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1. Les lésions du nerf périphérique 

1.1. Etiologie 
 

Les lésions nerveuses périphériques (LNP) ou neuropathies, sont des traumatismes 

relativement fréquents puisqu’elles affectent chaque année 300.000 patients en Europe et 

200.000 aux Etats-Unis (Belkas et al., 2004; Ichihara et al., 2008). En 2003, le nombre de 

personnes souffrant de LNP sur le territoire américain était estimé à 20 millions (Grinsell and 

Keating, 2014). 

Même si le système nerveux périphérique (SNP) possède des capacités de régénération 

spontanée meilleures que celles du système nerveux central (SNC), une récupération 

complète n’est observée que pour les lésions les moins sévères. Les conséquences des LNP 

dépendent du type de lésion (compression, section, lacération, élongation), de leur 

localisation (par rapport au soma du neurone) ainsi que de leur gravité. Les nerfs 

périphériques pouvant être sensitifs, moteurs ou mixtes, les lésions impactent, selon les nerfs 

atteints, la conduction sensorielle et/ou motrice. Les LNP peuvent toucher la discrimination 

sensitive et induire une hypoesthésie ou inversement une hyperalgésie voire une allodynie, 

c'est-à-dire une douleur déclenchée par un stimulus normalement non nociceptif (Richner et 

al., 2011). Du point de vue moteur, une perte de la motricité plus ou moins importante 

pouvant aller jusqu’à la paralysie dans les cas les plus graves peut aussi être observée. Le 

traitement chirurgical reste encore aujourd’hui la stratégie de référence pour corriger cette 

défaillance dans la récupération des fonctions nerveuses. Cependant, une méta-analyse 

menée en 2005 sur la récupération des lésions des nerfs ulnaires et médians montrait une 

efficacité du traitement chirurgical dans seulement 51.6% des cas (Ruijs et al., 2005). Les LNP 

sont ainsi une source importante de handicap pour les patients et représentent un coût 

énorme pour la société avec par exemple une dépense annuelle estimée à 150 milliards de 

dollars aux Etats-Unis (Lundborg, 2003; Taylor et al., 2008; Siemionow and Brzezicki, 2009). 

De nos jours, les LNP sont majoritairement d’origine traumatique avec les accidents de 

la voie publique (64 % des cas), les incidents lors de la pratique d’une activité sportive ou 

encore les accidents balistiques ou à l’arme blanche (Noble et al., 1998; Burnett and Zager, 

2004). Elles touchent surtout les membres supérieurs avec une forte prévalence pour les 

fractures de l’humérus. Concernant les membres inférieurs, les lésions se concentrent au 
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niveau du nerf sciatique qui peut être lésé lors de fractures du bassin ou des hanches. En plus 

des causes traumatiques, on peut également recenser des causes iatrogènes lors de la 

résection de tumeurs ou lors de complications chirurgicales (Kretschmer et al., 2001). Enfin, 

les LNP peuvent être la conséquence de certaines pathologies comme le diabète, l’insuffisance 

rénale chronique, les infections au virus de l’immunodéficience humaine (VIH), dûes à des 

carences vitaminiques ou nutritionnelles dans les cas d’alcoolisme ou encore après des 

traitements chimiothérapeutiques anticancéreux (Edwards et al., 2008; Evans et al., 2011; 

Chopra and Tiwari, 2012). 

 

1.2. Structure du nerf périphérique 

1.2.1. Anatomie du nerf périphérique 

 

Le système nerveux est composé du SNC et du SNP. Si le SNC est constitué de l’encéphale 

et de la moelle spinale, le SNP inclut lui les nerfs périphériques et les ganglions. Le SNP a pour 

rôle de transmettre, à travers les nerfs périphériques, l’influx nerveux entre le SNC et les 

effecteurs périphériques (fibres efférentes motrices) ou les récepteurs sensoriels (fibres 

afférentes sensitives). On dénombre 43 paires de nerfs périphériques chez l’Homme : 12 

paires de nerfs crâniens (NC I à XII) et 31 paires de nerfs spinaux. 

Un nerf périphérique est constitué de plusieurs axones provenant de motoneurones, 

de neurones sensoriels primaires et/ou de neurones végétatifs pré et post-ganglionnaires 

dont les somas sont regroupés au niveau de noyaux ou ganglions (Felten and Jozefowicz, 2011; 

Mtui et al., 2015). Ces axones sont entourés de couches successives de cytoplasme provenant 

des cellules de Schwann (CS) (ou oligodendrocytes dans le SNC) avoisinantes qui forment une 

gaine de myéline. Autour de ces prolongements myélinisés, différentes couches de tissus 

conjonctifs structurent le nerf périphérique (voir figure 1) : 

- L’endonèvre (endoneurium) : cloison collagénique formant des tunnels dans lesquels 

progressent les axones qui se regroupent pour former des fascicules nerveux (Richard et 

al., 2012; Gao et al., 2013). 

- Le périnèvre (périneurium) : gaine conjonctivo-vasculaire entourant chaque fascicule 

nerveux. Elle est constituée de couches concentriques de cellules périneuriales d’origine 
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fibroblastique, séparées entre elles par une membrane basale et dont le nombre varie avec 

la taille du fascicule (Weerasuriya and Mizisin, 2011; Greathouse et al., 2016).  

- L’épinèvre (épineurium) : membrane constituée de couches épaisses et denses de tissu 

conjonctivo-adipeux entre les fascicules. Elle représente 30 à 70 % de la surface de section 

d’un nerf périphérique. L’épinèvre permet l’adhésion et le glissement du nerf aux autres 

structures environnantes, de résister aux forces de tension par son élasticité et de protéger 

les axones (par exemple en limitant la diffusion de solutés injectés localement) (Rigoard 

and Lapierre, 2009; Peltonen et al., 2013; Sala-Blanch et al., 2013). 

Des analyses microscopiques montrent que dans certains cas, comme par exemple 

pour le nerf sciatique au niveau de la fosse poplité, il existe une couche supplémentaire de 

tissu conjonctif : la gaine paraneurale (ou conjuctiva nervorum). Cette couche de collagène, 

semblable à l’épineurium, enveloppe le nerf avec le tissu adipeux avoisinant (Brull et al., 2015).  

 

 

Figure 1 : Structure d’un nerf périphérique. Au centre du nerf se trouve les filaments nerveux 

ou axones regroupés sous forme de fascicules. Ces fascicules sont entourés de couches de 

tissu conjonctif différentes dans leur composition et leur fonction : l’endonèvre 

(endoneurium), le périnèvre (perineurium) et l’épinèvre (epineurium) en périphérie. 

 

 

Le nerf périphérique est vascularisé par un réseau vasculaire anastomotique complexe 

et singulier, appelé « vasa nervorum » qui trouve son origine dans des troncs artériels 

avoisinants. Un réseau vasculaire externe péri-fasciculaire génère des branches longitudinales 
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et radiculaires qui traversent les différentes couches successives de tissu conjonctif 

composant le nerf pour atteindre l’endonèvre sous forme de capillaires longitudinaux endo-

fasciculaires (voir figure 2). Ces capillaires endoneuraux non fenêtrés forment avec le nerf une 

barrière hémato-nerveuse (vaso nervorum). Même si le nerf périphérique présente une 

résistance particulière à l’ischémie, cette dernière impactera en premier lieu les fascicules 

nerveux avant de s’appliquer sur l’épinèvre (Weerasuriya and Mizisin, 2011). 

 

 

Figure 2 : Représentation schématique de la vascularisation d’un nerf périphérique. Chaque 

artère génère une branche ascendante et une branche descendante qui se divisent elles-

mêmes en différentes branches épineurales qui traversent le nerf longitudinalement au sein 

de l’épinèvre. Ces branches épineurales génèrent des ramifications qui pénètrent dans 

l’épinèvre. A ce niveau, de nouvelles ramifications sont formées afin de traverser les couches 

successives du périnèvre et finalement entrer dans l’endonèvre. Une fois le périnèvre 

traversé, les capillaires endoneuraux générés suivent une distribution longitudinale.  

 

 

1.2.2. La gaine de myéline 

 

Lors de la myélinisation, l’axone périphérique est recouvert au niveau d’un internode 

par le cytoplasme de CS avoisinantes. Ce recouvrement est incomplet puisque persiste une 

fente reliée à la surface : le mésaxone (Scherer and Arroyo, 2014). Une fois que les feuillets 

externes de la membrane plasmique de la CS ont fusionné, le mésaxone devient virtuel et 

commence à s’allonger autour de l’axone, formant plusieurs couches successives de 

cytoplasme. Cet enroulement se fait de manière spiralée, la couche en cours de formation 
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progressant sous la couche précédente (Bunge et al., 1961) (voir figure 3). Puis le cytoplasme 

disparait ne laissant qu’une succession de couches de membrane plasmique donnant un 

aspect lamellaire de myéline dite compacte. Le cytoplasme est alors déplacé aux extrémités 

du segment internodal, formant des languettes superposées de cytoplasme : les languettes 

paranodales (Morell and Quarles, 1999). Par ailleurs, certaines portions de cytoplasme 

persistent entre les couches de membranes créant alors les incisures de Schmidt-Lanterman. 

Ces enroulements successifs de myéline permettent notamment de protéger l’axone et de 

l’isoler de son environnement. Cette myéline, est composée essentiellement de lipides (70%) 

comme les sphingomyélines et de quelques protéines spécifiques comme les protéines de 

myéline P0 (Myelin protein zero), PMP22 (Peripheral myelin protein 22), MBP (Myelin basic 

protein) ou MAG (myelin associated glycoprotein) qui ont notamment un rôle dans 

l’architecture de la gaine (Boiko and Winckler, 2006).  

 

 

 

Figure 3 : La myélinisation d’un axone périphérique. La gaine de myéline est constituée de 

l’enroulement successif de membranes plasmiques de CS (tiré de Biologydictionary.net 

Editors). 

 

 

Entre les internodes se trouvent de courtes portions d’axone non-myélinisé appelées 

nœuds de Ranvier. A leur niveau, la membrane axonale comporte de nombreux canaux 

sodiques et potassiques voltage-dépendant ainsi que des pompes Na+/K+ pour permettre la 

formation d’un potentiel d’action (Ariyasu et al., 1985; Cooper, 2011). Ce potentiel d’action se 

propage le long de l’axone par l’intermédiaire des nœuds de Ranvier, donnant l’impression de 

sauter au-dessus des internodes. Ce phénomène de propagation rapide est appelé saltatoire. 
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1.2.3. Le nerf facial 

1.2.3.1. Présentation du nerf facial 
 

Le nerf facial appartient à la VIIème paire de NC. Il trouve son origine au niveau central avec 

ses noyaux localisés dans le sillon bulbo-protubérantiel dans la fossette olivaire du tronc 

cérébral entre les noyaux du nerf abducens (VIème NC) en avant et les noyaux du nerf 

vestibulocochléaire (VIIIème NC) en arrière. C’est un nerf mixte avec une fonction motrice 

principale pour les muscles peauciers de la face, le muscle stylo-hyoïde, la partie postérieure 

du muscle digastrique et le muscle stapédien au niveau de l’oreille ainsi qu’une fonction 

sensitive affiliée aux sensations gustatives sur les deux tiers antérieurs de la langue. Il possède 

également des fonctions sensitives au niveau de la peau et du pavillon de l’oreille (au niveau 

de la zone de Ramsay-Hunt) apportées par les fibres du nerf intermédiaire (NC VII bis) auquel 

le nerf facial est affilié et qui trouve son origine entre les noyaux du VII et du VIII. Le nerf facial 

possède aussi une activité viscérale en raccordant les fibres parasympathiques aux glandes 

submandibulaires et sublinguales où elle stimule la production salivaire, et aux glandes 

lacrymales ainsi que la muqueuse nasale. Enfin, le nerf facial participe au réflexe cornéen (voir 

figure 4) (Lacombe, 2009). 

 

1.2.3.2. Trajet du nerf facial 
 

Les fibres nerveuses émergent du sillon bulbo-protubérantiel accompagnées des fibres du 

nerf accessoire et pénètrent dans le conduit auditif interne puis traverse le rocher en 

empruntant le canal du facial. Au niveau du ganglion géniculé les fibres des nerfs VII et VII bis 

fusionnent pour générer un nerf facial unique qui sort du rocher par le foramen stylo-

mastoïdien. Tout au long de son trajet dans le rocher, le nerf facial détache des rameaux 

collatéraux qui iront innerver la partie antérieure de la langue (la corde du tympan), le muscle 

stapédien (nerf stapédien) et s’anastomoser avec le nerf trijumeau (via les nerfs grand et petit 

pétreux) (Lacombe, 2009).  
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Figure 4 : Anatomie fonctionnelle du nerf facial. En rouge les fibres motrices, en bleu les fibres 

sensitives, en jaune les fibres sensorielles et en vert les fibres végétatives (Hitier et al., 2013). 

 

Le foramen stylo-mastoïdien franchi, le nerf facial génère encore différentes collatérales 

motrices et sensitives (nerf auriculaire postérieur). Il pénètre ensuite dans la glande parotide 

pour former les branches temporo-faciale et cervico-faciale d’où émergent les branches 

terminales : temporale, zygomatique, buccale, marginale mandibulaire et cervicale (voir figure 

5) (Lacombe, 2009). 
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Figure 5 : Schéma des branches terminales du nerf facial (modifié de Curry, 2019) 

 

 

1.3. Les grades de sévérité des lésions  

1.3.1. La classification de Seddon 
 

Selon le type et la gravité de la lésion, les différentes structures du nerf seront plus ou 

moins endommagées et influeront sur le pronostic d’une restauration complète spontanée. 

C’est en 1943 que Seddon présente la première classification des LNP (Seddon, 1947). Celle-ci 

présente trois stades qui sont encore couramment utilisés en clinique (voir figure 6) : 

- La neurapraxie : Elle traduit un arrêt ou bloc de la conduction sans lésion neuronale. La lésion 

impacte uniquement la gaine de myéline et est restreinte au site de lésion. Elle est 

généralement provoquée par une compression ou une élongation du nerf trop importante 

(Campbell, 2008). Cliniquement, elle se traduit par une perte temporaire de la fonction mais 

une récupération spontanée et complète est observée. Avec une vitesse de repousse axonale 

estimée chez l’Homme à 1 millimètre par jour (Walsh and Midha, 2009), les fonctions motrices 
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et ou sensitives lésées sont restaurées après quelques jours à quelques semaines selon la taille 

de la lésion. 

- L’axonotmésis : Elle se définit par une rupture de l’axone sans atteinte du périnèvre et de 

l’épinèvre. La repousse axonale est guidée par le périnèvre intact. La perte de fonction et la 

récupération sont plus longues comparées à la neurapraxie (peut prendre plusieurs mois) mais 

est encore complète généralement. 

- Le neurotmésis : Le stade le plus grave qui correspond à une section complète des trois 

structures du nerf (endonèvre, périnèvre et épinèvre) et un arrêt complet de la conduction. 

Dans certains cas l’épinèvre peut être épargné. La grande quantité de tissu conjonctif dans le 

site de lésion provoque une repousse axonale hasardeuse qui peut être à l’origine de 

l’apparition de tumeurs au niveau du nerf : les névromes. A ce stade, la récupération complète 

est impossible et seul un traitement chirurgical peut permettre une récupération partielle.  
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Figure 6 : Représentation schématique et équivalence des différents grades de lésions 

nerveuses selon Sunderland. Le stade de neurapraxie correspond à un arrêt plus ou moins 

important de la conduction nerveuse sans lésion axonale contrairement au stade 

d’axonotmésis. Le stade de Neurotmésis correspond, quant à lui, à la section de la totalité des 

structures nerveuses. Le grade I correspond à la neurapraxie de Seddon. Le grade II indique 

une perte de la continuité de l’axone et de sa gaine de myéline sans lésion de l’endonèvre. Les 

grades III à V correspondent à des atteintes des différents tissus conjonctifs du nerf (III ; 

endonèvre lésé ; IV : périnèvre ; V : transsection de l’épinèvre). 

 

 

1.3.2. La classification de Sunderland 
 

Quelques années plus tard, Sunderland a affiné cette classification en 5 stades 

(Sunderland, 1951) (voir figure 6). Comparée à la classification de Seddon, cette nouvelle 

nomenclature prend en compte la membrane basale autour des fascicules nerveux comme 

structure anatomique supplémentaire et les processus cicatriciels impliqués. Elle permet 

d’expliquer les disparités de récupération entre les axonotmésis. Les lésions sont alors 

réparties de la manière suivante : 

- Premier degré : est identique à la neurapraxie de Seddon 

- Deuxième degré : rupture axonale sans atteinte de la membrane basale. La repousse 

axonale est guidée et la récupération est complète. 

- Troisième degré : correspondent à des lésions des tubes endoneuraux (membrane 

basale inclut). Le périnèvre est encore préservé. Le processus cicatriciel est plus 

important que dans le deuxième degré et la perte d’intégrité de la membrane basale 

peut induire une désorganisation des axones au moment de la repousse axonale. Des 

échanges de différentes fibres (motrices, sensitives, végétatives) peuvent être 

observés entre les fascicules. A partir de ce stade, la récupération est incomplète. 

- Quatrième degré : La lésion inclut le périnèvre et seul l’épinèvre est intact. La cicatrice 

inflammatoire au niveau du site de lésion, plus importante que le degré précédent, 

forme un névrome qui perturbe davantage la repousse axonale. La récupération 

spontanée est nulle à partir de ce stade et nécessite un traitement chirurgical. 

- 5ème degré : Lésion de toutes les structures et correspond au neurotmésis. 
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La classification de Sunderland a cependant quelques limites au niveau clinique car les 

nerfs lésés mixent différents grades généralement. Mackinnon ajouta un sixième stade 

correspondant à une mosaïque des différents grades dans différents fascicules et à différentes 

localisations dans le nerf (Watchmaker and Mackinnon, 1997).  

 

1.4. Les bases cellulaires et moléculaires de la régénération nerveuse 
 

Lorsque les axones sont sectionnés comme lors d’une axonotmésis ou d’un neurotmésis, 

une suite rapide de changements métaboliques et structuraux surviennent au niveau du 

rameau distal du site de lésion pour dégénérer la fibre nerveuse lésée tandis que la portion 

proximale subit d’autres modifications pour préparer la régénération. 

 

1.4.1. La dégénérescence Wallérienne 

 

Les changements observés en aval de la lésion furent décrits pour la première fois par 

Augustus Volney Waller en 1850, après avoir observé des lésions des nerfs glossopharyngés 

et hypoglosses chez la grenouille et sont aujourd’hui regroupés sous le terme de 

dégénérescence Wallérienne (Gaudet et al., 2011). L’objectif de cette dégénérescence est 

d’éliminer le plus rapidement possible les débris cellulaires, notamment certaines protéines 

de myéline inhibitrices des processus de régénération comme MAG. Cela va créer un 

environnement favorable à la régénération axonale et réinnerver l’organe cible du nerf pour 

restaurer sa fonction (Bähr and Przyrembel, 1995; Shen et al., 1998; Cafferty et al., 2010). 

Cette élimination est assurée par les CS et les macrophages permettant une action rapide (dès 

les premières heures qui suivent la lésion) et prolongée (jusqu’à deux semaines) (Perry and 

Brown, 1992). Cette dégénérescence Wallérienne est également présente dans le SNC. 

Cependant, des différences existent concernant les types cellulaires impliqués (microglie et 

oligodendrocytes dans le SNC ; macrophages et CS dans le SNP) ou dans le processus de 

dégénérescence (suppression de la myéline dégénérée dans le SNP uniquement).  

La séparation des axones du rameau distal avec leur soma initie la dégénérescence 

Wallérienne au niveau du rameau distal de la lésion avec l’activation rapide (1 heure après la 

lésion) de l’expression de récepteurs tyrosine kinase Erb2 au niveau des CS (Guertin et al., 
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2005). Parmi les raisons expliquant cette vulnérabilité du rameau distal, un arrêt de 

l’acheminement vers l’axone de la protéine Nmat1 (nicotinamide mononucleotide 

adenylyltransferase 1) causé par la lésion a été suggéré, même si les mécanismes mis en jeu 

n’ont pas encore été totalement élucidés (Sasaki et al., 2009; Coleman and Freeman, 2010). 

Les CS, localisées au contact des axones, sont les premières cellules non neuronales à 

répondre à une axotomie. La perte de contact entre l’axone et la myéline induit une 

réorganisation des protéines membranaires au sein des CS et une dédifférenciation de celles-

ci selon un mécanisme dépendant du système ubiquitine-protéasome (Hung et al., 2015). Leur 

dédifférenciation s’accompagne d’un arrêt de la production de myéline, d’une prolifération et 

de leur migration vers le site de lésion où elles s’associent avec les fibroblastes adjacents pour 

former les bandes de Büngner (Gaudet et al., 2011). Ces bandes ont pour rôle de relier les 

extrémités proximale et distale afin de guider la repousse axonale (voir figure 7). 

En aval de la lésion les rameaux nerveux distaux sont rapidement éliminés après la lésion 

puisqu’ils sont totalement fragmentés dans les deux jours qui suivent la lésion (Beirowski et 

al., 2005). Cette fragmentation est réalisée à l’intérieur de microsphères d’actine produites 

par les CS selon un mécanisme dépendant de l’axe PIGF (phosphatidylinositol glycan anchor 

biosynthesis class F)-VEGFR1 (Vascular endothelial growth factor receptor 1)-Pak1 (P21 

activated kinase 1) (Vaquié et al., 2019). Les CS sont ainsi capables de dégrader leur propre 

myéline et les débris extracellulaires, faisant de ces cellules les principaux acteurs 

phagocytaires durant les cinq premiers jours post-lésion (Perry et al., 1995). Cette étape peut 

même être capitale pour protéger les neurones non lésés en cas de lésion partielle où tous les 

neurones ne seraient pas axotomisés. En effet, dans le cas d’une élimination insuffisante, la 

myéline dégénérée activera le système du complément qui, à son tour, pourra endommager 

les cellules nerveuses saines (Mead et al., 2002; Ramaglia et al., 2007). 

Cette action phagocytaire des CS est au fur et à mesure du temps renforcée puis relayée 

par les macrophages périphériques. Après la lésion, une réaction inflammatoire se met en 

place avec l’activation au niveau des CS de nombreux Toll-like receptors (TLRs) comme TLR3, 

TLR4 et TLR7 et notamment TLR1 (Boivin et al., 2007). Cette activation des TLRs induit chez les 

CS la production et la sécrétion de cytokines et chimiokines pro-inflammatoires comme le TNF-

α (Tumor Necrosis Factor alpha) et le CCL2 (Chemokine (C-C motif) ligand 2) (Shamash et al., 

2002; Martini et al., 2008). Cette sécrétion est renforcée par effet paracrine avec les 
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fibroblastes adjacents qui produisent d’autres cytokines pro-inflammatoires comme 

l’interleukine-6 (IL-6) et le GM-CSF (Granulocyte-macrophage colony-stimulating factor) 

(Reichert et al., 1996; Be’eri et al., 1998). Le CCL2 permet le recrutement de macrophages 

hématogènes par diapédèse à partir du deuxième jour suivant la lésion pour atteindre un pic 

au septième jour (Reichert et al., 1994). Les macrophages recrutés, en plus de leur action 

phagocytaire, sécrètent des cytokines anti-inflammatoires comme l’IL-10. La sécrétion, 

correspondant à la cinétique des macrophages, atteint un pic au septième jour puis décroit 

progressivement, la dégénérescence Wallérienne se concluant en moyenne deux-trois 

semaines après la lésion pour permettre la repousse axonale (Mirski et al., 2003). Cependant, 

les cinétiques de production et de sécrétion des différentes cytokines et chimiokines ainsi que 

le recrutement des macrophages a été montré dépendant du type de lésion 

(coupure/écrasement). Contrairement à ce qui peut être observé dans les lésions par 

cisaillement, la production de cytokines est régulée par les axones en cours de régénération 

dans les lésions par écrasement (Rotshenker, 2011). 
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Figure 7 : Les différentes étapes de dégénérescence Wallérienne. (A) un axone sain 

provenant d’un nerf périphérique entouré de CS et de fibroblastes. (B) L’axone subit une lésion 

qui provoque des lésions tissulaires en aval. Les CS activées et les macrophages recrutés 

phagocytent les débris. (C) Une fois la zone de lésion nettoyée de ces débris, les filopodes 

axonaux émergent du rameau proximal pour réinnerver la cible originale de l’axone. Le 

guidage des filopodes se fait à travers les colonnes de Büngner formées par les CS. (D) Lorsque 

l’innervation est réalisée les CS reprennent un phénotype myélinisant et une gaine de myéline 

enroule l’axone néoformé (Al-Zer and Kalbouneh, 2015). 

 

1.4.2. La survie neuronale et la chromatolyse 
 

Si en aval de la lésion le segment nerveux est fragmenté et éliminé pour créer un 

environnement propice à la repousse, en amont, d’autres modifications cellulaires et 

métaboliques ont lieu afin que le neurone survive et régénère son axone (Stoll and Müller, 

1999). Les neurones subissent un changement métabolique, délaissant leur fonction 

excitatrice au profit d’un phénotype plus conservateur. L’arborisation dendritique est réduite 

drastiquement (plus de la moitié des synapses est perdue quatre semaines après une 

axotomie), le nombre d’afférences synaptiques issues d’autres neurones est diminué et la 

production de neurotransmetteurs est inhibée (Carlstedt, 2009; Spejo et al., 2013; Barbizan 

et al., 2014). En contrepartie, une augmentation de la synthèse protéique est observée pour 

différents gènes impliqués dans la structure cellulaire (tubuline, actine, peripherine, 

neurofilament), des facteurs neurotrophiques et leurs récepteurs (brain-derived neurotrophic 

factor (BDNF), basic fibroblast growth factor (bFGF)), des neuropeptides (neuropeptide Y) ou 

encore des protéines de croissance comme neuréguline ou GAP43 (growth associated protein 

43) (Hoffman and Cleveland, 1988; Lewis and Bridgman, 1992; Allodi et al., 2012). Deux à cinq 

jours après une axotomie, ces changements métaboliques se traduisent par une importante 

réorganisation intracellulaire au niveau du péricaryon où les corps de Nissl, granules 

basophiles accolés au réticulum endoplasmique (RE) rugueux, disparaissent au cours d’un 

processus appelé chromatolyse. De plus, sous l’effet du réarrangement du cytosquelette, 

cette chromatolyse est associée à un gonflement du péricaryon et un déplacement du noyau 

vers la périphérie (McIlwain and Hoke, 2005). Cette chromatolyse et les changements 

morphologiques l’accompagnant ne restent cependant qu’une étape transitoire dans la survie 

neuronale avec un retour progressif à une morphologie « normale » plusieurs mois après 
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l’axotomie (Degn et al., 1999). Dans les cas où la lésion ne pourrait être supportée par l’étape 

de chromatolyse, le neurone entrera alors en apoptose  (Martin et al., 1999). Ainsi, selon la 

gravité de la lésion une perte plus ou importante de neurones sera observée. Différents 

facteurs peuvent influer sur la perte neuronale comme le type de lésion, la distance de la 

lésion par rapport au corps cellulaire, le type de neurone lésé ou encore le stade de maturité 

du neurone (Ygge, 1989; Lowrie et al., 1994; Decosterd and Woolf, 2000; Valero-Cabré and 

Navarro, 2001). 

 

1.4.3. La régénération axonale 

 

A partir d’un nœud de Ranvier situé en amont de la lésion, la membrane plasmique de 

l’axone lésé fusionne et forme le cône de croissance (ou bourgeon axonal) pour l’isoler des 

facteurs produits par les CS et cellules inflammatoires avoisinantes (Bradke et al., 2012). Le 

cône de croissance est une structure cellulaire capable de s’allonger selon son environnement 

et qui sera à l’origine de l’axone naissant. Lors de sa formation, plus d’une dizaine de filopodes 

bourgeonnent et progressent entre les CS à l’intérieur des bandes de Büngner. Puis, ce 

nombre de fibres nerveuses augmente progressivement pour atteindre un pic plusieurs 

semaines après la lésion (Bijlsma et al., 1983). L’élongation des axones naissants est guidée 

par chimiotactisme c’est-à-dire par un gradient de facteurs neurotrophiques comme le NGF 

(nerve growth factor), IGF (insulin growth factor) ou BDNF ainsi que des molécules d’adhésion 

comme N-CAM ou GFAP (glial fibrillary acidic protein), produits et sécrétés par les CS le long 

de ces bandes (Bunge et al., 1982). En effet, lors des processus de clairance, les CS 

surexpriment des récepteurs de classe II qui permettent de lier le NGF libre de la matrice extra-

cellulaire et former un support trophique qui guidera la repousse axonale. Ces facteurs créé 

alors un environnement qui peut être permissif et donc permettre l’élongation des filopodes 

ou au contraire être répulsif. A la fin, les filopodes atteignant leur cible murissent et voient 

leur diamètre croître tandis que ceux n’ayant pas réussit à établir des connexions subissent, 

quant à eux, une atrophie jusqu’à disparaitre (Witzel et al., 2005). De nouveau au contact de 

l’axone, les CS se différencient et redeviennent myélinisantes. Ce processus d’élongation et 

de guidage est limité dans le temps : une perte anormalement longue de la connexion 
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nerveuse dans la portion distale entraînera une « mise en veille » des CS dans cette zone (perte 

de l’expression des facteurs neurotrophiques) et une atrophie des tissus cibles par apoptose. 

