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F340 : Intensité de fluorescence à 340nm 

F380 : Intensité de fluorescence à 380nm 
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Avant-propos  

Contexte général 

 

Ce travail de thèse a débuté le 01 Octobre 2020 dans le Laboratoire de Biologie 

Tissulaire et Ingénierie thérapeutique (CNRS, LBTI UMR5305) de Lyon Gerland, sous la 

direction du Docteur Bérengère Fromy en co-encadrement avec le Docteur Fabien Chevalier. 

 

Cette thèse a été réalisée dans l’équipe SKIN (SKin functional INtegrity ou Intégrité 

Fonctionnelle du Tissu Cutané), co-dirigée par le Professeur Jérôme Lamartine et le Docteur 

Bérengère Fromy. Les travaux de recherche menés dans l’équipe 

portent sur les mécanismes assurant la fonctionnalité de la peau saine ou fragilisée par des 

agressions externes ou internes. Les projets sont organisés en quatre axes : 1) le maintien de la 

fonctionnalité de la peau ; 2) les mécanismes de fragilisation de la peau ; 3) l’identification 

d’indicateurs de fragilité cutanée, 4) les stratégies thérapeutiques pour améliorer la 

fonctionnalité de la peau fragilisée. 

Mon projet de thèse s’inscrit dans le premier axe de recherche de l’équipe SKIN, et fait 

suite aux travaux du Docteur Bérengère Fromy. Les données publiées en 2018 (Journal of 

Investigative Dermatology) ont mis en évidence le rôle clé du canal TRPV3, un thermorécepteur 

kératinocytaire, dans la thermorégulation vasculaire cutanée. Cependant, comment les cellules 

épidermiques exprimant TRPV3 communiquent avec les micro-vaisseaux cutanés reste une 

question à résoudre. De plus, une altération de ce dialogue avec l’âge pourrait être associée aux 

défauts de thermorégulation face à la chaleur chez les personnes âgées. 

Ce projet se décline donc en trois parties : 1) l’analyse fonctionnelle de la réponse 

vasculaire cutanée à un chauffage local ou global sur modèle murin jeune, âgé et Trpv3-KO ; 

2) la caractérisation de l’expression et de l’activité du canal TRPV3 avec l’âge (modèle ex vivo 

et in vitro) ; 3) l’identification des médiateurs impliqués dans la communication entre les 

kératinocytes et les micro-vaisseaux dermiques après activation de TRPV3, et leurs devenirs 

avec l’âge (in vitro). 
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Ce projet, exposant le kératinocyte en tant que senseur et transducteur de son 

environnement, permettra d’apporter de nouvelles connaissances dans les mécanismes de 

thermorégulation vasculaire cutanée dans une peau saine et vieillissante. 

 

Manuscrit de thèse 

 

Ce mémoire de thèse s’organise en huit parties :  

-  Une introduction bibliographique faisant un état de l’art des connaissances sur le 

tissu cutanée, la microcirculation cutanée et mécanismes de vasodilatation, les thermo-senseurs 

cutanés, et enfin, le vieillissement du tissu cutané et les modifications vasculaires. 

-  Une partie matériels et méthodes décrivant précisément les techniques et outils 

utilisés lors de cette thèse. 

-  Une partie résultats qui se décline en 2 sections : 1) un résumé détaillé ainsi que 

l’article scientifique en révision dans le journal Geroscience (Juin 2023) qui traite de l’effet du 

vieillissement sur l’initiation de la vasodilatation cutanée médiée par TRPV3 en réponse à une 

chaleur locale ; 2) Une section « résultats complémentaires » qui renforce les données de 

l’article scientifique. 

-  Une discussion générale des résultats de thèse.  

-  Une partie conclusions et perspectives  

-  Les productions scientifiques incluant les articles et congrès auxquels j’ai participé, 

ainsi que les encadrements de stagiaires réalisés au cours de cette thèse.  

 -  Les références bibliographiques  

 - Les annexes contenant les articles scientifiques que je signe en co-auteur 

(biomedicines 2022, Microsurgery 2023) et une revue scientifique publiée en première auteur 

IntechOpen 2022). 
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La peau est l’organe le plus large de notre corps (2m²) et représente 18% du poids à l’âge 

adulte. Cette enveloppe recouvrant l’intégralité de notre corps assure une protection physique, 

chimique et immunologique face à l’environnement extérieur. La peau permet également de 

donner de nombreuses informations sur l’identité de la personne : l’état de santé (fatigue, 

rougeurs…), l’origine ethnique (phototype clair ou foncé) ou encore l’âge (rides, tâches 

pigmentées…). De plus, la peau est un organe sensoriel capable de détecter de subtiles 

variations environnementales telles que les faibles pressions, le froid ou encore le chaud. 

Cette enveloppe, en contact permanent avec l'environnement, se divise chez l’être humain 

en 3 couches majeures : une couche profonde, le tissu adipeux sous-cutané (hypoderme) ; puis 

une couche intermédiaire, le derme ; et enfin, une couche superficielle, l'épiderme [1,2] (Figure 

1). La peau des rongeurs présente une couche musculaire supplémentaire située sous 

l’hypoderme, le panniculus carnosus. Ce muscle strié participe à la contraction et élasticité de 

la peau [3] (Figure 2). L’organisation cellulaire, matricielle et structurale de chaque couche est 

indispensable au maintien de l’intégrité de la peau. Un défaut de fonctionnalité d’une de ces 

couches conduit au développement de diverses pathologies cutanées [4,5]. 

  

Figure 1 : Représentation schématique de la structure de la peau poilue et des principales 

annexes cutanées 
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Figure 2 : Comparaison histologique d’une peau humaine et murine 

Coupes histologiques d’une peau d’abdomen humain (A) et d’une peau de dos souris (C57BL6) (B) colorées à 

l’hématoxyline-éosine. La peau humaine est divisée en 3 couches : l’épiderme, le derme et le tissu adipeux sous-

cutané (hypoderme) (non représenté sur l’image ci-dessus). La peau de souris contient une couche supplémentaire, 

le panniculus carnosus, situé sous le tissu adipeux sous-cutané. (Image : Lisa MARTIN). 

 

− Le tissu adipeux sous-cutané  

 

Le tissu adipeux sous-cutané ou hypoderme, d’origine mésodermique, correspond à la 

couche la plus profonde de la peau. Il est constitué de tissu conjonctif lâche et d’adipocytes 

organisés en lobules (Figure 3). Ce tissu fonctionne comme un réservoir énergétique. Les 

adipocytes stockent les nutriments en excès sous forme de lipides (triglycérides), qui peuvent 

être clivés en adénosine triphosphate (ATP), source majeure d’énergie cellulaire. L’hypoderme 

a également un rôle d’amortisseur vis-à-vis des chocs mécaniques, et thermorégulateur en 

modulant la balance lipogenèse/lipolyse selon l’environnement extérieur [6–8]. 

L’hypoderme est traversé par les réseaux sanguins, lymphatiques et nerveux. Il est 

irrigué par des artères de calibre moyen (>50µm), dont le prolongement permet d’apporter des 

nutriments aux tissus hypodermique et dermique. L’architecture de la microcirculation cutanée 

sera développée plus tard dans le manuscrit (« Partie II -La microcirculation cutanée et 

mécanismes de vasodilatation »).  
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Figure 3 : Le tissu adipeux sous-cutané 

Coupe histologique du tissu adipeux sous-cutané de souris (C57BL6) colorée au Trichrome de Masson. Les 

adipocytes sont organisés en lobules et sont connectés entre eux par du tissu conjonctif lâche. (Image : Lisa 

MARTIN) 

 

− Le derme 

 

Le derme, également d'origine mésodermique, forme la couche intermédiaire de la peau 

(environ 4mm), et assure la structure, la résistance et la flexibilité de celle-ci [4,9]. Ce tissu est 

principalement constitué de matrice extracellulaire (MEC) qui est entièrement sécrétée par les 

cellules majoritaires du derme, les fibroblastes. Le derme est divisé en deux parties. La partie 

supérieure, le derme papillaire, est en contact direct avec la jonction dermo-épidermique (JDE). 

Il forme des papilles dermiques qui s’imbriquent dans l’épiderme, favorisant les échanges et la 

cohésion avec l’épiderme. Cette partie du derme est riche en fibroblastes, et est composée de 

petites fibres de collagènes et d’élastines. A l’inverse, la couche profonde, le derme réticulaire, 

est plus épaisse et se compose principalement de grosses fibres de collagènes et élastiques. On 

note également une plus faible concentration de fibroblastes dans le derme réticulaire comparé 

au derme papillaire [10,11] (Figure 4). 
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Figure 4 : Distinction entre le derme papillaire et réticulaire 

Coupe histologique de peau humaine colorée à l’hématoxyline-éosine. Le derme papillaire est composé de petites 

fibrilles de collagènes, et est logé sous l’épiderme au contact de la JDE. Le derme réticulaire se situe sous le derme 

papillaire et est riche en grosses fibres de collagènes. (Image : Lisa MARTIN) 

 

1) La matrice extracellulaire (MEC) 

La MEC joue un rôle clé dans l’homéostasie et la réparation tissulaire. Elle forme un 

support physique aux différents types cellulaires du derme, tels que les fibroblastes, les cellules 

vasculaires et immunitaires. La MEC est composée de fibres protéiques, de glycoprotéines et 

de substance fondamentale. Parmi les composants fibreux du derme, on retrouve les fibres de 

collagènes (I, III et V) et les fibres élastiques assurant la résistance et l’élasticité de la peau. Les 

glycoprotéines, principalement fibronectines, sont des points d’ancrage assurant la fixation des 

cellules à la matrice. Enfin, la substance fondamentale contient des protéoglycanes et de l’acide 

hyaluronique qui assurent la rétention hydrique [12,13] (Figure 5). 

2) Les cellules dermiques 

Le derme est composé de nombreux types cellulaires, avec comme acteur principal le 

fibroblaste, une cellule mésenchymateuse fusiforme dont la morphologie varie en fonction de 

sa localisation (papillaire ou réticulaire) [11]. Outre la production de la MEC, les fibroblastes 

sont impliqués dans de nombreux processus, dont le remodelage de la MEC via la sécrétion de 

métalloprotéinases (MMP), la différenciation de cellules de type mésenchymateuses lors du 
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développement embryonnaire ou encore la cicatrisation en adoptant un phénotype de 

myofibroblaste [9,14]. 

La protection du derme est assurée par la présence de diverses cellules immunitaires 

comme les macrophages, les cellules dendritiques dermiques, les mastocytes, des lymphocytes 

T résidents mémoires et des lymphocytes T régulateurs [15](Figure 5). 

Le derme est également très vascularisé, il comporte des cellules endothéliales, éléments 

majeurs des vaisseaux sanguins et lymphatiques. Les vaisseaux sanguins situés entre le derme 

et l’hypoderme se ramifient pour former le plexus profond, puis le plexus superficiel, et les 

capillaires situés dans le derme papillaire [16]. Le système lymphatique cutané, comme les 

vaisseaux sanguins, s’organise en deux plexus. Ils participent à l’élimination des excès de 

liquides dans les tissus, à la nutrition des cellules et à la réponse immunitaire en présence 

d’agents pathogènes [17]. 

Enfin le derme comporte toutes les annexes cutanées telles que le poil, les glandes 

sébacées et les glandes sudoripares. Des terminaisons nerveuses sensorielles sont également 

présentes dans le derme, dont certaines sont capables de passer la JDE pour innerver l’épiderme. 

 

 

Figure 5 : Représentation schématique de la composition et organisation du derme 

Le derme contient les fibroblastes qui sécrètent l’ensemble des composants de la matrice extracellulaire : les 

collagènes, les fibres élastiques, les protéoglycanes, et glycoprotéines comme la fibronectine. On retrouve 

également des cellules immunitaires et vaisseaux sanguins. 
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3) La jonction dermo-épidermique (JDE) 

La JDE correspond à la lame basale située entre l’épiderme et le derme. Sa composition 

protéique et structurale assure l’adhérence des cellules épidermiques, et favorise les échanges 

entre l’épiderme et le derme. Les kératinocytes, principales cellules épidermiques, et les 

fibroblastes du derme papillaire contribuent à la création de la JDE qui se découpe en 3 sous-

parties : la lamina lucida, la lamina densa et la zone fibrillaire (Figure 6).  

Les hémidesmosomes sont composés de plectine, antigène 1 et 2 de la pemphigoïde 

bulleuse et d’intégrine α6β4 et permettent l’ancrage des kératinocytes à la lame basale en se 

liant aux kératines 14 et 5 (KRT14 KRT5) [18,19]. 

La lamina lucida est une zone claire aux électrons. Elle contient des laminines, 

principalement laminine 332, qui se lient à l’intégrine α6β4 des hémidesmosomes, renforçant 

l’adhérence des kératinocytes. 

La lamina densa est une zone dense aux électrons qui se compose de collagène IV, de 

glycoprotéines (nidogène) et protéoglycanes (perlécan) qui permettent de relier les laminines à 

la zone fibrillaire. 

La zone fibrillaire, est composée de collagène de type VII qui forme des fibres 

d’ancrages avec les collagènes du derme papillaire (collagènes I et III) [18–20]. 

