmentation du niveau de CLR glycosylé avec le diabète. RAMP1 et CLR sont 
particulièrement surexprimés au niveau du néoépiderme (peau contrôle et diabétique) et du 
derme superficiel (peau contrôle uniquement) pendant la cicatrisation. 

Cela semble indiquer que le retard de fermeture de la lésion n’est pas dû à un défaut de 
surexpression du CGRP au cours de la cicatrisation, mais plutôt dû à un défaut d’expression, 
de complexation et de maturation post-traductionnelle du récepteur au CGRP. Ceci pourrait 
affecter la prolifération des kératinocytes et la différenciation des fibroblastes en 
myofibroblastes, contribuant au retard de cicatrisation avec le diabète. 

 
 
Pendant ce travail de thèse, outre la voie du CGRP, d’autres marqueurs biologiques ont été 

étudiés en raison de leurs activités connues pour la cicatrisation, leur modulation respective 
avec la neuropathie diabétique pouvant participer au retard de cicatrisation de l’ulcère de 
pression. 

 

 

 

La Substance P est co-exprimée dans les fibres nerveuses cutanées avec le CGRP, et ces 
deux neuromédiateurs partagent des activités biologiques telles que l’inflammation neurogène 
et la différenciation fibroblastes-myofibroblastes. Nous avons donc étudié également 
l’expression de la SP, de son récepteur NK1R et de l’enzyme NEP pouvant dégrader la SP ou 
bloquer NK1R pendant la cicatrisation de l’ulcère de pression. 

 

L’expression protéique de la substance P (SP) est régulièrement augmentée au cours de la 
cicatrisation de l’ulcère de pression (Figure 48 A et B), sans différence notable entre C4wk et 
D4wk.  

Le niveau de NK1R est similaire dans la peau non lésée entre C4wk et D4wk (Figure 48 A 
et C). Entre J0 et J10 le niveau de SP augmente fortement dans la peau C4wk, alors qu’il évolue 
peu dans la peau D4wk. Cependant à Jf le niveau de SP est similaire entre C4wk et D4wk.  

Le taux de NEP dans la peau non lésée est supérieur dans le groupe diabétique que dans le 
groupe contrôle (Figure 48 A et D). Chez les contrôles, le taux de NEP chute ensuite à J5, puis 



 

 

augmente graduellement jusqu’à Jf. Chez les diabétiques, le taux de NEP chute jusqu’à J10, et 
ne réaugmente qu’ensuite, rejoignant le taux des contrôles à Jf. 

 

 
On observe ainsi des taux plus faibles de SP et de NK1R pendant la cicatrisation chez les 

D4wk, comparativement aux contrôles, bien qu’à Jf il n’y ait pas de différence entre les groupes. 
L’expression et la sécrétion des neuropeptides CGRP et SP par les fibres nerveuses peuvent 

être stimulées par le NGF via la sensibilisation de TRPV1 [Price et al. 2005, Skoff et al. 2006]. 
Nous avons donc étudié si le NGF et ses récepteurs étaient également surexprimés pendant la 
cicatrisation de l’ulcère de pression et s’ils étaient affectés par la neuropathie diabétique. 

 

 

L’expression du NGF à J0 (peau non lésée) est plus élevée chez les souris D4wk, que chez 
les souris contrôles (Figure 49 A et B). Cependant, à J5 la quantité de NGF chute brutalement 
dans tous les groupes à des niveaux similaires et n’évolue quasiment pas jusqu’à la fermeture. 

L’expression protéique du récepteur p75NTR à J0 est plus élevée dans la peau D4wk (Figure 
49 A et C). Comme pour le NGF, le niveau de p75NTR chute à J5 dans tous les groupes, puis 
augmente légèrement jusqu’à Jf de manière similaire entre les groupes. 



 

 

Le niveau de TrkA augmente avec la lésion et la cicatrisation dans tous les groupes (Figure 
49 A et D). On observe cependant une expression plus forte de TrkA à Jf dans le groupe D4wk, 
comparativement aux souris C4wk. 

La voie NGF/p75NTR ne semble donc pas spécifiquement stimulée pendant la cicatrisation 
de l’ulcère de pression. 

 
Tout comme les neuromédiateurs étudiés précédemment, la périostine est impliquée dans la 

cicatrisation au niveau kératinocytaire et fibroblastique. Nous avons donc étudié sa 
participation éventuelle dans la cicatrisation de l’ulcère de pression et sa modulation avec la 
neuropathie diabétique. 

 

 

La périostine n’a été que récemment décrite au niveau cutané et son rôle dans la cicatrisation 
est encore mal connu. Cependant, il a été démontré que la périostine était impliquée dans la 
différenciation fibroblastes-myofibroblastes [Zhou et al. 2010, Kanaoka et al. 2018] et qu’elle 
était surexprimée au niveau des kératinocytes pendant la réépithélialisation [Jackson-Boeters et 
al. 2009]. 

 

La périostine est faiblement détectée dans la peau non lésée et à J5 pour tous les groupes 



 

 

(Figure 50 A et B). Puis, la périostine est fortement surexprimée à J10 et augmente jusqu’à Jf 
chez les souris C4wk. Chez les D4wk, la périostine n’est significativement augmentée qu’à Jf, 
avec un taux plus faible que les contrôles. 

 
L’analyse par immunomarquage permet de voir qu’à J10 la périostine est très présente dans 

le derme cicatriciel des souris contrôles (Figure 50 C zoom 1), et semble moins présent chez 
les souris diabétiques (Figure 50 C zoom 3). Au niveau du néoépiderme chez les contrôles 
(Figure 50 C zoom 2) on observe des kératinocytes surexprimant la périostine dans leur 
cytoplasme, contrairement au néoépiderme des souris diabétiques (Figure 50 C zoom 4). 

 
 

Conclusion 
Dans la partie précédente, nous avons observé que la cicatrisation de l’ulcère de pression 

avec la neuropathie diabétique est caractérisée par un retard de réépithélialisation, et un 
plausible défaut de prolifération kératinocytaire et de contraction. 

Afin d’identifier quelles protéines pourraient participer à ce retard de fermeture de lésion, 
dans cette partie nous avons analysé l’expression de différentes molécules dans la peau non 



 

 

lésée et au cours de la cicatrisation de l’ulcère de pression induit chez les souris contrôles et 
diabétiques. 

 
Ceci a permis d’observer que, bien qu’il y ait une surexpression protéique de NGF et de son 

récepteur p75NTR dans la peau non lésée diabétique à 4wk, comparativement aux contrôles, la 
voie NGF/ p75NTR est sous-exprimée à J5/J10/Jf dans tous les groupes et ne semble donc pas 
intervenir dans la fermeture de l’ulcère de pression (confirmé à 8wk, cf Annexe 4 page 240).  

Le CGRP et la SP, connu pour être impliqués dans la cicatrisation cutanée, sont diminués 
dans la peau non lésée des patients diabétiques neuropathiques et pourraient contribuer au retard 
de cicatrisation de leur lésion. Chez les souris contrôles, CGRP/RAMP1/CLR et SP/NK1R sont 
en effet surexprimés au cours de la cicatrisation de l’ulcère de pression, mais avec la 
neuropathie diabétique, de manière surprenante, le proCGRP est correctement surexprimé 
pendant la cicatrisation à 4wk (et à 8wk, cf. Annexe 4 page 239). De plus, l’expression du 
récepteur est retardée/abaissée et la glycosylation de CLR n’augmente pas (comme pour les 
D8wk, cf. page 239). Pendant la cicatrisation chez les contrôles, RAMP1 et CLR semblent 
internalisés au niveau des kératinocytes du néoépiderme épais, contrairement à la peau 
diabétique. Il semble donc qu’avec la neuropathie diabétique à 4wk au cours de la cicatrisation 
de l’ulcère de pression, il y ait un défaut de formation et d’activation du récepteur au CGRP, 
malgré la présence du ligand. 

Tout comme le proCGRP, la substance P est correctement surexprimée chez les D4wk, 
comparativement aux contrôles. Cependant l’expression de NK1R est plus faible à J5 et J10 
que chez les contrôles (chez les D8wk, SP et NK1R semblent abaissés par rapport aux C8wk, 
cf. Annexe 4 page 240).  

 
La périostine est impliquée dans la contraction de la lésion, via la différenciation des 

fibroblastes en myofibroblastes, et aurait un rôle dans la réépithélialisation. On observe que 
cette protéine est indétectable dans la peau non lésée et augmente à partir de J10 chez les 
contrôles. Son expression est retardée et diminuée avec le diabète à 4wk (et à 8wk, cf. Annexe 
4 page 240). 