L’efficacité de la récupération fonctionnelle varie selon les espèces avec une efficacité 

moindre chez l’Homme comparée aux rongeurs (1 mm par jour chez l’Homme et jusqu’à 4 mm 

par jour chez le rat) (Sulaiman and Gordon, 2013; Teixeira et al., 2016). Ces différences ont 

été attribuées d’une part à une élimination plus longue des débris de myéline et des axones 

lésés et deuxièmement à une longueur plus grande des nerfs chez l’Homme, donc une zone 

plus grande à nettoyer et une plus grande distance pour les axones régénérés à atteindre leur 

cible. Si les capacités de régénération et de guidage permettent une récupération quasi-

complète pour les lésions légères (neurapraxie), lorsque la continuité du tissu conjonctif est 

altérée (axonotmésis ou neurotmésis), la récupération fonctionnelle de l’organe cible sera 

d’autant plus faible que la lésion sera sévère et la structure fasciculaire du nerf complexe. 

Dans ces cas, l’organisation topographique des fibres peut être modifiée avec une perte de 

l’architecture fasciculaire initiale ou avec un axone se retrouvant divisé en un nombre plus 

important de fascicules qu’il ne l’était avant la lésion (Valero-Cabré et al., 2004; Lago and 

Navarro, 2006). D’autre part, au moment où les filopodes traversent le site de lésion, ils 

progressent « à l’aveugle » dans le réseau dense de fibres de collagène d’origine fibroblastique 

que forme le névrome, où le risque de mauvaise guidance est important. Ces perturbations 

dans le processus de guidance peuvent être la source de douleurs et de dysesthésie et d’une 

innervation inappropriée d’autres organes (Valero-Cabré and Navarro, 2002). Par exemple, 

des fibres motrices efférentes peuvent innerver des organes sensitifs alors qu’à l’inverse des 

fibres afférentes sensitives peuvent innerver des plaques motrices. Selon le degré de sévérité 

de ces mauvaises orientations, une perte plus ou moins importante de la fonction de l’organe 

sera observée. Ces perturbations dans l’orientation des fibres sont en partie responsables du 

faible taux de récupération et de lésions secondaires pour les patients ayant subi des 

transsections nerveuses même après traitement chirurgical. Parmi ces lésions secondaires, 

une mauvaise orientation nerveuse pourra se traduire cliniquement par l’apparition de 

dyscinésies (mauvaise contraction de muscles) ou des syncinésies (contraction involontaire de 

muscles). Plusieurs mécanismes peuvent en être à l’origine : un mauvais ciblage des axones 

en cours d’élongation lors de la régénération nerveuse, une réorganisation des motoneurones 

à l’intérieur du noyau du nerf facial ou encore le développement d’une transmission 
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éphaptique entre axones adjacents (Baker et al., 1994). Ces phénomènes de dyscinésie et de 

syncinésie sont particulièrement observés lorsque le nerf possède de nombreuses branches 

terminales rapprochées. Leur diminution représente aujourd’hui un axe de développement 

majeur pour améliorer l’efficacité des traitements contre les LNP (voir figure 8) (Moran and 

Neely, 1996). 

 

 

Figure 8 : Problèmes rencontrés après une mauvaise guidance axonale. (A) Exemple 

d’innervation précise d’un motoneurone et d’un neurone sensitif avec leur cible respective. 

(B) Une régénération avortée se conclut par une neurodégénérescence et une atrophie des 

tissus cibles. (C) Les problèmes de guidances rencontrés lors de la traversée du névrome 

peuvent être à l’origine d’innervation inappropriées. Lorsque ces problèmes impactent des 

fibres motrices ceux-ci peuvent être source de dyscinésie (D) ou de syncinésie (E) (Allodi et al., 

2012). 
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1.5. Les traitements des LNP et les axes de recherche 
 

Durant ces dernières années, les recherches menées ont considérablement amélioré notre 

compréhension des phénomènes mis en jeu dans la réparation nerveuse et les facteurs 

pouvant influer sur ce processus. Il est à présent établi que la qualité de la repousse dépend 

du type de lésion (lésion de la myéline ou de l’axone) mais également de la distance la 

séparant du périkaryon. Si l’intervention chirurgicale reste encore le traitement de premier 

recours dans le cas des LNP, d’autres alternatives moins invasives ou faisant appel à des agents 

moléculaires ont vu le jour (Faroni et al., 2015). 

 

1.5.1. Les traitements chirurgicaux 
 

Les premiers témoignages de LNP remontent à l’Antiquité (XIIe-VIe siècle avant J-C) dans 

l’Iliade d’Homère et l’histoire de la guerre du Péloponnèse de Thucydide (Terzis and 

Papakonstantinou, 2000). Galien fut le premier à diagnostiquer et proposer un traitement 

pour les personnes souffrant de lésion du plexus brachial. A partir de la Renaissance (XIV-XVe 

siècle), l’essor des nouvelles sciences comme l’étude de l’anatomie remit en question les 

préceptes tenus jusque-là et c’est au cours de la première moitié du XIXe siècle avec les 

travaux de T. Schwann (1830), d’A. Waller (1850), de G.B. Duchenne (1861), de M. Nelaton 

(1864) et Laugier (1864) qu’apparut pour la première fois la notion de traitement des LNP par 

suture nerveuse chirurgicale (Millesi, 1973; Desouches et al., 2005). En 1903, Les médecins W. 

Harris et V.W Low furent les premiers à proposer d’utiliser un nerf sain pour réinnerver les 

cibles atteintes (Carlstedt, 2007). Cette technique de transfert nerveux connu un énorme 

engouement durant la première moitié du XXème siècle mais sa difficulté de réalisation et le 

peu de résultats cliniques découragèrent les chirurgiens qui l’abandonnèrent 

progressivement. Il fallut néanmoins attendre la seconde moitié du XXe siècle et les nombreux 

cas de LNP suites aux deux guerres mondiales pour voir une nouvelle vague de progrès dans 

le traitement des LNP. En effet, le besoin de santé publique couplé aux progrès technologiques 

qui accompagnèrent cette période ont permis le développement de nouveaux outils, 

notamment les microscopes chirurgicaux et l’essor de la microchirurgie. De nouvelles 
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techniques de suture ont pu ainsi être mises en place comme la suture épineurale et 

périneurale (aussi appelée fasciculaire) ou réintroduire la suture latéro-terminale. Cette 

technique développée par Balance en 1903, consistant à raccorder l’extrémité distale du nerf 

lésé avec un nerf intact, connu un nouvel essor avec l’équipe de Viterbo (Viterbo et al., 1994). 

Le dernier axe pour améliorer la récupération est d’empêcher l’atrophie du tissu cible 

dénervé. Alors que les neurones sensitifs sont capables de voir leurs récepteurs réinnervés 

plusieurs années après la lésion, les cellules musculaires présentent une plus grande 

vulnérabilité face à la perte d’innervation. La transplantation de muscles sains peut également 

accompagner une reconstruction nerveuse pour les cas les plus graves (Faroni et al., 2015).   

Malgré une amélioration de la récupération des fonctions sensorimotrices, le traitement 

chirurgical reste toujours incomplet et le bénéfice est patient-dépendant. S’il reste encore 

aujourd’hui la solution de premier recours, elle nécessite cependant le développement 

d’alternatives. 

 

1.5.2. Les traitements conservateurs 
 

En parallèle, des traitements non invasifs ont été développés. Il est aujourd’hui bien 

documenté que l’exercice physique et la mobilisation de la zone lésée améliore la 

récupération nerveuse, notamment en favorisant le tri synaptique, en stimulant la 

prolifération des CS et en stimulant la production et la sécrétion gliale de NGF et de BDNF 

(English et al., 2011; Teodori et al., 2011; de Ruiter et al., 2014). De plus, il a été observé chez 

le rat que l’activité physique provoquait une augmentation des niveaux de β-endorphines et 

de métenképhalines dans la moelle ventromédiale rostrale et dans la substance grise 

périacqueductale au sein du tegmentum du mésencéphale, deux zones impliquées dans le 

traitement de la douleur, suggérant qu’en plus de son action réparatrice, l’exercice physique 

pouvait diminuer la douleur neuropathique (Stagg et al., 2011; Teodori et al., 2011). En plus 

de son caractère non invasif, l’exercice physique peut-être couplé à d’autres traitements, 

qu’ils soient invasifs (comme la chirurgie) ou non comme l’électrostimulation (Rosa Junior et 

al., 2016). 

 L’électrostimulation a aussi suscité un intérêt croissant ces dernières années même si 

son bénéfice est encore débattu. Les différentes études menées ont mis en avant la 
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complexité de cette méthode dont l’effet sur la réparation pouvait être opposé selon le timing 

et l’intensité de la stimulation. Alors qu’une faible stimulation au niveau du rameau proximal 

favorise la sécrétion de facteurs neurotrophiques ou de neurotrophines, une stimulation 

excessive pourra retarder les processus de régénération et provoquer une atrophie 

musculaire (Gigo-Benato et al., 2010; Kim et al., 2011; Pinheiro-Dardis et al., 2017). A l’image 

de l’électrostimulation, d’autres pistes thérapeutiques comme la photothérapie, les ultrasons 

ou la stimulation magnétique ont montré un potentiel thérapeutique intéressant dans le cas 

des LNP même si pour certaines d’entre elles, les mécanismes impliqués ne sont pas encore 

totalement élucidés (Raso et al., 2005; Rochkind, 2009; Rosa Junior et al., 2016; Ni et al., 2017). 

Cependant, par leur sensibilité technique elles nécessitent encore des études 

complémentaires pour déterminer les réglages optimaux. 

 

1.5.3. Les traitements pharmacologiques 

 

Différents agents pharmacologiques furent également testés, administrés localement ou 

de manière systémique, avec pour cible différents processus intervenant dans la 

dégénérescence Wallérienne ou la repousse axonale. Un des premiers axes fut de moduler la 

réponse inflammatoire pour améliorer l’élimination des débris cellulaires et éviter la 

formation d’une cicatrice gliale pouvant gêner la guidance des axones néoformés. Dans cette 

optique, l’administration de corticostéroïdes, de déxaméthasone ou encore de gabapebtine, 

utilisée couramment comme antiépileptique, ont tous montré des résultats bénéfiques chez 

le rat (Khan et al., 2014; Câmara et al., 2015; Feng and Yuan, 2015). Des résultats positifs ont 

également été constaté après application de vasodilatateurs (Nimodipine, Trapidil), de 

bloqueurs de canaux potassiques (4-aminopyridine), de thymorégulateur (chlorure de 

lithium), d’hormone (mélatonine), de vitamine (cholécalciférol) ou d’aspirine, même si le 

mécanisme d’action n’a pu être identifié pour toutes ces molécules (Mattsson et al., 1999; 

Kurtoglu et al., 2005; Makoukji et al., 2012; Kaya et al., 2013; Cui et al., 2015; Montava et al., 

2015; Tseng et al., 2016). 

L’application d’agents pharmacologiques reste cependant confrontée à certaines limites : 

si l’application systémique est non invasive, son efficacité peut être plus faible qu’une 

administration locale (Suslu et al., 2013). L’absorbance rapide de certaines molécules peut 
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aussi freiner leur efficacité, et leur administration répétée pour palier à cette complication 

peut faire apparaitre des effets secondaires sévères comme cela a été observé avec des 

hormones stéroïdes sur des fibroblastes (Mukudai et al., 2015). 

 

1.5.4. Les manchons d’interposition 
 

La seconde moitié du XXème siècle a également permis l’essor de la bioingénierie avec le 

développement de tubes matriciels produits en laboratoire. D’origine naturelle (collagène, 

fibronectine, chitosan, gélatine, acide hyaluronique, soie), issus de matières synthétiques 

biologiquement inactifs (silicone, polyéthylène glycol, polyvinyle, …) ou d‘origine mixte, ces 

manchons ont pour but de permettre la réinnervation de la cible en guidant le plus 

précisément possible la régénération axonale vers l’organe cible avec la perte minimale de 

fibres (Grinsell and Keating, 2014). Toutefois, cette stratégie n’est pas nouvelle puisqu’au 

XVIIIème siècle des greffons autologues d’origine nerveuse, vasculaire, musculaires ou 

tendineuse furent testés, chacun montrant qu’ils pouvaient contribuer à la repousse axonale 

(Desouches et al., 2005). Les manchons veineux furent particulièrement étudiés pour leur 

efficacité comparée aux autres mais étaient restreints à des lésions courtes (< 4cm), la veine 

se collabant et devenant alors un obstacle pour la repousse axonale (Sabongi et al., 2015). 

Pour tous ces manchons naturels, les effets indésirables observés au niveau du site donneur 

encouragèrent les cliniciens à se tourner plutôt vers une stratégie d’allogreffe, rendue possible 

par les progrès des traitements immunosuppresseurs comme l’administration de cyclosporine 

A et de tacrolimus (Desouches et al., 2005). Cette stratégie alternative présente cependant 

pour le patient des risques infectieux et peut perturber la repousse axonale en modifiant la 

réaction inflammatoire. Si depuis 1999 des manchons d’interposition sont commercialisés, 

leurs résultats divergent en essai clinique, limités à des lésions courtes (<2cm) et avec une 

efficacité comparable à la greffe nerveuse autologue (Moore et al., 2009; Pabari et al., 2014).  

L’objectif à présent est de modifier l’environnement luminal de ces conduits. A l’origine 

passifs et uniquement protecteurs, ils deviennent actifs, modifiant le devenir des cellules, 

facilitant l’adhésion et la migration des CS et des axones. Pour cela, au manchon ont été ajouté 

différentes molécules administrées dans la lumière du conduit ou incorporés dans un hydrogel 

dans la membrane. Parmi les pistes étudiées fut administré des facteurs neurotrophiques 



31 
  
 

naturellement exprimés lors de la régénération nerveuse comme le BDNF, NGF, GDNF (glial 

cell-line derived neurotrphic factor), CNTF (ciliary neurotrophic factor), IGF-1 ou encore les 

neurotrophines-3 et 4/5 (Zhang et al., 2004; Madduri and Gander, 2010; Hopkins et al., 2013). 

Des hormones (progestérone, hormones thyroïdiennes, hormone de croissance) et des 

substances pharmacologiques comme la N-acétylcystéine (NAC) ont également montré un 

potentiel thérapeutique même si leur utilisation nécessite encore à ce jour des études 

supplémentaires (Schumacher et al., 2001; Hart et al., 2004; Barakat-Walter and Kraftsik, 

2018; Lopez et al., 2019). Les résultats obtenus ont montré que l’ajout de ces molécules 

pouvaient, selon les cas, améliorer l’action des CS, renforcer le nombre de neurofilaments, 

améliorer la conduction nerveuse ou l’innervation du muscle cible (Zhang et al., 2004; Madduri 

and Gander, 2010). Cependant, à l’image des traitements pharmacologiques, leur 

administration est généralement accompagnée de lésions secondaires liées au dosage, à la 

posologie ou aux interactions entre les différentes molécules qui peuvent parfois perturber 

leur effet (Boyd and Gordon, 2002; Boyd and Gordon, 2003).  

 

 

Figure 9 : Schéma récapitulant les différentes stratégies aux LNP. Suit à une axonotmésis le 

traitement chirurgical utilisant un manchon nerveux sain reste le traitement de première 

option. Actuellement, des manchons supplémentés avec des molécules sont en cours de 

développement (Faroni et al., 2015).  
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Ainsi, la seconde moitié du XXème siècle a permis de mieux comprendre les mécanismes 

mis en jeu lors des LNP. Grâce aux progrès techniques et technologiques, différentes pistes 

thérapeutiques ont été proposées en complément du traitement chirurgical actuel (voir figure 

9), mais les résultats restent encore insuffisants. La dégénérescence Wallérienne et la 

régénération axonale étant des processus très complexes impliquant de nombreux acteurs qui 

agissent dans des intervalles de temps précis, l’idée d’un traitement reposant sur 

l’administration d’une ou quelques molécules semble utopique. Une dernière alternative, pas 

encore développée jusque-là, connut un essor important ces dernières années, est celle de la 

thérapie cellulaire à partir de cellules souches. Douées de capacités régénératrices 

intrinsèques uniques, les cellules souches sont aujourd’hui considérées comme un outil 

thérapeutique essentiel de la médecine régénérative de demain.   
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2. La thérapie cellulaire à partir de cellules souches 

2.1. Introduction 
 

C’est en 1868 avec Ernst Haeckel que le terme de cellules souches fut mentionné pour la 

première fois en faisant référence à l’œuf fécondé. Un siècle plus tard, James Till et Ernest 

McCulloch démontrent l’existence de ces cellules en injectant des cellules hématopoïétiques 

dans la moelle de souris irradiées (McCulloch and Till, 1971). Les cellules souches sont des 

cellules caractérisées par un état indifférencié et définies par deux propriétés : (1) celle d’auto-

renouvellement, c’est-à-dire la capacité de se renouveler de manière potentiellement illimitée 

par division cellulaire symétrique ; et (2) celle de potentialité, à savoir la capacité de se 

différencier en un type cellulaire plus spécialisé (aussi appelée progéniteur) par division 

asymétrique (Weissman, 2000) (voir figure 10). Grâce à ces deux propriétés les cellules 

souches peuvent se maintenir en nombre constant et assurer l’homéostasie des tissus cibles 

(Wagers and Weissman, 2004). Par la suite, d’autres caractéristiques ont été mises en 

évidence pour ces cellules comme leur capacité de se regrouper sous forme de sphère pour 

certaines d’entre elles ou l’expression de différents marqueurs spécifiques (Mimeault and 

Batra, 2008).  

 

Figure 10 : Représentation schématique des propriétés des cellules souches à travers 

l’exemple de la lignée neurale. Celle-ci est définie par deux propriétés (I) celle d’auto-

renouvellement et (II) celle de générer un type cellulaire plus spécialisé, ici des précurseurs 

neuronaux et gliaux par division asymétrique. 



34 
  
 

2.2. Le degré de potentialité des cellules souches 
 

Le degré de potentialité définit le nombre de types cellulaires différents que peut 

générer une même cellule souche. Il existe plusieurs degrés qui sont retrouvés à différents 

stades du développement d’un organisme. Le degré le plus élevé est celui des cellules souches 

totipotentes. Elles sont issues des premières divisions de l’œuf fécondé (au stade zygote et de 

blastomères). Elles sont capables de se différencier dans tous les types cellulaires et les seules 

capables de générer un organisme entier ainsi que les tissus extra-embryonnaires comme le 

placenta et la membrane amniotique. Ensuite, le deuxième degré est celui des cellules souches 

pluripotentes. Ces cellules correspondent aux cellules souches embryonnaires. Elles sont 

issues de la masse cellulaire interne du blastocyste (stade 64 cellules) et à l’origine des trois 

feuillets embryonnaires (ectoderme, mésoderme, endoderme). Contrairement aux cellules 

totipotentes, les cellules pluripotentes sont incapables de générer un organisme entier. Le 

degré suivant est celui des cellules souches multipotentes ou cellules souches somatiques. 

Retrouvées chez le fœtus jusqu’à l’âge adulte, elles sont capables de générer plusieurs types 

cellulaires mais dans un lignage spécifique (par exemple les cellules souches 

hématopoïétiques qui sont capables de générer les différentes cellules de la lignée sanguine). 

Le dernier degré est celui des cellules souches unipotentes. Les cellules ne peuvent se 

différencier qu’en un seul type cellulaire (De Miguel et al., 2010).  De plus, les cellules souches 

présentent des singularités selon les espèces dans leurs propriétés ou les voies métaboliques 

impliquées. Par exemple la voie de signalisation LIF (leukemia Inhibitory Factor)/gp130 est 

nécessaire au maintien des cellules souches embryonnaires murines mais pas dans celui des 

cellules souches embryonnaires humaines (voir figure 11) (Dahéron et al., 2004). 

En 2006, les chercheurs Kazutoshi Takahashi et Shinya Yamanaka de l’Université de 

Kyoto, ont démontré la possibilité de dédifférencier des fibroblastes murins en un type 

« cellules souches embryonnaires-like » en forçant l’expression de 4 facteurs de 

transcription (Oct4 ou Octamer-binding protein 4, SOX2  ou Sex determining region Y-box 2, 

KLF4 ou kruppel-like factor 4 et C-Myc ou MYC Proto-Oncogene) par l’intermédiaire de 

vecteurs rétroviraux (Takahashi and Yamanaka, 2006; Takahashi et al., 2007; Yu et al., 2007).  

Ces cellules, renommées « cellules pluripotentes induites » ou iPSCs (induced pluripotent stem 

cells) présentaient des similitudes avec les cellules souches embryonnaires en termes de 
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morphologie, de profil d’expression génique et de potentialité. Un an plus tard, des cellules 

somatiques humaines furent reprogrammées suivant le même procédé (Takahashi et al., 

2007).  

 

Figure 11 : Les différents types de cellules souches. Les types de cellules souches sont 

caractérisés par un potentiel leur permettant de générer une variété plus ou moins limitée de 

cellules dites spécialisées. Au cours de l’embryologie et du développement fœtal, ces 

différents grades de cellules souches interviennent de manière séquentielle, pour finalement 

engendrer un organisme vivant puis assurer son bon fonctionnement.  

 

 

2.3. Les niches 
 

Pour maintenir leur rôle de gardien de l’homéostasie tissulaire au cours de la vie, 

l’activité des cellules souches est finement régulée. En effet, une différenciation cellulaire trop 

fréquente risque d’épuiser le stock de cellules souches et diminuer leur capacité 

régénératrice. A l’inverse, une prolifération excessive augmentera le risque de développer des 

tumeurs. Cet équilibre est apporté par un ensemble de facteurs extrinsèques et intrinsèques 

(voir figure 12). Les cellules souches sont cloisonnées dans un environnement extracellulaire 

spécifique appelé niche qui permet de contrôler leur survie, leur prolifération, leur 
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différenciation et leur migration (Wagers and Weissman, 2004; Jones and Wagers, 2008). Dans 

ces niches, les cellules sont maintenues à l’état quiescent, formant un stock de réserve prêt à 

être mobilisé en cas de besoin (Fuchs and Chen, 2013). Il existe plusieurs niches dans 

l’organisme responsables du maintien de l’intégrité d’un ou plusieurs organes cibles. Parmi 

elles, il en existe par exemple dans le derme, les gonades, la moelle osseuse, les follicules 

pileux, le système nerveux, le tissu adipeux et même la pulpe dentaire. Chacune de ces niches 

possède ses spécificités concernant la composition de sa matrice extracellulaire et les voies 

de signalisation impliquées dans le métabolisme des cellules souches qu’elle contient 

(Sakaguchi et al., 2005). Par exemple, l’activation de la voie Notch augmente les capacités 

d’autorenouvèlement des cellules souches musculaires, neurales et hématopoïétiques, mais 

inversement elle induit la différenciation des cellules souches épithéliales de la peau ou du 

poumon. Le métabolisme des cellules souches nécessitant une régulation extrêmement fine, 

une même voie de signalisation peut voir son effet modifié selon l’intensité de son activation. 

Ainsi, l’activation variable de la voie Notch favorisera l’expansion ou la différenciation des 

cellules épithéliales localisées au niveau de la glande mammaire (Valdez and Xin, 2013).  

 

 

Figure 12 : Les niches des cellules souches.  Une fois l’organisme formé, les cellules souches 

sont confinées au sein de différentes niches où elles subissent l’influence de multiples facteurs 

(physiques, métaboliques, cellulaires) pour maintenir l’homéostasie tissulaire (Vishwakarma 

et al., 2017). 
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2.4. L’utilisation thérapeutique des cellules souches pour traiter les 

LNP 

2.4.1. Les voies d’administration des cellules souches 
 

Même si les cellules de Schwann sont capables d’améliorer la régénération nerveuse, leur 

utilisation clinique reste néanmoins difficile pour plusieurs raisons. Leur prélèvement est très 

invasif car il nécessite le sacrifice d’un nerf sain et leur capacité d’expansion en culture est 

limitée (Wakao et al., 2010). Des cellules souches, qui seraient capables de se répliquer, de 

migrer et de se différencier en cellules de Schwann, ont donc été présentées comme une 

alternative thérapeutique très prometteuse. Pour traiter les LNP, les cellules souches ont été 

délivrées de différentes façons : en suspension dans un milieu et directement injectées dans 

le nerf mais ce procédé s’est avéré être extrêmement traumatique pour les tissus avec un 

risque de perdre l’architecture nerveuse. De plus, une distribution non homogène des cellules 

était généralement observée (McKenzie et al., 2006). Placées dans une matrice, les cellules 

ont également été injectées autour du site de lésion ou combinées à un conduit d’origine 

synthétique ou naturelle. Disposées au sein de la lumière ou bien imbriquées dans la paroi 

(Murakami et al., 2003; Keilhoff et al., 2006; Chen et al., 2007; Shimizu et al., 2007). Ces 

conduits présentent l’avantage de guider la repousse nerveuse et d’éviter la formation de 

névrome (Nakamura et al., 2004). Enfin, depuis quelques années, le développement de 

l’impression tridimensionnelle a permis l’émergence d’une nouvelle stratégie visant à cultiver 

les cellules souches sur une structure 3D reproduisant la structure nerveuse. Ainsi, un essai 

préclinique a été réalisé avec des cellules souches mésenchymateuses issues du tissu adipeux 

(ADSCs) et insérés dans un gel de gélatine methacryloyle cryopolymérisée (cryoGelMA) dont 

les formes modélisaient l’architecture nerveuse. Les analyses in vitro ont montré que les 

ADSCs délivrées dans ce nerf artificiel pouvaient adhérer, survivre, proliférer et produire des 

facteurs neurotrophiques. Implanté chez l’animal cette construction, qui s’est dégradée dans 

les 2 à 4 mois suivant, a permis de réinnerver une perte de substance nerveuse de 10 mm avec 

des résultats fonctionnels et histologiques comparables à ceux d’une autogreffe (Hu et al., 

2016). 
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2.4.2. Les types de cellules souches testées en essais précliniques 

 

Compte tenu des propriétés intrinsèques des cellules souches, leur exploitation 

thérapeutique représentent aujourd’hui un des principaux axes de développement pour de 

nombreuses pathologies. Ainsi, plusieurs types de cellules souches issues de l’embryon à 

l’adulte ont été testés dans différentes études précliniques (voir figure 13). Afin d’avoir la 

meilleure perspective clinique, le modèle de cellule souche idéal doit présenter les 

caractéristiques suivantes : (I) une niche facilement accessible et un prélèvement non invasif ; 

(II) une capacité d’expansion rapide; (III) un potentiel de différenciation en adéquation avec 

le type cellulaire nécessaire et (IV) une faible immunogénicité (Scatena et al., 2017). 

 

Figure 13 : Graphiques résumant les essais cliniques utilisant les cellules souches en 2015. 

Sur les 117 études menées seulement 11 étaient en phase III ou IV et utilisaient 

majoritairement les cellules souches embryonnaires (Bhangra et al., 2016). 

 

 

2.4.2.1. Les cellules souches embryonnaires (ESCs) 
 

Les cellules souches embryonnaires furent parmi les premières testées pour leur grand 

potentiel de différenciation. Les travaux menés ont montré qu’il était possible de générer in 

vitro des cellules de Schwann myélinisantes et des motoneurones (Kubo et al., 2009; Ziegler 

et al., 2011). In vivo, des ESCs pouvaient se différencier en CS et améliorer chez le rat la 
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récupération nerveuse au niveau électrophysiologique et histologique ou encore diminuer 

l’atrophie musculaire (Cui et al., 2008; Yohn et al., 2008; Kubo et al., 2009; Magown et al., 

2017). De plus, des motoneurones générés à partir d’ESCs injectés dans un nerf tibial chez des 

souris avaient formé des jonctions neuromusculaires avec le muscle dénervé pour aboutir à 

une augmentation de la force motrice de 40% (Yohn et al., 2008; Kubo et al., 2009). 

Récemment, des microvésicules sécrétées de cellules neurales dérivées d’ESCs ont été 

administrées dans un tube en silicone. Douze semaines après leur injection, les nerfs 

présentaient une meilleure architecture et un plus grand nombre d’axones (Chen et al., 2020). 