 

 

Figure 6 : Représentation schématique de l’organisation structurale de la jonction dermo-

épidermique 

α6β4 (intégrine α6β4) ; BP1 (antigène 1 de la pemphigoïde bulleuse) ; BP2 (antigène 2 de la pemphigoïde 

bulleuse) ; KRT5 (kératine 5) et KRT14 (kératine 14). 
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− L’épiderme 

 

L’épiderme, d’origine ectodermique, est la couche la plus superficielle de la peau 

(~100µm chez l’être humain contre ~25µm chez la souris) [21]. C’est un épithélium 

pluristratifié, non vascularisé, qui forme la première barrière physique et chimique entre 

l'environnement et notre corps. Pour maintenir cette fonction, les kératinocytes, cellules 

majoritaires de l’épiderme (90%), s'engagent continuellement dans un processus de 

différenciation vertical en plusieurs étapes, de la lame basale vers la couche externe, formant 

ainsi les quatre strates de l’épiderme. Les progéniteurs kératinocytaires en contact direct avec 

la lame basale, très prolifératifs, renouvellent la couche basale (stratum basale) par expansion 

horizontale. Lors de leur engagement en différenciation, ils vont migrer verticalement vers 

l'extérieur pour former la couche épineuse (stratum spinosum), puis la couche granuleuse 

(stratum granulosum) et finalement devenir des cornéocytes, retrouvés dans la couche cornée 

(stratum corneum). Ces cornéocytes seront par la suite éliminés par desquamation, permettant 

le renouvellement de l’épiderme (Figure 7). La durée de vie d’un kératinocyte est en moyenne 

de 28 jours, comprenant 14 jours de différenciation et 14 jours en tant que cornéocyte [2,4,5]. 

Chez le rongeur ce renouvellement est plus rapide de par la faible épaisseur de l’épiderme (~10 

jours) [22]. Il est important de noter que les peaux glabres (dépourvues de poils), soit la paume 

des mains et les pieds chez l’être humain ou les coussinets et la queue chez la souris, présentent 

un épiderme et une couche cornée d'épaisseur plus importante [23] (Figure 8).  

Bien que le kératinocyte soit la cellule principale de l’épiderme, il existe d’autres 

populations cellulaires dont les cellules immunitaires (cellules de Langherans), les 

mélanocytes, les cellules de Merkel et quelques terminaisons nerveuses sensorielles [5].  
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Figure 7 : Représentation schématique des différentes cellules et couches de l’épiderme 

La couche basale (stratum basale) est principalement composée de kératinocytes (rose pâle) exprimant les 

kératines 5 et 14, liés entre eux par des jonctions d’adhérences et ancrés à la lame basale par des hémidesmosomes. 

On retrouve également des cellules de Merkel (marron), des mélanocytes (noir) et quelques cellules de Langerhans 

(rose). La couche épineuse (stratum spinosum) contient des kératinocytes différenciés exprimant de nouvelles 

kératines, KRT1/KRT10, et sont liés par des desmosomes. Au cours de leur différenciation les kératinocytes vont 

également exprimer l’involucrine (IVL). Les kératinocytes de la couche granuleuse (stratum granulosum) 

contiennent des granules de kératohyalines riches en loricrine (LOR) et filaggrine (FLG). La différenciation 

terminale des kératinocytes forme la couche cornée composée de cornéocytes (stratum corneum). 
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Figure 8 : Comparaison histologique entre peau poilue et peau glabre 

Coupes histologiques de peaux de souris (C57BL6) colorées à l’hématoxyline-éosine. La peau du dos de souris 

présente un épiderme très fin, avec une couche cornée peu développée (A). On observe également la présence de 

follicules pileux et glandes sébacées. La peau de coussinet de souris (B) est une peau glabre. L’épiderme est très 

épais avec une couche cornée plus importante. (Image : Lisa MARTIN) 

1) Couche basale :  

La couche basale est composée d’une monocouche de kératinocytes de forme cubique 

qui reposent sur la lame basale (via les hémidesmosomes) [2]. Ces derniers produisent et 

sécrètent des composants de la JDE afin de favoriser leur ancrage. Les kératinocytes sont 

également liés entre eux par des desmosomes (liant KRT14/KRT5) et des jonctions adhérentes, 

elles-mêmes reliées au cytosquelette d’actine [18,19]. 

Les kératinocytes de la couche basale sont des cellules proliférantes exprimant divers 

marqueurs de prolifération tels que Ki67, PCNA (Proliferating Cell Nuclear Antigen) ou encore 

TP63 (Tumor Protein 63), un régulateur central de la balance prolifération/différenciation. Par 

ailleurs, la capacité de renouvellement de l’épiderme souligne l’existence de cellules souches 

épidermiques. 

a) L’auto-renouvellement de l’épiderme : les cellules souches épidermiques 

Le renouvellement épidermique a été décrit chez la souris dans deux modèles. 

Premièrement, Potten a initié dans les années 70 un modèle hiérarchique selon lequel les 

cellules à fort potentiel prolifératif se divisent de manière asymétrique, générant alors une 

cellule souche et une cellule d’amplification transitoire (CAT). Ces CAT seraient capables de 

se diviser une quinzaine de fois avant de sortir du cycle cellulaire et d’entrer dans le processus 

de différenciation [24]. Dans les années 2000, Clayton et ses collaborateurs ont proposé un 

modèle stochastique du renouvellement épidermique. Dans ce modèle, les cellules progénitrices 
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aux capacités de prolifération élevées se diviseraient pour générer dans 84% des cas une cellule 

progénitrice et une cellule post-mitotique qui s’engagerait dans la différenciation, et dans 16% 

des cas la cellule progénitrice se diviserait de manière symétrique donnant deux cellules 

progénitrices (8%) ou deux cellules post-mitotiques (8%) [25]. Toutefois, le modèle 

hiérarchique semble être le plus probable chez l’être humain [26]. 

b) Engagement dans la différenciation 

La balance prolifération/différenciation des kératinocytes est en grande partie régie par 

le facteur TP63. Ce dernier appartient à la famille TP53 et est fortement exprimé par les cellules 

de la couche basale de l’épiderme. TP63 est composé de deux isoformes, ΔNp63 et TAp63, 

dont les fonctions s’opposent. La forme ΔNp63 maintiendrait l’état cellule souche des 

kératinocytes par inhibition de la protéine CDKN1A/P21 (régulateur du cycle cellulaire) et de 

la forme TAp63. A l’inverse, la forme tronquée TAp63 activerait la voie P21, NOTCH et NFκB, 

bloquant ainsi le cycle cellulaire et induisant la différenciation [27,28]. 

Chez l’être humain, il existe une région sur le chromosome 1, le complexe de 

différenciation épidermique, qui contient tous les gènes de la différenciation comme 

l’involucrine (IVL), la loricrine (LOR), la filaggrine (FLG), des gènes associés à la voie calcique 

et des gènes codants pour des protéines de la couche cornée [29] (Figure 9). Le facteur AP-1 

(protéine activatrice 1) assure, après dimérisation, la transcription de gènes spécifiques de la 

différenciation kératinocytaire comme la kératine 1 (KRT1), l’IVL, la LOR et la pro-FLG [30–

32]. 

Enfin, l’augmentation graduelle de la concentration calcique de la couche basale à la 

couche cornée participe également à la différenciation des kératinocytes et à l’expression de 

gènes de la différenciation. L’élévation de la concentration de calcium extracellulaire (de 

0.05mM à 0.1mM) induit la libération de calcium par les stores intracellulaires (réticulum 

endoplasmique, appareil de Golgi). Le calcium intracellulaire va alors modifier les jonctions 

cellule-cellule, remodeler le cytosquelette d’actine et stimuler le facteur AP-1 pour la 

transcription des gènes de la différencitation [33–35]. 
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Figure 9 : Le complexe de différenciation épidermique 

Le complexe de différenciation épidermique est situé sur le chromosome 1 humain. Il code pour de nombreuses 

protéines exprimées au cours du processus de différenciation épidermique. (Henry et al [29]) 

 

c) Les autres types cellulaires de la couche basale 

L’immunité de l’épiderme est en partie garantie par les cellules de Langerhans, une 

cellule dendritique qui contribue à l’immunité innée et adaptative. Dans la peau des rongeurs il 

existe une population de lymphocytes Tγδ avec une morphologie dendritique, absente chez 

l’être humain, et nommée cellules T épidermiques dendritiques (DETC: dendritic epidermal T 

cells) [4,5,15]. Les cellules de la couche basale sont également en contact avec des terminaisons 

nerveuses libres (fibres C et Aδ) capables de passer la JDE. Ces terminaisons sensorielles 

détectent des stimuli externes tels que la chaleur ou la douleur et sont également impliquées 

dans les démangeaisons. En revanche, la mécano-sensation est principalement assurée par les 

cellules de Merkel uniquement présentes au niveau de la couche basale [4,36]. Enfin, l'épiderme 

contient également des mélanocytes (1 pour 4 à 10 kératinocytes basaux), qui constituent une 

protection contre les ultraviolets (UV) grâce à leur capacité à produire et à transmettre aux 

kératinocytes un pigment photo-protecteur, la mélanine [4,37]. 

2) Couche épineuse  

La couche épineuse est composée de 8 à 10 assises de cellules qui résultent de la 

migration et différenciation des cellules de la couche basale. La forme des cellules va varier 

tout au cours de leur migration passant d’une forme polygonale (supra-basale) à une forme très 
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aplatie (cellules les plus différenciées). Ces cellules vont être liées entre elles par de nombreux 

desmosomes, reliant de nouvelles cytokératines comme KRT1 et KRT10. Au cours de la 

différenciation, les cellules vont exprimer et sécréter l’IVL. On retrouve également la présence 

de cellules de Langherans et lymphocytes T résidents mémoires [4,5,15,38]. 

3) Couche granuleuse  

La couche granuleuse se compose de 3-4 couches de cellules plates dont le noyau 

commence à dégénérer, notamment par nucléophagie [39]. Ces cellules contiennent des grains 

de kératohyalines comportant des granules L pour la loricrine et granules F pour la pro-

filaggrine (forme immature de la filaggrine). On observe également la présence de corps 

lamellaires (kératosomes) contenant des lipides, des enzymes et protéases qui vont participer à 

la formation de la couche cornée et à l’imperméabilité de la peau [4,5,40]. 

4) Couche cornée 

La couche cornée est la couche la plus superficielle de l’épiderme et correspond à la 

différenciation terminale des kératinocytes. Elle est formée de cellules mortes, dépourvues de 

noyau et d’organelles, nommées cornéocytes. Ces derniers peuvent former entre 10 et 30 

couches selon la localisation anatomique. Ces cellules sont liées entre elles par des 

cornéodesmosomes entourés de lipides intercellulaires assurant une barrière perméable et 

antimicrobienne. Les cornéocytes forment une barrière mécanique et participent également au 

maintien de l’hydratation de l’épiderme. La protéolyse progressive des cornéodesmosomes 

induit le détachement des cornéocytes conduisant à la desquamation [4,5,23,40]. 

 

− Annexes cutanées 

 

Divers « mini organes » sont hébergés au sein de la peau et participent donc au maintien 

des fonctions cutanées : les poils, les glandes sébacées et les glandes sudoripares (Figure 1). 

1) Le poil  

Le poil résulte de l’interaction entre le mésoderme et l'ectoderme. Il appartient à l’unité 

pilosébacée comportant le poil, le follicule pileux, le muscle érecteur du poil, la glande sébacée 

et les glandes sudoripares apocrines (dans certaines zones anatomiques). Le poil se divise en 

trois parties : une partie profonde, le bulbe pileux comportant des kératinocytes et des 
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mélanocytes ; une partie intermédiaire, l’isthme ; et une partie haute formant l’ouverture 

folliculaire, l’infundibulum (Figure 10). 

Le poil est impliqué dans de nombreux processus, comme la protection aux UV, 

l’évacuation des sécrétions (sueurs et sébum) et dans la thermorégulation. Pour assurer ses 

fonctions le poil suit un processus de régénération en 3 phases : une phase anagène, qui 

correspond à la croissance du poil assurée par les cellules souches du follicule pileux (3 à 6 

ans), une phase catagène de régression et involution (quelques semaines), et une phase de repos 

dite télogène qui aboutit à la chute du poil lors de la repousse (2 à 6 mois). Chez les rongeurs 

le cycle pilaire se réduit à 3 semaines environ, et contrairement à l’être humain les follicules 

pileux ont un cycle synchrone [41–44]. Le follicule pileux contient une niche de cellules 

souches, le bulge, situé sous le muscle érecteur du poil. Les cellules souches du bulge 

participent au maintien et à la régénération du poil, mais également à la formation de la glande 

sébacée et de l’épiderme interfolliculaire [42,45]. 

L’unité pilosébacée joue un rôle primordial dans la protection face aux UV et dans les 

réponses thermiques notamment face au froid. En effet, l’unité pilosébacée participe au 

maintien de la température interne par le phénomène de frisson. Ce mécanisme correspond à la 

contraction du muscle érecteur du poil (dépendant du système nerveux sympathique) qui se 

traduit par une tension du poil, créant alors une fine couche d’air isolante. On parle de 

thermogénèse localisée. A l’inverse en environnement chaud, le muscle érecteur du poil se 

relâche pour limiter la quantité d’air entre la peau et le poil, favorisant alors la perte la chaleur 

et la diminution de la température corporelle [46–48]. Chez la souris, la thermogénèse par 

frisson n’a lieu que lors d’une exposition brutale au froid, cependant elle reste inefficace au vu 

de la faible masse musculaire des souris [49]. Ces dernières régulent alors leur température 

corporelle essentiellement grâce à la microcirculation cutanée au niveau des structures 

dépourvues de poils (coussinets et queue) et grâce au tissus adipeux brun [47,49].  
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Figure 10 : Représentation schématique d’une unité pilosébacée  

L’unité pilosébacée est composée du poil, du follicule pileux, de la glande sébacée et du muscle érecteur du poil. 

Le poil est divisé en 3 parties : l’infundibulum, l’isthme (contenant le bulge riche en cellules souches), et le bulbe 

pileux. (Illustration inspirée de bioRender). 