 
 
L’étude de la cicatrisation chez l’animal fait intervenir de multiples processus, qui peuvent 

rendre complexe l’interprétation des résultats. De plus, ces expérimentations nécessitent un 
grand nombre d’animaux. C’est pourquoi, en parallèle du modèle in vivo, un modèle ex vivo a 
été initié. 

 

 



 

 

 

 
Le modèle ex vivo, utilisant moins d’animaux (10 à 12 punchs de peau / souris et autant de 

conditions pouvant être testées), permet de s’affranchir notamment du système immunitaire 
circulant et de la synthèse de neuropeptides par les nerfs (axones coupés). De plus, le milieu de 
culture permet d’effacer les différences de concentration sanguine en glucose ou hormones 
(insuline) auxquelles sont exposées les peaux de souris, et qui pourraient inhiber ou participer 
à la cicatrisation. Nous avons donc étudié la cicatrisation ex vivo après compression sur peaux 
de souris contrôles ou diabétique, afin de déterminer i/ si un délai de réépithélialisation est 
également visible dans ces conditions, ii/ si ce modèle reproduit en partie les modulations 
moléculaires observées pendant la cicatrisation entre patient sain et patient diabétique 
neuropathique, et pourrait donc servir pour le screening d’autres marqueurs biologiques altérés 
ou d’actifs cicatrisants. 

  

Matériels et méthodes 
De la peau du dos dépilé a été prélevée chez les souris contrôles et diabétiques 4wk et 8wk, 

et des punchs (8 mm de diamètre) ont été réalisés, mis en culture (J0) et compressés à l’aide 
d’aimants (4 mm de diamètre) pendant 16h. 

Des coupes histologiques ont été réalisées à J1 (8h après retrait des aimants), J3 et J5 et 
analysées par un laboratoire indépendant (Novotec). 

Un test MTT (viabilité cellulaire) a été réalisé tous les jours, et l’évolution de la surface 
compressée non viable a été mesurée. 

Le sécrétome a été réalisé à partir des milieux de culture récupérés à J1 et J2 et mixés. 
Détails des matériels et méthodes page 83. 
 

Résultats 

Au niveau histologique (Figure 51 A), on observe qu’à J1 la zone compressée est visible par 
la diminution de l’épaisseur de la peau aussi bien chez les contrôles que les diabétiques. À J3 
dans les deux groupes, l’épiderme apparaît fin et nécrotique au centre de la compression et la 
réépidermisation a débuté sur les berges, le derme contient des cellules en nécrose et la 
vascularisation est peu visible, le tissu adipeux est absent et le Panniculus carnosus est linéaire 
et altéré. À J5 dans la peau contrôle, la réépidermisation est totale avec un épiderme d’épaisseur 
modérée, pluristratifié et non organisé ; alors que dans la peau diabétique la réépidermisation 
n’est pas totale et l’épiderme du centre de l’échantillon apparaît encore fin et nécrotique. À J5 
dans les deux groupes, la matrice dermique est majoritairement acellulaire et avasculaire. 

En 5 jours de culture il est donc possible d’observer une progressive mort cellulaire au niveau 
dermique de la zone compressée, et une nécrose épidermique (C4wk et D4wk) suivi d’une 
réépithélialisation (complète chez la C4wk uniquement). 

 
Un test de viabilité (MTT) a été réalisé et a permis d’observer macroscopiquement la 

formation du néoépiderme (Figure 51 B) sur un plus grand nombre de peaux de souris contrôles 
et diabétiques à 4wk et 8wk (Figure 51 C). 



 

 

On observe qu’à J1 et J2 sur peaux contrôles et diabétiques 4wk et 8wk (Figure 51 B et C), 
la zone compressée est complètement blanche au test MTT et donc démontre une mortalité 
cellulaire due à la compression. À partir de J3 la réépithélialisation est initiée dans tous les 
groupes (Figure 51 C), avec un anneau de kératinocytes vivants (bleus) visibles sur la zone 
compressée (Figure 51 B). La peau C4wk est complètement réépidermisée à J5, alors que le 
néoépiderme de la peau D4wk n’est fermé qu’à J6 (Figure 51 C). Bien qu’on observe une 
réépithélialisation plus lente de la peau C8wk (néoépiderme fermé à J6) que de la peau C4wk, 
la réépidermisation de la peau D8wk est très retardée, comparativement à C8wk et D4wk, 
puisqu’elle n’est toujours pas terminée à J6 (Figure 51 C). 

 

 
 



 

 

La sécrétion de molécules dans le milieu de culture a été analysée entre J1 et J2 post-
compression ex vivo (Figure 52). On constate que la peau diabétique 4wk compressée sécrète 
davantage d’IL-1beta (cytokine pro-inflammatoire) et de sRAGE (récepteur soluble aux AGE) 
et moins d’IL-10 et IL-1RA (cytokines anti-inflammatoires) que la peau contrôle compressée. 
On retrouve également moins de VEGF, d’EGF et de PDGF, et beaucoup moins de périostine 
avec la peau diabétique. 

 

 

Conclusion 
Le modèle d’étude de la cicatrisation post-compression ex vivo initié pendant ce travail de 

thèse montre qu’il est utilisable pour suivre la réépidermisation en seulement 6 jours, et a permis 
d’observer un retard avec la peau diabétique compressée, comparativement à la peau contrôle 
compressée, et ce retard est accentué avec la sévérité de la neuropathie Le sécrétome de la peau 
diabétique compressée, comparativement à celui de la peau contrôle compressée, montre un 
phénotype pro-inflammatoire et une diminution de facteurs de croissance nécessaires à la 
cicatrisation cutanée. De plus, ce modèle a permis d’identifier la périostine comme possible 
marqueur altéré par la neuropathie diabétique pendant la cicatrisation cutanée. 

 
 

  



 

 

 
 
 
 
 
 

  



 

 

 
  



 

 

  



 

 

L’ulcère du pied diabétique touche préférentiellement les patients diabétiques avec atteinte 
neuropathique [Reiber et al. 1999]. Il semble donc exister un lien entre la présence d’une 
neuropathie et la survenue de l’ulcère du pied. Cependant, les patients atteints de lésion 
chronique sont généralement à un stade avancé de neuropathie [Vouillarmet et al. 2019], et il 
n’est pas connu si l’atteinte des petites fibres nerveuse peu déjà fragiliser la peau diabétique. 
C’est ce à quoi s’est attaché à répondre ce travail de thèse dans une première partie. 

 

 

 

 
Dans ce travail de thèse nous avons défini deux stades de neuropathie sans et avec atteinte 

de la vitesse de conduction nerveuse, contrairement à la plupart des études existantes sur souris 
diabétiques neuropathiques (diabète de type 1 ou 2, induit ou génétique) qui ont toutes une 
atteinte de cette fonction (ou bien elle n’est pas évaluée) [Sullivan et al. 2008]. 

Bien que la vitesse de conduction nerveuse ne soit pas altérée dans notre modèle D4wk, la 
diminution de la densité en fibres nerveuses épidermiques démontre l’initiation de la 
dégradation nerveuse. De plus, la réponse rapide au test Tail Flick indique une hyperalgésie. 
Ce test évalue la durée de réaction réflexe [Irwin et al. 1951] de l’animal à la chaleur nocive. 
Les nocicepteurs thermiques présents sur les terminaisons nerveuses de la peau sont activés et 
engendrent un influx nerveux remontant jusqu’au GRD, induisant un réflexe musculaire de 
retrait de la queue. Ainsi ce test permet à la fois d’évaluer la sensibilité des nocicepteurs 
thermiques cutanés et la rapidité de réaction réflexe de l’animal. 

La diminution de la latence de réaction au test Tail Flick des D4wk (versus C4wk), en 
l’absence de modification de la MNCV, démontre une hypersensibilité des nocicepteurs. 
Pendant le test, la lampe chauffe de 32 à 60°C, plusieurs nocicepteurs thermiques sont donc 
susceptibles d’être activés : TRPV1 (>43°C) et TRPV2 (>54°C) [Lumpkin et al. 2007]. 
Cependant les souris contrôles (C4wk et C8wk) ont une réaction à ce test à environ 5.5sec, ce 
qui peut correspondre (5.5sec x incrémentation 2.8°C/sec = 47°C) à une activation des 
récepteurs TRPV1. La rapidité de réponse des D4wk au Tail Flick peut donc être interprétée 
comme une hypersensibilité de leurs récepteurs TRPV1 cutanés. 