Cependant, en plus du risque tumorigène, l’utilisation des cellules souches embryonnaires a 

soulevé de nombreux problèmes éthiques qui persistent encore aujourd’hui et qui expliquent 

le faible nombre d’essais cliniques qui utilisaient ce modèle en 2015 (4%) (Rippon and Bishop, 

2004).   

 

2.4.2.2. Les cellules souches mésenchymateuses (MSCs) 
 

Les MSCs sont le modèle de cellules souches le plus étudié pour les LNP puisqu’en 2015 

elles représentaient 80% des essais cliniques et même 91% des essais cliniques en phase III ou 

IV (voir figure 13). Plusieurs raisons expliquent le grand nombre d’essais à leur sujet. Tout 

d’abord, les MSCs peuvent être isolées de nombreuses niches comme la moelle osseuse, le 

tissu adipeux, les muscles squelettiques, le sang de cordon ombilical, la pulpe dentaire ou 

encore les follicules pileux localisés dans le derme (Bhangra et al., 2016; Zhou et al., 2017). 

Cependant, si entre les différentes niches les MSCs présentent des similitudes en termes de 

phénotype et d’expression de gènes, la potentielle application thérapeutique de ces 

diiférentes populations de MSCs diffère selon les niche. Par exemple, le rendement 

d’extraction de MSCs au niveau du tissu adipeux est 100 à 1000 fois supérieure à celle des 

MSCs au sein de la moelle osseuse (Naderi et al., 2017). Deuxième avantage des MSCs, ces 

cellules ont montré que, selon leur environnement, elles pouvaient chez les rongeurs 

s’engager dans la lignée mésodermique et générer des progéniteurs mésenchymateux 

(ostéoblastes, chondroblastes, myoblastes) mais également s’engager dans la lignée 

ectodermique et ainsi donner naissance à des neurones ou des cellules gliales (Yu et al., 2010; 

Lavasani et al., 2014; Georgiou et al., 2015; Muraglia et al., 2015).  De plus, les MSCs sont 
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capables de produire et sécréter des facteurs neurotrophiques et exercer un effet paracrine 

sur l’élongation et la myélinisation des axones ou encore sur la prolifération des CS 

(Kratchmarova et al., 2005; Keilhoff et al., 2006; Ding et al., 2010). L’injection de MSCs dans 

des modèles de LNP chez les rongeurs a montré des bénéfices thérapeutiques avec une 

amélioration de la régénération nerveuse accompagnée d’une récupération fonctionnelle 

observée dans la très large majorité des cas (Zarbakhsh et al., 2012; Lavasani et al., 2014; 

Amoh et al., 2016; Sanen et al., 2017; Di Summa et al., 2018). Selon les études menées chez 

les rongeurs, les MSCs ont pu augmenter le nombre d’axones, améliorer la myélinisation des 

axones néoformés, diminuer l’atrophie musculaire, réduire l’inflammation ou encore stimuler 

l’angiogenèse (Cao et al., 2003; Zhang and Rosen, 2018; Bingham et al., 2019; Masgutov et al., 

2019). Les MSCs provenant du sang de cordon sont aujourd’hui privilégiées pour leur grande 

capacité de prolifération et de différenciation ainsi que leur accessibilité ne nécessitant pas 

de procédures invasives pour les isoler puisqu’elles sont prélevées au moment de la naissance. 

De plus, les MSCs issues de sang de cordon ont montré qu’elles pouvaient moduler la réaction 

inflammatoire lorsqu’elles étaient injectées dans un site lésionnel et inhiber la mort cellulaire 

par apoptose (Vendrame et al., 2005; Hao et al., 2009). Leur application dans des modèles de 

LNP résulte en une amélioration des capacités motrices même si leur mécanisme d’action 

reste encore à élucider (Veeravalli et al., 2011; Sung et al., 2012). 

Les thérapies utilisant des MSCs rencontrent cependant des difficultés. Selon leur 

niche les MSCs peuvent être difficilement accessibles (moelle osseuse) ou difficiles à isoler 

comme c’est le cas pour les MSCs issues des follicules pileux et enfin, avoir tendance à se 

différencier préférentiellement en cellules adipeuses (Amoh et al., 2016; Zarbakhsh and Safari, 

2016; Di Summa et al., 2018). De plus, leur bénéfice thérapeutique reste généralement 

inférieur à des traitements chirurgicaux (Alvites et al., 2018). Dans certains cas, les MSCs 

peuvent même avoir une action inhibitrice sur la régénération axonale avec la formation d’une 

cicatrice gliale et la formation d’un névrome (Masgutov et al., 2019). De plus, il a été montré 

que les MSCs pouvaient favoriser le développement de tumeurs en formant un 

microenvironnement favorable à l’expansion des cellules cancéreuses, notamment par leur 

faculté à produire et sécréter des facteurs pro-angiogéniques (Direkze et al., 2004; Karnoub 

et al., 2007; Shinagawa et al., 2010; Suzuki et al., 2011; Ren et al., 2012: 2; Mathew et al., 

2016). 



41 
  
 

2.4.2.3. Les cellules souches neurales (NSCs) 
 

Les NSCs peuvent être isolées du SNC au niveau du la zone sous-ventriculaire, de 

l’hippocampe ou des ganglions des racines spinales (Murakami et al., 2003; Tong et al., 2010; 

Gu et al., 2014). Etant les précurseurs naturels des différentes cellules neurales, les NSCs 

présentent l’avantage de pouvoir générer des CS (Tong et al., 2010; Gu et al., 2014; Lee et al., 

2017). Différentes études utilisant des NSCs ont montré une meilleure régénération axonale 

avec au niveau histologique un diamètre nerveux et une myélinisation augmentés (Walter 

Heine et al., 2004; Lee et al., 2017). Des lapins ayant reçu au niveau de leur nerf facial lésé des 

NSCs transfectées pour exprimer de la neurotrophine-3 (NT-3) présentaient, douze semaine 

plus tard, un arrangement fasciculaire et un marquage S100 similaire aux lapins non lésés 

(Zhang et al., 2008). Néanmoins, l’utilisation des NSCs est confrontée à deux problèmes 

principaux : la localisation de leur niche qui est difficile d’accès et nécessite un prélèvement 

invasif. La deuxième barrière à l’heure actuelle est leur propension à former des tératomes. 

En effet, l’injection d’une lignée immortalisée de NSCs (la lignée C17.2) a provoqué la 

formation de neuroblastomes dans presque 25% des rats opérés (Johnson et al., 2008). 

 

2.4.2.4. Les cellules précurseurs multipotentes de la peau (SKPs) 
 

Localisées dans le derme, leur principal avantage est leur très grande accessibilité. 

Dérivant de l’ectoderme et des crêtes neurales comme les cellules gliales ou les neurones, les 

SKPs présentent ainsi une mémoire cellulaire facilitant leur différenciation vers ces 

phénotypes. Des études ont montré qu’elles étaient capables de se différencier en CS in vitro 

lorsqu’elles étaient privées d’EGF (epithelial growth factor) ou de bFGF ou suite à un 

traitement à la neuréguline (Biernaskie et al., 2006; McKenzie et al., 2006). Cette capacité à 

se différencier en CS myélinisantes a également été constatée chez la souris avec des SKPs 

d’origine murine ou humaines lorsqu’elles étaient délivrées dans un nerf sciatique comprimé 

ou un SNC démyélinisé (McKenzie et al., 2006). Par ailleurs, l’effet bénéfique des SKPs ne 

semble pas restreint à une administration précoce puisque des améliorations 

électrophysiologiques et histologiques ont aussi été constatées chez des rats ayant reçu une 

administration de SKPs retardée de plusieurs semaines après la lésion (Khuong et al., 2014). 
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2.4.2.5. Les cellules souches vasculaires multipotentes (CSVMs) 
 

Les CSVMs, localisées dans la paroi des vaisseaux, ont récemment été mises en évidence 

par les travaux de Tang en 2012. Les études de caractérisation ont montré que ces cellules, 

activées lors de lésions vasculaires, exprimaient des marqueurs des crêtes neurales comme 

SOX10 et SOX17 et pouvaient s’engager dans la lignée neurale (Tang et al., 2012). Appliquées 

aux LNP chez le rat, les CSVMs ont facilité le recrutement de CS dans le site de lésion, amélioré 

la fonction neuromusculaire et l’angiogenèse et augmenté le nombre de jonctions serrées au 

niveau de la barrière hémato-nerveuse en se différenciant en cellules périneurales positives 

pour le marqueur Claudin-1+, et périvasculaires positives pour α-SMA (Smooth muscle actin) 

et CNN1 (Calponin 1) (Huang et al., 2019). 

 

2.4.2.6. Les IPSCs 
 

L’avantage majeur des IPSCs est l’absence de risque de rejet de greffe puisque cette 

technologie permet de reprogrammer des cellules somatiques facilement accessibles 

provenant du patient lui-même. Des neurosphères issues d’IPSCs incorporées dans des 

conduits nerveux synthétiques ont montré des résultats encourageants dans un modèle de 

lésion du nerf sciatique chez la souris avec une récupération sensorielle et motrice, une 

meilleure repousse axonale et aucun tératome observé 48 semaines après leur administration 

(Uemura et al., 2012; Uemura et al., 2014). Cet effet pouvait même être potentialisé quand 

elles étaient associées à un facteur neurotrophique comme le bFGF (Ikeda et al., 2014). Par 

ailleurs, des cellules neurales obtenues à partir d’IPSCs étaient capables d’accélérer la 

récupération d’un nerf sciatique chez le rat, notamment en stimulant la myélinisation sans 

qu’aucun tératome ne soit observé plus d’un an après leur injection (Wang et al., 2011).  

Malgré leur potentiel, les IPSCs ont vu leur application thérapeutique freinée par différents 

obstacles : (I) une faible efficacité de reprogrammation des cellules somatiques en cellules 

pluripotentes (1 IPSC pour 10.000 cellules transduites), (II) une faible capacité des IPSCs à se 

différencier malgré la surexpression prolongée des facteurs de différenciation et (III) un risque 

tumorigène suite à l’expression importante du facteur c-Myc (Okita et al., 2007; Yu et al., 2007; 

Lowry et al., 2008).  
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Tous ces résultats montrent que la thérapie cellulaire, malgré des résultats encore 

inférieurs à ce que leur potentiel laissait suggérer, représente un outil intéressant dans la 

thérapie des LNP.  Les freins à leur utilisation en essai clinique sont multiples et varient selon 

les modèles étudiés comme le risque tumorigène, leur faible capacité d’expansion ou encore 

leur accessibilité. Un modèle de cellules souches issu des crêtes neurales, récemment 

caractérisé et localisé dans la peau, a montré plusieurs résultats intéressants jusqu’à présent, 

faisant de ce modèle un nouveau candidat prometteur à une thérapie cellulaire dédiée à la 

régénération nerveuse : les cellules souches dérivées des capsules frontières (CF).  

 

2.5. Les cellules souches dérivées des capsules frontières 

2.5.1. Les cellules des crêtes neurales 
 

Les crêtes neurales (CN) sont une population cellulaire embryonnaire transitoire, 

caractéristique des vertébrés et issue des bordures de la plaque neurale durant les étapes de 

gastrulation et de neurulation (Bronner and LeDouarin, 2012). 

Au 21 et 22e jour de développement chez l’Homme, sous l’effet de facteurs de 

transcription, la plaque neurale creuse un sillon dans sa portion médiane et forme la gouttière 

neurale (voir figure 14). Ses bords, constitués d’une portion neuroectodermique et 

ectodermique, s’épaississent au niveau de leur jonction et forme les bourrelets neuraux. Des 

études fonctionnelles réalisées chez différentes espèces ont montré que l’ectoderme ventral 

et le mésoderme produisent plusieurs facteurs comme bone morphogenetic protein (BMP), 

Wnt, Notch/Delta et bFGF qui initient la spécification des cellules au niveau de ces bourrelets. 

Sous l’effet de ces facteurs, les cellules localisées au niveau des bords de la plaque neurale 

expriment un ensemble de facteurs de transcription comme Tfap2, Zic1, Pax3, Pax7 et Msx1 

qui stimulent l’expression de facteurs de transcription spécifiques de la lignée des crêtes 

neurales comme FoxD3 (Forkhead Box D3), Snail, SOX9 et SOX10 et génèrent les cellules 

progénitrices des crêtes neurales (Basch et al., 2006). Les bourrelets neuraux migrent jusqu’à 

s’unir au niveau médian sous l’effet des gènes Par1 et Par2, refermant la gouttière neurale 

pour former alors le tube neural. Les cellules progénitrices des crêtes neurales, situés sur le 
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bord des bourrelets neuraux, s’unissent alors et forment la crête neurale (Bronner and 

Simões-Costa, 2016) (voir figure 14). 

 

 

Figure 14 : Schémas de la neurulation ou formation du tube neural (Gammill and Bronner-

Fraser, 2003). 

 

A la suite de cela, les cellules progénitrices s’engagent dans une transition épithélio-

mésenchymateuse pour devenir les CN. Ces cellules sont caractérisées par une modification 

de l’expression de gènes impliqués dans l’adhésion cellulaire (NCAM (neural cell adhesion 

molecule), cadhérines) et l’architecture cellulaire (régulation des Rho GTPases notamment) 
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leur conférant des propriétés de migration et de pluripotence (Cheung et al., 2005; Sit and 

Manser, 2011). Cette transition s’accompagne d’une délamination des CN vis-à-vis de la région 

dorsale du tube neural. Les CN se repoussent les unes aux autres par inhibition de contact et 

déclenchent un mouvement migratoire de « fuite en avant » vers la région ventrale en 

direction de zones de différenciation nommées placodes où elles généreront différents types 

cellulaires selon leur localisation dans l’axe rostro-caudal (voir figure 15). Ainsi, les CN au 

niveau du crâne généreront des cellules osseuses, des cellules musculaires, des neurones, des 

cellules gliales, des cellules vasculaires ou encore des mélanocytes alors que les CN dans la 

région sacrée ont un potentiel plus restreint et généreront uniquement des ganglions 

parasympathiques du tube digestif (Szabó and Mayor, 2018). Cette différenciation est réalisée 

par des batteries de gènes effecteurs activés par des régulateurs (par exemple le facteur de 

transcription SOX10 pour la différenciation neurale) inhibés pendant la migration (Erwin and 

Davidson, 2009). 

 

 

Figure 15 : La migration et le devenir des CN. Une délamination se forme sur l’axe cranio-

caudal qui induit la formation de plusieurs lignées cellulaires (Szabó and Mayor, 2018). 
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La migration des CN est influencée par des causes intrinsèques et environnementales. Le 

guidage des CN est réalisé par chimiotactisme par l’intermédiaire des tissus adjacents aux 

crêtes neurales comme les somites ou l’épiderme en développement. Les cellules composants 

ces structures expriment des protéines comme BMP, des éphrines et des sémaphorines 

(Gammill et al., 2007; Saito et al., 2012). Les CN, selon leur état de différenciation et leur 

localisation dans l’axe rostro-caudal, seront attirées ou repoussées par ces structures. Ainsi, 

des régulations fines le long des axes crânio-caudal et ventro-dorsal se mettent en place et 

forment deux voies de migration principales : une ventro-médiale et une dorso-latérale (voir 

figure 16). Par exemple, chez la souris les endothélines exprimées dans la voie dorso-latérale 

attirent les CN exprimant à leur surface le récepteur endothéline B2 (Ednrb2) alors que celles 

exprimant Ednrb seront repoussées et redirigées vers la voie ventro-médiale (Pla et al., 2005).  

 

 

Figure 16 : Représentation des facteurs environnementaux et des récepteurs impliqués dans 

la régulation des voies de migration des CN (flèches bleues) au niveau du tronc. (DRG : 

ganglion rachidien dorsal, isv : vaisseaux intersomites ; NT : notochorde ; pSG : ganglion 

sympathique primaire ; SG : ganglion sympathique ; DA : aorte dorsale) (Delloye-Bourgeois 

and Castellani, 2019). 
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2.5.2. Les cellules capsule frontière et les cellules dérivées des capsules frontières 
 

Parmi les types cellulaires générés, les CN donnent naissance aux cellules capsule frontière 

(CF). Dans un premier temps, cette population transitoire est localisée durant l’embryogenèse 

à l’interface entre le SNC et le SNP, aux futurs points d’entrée/sortie des axones 

sensoriels/motoneurones (Altman and Bayer, 1984). Les différentes études menées chez la 

souris ont mis en évidence différents rôles pour les cellules CF durant l’ontogenèse du SNP. 

Exprimant spécifiquement certains marqueurs comme le facteur de transcription Krox20 ou 

la Serine Protease 56 (Prss56), les cellules CF sont détectables dès E10,5 chez la souris et 

indispensables pour le confinement des corps cellulaires des motoneurones dans la moelle 

spinale (Wilkinson et al., 1989; Topilko et al., 1994; Gresset et al., 2015). En effet, l’ablation 

génétique de son expression par l’intermédiaire de l’expression de la toxine diphtérique sous 

le contrôle du promoteur Krox20 diminue la taille des racines des nerfs spinaux et des 

ganglions rachidiens dorsaux (GRD) et perturbe la migration de certains motoneurones avec 

des corps cellulaires retrouvés en dehors de la localisation attendue (Vermeren et al., 2003). 

La gravité dépend de la position des motoneurones sur l’axe antéro-postérieur dans le tube 

neural. Il a été montré par la suite que ce rôle de « douanier » nécessitait, au moins en partie, 

l’expression de netrin 5 (Ntn5) (Garrett et al., 2016). En revanche, la guidance axonale de ces 

mêmes motoneurones n’est pas impactée (Vermeren et al., 2003). Les études histologiques 

ont révélé que les cellules CF émettent de longs prolongements cytoplasmiques au sein du 

SNC qui suivent en parallèle le trajet de migration des motoneurones jusqu’au soma. Les 

cellules CF expriment chez le poulet et la souris des molécules de guidage comme les 

sémaphorines Sema6A et Sema6D et les motoneurones expriment au niveau de leur soma des 

récepteurs à Sema6A comme PlexinA2 ou Neuropilin2. Les CF pourraient ainsi restreindre la 

migration des motoneurones au niveau de la corne ventrale par contact direct (voir figure 17) 

(Bron et al., 2007).  



48 
  
 

Figure 17 : Les cellules capsules frontière. Lors de la mise en place 

des motoneurones, les cellules CF se mettent à la jonction entre le 

SNC et le SNP et émettent de longs prolongements à travers le SNC 

pour confiner les somas des motoneurones dans le SNC (Radomska 

and Topilko, 2017). 

 

 

Une fois les corps cellulaires des motoneurones installés dans la moelle, les cellules CF 

rejoignent la périphérie et migrent le long des racines dorsales et ventrales des nerfs 

rachidiens pour rejoindre les GRD et le derme respectivement (Gresset et al., 2015) (voir figure 

18). Les GRD sont des noyaux renfermant le soma et les dendrites de différents types de 

neurones sensoriels (proprioceptifs, nociceptifs et mécanoceptifs). Ces neurones diffèrent par 

le type d’informations reçues, leur morphologie ou encore leurs neurotransmetteurs 

(Patapoutian and Reichardt, 2001). Autour de ces somas, des cellules satellites sont 

responsables des apports trophiques. A l’intérieur des GRD, les cellules CF donnent 

principalement naissance à des neurones sensoriels proprioceptifs, des neurones nociceptifs 

de classe I et II mais aussi des cellules satellites. Au cours de leur migration le long des racines 

nerveuses, les cellules CF génèrent des fibroblastes et tous les précurseurs de CS qui siégeront 

autour des axones par la suite (Maro et al., 2004). Si les cellules CF longeant les racines 

dorsales s’arrêtent au niveau des GRD, celles au niveau ventral migrent jusqu’au derme où 

elles sont à l’origine de CS immatures ou myélinisantes, des cellules gliales similaires à de la 

téloglie (des cellules gliales associées aux terminaisons sensitives nociceptives) et des 

follicules pileux, de mélanocytes, de fibroblastes et même de péricytes (Gresset et al., 2015; 

Radomska and Topilko, 2017). Des études de suivi des cellules CF ont montré que leur devenir 

dépendait de l’expression coordonnée ou non des marqueurs Krox20 et Prss56 : les cellules 

exprimant uniquement Krox20 donneront des péricytes, celles exprimant uniquement Prss56 

généreront les CS et les mélanocytes. Celles exprimant les deux marqueurs donnent les CS 

autour des racines nerveuses et coloniseront le GRD pour donner les neurones sensitifs et les 

cellules satellites (Gresset et al., 2015). Ces données mettant en avant une hétérogénéité des 

différentes sous-populations de cellules CF n’ont fait que confirmer les données 
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transcriptomiques obtenues quelques années auparavant. Celles-ci montraient des disparités 

au cours de la migration entre les cellules CF parcourant les racines ventrales et celles longeant 

les racines dorsales, mais aussi des différences au cours du trajet ce qui laissait déjà suggérer 

aux auteurs des propriétés différentes pour toutes ces sous-populations (Coulpier et al., 

2009). Si la proportion de cellules issues des CF au sein du derme est relativement faible à la 

naissance (environ 0.6%), celle-ci persiste chez l’adulte dans des proportions similaires 

(Gresset et al., 2015).  

 

 

Figure 18 : Les cellules dérivées des CF. Après avoir confiné les somas des motoneurones, les 

cellules CF migrent le long des racines dorsales et ventrales des nerfs spinaux pour atteindre 

le derme où elles généreront principalement des cellules gliales. Lorsqu’elles sont extraites, 

ces cellules prolifèrent in vitro sous forme de neurosphères (Gresset et al., 2015).  

 

 

In vitro, les cellules CF et leurs dérivés dermiques ont montré leur capacité à se propager 

sous forme de sphère, d’exprimer des marqueurs de CN comme nestine et le récepteur 75 au 

NGF (P75NGFR). Ces cellules ont aussi montré qu’elles étaient multipotentes puisqu’elles 
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étaient capables d’engendrer, de manière spontanée ou dirigée à l’aide de facteurs, des 

cellules correspondant à des lignées dérivées des crêtes neurales (neurone, CS, 

myofibroblastes, chondrocytes, mélanocytes, adipocytes) mais aussi des oligodendrocytes 

immatures (Hjerling-Leffler et al., 2005; Aquino et al., 2006; Zujovic et al., 2011; Gresset et al., 

2015). Greffées dans le cadre d’une thérapie cellulaire pour évaluer leur effet thérapeutique 

chez la souris, ces cellules ont pu survivre au moins 1 mois dans le site de lésion, migrer et 

s’intégrer dans leur environnement. Elles ont montré une grande plasticité puisque capables 

de se différencier, selon les études, en différents sous-types de neurones sensitifs, en CS ou 

en oligodendrocytes myélinisants (Zujovic et al., 2010; Trolle et al., 2014). Leur bénéfice a 

également été démontré dans d’autres modèles, avec une action trophique et protectrice, 

que ce soit in vitro ou in vivo, vis-à-vis de cellules issues des îlots béta pancréatiques ou dans 

le cas d’un modèle de sclérose latérale amyotrophique, où elles augmentent, dans des 

conditions neurotoxiques, la survie de motoneurones déficients pour l’enzyme antioxydante 

superoxyde dismutase 1 (SOD1) (Grouwels et al., 2012; Aggarwal et al., 2017). Toutefois, leur 

utilité dans le cas d’une réparation nerveuse reste encore discutée. Leur transplantation dans 

un modèle de lésion des racines dorsales de la moelle s’est traduite pour une partie d’entre 

elles vers une différenciation pour une sous-catégorie d’astrocytes positifs pour les marqueurs 

GFAP et SOX2 et une modification de la cicatrice gliale avec la formation de structure tubulaire 

similaire aux colonnes de Büngner (Trolle et al., 2014). Néanmoins, les travaux menés par la 

suite ont montré que la formation de ces colonnes s’accompagnait d’une augmentation de 

l’expression de la protéine S100A4 (S100 Calcium Binding Protein A4) dans le site de lésion. 

Cette protéine impliquée dans la mobilisation calcique, est reconnu pour inhiber la 

régénération nerveuse, suggérant aux auteurs que la greffe de cellules CF pourrait ne pas être 

aussi bénéfique qu’elle ne l’était pensée initialement (Trolle et al., 2017).  

Les premières études menées sur les cellules dérivées des CF tendent à suggérer des 

propriétés similaires aux cellules CF puisqu’elles sont, elles aussi, capables de migrer et de 

s’adapter à leur environnement, générant naturellement des neurones sensitifs ou des 

fibroblastes selon qu’elles soient injectées dans un GRD sain ou dans le cas d’une neurapraxie 

du nerf sciatique. De plus, dans la même étude il a été montré qu’il était possible d’orienter 

le phénotype de ces cellules avant leur injection en CS après un traitement préalable avec de 

la forskoline et de l’hereguline (Gresset et al., 2015). Par leur accessibilité dans la peau, leur 
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capacité d’expansion en culture et leur fort potentiel neurogénique, les cellules dérivées des 

CF sont aujourd’hui présentées comme un éventuel nouveau vecteur de thérapie cellulaire 

dont le potentiel reste encore, lui-aussi, à évaluer.  

 

En résumé, malgré leur capacité de régénération, aucun modèle de cellules souches testé 

jusqu’à présent ne permet de résoudre, à lui seul, de manière efficace et/ou de manière sûre 

les LNP. Comparés aux modèles testés jusqu’à présent, les cellules CF, à l’image des NSCs, 

possèdent un fort potentiel neurogénique qui peut être favorable dans le cas de LNP. Elles ont 

l’avantage d’être plus facilement accessibles que les NSCs. Certaines recherches actuelles 

visent à renforcer le potentiel des cellules souches en les modifiant génétiquement ou en les 

associant avec différents facteurs administrés dans le milieu extracellulaire ou au travers de 

biomatériaux. Certains auteurs proposent par exemple de cultiver les cellules souches sur des 

matrices hydrogels constituées de peptides ou  d’injecter simultanément des CSM avec du 

NGF (Huang et al., 2006; Faroni et al., 2019). A l’image d’autres pathologies, la réaction 

inflammatoire et l’ischémie tissulaire dans la zone de lésion sont une source importante de 

radicaux libres qui peuvent créer un environnement défavorable pour une thérapie cellulaire 

et réduire son efficacité. Ainsi, la régulation des radicaux libres grâce à l’utilisation d’enzymes 

antioxydantes a montré des résultats encourageants, devenant aujourd’hui une stratégie 

parmi les plus prometteuses et qui sera développée dans une troisième partie. 
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3. Le potentiel thérapeutique d’une stratégie antioxydante 

pour traiter les LNP 

3.1. Les radicaux libres et le stress oxydant 
 

Les radicaux libres sont des espèces réactives présentant une grande activité rédox du 

fait de la présence d’un ou plusieurs électrons non appariés sur leur couche de valence. Parmi 

les principaux radicaux libres peuvent être cités l’anion superoxyde (O2
•−), considéré comme 

le précurseur des radicaux libres, le peroxyde d’hydrogène (H2O2) ou encore le radical 

hydroxyle (•OH) (Pincemail et al., 2002; Pizzino et al., 2017). Elles sont générées 

physiologiquement comme un dérivé de nombreux processus métaboliques impliquant 

l’oxygène (espèces réactives oxygénées ou (EROs)) ou l’azote (espèces réactives azotées 

(ERNs)). Les EROs sont principalement produites lors de la respiration aérobique 

mitochondriale. Au cours de ce processus aussi appelé phosphorylation oxydative, l’oxygène 

subit une réduction tétravalente par l’intermédiaire de chaînes de transport d’électrons 

présentes dans la membrane interne des mitochondries (Migdal and Serres, 2011) pour 

produire in fine de l’ATP (adénosine triphosphate) mais aussi des radicaux primaires sous 

forme d’O2
•− (Zhang et al., 2016). L’anion superoxyde est rapidement dismuté en H2O2 par des 

enzymes de la famille des SOD. L’H2O2 étant hautement réactif, peut générer en présence de 

cation Fe2+ l’anion hydroxyle (OH•), reconnu comme très toxique, via la réaction de Fenton 

(Migdal and Serres, 2011) (voir figure 19).   

 

 



53 
  
 

Figure 19 : Le métabolisme des EROs. L’H2O2 est produit à partir de l’O2•−. Il est ensuite soit 

réduit en H2O et en O2 par l’action d’enzymes antioxydantes ou en anion hydroxyle OH•. par 

la réaction de Fenton. L’H2O2 est généralement oxydé par des composés thiol leur conférant 

un rôle d’intermédiaire dans les voies de signalisation cellulaires (Sullivan and Chandel, 2014). 