 

2) La glande sébacée 

La glande sébacée est une glande multilobée associée au follicule pileux. Elle est 

présente sur l’intégralité du corps à l’exception des peaux glabres (paume des mains et voute 

plantaire). La glande sébacée est constituée de sébocytes, à l’origine de la production de sébum. 

Au cours de leur maturation, les sébocytes vont produire divers lipides tels que des triglycérides, 

du cholestérol, des acides gras et du squalène, sous forme de gouttelettes lipidiques. La 

différenciation terminale de ces cellules correspond à leur désintégration et permet la sécrétion 

holocrine des lipides dans le canal pilaire. Le sébum produit remonte le long du poil et permet 

de protéger l’épiderme du dessèchement et des infections bactériennes. La sécrétion de sébum 

est principalement régulée par les hormones de type androgènes [50,51]. 

3)  Les glandes sudoripares  

Il existe trois types de glandes sudoripares (ou sudorales) présentes sur notre corps : les 

glandes éccrines, apocrines et apoéccrines. Les glandes éccrines sont les plus abondantes et sont 

responsables de la libération de sueur. On les retrouve principalement dans les peaux glabres. 

A l’inverse, les glandes apocrines, liées au poil, sont retrouvées au niveau des aisselles, de la 

poitrine, du visage et du cuir chevelu. Elles sont impliquées dans la sécrétion de liquides 

visqueux, riches en lipides, donnant une odeur au corps. Les glandes apoéccrines sont 
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uniquement situées aux aisselles (région axillaire) et partagent aussi bien les propriétés des 

glandes éccrines que apocrines. 

Les glandes sudoripares sont constituées d’un canal sécrétoire enroulé, formé de cellules 

myoépithéliales et d’un conduit composé de cellules basales et luminales. La stimulation par le 

système neveux sympathique cholinergique des cellules myoépithéliales induit la sécrétion de 

la première sueur. Le passage dans le conduit permet la réabsorption de certains ions formant 

ainsi la sueur finale, composée d’eau et de sels (NaCl). 

Les glandes sudoripares jouent un rôle central dans la thermorégulation. Suite à un stress 

thermique (augmentation de la température corporelle, de la température de la peau et du flux 

sanguin cutané), le système sympathique cholinergique active les glandes éccrines pour la 

production de sueur. Ce mécanisme permet de dissiper la chaleur vers l’extérieur et contribue 

à maintenir la température interne stable [52–54]. 

 

 En conclusion, la peau est un organe complexe, composée de diverses couches et 

structures qui contribuent ensemble à l’homéostasie et à la survie de notre organisme. 

 

− Fonctions de la peau 

 

1) Fonction barrière 

La peau a pour rôle principal d’assurer une protection face au monde extérieur. Elle 

assure donc la fonction de protection physique, chimique, immunitaire, et également photo-

protectrice. 

a) Protection physique et chimique 

La couche cornée, de par sa composition en cornéocytes et lipides, forme une barrière 

hydrophobe, limitant l’entrée de pathogènes et toutes autres molécules chimiques. Elle confère 

également une protection mécanique grâce aux cornéodesmosomes. Les fibres dermiques, 

collagènes et fibres élastiques, participent à la rigidité et flexibilité de la peau. Enfin, le tissu 

adipeux sous-cutanée est un amortisseur vis-à- vis des chocs mécaniques [40,55]. 

b) Protection immunitaire 

Comme nous l'avons détaillé précédemment, l’épiderme et le derme sont composés de 

diverses cellules immunitaires impliquées dans la réponse innée ou adaptative lors de la 
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pénétration de corps étrangers. En plus des cellules immunitaires cutanées, les cellules 

majoritaires du derme et de l’épiderme, fibroblastes et kératinocytes, participent également à 

l'initiation de la réponse immunitaire via l’expression de récepteurs membranaires TLR (Toll-

like receptor), impliqués dans la reconnaissance des pathogènes [56,57]. Les kératinocytes sont 

capables de libérer des peptides antimicrobiens (β-défensines, cathéliciline) affectant les 

bactéries pathogènes [58,59]. C’est également le cas du sébum qui est riche en lipides 

antimicrobiens [60]. Enfin, les bactéries commensales de la peau contribuent à l’élimination de 

certaines bactéries pathogènes de type Staphylocoque [61]. 

c) Photoprotection 

  L’épiderme contient une population de cellules impliquées dans la protection aux UV, 

les mélanocytes. Ces cellules produisent de la mélanine, un pigment capable d’absorber les UV, 

dans un organelle nommé mélanosome. Ce dernier est transporté le long de dendrites du 

mélanocyte, puis est délivré par mécanisme d’exocytose puis d’endocytose aux kératinocytes, 

protégeant ainsi les kératinocytes des UV [37]. Les mélanocytes limitent donc le 

développement de cancers photo-induits [4,38]. Il existe d’autres molécules épidermiques 

capables d’absorber les UV telles que l’acide trans-urocanique ou les vitamines C et D [55]. 

2) Régulation hydrique 

L’eau est un facteur essentiel pour le maintien de l’intégrité de l’organisme. La peau, en 

contact permanent avec l’extérieur, se doit de limiter les pertes en eau. Cette fonction est 

principalement régie par les cornéocytes, les lipides qui les entourent et les jonctions serrées 

entre la couche granuleuse et la couche cornée [62]. Ils forment ensemble un mur hydrophobe 

limitant l’entrée et la perte d’eau. De plus, au sein de la couche cornée, la dégradation de la 

filaggrine génère des petites molécules, dont le facteur naturel d’hydratation. Ce dernier assure 

la rétention d’eau dans la couche cornée et donc le maintien de l’hydratation au sein de la peau 

[40,62]. Cependant, l’épiderme n’est pas totalement imperméable due à une diffusion passive 

de l’eau. Cette perte d’eau trans-épidermique (trans-epidermal water loss ou TEWL) peut être 

mesurée à l’aide d'une sonde et reflète l'intégrité de la fonction barrière cutanée (Matériels et 

Méthodes p92). Enfin, l’acide hyaluronique et les protéoglycanes issus du derme sont des 

molécules hydrophiles qui participent à l’hydratation de la peau [62].  

3) Synthèse de vitamine D 

Dans l'organisme, la vitamine D provient de deux sources : la nourriture et l’exposition 

de la peau au soleil. En effet, les kératinocytes produisent un précurseur de la vitamine D, la 
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pro-vitamine D ou 7-déhydrocholestérol, capable d’absorber les UVB et de générer la pré-

vitamine D. Cette dernière sera alors convertie en 1,25-dihydroxyvitamine D, correspondant au 

produit actif de la vitamine D. La vitamine D régule la balance prolifération/différenciation des 

kératinocytes et limite le développement de nombreuses pathologies cutanées (psoriasis, 

dermatite atopique, vitiligo …) [63]. 

4) Fonction antioxydante 

L’exposition chronique aux rayonnements solaires et aux polluants environnementaux 

entraine la production d’espèces réactives de l’oxygène (EROs). Ces molécules conduisent à 

l’oxydation des protéines et des lipides et à l’altération de l’ADN, induisant un vieillissement 

prématuré et favorisant la survenue de cancers et d'inflammation. Ainsi, pour contrer ces 

altérations, l’épiderme est capable de produire des molécules dites antioxydantes comme les 

vitamines C et E. Par ailleurs, les kératinocytes possèdent des enzymes qui catalysent les EROs 

et les rendent moins toxiques, c’est le cas de la catalase, de la superoxyde dismutase et de la 

glutathion peroxydase [64,65].  

5) Fonction sensorielle 

La peau est un organe sensoriel capable de détecter de subtiles variations 

environnementales. Elle comporte de nombreuses terminaisons nerveuses sensorielles qui 

réagissent à différents stimuli. Ces fibres nerveuses sensorielles sont issues des ganglions de la 

racine dorsale (DRG), et leurs prolongements innervent le derme. Certaines terminaisons 

nerveuses libres peuvent également pénétrer dans l’épiderme (Figure 11). Il existe trois groupes 

de fibres sensorielles. Les fibres Aβ sont fortement myélinisées et transmettent des signaux 

mécaniques tels que la pression (disques de Merkel, corpuscules de Ruffini), les vibrations et 

le toucher (corpuscules de Meissner et corpuscules de Pacini). Les fibres Aδ perdent leur 

myélinisation lorsqu’elles pénètrent dans l’épiderme, et sont impliquées dans la détection de 

température plutôt froides, effleurements et douleurs aigues. Enfin, les fibres C sont non-

myélinisées et peuvent également traverser la JDE. Elle répondent à la douleur, aux 

températures froides, aux chaleurs intenses, ainsi qu’aux démangeaisons [66–68]. 

Par ailleurs, les kératinocytes expriment aussi des senseurs capables de détecter des stimuli 

thermiques, comme les thermo-senseurs de la famille des TRP (Transient Receptor Potential 

channel) [69], et mécaniques via l’expression du mécano-senseur PIEZO1 [70]. Ces données 

placent le kératinocyte comme senseur de son environnement. De plus, l’existence de 

connexions de types synaptiques entre les kératinocytes et les fibres nerveuses sensorielles 
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suggère fortement que le kératinocyte pourrait transmettre l’information thermique et 

mécanique aux fibres nerveuses [36,71]. 

 

 

Figure 11 : Représentation schématique des terminaisons nerveuses sensorielles cutanées 

Les terminaisons nerveuses sensorielles sont divisées en 3 groupes et contribuent à la détection et la transduction 

de différents stimuli. Les fibres Aβ (jaunes) (disques de Merkel, corpuscules de Ruffini, les corpuscules de 

Meissner et corpuscules de Pacini), les fibres Aδ (bleues) et les fibres C (vertes). 

 

a) Analyse de l’intégrité sensorielle de la peau  

Il est possible de réaliser des tests sensoriels afin de déterminer les seuils de sensibilité 

mécanique, thermique et vibratoire, et ainsi détecter de potentiels troubles de sensorialité 

périphérique. Chez l’être humain, comme chez la souris, il existe une batterie de tests sensoriels 

mécaniques (tactiles) et thermiques. 

i. Sensibilité tactile 

Les monofilaments de Von Frey permettent d’évaluer la sensibilité au toucher. Cette 

technique consiste à appliquer une pression sur la peau grâce à des filaments de nylon. La 

surface de contact des filaments Von Frey étant arrondie, les mécanorécepteurs à bas seuil sont 

préférentiellement activés, ce qui transmet l’information via les fibres Aβ. Il existe différents 

calibres et forces de filaments allant de 0.008g à 300g. En présence d’une neuropathie 

périphérique sensorielle, le patient n’est plus en mesure de détecter la pression appliquée par 

des monofilaments de faibles calibres. Les filaments de 10g et 75g sont considérés comme les 

meilleurs indicateurs de détection de la perte de la fonctionnalité sensorielle [72] et sont 
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largement utilisés chez les patients diabétiques ou âgés. Chez la souris, un test similaire peut 

être réalisé. 

ii. Sensibilité thermique 

L’évaluation sensorielle thermique examine la fonctionnalité des fibres Aδ et C. De 

nombreux tests existent pour déterminer les seuils de détection du froid et de la chaleur, et de 

la détection de douleur au froid et au chaud. Cette approche est donc souvent utilisée pour le 

diagnostic des neuropathies à petites fibres. 

Chez la souris, deux tests thermiques à la chaleur peuvent être réalisés, le "Tail Flick" 

et le "Hot plate". Le Tail Flick consiste à placer la queue de l’animal sous une lampe halogène 

jusqu'à ce que la chaleur générée soit trop importante et que l’animal retire sa queue par réflexe. 

On mesure alors le temps de latence qui nous informe sur le seuil de douleur à la chaleur. La 

rapidité de la réponse (vélocité), nous permet de définir quel type de fibres est impliqué. Les 

fibres Aδ ont une vélocité comprise entre 4-30 m/s alors que les fibres C ont une vélocité 

inférieur à 2m/s [73]. Le Hot Plate consiste à placer l’animal sur une plaque chauffante et 

mesurer le temps de latence entre le moment où l’on place l’animal sur la plaque et le moment 

ou l’animal se protège de la douleur thermique (léchage ou un saut) (Matériels et Méthodes 

p91-92). 

6) Thermorégulation 

La température corporelle centrale chez la souris et chez l’être humain doit être située 

aux alentours de 37°C. La zone de thermoneutralité correspond à la plage de températures 

ambiantes à laquelle il y a un équilibre entre perte et production de chaleur. Chez la souris la 

zone de thermoneutralité se situe entre 29 et 32°C et dépend du cycle diurnal [74,75], alors que 

chez l’être humain cette zone se situe entre 23 et 32°C [75]. Des variations anormales de la 

température corporelle de quelques degrés, suite à un changement de température ambiante, 

activent les systèmes de thermorégulation. En revanche si la température interne diminue 

(<27°C) ou augmente (42°C) de manière extrême, les mécanismes de thermorégulation ne sont 

plus efficaces et cette situation peut être fatale (hypothermie ou hyperthermie sévère) [48]. 