L’hyperalgésie cutanée avec le diabète induit par STZ a déjà été observé chez le rat STZ 
avec une diminution du seuil de sensibilité à la chaleur après 2 semaines [Chen et al. 2011], et 
une baisse du seuil de sensibilité mécanique dès 1 semaine (et maintenue après 4 semaines) 
corrélée à une augmentation de l’expression épidermique de TRPV1 [Cui et al. 2014]. Chez 
l’homme, la neuropathie douloureuse serait également associée à une hypersensibilité de 
TRPV1 [Danigo et al. 2013]. 

Dans notre étude, la potentielle hypersensibilité de TRPV1 chez les D4wk pourrait être en 
partie expliquée par l’augmentation de la quantité de NGF présent dans leur peau non lésée. En 
effet, le NGF favorise la translocation à la membrane [Stein et al. 2006] et la phosphorylation 
[Zhang et al. 2005] de TRPV1 au niveau des fibres nerveuses, diminuant ainsi son seuil 
d’activation. 



 

 

Les D8wk, comme les D4wk, ont une augmentation forte de NGF dans la peau, il n’est donc 
pas exclu d’avoir également une hypersensibilité de TRPV1 à ce stade de diabète. La durée de 
réaction plus longue au test Tail Flick des D8wk (versus D4wk et C8wk), pourrait être expliquée 
par la diminution de leur conduction nerveuse. En effet, TRPV1 est exprimé par les fibres 
nerveuses cutanées sensorielles C (non myélinisées) et A  (myélinisée) [Caterina et al. 2001], 
et l’incrémentation de la température de la lampe de l’appareil Tail Flick étant supérieure à 
2°C/sec, ce test permet d’activer potentiellement aussi bien ces deux types de fibres nerveuses 
[Yeomans et al. 1996a, Yeomans et al. 1996b]. La démyélinisation partielle des fibres 
nerveuses chez les D8wk illustrée par la baisse de MNCV peut donc participer à retarder la 
réponse au Tail Flick. 

 
L’augmentation du NGF cutané a déjà été observée dans des modèles de diabète de type 1 

chez le rat à 4 semaines [Manni et al. 2011, Nori et al. 2013] (avec hyperalgésie à la chaleur) 
et chez la souris à 6 semaines [Christianson et al. 2003]. Or, il a été observé que l’expression 
génique de NGF par la peau était très augmentée suite à la dénervation chez le rat [Mearow et 
al. 1993], en particulier par les fibroblastes et les kératinocytes basaux. Il semble donc que 
l’augmentation du NGF cutané observée dans notre étude chez les D4wk et D8wk soit une 
réponse des cellules cutanées à l’installation de la neuropathie périphérique. Ces observations 
vont à l’encontre des données sur patients diabétiques (type 1) neuropathiques chez qui des taux 
faibles de NGF ont été dosés dans la peau, associée à une diminution de l’expression du NGF 
par les kératinocytes [Anand et al. 1996]. Cependant dans cette étude les patients présentaient 
une hypoalgésie à la chaleur, démontrant une atteinte neuropathique potentiellement plus sévère 
que dans notre modèle animal. 

L’augmentation de p75NTR dans la peau des D4wk et D8wk pourrait également faire suite 
à l’atteinte nerveuse, puisque ce récepteur a été retrouvé augmenté dans le derme et l’épiderme 
après constriction du nerf sciatique chez le rat [Peleshok et al. 2012].  

 

Dans notre étude, nous avons observé que le diabète conduisait à une diminution de la densité 
en fibres nerveuses au niveau de l’épiderme après 4 semaines, et que cette densité n’était pas 
altérée pas l’atteinte supplémentaire des grosses fibres myélinisées (8 semaines). Peu d’études 
ont analysé l’évolution de l’IENF chez la souris diabétique. Parmi elles, un modèle de souris 
diabétique STZ de souche MrgD/GFP, la densité en IENF n’est pas altérée après 4 semaines 
(versus contrôle) mais est diminuée après 8 semaines [Johnson et al. 2008]. Cependant dans ce 
modèle une diminution du nombre de fibres peptidergiques est observées dès 4 semaines. Il 
pourrait exister des différences de proportion entre fibres épidermiques peptidergiques et non-
peptidergiques entre ce modèle de souris et le nôtre (souche C57Bl6) qui expliqueraient la 
disparité de densités IENF observées à 4 semaines. 

Chez le patient la diminution de l’IENF est corrélée à la durée du diabète et le degré de 
neuropathie [Shun et al. 2004, Divisova et al. 2016]. Cependant, ces études ont été réalisées sur 
patients diabétiques de type 2, et chez la souris db/db (diabète de type 2) la diminution de 
l’IENF est également progressive [De Gregorio et al. 2018]. Dans notre modèle de diabète de 
type 1, la diminution drastique et rapide du signal neurotrophique de l’insuline via la destruction 
des cellules bêta du pancréas par la STZ pourrait également expliquer pourquoi il n’y a plus 
d’évolution de l’IENF dans notre modèle de souris STZ (diabète de type 1) entre D4wk et 
D8wk. 



 

 

Dans notre étude, nous avons observé par western blot une diminution de la quantité totale 
de proCGRP dans la peau non lésée des D4wk, qui est confirmée par la baisse globale de 
l’immunomarquage du CGRP dans la peau et par la diminution apparente des fibres CGRP 
immunoréactives (Figure 53 B), et malgré l’étonnante surexpression par les cellules cutanées 
des gènes CALCA et CLACB (Figure 53 A) codant pour le CGRP. 

 

 
Contrairement au CGRP, la substance P ne semble pas être diminuée dans la peau totale des 

D4wk. Bien qu’il ait été montré que la peau du patient diabétique neuropathique contenait une 
plus faible densité de fibres nerveuses SP et CGRP positives [Lindberger et al. 1989], en 
l’absence de fibres nerveuses la peau ex vivo sécrète toujours de la substance P mais pas de 
CGRP [Cheret et al. 2014]. Ceci démontre que les nerfs ne sont pas la seule source de SP dans 
la peau non lésée, contrairement au CGRP, et qu’ainsi, en cas de neuropathie, le taux global de 
CGRP dans la peau est le premier (versus SP) potentiellement impacté. Cependant, cela 
n’exclut pas la possibilité de la diminution, même minime, du nombre de fibres SP positives 
chez les D4wk. 

Dans notre étude, l’augmentation du taux de NEP dans la peau non lésée des souris STZ 
pourrait également favoriser la dégradation enzymatique [Katayama et al. 1991] du CGRP 
sécrété localement. L’accroissement du taux de NEP cutanée a déjà été observé chez la souris 
db/db [Spenny et al. 2002], de même que la suractivité de cette enzyme dans la peau de patients 
diabétiques [Antezana et al. 2002]. 

De plus, l’augmentation de l’expression de p75NTR dans la peau non lésée dès 4 semaines 
de diabète pourrait être le reflet d’une augmentation de ce récepteur à la surface des fibres 
nerveuses qui contribuerait à la diminution de synthèse du CGRP. En effet, il a été montré que 
les souris KO pour p75NTR étaient protégées de la diminution de synthèse de CGRP par les 
GDR suite à l’induction du diabète par STZ, contrairement aux souris exprimant le récepteur 
[Jiang et al. 2004]. 

 



 

 

 

 
 

Dans notre étude nous avons observé que l’épaisseur de l’épiderme était très diminuée dès 
4 semaines de diabète. Cette finesse épidermique a déjà été reportée chez la souris STZ dès les 
premières semaines de diabète [Sakai et al. 2003] et dans d’autres modèles de rongeurs de 
diabète de type 1 [Chen et al. 2010] ou de type 2 [Taylor et al. 2011]. Dans ces études, cette 
observation est associée à une diminution de la prolifération des kératinocytes. Cette altération 
pourrait être le résultat de l’hyperglycémie, car il a été montré qu’un taux élevé de glucose 
réduisait la capacité proliférative in vitro de ces cellules [Spravchikov et al. 2001, Hu et al. 
2016]. La diminution de la signalisation à l’insuline peut également impacter négativement la 
prolifération kératinocytaire [Wertheimer et al. 2001, Mainzer et al. 2018]. 

Cependant, la neuropathie avec altération des petites fibres nerveuses semble jouer un rôle 
important dans la finesse épidermique, puisque dans notre modèle de souris STZ, bien que la 
durée de diabète soit différente entre les D4wk et les D8wk, leur densité IENF et l’épaisseur de 
leur épiderme ne sont pas différentes. La diminution (versus contrôle) sans évolution de l’IENF 
et de l’épaisseur épidermique entre différentes durées de diabète a également été rapportée chez 
le rat STZ (4/6/8 semaines [Kambiz et al. 2015], 6/12 mois [Jelicic Kadic et al. 2014]). 