 

Si la mitochondrie en est la principale source, les ERO sont également produites dans 

quasiment tous les compartiments cellulaires comme le cytosol, la membrane plasmique, 

l’appareil de Golgi, le RE, le péroxysome, les lysosomes ou encore le noyau. L’ O2
•−  peut être 

généré de manière enzymatique suite à l’action d’enzymes comme la xanthine oxydase, la 

NADPH (nicotinamide adénine dinucléotide phosphate) oxydase (NOX) membranaire, ou 

encore par le cytochrome P450 ou bien de manière non-enzymatique par l’intermédiaire de 

co-enzymes réduits, de xénobiotiques ou encore de groupements prosthétiques (Turrens, 

2003). 

Les ERNs quant à eux regroupent des radicaux libres dérivés de l’azote ainsi que 

d’autres molécules possédant un atome d’azote dans leur centre actif. Parmi ces membres 

peuvent être cités l’oxyde nitrite (NO•), le dioxyde d’azote (NO2•) ou l’anion nitroxyle (NO-). A 

l’image de l’anion superoxyde (O2•−) chez les EROs, le NO• est le précurseur des ERNs. Il est 

formé par l’action d’enzymes cytosoliques de la famille des oxyde nitrite synthases (NOS) à 

partir d’O2 et de L-arginine. En présence d’O2
•−, le NO• génère dans la mitochondrie ou le 

cytosol du NO3
- (péroxynitrite) qui participe dans l’apoptose ou dans l’inflammation et dont la 

scission produit du NO2
• et OH• (Landino et al., 1996; Levrand et al., 2006; Burton and 

Jauniaux, 2011). 

Lorsqu’ils sont en concentration faible ou modérée, par leur forte réactivité chimique, 

les EROs oxydent de manière réversible leurs cibles environnantes et agissent dans les 

compartiments cellulaires comme messagers secondaires dans différents processus cellulaires 

comme la régulation de la croissance cellulaire, l’adhésion cellulaire, la différenciation, la 

sénescence, l’inflammation, la réponse immunitaire ou encore l’apoptose  (Dandekar et al., 

2015; Rani et al., 2016; Islam, 2017). Cette signalisation rédox est initiée par la fixation d’un 

ligand (facteurs de croissance, cytokines, peptides) à son récepteur spécifique. Cette 

interaction produit des EROs qui peuvent à leur tour activer des kinases ou des facteurs de 

transcription, phosphoryler des récepteurs pour les activer, inhiber des phosphatases ou 
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encore moduler l’influx calcique (Dröge, 2002). Un rôle protecteur a également été attribué 

aux EROs puisqu’elles participent aux processus de détoxification au niveau du foie ou dans 

l’élimination des pathogènes par les neutrophiles (Lunec et al., 2002). En revanche, si la 

concentration des EROs devient excessive, causée par une production accrue ou une baisse 

des défenses antioxydantes, elles sont la source d’un stress oxydatif qui peut être nocif pour 

les cellules. En effet, en quantité anormalement élevée, les EROs affectent irréversiblement 

et de manière non spécifique les acides gras polyinsaturés au niveau des membranes, les 

chaînes latérales des acides aminés ou encore les acides désoxyribonucléiques (ADN) 

perturbant finalement le fonctionnement cellulaire global (stress du RE, mutation de l’ADN, 

perte de l’intégrité membranaire) (Han et al., 2013). En cas de dysfonctions sévères, la cellule 

active les voies de sauvetage comme l’unfolded protein response (UPR) au niveau du RE ou 

l’autophagie et dans les cas les plus critiques elle induira sa mort par apoptose (Gorman et al., 

2012; Mohammed-Ali et al., 2017). L’origine de ce stress peut-être exogène comme une 

exposition à un agent pro-oxydant (consommation de tabac), une intoxication aux métaux 

lourds (intoxication au mercure), l’hyperoxie, les radiations ionisantes ou une carence en 

éléments antioxydants apportés par l’alimentation (Migdal and Serres, 2011; Birben et al., 

2012). Il est aujourd’hui bien démontré que les EROs participent au développement de 

pathologies diverses comme le cancer, des maladies neurodégénératives comme la sclérose 

latérale amyotrophique, des maladies cardio-vasculaires ou encore certaines neuropathies 

périphériques induites par le diabète ou les traitements chimiothérapiques (Iłzecka, 2001; 

Feldman, 2003; Di Cesare Mannelli et al., 2012; Li et al., 2013). 

 

3.2. Les mécanismes de défense antioxydants 
 

Pour réguler la production et la diffusion intracellulaire des EROs, la cellule a développé 

de nombreux agents antioxydants pour neutraliser les radicaux libres et réparer leurs 

dommages. Leur rôle est de donner un électron aux radicaux libres pour éviter une interaction 

indésirable. Ils peuvent être apportés par l’environnement, notamment par les fruits et les 

légumes riches en acide ascorbique (vitamine C), α-tocophérol (vitamine E) ou en glutathion 

par exemple. Ces aliments sont également une source importante d’oligoéléments comme le 

sélénium, le zinc ou le cuivre qui participent à la réduction des radicaux libres en tant que 



55 
  
 

cofacteur d’enzymes antioxydantes (Haleng et al., 2007). Ils peuvent aussi être produits 

directement par l’organisme (Muñoz-Esparza et al., 2019). Ces agents endogènes incluent des 

mécanismes enzymatiques comme la famille des SOD, des catalases (CAT), les thiorédoxines 

(Trx), les péroxyrédoxines (PRDX) ou encore des sélénoprotéines (Valko et al., 2007). Ils sont 

caractérisés par la présence dans leur centre actif d’un ion métallique ou non dans le cas des 

sélénoprotéines pour permettre le transfert d’électron. Ces oxydoréductases sont retrouvées 

dans les différents compartiments cellulaires comme par exemple la mitochondrie (glutathion 

péroxydase 1 (GPx1)), le peroxysome (la catalase-peroxydase) ou encore le cytosol (SOD1) 

(Zelko et al., 2002; Brigelius-Flohé and Maiorino, 2013; Liu and Kokare, 2017) (voir tableau 1).  

Il existe aussi des mécanismes non enzymatiques regroupant les polyamines, les metal binding 

proteins (MBPs) ou la famille des glutathiones (GSH) (Steinbrenner et al., 2016; Mirończuk-

Chodakowska et al., 2018; Snezhkina et al., 2019).  

 

Localisation intracellulaire Protéine Action 

Mitochondrie GPx1 

GPX4 

Réduction de l’H2O2 en H2O par l’intermédiaire d’un résidu Sec et la 

forme réduite du cofacteur glutathione (GSH). 

 PRDX3 

PRDX5 

Réduction de l’H2O2 en H2O par l’intermédiaire d’un résidu Cys. 

(PRDX5 est aussi localisé dans le péroxysome) 

 SOD1 

SOD2 

Dismutation de l’O2
•− en H2O2 au niveau de la membrane interne 

(SOD1) ou de la matrice mitochondriale (SOD2). 

Réticulum endoplasmique (RE) GPx7 

GPx8 

Réduction de l’H2O2 en H2O par l’intermédiaire d’un résidu Cys. GPX7 

et GPx8 n’utilisent pas la GSH comme cofacteur mais des protéines 

réduites au sein du RE. 

 PRDX4 Réduction de l’H2O2 en H2O par l’intermédiaire d’un résidu Cys. 

Péroxysome CAT Hémoprotéine catalysant la réduction de l’H2O2 en H2O 

 SOD1 Dismutation de l’O2
•− en H2O2 

 PRDX5 Réduction de l’H2O2 en H2O par l’intermédiaire d’un résidu Cys. 

(PRDX5 est aussi localisé dans la mitochondrie) 

Tableau 1 : Exemple d’enzymes oxydantes présentent chez l’Homme et leur localisation 

(traduit de Yoboue et al., 2018). 
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Parmi les agents enzymatiques, la famille des SODs est présentée comme les premiers 

acteurs de la défense contre les radicaux libres. Il existe 3 isoformes (SOD1, SOD2 et SOD3) 

différents selon leur localisation (cytosol, mitochondrie et espace extracellulaire 

respectivement) et la nature de l’atome de métal en leur centre (du cuivre et du zinc pour la 

SOD1 et SOD3 et du manganèse pour SOD2) (Zelko et al., 2002). Les SOD sont chargées de 

dismuter l’O2
•− en H2O2. Cet H2O2 hautement réactif est ensuite dismuté à son tour en H2O et 

O2 par les CAT ou les GPx (Migdal and Serres, 2011) (voir figure 20).  

 

 

Figure 20 : Voies biochimiques du métabolisme des radicaux libres par le système 

enzymatique endogène. La réduction de l’O2 aboutit à la formation de O2
•−. Cet O2 est alors 

dismuter par la SOD pour générer de l’H2O2. Pour éviter la génération d’EROs toxiques à partir 

d’H2O2 celui-ci est dismuter par les CAT et les GPx pour former de l’H2O (Rifler, 2018). 

 

 

Les GPx regroupent 8 isoformes nommés GPx1, GPx2, … GPx8 dont 5 (GPx1, 2, 3, 4, et 

6) qui contiennent du sélénium dans leur site actif et constituent avec d’autres sélénoenzymes 

la famille des sélénoprotéines, une des familles d’oxydoréductases parmi les plus importantes 
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de l’organisme. En effet, on retrouve également au sein de cette famille des Trx réductases 

(TrxR) comme TrxR1 et TrxR2 qui, associées aux Trx et la NADPH, constituent le système 

thiorédoxine, le principal système rédox de liaisons disulfures dans la cellule retrouvé chez 

tous les organismes vivants (Kryukov et al., 2003; Labunskyy et al., 2014). Par leur importance 

dans la survie cellulaire, les sélénoprotéines ont gagné en intérêt ces dernières années et 

notamment certaines, à l’image de la sélénoprotéine T (SELENOT), ont notamment montré un 

potentiel en vue d’une application thérapeutique pour certaines pathologies. 

 

3.3. La famille des sélénoprotéines et la SELENOT 

3.3.1. Les sélénoprotéines 
 

Les sélénoprotéines regroupent un ensemble de protéines, caractérisées par la présence 

dans leur chaîne peptidique, pour la très grande majorité d’entre elles, de sélénocystéine 

(Sec), considérée comme le 21ème acide aminé. Leur nombre varie selon les organismes. Alors 

que 25 sélénoprotéines sont recensées chez l’Homme, on en dénombre 24 chez le rongeur, 

seulement 2 chez le ver ou au contraire plus de 30 chez le poisson (Kryukov et al., 2003; 

Lobanov et al., 2009; Steinbrenner et al., 2016; Forgione et al., 2019). A l’exception de la 

sélénoprotéine P, les sélénoprotéines contiennent généralement un seul résidu Sec (Lobanov 

et al., 2009). L’élément Sec, localisée en C-terminal ou bien en N-terminal, est inséré par un 

mécanisme non conventionnel (voir figure 21). En effet, la Sec est synthétisée sur son propre 

acide ribonucléique de transfert (ARNt), l’ARNt[Ser]Sec, puis est insérée dans la chaîne 

peptidique en cours d’élongation au niveau d’un codon stop UGA. Cette insertion atypique est 

réalisée par l’intermédiaire d’un complexe constitué principalement des protéines SBP2 

(SECIS-binding protein 2) et eEFSec (eukaryotic elongation factor, selenocysteine-tRNA 

specific). Le recrutement de ce complexe est réalisé grâce à l’élément SECIS (Sec Insertion 

Sequence), une séquence d’une soixantaine de nucléotides localisée dans la région 3’ non 

codante (3’-untranslated region (UTR)) de l’ARN messager (ARNm)  des sélénoprotéines 

(Shetty and Copeland, 2015).  
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Figure 21 : Représentation schématique de la machinerie d’insertion de la Sec chez les 

eucaryotes. Au cours de la traduction, l’élément SECIS recrute un complexe protéique 

constitué des protéines SBP2, un facteur d’élongation spécifique eEFSec et d’autres protéines 

dont le rôle est plus ou moins identifié comme la protéine L30 qui permet l’interaction entre 

l’élément SECIS et le ribosome. Ce complexe est nécessaire pour convertir le codon stop UGA 

en codon Sec (Pothion et al., en révision). 

 

 

La distribution tissulaire des sélénoprotéines est propre à chacune d’entre elles. Si 

certaines sont ubiquitaires comme la TrxR1, d’autres sont spécifiques à l’image de la GPx6 

retrouvée au niveau du système olfactif (Kryukov et al., 2003).  Dans la cellule, leur localisation 

varie également. En effet, elles peuvent être localisées dans le cytosol (GPx2), la mitochondrie 

(TrxR2), le noyau (la sélénoprotéine H) ou encore le RE (la SELENOT). Plusieurs facteurs 

influent sur leur expression. Premièrement, la disponibilité du sélénium. Celui-ci ne peut être 

produit de manière endogène et dépend donc exclusivement des apports alimentaires 

(Combs, 2015). Toutefois, toutes les sélénoprotéines ne sont pas impactées de façon 

équivalente en cas de carence. Ainsi, sont recensées des sélénoprotéines dites essentielles qui 

sont peu impactées comme les TrxR1 et 3 et des sélénoprotéines liées au stress comme la 

sélénoprotéine W ou la sélénoprotéine H (Sunde and Raines, 2011). En plus des apports en 

sélénium, les sélénoprotéines sont régulées par les niveaux d’expression des protéines 
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impliquées dans la machinerie d’insertion de la Sec comme SBP2 qui dépend des niveaux de 

sélénium ou encore de l’état rédox des cellules (Papp et al., 2007; Labunskyy et al., 2014). 

Le sélénium possède un pouvoir nucléophile supérieur à celui de la cystéine et confère 

ainsi aux sélénoprotéines des propriétés de défense antioxydante significativement 

supérieure (Axley et al., 1991). Même si la fonction précise reste à déterminer pour la moitié 

d’entre-elles, certaines sélénoprotéines montrent un rôle essentiel dans l’organisme. En effet, 

une léthalité est constatée dans des modèles animaux invalidés pour certaines d’entre-elles 

(Kasaikina et al., 2012). Par ailleurs, une expression altérée d’une ou plusieurs sélénoprotéines 

ou des mutations de gènes impliqués dans la machinerie d’insertion de la Sec comme SBP2, 

sont à l’origine d’un large champ de pathologies métaboliques comme les dystrophies 

musculaires, le diabète ou des thyréopathies (Dumitrescu et al., 2010; Fairweather-Tait et al., 

2011). A partir des sélénoprotéines dont la fonction a été identifiée, trois principaux groupes 

ont été distingués selon leurs cibles et les cofacteurs nécessaires : les TrxR, les GPx et enfin les 

iodothyronines déiodinases (DIO). Chez l’Homme on recense trois isoformes de TrxR (Trx1, 2 

et 3) dont la fonction est de réduire le groupement thiol de la Trx à l’aide de la NADPH et du 

FAD (flavine adénine dinucléotide). En revanche, la présence du sélénium au sein des TrxR est 

spécifique des eucaryotes supérieurs (Arnér and Holmgren, 2000; Mustacich and Powis, 

2000). Parmi les GPx, six sélénoenzymes ont été identifiées (GPx1 à 6), réparties dans 

différents organes (testicules, intestin, rein, sang) et compartiments cellulaires comme le 

cytosol (GPx1, 2 et 4), l’espace extra-cellulaire (GPx3 et 6) (Battin and Brumaghim, 2009; Pitts 

and Hoffmann, 2018). Elles sont chargées de réduire l’H2O2 ou des hydropéroxydes organiques 

(ROOH) en H2O par l’intermédiaire du glutathion. Enfin, les DIO sont impliquées dans le 

métabolisme des hormones thyroïdiennes, de leur production (DIO1) à leur désactivation 

(DIO3) en passant par leur conversion (DIO2) (Bianco et al., 2002). Si une majorité des 

sélénoprotéines présentent une fonction rédox, des sélénoprotéines ont par exemple été 

mentionnées dans la synthèse de phospholipides (sélénoprotéine I) ou dans le transport du 

sélénium (sélénoprotéine P) (Köhrle et al., 2005; Liu and Rozovsky, 2015a; Horibata et al., 

2018). D’autres enfin interagissent avec d’autres enzymes pour exercer leur rôle. C’est le cas 

de la sélénoprotéine K (SELENOK) qui est supposée s’associer à l’enzyme DHHC6 au niveau de 

la membrane du RE et agir en tant que cofacteur dans le transfert d’un groupe palmityl au 



60 
  
 

niveau de certaines protéines comme le récepteur IP3 (inositol 1,4,5-trisphosphate) et ainsi 

activer l’ouverture des canaux calciques (Fredericks et al., 2014; Fredericks et al., 2017). 

 

3.3.2. La SELENOT 
 

La SELENOT fut identifiée pour la première fois en 1999 à l’aide d’un programme 

informatique, SECISearch, dont l’algorithme était basé sur la reconnaissance d’un codon UGA 

à proximité d’une séquence SECIS chez l’Homme (Kryukov et al., 1999). Depuis, de nombreux 

orthologues de la SELENOT ont pu être recensés au sein de diverses espèces eucaryotes 

comme les métazoaires, quelques plantes ainsi que des algues de la famille des protistes 

(Lobanov et al., 2007; Mariotti et al., 2012). Pour certaines d’entre elles, la Sec contenu dans 

la séquence peptidique est remplacée par une Cys. Cette substitution est notamment 

observée chez des espèces de drosophile comme Drosophilia melanogaster ou willistoni, chez 

certaines plantes hautes comme Arabidopsis thaliana ou encore chez le nématode 

Caenorhabditis elegans (Lobanov et al., 2006; Moustafa and Antar, 2012; Romanelli-Cedrez et 

al., 2017). En revanche, aucun homologue de SELENOT contenant un résidu Sec ou Cys n’est 

mis en évidence à ce jour chez la bactérie ou la levure. Plusieurs arguments aujourd’hui 

suggèrent que la SELENOT occupe une place hiérarchique importante au sein du 

sélénoprotéome : (I) une forte conservation de la SELENOT au cours de l’évolution. En effet la 

SELENOT humaine partage entre 97 et 100% de similarité avec les autres espèces de 

mammifères ou 95% avec le poulet (Mariotti et al., 2012; Moustafa and Antar, 2012; You et 

al., 2014) ; (II) comparée à d’autres sélénoprotéines, une carence en sélénium impactera peu 

les niveaux d’expression de la SELENOT ; (III) enfin la léthalité observée en cas d’absence totale 

de SELENOT chez la souris (Boukhzar et al., 2016).   

Si l’on retrouve dans certaines espèces deux (C. elegans ou chez lepisosteus oculatus) ou 

trois copies (comme chez certains téléostéens, le poisson-zèbre ou le Carassius auratus) du 

gène SELENOT, un bon nombre d’espèces, à l’image de l‘Homme, possède une seule copie du 

gène dans leur génome (Chen et al., 2017; Romanelli-Cedrez et al., 2017). Chez l’Homme, le 

gène de la SELENOT est localisé sur le bras long du chromosome 3 sur le locus 25 (3q25). Sa 

séquence possède 6 exons avec une séquence SECIS au niveau du dernier exon. Le résidu Sec 
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s’insère, quant à lui, sur un codon stop UGA au niveau de l’exon 2. Dans le génome humain, 

deux pseudogènes nommés SELENOTP1 (ENSG00000233846) et SELENOTP2 (ENST00000603971.1) 

ont également été identifiés en position 9p24 et 5q23 respectivement (Pothion et al., 2020). 

Au sein de la séquence peptidique finale de 186 AA chez l’Homme (195 AA chez le rongeur), 

on retrouve un peptide signal de 19 AA en N-terminal et un centre rédox typique des 

thiorédoxines avec un motif CVSU, où le résidu Sec (U) est séparé d’une Cys (C) par deux AA, 

localisé sur une boucle entre un feuillet β et une hélice α (voir figure 22). Des expériences 

menées avec une protéine recombinante comportant une substitution Sec/Cys ont permis de 

démontrer que ce motif CVSU conférait à la SELENOT une fonction d’oxydoréductase 

thioredoxin-like même si cette fonction reste à démontrer en conditions physiologiques 

(Boukhzar et al., 2016). En plus du motif CVSU, la SELENOT partage avec quelques 

sélénoprotéines (la sélénoprotéine H, la sélénoprotéine V, la sélénoprotéine W et la Rdx12) 

une séquence en C-terminal contenant quelques AA conservés, indiquant que la SELENOT 

appartient à la sous-famille des rédoxines (Kryukov et al., 2003; Dikiy et al., 2007; Lobanov et 

al., 2009). Point intéressant, une étude génomique réalisée chez le nématode a montré que la 

SELENOT était la seule rédoxine présente, démontrant une nouvelle fois la forte conservation 

de cette sélénoprotéine au cours de l’évolution (Romanelli-Cedrez et al., 2017). 

Chez le rongeur, la SELENOT est exprimée au cours de l’embryogénèse dans la quasi-

totalité des structures embryonnaires (Grumolato et al., 2008; Tanguy et al., 2011). Dans le 

cerveau de rat en développement, la SELENOT est retrouvée dans les progéniteurs neuraux 

de la zone sous-ventriculaire, la zone intermédiaire, la plaque corticale et le cortex cérébelleux 

puis son expression diminue progressivement pour être restreinte chez l’adulte dans certains 

neurones comme les neurones POMC (Pro-opiomélanocortine) ainsi qu’au niveau de la glie de 

Bergman (Tanguy et al., 2011a; Gong et al., 2018). La SELENOT est principalement retrouvée 

chez le rongeur adulte dans certains tissus possédant une activité sécrétoire comme le 

pancréas, l’hypophyse ou encore le testicule (Grumolato et al., 2008; Prevost et al., 2011; 

Tanguy et al., 2011). L’utilisation de modèles de souris spécifiquement invalidés pour la 

SELENOT au niveau du pancréas (SelT-insKO) ou des précurseurs neuraux (Nestin-Cre-SelTfl/fl) 

a révélé que la SELENOT était nécessaire au développement correct du pancréas et du cerveau 

respectivement. Ainsi, des altérations dans l’organisation des ilots β ou encore une diminution 

du volume de certaines structures cérébrales comme le cortex cérébral, le cervelet et 
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l’hippocampe ont été notées à la naissance. A l’âge adulte, ces modèles animaux présentent 

des perturbations dans le fonctionnement de ces organes avec une intolérance au glucose 

pour les souris SelT-insKO et un comportement hyperactif chez les animaux Nestin-Cre-SelTfl/fl, 

suggérant que la SELENOT est nécessaire au bon fonctionnement de ces structures (Prevost 

et al., 2011; Castex et al., 2016). 

 

Figure 22 : Structure de la SELENOT et prédiction informatique de sa conformation 

tridimensionnelle. (A) Structure secondaire de la SELENOT obtenue in silico à partir de l’ARNm 

(GENBANK : NC_005101.4) chez rattus norvegicus. La SELENOT présente un peptide signal (SP) 

en N-terminal, son motif CVSU entre un feuillet β et une hélice α caractéristiques des Trx, un 

enchainement d’hélice α et de feuillets β. Contrairement aux autres Trx, la SELENOT possède 

en C-terminal une séquence (tGAFEI) conservée avec les rédoxines (B) Deux exemples de 

structures tertiaires de la SELENOT chez rattus norvegicus prédites in silico par le serveur 

QUARK (Pothion et al., 2020). 

 

 

Au sein de la cellule, la SELENOT est principalement observée dans la membrane du RE où 

elle est fixée par au moins un de ses deux domaines hydrophobes (Grumolato et al., 2008; 

Hamieh et al., 2017). La localisation dans le RE a également été décrite chez C. Elegans et 

Arabidopsis thaliana (Nikolovski et al., 2012; Romanelli-Cedrez et al., 2017). Chez la souris, elle 

est aussi décrite dans le cytosol (microscopie électronique) et l’appareil de Golgi (Dikiy et al., 
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2007; Hamieh et al., 2017). Des expériences de criblage double hybride et de co-

immunoprécipitation ont montré que la SELENOT interagissait avec la protéine KCP2 

(Keratinocyte-associated Protein 2), qui fait partie du complexe membranaire 

oligosaccharyltransférase-STT3A (OST-STT3A) (Hamieh et al., 2017). OST-STT3A est 

responsable du transfert « en bloc » d’un précurseur oligosaccharidique constitué de 3 

glucoses, 9 mannoses et 2 N-acétylglucosamines au niveau d’un résidu asparagine d’un site 

accepteur des chaines polypeptidiques naissantes. Ce processus, appelé N-glycosylation des 

protéines, est un procédé co-traductionnel indispensable au bon repliement de la protéine en 

une structure tertiaire ou quaternaire fonctionnelle. Des expériences d’invalidation dans des 

lignées cellulaires ont montré que la SELENOT était essentielle à la stabilité de ce complexe, 

son absence induisant (I) une déstabilisation du complexe OST-STT3A et une diminution de la 

N-glycosylation de certains substrats comme la POMC ; (II) une accumulation de protéines mal 

repliées à l’origine d’un stress du RE ; (III) une activation de l’UPR, une voie de sauvetage 

cellulaire qui implique différents facteurs de transcription et des chaperonnes, et dont le but 

est de diminuer la charge en protéines mal conformées pour rétablir l’homéostasie du RE ; 

(IV) une baisse de la sécrétion (Grumolato et al., 2008; Hamieh et al., 2017) (voir figure 23). 

Chose intéressante, cette implication de la SELENOT dans l’activité sécrétoire avait déjà été 

mentionnée in vivo avec le modèle de souris SelT-insKO. En effet ces souris présentaient une 

sécrétion d’insuline altérée (Prevost et al., 2011a). Cependant, les mécanismes exacts 

permettant l’interaction entre la SELENOT et OST-STT3A restent à élucider. 

 

Figure 23 : Interaction de la SELENOT avec le complexe OST-STT3A et conséquence de son 

absence sur le complexe OST-STT3A (Hamieh et al., 2017). 
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En accord avec son implication dans les processus sécrétoires, la SELENOT semble 

exprimée lorsque la demande énergétique au sein de la cellule augmente. En effet, les 

premières études fonctionnelles menées avec une lignée de cellules issue de 

phéochromocytome de rat avaient identifié la SELENOT comme un gène stimulé par le PACAP 

(pituitary adenylate cyclase-activating polypeptide) lors de la différenciation neuronale, via 

l’activation de la voie adénosine monophosphate cyclique (AMPc)/protéine kinase A (PKA). 

Par ailleurs, ces travaux avaient montré l’implication de la SELENOT dans la mobilisation 

calcique induite par ce neuropeptide selon un mécanisme dépendant du centre rédox CVSU 

(Grumolato et al., 2008). Par la suite, une étude visant à élucider les voies de signalisation 

engagées dans la régulation de la SELENOT par le PACAP ont révélé au sein du promoteur de 

la SELENOT plusieurs sites de liaison pour le facteur de transcription nuclear respiratory factor 

1 (NRF-1). En plus de la voie AMPc/PKA une deuxième voie d’induction a pu ainsi être mise en 

évidence impliquant LKB1 (Liver kinase B1), AMPK (AMP-activated protein kinase), PGC-1α 

(peroxisome proliferator-activated receptor gamma coactivator 1-alpha) et NRF-1. Le 

complexe PGC-1α/NRF-1 étant lié à l’expression de protéines associées à la biogénèse 

mitochondriale, les auteurs ont suggéré que la SELENOT était induite en fonction de la 

demande énergétique, son expression étant nécessaire pour maintenir l’homéostasie rédox 

au sein du RE, et donc limiter la production d’EROs à l’échelle cellulaire (Abid et al., 2019). De 

fait, une augmentation des niveaux intracellulaires d’EROs ont été observés dans différents 

modèles d’invalidation de la SELENOT, que ce soit in vitro et in vivo avec le modèle de souris 

Nestin-Cre-SelTfl/fl (Sengupta et al., 2009; Boukhzar et al., 2016; Castex et al., 2016a; Hamieh 

et al., 2017; Abid et al., 2019). Cet effet antioxydant est également protecteur pour les cellules 

neuronales et neuroendocrines (Boukhzar et al., 2016; Hamieh et al., 2017). Normalement 

absente dans de nombreux tissus en condition physiologique, l’expression de la SELENOT peut 

être réinduite lorsque l’environnement induit un stress métabolique comme ce fut démontré 

in vitro avec des cellules issues de phéochromocytome de rat (PC12) et in vivo dans le cerveau 

et le foie de souris, le cœur de rat ou la rate chez le cochon (Ikematsu et al., 2007; Boukhzar 

et al., 2016; Sun et al., 2017; Rocca et al., 2018; Abid et al., 2019). En effet, des souris Nestin-

Cre-SelTfl/fl exposées au MPP+ (1-methyl-4-phenylpyridinium) présentent une augmentation 

des niveaux de 3-NT (3-nitrotyrosine), un marqueur des ERNs, ainsi qu’une élévation de 

l’apoptose au sein des neurones dopaminergiques indiquant une vulnérabilité accrue de ces 
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cellules au stress oxydant en l’absence de SELENOT (Boukhzar et al., 2016). Par ailleurs, la 

baisse de volume des structures cérébrales observées dans les souris Nestin-Cre-SelTfl/fl est 

associée à une augmentation des niveaux de ROS et de l’apoptose au niveau des précurseurs 

neuraux dans ces structures (Castex et al., 2016). Enfin, une étude sur des cerveaux de patients 

parkinsoniens a montré une expression augmentée de la SELENOT dans le noyau caudé et le 

putamen comparée à d’autres structures cérébrales ou par rapport à des sujets sains 

(Boukhzar et al., 2016).  