Le maintien d’une température corporelle stable, dépend de la température interne du 

corps (organes profonds), et de la température superficielle de notre corps, la peau. La 

température de cette enveloppe corporelle est influencée par les micro-vaisseaux cutanées, dont 

le flux est augmenté ou diminué lors de températures externes et internes trop excessives 

[48,76]. Pour s’adapter aux variations thermiques, l’implication de thermo-senseurs 
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périphériques mais également centraux [48,77,78], est indispensable. Les thermo-senseurs 

cutanés, comme les TRP, sont exprimés par de nombreux types cellulaires (cellules nerveuses, 

cellules endothéliales et kératinocytes) [79] et permettent à la peau de détecter diverses gammes 

de chaleurs (<17°C et >42°C). L’activation de thermo-senseurs cutanées permet une première 

réponse adaptative et rapide du flux sanguin cutané [77,78]. Lorsque la régulation cutanée n’est 

plus suffisante, autrement dit, lorsque la réponse vasculaire cutanée n’est pas en mesure de 

répondre à l’homéostasie thermique, un stimulus afférent est envoyé au centre antérieur pré-

optique hypothalamique (APO) (centre d’intégration). Ce dernier induit réponse effectrice de 

type somatique et sympathique permettant de restaurer une température corporelle stable 

[48,76,80] 

La peau participe donc aux échanges de la chaleur avec le milieu ambiant [48]. Le sens 

et l’intensité de ces transferts dépendent de la température interne et externe. Ces échanges de 

chaleur sont permis grâce à la radiation (émission d’infrarouge par le corps), la convection 

(transfert de chaleur par déplacement de matière), la conduction (transfert de chaleur par 

contact), et l’évaporation [48]. Comme précisé précédemment, le tissu adipeux sous-cutané 

participe à la thermorégulation en modulant la balance lipolyse/lipogenèse en fonction de 

l’environnement extérieur [7]. De plus, la peau présente également de nombreuses structures 

impliquées dans la détection thermique et dans la régulation de la température corporelle. Dans 

un environnement froid, la tension du muscle érecteur du poil et les frissons vont augmenter la 

production de chaleur. Simultanément, le flux sanguin des vaisseaux dermiques va diminuer 

par mécanisme de vasoconstriction, afin de maintenir la température interne. À l'inverse, la 

chaleur stimule les glandes sudoripares pour la production de sueur, et conduit à la 

vasodilatation des vaisseaux sanguins dermiques afin de dissiper la chaleur interne vers 

l'environnement extérieur. Cet équilibre entre le gain de chaleur et la perte de chaleur contribue 

au maintien d'une température interne stable, appelée homéothermie [77,78] (Figure 12).  
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Le réseau vasculaire cutané, situé entre le derme et l’hypoderme, se ramifie pour former le plexus profond. Ce 

dernier irrigue le poil et la glande sudoripare et forme le plexus supérieur. A) En environnement froid, on observe 

une contraction du muscle érecteur du poil et des micro-vaisseaux dermiques. B) En environnement chaud, le 

muscle érecteur du poil se relâche, la glande sudoripare assure la sudation et les micro-vaisseaux se relaxent. 

 

 

 

 

 

 

 

B A 

Figure 12 : Représentation schématique de l’organisation de la microcirculation cutanée 

et des mécanismes cutanés de thermorégulation 
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II. La microcirculation cutanée et les 

mécanismes de vasodilatation 
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− La microcirculation cutanée  

 

Un système vasculaire fonctionnel est crucial pour la survie de tout être vivant. Le 

développement des premiers vaisseaux sanguins et lymphatiques débute par vasculogenèse. La 

génération, l’assemblage et la migration des angioblastes (progéniteurs endothéliaux) permet la 

formation d’un réseaux vasculaire primitif [81]. Ce réseau va être par la suite remodelé puis 

complexifié pour former des vaisseaux de différents calibres, et les angioblastes vont se 

différenciés en cellules endothéliales spécifiques de la voie veineuse ou artérielle [81]. Les 

artères et les veines vont se ramifier en artérioles et veinules, puis générer des capillaires 

uniquement composés de cellules endothéliales. Le système vasculaire assure le transport de 

diverses substances (l’oxygène, les nutriments et le CO2), participe au système de défense 

(transport de cellules immunitaires et facteurs cytokiniques) et de régulation thermique 

(vasoconstriction et vasodilatation) [81,82]. 

1) Structure des vaisseaux sanguins 

Les vaisseaux sanguins, sauf les capillaires, sont composés de 3 tuniques (de l’extérieur 

vers l’intérieur) : l’adventice, la média et l’intima. 

La couche la plus externe du vaisseau, l’adventice, est composée de collagènes, de fibres 

élastiques, de fibroblastes et de cellules immunitaires (mastocytes et macrophages). Elle 

apporte le soutien structural et confère sa forme au vaisseau. Cette tunique est richement 

innervée par les systèmes nerveux sympathique, parasympathique et sensoriel. 

La média est formée de tissus élastiques et tissus musculaires lisses qui permettent de 

réguler le calibre des vaisseaux. Les cellules musculaires peuvent se contracter 

(vasoconstriction) ou se relâcher (vasodilatation) suite à la stimulation par des facteurs 

endothéliaux ou neuromédiateurs relargués par les fibres nerveuses afférentes. La fixation de 

ces facteurs à la membrane des cellules musculaires lisses va modifier la concentration de 

calcium intracellulaire, conduisant à la contraction ou relaxation des cellules. Par ailleurs, les 

fibres nerveuses sensorielles de l’adventice peuvent également réguler le tonus vasculaire.  

Enfin, l’intima est constitué d’une monocouche de cellules endothéliales semi-

perméables qui reposent sur une membrane basale et qui participent activement à la régulation 

du tonus vasculaire [83,84]. 

L’épaisseur du tissu musculaire et du collagène dépendent du vaisseau et de sa 

localisation. La microcirculation cutanée est composée d’artérioles formées d’un endothélium 

et de tissu musculaire lisse, nécessaire à la régulation du flux sanguin. La ramification de ces 
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artérioles forme des capillaires exclusivement composés de cellules endothéliales, qui 

participent aux échanges de nutriments et d’oxygène. Le sang des capillaires repart dans les 

veinules, composées d’un endothélium et de fibres de collagènes [84] (Figure 13).  

 

 

Figure 13 : Les vaisseaux sanguins de la microcirculation cutanée 

Figure adaptée de Martínez-Martínez et al [84] 

2) Organisation de la microcirculation cutanée 

L’épiderme étant avasculaire, son apport en nutriments est assuré par les vaisseaux 

dermiques [16,83]. Ce réseau vasculaire est organisé en deux plexus : un plexus profond et un 

plexus superficiel. Le plexus profond (40-50µm de diamètre), qui est situé entre le derme et 

l’hypoderme, est formé d’artérioles et de veinules provenant du réseau sanguin des muscles et 

du tissu adipeux. Le prolongement horizontal de ce plexus profond permet d’une part, 

d’approvisionner les bulbes pileux et les glandes sudoripares, et d’autre part, d'assurer la 

formation du plexus superficiel au contact de la JDE (Figure 12). Cette proximité entre le 

plexus superficiel et les kératinocytes de la couche basale assure le transport des nutriments à 

l’épiderme. Le plexus superficiel est formé d’artérioles et veinules de petit diamètre (15-20µm), 

et de boucles de capillaires (5-10µm) qui s’étendent de manière perpendiculaire à la surface de 

la peau [16]. En plus de sa fonction nutritive, le plexus supérieur contribue principalement à la 

thermorégulation. Dans les peaux glabres dépourvues de poil (paume des mains, voute des 

pieds…) des anastomoses artérioveineuses, connexions directes entre les artérioles et veinules, 

contribuent également à la thermorégulation [66,83,85]. 
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− Mécanismes de vasodilatation à la chaleur 

 

1) Régulation par l’endothélium  

De nombreuses études conduites chez l’être humain ont montré l’implication des 

facteurs endothéliaux vasodilatateurs dans la réponse vasculaire à la chaleur [66,83,86]. 

L’activation de deux types d'enzymes clés produites par les cellules endothéliales, la NO-

synthase (eNOS) et les cyclooxygénases (COX), vont respectivement assurer la production de 

monoxyde d’azote (NO) et de prostaglandine I2 (PGI2) qui sont de puissants facteurs 

vasodilatateurs [73,87]. Dans les cellules endothéliales, la L-arginine est convertie en NO et L-

citrulline via la eNOS. Le NO produit va alors diffuser jusqu’aux cellules musculaires lisses et 

induire leur relaxation [66,83,88,89]. En parallèle, l’acide arachidonique présent dans les 

cellules endothéliales va être converti en prostaglandine H2 (PGH2), puis former la PGI2 sous 

l’action des COX. La PGI2 va induire une relaxation des cellules musculaires lisses par action 

sur le récepteur IP [83,89]. La PGI2 peut parallèlement agir sur le récepteur IP des cellules 

endothéliales, et renforcer l’activité de la eNOS. Cependant, la PGH2 peut également être 

convertie en thromboxane A2 (TXA2), un vasoconstricteur qui agit sur les récepteurs TP des 

cellules musculaires lisses [89]. Il existe donc une fine balance entre PGI2 et TAX2 permettant 

de réguler le tonus vasculaire. 

L’action du NO et de PGI2 sur les cellules musculaires lisses vasculaire induit une 

hyperpolarisation, conduisant ainsi à une fermeture des canaux voltage-dépendants, une 

diminution de calcium intracellulaire, et donc à une relaxation du muscle lisse [66,88] (Figure 

14). 

Les cellules endothéliales sont également capables de produire le facteur 

hyperpolarisant endothélial (EDHF pour endothelium-derived hyperpolarizing factor), qui 

contribue à la vasodilatation principalement au cours du vieillissement. En effet, les précédents 

travaux de notre équipe menés par Bérengère Fromy ont montré que la vasodilatation cutanée 

induite par l’administration iontophorétique d’acétylcholine était principalement dépendante du 

NO et des prostaglandines chez des souris jeunes (6-7 mois), alors qu’elle était dépendante de 

l’EDHF chez des souris âgées (22-25 mois) [88]. L’EDHF viendrait partiellement compenser 

la dysfonction endothéliale engendrée par la diminution NO/PGs observée chez les souris âgées 

[88].  
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2) Régulation par le système nerveux autonome 

L’activation du système sympathique, et plus particulièrement du système sympathique 

cholinergique, contribue à la dissipation de la chaleur vers la périphérie via la vasodilatation 

des vaisseaux sanguins cutanés et la production de sueur par les glandes sudoripares [52,66,90]. 

Lors d’une augmentation de la température corporelle, la stimulation du système sympathique 

assure la production de médiateurs tels que l’acétylcholine (ACh), VIP (vasoactive intestinal 

peptide) ou encore PACAP (pituitary adenylate cyclase-activating peptide), qui activent les 

eNOS et COX conduisant à la vasodilatation [90]. Parallèlement, la production de sueur est 

induite sous l’action de l’ACh libérée par les fibres sympathiques postganglionnaires de type 

C, qui se lie aux récepteurs muscariniques (sous-type 3) de la glande sudoripare. L’abondance 

de sueur dépend donc de la concentration et de la vitesse d’hydrolyse de l’ACh par les 

acétylcholinestérases [52,90] (Figure 14). Bien que le système cholinergique soit prédominant 

dans les mécanismes de sudation, le système adrénergique pourrait également participer à la 

production de sueur. En effet, la stimulation des récepteurs α-adrénergique et β-adrénergique 

semble légèrement augmenter le taux de sueur [90]. 

3) Régulation par le système nerveux sensoriel 

Les fibres nerveuses sensorielles cutanées participent également aux réponses 

vasculaires, notamment lors d’une augmentation de la température cutanée [66,67]. Les fibres 

C sont principalement impliquées dans la détection de la chaleur et sont classées en deux sous-

groupes : les fibres peptidergiques (isolectine B4 négatives, IB4-) capables de libérer des 

neuropeptides vasodilatateurs tels que la substance P ou le CGRP  (Calcitonin Gene-Related 

Peptide), et les fibres non-peptidergiques (IB4 positives qui n’expriment pas le CGRP et la 

substance P) [66–68]. Les fibres nerveuses sensorielles intra-épidermiques peuvent transduire 

la douleur et la chaleur grâce à des senseurs/capteurs exprimés aux terminaisons nerveuses 

libres. Par exemple, le canal TRPV1 (pour Transient Receptor Potential Vanilloid 1) découvert 

en 1997 par Caterina et al [91], est un thermo-senseur fortement exprimé par les fibres C 

peptidergiques, capable de détecter des chaleurs douloureuses (>41°C). L’activation de TRPV1 

dans ces fibres sensorielles induit une libération de substance P et de CGRP conduisant à une 

vasodilation [92] (Figure 14). 

Il est admis aujourd’hui que les canaux TRP sont des senseurs transmembranaires 

impliqués dans divers mécanismes comme la chemosensation, la nociception, la 

mécanosensation ou encore la thermosensation. Ces derniers sont donc des acteurs clés de 
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l’intégration/transmission des informations de l’environnement extérieur et seront détaillés 

dans la « partie III : Les thermo-senseurs cutanés ». 

 

 

Figure 14 : Représentation schématique des mécanismes de régulation de la vasodilatation 

cutanée  

Les cellules endothéliales peuvent être stimulées par de nombreux médiateurs libérés par le système sympathique 

cholinergique (ACh, VIP, PACAP) ou par le système nerveux sensoriel peptidergique (CGRP, substance P, ATP), 

qui vont agir sur leurs récepteurs spécifiques présents au niveau des cellules endothéliales. En cascade, les cellules 

endothéliales vont synthétiser et principalement libérer du NO et PGI2 (via la voie eNOS et COX respectivement). 