Les fibres nerveuses cutanées sécrètent de nombreux neuromédiateurs qui peuvent stimuler 
la prolifération kératinocytaire, comme démontré par la réinnervation d’explants de peau 
[Lebonvallet et al. 2012] ou de modèle in vitro 3D de peau [Roggenkamp et al. 2013]. Dans ce 
dernier article, le CGRP est très majoritairement responsable de la contribution des nerfs sur la 
prolifération et l’épaisseur de l’épiderme. Ainsi, la diminution du CGRP observé dans notre 
étude pourrait contribuer à la diminution de l’épaisseur de l’épiderme. 

La substance P est souvent rapportée comme augmentant la prolifération épidermique dans 
les revues. Cependant, les études citées [Tanaka et al. 1988, Shi et al. 2013] ont été réalisées 
sur lignées de kératinocytes de rongeur, et l’action de la SP sur kératinocytes primaires n’a pas 
montré d’effet sur leur prolifération [Roggenkamp et al. 2013, Blais et al. 2014]. Ainsi, même 
si le taux cutané de SP n’est pas diminué chez les D4wk, cela peut ne pas avoir d’effet bénéfique 
sur l’épaisseur épidermique. 

 
Les récepteurs au NGF sont exprimés par les nerfs, mais également par les kératinocytes 

[Shibayama et al. 1996, Liang et al. 1999]. Or, le NGF est responsable de l’arrêt de la 
prolifération et de l’entrée en différenciation des kératinocytes lorsqu’il se fixe sur p75NTR 
[Truzzi et al. 2011], contrairement à l’activation de TrkA qui stimule la prolifération 
épidermique [Pincelli et al. 2000]. La forte augmentation de p75NTR avec la neuropathie 
diabétique (D4wk et D8wk), sans changement de l’expression globale de TrkA, pourrait refléter 
la modification de la proportion de ces deux récepteurs à la surface des kératinocytes, qui 
contribuerait à la finesse épidermique. 

 
La finesse épidermique avec le diabète n’a que très peu été reportée chez l’homme. 

Cependant une tendance à la diminution de l’épaisseur épidermique a été notée dans la peau du 
pied non lésée chez des patients diabétiques âgés (sans statut neuropathique renseigné) [Wang 
et al. 2011]. Cette différence d’atteinte épidermique avec le diabète entre l’homme et le rongeur 
peut être due au contrôle de la glycémie, limitant l’apparition des complications. 



 

 

 

Dans ce travail de thèse, on observe que les souris STZ ont une importante sécheresse 
cutanée dès 4 semaines, et qui n’est que légèrement aggravée à 8 semaines. Ceci a déjà été 
rapporté sur souris diabétiques de type 1 dès 2 semaines [Sakai et al. 2003], où la composition 
en lipides du sébum semble altérée. Les glandes sébacées n’étant pas innervées [Reznik 1996], 
il semble que cette sécheresse soit le résultat de l’hyperglycémie chronique. 

Une sécheresse cutanée est également retrouvée chez les patients diabétiques associée à une 
diminution de l’activité des glandes sébacées [Sakai et al. 2005, Seirafi et al. 2009], mais aussi 
à la baisse de la fonction des glandes sudoripares par la neuropathie [Sheshah et al. 2016]. Les 
souris étant dépourvues de glandes sudoripares au niveau de la peau dorsale [Sundberg et al. 
1996], cette contribution ne peut être observée dans notre modèle. 

 

Les souris diabétiques neuropathiques ont une peau qui se déforme davantage et revient 
moins en place que la peau des souris contrôles. Ces propriétés mécaniques cutanées altérées 
ont déjà été observées chez la souris db/db et chez le patient diabétique, corrélées à la baisse du 
contenu dermique en collagène de type 1 par l’augmentation en MMP [Bermudez et al. 2011]. 
Dans une autre étude, à l’inverse, une augmentation de la rigidité et une baisse de la déformation 
cutanées ont été observées chez les patients diabétiques [Argyropoulos et al. 2016], mais cette 
divergence pourrait être due à la réticulation de la matrice extracellulaire, via la glycation 
[Reihsner et al. 2000] ou l’augmentation de l’enzyme LOX [Argyropoulos et al. 2016]. La 
contribution de la neuropathie dans l’altération des propriétés mécaniques de la peau ne peut 
être estimée, puisque ces trois études réalisées chez l’homme n’ont pas caractérisé le système 
nerveux périphérique, et qu’il n’existe pas, à notre connaissance d’étude ayant recherché une 
éventuelle corrélation entre la présence d’une neuropathie périphérique et ces paramètres.  

 

 

La plupart des études sur l’ulcère de pression ont montré un développement « bottom-up » 
(atteinte des tissus profonds puis des tissus superficiels cutanés), notamment en raison de la 
plus faible résistance des tissus musculaires [Bouten 1996]. En effet lors de la mise au point de 
notre modèle d’induction de lésion de pression, nous avons observé que la pression seule (avec 
protection contre le léchage par le film) induisait une dégradation du derme profond jusqu’au 
muscle cutané, mais que seul l’ajout de la friction permettait la dégradation de l’épiderme. Très 
peu de publications existent induisant un ulcère de pression chez la souris diabétique de type 1 
avec lésion de l’épiderme. L’étude de Demiot et coll. [Demiot et al. 2011] utilise uniquement 
des aimants (pas de friction) mais avec une pression très importante (2000 mmHg contre 420 
mmHg dans notre modèle). Le kératinocyte, grâce à ses filaments de kératine, est une cellule 
bien plus résistante à la pression que les autres types cellulaires [Lulevich et al. 2010], ainsi la 
pression utilisée dans notre modèle peut ne pas suffire à induire leur destruction. 

Néanmoins, notre modèle semble plus proche des facteurs à l’origine de l’ulcère de pression 
chez l’homme chez qui la pression au niveau des tissus lors de la position assise ou allongée est 
de 50 à 500 mmHg [Reilly et al. 2007], à laquelle sont associés de minimes mouvements répétés 
(repositionnement sur une chaise, pied/chaussure) qui induisent une friction et qui, par la 



 

 

création de forces de cisaillement parallèles à la surface de la peau [Brienza et al. 2015], 
pourraient induire une destruction supra-basale de l’épiderme [Dinsdale 1973, Dinsdale 1974] 
à l’origine de la lésion ouverte. 

Ainsi, notre modèle de lésion réalisé par la répétition d’une pression modérée et d’une 
friction semble reproduire davantage les facteurs déclenchant l’ulcère de pression au niveau du 
pied chez le patient diabétique. 

 

Dans ce travail de thèse, nous avons observé que la surface lésée après compression et 
friction de la peau était supérieure chez les souris diabétiques neuropathiques, comparativement 
aux souris contrôles, dès 4 semaines (D4wk), et était encore augmentée après 8 semaines 
(D8wk). Il semble donc y avoir une relation directe entre le degré de neuropathie diabétique et 
la résistance de la peau à la combinaison des forces mécaniques de pression et de cisaillement. 

Le diabète induit une lâcheté de la peau de souris qui s’accentue à 8 semaines. Or la 
distorsion tissulaire provoquée par la pression [Bouten et al. 2001] induit dommages et mort 
cellulaire [Oomens et al. 2015]. Ainsi lors de la compression par les aimants, l’augmentation 
de la déformation de la peau par la neuropathie diabétique et sa sévérité peut contribuer à 
augmenter la surface nécrotique, comparativement à la peau contrôle.  

Dans notre étude, l’hydratation des couches superficielles de l’épiderme est également très 
altérée avec le diabète. Il a été montré que la sécheresse du Stratum corneum rendait l’épiderme 
plus rigide, favorisant sa fissure lors de la déformation [Engebretsen et al. 2016] et augmentant 
les contraintes mécaniques perçues par les tissus sous-jacents [Atlas et al. 2009].  

La disparition dès le stade D4wk du tissu adipeux (ayant entre autre un rôle de coussin 
[Joodaki et al. 2018]) avec le diabète de type 1 pourrait également participer à la diminution de 
la résistance de la peau face à la déformation. 

Bien que l’épiderme avant lésion soit légèrement plus fin chez les C8wk que chez les C4wk 
sans différence de surface de lésion de pression, la forte diminution de l’épaisseur de l’épiderme 
observée avec la neuropathie diabétique pourrait contribuer à la fragilité cutanée.  