 

3.3.3. PSELT : un nouvel outil thérapeutique  
 

Il est bien documenté que la mort neuronale observée dans certaines maladies 

neurodégénératives comme la maladie de Parkinson fait intervenir le stress oxydant (Perfeito 

et al., 2013). Si certains traitements à partir de L-DOPA (3,4-dihydroxyphénylalanine) ont 

montré des bienfaits, leur efficacité est néanmoins limitée dans le temps (Gambaryan et al., 

2014). Les propriétés neuroprotectrices de la SELENOT et le fait qu’elle soit retrouvée dans le 

noyau caudé et le putamen de cerveaux parkinsoniens laissaient suggérer que l’administration 

d’un peptide dérivé de cette SELENOT pouvait représenter un nouvel outil thérapeutique 

(Boukhzar et al., 2016). Dans cette optique, différents peptides d’une longueur de 10 acides 

aminés mimant la SELENOT et comportant le centre rédox CVSU ont été produits (voir figure 

24). Les études menées in vitro ont montré que l’effet protecteur de la SELENOT était 

également présent dans le peptide PSELT sous sa forme réduite et que cette baisse de la 

mortalité s’accompagnait d’une diminution des niveaux de radicaux libres et de l’activation 

des caspases. Son application intranasale chez des souris traitées au MPP+ a montré que ce 

peptide était capable de franchir la barrière hémato-encéphalique et de migrer jusqu’à la 

substance noire où elle protégeait les neurones dopaminergiques et maintenait les niveaux 

de dopamine produite et sécrétée par ces neurones. Les études fonctionnelles ont par la suite 

confirmé ces résultats histologiques puisque les animaux ayant reçu le peptide présentaient 

de meilleures performances et une meilleure coordination motrice comparé aux animaux 

témoins (Alsharif, soumis).  
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Figure 24 : Séquence du peptide PSELT. La séquence du peptide indiquée en rouge contient 

le motif CVSU coloré en vert. 

 

A la suite de ces résultats, le peptide PSELT a été testé dans un modèle d’ischémie 

cardiaque dans lequel la reperfusion tissulaire induit une augmentation des niveaux de 

radicaux libres qui peuvent être à l’origine de nécroses tissulaires (Valencia and Morán, 2004). 

Dans cette étude, l’administration précoce de PSELT au début de la perfusion tissulaire a 

amélioré la contractilité myocardique et réduit la taille de l’infarct comparé aux animaux 

témoins. A l’image des résultats obtenus dans la voie nigro-striée, une baisse des niveaux de 

radicaux libres et une inhibition de l’activité caspase3/7, notamment en raison d’une 

inhibition de la phosphorylation de la kinase p38-MAPK (mitogen-activated protein kinase), 

ont été constatées dans le cœur des animaux traités avec le PSELT. Par ailleurs, cet effet 

cardioprotecteur était aboli lorsque les rats avaient reçu du PSELT dans lequel la Sec était 

remplacée par une sérine, indiquant le rôle essentiel du sélénium et du résidu cystéine. De 

plus, la co-administration de PSELT avec des inhibiteurs sélectifs de l’adénylate cyclase (AC), 

de la kinase 3 phosphatidylinositol d’Erk-1/2 ou encore des chaines mitoKATP ont révélé que 

l’effet protecteur de PSELT nécessitait l’activation de ces voies de signalisation (Rocca et al., 

2018). Cependant les travaux menés n’ont pas permis d’établir le site d’action où ce peptide 

exerçait son rôle protecteur, ni s’il pouvait renforcer l’activité d’autres enzymes antioxydantes 

comme cela a été démontré pour deux peptides dérivés de protéines de riz enrichies en 

sélénium (Wu et al., 2020). Cette étude, de manière similaire à celles utilisant le PSELT, 

évaluait le potentiel rôle neuroprotecteur de deux peptides comportant du sélénium contre 

les effets nocifs d’une intoxication au plomb. Ces travaux menés in vitro ont mis en lumière 

l’effet antioxydant de ces deux peptides avec une baisse des ERNs en renforçant l’activité de 

SOD et des GPx. Ces effets s’accompagnent d’une action anti-apoptotique même si là encore 

les sites d’action des deux peptides n’ont pu être identifiés. 
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A l’image des résultats obtenus avec ces différents peptides, de nombreuses études ont 

mis en lumière le rôle bénéfique que représentait une modulation de l’environnement rédox 

pour améliorer la repousse nerveuse dans le cas des LNP. 

 

3.4. L’utilisation des agents antioxydants pour traiter les LNP 

3.4.1. Rôle des agents antioxydants dans les LNP 
 

Même s’il est aujourd’hui difficile d’évaluer précisément le rôle des radicaux libres dans 

les LNP, plusieurs études rapportent leur implication dans les processus de régénération (Zhou 

et al., 2016). Cela a pu être montré chez les rongeurs dans lesquels une lésion du nerf sciatique 

induit au niveau du muscle dénervé une augmentation des niveaux d’H2O2, l’oxydation des 

lipides membranaires et l’expression d’enzymes antioxydantes comme SOD1 ou encore Gpx1 

(Bhattacharya et al., 2009; Abruzzo et al., 2010). A la suite d’une axotomie, un rapide influx de 

calcium provenant du site de lésion se produit. Cela a pour conséquence d’augmenter la 

concentration calcique au niveau des rameaux proximal et distal de l’axone qui induit à son 

tour un gonflement des mitochondries et une production d’H2O2 (Rodella et al., 2016; Llobet 

Rosell and Neukomm, 2019). Par ailleurs, une analyse par micro-array a révélé une hausse de 

l’expression de gènes impliqués dans le transfert d’électrons, notamment du cytochrome 

P450, au niveau du rameau distal d’un nerf sciatique coupé (Kubo et al., 2002). L’H2O2 diffuse 

alors à travers la membrane axonale et participe à l’activation des CS avoisinantes pour 

permettre la dégénérescence Wallérienne (Duregotti et al., 2015). Il a été montré chez le 

poisson zèbre que la régénération nerveuse dépendait de l’H2O2, lequel forme un gradient de 

concentration qui attire les leucocytes puis favorise l’élongation axonale (Rieger and Sagasti, 

2011). En plus de l’H2O2, les cytokines inflammatoires produites au début de la 

dégénérescence Wallérienne accroissent la production de NO via la stimulation de l’iNOS 

(inducible nitric oxide synthase) au sein des cellules de Schwann et des macrophages pro-

inflammatoire de phénotype M1 (Murray and Wynn, 2011). Ce NO agit sur la barrière hémato-

nerveuse pour permettre la diapédèse des macrophages (Zochodne and Levy, 2005). Une fois 

recrutés, en parallèle de leur action phagocytaire, les macrophages libèrent des exosomes 

contenant l’enzyme antioxydante NADPH oxydase 2 (NOX2) qui sont alors captés par les 

axones lésés par le mécanisme d’endocytose. Dans la cellule, NOX2 rejoint le soma par 
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transport rétrograde où elle inactive le gène PTEN (phosphatase and tensin homolog) par 

oxydation et permettre ainsi la régénération axonale à travers l’activation de la voie 

phosphoinositol-3-kinase (Pi3K)-phosporylated (p-)Akt (Hervera et al., 2018) (voir figure 25). 

Toutefois, le recrutement d’un nombre important de macrophages ou leur activité prolongée 

résulte en une augmentation excessive de NO qui peut collaber le cône de croissance et 

inhiber la régénération axonale (Hess et al., 1993; McDonald et al., 2007). 

 

 

Figure 25 : Communication macrophage-neurone lors de la régénération nerveuse. Après 

une lésion les macrophages libèrent de la NOX2 qui est endocytée par les neurones, 

rétrogradée jusqu’au soma où elle active la voie NOX2–PTEN–PI3K–p-Akt pour enclencher la 

régénération axonale (Krämer-Albers, 2018). 

 

Enfin, il est également bien documenté maintenant que les EROs influencent aussi la 

myélinisation. Une démyélinisation, comme celle observée dans les cas de neurapraxie, réduit 

la production d’ATP mais, en revanche, augmente les taux d’H2O2 au niveau des mitochondries 

des axones (van Hameren et al., 2019). Par ailleurs, des souris déficientes pour la SOD1 ont 

montré des lacunes dans la conduction nerveuse, causée en partie par une épaisseur de 
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myéline réduite (Hamilton et al., 2013). Des observations similaires ont été obtenues avec des 

souris invalidées cette fois pour le récepteur de la leptine (dbdb). Chez ces animaux, il a 

également été noté une carbonylation et une agrégation de la protéine de myéline PMP22 

mal conformée dans les nerfs. De tels agrégats étant observés dans différents types de 

neuropathies, les auteurs ont suggéré à la vue de ces résultat que le stress oxydant pouvait 

être un déterminant dans le processus de démyélinisation de différentes pathologies 

(Hamilton et al., 2013; van Paassen et al., 2014). Dans une autre étude, l’injection de paraquat, 

une molécule génératrice de radicaux libres et utilisée pour simuler des modèles de Parkinson, 

provoquait une démyélinisation (Hichor et al., 2017).  

 

3.4.2. L’application des stratégies antioxydantes pour traiter les LNP 

 

La modulation de l’environnement oxydant a montré des effets bénéfiques pour traiter 

des pathologies diverses comme les maladies cardiovasculaires, le cancer ou les maladies 

neurodégénératives tel la maladie d’Alzheimer (Dröge, 2002; Dumont and Beal, 2011; Ribas 

et al., 2015). L’étude de l’impact du stress oxydant sur la récupération nerveuse dans le cadre 

des LNP est un axe de recherche relativement récent. Malgré le peu d’études menées jusqu’à 

maintenant, celles-ci ont pu mettre en évidence un intérêt de ces stratégies, les différents 

agents antioxydants évalués démontrant un effet bénéfique sur la régénération nerveuse.  

La mélatonine, une hormone qui a montré un rôle dans la défense antioxydante, fut parmi 

les premières molécules expérimentées. Son administration chez des rats lésés dans différents 

modèles de LNP du nerf sciatique a montré qu’elle pouvait améliorer la restauration des 

fonctions motrices de l’animal et les propriétés électrophysiologiques du nerf lésé ainsi que 

diminuer la taille du névrome (Turgut et al., 2005; Atik et al., 2011). Entre temps, une étude 

avait démontré dans un modèle de lésion du nerf hypoglosse (XIIème paire de NC) menée chez 

le rat que l’injection répétée de mélatonine renforçait l’action des SOD au sein de l’axone lésé. 

Les analyses électrophysiologiques ont ensuite montré que la préservation de la réaction des 

SOD aboutissait à une meilleure conduction nerveuse indicatrice d’une régénération nerveuse 

plus efficace (Chang et al., 2008). Quelques années plus tard, l’administration de curcumin, un 

agent antioxydant naturel, au niveau d’un nerf sciatique comprimé chez le rat, par 
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l’intermédiaire d’une pompe osmotique provoquait une meilleure récupération au niveau 

fonctionnel et électrophysiologique. Au niveau histologique, le processus de remyélinisation 

avait été stimulé avec une myéline plus épaisse et une élévation de l’expression de certaines 

protéines de myéline comme la myéline protéine zéro (P0) (Caillaud et al., 2018). Une autre 

étude a consisté à appliquer une solution composée de plusieurs antioxydants naturels dont 

entre autres des sels de zinc et de magnésium, du sélénium ou encore de l’α-tocophérole à 

l’intérieur d’un manchon biodégradable reliant les deux rameaux d’un nerf sciatique lésé chez 

le rat. Trente jours plus tard, le traitement antioxydant avait favorisé la régénération nerveuse 

entre les deux rameaux du nerf lésé (Salles et al., 2015). 

Par ailleurs, dans des modèles de neuropathies diabétiques chez le rat, des traitements 

pharmacologiques utilisant des substances pharmacologiques capables de moduler 

l’environnement rédox comme l’Edaravone, le Trolox ou encore la NAC ont montré qu’elles 

diminuaient la péroxydation des lipides et augmentaient la conduction nerveuse ainsi que la 

récupération fonctionnelle (Sharma and Sayyed, 2006; Saini et al., 2007; Kamboj et al., 2010). 

Enfin chez l’Homme, une étude prospective réalisée chez 50 patients diabétiques souffrant de 

neuropathies a mis en évidence qu’un traitement prolongé d’acide α-lipoïque et de SOD 

(ALA600SOD®) améliorait la récupération des capacités physiques et sensorielles et réduisait 

les douleurs associées au névrome (Bertolotto and Massone, 2012).  
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Objectif de la thèse 

 
Les LNP restent un enjeu majeur de santé publique compte tenu du nombre important 

de personnes atteintes. La microchirurgie reste le traitement de première ligne malgré une 

restauration incomplète. Les progrès technologiques survenus durant la seconde moitié du 

XXème siècle ont ouvert la voie à de nouvelles stratégies thérapeutiques. Parmi les pistes 

explorées, l’application d’agents antioxydants montrent en essais précliniques de réels 

bénéfices dans la régénération et le fonctionnement nerveux dans le cas des LNP. Les 

chercheurs de notre unité travaillent depuis plusieurs années sur la SELENOT, une 

oxydoréductase essentielle chez les mammifères qui protège les cellules neurales lorsque 

l’environnement induit un stress métabolique. Récemment, ces chercheurs ont développé un 

peptide mimant l’action Trx-like de la SELENOT (PSELT).  Ce peptide a récemment démontré 

un effet protecteur vis-à-vis des neurones dopaminergiques et des cardiomyocytes soumis à 

un environnement nocif induit par l’administration de la neurotoxine MPTP ou un modèle 

d’ischémie/reperfusion cardiaque respectivement. L’ischémie survenant également lors des 

LNP, cette thèse cherche dans un premier temps à évaluer l’effet protecteur du peptide PSELT 

dans un modèle de LNP modélisé ici par lésion du nerf facial chez le rat. 

Dans un second temps, nous évaluerons la capacité du peptide à améliorer l’efficacité 

d’une thérapie cellulaire. Malgré le fort potentiel thérapeutique des cellules souches, l’apport 

médical des thérapies cellulaires est encore insuffisant et les recherches visent désormais à 

renforcer l’action de ces cellules grâce à l’administration concomitante de substances 

pharmacologiques. Dans ce travail de thèse, nous évaluerons l’effet bénéfique d’une thérapie 

cellulaire utilisant les cellules souches dérivées des CF. Les études menées sur ces cellules ont 

montré qu’elles favorisaient la régénération nerveuse au niveau histologique sans vérifier leur 

impact sur la restauration fonctionnelle. Nous évaluerons donc si les bénéfices observés à 

l’échelle cellulaire peuvent être confirmés cliniquement et si ces bénéfices peuvent être 

renforcés en présence du peptide PSELT.   
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I. Le modèle de lésion du nerf facial 

Cette thèse s’inscrit dans le cadre du projet FHU SURFACE dont les objectifs sont de 

définir les conditions qui permettront d’améliorer la qualité de la reconstruction de la face au 

niveau esthétique et fonctionnel. Notre modèle de lésion pour évaluer la régénération 

nerveuse périphérique s’est donc naturellement tournée vers le nerf facial. Comparé à 

d’autres nerfs périphériques présents dans la région de la tête et du coup, le nerf facial est 

facilement accessible (voir figure 26.A), la procédure chirurgicale pour le léser est relativement 

simple et les modalités d’évaluations de la régénération nerveuse sont bien définies (Moran 

and Graeber, 2004). Tous ces avantages en font un nerf de référence pour l’étude de la 

régénération nerveuse périphérique in vivo (Moran and Graeber, 2004; Guntinas‐Lichius et 

al., 2005; Angelov et al., 2007; Kim et al., 2011; Chabas et al., 2013; Olmstead et al., 2015). 

Enfin le nerf facial est un modèle bien étudié au sein du laboratoire EA3830 et dont les 

résultats ont déjà fait l’objet d’une publication (Bense et al., manuscrit accepté). Dans ce 

travail de thèse, le nerf facial a été lésé de manière similaire à celle décrite par Bense et 

collaborateurs. En résumé le nerf facial a été transecté à la sortie du foramen stylo-

mastoïdien. Puis, les deux rameaux nerveux lésés ont été reliés grâce à l’interposition d’un 

extrait de veine fémorale prélevé juste avant la lésion (voir figure 26.B). Ce manchon veineux 

constitue un tuteur pour diriger la repousse nerveuse et est employé comme chambre de 

régénération dans laquelle le peptide PSELT et/ou les cellules souches dérivées des CF ont été 

administrés (voir figure 26.C-D). S’appuyant sur les résultats obtenus précédemment, le 

peptide PSELT a été utilisé dans cette étude à une concentration de 1 micromolaire (Rocca et 

al., 2018; Alsharif et al., soumis). Les conditions de production du peptide reprennent celles 

décrites précédemment (Rocca et al., 2018). Ces trois approches thérapeutiques (PSELT, 

cellules souches et PSELT associé aux cellules souches) ont été comparées à un traitement 

chirurgical standard basé sur une suture chirurgicale épineurale. 
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Figure 26 : Exposition du nerf facial et mise en place de la chambre de régénération d’origine 

veineuse. (A) Image illustrant la voie d’accès du tronc commun du nerf facial à la sortie du 

foramen stylo-mastoïdien. (B) Image illustrant le prélèvement de la veine fémorale. Les 

flèches jaunes et noires représentent les extrémités proximales et distales respectivement. 

(C) Représentation schématique de la construction chirurgicale. L’extrait de la veine fémorale 

prélevée est utilisé comme manchon d’interposition entre les deux rameaux du nerf facial 

lésé. (D) Image illustrant l’assemblage chirurgicale nerf-veine. 

 

I. Les cellules souches dérivées des CF et le choix de la xénogreffe 

Dans ce travail de thèse, l’effet des cellules souches dérivées des CF dans les processus 

de régénération nerveuse a été évalué. Le choix de ces cellules repose sur les nombreux 

avantages qu’elles proposent par rapport aux autres types de cellules souches testés jusqu’à 

maintenant : leur accessibilité, leur potentiel neurogénique ainsi que leur prolifération rapide. 

Alors que ces cellules représentent seulement 0.6% des cellules au moment de leur extraction 

de la peau, leur expansion en culture sous forme de neurosphères flottantes leur permet de 
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représenter après 3 semaines de cultures environ 66% des cellules en culture (voir figure 27). 

Par ailleurs, les premiers résultats obtenus chez la souris en font un candidat potentiel dans le 

cadre d’une médecine régénérative (Gresset et al., 2015). Les protocoles permettant leur 

extraction et leur culture reprennent ceux décrit dans la littérature (Gresset et al., 2015). 

Malheureusement ces protocoles ont été décrits uniquement pour la souris. Dans un premier 

temps il était envisagé de réaliser la transplantation cellulaire de manière allogénique. 

Plusieurs essais de chirurgie de lésion du nerf facial ont été réalisés dans ce but mais la trop 

grande difficulté de la procédure chirurgicale chez la souris nous a obligé à nous réorienter 

vers le rat et donc opter pour une xénogreffe. Une étude avait auparavant évalué l’intérêt de 

cellules embryonnaires provenant de souris dans la régénération d’un nerf sciatique lésé chez 

le rat Long-Evans (Cui et al., 2008). Nous avons donc repris ce modèle de rat dans notre étude. 

Afin de suivre le devenir de nos cellules transplantées après leur injection, celles-ci ont été 

extraites chez des souris exprimant de manière ubiquitaire le marqueur fluorescent Rosa26 

tdTomato. Afin d’administrer une solution de cellules dérivées des CF la plus pure possible, les 

cellules ont été cultivées 8 semaines après leur extraction. Avant leur injection la culture 

cellulaire a été caractérisée par cytométrie en flux par l’intermédiaire de l’expression du 

marqueur nestin. 

 

 

Figure 27 : Evolution du nombre de cellules souches dérivées des CF (cellules tdTOM-positive 

dans l’article) au cours des différents passages (Gresset et al., 2015). 
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II. Analyse fonctionnelle de la régénération nerveuse 

L’évaluation de la régénération nerveuse a été réalisée 3 mois après la lésion, un délai 

qui permet une analyse à moyen terme du processus de régénération nerveuse. Elle était 

composée dans un premier temps d’une analyse fonctionnelle. Chez le rongeur, le nerf facial 

innerve les muscles qui sont responsables du mouvement des vibrisses (Semba and Egger, 

1986). Ainsi, l’évaluation de la récupération des fonctions motrices a été évaluée au travers 

d’enregistrements vidéo de l’activité des vibrisses (voir figure 28) (Guntinas-Lichius et al., 

2002; Tomov et al., 2002). A partir de ces enregistrements, le mouvement de protraction et 

de rétraction des vibrisses a été analysés par l’intermédiaire de trois paramètres mesurés 

couramment : (I) l’amplitude de protraction, c’est-à-dire la différence entre l’angle de 

rétraction maximal et l’angle de protraction maximal, (II) la vitesse de angulaire de protraction 

et enfin (III) la fréquence de protraction qui correspond au nombre d’allers-retours 

(protraction-rétraction) réalisés pendant 1 seconde (Guntinas-Lichius et al., 2002; Tomov et 

al., 2002; Guntinas‐Lichius et al., 2005; Lindsay et al., 2010; Hizay et al., 2016). 

Figure 28 : Modalité d’évaluation du mouvement des vibrisses. (A) Représentation 

schématique de la procédure expérimentale. La caméra est placée perpendiculairement au 

rat qui est maintenu par un système de contention. (B) Le mouvement des vibrisses 

notamment l’amplitude du mouvement de protraction, la vitesse angulaire et la fréquence de 

protraction sont ensuite analysés. 

 

III. Etude électrophysiologique de la régénération nerveuse 

En complément de l’analyse fonctionnelle, l’efficacité des différents traitements a été 

étudiée par une approche électrophysiologique au niveau du nerf facial et des muscles 
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responsables de l’activité des vibrisses. La qualité de la réinnervation des muscles est 

examinée par la mesure du potentiel d’action des unités motrices (MUAP), une technique 

utilisée en clinique pour diagnostiquer la sévérité de la dénervation découlant de la lésion 

(Bischoff et al., 1994; Sohn et al., 2011). Ce MUAP correspond à la sommation des potentiels 

d’actions stimulant l’ensemble des fibres d’une même plaque motrice (Daube and Sorenson, 

2004). L’analyse des MUAP s’est faite au travers de trois paramètres : l’amplitude, la durée et 

le nombre d’oscillations mesurées entre la dépolarisation initiale jusqu’au retour au potentiel 

de repos (voir figure 29). Ces paramètres indiquent de façon complémentaire le nombre 

d’axones répondant au stimulus, la synchronisation de leur réponse et la taille de l’unité 

motrice. A la suite d’un neurotmésis, la dénervation des fibres musculaires induit un 

affaiblissement de l’amplitude du MUAP et un raccourcissement de sa durée. 

 

Figure 29 : Exemple d’un potentiel d’action des unités motrices (MUAP) triphasique. Ce 

MUAP peut être évalué selon plusieurs critères comme la mesure de son amplitude, sa durée 

ou encore le nombre de phase qui le compose (d’après 

https://sites.google.com/site/emgandncs/emg---the-basics). 

 

IV. Etude histologique de la régénération nerveuse 

Une analyse morphométrique des nerfs a été d’abord réalisée par l’analyse du 

diamètre nerveux. Par ailleurs, les cellules de Schwann occupent une place centrale lors des 

processus de régénération nerveuse. Une quantification de l’intensité de fluorescence du 

marqueur S100 a été aussi réalisée. Après 3 mois, les cellules de Schwann ont comme fonction 

principale la myélinisation des fibres néoformées. Ainsi une quantification de la proportion de 

fibres myélinisées a été menée grâce à l’utilisation du marqueur axonal NF200 et de la 

protéine de myéline P0 à l’image de ce qui avait été réalisé par Cui (Cui et al., 2008). 
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Highlights 

• PSELT improves the motor recovery of the mystacial pad vibrissae after injury 

• PSELT increases the electrical activity of the motor units of mystacial pad muscles 

• PSELT enhances axonal elongation and myelination of newly formed axons after injury 

• PSELT displays higher therapeutic effect than stem cell transplantation 

• No synergistic action between PSELT and stem cell xenotransplantation   



82 
  
 

Abstract 

 

Peripheral nerve injury (PNI) is frequent and many patients suffer lifelong disabilities in severe 

cases. Although the peripheral nervous system is able to regenerate, its potential is limited. 

Nowadays, therapeutic approaches aim to strengthen the intrinsic regenerative capacities of 

peripheral nerves using neurotrophic factors, proangiogenic factors, antioxidant agents or 

different stem cell types. In this study, we tested in a facial nerve regeneration model the 

therapeutic effect of a short mimetic peptide, named PSELT, which derives from SELENOT, 

an essential thioredoxin-like selenoprotein endowed with neuroprotective and antioxidant 

activities. For this purpose, the right facial nerve of female long-Evans rats was axotomized 

then bridged with a free femoral vein interposition graft. PSELT (1 µM) in Matrigel or Matrigel 

alone were injected into the vein immediately and 48 h after the injury. The effects observed 

were compared to those found after an end-to-end suture used as a gold standard treatment. In 

addition, PSELT was used in presence or absence of transplanted, nestin-positive boundary cap-

derived stem cells (BCSC) to assess the effect of the peptide in combination with a cell therapy. 

Whisking behaviour, electrophysiological potential and histological analyses were performed 

3 months after injury to determine the effects of these treatments. These analyses revealed that 

PSELT-treated animals exhibit a better motor recovery in terms of protraction amplitude and 

velocity of vibrissae compared to control and end-sutured animals. Moreover, administration 

of PSELT following injury enhanced muscle innervation, axonal elongation and myelination of 

newly formed nerve fibers. PSELT displayed a better therapeutic effect than 

xenotransplantation of BCSC. When PSELT was used in the presence of BCSC, no additional 

beneficial effect was observed in comparison to PSELT treatment alone. Altogether, these 

results indicate that a PSELT-based therapy is sufficient to enhance facial nerve regeneration 

and could represent a new therapeutic tool to treat PNI.   

 

Key words: axotomy, boundary cap, facial nerve, motor unit, myelin, peptide, PSELT, 

selenoprotein, SELENOT, stem cells, therapy  

 
Abbreviation list 

BCSC, boundary cap-derived stem cells ; CsA, cyclosporin A ; EMG, electromyogram ; ER, 

endoplasmic reticulum ; ES, epineural suture ; MUAP, motor unit action potential ; NF200, 

neurofilament 200KDa ; NO, nitric oxide ; P0, myelin protein zero ; PNI, peripheral nerve 
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injury ; PNS, peripheral nervous system ; PSELT, SELENOT mimetic peptide ; ROS, reactive 

oxygen species ; SC, Schwann cells.  
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1. Introduction 

It is well known that contrary to central nervous system axons, those of the peripheral 

nervous system (PNS) have an intrinsic regeneration ability. Indeed, following peripheral nerve 

injury (PNI), Wallerian degeneration takes place in order to clear the lesion site and to allow 

the initiation of axonal regeneration (Gaudet et al., 2011). However, complete recovery is not 

observed in case of severe PNI, which represents a major source of disability. Nowadays, 

microsurgery suture is still the gold standard and no other treatment is able to repair this lesion 

(Faroni et al., 2015). In order to strengthen the intrinsic regenerative capacities of peripheral 

nerves, new potential therapeutic strategies have emerged such as stem cell-based therapies or 

biosynthetic conducts supplemented in their lumen with various cues such as neurotrophic 

factors, hormones or pharmacological compounds (Hart et al., 2004; Catrina et al., 2013; Di 

Summa et al., 2018; Lu et al., 2018). Although these approaches improve somewhat the 

recovery, outcomes are comparable to those seen after microsurgery repair and no further 

improvement is observed. Thus, investigations are still necessary to uncover new treatments 

that could ensure a better nerve recovery. 