Ces facteurs endothéliaux vasodilatateurs vont provoquer une diminution de calcium intracellulaire dans les 

cellules musculaires lisses vasculaires se manifestant par une relaxation. La relaxation de ces cellules musculaires 

peut également être endothélium-indépendant via la présence de récepteurs au CGRP, PACAP et VIP. Au cours 

du vieillissement, les cellules endothéliales libèrent de l’EDHF, un facteur vasodilatateur, qui compense 

partiellement la diminution de NO et PG. (Figure adaptée de Cracowski et al, 2020 [83]) 

4) Régulation novatrice par les kératinocytes épidermiques 

Les kératinocytes épidermiques sont capables de répondre à divers stress 

environnementaux (mécaniques et thermiques) grâce à l’expression de senseurs. Cette réponse 

se manifeste par la libération de médiateurs dans le milieu extracellulaire, qui pourraient 

moduler la réponse vasculaire. En effet, la stimulation thermique des kératinocytes induit la 

libération d’ATP [93]. Ce dernier pourrait agir sur les récepteurs P2Y (récepteur 

métabotropique purinergique de type 2) exprimés à la surface des cellules endothéliales et 
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induire une réponse de type vasodilatatrice endothélium-dépendante. De plus, des études ont 

révélé que le kératinocyte peut produire des médiateurs comme le NO [94] et des 

prostaglandines (PGI2) [95], qui induisent la relaxation des cellules musculaires lisses 

vasculaires. Enfin, les kératinocytes participent à la sécrétion de nombreux médiateurs pro-

inflammatoires (IL-1, IL-6, Il-8, NGF) pouvant réguler le tonus vasculaire par action sur les 

cellules endothéliales [96,97]. Cependant, il est également possible que le kératinocyte, via les 

médiateurs et la présence de connexions de type synaptiques [71], agisse indirectement sur les 

vaisseaux sanguins au travers des fibres nerveuses sensorielles. 

5) Analyse fonctionnelle de la réponse vasculaire 

La réponse vasculaire cutanée (vasodilatation/vasoconstriction) peut être évaluée grâce 

à l’utilisation de divers outils non invasifs. 

a) Le laser Doppler 

Le laser Doppler permet de mesurer les variations de flux sanguin. Il est composé d’une 

sonde qui émet un faisceau hélium-néon monochromatique de longueur d’onde défini (780nm) 

et de faible puissance. Ce faisceau traverse la peau et est réfléchi lorsqu’il rencontre des cellules 

en mouvement (cellules sanguines), entrainant alors un décalage de fréquence proportionnel à 

la vitesse et concentration des cellules sanguines. Le signal réfléchi est capté par un 

photorécepteur et est nommé Laser Doppler Flowmetry (LDF) (exprimé en unité arbitraire) 

(Figure 15). Ce laser permet de mesurer jusqu’à 1mm3 sous la surface de la peau avec une très 

bonne sensibilité temporelle. Il peut être couplé à une sonde thermique ou iontophorétique 

permettant de mesurer la réponse vasculaire au chauffage local ou à une diffusion locale d’une 

substance pharmacologique, respectivement. Ceci permet d’étudier spécifiquement l’activité 

fonctionnelle des cellules endothéliales et/ou musculaires 

 

 



Introduction Chapitre II « La microcirculation cutanée et les mécanismes de vasodilatation » 

 

39 

 

 

Le laser Doppler est placé sur la peau et émet un faisceau monochromatique de longueur d’onde définit (rouge). 

Lorsque le faisceau rencontres des cellules en mouvement, le faisceau est réfléchi et détecté par un photodétecteur 

(violet).  

b) Chaleur locale 

L’augmentation de la température environnementale conduit à une vasodilatation 

cutanée, favorisant la dissipation de chaleur vers l’extérieur afin de limiter l’élévation de la 

température corporelle interne. On parle de réponse à la chaleur globale. A l’inverse, la chaleur 

locale ne dépend pas de la chaleur interne, et se caractérise par une réponse vasculaire 

biphasique (chez l’être humain), avec un premier pic de vasodilatation suivi d’un plateau. La 

première phase est induite par la libération de neuropeptides (CGRP et substance P) par les 

fibres afférentes primaires, tandis que la seconde phase est NO-dépendante [90] (Figure 16). 

Cette réponse peut être mesurée par laser Doppler. 

 

Figure 15 : Représentation schématique du fonctionnement du laser Doppler 
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Figure 16 : Tracé typique d’une réponse vasculaire cutanée au chauffage local chez l’être 

humain 

Exemple d’une réponse vasculaire biphasique observée lors d’un chauffage local de 42°C au niveau du sein de 

femme. Ce résultat est issu d’une collaboration avec le Department of Plastic, Reconstructive and Hand Surgery, 

GROW – School for Oncology and Developmental Biology du Centre Médical Universitaire de Maastricht (Van-

Gogh Grant-Campus France) (article en révision dans Microsurgery) 

c) Diffusion iontophorétique de substances vasoactives  

La iontophorèse permet la pénétration de drogues vasoactives à travers la peau grâce à 

un courant électrique de faible intensité (0.1 mA). L’absorption de la drogue est proportionnelle 

à la charge (courant électrique) qui lui est appliquée, et est dépendante de la charge globale de 

la molécule elle-même (anionique/cationique). La iontophorèse est composée d’une électrode 

de stimulation qui contient la drogue de même polarité, et une électrode de polarité opposée qui 

ferme le circuit électrique. Un générateur permet de réguler l’intensité et la durée du courant 

(Figure 17). 

Grâce à cette technique il est possible d’analyser la vasodilatation endothélium-

dépendante ou endothélium-indépendante selon la molécule administrée. L’administration de 

l’ACh par iontophorèse permet d’observer une vasodilatation endothélium-dépendante par 

stimulation de la eNOS et production de NO. Le NO, comme précisé précédemment, assurera 

la relaxation des cellules musculaires lisses vasculaires par hyperpolarisation. La réponse du 

flux sanguin cutané à l’ACh permet donc d’étudier la fonctionnalité des cellules endothéliales. 

Le SNP (Nitroprussiate de sodium) est un donneur exogène de NO. Sa pénétration dans la peau 

permet une action directe sur les cellules musculaires lisses vasculaires, en s’affranchissant de 
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la synthèse de facteurs endothéliaux. Le SNP permet d’évaluer les propriétés de relaxation des 

cellules musculaires lisses vasculaires (Matériels et Méthode p92) [98]. 

 

 

Figure 17: Principe de la iontophorèse -exemple de l'acétylcholine 

L’acétylcholine (ACh) chargée positivement va être placée sur l’électrode de stimulation (dans ce cas, l’anode). 

L’application d’un courant anodal va favoriser la pénétration de l’ACh dans la peau et induire une vasodilatation 

endothélium-dépendante. 
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III. Les thermo-senseurs cutanés 
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− Les canaux TRP  

 

Les canaux TRP (Transient Receptor Potential) sont divisés en six sous-familles : TRPA 

(ankyrine), TRPC (canonique), TRPM (melastatine), TRPML (mucolipine), TRPP 

(polycystine) et TRPV (vanilloide) [99,100] (Figure 18). La superfamille TRP est la deuxième 

plus grande classe de canaux ioniques avec un mécanisme d'activation dépendant du voltage. 

Cependant, les membres de la famille TRP ne répondent pas seulement à un signal électrique 

mais sont également capables de détecter plusieurs stimuli environnementaux. Ce sont donc des 

capteurs polymodaux de l'environnement. Ces canaux partagent une architecture protéique 

hautement conservée et nécessitent un assemblage tétramérique pour générer un pore central 

fonctionnel perméable aux cations. Chaque sous-unité du complexe tétramérique est composée 

de six segments transmembranaires (S1-S6), le pore perméable aux cations étant formé par une 

boucle ré-entrante située entre S5-S6. 

La partie N-terminale cytoplasmique d'un monomère comprend six domaines composés de 

répétitions d'ankyrine (ARD) hautement conservés. La partie C-terminale est également une 

grande région intracellulaire contenant un domaine TRP, une autre caractéristique distinctive 

et fondamentale hautement conservée des canaux TRP avec une séquence peptidique conservée 

IWKLQR, appelée la boîte TRP [101,102]. 

 

Figure 18: La super famille des TRP  

Les TRP sont divisés en 6 sous-familles : TRPC, TRPM, TRPA, TRPP, TRPML et TRPV. 

Blair et al, 2019 [100]. 
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Les canaux TRP peuvent être impliqués dans la chemo-sensation (goût, odorat, stimuli 

chimiques), la mécano-sensation (osmo-sensation, transduction du son) , la nociception et la 

thermosensation [99]. 

 

1) Les Thermo-TRP 

Chez les organismes homéothermes, il existe six thermo-senseurs capables de détecter 

différentes gammes de température. Les canaux TRPA1 et TRPM8 sont activés par le froid 

(<17°C et 20°C respectivement). Les chaleurs non douloureuses 25°C et 33°C sont perçues par 

les canaux TRPV4 et TRPV3. Enfin, les chaleurs douloureuses sont détectées par les canaux 

TRPV1 (>42°C) et TRPV2 (52°C) [99,103] (Figure 19). Il existe également un autre groupe 

de thermo-TRP moins étudié qui comprend le TRPM2 (>35°C), TRPM3 (>40°C), TRPM4 

(>15°C) et TRPM5 (>15°C). Cependant ces derniers ne semblent pas être exprimés par les 

neurones sensoriels et les cellules cutanées, et n’ont donc pas été considérés comme des canaux 

impliqués dans la thermosensation de la peau [104]. 

Les fibres nerveuses sensorielles (principalement les fibres C et Aδ) expriment la 

majorité des thermo-TRP cités plus haut [104], et le TRPV1 a été de loin le plus étudié [91,105–

107]. En revanche, la présence de TRPV3 sur ces fibres est controversée. En effet, l’expression 

génique de TRPV3 semble être détectée dans des neurones (DRG) de singe [108], alors qu’un 

autre groupe a suggéré que le TRPV3 n’était pas exprimé par les DRG de souris suite à une 

absence d’activité du canal [109]. 

Au niveau de la peau, outre les terminaisons nerveuses libres, les kératinocytes 

épidermiques expriment des thermo-senseurs, tels que le TRPV1, TRPV3 et TRPV4 [110,111]. 

Ceci suggère que le kératinocyte perçoit et transmet des signaux extérieurs. En effet, Mandadi 

et al ont montré que dans une co-culture de kératinocytes et neurones (DRG), les kératinocytes 

répondaient plus rapidement que les neurones à un stimulus thermique (39°C) [93]. Par ailleurs, 

cette stimulation thermique des kératinocytes entrainerait une libération d'ATP de manière 

dépendante de TRPV3, et pourrait intervenir dans la communication entre kératinocytes et 

neurones. Ainsi, bien que les terminaisons nerveuses sensorielles aient longtemps été 

considérées comme les transducteurs exclusifs des variations de température extérieure, les 

kératinocytes, via l’expression de thermo-senseurs comme TRPV3, sont également des acteurs 

clés de la détection et de la transmission thermique dans la peau. 
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Figure 19 : Gamme d’activation des thermo-TRP 

Les Thermo-TRP sont capables de détecter différentes gammes de températures allant du froid (<17°C) aux 

chaleurs nocives (>52°C). 

 

2) Le canal TRPV3 

 

Découvert en 2002 dans la peau de rat, TRPV3 est un canal transmembranaire 

perméable au calcium, fortement exprimé par les kératinocytes épidermiques [111]. Comme 

tous les TRP, TRPV3 nécessite un assemblage tétramérique pour générer un pore central 

fonctionnel perméable aux cations [79,112].  

 

a) Ligands et régulateur de TRPV3 

En plus des chaleurs non douloureuses (33°C), le canal TRPV3 peut être activé par 

divers agonistes (Figure 20), tels que des composés extraits de plantes (carvacrol, camphre, 

…), des substances endogènes (acide arachidonique) et des composés synthétiques 

(diphenylboronic anhydride, 2-Aminoethoxydiphenyl borate : 2-APB …) [113,114]. 

TRPV3 est le seul membre parmi les canaux TRP qui se sensibilise lors de l'application 

répétée de stimuli. Cette sensibilisation de TRPV3 est indépendante de l'origine du stimulus, il 

peut donc se sensibiliser aussi bien par des ligands chimiques que thermiques. TRPV3 présente 

également une sensibilisation croisée à des stimuli de nature différente, par exemple la 

stimulation par le 2-APB entraîne une sensibilisation à la chaleur ou au camphre [109]. 

Ce mécanisme de sensibilisation n’est pas encore très bien élucidé, cependant il serait 

fortement lié au calcium. En effet, il semblerait que le canal TRPV3 (naïf) soit dans un premier 

temps inhibé par le complexe calcium-calmoduline fixé en N-terminal (Figure 20), et par la 

fixation de calcium (haute affinité) au niveau de la boucle du pore (Asp641). La sensibilisation 

par le 2-APB s’accompagnerait d’une diminution de cette inhibition dépendante du calcium, 

modifiant ainsi la structure du canal en faveur de son ouverture [115–120]. Au même titre que 
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le calcium, l’ATP pourrait réguler/contrôler l’état de sensibilisation de TRPV3 par interaction 

avec la calmoduline [121]. D’autres régulateurs intracellulaires de TRPV3 ont également été 

identifiés comme le phosphatidylinositol-4,5-bisphosphate (PIP2), la phospholipase C (PLC), 

la protéine kinase C (PKC) et l'acide arachidonique [120]. 

 

 

Figure 20 : Structure et régulateurs du canal TRPV3 

Le canal TRPV3 comporte six domaines transmembranaires qui s’organisent en tétramère, avec S5 et S6 formant 

le pore. Ce canal possède des structures conservées entre TRP (domaines de répétition de l'ankyrine et domaine 

TRP), des sites de fixation de divers activateurs de TRPV3 (2-APB, carvacrol, camphre, chaleur) et des domaines 

d’interactions protéiques (calmoduline). Certaines mutations de TRPV3 (G573A, G573C, G573S) sont 

responsables d’une hyperactivité du canal associé au syndrome d’Olmsted [122].  