 

La peau non lésée des souris D4wk de notre étude présente moins de CGRP, sans différence 
de la quantité de SP, comparativement aux C4wk. On observe également à J5 un retard 
d’inflammation (versus C4wk). Or, Danigo et coll. [Danigo et al. 2014] ont démontré, dans un 
modèle de souris neuropathique non diabétique et de souris contrôle avec antagonistes, le rôle 
protecteur du CGRP et/ou de la SP libérés par les fibres nerveuses contre l’étendue des lésions 
de pression qui, selon ces auteurs, pourrait être attribué à leur capacité à induire une 
inflammation neurogène dans les premières heures suivant le retrait des aimants. Ainsi, dans 
notre modèle in vivo, la diminution du CGRP cutané avant lésion pourrait contribuer à 
l’augmentation de la surface lésée. Ceci semble être confirmé par le modèle ex vivo, privé de la 
sécrétion de neuropeptides par les nerfs, où peau contrôle et peau diabétique développent une 
lésion équivalente (nécrose cellulaire sur 100% de la zone compressée). Il aurait été intéressant 
de pouvoir comparer de manière précise l’expression du CGRP et de la SP entre D4wk et D8wk 
afin d’évaluer la contribution de l’atteinte neuropathique sévère sur ces neuropeptides, mais 
l’absence de peau parfaitement non lésée dans le groupe C8wk (cf. Annexe 4 page 238) ne 
permet pas de dissocier l’effet de l’âge ou de l’évolution de la neuropathie diabétique. 



 

 

Cependant, on constate une quasi-absence de cellules immunitaires à J5 chez les D8wk, ce qui 
pourrait illustrer une baisse prononcée de l’inflammation neurogène. 

 
 
D’après la bibliographie et nos observations, il semble donc que l’augmentation de la 

surface lésée chez les D4wk et les D8wk soit en partie due au diabète lui-même (sécheresse 
et lâcheté cutanées) et en partie due à la neuropathie périphérique (finesse épidermique, 
et CGRP/inflammation neurogène). On démontre ainsi que la neuropathie diabétique 
avec atteinte des petites fibres uniquement altère d’ores et déjà la peau face à la 
pression/friction.  

 
Le pied diabétique est une lésion qui cicatrise mal voire pas, et les études animales pour 

mieux comprendre les mécanismes altérés par le diabète et la neuropathie ont essentiellement 
été réalisées sur plaie d’excision, ce type de plaie ne reproduisant que partiellement le processus 
de cicatrisation de la lésion de pression. Dans ce travail de thèse, après avoir induit un ulcère 
de pression/friction chez la souris, nous avons étudié la durée de fermeture selon le degré de 
neuropathie, et analysé la cinétique de certains marqueurs biologiques pouvant contribuer au 
retard de cicatrisation. 

 
  



 

 

 

 
Dans ce travail de thèse, nous avons observé un retard de fermeture de la lésion de pression 

par la présence et la sévérité de la neuropathie diabétique. Ce retard de cicatrisation 
macroscopique peut être expliqué, outre par le fait que la lésion était plus grande au départ, par 
un retard de la réépithélialisation et une contraction du tissu lésé moins importante chez les 
souris diabétiques que chez les souris contrôles. 

 

 

La plupart des études animales sur la cicatrisation mesurent la surface lésée macroscopique 
pour évaluer l’éventuel délai de cicatrisation. Dans ces études, le suivi de la surface lésée est 
généralement réalisé jusqu’à un jour donné où, la surface augmentée dans un groupe versus 
contrôle est considérée comme un retard de cicatrisation (par exemple : [Tellechea et al. 2016]). 
Lorsque la surface lésée est évaluée jusqu’à disparition (0 mm² de lésion), c’est le jour où la 
surface lésée est égale à 0mm² qui est considérée comme le jour de « fermeture » (« closed 
wound ») et qui permet de définir un retard de cicatrisation par rapport au jour de fermeture du 
groupe contrôle (par exemple : [Wong et al. 2015]). Dans ces études, la zone cutanée considérée 
visuellement comme lésée ou non n’est jamais définie, il peut donc exister une évaluation plus 
ou moins objective, et certainement différente, entre les multiples études sur animaux. 

À notre connaissance, un seul outil a été développé et publié pour l’analyse de l’évolution 
de la lésion chez l’animal : le EWAT (experimental wound assessment tool) [Lima et al. 2018]. 
D’après ses auteurs, cet outil permet de mieux définir et quantifier les différents aspects d’une 
lésion de pression (8 paramètres dont surface de lésion, couleur de la lésion, aspect des contours, 
profondeur, couches tissulaires apparentes…), et la somme des paramètres gradés permet d’en 
évaluer la gravité. Bien que cet outil puisse aider à comparer l’évolution de plusieurs lésions, 
elle n’a pas été validée pour évaluer sa fermeture. 

Dans notre étude nous souhaitions pouvoir comparer la durée de fermeture des lésions, 
cependant, nous avons constaté qu’il était difficile d’évaluer ce jour puisqu’il subsiste toujours 
une surface cicatricielle (de quelques mm²) d’aspect plus ou moins rosé ou squameux et de 
taille variable inter- et intra-groupes, qui n’évolue que très peu en 7 jours (résultats non 
présentés dans ce mémoire). C’est pourquoi la grille paramétrée CRoMT a été développée, et 
que des critères visuels d’une lésion fermée ont été définis, indépendamment de la surface 
métrique. Ces critères visuels semblent de plus être corrélés à la présence d’une seule assise 
kératinocytaire positive pour la kératine 14 démontrant l’entrée en différenciation des couches 
supérieures [Fuchs et al. 1980] et donc l’arrêt de la phase d’hyperprolifération épidermique. 
Ceci a été confirmé par l’analyse histologique des groupes C/D 4/8wk chez qui l’épaisseur du 
néoépiderme à Jf est proche de l’épaisseur avant lésion.  

L’état du néoderme a également été évalué histologiquement par le laboratoire indépendant 
(densité de fibroblastes et myofibroblastes, densité de la néovascularisation, proportion des 
collagènes de types I et III et orientation des fibres), mais il n’a pas été retrouvé de corrélation 



 

 

entre la fin de la phase proliférative du tissu de granulation (peu/pas de myofibroblastes, densité 
matricielle importante, vascularisation modérée à faible) et les scores CRoMT (résultats non 
présentés dans ce mémoire), notamment en raison d’une grande variabilité interindividuelle. 
C’est pourquoi il est délicat d’interpréter les observations histologiques du derme à Jf dans nos 
groupes C/D 4/8wk prélevés à des temps différents. 

 

La surface lésionnelle de l’ulcère de pression évolue très lentement les derniers jours, quel 
que soit le groupe, mais la grille CRoMT a permis de déterminer qu’il y avait un retard de 
fermeture de la lésion de pression avec la neuropathie diabétique (D4wk, J23) et sa sévérité 
(D8wk, J27), comparativement aux groupes contrôles (J19). Il n’existe pas d’étude chez 
l’animal regardant la cinétique de cicatrisation de l’ulcère de pression jusqu’à fermeture, ni 
d’étude utilisant ce type de critères visuels pour déterminer la durée de fermeture d’une lésion. 
Cependant, de nombreux articles ont démontré le retard de cicatrisation post-excision chez 
l’animal diabétique (type 1 et 2) [Cheng et al. 2018]. En outre, il ne semble pas exister d’études 
comparant la durée de fermeture de lésion chez l’animal avec différentes durées de diabète. 

Quelques études cliniques [Ince et al. 2007, Yotsu et al. 2014] ont tenté de déterminer quels 
facteurs (degré de neuropathie périphérique, type de durée de diabète, contrôle de la glycémie, 
âge, artériopathie, infection …) étaient les plus prédictifs du pronostic de fermeture de l’ulcère 
du pied diabétique, cependant les résultats divergent, probablement en raison de la grande 
variabilité de l’historique des patients et de l’étiologie de leurs lésions. De plus, dans ces études, 
l’évaluation de la neuropathie périphérique est réalisée sans examen histologique ; or les fibres 
nerveuses cutanées peuvent être déjà endommagées sans signe clinique de neuropathie [Levy 
et al. 1989], ceci démontrant la difficulté d’évaluer le degré de neuropathie dans les études 
cliniques. 

 

Le retard de fermeture de l’épiderme in vivo peut également être évalué par l’analyse 
histologique de la peau (par exemple : [Saito et al. 2008]), mais cela nécessite la mise à mort, 
augmentant le nombre d’animaux utilisés dans l’étude. 