PNI induces ischemia when the blood-nerve barrier is altered resulting in local hypoxia 

(Weerasuriya and Mizisin, 2011). It has been shown that hypoxia and reoxygenation could 

affect the survival and neurotrophic effects of primary cultured Schwann cells (SC) (Zhu et al., 

2010). These cells play a crucial role in PNI since they phagocyte cellular and myelin debris 

with macrophages within Büngner bands where they promote the elongation of regrowing 

axons through secretion of neurotrophic factors, to ultimately remyelinate the regenerated axons 

(Zhu et al., 2010). However, PNI and demyelination are accompanied by oxidative stress, which 

is thought to play an important role in the pathogenesis of nerve injury (Lanza et al., 2012; 

Zhang et al., 2013; Qiu et al., 2019). Oxidative stress is considered to be one of the main sources 

of neural damage after injury, and is thought to have a negative impact on nerve functional 

recovery (Wang et al., 2015; Qiu et al., 2019). Recent studies have shown that inhibiting 

oxidative stress after PNI could improve functional recovery (Zhang et al., 2013; Renno et al., 

2017; Qian et al., 2018). 

Although preclinical studies using pharmacological agents targeting ROS have shown 

promising outcomes to repair peripheral nerves (Sharma and Sayyed, 2006; Saini et al., 2007; 

Kamboj et al., 2010; Caillaud et al., 2018), to our knowledge most attempts to translate to the 
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clinic therapeutics based on antioxidants such as vitamins C and E, and glutathione or some 

elements such as zinc have been unsuccessful (Dao et al., 2015; Ghezzi et al., 2017). Recently, 

it was shown that treatment with selenium has a beneficial effect in an acute nerve injury model 

in rat (Zendedel et al., 2017). Selenium is known to be incorporated in a particular class of 

proteins named selenoproteins defined by the presence of at least one selenocysteine (Sec), a 

selenium-containing amino acid, into their polypeptide chain. Endowed with a higher 

nucleophilicity than cysteine, Sec confers to selenoproteins a better redox resistance to 

irreversible inactivation by overoxidation, making of these proteins one of the main antioxidant 

family (Dardashti et al., 2016). Selenoproteins are present in almost all organisms and are 

essential for health since defects in their function have been related to a broad range of disorders 

including metabolic or cardiac diseases, muscular dystrophy, or azoospermia (Sponholz et al., 

2006; Schoenmakers et al., 2010; Schomburg, 2011; Yu and Du, 2017). The large majority of 

selenoproteins exert oxidoreductase activities in various processes including thyroid hormone 

metabolism (Deiodinases DIO2, DIO3), phospholipid synthesis (SELENOI), selenium 

transport (SELENOP) or calcium mobilization (SELENOK) (Köhrle et al., 2005; Fredericks 

and Hoffmann, 2015; Liu and Rozovsky, 2015). Selenoproteins are present in different 

subcellular locations including the endoplasmic reticulum (ER) where they play an instrumental 

role in protein maturation and calcium regulation. Among the ER-resident selenoproteins, 

selenoprotein T (SELENOT) has gained interest in the last years since it acts as a new partner 

of the oligosaccharyltransferase complex involved in the N-glycosylation process of proteins, 

and is therefore essential for ER homeostasis (Hamieh et al., 2017). SELENOT contains in its 

N-terminal sequence a Sec residue within a CVSU (where U is the Sec) motif that is 

encompassed in a thioredoxin-like domain, suggestive of a redox function. In vitro assays 

showed that SELENOT exerts indeed a thioredoxin-like activity that is able to protect a 

neuroblastoma cell line (SH-SY5Y) against free radicals through an oxidoreductase activity 

involving the Sec residue (Boukhzar et al., 2016). Neuroprotective properties of SELENOT 

were subsequently established in vivo in dopaminergic neurons or in neural precursors 

indicating a contribution in brain ontogenesis (Boukhzar et al., 2016; Castex et al., 2016). In 

fact, our recent studies indicate that SELENOT promotes cell survival and neuritogenesis and 

exerts a supportive role when energy requirements are high (Anouar et al., 2018; Abid et al., 

2019). We have therefore developed a SELENOT-derived peptide (named PSELT) which 

contains the active redox centre CVSU, in order to use it as a short mimetic of the protein for 

potential therapeutic applications. This peptide proved to be effective in an 
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ischaemia/reperfusion injury model in adult rat heart ensuring a better cardiac contracture, a 

reduction of infarct size and a decrease in the levels of oxygen reactive species (ROS) and 

caspase 3 activity (Rocca et al., 2018). Moreover, PSELT protected the dopaminergic neurons 

and fibers of the nigrostriatal pathway, resulting in improved motor activity in mice exposed to 

the neurotoxin MPTP (1-methyl-4-phenyl-1,2,3,6-tetrahydropyridine). Higher cell survival, 

and lower ROS levels and caspase 3 activity were observed in PSELT-treated dopaminergic 

neurons compared to untreated controls (Alsharif et al., submitted). 

Despite the vast literature reported on the beneficial effects of antioxidant enzymes 

including selenoproteins in various pathologies, studies on their advantageous impact in PNI 

are scarce (Mantovani et al., 2003; Valentine et al., 2008; Amato et al., 2019). Therefore, we 

tested in the present study the hypothesis that local application in the lesion site of PSELT may 

increase SC integrity and nerve regeneration in a facial nerve axotomy model. Facial nerve is a 

mixed nerve with a motor component which controls the motor skills of the face and vibrissae 

in rats through its buccal branch (Dörfl, 1985). The effect of PSELT was evaluated on the 

amplitude, velocity and frequency of the vibrissae. Our data showed that 3 months after injury, 

PSELT-treated rats exhibit better motor performances and enhanced nerve regeneration 

observed at the electrophysiological and histological levels. 
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2. Materials and Methods 

2.1. PSELT peptide 

The SELENOT-derived peptide 43-52 (PSELT) was designed as previously reported 

(Rocca et al., 2018). The peptide (FQICVSUGYR, U=Sec) was synthesized on a Liberty 

Microwave assisted automated peptide synthesizer (CEM, Saclay, France) and purified by 

HPLC on a 21.2 x 250 mm Jupiter C18 (5 µm, 300 Å) column (Phenomenex, Le Pecq, France) 

at a purity grade higher than 98.6% as previously described (Touchard et al., 2020). The 

authenticity of the synthetic peptide was controlled by MALDI-TOF-MS on an UltrafleXtreme 

(Bruker Daltonik, Bremen, Germany) in the reflector mode with α-cyano-4-hydroxycinnamic 

acid as a matrix. 

 

2.2. Surgical procedure 

All procedures using animals were approved by the Normandy Ethics Committee for 

Animal Care and Use, in agreement with the European Committee Council Directives. 

A total of 60 female Long-Evans rats aged of 8 weeks were used in this study. During all the 

surgical procedures, animals were sedated with isoflurane (2.5%). The right facial nerve was 

exposed via a 4-cm skin incision and transected using micro-scissor. After the nerve axotomy, 

different procedures were carried out depending on the animal group: 

- Epineural suture group: the two segments were closed directly by an epineural suture 

with 10–0 microsurgical sutures (epineural suture group). 

- Control group: the two segments were bridged with an extract of the right femoral vein 

(6 mm) removed from the same animal leaving a 3 mm gap between the two nerve 

segments. Vein-nerve suture was performed with 10–0 microsurgical sutures. Ten 

microliters of Matrigel® were gently injected in the 3 mm gap of the femoral vein with 

a tip diameter of 72 µm mated to a 25-µl Hamilton syringe (Hamilton Company). 

- PSELT group: the two segments were bridged and the rats received a first injection of 

10 µl of Matrigel® supplemented with PSELT at the concentration of 1 µM. Forty eight 

hours later, the injury site was exposed again and a second administration of PSELT at 

1 µM diluted in physiologic serum was performed. 



88 
  
 

- BCSC group: the two nerve stumps were bridged and about 0.5 x 106 or 106 viable cells 

diluted in 10 µl of Matrigel® were injected in a similar manner as in the control group. 

- BCSC + PSELT group: the two stumps were bridged and 106 viable cells diluted in 10 

µl of Matrigel® supplemented with PSELT at the concentration of 1 µM. Forty eight 

hours after transplantation, the injury site was exposed again and a second 

administration of PSELT at 1 µM diluted in physiologic serum was performed. 

The surgery wound was sutured with 4–0 surgical sutures after Matrigel® BCSC±PSELT 

injection in vein. 

Before and after the experiments, all rats were kept on standard laboratory food and tap 

water ad libitum in cages with room temperature maintained at 21 ± 0.5°C and a lighting 

condition of 12 hours light/dark cycle. 

 

2.3. Video recording 

Three months following injury, two large vibrissae of the C row (C3 and C4) on the injured 

side of the face were used for biometric analysis under light anaesthesia. All other vibrissae of 

the injured side were cut using small fine scissors, then the rats were inserted into a rodent 

restrained. Using CM_Blr1300-75g (Biometrics, Gometz-le-Châtel, France), whisking 

behaviour was video recorded for 6-10 min during active exploration. Video images of 

whisking behaviour were sampled at 80 Hz and the video camera shutter was open for 4 msec. 

Recorded video sequence fragments were selected for analysis according to the stable position 

of the animal’s head and large-amplitude vibrissae sweeps. The tip of the rat’s nose and the 

inner angles of both eyes were defined as reference points. Vibrissae were represented by a 

straight line passing between C3 and C4. Frame-by-frame analysis using ImageJ software 

evaluated protraction amplitude, amplitude velocity and the whisking frequency. Protraction 

has been assessed by the rostral angle between the midsagittal plane and the whisker shaft (fig. 

1B). 

 

2.4. Motor unit action potential measurements  

Electromyogram evaluation of the facial nerve was performed 3 months after surgical 

procedure. Animals were anesthetized with intraperitoneal injection of ketamine (60 mg/kg) 

and xylazine (7.5 mg/kg.) then the rat’s right facial nerve was exposed. A bipolar stimulating 
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electrode and two unipolar platinum recording electrodes were used to induce and record 

electrical activity, respectively. The stimulating electrode was placed under the proximal facial 

nerve (at the exit point of the stylomastoid foramen before the site of injury) and the recording 

electrodes were placed within the mystacial pad (row C). The evoked action potential in 

responding to the stimuli (500 ms, 1V, 250 Ω) in the ipsilateral facial nerve was recorded using 

PowerLab 26T and analysed with LabChart 7 Pro software (Sydney, Australia). 

 

2.5. Boundary caps derived stem cell harvest, culture and 

characterization 

Mouse BCSC were harvested as described before (Gresset et al., 2015). Briefly, the dermis 

of the back from Td-Tomato newborn mice was dissected and digested with collagenase 

(Sigma, Saint-Quentin Fallavier, France)/dispase type I (Roche, Meylan, France) for 2 h at 

37°C, then mechanically dissociated and filtered with 30 µm pre-separation filters 

(Miltenyibiotec, Bergisch Gladbach, Germany). Dissociated cells were resuspended at 6 x 105 

cells/ml in proliferation medium (DMEM-F12, 2:1 medium containing B-27 without vitamin 

A supplement (Invitrogen, Carlsbad, CA, USA), 20 ng/ml EGF (Sigma) and 40 ng/ml bFGF 

(Sigma) and cultured under orbital agitation (40 rpm) to promote floating sphere formation. 

Cells were passaged every 7 days with supplementation between two passages of 1/10 of fresh 

medium containing growth factors. 

Cultured cells were characterized by immunostaining (see below) using Nunc™ 

Polycarbonate Cell Culture Inserts (ThermoFischer Scientific, Waltham, MA, USA) to 

maintain floating sphere structure. Primary antibodies used were mouse anti-nestin (1:250, 

Merck Millipore, Guyancourt, France), rabbit anti-P75 (1:1000, Abcam, Paris, France), mouse 

anti-SOX2 (1:500, Merck Millipore), mouse anti-vimentin (1:500, Santa-Cruz, Dallas, TX, 

USA). In order to visualize spheres, images were acquired on a confocal microscope TCS SP8 

CFS (Leica Microsystems, Nanterre, France). 

For spontaneous differentiation, spheres were plated onto 4-well Lab-Tek Chamber Slide 

(Thermo Fischer Scientific) coated with poly-D-lysine/laminin in differentiation medium 

(DMEM-F12, 2:1, containing 10% FBS). The differentiation medium was changed every 2 

days. After two weeks, cells were fixed and staining analysis was performed (see below) with 
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the following antibodies: mouse anti-tuj1 (1:1000, BioLegend, Paris, France), rabbit anti-S100 

(1:200, Dako, Les Ulis, France) or anti-smooth muscle actin (SMA) (1:100, Santa-Cruz). 

 

2.6. FACS characterization 

Before BCSC transplantation, flow cytometry analysis was performed using BD 

Cytofix/CytopermTM kit (BD Biosciences, Le Pont de Claix, France) following the 

manufacturer’s instructions. Briefly, dissociated cells were washed with PBS and treated with 

trypsin/ethylene‐diamine tetraacetic acid (EDTA). Cells were fixed 20 min with fixation and 

permeabilization kit then incubated with the primary antibody donkey anti-nestin (1:100 

Neuromics, Lyon, France) for 30 min at 4°C in dark. Cells were washed three times with 

washing buffer then incubated with Alexa Fluor 647-conjugated secondary antibody (1:500; 

Molecular Probes-Invitrogen) for 30 min at 4°C in dark condition. At the end of the incubation, 

0.5 ml of PBS/EDTA was added. The total number of 20,000 events was analyzed on a FACS 

calibur flow cytometer (BD Biosciences) directly after the staining procedure. Data were 

processed using the FACS diva program (BD Biosciences). The proportion of nestin‐positive 

cells in the various samples was determined by measuring the fluorescence intensity dot plot 

compared to the total number of cells. 

 

2.7. BCSC survival 

To suppress rejection of the mouse BCSC, rats received cyclosporin A (15 mg/kg/day, s.c.; 

Sandoz Pharmaceutical Corp, Holzkirchen, Germany) diluted in corn oil, starting with a double-

dose 1-day before surgery until the day before sacrifice. Surgical procedure was as follow: the 

right facial nerve was exposed via a skin incision and crushed twice for 20 sec with forceps. A 

suspension containing 106 tdTOM-positive cells (5 x 105 cells/µl) was immediately injected 

into the facial perineurium at the lesion site with a tip diameter of 72 µm mated to a 5-µl 

Hamilton syringe (Hamilton Company). Twenty-four hours, seven and fifteen days after 

transplantation, animals were deeply anesthetized and sacrificed for histological analysis (see 

below). 
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2.8. Histological evaluation 

The rats were perfused and tissues were fixed through 4% paraformaldehyde perfusion. The 

right facial nerve, the right mystical pad and the brain stem were dissected then postfixed 

overnight in the same fixative at 4°C and immersed in 30% sucrose-PBS 24 h at 4°C. Samples 

were embedded in optimal cutting temperature compound (ThermoFischer Scientific) and cut 

with a cryostat microtome (Leica). Sections were incubated with primary antibodies diluted in 

blocking solution (PBS containing 10% normal donkey serum and 0.3% Triton X-100) 

overnight at 4°C. Sections were washed 10 minute in PBS three times, then stained with Alexa 

Fluor 488, 594 or 647-conjugated secondary antibodies (1:500; Jackson) diluted in blocking 

solution for 60 min at room temperature. Sections were washed 10 min in PBS three times 

before coverslips were applied with Mowiol® 4-88 (Biovalley, Nanterre, France). Images were 

acquired on a photonic fluorescence microscope (Zeiss).  

For morphometric analysis, axonal counting and axonal myelination assessment, 30 µm 

transverse nerve sections were done along the lesion site with cryostat microtome (Leica). 

Nerve diameter measurement corresponds to the average of 8 diameters assessed on the same 

nerve section. After staining with antibodies against chicken anti-P0 (1:200, USBiological Life 

Sciences, Swampscott, MA, USA), rabbit anti-S100 (1:200, Dako) and mouse anti-

neurofilament 200 KDa (1:500, Merck Millipore), five areas of 5 mm² were randomly selected 

and analyzed with ImageJ software.  

 

2.9. Statistical analysis 

Statistical comparisons were made by using Mann–Whitney U test, and analysis of variance 

(ANOVA) followed by post-hoc Dunnett’s test or Student’s t test, as indicated, using Graphpad 

Prism 5 (GraphPad Software). Results reported are presented as mean ± SEM. Statistical 

significance was set as follows: * p < 0.05; ** p < 0.01; *** p < 0.001. 
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3. Results 

3.1. Motor performance recovery 12 weeks after axotomy 

In order to investigate the potential therapeutic benefit of PSELT in PNI, a Matrigel 

solution containing PSELT at the concentration of 1 µM (PSELT group) or Matrigel alone 

(control group) were injected into the space left between the two nerve stumps within the vein 

that bridged the transected facial nerve of rats. After 48 h, the injured facial nerve was exposed 

again and a second injection of PSELT at the same concentration or Matrigel® was performed. 

In the perspective of a clinical application, these two experimental groups were compared to 

rats in which both nerve stumps were bridged by an epineural suture (ES group), a microsurgery 

procedure used in clinical practice. Three months after injury, rats were placed in a restraint 

system in order to evaluate the effect of PSELT on motor recovery (Fig. 1A). To evaluate the 

effect of PSELT on motor recovery of the transected facial nerve, we assessed vibrissae 

movement using video recording (Fig. 1B). Analysis of video recordings showed that early 

administration of PSELT at the concentration of 1 µM at day 0 and day 2 post-injury 

significantly increases (p<0.01) functional motor performance recovery illustrated by an 

elevation of protraction amplitude and protraction velocity in the PSELT group (21.74 ± 1.99 

degrees and 394.83 ± 33.23 degrees/sec, respectively) compared to the control group (10.30 ± 

1.41 degrees and 203.94 ± 22.06 degrees/sec, respectively) and to the ES group (9.94 ± 0.41 

degrees and 192.44 ± 17.74 degrees/sec, respectively) (Fig. 1C-D). However, no difference was 
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observed for the average frequency (Fig. 1E). These data show that early PSELT administration 

improves motor function restoration after PNI. 

Fig. 1: Effect of PSELT-based therapy on facial nerve motor performance recovery 12 

weeks after injury.  

 (A) Schematic representation of the experimental procedure. The camera is perpendicular to 

the immobilized rat and records the vibrissae movements. (B) Video recording allows precise 

measurement of protraction angle, protraction velocity and mean frequency of the whisker 

movement on the operated side. The protraction amplitude is obtained by the difference 

between the protraction angle and the retraction angle. Note that no difference in whisking was 

observed in the intact side. (C-E) Effect of PSELT on whisking performance. Protraction 

amplitude (C), protraction velocity (D) and mean whisking frequency (E) were compared after 

injured facial nerve was bridged with vein (control) or with vein infused with PSELT, or was 

treated with the standard surgery procedure (ES: epineural suture) (n=6-9). Video recordings 

were analysed with Image J Software. Data are presented as mean ± SEM (** p < 0.01, ANOVA 

test and post-hoc Dunnett’s test).  

 

3.2. Motor unit functionality 12 weeks after axotomy 

To explain these motor performance improvements in the PSELT group, we hypothesized 

that nerve regeneration was ameliorated in the PSELT group compared to the other groups. 

Therefore, nerve regeneration was assessed by electromyographic analysis, notably motor unit 

action potential (MUAP) evaluation. Usually, axotomy disrupts MUAP wave in terms of 

amplitude, duration and shape. To assess these parameters in our facial nerve model, a stimulus 

of 1 mV during 500 ms was applied at the stylomastoid foramen exit upstream of the injury site 

and the MUAP was recorded with two electrodes placed on the mystacial pad (row C) (Fig. 

2A). MUAP recordings highlighted a better outcome in the PSELT group (Fig. 2, B-D). Indeed, 

the PSELT group had a higher average MUAP amplitude (8.32 ± 0.48 mV) than the control 

group (1.73 ± 0.38 mV; p<0.01) or the ES group (1.34 ± 0.39 mV; p<0.01) (Fig. 2E). This better 

nerve recovery was also confirmed with a shorter MUAP duration in the PSELT group (19.65 

± 2.06 ms) compared to the control group (32.84 ± 3.75 ms; p<0.01, Mann-Withney U-test) and 

also to the ES group (47.55 ± 2,44 ms; p<0.001) (Fig. 2F). Altogether, these data indicate that 

PSELT increases nerve functional regeneration 12 weeks after its administration into the injury 

site. 
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Fig. 2: Effect of PSELT-based therapy on motor end plate innervation 12 weeks after 

injury. 

(A) Schematic drawing of the experimental procedure. On the operated side, the facial nerve 

was exposed, and 1-mV current was applied by an electrode (yellow thunderbolt) upstream of 

the injury. Evoked action potentials were recorded with two electrodes (red triangles) in 

mystacial pad (row C). (B-D) Motor unit action potentials (MUAP) were recorded 3 months 

after injury in the control group (B), in rats treated with PSELT (C) and in surgically treated 

rats (D). (E-F) Effect of PSELT on amplitude (E) and duration (F) of MUAP were analyzed 

using LabChart 7 Pro software (n=6-9). Data shown are mean ± SEM (* p < 0.05; ** p < 0.01, 

ANOVA test and post-hoc Dunnett’s test; # Mann-Whitney U test).  
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3.3. Histological outcome of facial nerve regeneration 12 weeks after 

axotomy 

Twelve weeks after injury, facial nerves were taken and transversal sections were 

performed at about 100 µm downstream of the proximal stump (Fig. 3A). Nerve integrity was 

examined in these sections after immunostaining with the neurofilament marker NF200 (Fig. 

3, B-D). While in a normal nerve, regular myelinated fibers are organized in fascicules (Gao et 

al., 2013), all our experimental groups exhibited numerous irregular and thin nerve fibers 

homogeneously distributed throughout the entire field, typical of a regeneration process. 

Moreover, a smaller diameter of the damaged nerve segment was observed in rats that received 

vehicle injection (Matrigel®) compared to the others, with a mean diameter of 184.95 ± 15.33 

µm for controls and 422.25 ± 75.99 µm for the PSELT group (p<0.01) or 377.19 ± 55.84 µm 

(p<0.05) for the ES group. Of note, the difference between the PSELT and the ES groups did 

not reach statistical difference (Fig. 3E).  

It is now well established that SC have a crucial role in peripheral nerve repair. In order to 

investigate the effect of the PSELT peptide on SC occurrence, transverse sections were stained 

with antibodies against the SC marker S100 (Fig. 3, F-G). The S100 fluorescence intensity was 

quantified in five areas of 5 mm² of the nerve section for each animal to take into account nerve 

heterogeneity. This analysis revealed that rats that received PSELT exhibit a higher mean 

fluorescence intensity of S100 compared to control rats (+172%; p<0.05) and to rats with ES 

(+185%; p<0.01). Note that there is no difference between the ES animals and the control group 

for S100 labelling (Fig. 3I).   
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Fig. 3: Effect of PSELT-based therapy on histological repair of the facial nerve 12 weeks 

after injury 

(A) Schematic drawing representing the image acquisition procedure. Transverse sections were 

performed in the injury site about 0.1 mm beyond the proximal stump toward the distal 

direction. (B-D) Confocal imaging shows labelling of the neurofilament marker NF200 (green) 

in transverse sections of the facial nerve from the control, PSELT and ES groups 3 months after 

injury. The dotted line indicates the perineurium. Scale bar: 100 µm. (E) Nerve diameters were 

assessed from confocal images using Image J software (n=6-7). (F-H) Three months after 

injury, transverse sections were stained with antibodies against the axonal marker NF200 (red) 

and the SC marker S100 (blue). Scale bar: 25 µm. (I) S100 fluorescence intensity in the PSELT 

and ES groups were determined and compared to the control group. Fluorescence quantification 

was performed using Image J software (n=4-6). Data are presented as mean ± SEM (* p < 0.05; 

** p < 0.01, ANOVA test and post-hoc Dunnett’s test). 

 

3.4. Influence of PSELT-based therapy on myelinisation of regenerated 

axons 12 weeks after axotomy 

After cleaning of the lesion site, SC participate in axon elongation through neurotrophic 

factor production and secretion, and then in myelination of newly formed axons. Thus, we asked 

whether the higher S100 fluorescence intensity observed in rats that received PSELT, could be 

related to a better axonal regrowth and myelination. To address this question, transverse 

sections were stained with antibodies against the axon-abundant neurofilament marker NF200 

and the protein zero (P0), a major structural protein of the peripheral myelin sheath. In line with 

data in the literature, immunofluorescence analyses showed the occurrence in the lesion site of 

axons wrapped or not by a myelin sheath (Fig. 4,A-C). In agreement with the S100 fluorescence 

intensity results, counting of myelinated and unmyelinated axons (Fig. 4A, blue and pink 

arrows, respectively) was performed in five areas of 5 mm² for each section. The axonal density 

was higher in the PSELT and ES groups, with an estimated number of axons by area of 139 ± 

13 and 132 ± 14, respectively, whereas the control group had a mean of 98 ± 7, which is 

statistically different from that of the PSELT group (p<0.05) (Fig. 4D). Moreover, we found 

twice as many myelinated axons in the PSELT group (74.03 ± 2.86) compared to the control 

(43.66 ± 2.52; p<0.05) and ES (45.89 ± 1.65; p<0.05) groups (Fig. 4E). Altogether, these data 
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indicate that a PSELT-based therapy could promote sustained regenerative sprouting and 

improve myelination of newly axons.  

 

  

Fig. 4: Effect of PSELT-based therapy on myelinisation of facial nerve 12 weeks after 

injury.  

(A-C) Transverse sections were stained with antibodies against NF200 (red) and the myelin 

marker protein zero (P0) (green). Blue and pink arrows indicate a myelinated and an 

unmyelinated nerve fiber, respectively. Scale bar: 25 µm. (D) Axon number counting was 

performed using Image J Software. Counting was repeated 5 times for every animal to account 

for nerve heterogeneity and averages are presented (n=4-6). (E) Myelinated axon number 

counting was performed using Image J Software. Counting was repeated 5 times for every 

animal and averages are presented (n=4-6). Data are presented as mean ± SEM (* p < 0.05; * p 

< 0.01; ANOVA test and post-hoc Dunnett’s test; ## Mann-Whitney U test).  
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3.5. Effect of a combination of PSELT and stem cell transplantation in 

PNI 12 weeks after axotomy 

With these data showing the beneficial effect of PSELT on peripheral nerve repair….SC, 

we next asked whether PSELT effect could be strengthened if the pool of glial/satellite cells is 

increased in the lesion site. To test this hypothesis and based on data from the literature showing 

the therapeutic effect of various stem cell types, we used a stem cell population located in the 

skin and named the boundary caps-derived stem cells (BCSC) which has been previously 

reported to hold an interesting neurogenic and gliogenic potential (Gresset et al., 2015). Thus, 

to investigate the therapeutic potential of PSELT when it is associated with a BCSC-based 

therapy, we first characterized the fate of these cells before and after transplantation, and their 

therapeutic potential. After two weeks of BCSC culture, immunofluorescence experiments 

showed the occurrence of numerous cells co-labelled with several neural crest and glial cell 

markers such as nestin, P75NGFR, vimentin and SOX2 (Fig. S1). Cells were propagated for 8 

weeks in sphere conditions. FACS analysis performed after this period indicated that 80-91% 

of the cultured cells were nestin-positive (Fig. 5A). 

In order to investigate whether BCSC had a therapeutic effect by themselves in the injured 

facial nerve model, 0.5 x 106 or 1 x 106 cells were injected into a vein segment used for bridging 

the two nerve stumps. Video recording analyses performed 3 months after injury, revealed 

better motor vibrissae performances only when rats received 1 x 106 cells, but not 0.5 x 106 

cells compared to the control group (Fig. S2). Furthermore, immunofluorescence experiments 

did not show any TdTomato-positive cells 3 months after injury, indicating that all transplanted 

cells died after this period. Addition of an immunosuppressive treatment i.e. cyclosporin A 

(CsA) injection, as its pro-survival effect on transplanted cells was described by Cui et al., 

(2008), did not improve BCSC survival 15 days after transplantation. Indeed, analysis of 

longitudinal nerve sections from CsA-treated rats showed only TdTomato-positive cellular 

debris, while in untreated rats TdtTomato-positive transplanted cells were found one week after 

engraftment (Figure S3). Therefore, further experiments in this study were performed without 

CsA treatment and with 1 x 106 cells.   

Comparative motor performance analyses showed a better protraction amplitude (p<0.05) 

(Fig. 5B) and protraction velocity (p<0.01) (Fig. 5C) in the BCSC-transplanted animals 

compared to the ES group, but no difference was observed with this group for protraction mean 

frequency (Fig. 5D). In line with motor outcome, a better nerve conduction (p<0.05) was 
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observed in the BCSC group with a higher amplitude and a shorter duration than those observed 

in the control and ES groups (Fig. 5, E-F). These results indicate that transplantation of 

boundary caps-derived stem cells improve motor recovery and nerve conduction in the PNI 

model studied. 

 

Fig. 5: Effect of BCSC-based therapy on nerve recovery 12 weeks after injury. 