 

b) Signalisations et médiateurs dépendants de TRPV3 

TRPV3 a initialement été décrit comme un capteur de chaleur pour les températures 

inoffensives (environ 33°C) dans différentes études in vitro [108,111,123]. Il n'est donc pas 

surprenant qu'un profond déficit dans la détection des températures externes chaudes ait été 

décrit chez les souris dépourvues de TRPV3 [109]. Par ailleurs, comme précisé plus haut, le 

TRPV3 exprimé par les kératinocytes joue un rôle dans la thermosensibilité, notamment via la 

libération d’ATP [93], mais d’autres molécules ont également été signalées. En effet, la 

surexpression de TRPV3 dans les kératinocytes induit la libération de prostaglandine E2 

(PGE2), une substance algogène [95]. 
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De manière intéressante, chez des souris surexprimant les canaux TRPV3 sélectivement 

dans les kératinocytes, une hyperalgésie a été observée [95]. Ces données soutiennent que les 

canaux TRPV3 participent à la transduction thermique et à la douleur par le biais de ces 

médiateurs. 

Le canal TRPV3 est également impliqué dans d’autre processus comme le maintien de 

la barrière cutanée (axe TRPV3/EGFR/TGFα) [124,125], ou encore dans des processus 

inflammatoires via la libération de cytokines type IL-1, IL-6, IL-8, TNF-α, NGF [96,126]. Ces 

médiateurs dépendant de TRPV3 pourraient donc contribuer à la transmission de l’information 

thermique. En revanche, leur action sur le tonus vasculaire, soit en agissant directement sur les 

micro-vaisseaux dermiques, soit indirectement via les terminaisons nerveuses sensorielles de la 

peau, n’a pas été clairement étudié.  

 

c) TRPV3 dans l’homéostasie thermique cutanée 

Des tests comportementaux de Hot plate et Tail Flick réalisés sur des souris déficientes 

pour TRPV3 (TRPV3-KO), ont révélé que ces souris présentaient un défaut de perception aux 

températures chaudes (35°C) et avaient une préférence pour les températures plus froides de 

25°C [109,127]. Ceci suggère que le canal TRPV3 joue un rôle dans les préférences/choix 

thermiques. 

A l’inverse, les patients présentant des mutations « gain de fonction » de TRPV3 

(Syndrome d’Olmsted) présentent des sensations de brûlure au niveau des jambes et des 

extrémités (pieds, mains et oreilles) qui sont associées à une importante vasodilatation. Ces 

patients présentent également des poussées aiguës d'hyperalgésie (exacerbation de la douleur) 

et des démangeaisons sévères [128]. 

Bien que plusieurs études aient mis en évidence le rôle potentiel des canaux TRPV3 

dans la thermo-sensation, le rôle du TRPV3 dans la vasodilatation cutanée induite par la chaleur 

reste à préciser. Dans un modèle murin Trpv3-KO, nous avons précédemment montré que 

TRPV3 est impliqué dans le contrôle local du flux sanguin cutané en initiant la libération du 

CGRP et du NO en réponse à un chauffage local [129]. La vasodilatation induite par une chaleur 

local (33-44°C) est réduite chez les souris Trpv3-KO, en comparaison des souris témoins ou 

des Trpv1-KO. Les souris Trpv3-KO présentent également un défaut local de dissipation de la 

chaleur (Figure 21). En plus de leur contribution à la vasodilatation provoquée par la chaleur 

locale, TRPV3, CGRP et NO contribuent à la stabilité interne de la température corporelle lors 

du chauffage passif du corps entier. En effet, les souris TRPV3-KO exposées à une chaleur 
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environnementale graduelle de 33°C à 44°C, présentent une température interne plus élevée 

que des souris témoins. Ces mêmes résultats ont été observés après injection d’inhibiteurs de 

NO et CGRP aux souris témoins (WT). Bien que TRPV4 soit également exprimé par les 

kératinocytes, il ne contribue pas à la régulation de la vasodilatation cutanée lors d’une 

hyperémie thermique [130].  

TRPV3 n’étant pas exprimé sur les terminaisons nerveuses chez la souris au niveau 

cutané [109], notre étude a fourni la première démonstration in vivo du rôle des kératinocytes 

via TRPV3 comme un puissant modulateur des mécanismes thermorégulateurs vasculaires 

cutanés chez la souris. Par ailleurs, les réponses au chauffage local et globale des souris Trpv3-

KO présentent un profil très similaire avec les réponses vasculaires d’individus âgés [131,132]. 

Ces derniers, même en absence de neuropathie sensorielle périphérique, présentent une 

diminution des capacités vasodilatatrices en réponse au chauffage local [131], et une 

accumulation de chaleur interne par défaut de vasodilatation lors d’un chauffage global [132]. 

Ce défaut pourrait suggérer une atteinte de TRPV3 survenant avec le vieillissement, et nécessite 

d’être davantage exploré. 

 

Figure 21: Rôle de TRPV3 dans la réponse vasculaire cutanée à un chauffage local 

(A) Réponse vasculaire cutanée au chauffage local de souris WT, TRPV1-KO et TRPV3-KO. (B) Analyse de la 

température cutanée par caméra thermique chez des souris WT versus TRPV3-KO avant et après l’application 

locale d’une chaleur. Les souris TRPV3-KO présentent un défaut de vasodilatation induite par la chaleur (A) 

conduisant à une accumulation de chaleur au niveau de la patte chauffée (B). (Fromy et al, 2018 [129]) 
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IV. Le vieillissement cutané et les 

modifications vasculaires 
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Le vieillissement correspond à un déclin progressif et irréversible de la fonctionnalité 

des différents organes, augmentant donc le risque de maladies. Le vieillissement peut dépendre 

de facteurs environnementaux (extrinsèques) et de paramètres génétiquement programmés 

(intrinsèques). Comme tous les organes, la peau est touchée par le vieillissement et se 

caractérise par des modifications visibles. On peut observer l’apparition de rides, de taches 

pigmentées, une perte d’élasticité et d’épaisseur ou encore un dessèchement de la peau.  

 

− L’effet du vieillissement extrinsèque sur la peau 

 

Tous nos organes sont soumis au vieillissement intrinsèque, alors que le vieillissement 

extrinsèque affecte plus particulièrement la peau. En effet, les agressions environnementales, 

rassemblées sous le terme générique d'exposome, vont perturber l'homéostasie et accélérer le 

vieillissement. Ces agressions environnementales peuvent être regroupées en quatre catégories 

: les éléments relatifs à l'hygiène de vie (nutrition, qualité du sommeil, niveau de stress), les 

éléments polluants (pollution atmosphérique, consommation de substances toxiques), la 

température environnementale et enfin les radiations solaires (Figure 22). 

 

 

Figure 22 : Facteurs impliqués dans le vieillissement extrinsèque- exposome 

Plusieurs facteurs d’expositions ont été identifiés comme potentialisant le vieillissement de la peau. Il est 

désormais bien connu que l’exposition au soleil, à la pollution et au tabac déclenche des processus moléculaires 

endommageant la structure de la peau, ce qui conduit à l’aspect vieilli de la peau. D’autres facteurs (température, 

alimentation, stress, sommeil), moins bien étudiés, sont reconnus comme potentialisateurs du vieillissement 

cutané. Il a été démontré que ces facteurs agissaient soit séparément, soit en interagissant les uns avec les autres. 

(Krutmann et al, 2017 [133]) 
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1) L’hygiène de vie 

Une bonne hygiène de vie réduit l’apparition du vieillissement et de maladies 

chroniques. La consommation de tabac, d’alcool et une mauvaise alimentation (peu 

d’antioxydants et forte consommation de sucres) favorisent l’apparition de rides suite à une 

altération de l’agencement du derme [134–136]. Le stress est également associé au 

vieillissement prématuré. Il augmente la production d’EROs, de dommages à l’ADN et est 

impliqué dans certaines inflammations chroniques. Enfin, le manque de sommeil à long terme 

augmente le risque de maladies chroniques (hypertension, obésité, …) et est responsable de 

modifications de l’apparence de la peau (couleurs, rides) [133]. 

 

2) Les polluants 

Les polluants comme les particules fines seraient à l’origine de l’apparition de taches 

brunes hyper-pigmentées, qui résulteraient d’une augmentation de la production de mélanine. 

Ce mécanisme dépendrait des kératinocytes soumis au stress oxydatif [133,137]. Des études in 

vitro, ex vivo et in vivo ont révélé que l’ozone était responsable de l’altération de la couche 

cornée en déplétant les antioxydants [138,139], et favoriserait donc la peroxydation des lipides 

et oxydation des protéines [140,141]. Par ailleurs, l’ozone entrainerait des modifications du 

métabolisme des collagènes du derme et renforcerait donc l’apparition des rides [142]. 

 

3) Les radiations solaires 

L’exposition aux UV à petite dose à un effet bénéfique sur la peau et sur l’organisme 

(production vitamine D, immunosuppresseur, antioxydant). Cependant l’exposition à long 

terme est responsable à 80% du vieillissement facial et du développement de cancers cutanés 

[133,143]. Il existe 3 types d’UV : les UVC (100-280nm) qui sont stoppés par la couche 

d’ozone ; les UVB (280-315nm) qui pénètrent jusqu’à l’épiderme ; et les UVA (315-400nm) 

traversant la peau jusqu’au derme [133,137,143]. Les UV sont responsables de dommages à 

l’ADN de type dimères de thymidines (UVB) et 8-oxoguanine (UVA) favorisant le photo-

vieillissement et l’apparition de de cancers (carcinomes et mélanomes) [144]. 

Au niveau de l’épiderme, les UVB vont perturber la dégradation des cornéocytes, augmenter 

les marqueurs de différenciation (IVL) et diminuer la prolifération des cellules de la couche 

basale (principalement cellules souches). Les UVA induisent des dommages au niveaux des 

cellules cutanées en générant une réponse inflammatoire et un stress oxydatif [144]. Par ailleurs, 
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une surexposition aux UV augmente la formation d’EROs qui, à forte concentration, altèrent la 

production des collagènes et composants de la MEC, favorisant ainsi l’apparition des rides 

[144,145]. 

En plus des UV, les infrarouges (IR, 770nm-1mm), capables de pénétrer jusqu’au tissu sous-

cutané, participent également au vieillissement. En effet, l’application répétée d’IR sur peau 

humaine favorise l’activation de MMP1 et donc la dégradation des collagènes [146]. Par 

ailleurs, une irradiation chronique aux IR conduit à la formation de rides et à une perte de poil 

sur modèle murin [146]. 

4) Effet de la température 

La température de la peau humaine est généralement de 33°C [48], mais peut augmenter 

jusqu’à 40°C sous l’effet des IR [146]. L’application d’une chaleur de 43°C sur peau humaine 

conduit à des dommages au niveau de l’ADN, notamment à la formation de 8-oxoguanine [146]. 

De plus, cette chaleur induit la production de TGF-β et de cytokines au niveau de la peau, qui 

vont réguler le métabolisme des protéines du derme en faveur des MMP. In vitro, l’application 

d’un choc thermique sur des fibroblastes primaires humains conduit à la formation d’EROs qui 

renforcent l’activité de nombreuses MMP [147], en particulier MMP12 connue pour dégrader 

les fibres élastiques préformées [148]. Par ailleurs, l’activation in vitro de TRPV1 par des 

gammes de chaleurs proches de 42°C conduit à la production de MMP1 par les kératinocytes 

[149]. La chaleur est un facteur environnemental qui contribue donc au vieillissement 

prématuré de la peau via la dégradation des composants du derme et des dommages à l’ADN. 

 

− Le vieillissement intrinsèque à l’échelle de la peau  

 

Le vieillissement intrinsèque résulte de l’altération de voies de signalisations et régulations 

génétique, biochimique et cellulaire. En 2013, neuf dysfonctionnements cellulaires et 

moléculaires interconnectés contribuant au vieillissement ont été catégorisés [150]. 

Récemment, cinq nouveaux marqueurs ayant un rôle causal dans le vieillissement ont été 

ajoutés [151] (Figure 23). Le vieillissement intrinsèque est le résultat d’une accumulation de 

divers dysfonctionnements dont l’instabilité génomique, le raccourcissement des télomères, les 

modifications épigénétiques et d’épissage, la perte de l’homéostasie et système de dégradation 

protéique, la dysfonction mitochondriale, l’altération de la communication cellulaire, la 

sénescence cellulaire et la diminution du pool de cellules souches, l’inflammation…  
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Figure 23 : Les marqueurs du vieillissement chronologique 

La figure énumère les 14 caractéristiques du vieillissement. Ces dernières évoluent avec l’âge biologique et ont un 

rôle causal dans le vieillissement (Schmauck-Medina et al, 2022) [151]. 

 

La peau est l’un des organes les plus affecté par le vieillissement chronologique et 

environnemental. On retrouve des atteintes au niveau de l’épiderme, du derme, des annexes 

cutanées, des terminaisons nerveuses et au niveau de la microcirculation. La peau est le modèle 

par excellence pour étudier le vieillissement. Elle nous permet d’étudier les mécanismes du 

vieillissement, mais est également un outil pour le développement de potentielles stratégies 

anti-âges.  

1) Modification de l’épiderme 

Au cours du vieillissement l’épaisseur de l’épiderme, l’hydratation et la fonction 

barrière diminuent, et la JDE s’aplatie (Figure 24 et Figure 25). 

a) Altération de la niche de cellules souches 

Le cellules souches ont un rôle fondamental dans le maintien et la régénération des 

tissus. Le nombre de cellules souches diminue de manière drastique avec l’âge dans certains 

tissus (muscle, os, cerveaux, et le sang) [150]. Les raisons de ce déclin sont multifactorielles, 
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telles que les dommages à l’ADN, l’augmentation de l’expression de P16 ou encore le 

raccourcissement des télomères [150,152].  