Dans ce travail de thèse, un modèle ex vivo a été développé dans le but futur de limiter 
l’utilisation d’animaux si ce modèle peut reproduire en partie des aspects de la cicatrisation in 
vivo de l’ulcère de pression diabétique. Nous avons constaté que chez les souris in vivo comme 
sur la peau ex vivo, on retrouve un retard de réépidermisation croissant avec la durée de 
neuropathie diabétique. La peau de souris D4wk en cours de cicatrisation post-compression ex 
vivo sécrète moins d’EGF, PDGF, VEGF et IL-10, et plus d’IL-1beta que la peau contrôle, ce 
qui a également été observé dans les lésions des patients diabétiques [Galkowska et al. 2006, 
Mirza et al. 2013], et elle sécrète moins de IL-1RA, dont la concentration plasmatique est 
diminuée chez les patients diabétiques de type 1 nouvellement diagnostiqués [Netea et al. 
1997]. On retrouve également une expression augmentée de sRAGE, déjà rapportée dans la 
peau de patients diabétiques de type 1 [Bakker et al. 2015]. 

Tout ceci indique que le modèle ex vivo de compression pourrait contribuer à l’analyse de 
certains processus altérés par la neuropathie diabétique et de cribler des actifs permettant leur 
modulation, avant de valider les résultats in vivo sur un plus petit nombre d’animaux. 



 

 

 

Par l’analyse histologique des lésions de pression à J5 et J10, nous avons observé qu’il y 
avait un retard de réépithélialisation chez les souris diabétiques (J10 versus J5 chez les 
contrôles), qui semble être accentué chez les D8wk comparativement aux D4wk. Ceci a été 
confirmé dans le modèle ex vivo. 

La réépithélialisation nécessite la migration des kératinocytes au front des berges, et la 
prolifération des kératinocytes en aval, ces deux zones pouvant être identifiées 
histologiquement lors de la cicatrisation cutanée chez la souris par l’augmentation de 
l’épaisseur du néoépiderme au niveau des kératinocytes prolifératifs [Aragona et al. 2017]. 

Dans notre étude, l’épaisseur maximale du néoépiderme est diminuée chez les souris 
diabétiques neuropathiques à J5 et J10 (sans différence entre D4wk et D8wk), comparativement 
aux contrôles, démontrant une baisse importante de la prolifération kératinocytaire au cours de 
la cicatrisation de l’ulcère de pression. Cette observation semble contradictoire avec 
l’hyperprolifération kératinocytaire observée dans les berges de lésions plantaires chroniques 
de patients diabétiques [Galkowska et al. 2003, Usui et al. 2008], cependant dans ces études, 
l’infection et la présence éventuelle d’une artériopathie pourrait perturber le 
microenvironnement et être à l’origine de ce phénotype kératinocytaire [Galkowska et al. 
2003]. De plus, dans notre modèle murin diabétique neuropathique, bien que la fermeture soit 
retardée, la lésion n’est pas chronique. 

 
Le CGRP stimule la prolifération kératinocytaire [Seike et al. 2002, Roggenkamp et al. 

2013] et son déficit pourrait participer à la finesse du néoépiderme observée et au retard de 
cicatrisation, cependant, son expression et celle de leur récepteur n’ont jamais été étudiées 
pendant la cicatrisation avec le diabète. 

Dans notre étude, de manière surprenante, bien que le taux de proCGRP soit plus faible dans 
la peau non lésée des D4wk que des C4wk, à J5 le taux est augmenté et similaire dans les deux 
groupes. La surexpression toujours présente à J5 des gènes du CGRP par les cellules de la peau 
des D4wk (Figure 54 A) pourrait participer à cette augmentation. 

 

 



 

 

L’expression de CGRP par les kératinocytes a précédemment été montré in vitro [Hou et al. 
2011, Roggenkamp et al. 2013]. Dans notre étude, l’immunomarquage réalisé sur peau lésée à 
J5 (Figure 54 B) semble indiquer que l’épiderme est une source majeure de CGRP lors de la 
cicatrisation de l’ulcère de pression, avec une augmentation de l’immunomarquage entre 
épiderme non lésé (Figure 54 B, zooms 1 et 3) et berge/néoépiderme (Figure 54 B, zooms 2 et 
4) aussi bien chez les contrôles que chez les diabétiques. 

 
Puisque la synthèse de CGRP ne semble pas être affectée durant la cicatrisation avec le 

diabète, nous avons étudié l’expression de son récepteur spécifique (le complexe RAMP1-
CLR-RCP [Hay et al. 2018]). L’immunomarquage sur coupe de peau et la quantification par 
western blot de RAMP1 et CLR au cours de la cicatrisation ont révélé que ces deux protéines 
sont surexprimées dès J5 chez les C4wk, particulièrement au niveau du néoépiderme, ce qui est 
cohérent avec l’augmentation transitoire de l’expression génique de RAMP1 observée pendant 
la formation de l’épiderme reconstruit in vitro [Hou et al. 2011]. De plus, ces protéines 
démontrent une localisation intracellulaire au niveau des kératinocytes du néoépiderme épais. 
À l’inverse, le pic de surexpression de RAMP1 et CLR est retardé à J10 chez les D4wk, avec 
une localisation qui ne semble pas purement intracellulaire au niveau du néoépiderme épais. Il 
a été montré in vitro que ces deux sous-unités du récepteur au CGRP sont internalisées après 
l’activation par leur ligand [Cottrell et al. 2007], ce qui suggère que dans notre étude, RAMP1 
et CLR pourraient ne pas être correctement activés durant la cicatrisation de l’ulcère de pression 
chez les D4wk. 

RAMP1 et CLR sont deux protéines qui peuvent chacune se complexer à d’autres protéines, 
formant ainsi des récepteurs pour d’autres ligands que le CGRP [Hay et al. 2018]. De plus, 
RAMP1-CLR doit se complexer à RCP au niveau membranaire afin de permettre la 
signalisation intracellulaire du CGRP [Egea et al. 2012]. Par conséquent, nous avons vérifié la 
présence du complexe RAMP1-CLR-RCP par immunoprécipitation, qui semble indiquer que 
le complexe est présent dès J5 chez les C4wk mais seulement à J10 chez les D4wk. Ce délai 
pourrait être expliqué par le fait que CLR n’est surexprimé qu’à J10, et que RAMP1 et CLR 
doivent être exprimés simultanément pour pouvoir se complexer l’un à l’autre [Kuwasako et 
al. 2000]. 

RAMP1 joue le rôle de chaperonne pour CLR et permet sa glycosylation sans laquelle le 
CGRP ne peut pas se fixer au récepteur [Hilairet et al. 2001b]. Dans notre étude, bien que le 
complexe récepteur semble présent à J10 chez les D4wk, le taux de CLR glycosylé observé en 
western blot, contrairement aux C4wk, n’est pas augmenté. Cela suggère que la maturation du 
CLR pourrait être affectée chez les D4wk ; tout comme il a déjà été rapporté un défaut de 
modification post-traductionnelle d’autres protéines avec le diabète [Mellor et al. 2015]. 

 
En résumé, bien que chez les D4wk l’expression du CGRP ne semble pas être altérée 

pendant la cicatrisation de l’ulcère de pression, l’expression de son récepteur est retardée 
et possiblement non correctement glycosylé, ce qui aboutirait à sa non-fonctionnalité. La 
correcte expression du CGRP accompagnée d’un défaut d’expression de CLR avec le diabète a 
déjà été observée chez le rat STZ au niveau cardiaque [Chottová Dvoráková et al. 2005]. 

Dans notre étude, nous avons constaté qu’au cours de la cicatrisation de l’ulcère de pression, 
le CGRP et ses récepteurs semblaient être majoritairement exprimés par l’épiderme. Dans notre 
modèle ex vivo, en l’absence de systèmes nerveux / immunitaires / vasculaires fonctionnels, la 
peau diabétique neuropathique réépithélialise moins vite que la peau contrôle, avec un 



 

 

néoépiderme visuellement plus fin. Il se pourrait donc que le défaut d’expression/formation du 
récepteur au CGRP soit acquise par l’épiderme et que la peau garde ce phénotype même une 
fois mise en culture. L’analyse de ce récepteur ex vivo pourrait renseigner sur cet éventuel pré-
conditionnement par la neuropathie diabétique, ou sur les causes de cette altération. 