(A) BCSC were propagated under floating sphere conditions until the 8th passage corresponding 

to 8 weeks of culture. Cultured cells were characterized by FACS analysis before their transfer 

into the vein. (B-D) Effect of BC-derived stem cells on whisking performance 3 months after 

injury. Using video recording, protraction amplitude (B), protraction velocity (C) and mean 

whisking frequency (D) were compared after the injured facial nerve was bridged with vein 
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(control), with vein infused with 106 cells (BCSC) or after treatment with the standard surgery 

procedure (ES: epineural suture). Video recordings were analyzed with Image J Software. (E-

F) Motor unit action potentials (MUAP) were recorded in mystacial pad (row C) in the control 

group, in rats treated with stem cells (BCSC) or surgically treated rats (Epineural suture). 

MUAP were recorded 3 months after injury, and amplitude (E) and duration (F) of MUAP were 

analyzed using LabChart 7 Pro software (n=8-10). Data are presented as mean ± SEM (* p < 

0.05; ** p < 0.01, ANOVA test and post-hoc Dunnett’s test). 

 

We next investigated the effect of a combination therapy with both PSELT and BCSC on 

the injured nerve. Three months after injury and therapy, transverse sections were performed 

and stained in a similar manner as done above with antibodies against NF200 and S100 (Fig. 6, 

A-C). Morphometric quantification revealed that PSELT at 1 µM to BCSC transplantation (106 

cells comprising 80-91% of nestin-positive cells) increases the nerve diameter (419.14 ± 24.11 

µm) compared to cell therapy alone (246.83 ± 33.73 µm; p<0.05), but the effect of the 

combination of PSELT and BCSC did not differ from that of PSELT alone (Fig. 6D). Similar 

results were observed for S100 labelling which showed a lower intensity in the BCSC group 

compared to the PSELT group (47.78 % ± 5.34; p<0.05) and no significant difference between 

PSELT and PSELT+BCSC groups (Fig. 6E). The increase in S100 labelling in the PSELT 

group compared to the BCSC group did not have an impact on axonal sprouting (Fig. 6F). 

Finally, using P0 staining, we observed a higher proportion of myelinated fibers per area in the 

PSELT group (74.03 ± 2.86; p<0.01) compared to the group with BCSC transplantation alone 

(41.24 ± 4.93), but adding PSELT to cell transplantation did not modify the positive effect of 

PSELT alone on the proportion of myelinated fibers (Fig. 6G). These histological observations 

indicate that adding precursor cells to a PSELT-based therapy does not improve nerve 

anatomical properties compared to PSELT treatment alone. 
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Fig. 6: Effect of PSELT-BCSC combination on histological repair of the facial nerve 12 

weeks after injury 

(A-C) Three months after injury, transverse sections were stained with antibodies against the 

axonal marker NF200 (red) and the SC marker S100 (blue). Scale bar: 25 µm. (D) Nerve 

diameters were assessed after confocal imaging using Image J software (n=6-7). (E) S100 
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fluorescence intensity in the BCSC+PSELT group and BCSC group were determined and 

compared to the PSELT group. S100 fluorescence quantification was performed using Image J 

software (n=5-6). (F) Axon number counting was performed using Image J Software. Counting 

was repeated 5 times for every animal to account for nerve heterogeneity (n=5-6). (G) 

Myelinated axon number counting was performed using Image J Software (n=5-6). Data are 

presented as mean ± SEM. (* p < 0.05; ** p < 0.01, ANOVA test and post-hoc Dunnett’s test).  

 

Finally, we investigated the functional consequences of the therapeutic effect of the 

combination of PSELT with the stem cell therapy. For this purpose, nerve stumps were bridged 

with a vein and treated with PSELT at the concentration of 1 µM and in addition to 106 cells 

(80-91% of nestin-positive cells). After 48 h, the injured facial nerve was re-exposed and a 

second injection of PSELT at the concentration of 1 µM was performed (BCSC+PSELT group). 

Three months after the injury, motor recovery of vibrissae was investigated using video 

recording. Video analyses showed that vibrissae from the PSELT group had a better amplitude 

and velocity protraction (21.74 ± 1.99 degrees and 394.83 ± 33.23 degrees/sec, respectively) 

compared to the BCSC group (12.41 ± 1.32 degrees and 283.92 ± 11.43 degrees/sec, 

respectively; p<0.01) (Fig. 7, A and B). Moreover, a lower velocity was observed in the 

BCSC+PSELT group (291.09 ± 14.61 degrees/sec) compared to the PSELT group (p<0.05) 

(Fig. 7B). However, combination of both therapies resulted in an increase of protraction 

frequency (4.43 ± 0.52) compared to the BCSC group (2.99 ± 0.36; p<0.05) (Fig. 7C). 

MUAP was also recorded in the different conditions (Fig. 7D-F), and the analyses showed 

a higher MUAP amplitude in the PSELT group (6.49 ± 1.33 mV) compared to the BCSC group 

(3.01 ± 0.67 mV; p<0.01) (Fig. 7G). Concerning EMP duration, a shorter MUAP was found in 

the PSELT (19.65 ± 2.06 ms) and BCSC+SELT groups (19.37 ± 1.44 ms) compared to the 

BCSC group (28.03 ± 2.01 ms; p<0.05) (Fig. 7H).  

Altogether, these data show that adding neuro-glial precursors in the lesion site does not 

improve the PSELT therapeutic potential. 
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Fig. 7: Effect of PSELT-BCSC combination on motor performance and motor end plate 

innervation 12 weeks after injury. 

 (A-C) Using video recording, protraction amplitude (A), protraction velocity (B) and mean 

whisking frequency (C) were compared three months after injury in rats in which facial nerve 

was bridged with vein and infused with PSELT (PSELT), treated with 106 BCSC or treated 

with a PSELT/BCSC combination (BCSC+PSELT). Video recordings were analyzed with 

Image J Software. Data are presented as mean ± SEM (n=6-10). (D-F) Three months after 



105 
  
 

injury, motor unit action potentials (MUAP) were recorded in mystacial pad (row C) in rats in 

which injured facial nerve was bridged with vein infused with PSELT (PSELT) (D), treated 

with 106 BCSC (E) or treated with a PSELT/BCSC combination (BCSC+PSELT) (F). (G-H) 

Effect of the three therapies on amplitude (G) and duration (H) of MUAP was analyzed using 

LabChart 7 Pro software (n=6-9). Data are presented as mean ± SEM (* p < 0.05; ** p < 0.01, 

ANOVA test and post-hoc Dunnett’s test). 

 

4. Discussion 

This study builds on previous work in which PSELT demonstrated a protective effect on 

dopaminergic neurons and fibers in a Parkinson’s disease model, and on myocadiac cells after 

ischemia/reperfusion injury. We investigated here the therapeutic potential of the PSELT 

peptide in a facial nerve defect, a well-documented model to evaluate PNI. We demonstrated 

that early injection of PSELT enhances nerve regeneration in terms of improved motor 

performances of the whisker pad and higher myelination of the regrown axons in the injured 

facial nerve. 

Facial transection injuries are more severe than crush injuries and result in lower whisker 

function (Hadlock et al., 2010). Facial nerve being responsible of whisker pad motion, video 

analysis of vibrissae activity, its use as a model of PNI enables to evaluate motor recovery 

(Guntinas-Lichius et al., 2002; Tomov et al., 2002). In agreement with published data, we found 

in the present study that approaches for reconstructing the nerve after injury such as epineural 

suture or entubulation through a vein result in poor motor recovery (Angelov et al., 2007; 

Hadlock et al., 2008; Hadlock et al., 2010). The poor motor performances observed were 

associated with an irregular whisking in the injured compared to the healthy side. In contrast, 

PSELT-treated rats exhibited a better organization of whisking, with a more regular and 

improved amplitude and velocity. In order to rule out the possibility that cutting the vibrissae 

only on the operated side could impact performance, we tested whisking performance in healthy 

rats and saw no difference between the side where the whiskers were cut and the healthy side. 

Voluntary muscle contraction is initiated by the nervous system with action potential 

conduction to skeletal muscle fibers through large myelinated motor neurons (type Aα fibers) 

(Menorca et al., 2013). All the muscle fibers innervated by the same motor neuron axon terminal 

form a motor unit. Motor unit action potentials (MUAP) are the summation of all the potentials 
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generated by synchronous firing of the muscle fibers in a motor unit (Daube and Sorenson, 

2004). Assessment of MUAP evaluates the neuromuscular system activity, reflecting the 

structure of a motor unit (Bischoff et al., 1994). In axotomy cases, axonal regeneration provokes 

the appearance of polyphasic MUAP with small amplitude referred to as “nascent potentials” 

which indicate weak reinnervation (Robinson, 2000; Crone and Krarup, 2013). In agreement, 

we observed such MUAP recordings in the ES and control groups. Following nerve injury, 

denervation of muscle fibers induces a shortening of MUAP duration. MUAP duration 

comprises the period from the slow initial phase until the terminal phase of the MUAP signal 

and varies with the number of muscle fibers activated in the recorded area. The long-lasting 

MUAP duration observed in the present study could be explained by abnormal number of 

shapes observed on the electromyogram recordings, reflecting the temporal dispersion of the 

action potential and resulting from irregular remyelination (Rodríguez et al., 2012). In contrast, 

MUAP in PSELT-treated rats had the highest mean amplitude compared to the other 

experimental groups and had mostly a biphasic or triphasic shape in a proportion similar to that 

seen in healthy rats. Because the amplitude depends on various factors such as the number of 

axons responding to the stimulus, the synchronization of their response and the size of the motor 

unit, an elevation of this parameter indicates a higher number of nerve fibers recruited and their 

better remyelination, indicating thereby a better nerve regeneration (Archibald et al., 1991). 

These data show that administration of PSELT at 1 µM given twice to rats early after nerve 

injury was sufficient to ameliorate regenerated nerve functioning. Nevertheless, additional 

adjustments are still necessary to determine the optimal dose, duration and route of 

administration that could further improve the therapeutic effect of the peptide.   

Following injury, proximal stumps of peripheral axons undergo changes at their tips at the 

level of their cytoskeleton, calcium signalling and cell surface molecule profile in order to form 

the growth cone (Bradke et al., 2012). Few hours later, numerous axonal branches emerge from 

the growth cone (a phenomenon referred to as sprouting) which begins to elongate. Axonal 

elongation varies in term of speed at a rate from 1 to 4 mm per day depending on species until 

axons reach their organ target (Sulaiman and Gordon, 2013; Teixeira et al., 2016). In rodents, 

sprouting and elongation depend on the severity of injury and may last up to several months 

(Bijlsma et al., 1983). Our analysis revealed histological features of regenerative processes in 

all experimental groups with changes in the architecture of the fascicules which are more 

irregular and numerous, and comprising some thinner axons. The PSELT and ES groups 

showed the highest axonal density compared to the control or BCSC groups. However, the 
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proportion of myelinated axons, which were less clustered, was increased to a similar level in 

rats treated with PSELT or with BCSC in the presence of PSELT compared to the other groups, 

suggesting a more advanced nerve recovery in the former groups. These observations are in line 

with the video recordings and electromyogram results and suggest that PSELT impacts the 

sprouting and/or elongation processes. Further investigations are required to determine the 

impact of this axonal sprouting in terms of synkinesis, one of the major issues following facial 

nerve regeneration (Çelik et al., 2000). 

Stem cell-based therapy has shown some promises to treat PNI, notably through the 

neurotropic action of stem cells, and their ability to differentiate into SC and to promote nerve 

regeneration and myelination (Ren et al., 2012; Guo et al., 2015; Wang et al., 2017). Although 

various stem cell types have been evaluated, this treatment showed a low therapeutic benefit so 

far compared to surgical treatments. Indeed, some parameters such as survival of transplanted 

cells still need to be improved in order to further consider a clinical application (Heine et al., 

2004). To overcome this limitation, therapeutic stem cells are sometimes associated with 

neurotrophic factors or antioxidant agents that could improve their survival. In order to 

determine whether such a strategy would ameliorate nerve regeneration in our PNI model, we 

combined PSELT to boundary caps-derived stem cells. These cells were recently identified and 

showed interesting features thanks to their neurogenic/gliogenic potential allowing them to 

generate various neural cell types depending on the environment (Gresset et al., 2015). The 

results obtained in the present study indicate that these cells could enhance nerve recovery to a 

level comparable to PSELT when nestin-positive cells were transplanted, but no synergistic 

beneficial effect was observed compared to the effect of PSELT alone. Given that no 

therapeutic benefit was observed when 5 x 105 nestin-positive cells were transplanted, it would 

be interesting to evaluate nerve recovery after transplantation of 106 or more nestin-positive 

cells. A previous work showed that therapeutic benefit varied with the quantity of transplanted 

cells and observed a better axonal regeneration when 80 x 106 cells/ml were transplanted 

compared to 40 x 106 or 160 x 106 cells (Mosahebi et al., 2001). 
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Rocca et al. demonstrated that the PSELT cardioprotective effect relies on the activation 

of RISK pathway through PI3K-Akt and ERK1/2, and requires mitoKATP-channel opening 

(Rocca et al., 2018). Interestingly, recent studies indicated that facial axotomy triggers 

simultaneous activation of ERK/MAPK and PI3K/AKT signalling in facial nerve cells and 

axons from day 1 following axotomy, and that this activation promotes neuron survival and 

axon regrowth (Haitao Huang et al., 2017; Hai-tao Huang et al., 2017). Further studies showed 

that both pathways have complementary functions: ERK pathway activation promotes nerve 

fiber plasticity and elongation, while Akt pathway signalling through PI3 kinase activation at 

the level of SC has a crucial role in axon ensheathment and regulation of myelin sheath 

thickness in the PNS via increased myelin-binding protein and P0 levels (Domènech-Estévez 

et al., 2016; Hausott and Klimaschewski, 2019). As our results showed a higher myelination 

after PSELT administration, these data suggest that PSELT could act in facial 

axotomy/regeneration in a similar manner to that observed in ischaemia/reperfusion injury 

through strengthened activation of the same signalling pathways. In fact, PSELT may balance 

ROS and nitric oxide levels to maintain them at sustainable levels for SC, thus enabling these 

cells to release neurotrophic factors necessary for the regeneration of the injured nerve, as 

previously evoked for selenium or ascorbic acid (Kizilay et al., 2017; Huff et al., 2020). In fact, 

PSELT may help to appropriately synthesize these trophic factors as our transcriptomic 

analyses revealed that the peptide induces an adaptive transcriptional response in neuronal cells 

(Alsharif et al., submitted). Further investigations are required to identify the mechanism of 

action of PSELT in facial nerve regeneration. It should be mentioned that PSELT is able to 

cross the plasma membrane in vitro and in vivo and to target different pathways in neuronal 

cells (Alsharif et al., submitted). Similar experiments need to be performed in order to elucidate 

whether PSELT, like its precursor SELENOT, acts at the level of the ER to accompany nerve 

regeneration (Dikiy et al., 2007; Hamieh et al., 2017). 
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Following PNI, injured motor neurons undergo significant changes in their metabolism, 

morphology and electrophysiology (Graeber, 1994). These changes in neural cells promote 

ROS formation (Rodella et al., 2016; Llobet Rosell and Neukomm, 2019), which is reduced by 

various antioxidant molecules whose expression is stimulated in motor neurons as demonstrated 

for glutathione reductase, thioredoxin 1, and the selenoprotein thioredoxin reductase 1 in a 

hypoglossal nerve injury model in rats (Mansur et al., 1998; Hama et al., 2010). Previous studies 

showed that SELENOT is mainly expressed during embryogenesis where it contributes to the 

ontogenesis of various organs such as brain, pancreas or heart (Prevost et al., 2011; Tanguy et 

al., 2011; Castex et al., 2016; Rocca et al., 2018). In adult, although SELENOT expression is 

restricted to some cell types having high secretory activity such as pituitary or pancreatic cells, 

SELENOT can be induced in different cells when they are exposed to a noxious environment 

as it was demonstrated for cardiomyocytes subjected to ischaemia/reperfusion or dopaminergic 

neurons of the substantia nigra challenged with neurotoxins (Boukhzar et al., 2016; Hamieh et 

al., 2017; Rocca et al., 2018). It is tempting to speculate that following injury, SELENOT is 

induced in injured motor neurons to reduce plasticity-generated ROS and to support 

spontaneous regeneration. This hypothesis is supported by several observations. First, 

SELENOT was originally identified as a pituitary adenylate cyclase-activating polypeptide 

(PACAP)-stimulated oxidoreductase involved in neuronal differentiation (Grumolato et al., 

2008). A previous study showed that PACAP expression in facial motor neurons is low in 

physiologic conditions but is rapidly increased following injury in a time-dependant manner to 

reach a peak at 48 h post-injury, and then remained elevated for 30 days (Zhou et al., 1999), 

suggesting that SELENOT expression could be stimulated following PACAP elevation. 

Besides, it was demonstrated that the PACAP-induced SELENOT expression requires 

activation of AMPK-PGC-1α/NRF-1 cascade (Abid et al., 2019), which is also involved in 

mitochondriogenesis. Since nerve plasticity and regrowth following injury require high 

amounts of ATP and expression of several mitochondrial biogenesis markers such as PGC-1α, 

NRF-1, and TFAM as shown in the injured sciatic nerve in rats from day 3 until at least day 28 

post-injury (W. Huang et al., 2017), it is possible that the same pathway operates to combat 

oxidative stress through SELENOT and to increase energy supply via mitochondriogenesis. In 

the present study, all our analyses were performed 90 days following injury to evaluate nerve 

regeneration but this precluded the possibility to monitor SELENOT expression which needs 

to be examined at earlier times after injury. As observed in our previous studies, administration 



110 
  
 

of PSELT would strengthen the effect of the endogenous SELENOT in the injury site 

(Boukhzar et al., 2016; Rocca et al. 2018; Alsharif et al., submitted). 

 

5. Conclusion 

In conclusion, the present study demonstrated the beneficial effect of PSELT in facial nerve 

injury/regeneration. Its early administration in the lesion site following injury results in better 

functional recovery of the nerve. In line with motor restoration, nerve regeneration was 

enhanced with increased axonal regrowth and myelination compared to the other groups. 

Although additional studies are required to further elucidate its mechanism of action, this work 

identified PSELT as a new therapeutic candidate to treat PNI. 
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Fig. S1: Characterization of extracted cells in vitro.  

(A) Extracted cells were cultured under floating sphere conditions for two weeks and stained 

with several boundary cap-derived stem cell markers including nestin, p75NGFR, SOX2 and 

vimentin. Some cells co-labelled with several markers. (B) Cell differentiation in vitro. Floating 

spheres were incubated in a medium promoting their spontaneous differentiation for 15 days 



120 
  
 

and then stained with the neuronal marker βIII-tubulin (βIII-tub), the SC marker S100 and the 

myofibroblast smooth muscle actin (SMA) marker. Scale bar: 20 µm. 

 

 

Fig. S2: Comparative motor recovery after administration of 0.5 x 106 or 106 BCSC. (A-

C) Using video recording, protraction amplitude (A), protraction velocity (B) and mean 

whisking frequency (C) were compared 3 months after injury in rats where injured facial nerve 

was bridged with vein (control), vein infused with 0.5 x 106 cells or with 1 x 106 cells. Video 

recordings were analyzed with Image J Software (n=9-10). Data are presented as mean ± SEM 

(* p < 0.05; *** p < 0.001, ANOVA test). 
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Fig. S3: Influence of an immunosuppressive therapy on survival of injected cells. 

(A-D) TdTomato-positive BC-derived stem cells were cultured under floating sphere 

conditions and injected into the injured facial nerve of rats treated (A-B) or not (C-D) with 

cyclosporin A. Longitudinal sections of the facial nerve were analyzed 24 h, 7 days and 15 days 

after grafting, by immunohistochemistry using an antibody against the neurofilament marker 

NF200 (n=3). Scale bar: 50 µm 
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La greffe de visage est aujourd’hui confrontée à quelques limites comme la difficulté à 

trouver des donneurs ou encore l’utilisation prolongée de traitements immunosuppresseurs 

qui nécessitent le développement d’approches thérapeutiques alternatives comme la 

médecine régénérative. Ces nouvelles options ont pour objectif d’améliorer la reconstruction 

d’os vascularisés et les capacités de régénération nerveuse à travers l’utilisation de peptides 

à activité neurotrophique, ou de cellules souches. Le peptide PSELT a montré qu’il pouvait 

protéger les neurones ou les cardiomyocytes lorsque les niveaux de radicaux libres s’élevaient. 

Ces derniers étant aussi fortement augmentés après une lésion du nerf périphérique, l’effet 

protecteur du peptide PSELT a été testé dans un modèle de lésion du nerf facial chez le rat. Le 

PSELT a montré un avantage thérapeutique, son administration améliorant significativement 

(récupération deux fois supérieure par rapport aux témoins) la récupération des performances 

motrices, la conduction et la régénération nerveuse.  

 

Le PSELT stimule la régénération nerveuse dans le modèle de lésion du nerf facial chez le rat 

La principale information de ce travail est le bénéfice potentiel que représente 

l’administration de peptide PSELT en cas de LNP. En effet, comparés à des animaux non lésés, 

les animaux ayant reçu le PSELT ont montré une restauration de l’amplitude de protraction à 

hauteur de 32%, et 59% pour la vitesse angulaire, 3 mois après la lésion tandis que les autres 

groupes expérimentaux (suture épineurale, veine seule, cellules souches) montraient pour ces 

mêmes paramètres une restauration moyenne de [15-18%] et [30-42%], respectivement. En 

même temps qu’une restauration fonctionnelle, des améliorations sur les plans 

électrophysiologique et histologique ont été constatées chez ces animaux : une re-

myélinisation des axones néoformés et une récupération de l’amplitude du MUAP, un 

raccourcissement de sa durée, ainsi qu’un aspect majoritairement triphasique. Ces effets sont 

en tout point similaires à ceux observés chez l’animal sain selon Archibald et al., 1991. Ils sont 

le signe d’un plus grand nombre d’axones et de fibres musculaires mobilisés lors de l’exécution 

du mouvement (Crone and Krarup, 2013).  En revanche, les rats témoins, ou ceux ayant reçu 

le traitement chirurgical par suture directe, ont montré une faible régénération nerveuse 

spontanée consécutive à la lésion, en accord avec les faibles performances décrites dans la 

littérature avec des approches similaires (Guntinas-Lichius et al., 2002; Tomov et al., 2002; 

Guntinas‐Lichius et al., 2005; Angelov et al., 2007; Hadlock et al., 2010; Bense et al., manuscrit 



124 
  
 

accepté). A titre de comparaison, les stratégies modulant les concentrations de facteurs 

neurotrophiques dans le site de lésion, soit en augmentant la concentration de GDNF par 

exemple, ou au contraire en diminuant la quantité de facteurs neurotrophiques par 

l’intermédiaire d’anticorps, ont montré une récupération fonctionnelle inférieure à celle 

observée en présence de PSELT (Guntinas‐Lichius et al., 2005; Barras et al., 2009). Toutefois, 

ces progrès restent bien inférieurs à ceux obtenus après une stimulation mécanique 

quotidienne du pad vibrissal, qui semble à ce jour montrer la meilleure récupération (Angelov 

et al., 2007). Il est néanmoins important de noter que les résultats présentés dans ce travail 

avec le peptide PSELT sont préliminaires et restent à affiner.  

Les mécanismes cellulaires mis en jeu par le peptide PSELT au cours de la régénération 

nerveuse sont peu connus à l’heure actuelle. L’hypothèse d’une action antioxydante est 

soutenue par plusieurs travaux réalisés dans l’équipe et en collaboration avec l’équipe de 

Tommaso Angelone en Italie. L’application de PSELT diminue l’élévation de radicaux libres et 

de l’apoptose induite par l’exposition au MPTP, que ce soit in vitro dans un modèle de 

neuroblastome SH-SY5Y, ou in vivo au niveau des neurones dopaminergiques de la voie nigro-

striée chez la souris C57BL/6j (Alsharif et al., soumis). Dans un modèle d’ischémie/reperfusion 

cardiaque menée chez le rat, le peptide protège le tissu cardiaque du stress oxydatif et 

nitrosatif, et de l’apoptose. En revanche, le peptide dépourvu de Sec a peu d’effet sur la taille 

de la lésion et les performances cardiaques consécutives à la lésion (Rocca et al., 2018). La 

présence de sélénium dans le centre rédox est donc importante pour l’activité du peptide 

PSELT.  

Avec un pouvoir nucléophile plus élevé et un pKa (pH de demi-dissociation) plus faible  

le sélénium est plus réactif que le souffre (Arnér, 2010). Les traitements à base de sélénium 

ont montré un effet positif dans le traitement d’une compression du nerf sciatique chez le rat. 

L’administration orale de sélénium durant les trois premiers jours qui ont suivi la compression 

nerveuse diminue les dommages électrophysiologiques et histologiques comparés aux 

animaux témoins (Kizilay et al., 2017). Si le mécanisme d’action n’a pu être déterminé, un rôle 

similaire à celui observé pour l’acide ascorbique a été suggéré. Celui-ci maintient les niveaux 

d’EROs et de NO à des degrés supportables pour les CS pour leur permettre de maintenir leur 

action trophique sur le nerf lésé (Huff et al., 2020). Des résultats encourageants ont également 

été obtenus avec des molécules pharmacologiques qui miment les effets du sélénium comme 
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l’ebselen, une molécule synthétique qui réagit avec le péroxynitrite d’une manière similaire 

aux GPx. Son administration intrapéritonéale à 15 mg/kg dans un modèle de nerf sciatique 

chez le rat a induit une réduction des dommages ischémiques mesurés par une baisse des 

niveaux de NO, de l’apoptose et une stimulation de l’activité de différentes enzymes 

antioxydantes (GPx, CAT, SOD) (Ozyigit et al., 2015).  

Le sélénium est engagé dans différents processus cellulaires comme l’apoptose et la 

signalisation calcique, via son incorporation sous forme de Sec dans les sélénoprotéines (Uğuz 

and Nazıroğlu, 2012). Ces protéines, qui comprennent entre autres certaines formes de Gpx, 

et toutes les TrxR, sont principalement connues pour leur action antioxydante médiée pour 

certaines d’entre elles par un motif de type thioredoxin-fold incorporant un centre redox 

similaire à celui de la SELENOT. Elles se répartissent dans les différents compartiments 

cellulaires : Gpx dans la mitochondrie, Trx dans le cytoplasme, SELENOT dans le RE, SELENOH 

dans le noyau et peuvent donc limiter la production de ROS dans chacun d’entre eux. Le 

peptide PSELT qui est capable de diffuser dans tous les compartiments cellulaires, le noyau y 

compris, pourrait donc récapituler l’effet antioxydant de toutes ces enzymes d’autant plus 

qu’il diffuse facilement dans les tissus, puisqu’il est retrouvé dans l’ensemble du cerveau de 

souris après une administration intranasale (Alsharif et al., soumis). L’injection intranasale de 

PSELT limite dans la substance noire la neurodégénérescence des neurones dopaminergiques 

dans un modèle murin de la maladie de Parkinson (Alsharif et al., soumis). Il pourrait agir de 

même au niveau du site de lésion, au niveau des organites dans lesquels les niveaux de 

radicaux libres sont élevés après une lésion nerveuse, en particulier dans la mitochondrie 

axonale (Van Hameren et al., 2019). En effet, les changements métaboliques, structuraux et 

électrophysiologiques observés au niveau des axones après une lésion sont à l’origine d’une 

production de radicaux libres (Rodella et al., 2016; Llobet Rosell and Neukomm, 2019). Pour 

contrebalancer cette élévation, les gènes impliqués dans la défense antioxydante sont 

stimulés au sein du motoneurone comme cela a été démontré pour la Trx1, la glutathion 

réductase (GSHr) ou même une sélénoprotéine comme la TrxR1 après une lésion du nerf 

hypoglosse chez le rat (Mansur et al., 1998; Hama et al., 2010). L’hypothèse selon laquelle la 

SELENOT serait exprimée de manière similaire dans les motoneurones après une LNP mérite 

d’être vérifiée (Boukhzar et al., 2016; Rocca et al., 2018).  
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En plus de mettre en avant le rôle indispensable du sélénium dans l’action 

cardioprotectrice de PSELT, Rocca et al., 2018 ont démontré que ses mécanismes d’action 

impliquaient l’activation des voies de signalisation PI3K-Akt et Erk-1.2 et nécessitaient 

l’ouverture des canaux mitoKATP (Rocca et al., 2018). Ces mêmes voies sont activées chez le 

rat à la suite d’un neurotmésis du nerf facial. En effet, une augmentation des formes 

phosphorylées d’Akt et d’Erk a été observée dans le noyau du nerf facial des animaux lésés 

dès le lendemain de la lésion (Hai-tao Huang et al., 2017). L’utilisation d’inhibiteurs sélectifs 

pour chacune de ces deux voies a montré que leur activation participe dans les processus de 

régénération nerveuse à travers des mécanismes complémentaires. L’activation 

extracellulaire de la voie ERK favorise l’élongation des axones naissants (Haitao Huang et al., 

2017; Hausott and Klimaschewski, 2019). La voie Akt, quant à elle, en plus de favoriser 

l’élongation axonale, est également impliquée dans la survie neuronale et améliore la 

myélinisation des axones par les cellules de Schwann (Domènech-Estévez et al., 2016; Haitao 

Huang et al., 2017). L’observation d’un plus grand nombre d’axones et d’une myélinisation 

plus importante des axones néoformés chez les rats traités avec le PSELT suggère que ce 

peptide pourrait agir sur la régénération nerveuse par les mêmes mécanismes que ceux 

impliqués dans son activité cardioprotectrice.  