Contrairement à d’autres tissus, la fonctionnalité et le nombre de cellules souches 

épidermiques ne semblent pas être affectés par le vieillissement [153]. Les cellules souches 

épidermiques (CSE) issues de souris âgées de 22-24 mois maintiendraient leurs capacités 

prolifératives et leur potentiel de multipotence de manière identique aux cellules de souris 

jeunes (2 mois). Les télomères des CSE de souris âgées semblent légèrement diminués, mais 

de manière non significative, par rapport aux cellules de souris jeunes. De plus, l’expression de 

gènes et la capacité de réponse à divers stimuli comme le calcium ne semblent pas être altérées 

au cours du vieillissement [153,154]. Les CSE ont la capacité de se protéger du stress oxydatif 

via une forte expression d’enzymes antioxydantes telles que SOD (superoxyde dismutase). Le 

niveau de base de SOD dans les cellules souches âgées semble être similaire aux cellules jeunes, 

suggérant un maintien des capacité de résistante au stress oxydatif avec l’âge [153]. Cependant 

l’installation du microenvironnement inflammatoire de bas grade au cours du vieillissement 

[151] semble modifier la niche de cellules souches et leurs réponses [155]. En effet, dans 

l’épiderme de souris âgées (18 mois), le nombre de cytokines inflammatoires apparait 

largement augmenté comparé à l’épiderme de souris de 3 mois. L’application in vitro de 

certaines de ces cytokines sur les CSE conduit à un arrêt de leur prolifération, suggérant un effet 

négatif du microenvironnement inflammatoire sur les cellules souches. Par ailleurs, Doles et al 

ont révélé que la voie de signalisation JAK-STAT était en partie responsable de l’altération des 

fonctions des cellules souches [155]. L’application in vitro et in vivo de l’inhibiteur de JAK 

(JAKi) permettrait de restaurer la prolifération des cellules souches. Chez les souris âgées 

l’application topique de JAKi augmente le nombre de follicules pileux et l’expression de Ki67 

et d’autres protéines impliquées dans le cycle pilaire [155]. Ainsi l’environnement 

inflammatoire et la modification de la signalisation cellulaire des cellules souches épidermique 

favorisent le vieillissement de l’épiderme. 

b) Modification de l’épaisseur de l’épiderme 

L’amincissement de l’épiderme résulte également de l’altération de la différenciation 

épidermique. Le calcium est un facteur indispensable à la différenciation des kératinocytes. 

Chez des individus jeunes (~30 ans), le gradient de calcium est bien établi avec une 

concentration très importante dans les couches différenciées notamment dans la couche cornée. 

A l’inverse dans la peau d’individus âgés (~70 ans), on observe une perte de ce gradient 

calcique, avec une présence du calcium dans tout l’épiderme [156]. Ce défaut de gradient a pour 
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conséquence une perturbation de la différenciation des kératinocytes, qui inclut principalement 

une altération des protéines structurales impliquées dans la fonction barrière. L’épiderme des 

peaux âgées présente une diminution des composants principaux de la couche cornée tels que 

la loricrine et la filaggrine qui corrèle avec la diminution de la concentration calcique dans la 

couche granuleuse [157]. La filaggrine étant le précurseur du facteur naturel d’hydratation, la 

diminution de son expression a donc un impact direct sur la sécheresse de la peau au cours du 

vieillissement [158]. Par ailleurs, pour certaines zones anatomiques comme le visage, on 

observe chez les individus âgés une perte d’eau trans-épidermique plus importante ainsi qu’une 

couche cornée moins épaisse liée à une diminution des composants lipidiques [159]. Ainsi 

l’altération de la barrière cutanée est responsable de la sécheresse de la peau et favorise la 

pénétration de pathogènes. 

c) Altération de la différenciation des kératinocytes 

Les modifications épigénétiques impliquent des méthylations de l’ADN, des 

modifications post-transcriptionnelles des gènes et post-traductionnelles des histones, et le 

remodelage de la chromatine. Des changements épigénétiques anormaux impactent 

l’expression des gènes et des processus cellulaires favorisant l’apparition de pathologies et du 

vieillissement. Les modifications post-traductionnelles des histones sont modulées par 

différentes enzymes. Le site et le niveau de méthylation des histones peut aboutir au 

vieillissement prématuré [160]. A l’inverse, certaines enzymes comme histones déacétylases de 

la famille des Sirtuines sont impliquées dans la longévité (compaction de l’ADN, stabilité du 

génome), mais leur expression et activité diminuent avec l’âge [150,161,162]. Les microARN 

régulent l’expression de plus d'un tiers des gènes au niveau post-transcriptionnel et peuvent 

donc influencer le devenir de la cellule.  

Dans le cadre de la thèse de Charlotte Muther (2015-2017) au laboratoire, nous avons 

précédemment mis en évidence l’implication d’un microARN dans le processus de 

différenciation au cours du vieillissement. En effet, l’expression de miR-30a s’est avérée 

largement augmentée dans les kératinocytes épidermiques de patients âgés [163]. La 

surexpression de miR-30a dans un modèle d’épiderme reconstruit conduit à une altération 

drastique de la différenciation des kératinocytes, marquée par une diminution de KRT1/KRT10 

et de l’involucrine, et une perte de la loricrine. Par ailleurs, nous avons récemment mis en 

évidence que le miR-30a-5p ciblait directement BNIP3L (BCL2 interacting protein 3 like), un 

récepteur de la mitophagie. La mitophagie, permet l’élimination des mitochondries et limite 

donc l'accumulation de mitochondries défectueuses et toxiques pour la cellule. Ainsi, 
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l’augmentation de l’expression de miR-30a au cours du vieillissement conduirait à un défaut de 

la mitophagie, notamment au niveau de la couche granuleuse, et participe à l’altération de la 

différenciation terminale de l’épiderme [164].  

d) Modification structurale de la JDE 

 Le vieillissement cutané est également caractérisé par un aplatissement de la JDE 

(Figure 26). Cette modification structurale est essentiellement liée à une altération de la 

composition protéique de la JDE. Langton et al ont mis en évidence une diminution de 

l’expression génique et protéique de l’intégrine β4, la laminine 332, le collagène VII alpha 1, 

et le collagène XVII alpha 1 au niveau de la JDE de patients âgés [165]. Ces modifications 

quantitatives sont également accentuées au niveau des zones photo-exposées [166]. 

e) Perte de la sensorialité 

Des études réalisées sur des patients âgés sains révèlent que la densité de fibres 

nerveuses intra-épidermiques ne varie pas de manière significative avec l’âge [167,168]. A 

l’inverse, des patients âgés présentant des neuropathies (périphériques ou centrales) ont un 

nombre de fibres nerveuses intra-épidermiques diminué, et une modification de l’architecture 

de ces fibres (ramifications complexes). Par ailleurs, la réduction de la détection aux chaleurs 

nocives chez les souris âgées (33 mois) est corrélée avec la diminution des canaux ioniques 

TRPV1 et Nav1.8 (canal sodique), et au changement d’expression des récepteurs aux facteurs 

de croissance (GFRα3- artemin Growth Factor Receptor α3), qui modifieraient ensemble la 

fonction des terminaisons nerveuses sensorielles [169].  
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Coupes histologiques colorées à l’hématoxyline-éosine d’une peau de femme jeune (30ans) (A), et âgée (65 ans) 

(B). Le vieillissement est caractérisé par une diminution de l’épaisseur de l’épiderme et un aplatissement de la 

jonction dermo-épidermique. (Images : Lisa MARTIN) 

 

Coupes histologiques colorées à l’hématoxyline-éosine d’un coussinet de souris jeune (5mois) (A), et d’un 

coussinet de souris âgée (22mois) (B). L’épiderme des coussinets de souris âgées est moins développé, et les 

papilles dermiques semblent moins prononcées. (Images : Lisa MARTIN) 

  

2) Altérations du derme 

L’apparition des rides avec l’âge résulte de la désorganisation des composants de la 

MEC du derme ainsi que l’altération des fonctions des fibroblastes [170]. 

Au cours du vieillissement, les fibres de collagènes sont fragmentées à cause de 

l’augmentation de leur dégradation et de la diminution de leur biogénèse. La régulation de la 

Figure 25 : Comparaison histologique d’un coussinet de souris jeune et âgée 

Figure 24 : Comparaison histologique d’une peau humaine jeune et âgée 

Figure 25 : Comparaison histologique d’un coussinet de souris jeune et âgée 
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dégradation des fibres de collagène dépend de la balance MMP/TIMP (Tissue Inhibitor of 

Metalloproteinase). Cependant avec l’âge cette balance est perturbée et favorise l’activité des 

MMP, augmentant donc la dégradation excessive des collagènes [171]. L’activité et 

l’expression des MMP est augmentée en présence d’EROs. Ces stress vont stimuler le facteur 

AP-1 pour la transcription des MMP [170,172]. De plus, les EROs et les UV activent la voie 

NFκB, qui elle aussi contribue à l’augmentation de l’expression des MMP. Le TGF-β 

(Transforming Growth Factor β) est également impliqué dans la régulation de la 

dégradation/production des fibres de collagènes. Il régule positivement l’expression des gènes 

de la MEC par la voie des SMAD. L’activation de AP-1 par les EROs inhibe la voie du TGF-

β, et donc impacte la synthèse de collagène. La perte progressive des fibres de la MEC a des 

conséquences physiques, comme l’apparition de rides, mais également intrinsèques en affectant 

l’adhérence des fibroblastes à la MEC [170,172]. La perte d’ancrage des fibroblastes à la MEC 

conduit une modification morphologique des cellules, et à un phénotype de sénescence [173]. 

La sénescence correspond à un arrêt du cycle cellulaire irréversible, associé à une modification 

morphologique (augmentation du cytoplasme, l’apparition de vacuoles et modification du pH) 

de la cellule. L’entrée en sénescence des cellules peut être multifactorielle (raccourcissement 

des télomères, signalisation oncogénique, stress oxydatif, dommages mitochondriaux, 

infections virales ou bactériennes, UV et radiations…). Les lésions générées par ces divers 

acteurs conduisent à l’activation de la voie P53/P21 et la voie P16 marquant un arrêt du cycle 

cellulaire [152]. Les fibroblastes sénescents vont alors stopper la production d’éléments 

matriciels et libérer des EROs, amplifiant donc l’action des MMP. L’induction de MMP12 sous 

l’effet des UV est responsable de l’élastose solaire caractérisée par une accumulation de fibres 

élastiques désorganisées [170]. D’un point de vue intrinsèque, on observe une diminution des 

enzymes impliquées dans l’assemblage des fibres élastiques, comme la lysyl oxydase [174]. 

3) Altération de la fonction vasculaire  

Le vieillissement correspond au déclin de la fonctionnalité des organes, incluant des 

modifications de la microcirculation cutanée. Comme précisé précédemment, la 

microcirculation cutanée assure entre autres l’apport en oxygène et en nutriments, le contrôle 

de la température et de la réponse inflammatoire. Cependant, ces mécanismes se dégradent avec 

l’âge et sont marqués par une diminution de la densité des vaisseaux, de la perfusion sanguine 

et de la vasodilatation induite par l’ACh [88,175]. Ce défaut de réponse à l’ACh peut 

s’expliquer par la dysfonction de la eNOS et la baisse de biodisponibilité de NO au cours du 

vieillissement. La diminution de la concentration en L-arginine, substrat de la eNOS, à un 
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impact négatif sur l’activité de l’enzyme [176]. De plus, la production d'EROs par les cellules 

endothéliales et l’environnement inflammatoire perturbe les voies de signalisation impliquées 

dans la vasodilatation. Kang et al [177] ont révélé que les œstrogènes avaient un rôle protecteur 

vis-à-vis des EROs en favorisant la voie du NO et la eNOS. Cependant, avec la ménopause le 

taux d’œstrogènes diminue, et participe donc à l’altération de la voie NO [177,178]. Les EROs, 

notamment l’anion superoxyde (O2-), se lient au NO et forment le peroxynitrite, ONOO-, 

diminuant alors la biodisponibilité de NO, ce qui participe à la dysfonction endothéliale [179]. 

Il existe trois types de NO-synthase : la eNOS (endothelial-NO synthase), dont l’activité est 

diminuée au cours du vieillissement ; la iNOS (inducible-NO synthase) principalement 

retrouvée dans les vaisseaux âgés ; la nNOS (neuronal-NO synthase) impliquée dans la 

régulation locale du tonus vasculaire. Contrairement à la eNOS, l’activité de la iNOS est 

augmentée avec l’âge. La stimulation de la iNOS par la voie NFκB favorise la production de 

NO qui se lie à O2- et perturbe ainsi la fonction endothéliale [178] (Figure 26).  

A l’inverse de l’ACh, la vasodilatation induite par la bradykinine ou la substance P n’est 

pas modifiée au cours du vieillissement, suggérant ainsi que la réponse endothéliale aux 

agonistes n’est pas affectée de manière universelle avec l’âge [180]. L’ACh stimule les 

récepteurs muscariniques M3 et M2 présents à la surface des cellules endothéliales, alors que la 

bradykinine et la substance P activent les récepteurs kinergiques-B2 et tachykinine 

respectivement. DeSouza et al ont alors suggéré qu’il s’agissait d’un défaut spécifique à l’ACh 

et non d’une anomalie endothéliale [180]. L’utilisation d’un inhibiteur de la eNOS, L-NMMA 

(NO synthase inhibitor N(G)-monomethyl L-arginine), diminue la réponse à la bradykinine et 

à la substance P, informant de leur dépendance à la voie du NO. Les auteurs suggèrent 

également que la bradykinine et la substance P pourraient favoriser avec l’âge la production 

d’agents vasoactifs non NO-dépendant (prostanoïdes, EDHF…). 