D’après une récente étude, le CGRP peut se fixer avec la même affinité sur le complexe 
RAMP1-CLR que sur le complexe RAMP1-CTR (également récepteur de l’amyline) [Hay et 
al. 2018], cependant dans notre étude in vivo l’expression de CTR n’a pas été détectée au niveau 
génique que ce soit dans la peau lésée ou non lésée, diabétique ou contrôle (résultats non 
présentés). De ce fait, le complexe RAMP1-CLR-RCP est très probablement le principal 
récepteur au CGRP présent dans la peau de souris dans les conditions d’étude, et son altération 
chez les D4wk pourrait participer au défaut de cicatrisation observé. 

 
Un défaut de migration des kératinocytes pourrait également participer au retard de 

réépithélialisation observé ici. Le CGRP n’a pas d’effet démontré sur ce processus, 
contrairement à la substance P [Blais et al. 2014]. Dans notre étude, bien que le niveau de 
substance P dans la peau totale au cours de la cicatrisation des D4wk ne semble pas très différent 
de celui des C4wk, l’augmentation du récepteur NK1R est plus lente avec des taux plus faibles 
à J5 et J10 que chez les C4wk. Si l’expression de NK1R est déficitaire au niveau épidermique, 
l’action migratoire de la SP pourrait être limitée. Cependant, l’expression génique dans la peau 
des D4wk des MMP-9, -10 et -13 (MMP caractéristiques de la langue migratoire [Saarialho-
Kere et al. 1994, Aragona et al. 2017]) (cf. Figure S3 en Annexe 5) est augmentée et prolongée 
par rapport aux C4wk. Il serait donc nécessaire d’approfondir les analyses afin de déterminer 
s’il y a ou non retard de migration dans notre modèle, d’autant qu’il a déjà été montré une 
inhibition de la migration kératinocytaire dans la plaie chronique du patient diabétique 
[Stojadinovic et al. 2005]. 

 

 
Nous avons observé que la surface lésée diminuait moins rapidement entre J7 et J12 chez les 

souris diabétiques neuropathiques, et qu’à Jf leur surface lésée relative était supérieure à celles 
des groupes contrôles. Ceci semble indiquer un défaut de contraction de la lésion chez les D4wk 
et D8wk, qui engendre une surface plus importante à régénérer, allongeant la durée de 
cicatrisation.  

La contraction au cours de la cicatrisation est médiée par l’action contractile des 
myofibroblastes, à laquelle s’ajoute chez les rongeurs l’effet de la contraction du muscle cutané 
[Hayward et al. 1991]. Cependant, le défaut de contraction observé dans notre étude a déjà été 
rapporté chez les souris diabétiques [Albertson et al. 1993], ainsi que la diminution du nombre 
de myofibroblastes dans l’ulcère diabétique chez l’homme [Olerud et al. 1995]. 

La modulation de certains marqueurs biologiques étudiés pendant ce travail pourrait 
contribuer à ce défaut de contraction cutanée. 

 

Le CGRP, la SP [Cheret et al. 2014, Um et al. 2016], le NGF [Palazzo et al. 2012] participent 
à la transition fibroblastes-myofibroblastes. 

Le NGF n’est que quasiment pas détecté pendant la cicatrisation chez les souris contrôles et 
diabétiques, et ne semble donc pas être impliqué dans l’éventuel défaut de contraction des 
D4wk et D8wk. 



 

 

L’immunomarquage des sous-unités RAMP1 et CLR pendant la cicatrisation a permis 
d’observer une expression de ses protéines au niveau du tissu de granulation chez les C4wk, 
contrairement aux D4wk. L’absence d’expression de ces récepteurs au niveau sous-
épidermique chez les D4wk pourrait limiter l’effet contractile du CGRP. 

La diminution de l’expression de NK1R, récepteur de la SP, pourrait être le reflet d’un défaut 
de synthèse de ce récepteur par les fibroblastes, limitant par conséquent leur transformation. La 
réalisation d’un immunomarquage de NK1R permettrait de vérifier son expression au niveau 
du tissu de granulation chez la souris diabétique neuropathique. 

 

Nous avons observé in vivo que la périostine n’était pas détectable dans la peau non lésée et 
à J5, et que son niveau augmentait à J10 et Jf, mais avec un taux plus faible chez les souris 
diabétiques neuropathiques que chez les souris contrôles. Cette sous-expression de la périostine 
a été confirmée par l’analyse du sécrétome ex vivo. 

La périostine est une protéine matricellulaire initialement identifiée dans les ostéoblastes et 
le périoste [Takeshita et al. 1993, Horiuchi et al. 1999], et ce n’est qu’en 2007 qu’elle a été 
décrite pour la première fois dans la peau, démontrant son rôle dans la fibrillogenèse du 
collagène de type I dans le derme [Norris et al. 2007] et son implication dans la fibrose cutanée 
[Wang et al. 2007, Yang et al. 2012]. Par la suite, il a été démontré que la périostine est 
faiblement exprimée dans la peau saine, mais qu’au cours de la cicatrisation post-excision chez 
la souris son expression augmente (pic protéique à J7) avec une localisation dans tout 
l’épiderme et au niveau extracellulaire dans le tissu de granulation où elle est colocalisée avec 

-SMA [Jackson-Boeters et al. 2009]. Les études suivantes sur souris ont confirmé cette 
surexpression spatio-temporelle et ont montré que l’ablation de cette protéine modifie la 
cinétique de cicatrisation (moins rapide vers J5-J7) [Zhou et al. 2010, Nishiyama et al. 2011, 
Elliott et al. 2012, Ontsuka et al. 2012]. En effet, la périostine et le TGF-  s’autorégulent et 
induisent la différenciation des fibroblastes dermiques en myofibroblastes [Zhou et al. 2010, 
Kanaoka et al. 2018], permettant la contraction de la plaie, ce qui peut contribuer à ce 
changement de cinétique [Elliott et al. 2012]. De plus la périostine favorise la prolifération des 
myofibroblastes [Crawford et al. 2015], augmentant ainsi son effet. 

Dans notre étude, la diminution de l’expression de la périostine au niveau dermique chez les 
D4wk pourrait contribuer à une plus faible contraction du tissu par les myofibroblastes, et 
expliquerait la différence de cinétique observée entre J7 et J12 et la surface relative plus grande 
à Jf. 

Nous avons également observé une plus faible surexpression de la périostine au niveau du 
néoépiderme chez les D4wk (versus C4wk), mais le rôle de cette protéine sur les kératinocytes 
au cours de la cicatrisation n’est à ce jour pas élucidé. 

 
Il n’y a, à ce jour, pas de publication sur l’expression de la périostine avec la cicatrisation 

cutanée et le diabète permettant de confronter nos résultats. 
Chez les patients diabétiques de type 2, la concentration plasmatique de la périostine est 

augmentée [Luo et al. 2016], et corrèle avec la présence d’une néphropathie [El-Dawla et al. 
2019] ou d’une rétinopathie [Ding et al. 2018], et l’expression génique de la périostine est 
augmentée dans le tissu adipeux sous-cutané [Graja et al. 2018]. Cependant, cette augmentation 
cutanée pourrait être liée uniquement au type 2 du diabète (et non au type 1), puisque la 
périostine semble être impliquée dans le métabolisme des adipocytes [Graja et al. 2018]. 



 

 

 
 
Les résultats de ce travail ont démontré un retard de fermeture de l’ulcère de pression 

avec la neuropathie diabétique et sa sévérité. Le défaut de contraction de la lésion pourrait 
notamment être dû à la plus faible expression de la périostine, conduisant à une surface 
plus grand à régénérer, à laquelle s’ajoute un potentiel défaut de signalisation 
CGRP/RAMP1-CLR-RCP au niveau épidermique diminuant la prolifération 
kératinocytaire et la réépithélialisation. 

 

Quels apports de ces résultats de thèse pour la prise en charge des pieds 
diabétiques ? 

Chez le patient diabétique, le diagnostic de neuropathie périphérique est réalisé à l’aide de 
test non invasifs tels que celui du Monofilament 10 grammes. La corrélation entre la réponse à 
ces tests et la vitesse de conduction nerveuse non altérée a été démontrée [Baraz et al. 2014], 
mais ils ne permettent pas d’identifier précocement la neuropathie des petites fibres nerveuses 
[Yang et al. 2018]. De plus, le diagnostic de diabète peut être établi tardivement après le début 
réel de la pathologie (9 à 12 ans pour le diabète de type 2 [Harris et al. 1992]), alors que la 
densité IENF semble altérée dès 5 ans de diabète [Pittenger et al. 2004]. 

Notre étude a démontré qu’il existe une prédisposition au développement aggravé de l’ulcère 
de pression dès l’atteinte des petites fibres nerveuses. Il est donc essentiel de développer des 
tests cliniques spécifiques au diagnostic précoce de la neuropathie diabétique petites fibres, et 
de considérer ses patients également comme « à risque d’ulcère ». 