 

La xénotransplantation de cellules dérivées des CF favorise la régénération nerveuse 

Comparer le bénéfice thérapeutique qu’apporterait les cellules dérivées des CF par 

rapport à d’autres types de cellules reste à ce jour limité compte tenu des disparités entre les 

différentes études concernant le modèle animal (souris, rat, lapin singe), du type de lésion 

(compression, transsection) ainsi que le nerf lésé (facial, sciatique, péroné) et de la présence 

ou non d’analyses fonctionnelles. Parmi celles dans lesquelles la comparaison est possible, la 

restauration fonctionnelle décrite après administration de cellules gliales olfactives ou de CSM 

semble toutefois supérieure à celle obtenue avec les cellules souches dérivées des CF dans 

notre étude (Guntinas-Lichius et al., 2002; Watanabe et al., 2014). Néanmoins, du fait que 

notre étude soit un modèle de xénogreffe, obtenir un effet thérapeutique supérieur à une 

suture épineurale comme observé ici représente un résultat très encourageant qui tend à 

confirmer le potentiel de ces cellules.  
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A l’image du peptide PSELT, ces résultats soulèvent de nombreuses questions quant 

aux mécanismes mis en jeu. Une transplantation autologue de ces cellules dérivées des CF 

après une neurapraxie du nerf sciatique chez la souris a montré que ces cellules sont capables 

de survivre au moins 6 semaines suivant la lésion (Gresset et al., 2015). Dans notre cas, avec 

un modèle de lésion plus sévère et une xénogreffe, il n’est pas surprenant d’observer 

qu’aucune des cellules transplantées n’ait survécu au-delà de 10 jours après leur 

transplantation sans traitement immunosuppresseur. Alors qu’une administration 

quotidienne de cyclosporine A permet à des cellules souches embryonnaires d’origine murine 

de survive au-delà de 30 jours dans un nerf sciatique de rat, dans notre étude, l’application 

d’un protocole immunosuppresseur identique ne prolonge la survie des cellules souches 

dérivées des CF que de 7 jours supplémentaires (Cui et al., 2008). Une faible survie des cellules 

injectées est un phénomène régulièrement reporté dans les stratégies de xénogreffes. Selon 

les types de cellules souches et les temps d’évaluation, la survie des cellules transplantées 

peut osciller entre 0.5 % et 12.6 % malgré l’application d’un traitement immunosuppresseur 

(Walter Heine et al., 2004; McKenzie et al., 2006; Shimizu et al., 2007). Néanmoins, un effet 

bénéfique sur la régénération nerveuse ou la myélinisation a été reporté dans chacune 

indiquant qu’une faible survie des cellules souches après leur administration ne représente 

cependant pas un frein dans l’efficacité d’une thérapie cellulaire. Cette perte importante du 

produit cellulaire n’est pas restreinte aux xénotransplantations. Dans une autre étude, la 

transplantation autologue de MSCs provenant de liquide amniotique de rat au niveau d’un 

nerf sciatique comprimé avait montré 4 semaines après la lésion une amélioration en termes 

de récupération des capacités motrices et de conduction nerveuse. Cependant, les analyses 

histologiques avaient révélé qu’aucune cellule transplantée n’avait survécu (Pan et al., 2007). 

Dans notre étude, si la réaction immunitaire est sûrement responsable de l’élimination rapide 

des cellules, un avantage thérapeutique a néanmoins été observé lorsqu’un million de cellules 

a été injecté. Ces résultats concordent avec ceux de Choi et Raisman qui ont rapporté qu’une 

xénotransplantation sans traitement immunosuppresseur est capable d’améliorer la 

régénération nerveuse pour les lésions inférieures à 7 mm (Choi and Raisman, 2003). Le rejet 

immunitaire dans le cadre de xénogreffe implique le recrutement de cellules immunitaires 

appartenant au système immunitaire inné (macrophages) et adaptatif (lymphocytes T) (Fox et 

al., 2001; Cadili and Kneteman, 2008). Les macrophages occupent même un rôle central dans 
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le rejet de xénogreffe comme cela a été mis en évidence dans un modèle de xénogreffe de 

cellules souches hématopoïétiques porcines chez la souris (Abe et al., 2002). Or, ces deux 

types cellulaires sont impliqués dans le l’élimination des débris lors de la dégénérescence 

Wallérienne. Les macrophages ont notamment un rôle essentiel dans la régénération 

nerveuse en éliminant les débris puis en favorisant l’angiogenèse ainsi que la migration et la 

prolifération des CS en libérant des cytokines comme l’IL-10 ou TGF-β (Armstrong et al., 2003; 

David and Kroner, 2011; Chen et al., 2015). On peut supposer que dans notre étude, la 

xénotransplantation de cellules souches a pu augmenter le nombre de macrophages recrutés 

dans le site de lésion, améliorant la dégénérescence Wallérienne. Une évaluation des niveaux 

d’expression d’IL-10 ou de TGF-β au moment de la mort des cellules souches injectées pourrait 

être une piste à explorer. 

Autre hypothèse, Gresset et al., ont montré que des cellules souches dérivées des CF 

injectées au niveau d’un nerf sciatique comprimé génèrent principalement des fibroblastes 

(Gresset et al., 2015). Il peut être envisagé que dans notre modèle, nos cellules injectées se 

comportent de manière similaire. Or, il a été montré que les fibroblastes commencent à 

produire et sécréter de l’IL-10, une cytokine inflammatoire, dans les 5 heures qui suivent la 

lésion (Fregnan et al., 2012). Cette sécrétion est par la suite relayée par les macrophages 

recrutés (Rotshenker, 2011). Cette cytokine est impliquée dans la régénération nerveuse, son 

administration à faible dose diminue la cicatrice lésionnelle, améliore l’élongation des axones 

ainsi que leur myélinisation (Atkins et al., 2007). Cet IL-10 est également impliquée dans la 

polarisation des macrophages vers un phénotype anti-inflammatoire M2 (Potas et al., 2015). 

Enfin, il a été montré qu’orienter la polarisation des macrophages vers le phénotype M2 dans 

le site de lésion améliore la régénération nerveuse chez le rat (Popiolek-Barczyk et al., 2015). 

Il peut également être envisagé que le devenir des cellules diffère dans notre étude 

comparée aux résultats de Gresset. En effet, l’environnement influe sur le devenir des cellules 

souches dérivées des CF qui peuvent générer d’autres types cellulaires que les fibroblastes 

comme des neurones sensitifs ou des CS immatures (Gresset et al., 2015). L’hypothèse que les 

cellules aient conservées un phénotype indifférencié n’est pas à exclure non plus comme cela 

a été observé pour des NSCs (Walter Heine et al., 2004). Malgré la conservation de leur 

phénotype immature, les NSCs améliorent la régénération du nerf tibial à l’échelle 

histologique et électrophysiologique. Parmi les hypothèses émises pour expliquer leur effet, 
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la première mentionnait la capacité des NSCs à produire et sécréter des facteurs trophiques 

comme le NGF, le VEGF (vascular endothelial growth factor) ou le BDNF afin d’augmenter le 

recrutement de CS endogènes au site de lésion. Cette propriété n’est pas spécifique des NSCs 

puisqu’elle a été aussi décrite pour les ADSCs (Zhao et al., 2009; Sowa et al., 2012; Watanabe 

et al., 2014; Sowa et al., 2016). La possibilité que les cellules souches dérivées des CF aient, 

elles aussi, cette capacité à recruter des CS au niveau du site de lésion via la production de 

facteurs trophiques, n’est donc pas à exclure. Une étude in vitro du sécrétome de ces cellules 

souches ou une évaluation histologique de l’expression de différents facteurs 

neurotrophiques dans le site de lésion après l’injection des cellules souches pourrait être une 

piste d’exploration afin de répondre à cette question. 

N’ayant pas pu extraire les cellules souches à partir du modèle murin 

Prss56Cre/+,R26tdTom qui permet de marquer spécifiquement les cellules souches dérivées des 

CF, nous avons déterminé la proportion de ces cellules en culture par l’intermédiaire du 

marqueur nestine. Toutefois, les cellules souches dérivées des CF ne sont pas les seules 

cellules souches présentes dans la peau puisqu’on en retrouve au niveau des follicules pileux, 

au niveau de l’épiderme et dans le derme. Certaines, à l’image des SKPs, partagent même des 

caractéristiques communes avec les cellules souches dérivées des CF comme un potentiel 

neurogénique et gliogénique, l’expression de différents marqueurs comme la nestine ou le 

P75NGFR ou encore une capacité à proliférer sous forme de neurosphères (Xie et al., 2008; 

Dai et al., 2018). Cependant, le manque de marqueurs spécifiques pour ces différentes 

populations de cellules souches ont restreint leur caractérisation (Gresset et al., 2015). Dans 

notre étude, pour augmenter la proportion de cellules souches dérivées des CF au profit 

d’autres types de cellules souches, l’expansion des cellules en culture a été faite pendant 8 

semaines. Cette période d’incubation permettait, selon les résultats de prolifération in vitro 

obtenus par Gresset, une prolifération suffisante des cellules souches dérivées des CF pour 

représenter environ 90% du nombre total de cellules en culture (Gresset et al., 2015). Les 

caractérisations obtenues par la cytométrie en flux ont montré qu’entre 95 à 98 % des cellules 

injectées chez le rat étaient positives au marqueur nestine. S’il est probable que parmi les 

cellules nestine-positives injectées certaines ne soient pas des cellules souches dérivées des 

CF, évaluer leur impact dans notre étude reste à ce jour difficile.  
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Enfin, identifier les mécanismes par lesquels le PSELT renforce la thérapie cellulaire 

comme nous l’observons dans notre étude est aujourd’hui compliqué compte tenu du 

manque d’informations relatives aux mécanismes d’action à la fois du peptide et des cellules 

souches dérivées des CF. Toutefois, cette amélioration n’est pas surprenante puisqu’il est 

largement démontré que moduler l’environnement rédox peut améliorer l’efficacité d’une 

thérapie cellulaire. Même si à notre connaissance aucune étude n’a, à ce jour, démontré les 

bienfaits de ce genre de stratégie pour traiter les LNP, cela a pu être mis en évidence dans 

d’autres types de lésions dans lesquels les radicaux libres participent dans les mécanismes 

physiopathologiques. Le renforcement des capacités antioxydantes des NSCs par la 

surexpression de SOD1 augmente la survie de ces cellules dans le site lésionnel, améliore leur 

capacité à libérer des facteurs paracrines et au final favorise la récupération fonctionnelle 

dans des modèle d’ischémie et d’hémorragie cérébrale chez la souris (Sakata et al., 2012; 

Wakai et al., 2014). D’autre part, des cellules pancréatiques génétiquement modifiées pour 

surexprimer la Trx1 montrent lorsqu’elles sont greffées chez des souris diabétiques, une 

meilleure résistance à l’inflammation dû à un effet anti-apoptotique de la Trx1. In fine, les 

souris receveuses présentent une meilleure tolérance au glucose en comparaison des animaux 

témoins (Chou and Sytwu, 2009; Asami et al., 2013). L’effet anti-apoptotique de la Trx1 avait 

auparavant été démontré dans un modèle d’ischémie cérébrale (Hattori et al., 2004). Le PSELT 

possédant une action Trx-like, nous pouvons supposer une action anti-apoptotique similaire. 

Une étude comparative de la survie des cellules souches dérivées des CF en présence ou non 

du PSELT permettra de clarifier ce point. 

Dans ce travail de thèse, les évaluations histologiques n’ont pu être menées que 3 mois 

après l’administration des cellules. Une évaluation histologique à court terme permettrait 

d’évaluer les niveaux d’inflammation, le recrutement des macrophages et le devenir des 

cellules injectées, et ainsi éclairer sur les mécanismes mis en jeu. 

 

Perspectives d’étude 

Que ce soit pour le peptide PSELT ou la thérapie cellulaire, les résultats présentés ici 

sont extrêmement prometteurs, d’autant plus que les conditions d’expérimentation n’ont pu 

être optimisées, faute de temps. 
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Premièrement, la posologie ou la concentration de PSELT et la quantité de cellules 

administrée. Concernant le PSELT, la dose de 1 µM a été déterminée à partir des résultats 

obtenus précédemment in vitro et chez l’animal (Alsharif et al., soumis ; Rocca et al., 2018). 

En vue d’une éventuelle perspective clinique, une étude pharmacologique comparant 

différentes concentrations sera nécessaire. Pour les cellules souches dérivées des CF, nous 

observons dans notre étude un avantage thérapeutique lorsqu’environ 106 cellules sont 

transplantées alors qu’aucun bénéfice n’est noté avec 0.5 x 106 cellules. Il est intéressant de 

noter que peu d’études détaillent les éléments qui ont permis d’établir le nombre de cellules 

à administrer dans le site de lésion. Ce nombre peut énormément varier selon les études, 

allant de 2 x 104 cellules souches dérivées des CF injectées dans au niveau du nerf sciatique 

chez la souris à 20 x 107 MSCs au niveau d’un nerf ulnaire chez des singe rhésus (Hu et al., 

2007; Gresset et al., 2015). Or, comme l’ont montré les travaux de Mosahebi du College 

Medical School de Londres sur le rat, le nombre de cellules administrées impacte les résultats 

thérapeutiques. Il ne constate aucun bénéfice thérapeutique sur la régénération axonale trois 

semaines après l’injection de 20 x 106 CS/ml. En revanche, il met en évidence un effet dose 

qui suit une courbe en cloche, avec une amélioration de plus en en plus importante de la 

régénération nerveuse après injection de 40 x 106 et 80 x 106 CS/ml, qui diminue après avoir 

injecté 160 x 106 CS/ml (Mosahebi et al., 2001). Augmenter la quantité de PSELT ou de cellules 

souches dérivées des CF pourrait être un premier axe d’optimisation. 

Le deuxième paramètre est celui de la voie d’administration. A l’image de toute 

substance pharmacologique, le PSELT est confronté à plusieurs facteurs qui peuvent limiter 

son efficacité, comme une courte demi-vie ou encore une forte capacité à diffuser hors du site 

d’intérêt. L’administration répétée permet de limiter ces effets. Plusieurs alternatives qui ont 

montré leur avantage dans le traitement des LNP ont été développées de nos jours. C’est le 

cas des pompes osmotiques implantables utilisées par exemple pour administrer 

continuellement pendant 42 jours de la nifédipine dans un modèle de nerf sciatique (Yan et 

al., 2013). Une autre alternative est d’incorporer un facteur neurotrophique dans un conduit 

d’origine naturel ou synthétique par des méthodes de bioingénierie. L’avantage de ces 

structures est qu’elles permettent d’incorporer également les cellules souches. L’application 

d’un conduit nerveux encapsulant du NGF et dans lequel des MSCs sont cultivées montrent 

que l’association des traitements potentialise la régénération du nerf sciatique chez le rat 
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(Zhou et al., 2020). Enfin, combiner l’action du peptide PSELT avec différents facteurs de 

croissance peut également représenter une piste thérapeutique prometteuse dans le futur 

pour traiter les LNP. 

Le troisième levier correspond à la fenêtre thérapeutique idéale. De nombreuses 

études ont comparé l’efficacité d’une thérapie précoce à une thérapie retardée pour traiter 

les lésions du nerf facial. Cependant, des résultats contradictoires ont été obtenus et le sujet 

reste encore débattu aujourd’hui. Les premières études menées par May en 1985, ou par Felix 

cinq ans plus tard, plaident pour une prise en charge précoce des lésions du nerf facial (May, 

1985; Felix et al., 1991). Cependant, ces recommandations ont été remises en question 

quelques années plus tard avec les travaux de Guntinas-Lichius et al., menées chez le rat 

(Guntinas-Lichius et al., 1997; Guntinas-Lichius et al., 2000). Par rapport à une prise en charge 

immédiate ou retardée de plusieurs semaines, un léger retard de 7 jours permet de réduire 

les phénomènes de polyinnervation responsables des syncinésies et donc d’améliorer la 

récupération fonctionnelle des muscles. A l’opposé, deux études menées chez le rat et le 

cochon-nain n’ont reporté aucune différence entre une prise en charge immédiate et un 

traitement retardé de 90 jours (Barrs, 1991; Jergović et al., 2001). Une étude rétrospective 

menée sur 311 patients traités pour des LNP n’a, elle aussi, reporté aucune fenêtre 

thérapeutique idéale, la récupération dépendant plutôt de la gravité de la lésion (E Wang et 

al., 2017). L’optimisation de la fenêtre thérapeutique semble néanmoins une étape 

fondamentale dans la réussite d’une thérapie cellulaire. Une étude menée chez le rat a montré 

que des SKPs administrées 11 semaines après un neurotmésis du nerf tibial améliorent la 

récupération des fonctions locomotrices deux fois moins efficacement qu’une administration 

de ces mêmes cellules immédiatement après la lésion (Khuong et al., 2014). Il serait 

intéressant d’évaluer l’impact que pourrait avoir un délai de 7 jours sur l’effet thérapeutique 

du PSELT ou des cellules dérivées des CF, au lieu d’une injection immédiate comme cela a été 

réalisé dans cette étude. 

Enfin, il pourrait être intéressant de réaliser une prédifférenciation des cellules 

souches dérivées des CF avant leur injection. Les études menées jusqu’à maintenant montrent 

qu’une prédifférenciation des cellules souches en CS ou en motoneurones améliore la 

régénération nerveuse à la suite d’une LNP (Wang et al., 2016). Néanmoins, l’intérêt d’une 

prédifférenciation est encore discuté. L’injection de MSCs prédifférenciées en CS ont montré 
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chez le lapin une régénération nerveuse accélérée et une myélinisation plus importante après 

une lésion du nerf facial comparée à des lapins ayant reçu des MSCs non différenciées (X Wang 

et al., 2011). A l’inverse, certaines études comparatives ont observé que la prédifférenciation 

n’avait pas d’effet bénéfique, voire pouvait être néfaste, en diminuant la survie cellulaire 

(Keilhoff et al., 2006; Swijnenburg et al., 2008; Orbay et al., 2012; Watanabe et al., 2014; 

Abeysinghe et al., 2015; Abd Emami et al., 2018). Parmi les hypothèses évoquées pour 

expliquer cette mortalité accrue, une activation immunitaire causée par une augmentation de 

l’expression d’antigènes reconnus par le complexe majeur d’histocompatibilité (CMH) a été 

proposée (Swijnenburg et al., 2008). 

En définitive, si les résultats obtenus dans cette étude sont très encourageants dans le 

cadre de la régénération nerveuse périphérique, leur potentiel bénéfice dans le cadre de la 

reconstruction de la face nécessite plus d’investigations. Comparé à d’autres nerfs 

périphériques, le nerf facial se distingue par le nombre important de ramifications qui 

émergent de son tronc principal et qui constituent un facteur risque pour l’apparition de 

dyscinésies et de syncinésies (Guntinas‐Lichius et al., 2007). Ces syncinésies sont aujourd’hui 

un problème majeur pour les patients souffrant de lésions nerveuses au niveau de la face 

puisqu’elles peuvent concerner selon les études entre 9 et 55% des paralysies faciales (Çelik 

et al., 2000). Par rapport à d’autres membres du corps, la face possède une composante 

sociale très importante. Cette singularité impacte le ressenti des patients quant à la survenue 

de ces lésions secondaires qui peuvent pour certaines être douloureuses (Pepper and Kim, 

2012). En plus d’une difficulté plus ou moins importante dans l’exécution de certaines 

fonctions comme la parole ou le clignement d’œil, ces lésions peuvent être associées à une 

dépression et un isolement sociale (Owusu et al., 2018). La méthode de référence pour 

évaluer les syncinésies est l’administration de rétrotraceurs fluorescents au sein des nerfs 

(Guntinas‐Lichius et al., 2005). Initialement nous souhaitions évaluer ce paramètre mais nous 

avons rencontré des difficultés expérimentales : une variabilité du marquage obtenu avec les 

différents rétrotraceurs utilisés, une mortalité importante des animaux utilisés pour la mise 

au point du protocole expérimental (environ 20%) et enfin le nombre limité d’animaux qui 

nous empêchait de pouvoir analyser le processus de myélinisation et les syncinésies en 

parallèle. Néanmoins, compte tenu des améliorations observées dans la récupération des 

performances motrices, il conviendra de lever ces verrous expérimentaux afin d’étudier les 
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zones de projection du nerf régénéré et de rechercher d’éventuelles syncinésies par la 

méthode de rétrotracing. Cette étape est essentielle pour évaluer l’intérêt du peptide PSELT 

dans le cadre de la reconstruction de la face en particulier. 
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Conclusion 
 

En conclusion, ce travail de thèse met en évidence un nouvel effet bénéfique du 

peptide PSELT dans le cadre de la régénération des nerfs périphériques après une lésion. Nos 

résultats montrent que l’administration précoce du peptide au sein d’une chambre de 

régénération améliore la repousse nerveuse, ainsi que la myélinisation des nouveaux axones 

formés. Cette régénération nerveuse s’accompagne d’une meilleure réinnervation des 

muscles cibles et une restauration des fonctions motrices plus importantes comparées à un 

traitement chirurgical comme la suture épineurale. De plus, cette étude met en lumière le 

potentiel thérapeutique d’un nouveau type de cellules souches localisé au niveau du derme. 

A l’image d’autres types de cellules souches, celles dérivées des CF ont montré qu’elles 

pouvaient, elles aussi, apporter une aide à la régénération nerveuse dans notre modèle de 

xénogreffe. Malgré une survie limitée dans le site lésionnel, les analyses fonctionnelles ont 

mis en évidence que ces cellules pouvaient contribuer à la récupération des fonctions motrices 

avec un recouvrement supérieur à celui apporté par un traitement chirurgical. Même si les 

résultats obtenus restent moins efficaces que ceux observés avec le peptide PSELT, les 

nombreux axes de développement comme le nombre de cellules injectées ou encore une 

prédifférenciation en CS, devraient permettre d’optimiser leur bénéfice. Compte tenu de leur 

grande accessibilité comparée à d’autres types de cellules souches, nos résultats renforcent 

le potentiel thérapeutique de ces cellules en vue d’une application clinique dans le cadre de 

la médecine régénérative. Si le peptide PSELT permet d’accroître l’effet thérapeutique des 

cellules dérivées des CF, l’association de ces deux thérapies ne montre, pour le moment, 

aucun avantage comparée à un traitement basé sur l’administration du peptide seul. Cette 

thèse ouvre ainsi la voie à de nouvelles pistes thérapeutiques dans le cadre de la récupération 

des fonctions motrices pour les patients atteints de lésions nerveuses périphériques. 
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Annexe 1 :  AMPK Activation of PGC-1α/NRF-1-Dependent SELENOT 

Gene Transcription Promotes PACAP-Induced Neuroendocrine Cell 

Differentiation Through Tolerance to Oxidative Stress 
  



174 
  
 



175 
  
 



176 
  
 



177 
  
 



178 
  
 



179 
  
 



180 
  
 



181 
  
 



182 
  
 



183 
  
 



184 
  
 



185 
  
 



186 
  
 



187 
  
 



188 
  
 



189 
  
 

  



190 
  
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 

 

 

 

 

Annexe 2 : Selenoprotein T: an essential oxidoreductase serving as a 
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Abstract 
 

Peripheral nervous system has intrinsic regeneration abilities, but motor recovery is 

insufficient in the most severe cases of lesions. Although surgery remains the “gold standard” 

therapeutic approach, its efficiency is often limited, and various alternate strategies have been 

developed such as stem cell-based therapy. However, uncomplete nerve regeneration is also 

observed, and several approaches aim to improve the potential of these cells. Among them, 

redox environment modulation using antioxidant molecules is one of the most promising. 

Selenoprotein T (SELENOT) is an oxidoreductase which is a member of the selenoprotein 

family, one of the most important family of antioxidant enzymes in the organism. Recently, a 

mimetic peptide (PSELT) derived from SELENOT has shown a cardioprotective and a 

neuroprotective effect in a noxious environment. The first part of this study aimed at 

evaluating the therapeutic potential of PSELT in a facial nerve injury model in rat. In a second 

part, we asked whether PSELT could improve a stem cells-based therapy using boundary cap 

(BC) stem cells, a stem cell population located in the dermis which showed a high neurogenic 

potential. Immediately and 48 hours after the surgery, PSELT was injected into a free femoral 

vein interposition graft bridging the stumps of an axotomized facial nerve at the level of the 

exit point of the stylomastoid foramen. Three months later, motor performance of the 

vibrissae has been analyzed. PSELT significantly improved motor recovery compared to 

control, and end suture-treated animals. These results were confirmed by electrophysiological 

and histological analysis which highlighted a better nerve regeneration, an increased 

myelination and a more specific innervation of the whisker pad in the PSELT-treated group. 

Combination of PSELT with BC-derived stem cells did not improve further nerve regeneration 

compared to the PSELT-based therapy alone, both at the clinical and histological levels. 

Altogether, our results indicate that PSELT offers a therapeutic advantage to treat peripheral 

nerve lesion compared to surgery and cell therapy approaches, and thus constitutes a valuable 

candidate for regenerative medicine. 

 

Key words: axotomy, boundary cap, facial nerve, motor unit, myelin, peptide, PSELT, 

selenoprotein, SELENOT, stem cells  



 



 
 
 

Résumé 

Le système nerveux périphérique a des capacités intrinsèques de régénération, mais 

la récupération motrice est insuffisante dans les cas de lésions les plus graves. Si la chirurgie 

reste l'approche thérapeutique "de référence", son efficacité est souvent limitée et diverses 

stratégies alternatives ont été développées, comme la thérapie à base de cellules souches. 

Cependant, on observe également une régénération incomplète des nerfs, et plusieurs 

approches visent à améliorer le potentiel de ces cellules. Parmi celles-ci, la modulation de 

l'environnement redox à l'aide de molécules antioxydantes est l'une des plus prometteuses. 

La sélénoprotéine T (SELENOT) est une oxydoréductase qui fait partie de la famille des 

sélénoprotéines, l'une des plus importantes familles d'enzymes antioxydantes dans 

l'organisme. Récemment, un peptide mimétique (PSELT) dérivé de SELENOT a montré un effet 

cardioprotecteur et neuroprotecteur dans un environnement nocif. La première partie de 

cette étude visait à évaluer le potentiel thérapeutique du PSELT dans un modèle de lésion du 

nerf facial chez le rat. Puis, nous avons recherché si le PSELT pouvait potentialiser l’effet 

thérapeutique d’une thérapie basée sur les cellules souches dérivées des capsules frontières 

(CF), une population de cellules souches située dans le derme qui a montré un fort potentiel 

neurogènique. Immédiatement et 48 heures après l'opération, le PSELT a été injecté dans une 

chambre de régénération d’origine veineuse dont le rôle était de réunir les deux rameaux d’un 

nerf facial axotomisé au niveau de la sortie du foramen stylo-mastoïdien. L’évaluation motrice 

des vibrisses, réalisée trois mois après la lésion, a montré que PSELT améliorait la récupération 

motrice de manière plus efficace comparée aux animaux témoins et à ceux ayant reçu un 

traitement chirurgical standard. Ces bénéfices cliniques ont été confirmés par des analyses 

électromyographiques et histologiques qui ont révélé une meilleure repousse nerveuse, une 

meilleure myélinisation et une réinnervation plus fine des muscles cibles. La combinaison de 

PSELT avec des cellules souches dérivées des CF n'a pas potentialisé la régénération nerveuse 

par rapport à la thérapie basée sur le PSELT seul, tant au niveau clinique qu'histologique. Dans 

l'ensemble, nos résultats indiquent que le PSELT offre un avantage thérapeutique pour traiter 

les lésions des nerfs périphériques par rapport aux approches de chirurgie et de thérapie 

cellulaire, et constitue donc un candidat précieux pour la médecine régénérative.                    

Mots clés : axotomie, capsule frontière, cellule souche, myéline, nerf facial, peptide, PSELT, 

sélénoprotéine, SELENOT, unité motrice 