Nous avons observé que le degré de sévérité de la neuropathie et le délai de fermeture de la 
lésion étaient corrélés. En l’absence actuelle de traitement ayant démontré son efficacité sur la 
plaie chronique du pied diabétique, l’identification des patients neuropathiques avant l’atteinte 
de la conduction nerveuse pourrait permettre de ne pas aboutir au stade de lésion chronique et 
à l’amputation qui en découle souvent. 

 
 

Perspectives 
Ce travail a permis d’observer une corrélation entre, d’une part, le degré de sévérité de la 

neuropathie diabétique et, d’autre part, la fragilité cutanée à la pression et la durée de fermeture 
de l’ulcère de pression. Il sera nécessaire dans un premier temps de compléter l’étude avec 
l’analyse des marqueurs protéiques à 8 semaines (par exemple en isolant chaque souris contrôle 
bien avant le prélèvement de la peau « non lésée » pour éviter toute morsure), afin de déterminer 
quelles sont les variations entre les deux degrés de sévérité de la neuropathie. 

Les mécanismes biologiques et voies de signalisation impliqués ne sont pas totalement 
décryptés, et une étude approfondie serait nécessaire afin de mieux comprendre la part de la 
neuropathie pure, de l’hyperglycémie, et des éventuelles complications vasculaires 
additionnelles. Notamment, afin de déterminer l’influence des neuromédiateurs différemment 
exprimés dans la peau diabétique neuropathique, il serait intéressant de réaliser des 
immunomarquages et hybridations in situ afin d’identifier quels types cellulaires/fibres 
nerveuses sont responsables de ces dérégulations. De plus, les formes 16 et 65kDa de RAMP1 
observées uniquement pendant la cicatrisation chez les souris diabétiques nécessiteraient une 
analyse approfondie afin de déterminer leur nature (forme tronquée et agrégat, 
respectivement ?) et leur origine. L’analyse sur le modèle ex vivo de l’expression du CGRP et 



 

 

de son récepteur en fonction de différents stress pourrait être une première approche pour la 
compréhension des mécanismes à l’origine de la formation de ces formes spécifiques de 
RAMP1.   

Notre étude a été réalisée sur souris diabétique de type 1, or la majeure partie des patients 
ont un type 2. De nombreuses voies métaboliques peuvent être différemment régulées, et il 
serait nécessaire de vérifier si les observations (fragilité cutanée et délai de cicatrisation associés 
au degré de neuropathie, expression du récepteur au CGRP et de la périostine) sont les mêmes 
dans un modèle de souris diabétique de type 2. 

Il existe un modèle de souris RAMP1 KO qui a montré un retard de cicatrisation post-
excision, cependant les auteurs n’ont étudié que l’angiogenèse [Kurashige et al. 2014]. Réaliser 
le suivi de cicatrisation de l’ulcère de pression sur ce modèle versus souris wild type permettrait 
de vérifier l’importance de RAMP1 pour la réépithélialisation. 

La possibilité d’analyser des biopsies de peau humaine diabétique provenant de lésions 
cicatrisantes et chroniques permettrait de savoir si les résultats obtenus en laboratoire sont 
concordants. La séquence de RAMP1 étant très conservée entre souris et humain [Sexton et al. 
2001], des formes particulières de cette protéine pourraient également être retrouvées chez le 
patient diabétique neuropathique, ce qui laisserait entrevoir une application thérapeutique. Par 
exemple, un actif permettant leur diminution en faveur de la forme 18kDa pourrait permettre 
d’améliorer la voie CGRP. Le modèle ex vivo peut être utilisé dans un premier temps pour 
cribler des actifs, puis le modèle de lésion in vivo associant pression et friction, qui reproduit 
davantage la lésion du pied diabétique que les modèles existants, peut être utilisé pour tester de 
nouveaux actifs et étudier leurs effets. Le modèle in vivo d’ulcère de pression est d’ailleurs 
actuellement utilisé au laboratoire pour mieux comprendre les mécanismes d’action d’actifs 
URGO ayant démontré leur efficacité thérapeutique chez l’homme. 

 
 

  



 

 

 
 
 



 

 

 
  



 

 

  



 

 

 
 
Dans ce travail de thèse nous avons mis en évidence pour la première fois que l’altération 

des petites fibres nerveuses cutanées induite par le diabète prédispose à la fragilité cutanée face 
à la combinaison de la pression et de la friction, facteurs de risque dans l’apparition de l’ulcère 
du pied diabétique. En effet, la neuropathie diabétique provoque une sécheresse cutanée, une 
diminution de l’épaisseur épidermique, et une moindre résistance à la déformation. 

 
De plus, nous avons démontré que la neuropathie diabétique, dès l’atteinte des petites fibres 

nerveuses cutanées, induit un allongement de la durée de cicatrisation de l’ulcère de pression 
causé par un retard de formation du néoépiderme et un probable défaut de contraction. 

Bien que le diabète induit de nombreuses complications, la modification de l’expression des 
neuromédiateurs est une cause directe de la neuropathie. L’analyse de l’expression de la voie 
CGRP a démontré que, bien que ce neuropeptide soit déficitaire dans la peau neuropathique 
diabétique avant lésion, le CGRP est correctement surexprimé pendant la cicatrisation de 
l’ulcère de pression. En revanche, la formation du complexe récepteur au CGRP, RAMP1-
CLR-RCP, est perturbée avec la neuropathie diabétique. Cette dysfonction pourrait participer 
au retard de réépithélialisation, en limitant l’effet prolifératif du CGRP sur les kératinocytes. 

En outre, la faible surexpression de la périostine, protéine très récemment décrite au niveau 
cutané, au cours de la cicatrisation de l’ulcère de pression avec la neuropathie diabétique 
pourrait restreindre la transformation des fibroblastes en myofibroblastes et participer au défaut 
de contraction de la lésion. 

 
 
Bien que ce travail ait été réalisé sur la souris, des similitudes ont été constatées avec la 

pathologie humaine. Par conséquent, les résultats obtenus dans cette étude pourraient contribuer 
à la meilleure connaissance de la neuropathie diabétique et des lésions cutanées qui y sont 
associées, et conduire au développement de traitements plus spécifiques du pied diabétique, 
permettant de réduire la durée de cicatrisation et le risque d’amputation. 

 
 
 
 
 
 

  



 

 

 
 
 
 
 
 
 
 

 



 

 



 

 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 

 
  



 

 

 



 

 

  



 

 

 
Remoué, N., et al., Chapter 12 - Animal models in chronic wound healing research: for 

innovations and emerging technologies in wound care, in Innovations and Emerging 
Technologies in Wound Care, A. Gefen, Editor. 2020, Academic Press. p. 197-224. 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 

 
 
 
 

  



 

 

 
 
Bien que la quantité de protéine déposée par puits en western-blot soit similaire entre les 

échantillons (30μg), en raison des différentes étapes (migration, transfert, incubation des 
anticorps, réaction enzymatique pour la révélation) il peut y avoir des variations de la quantité 
finale de protéines présentes et détectées sur la membrane. Afin de faire abstraction de ces 
variations, les résultats de western-blot présentés en graphiques ont été normalisés avec le signal 
obtenu par Rouge Ponceau, qui est plus représentatif de la quantité de protéine sur la membrane 
pour chaque groupe. En effet on constate que l’actine (protéine fréquemment utilisée en 
western-blot) est proportionnellement plus présente dans le lysat protéique obtenu après lésion 
que dans le tissu non lésé à J0, quelques soit le groupe (Figure 55). 

 
 
 

  



 

 

 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 



 

 

 



 

 

 

 
Les échantillons de peau « J0 non lésé » ont été prélevés sur peau dite « non lésée » à 4 et 8 

semaines dans tous les groupes. En raison de l’agressivité croissante des C57Bl6 contrôles avec 
l’âge, en particulier à 16 semaines d’âge [Puglisi-Allegra et al. 1985], la peau dite « non lésée » 
des C8wk (qui sont âgées de 16 semaines) comportait systématiquement des cicatrices de 
morsures (Figure 56). Les résultats obtenus pour certains marqueurs protéiques (RAMP1, SP, 
NK1R) semblent donc directement impactés, et souvent augmenté à J0, comparativement au J0 
des C4wk. Il est donc difficile de pouvoir discerner l’effet de l’âge ou de la sévérité de la 
neuropathie dans les groupes 8wk. Les résultats présentés ici n’ont donc pas été pris en compte, 
mais permettent tout de même d’observer des tendances similaires aux groupes 4wk. 
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