En parallèle de la voie du NO, la voie des prostacyclines est également impactée par le 

vieillissement. Les COX participent à la régulation du tonus vasculaire par la production 

d’agents vasodilatateurs (PGI2) ou vasoconstricteurs (TXA2). Avec l’âge, la balance entre 

vasodilatation et vasoconstriction est modifiée en faveurs de la vasoconstriction [176].  

Gaubert et al ont montré chez des souris âgées (24 mois) que la vasodilatation induite 

par l’ACh était résistante à l’inhibition NOS/COX mais diminuée en présence d’inhibiteurs de 

l’EDHF [88]. Ces résultats montrent que la perte de NO et de PGI2 au cours du vieillissement 

peut être partiellement compensée par l’EDHF, qui ne joue aucun rôle dans la réponse à l’ACh 

des souris jeunes (6 mois). 
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Enfin l’atteinte de la réponse vasculaire dépend de chaque individu. Elle peut être liée à 

l’alimentation et à la consommation de tabac qui favorisent les EROs, le manque d’activité 

physique ou encore les facteurs génétiques. J’ai participé à la rédaction d’un article scientifique 

publié dans biomedecines en 2022, « Alpha-Lipoic Acid Supplementation Restores Early Age-

Related Sensory and Endothelial Dysfunction in the Skin » [181], présentant deux souches de 

rat dont le vieillissement n’évolue pas de la même manière : la souche Brown Norway, 

caractérisée par un vieillissement sain et sans développement de pathologie, et la souche Wistar 

qui est davantage sujette à l'apparition de maladies avec l’âge. Nous avons montré que le flux 

sanguin basal des rats Wistar de 12 et 24 mois était diminué par rapport aux rats Wistar de 6 

mois, mais que ce défaut n’était pas présent chez les rats Brown Norway. Par ailleurs, la 

vasodilatation induite par l’ACh tendait vers une diminution chez les rats Wistar de 12 et 24 

mois, contrairement aux rats Brown Norway qui conservent la même amplitude de réponse à 

l’ACh jusqu’au moins 24 mois. De plus, l’utilisation d’antioxydant comme l’acide alpha-

lipoïque permettait de restaurer la fonction endothéliale de plus de 83% chez les rats Wistar de 

12 mois. Ainsi ces données suggèrent que chaque individu ne vieillit pas de ma même manière 

et au même rythme. 

 

 

Figure 26 : Effet du vieillissement sur la réponse vasculaire endothélium dépendante 

L’altération de la voie du NO, des COX et la production de EROs diminuent les capacités vasculaires au cours du 

vieillissement, malgré la contribution de l’EDHF. 
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4)  Altération de la thermorégulation  

Avec le changement climatique, les pics de chaleurs sont de plus en plus importants et 

la surmortalité associée a largement augmenté ces dernières années dans le monde. En effet, en 

1980, 1 300 décès supplémentaires liés à la canicule avaient été enregistrés dans le monde, 

contre plus de 72 500 en 2003 et 56 000 en 2015 [182]. En France, la canicule de 2003 a conduit 

au décès de plus de 15 000 individus, soit une surmortalité de plus de 55%, parmi lesquels 

12 000 personnes étaient âgés de plus de 75 ans [183]. Malgré la mise en place de systèmes de 

prévention, l’été 2022 a également été marqué par un nombre de décès accru face aux trois 

vagues de chaleurs, avec 2 272 décès en excès enregistrés pour les 75 ans et plus, soit 20% de 

moralité en excès chez les septuagénaires. L'augmentation de la mortalité en période de forte 

chaleur est très largement associée à l’altération de la thermorégulation chez les individus âgés 

[179,184]. Le maintien de la température corporelle stable, c'est-à-dire l'homéothermie, repose 

sur différents mécanismes dont la thermorégulation vasculaire assurée par les micro-vaisseaux 

cutanés. La peau est capable de détecter les premières variations thermiques environnementale. 

Cette détection conduit à une rapide réponse adaptative du flux sanguin cutané, notamment via 

le système sensoriel [185–187]. Lorsque les mécanismes de locaux sont inefficaces, un réflexe 

afférent est mis en place de la périphérie (la peau) au système nerveux central, plus précisément 

à l’hypothalamus et l’air pré-optique, qui renvoie des signaux effecteurs aux organes en vue 

d’accentuer la sudation et le flux sanguin cutané [48,188]. Cependant, ces mécanismes de 

thermorégulation sont altérés chez les individus âgés, ce qui conduit à une élévation du risque 

hyperthermie et des atteintes cardiaques [184,188]. 

Le défaut vasculaire lors d’un stress thermique à lieu même chez des individus en bonne 

santé, bien hydratés et acclimatés. Lors d’un chauffage global, le flux sanguin cutané est 

diminué de 25 à 50% chez des individus âgés comparé à des individus jeunes. Ce défaut est 

d’une part associé à la dysfonction de l’endothélium (eNOS et NO) et à la réduction de la densité 

des boucles de capillaire [175,176,178], et d’autre part à une baisse du débit cardiaque (5.8 

L/min chez des individus de 19-28 ans, et 2.7L/min chez des individus de 64-81 ans), diminuant 

alors la redistribution du flux sanguin dans les tissus [184,188]. Par ailleurs, on observe une 

réduction des capacités de sudation avec l’âge. Ce défaut est associé à une atrophie des glandes 

sudoripares et donc à une diminution de la production de sueur [188]. Ainsi le déclin de la 

vasodilatation cutanée et de la production de sueur, est responsable d’une augmentation de 

chaleur interne par défaut de dissipation de la chaleur. 
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En conclusion, la peau est un organe sensoriel à l’interface entre notre corps et 

l’environnement. Elle est donc capable de percevoir et transmettre des informations permettant 

d’adapter notre organisme aux contraintes extérieurs, en particulier face à la chaleur. La 

régulation des réponses vasculaires cutanées est un mécanisme important pour la survie, 

notamment en condition extrême. Le déclin des fonctionnalités de la peau, dont le système 

vasculaire cutané, avec l’âge augmente le risque d’hyperthermie et donc le nombre de décès. 

Avec le réchauffement climatique, +1.5 °C prévus en 2030 (GIEC rapport 2023), et le défaut 

de réponse vasculaire chez les individus âgés, la surmortalité va probablement continuer à 

fortement augmenter dans les années à venir. 
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Le vieillissement à un impact majeur sur notre société. Les populations âgées, même en 

bonne santé, sont particulièrement sensibles aux changements climatiques. Ceci en particulier 

dû à un affaiblissement des mécanismes de défense face à la chaleur. A cause du dérèglement 

climatique, l’intensité, la durée et la sévérité des vagues de chaleurs sont amenées à augmenter 

dans les années à venir, conduisant donc à un accroissement du risque de mortalité. Il est donc 

crucial d’approfondir nos connaissances sur les mécanismes de thermorégulation et l’effet de 

l’âge, afin de réduire ou de prévenir les risques sanitaires en cas de canicules chez les individus 

âgés. 

Bien que la thermorégulation implique divers mécanismes physiologiques, la détection 

thermique, notamment cutanée, est primordiale. En effet, la peau est la première à percevoir les 

variations de températures extérieures, et assure donc la mise en place d’une réponse adaptée 

(vasodilatation) pour minimiser l’effet de la chaleur sur les tissus proches. Historiquement, les 

terminaisons nerveuses sensorielles traversant l'épiderme étaient considérées comme les 

transducteurs exclusifs de la détection de la température. Cependant, les kératinocytes 

épidermiques peuvent également agirent comme des capteurs sensoriels cutanés, capable de 

détecter les changements thermiques. 

Nous avons récemment montré que des souris mutées pour le canal TRPV3, fortement 

exprimé par les kératinocytes, présentaient un défaut de vasodilatation induite par la chaleur. 

De manière intéressante la réponse vasculaire de ces souris semble similaire à la réponse 

vasculaire d’individus âgés. De ce constat, nous avons émis l’hypothèse que le canal TRPV3 

localisé sur les kératinocytes pourrait jouer un rôle important dans les défauts de détection de 

températures modérées chez les personnes âgées, et aurait pour conséquence une altération de 

la vasodilatation induite par la chaleur. Par ailleurs, la capacité des kératinocytes épidermiques 

à communiquer, au travers de récepteurs thermosensibles comme TRPV3, avec les vaisseaux 

cutanés situé dans les couches profondes du derme reste à résoudre.  

Le premier objectif de cette thèse consistait à analyser la réponse vasculaire de souris 

jeunes, âgées et Trpv3-KO, suite à un chauffage. Parallèlement nous avons évalué la 

fonctionnalité des cellules endothéliales et cellules musculaires lisses vasculaires par 

iontophorèse. La réponse sensorielle a également été étudiée par Tail Flick et Hot plate. Enfin 

des mesures de TEWL ont été réalisées pour évaluer l'intégrité de la barrière cutanée des souris.  

Le second objectif de cette thèse visait à caractériser l’expression du canal TRPV3 dans 

des peaux humaines et murines de divers âges. Au début de ma thèse, les études sur le canal 

TRPV3 étaient très minces et aucune étude n’a été réalisée sur le lien entre le niveau 

d’expression de TRPV3 et le vieillissement. Par ailleurs, nous avons évalué l’activité du canal 
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TRPV3 sur des kératinocytes primaires humains issus de donneurs jeunes et âgés. Ces 

manipulations ont pu être réalisées grâce à des collaborations avec le Laboratoire Interactions 

Epithéliums Neurones de Brest (Nicolas Lebonvallet et Ophélie Pierre), et le Laboratoire de 

recherche en Cardiovasculaire, Métabolisme, diabétologie et Nutrition de Lyon (Sylvie 

Ducreux), qui nous ont permis d'accéder à des plateformes d'imagerie calcique. 

Enfin le troisième objectif avait pour but d’identifier les médiateurs dépendants de 

TRPV3 lors d’une stimulation de kératinocytes primaires humains issus d’individus jeunes et 

âgés. Des analyses géniques et protéiques ont été réalisées, et le sécrétome des kératinocytes a 

également été étudié par spectrométrie de masse grâce à la plateforme Protein Science Facilty 

hébergée par l'IBCP. 

Le prix Nobel de physiologie ou médecine de 2021 attribué à David Julius et Ardem 

Patapoutian pour leurs découvertes des récepteurs de la température et du toucher, à renforcé 

notre intérêt dans l’étude des canaux TRP, notamment TRPV3. 

 

 Les résultats générés au cours de cette thèse ont permis de rédiger un article scientifique 

qui a été soumis au journal Geroscience. 
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I. Techniques de biologie cellulaire 

− Culture cellulaire  

 

1) Type cellulaire 

La partie in vitro de cette thèse a été réalisée à partir de kératinocytes primaires humains, 

isolés de biopsies de peau. Deux groupes d’âges ont été définis en fonction des donneurs : jeune 

(26 à 42 ans) et âgé (75 à 93 ans). Les optimisations de protocoles ont été réalisées sur des 

kératinocytes de donneurs jeunes. Afin de s’affranchir de certains biais, les biopsies ont été 

sélectionnées en fonction de leur localisation et des antécédents pathologiques du donneur. 

Nous avons priorisé dans la mesure du possible les patients sans pathologies cardiovasculaires 

(diabète, hypertension…), et des zones anatomiques non photo-exposées. La difficulté d’accès 

aux biopsies de patients âgés, nous a contraint à utiliser des cellules commerciales (Lonza). 

Nous avons également souhaité mélanger les sexes des donneurs afin d’avoir une population 

plus hétérogène. 

2) Isolement des kératinocytes 

Transférer la biopsie dans un falcon 50ml 

- Recouvrir de bétadine et incuber 15min à RT 

- Préparer le mix suivant : 

• 2,4ml de dispase 20U/ml (Dispase II ; Roche Diagnostics, #4942078001) 

• 5ml de pénicilline (10 000U/ml) / Steptomycine (10 000μg/ml) (P/S ; Gibco) 

• 5ml de trypsine « blanche » 0,02mg/ml (Trypsine 1 :250, Gibco, #27250018) 

• 7,6ml de Dubelcco’s Modified Eagle’s Medium (DMEM; Gibco) 

- Transférer la biopsie dans une boite de pétri et la rincer avec du Dulbecco’s Phosphate-

Buffered Saline (DPBS ; Sigma) 

- Placer la biopsie côté épiderme vers le haut  

-  A l’aide d’une pince et d’une paire de ciseaux, pincer et couper l’épiderme le plus 

finement possible (éviter de couper trop en profondeur pour s’affranchir de l’hypoderme) 

- Placer les morceaux de biopsie dans une nouvelle boîte de pétri (épiderme vers le haut) 

et ajouter la solution de dispase/trypsine en prenant garde à ne pas retourner les morceaux 

- Laisser incuber à 4°C toute la nuit ou 2 heures à 37°C et 5%CO2.  
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Il est important de noter que tout au long de la manipulation de la biopsie, il ne faut pas hésiter 

à la tremper dans du DPBS pour éviter son dessèchement sinon elle devient élastique et difficile 

à manipuler. 

Etapes : 

- Le lendemain (ou après incubation 37°C), à l’aide d’une pince et d’un scalpel, prélever 

les épidermes et les placer dans un Falcon 50ml contenant 20ml de trypsine EDTA 1X 

(Trypsine-Ethylène Diamine TétraAcétique ; Gibco) 

- Incuber le tube 20min à 37°C 

- Durant l’incubation, vortexer régulièrement pour favoriser l’isolement des kératinocytes 

- Après incubation, homogénéiser la solution en aspirant/refoulant avec un cône de p1000 

coupé au bout 

- Placer sur un tube Falcon 50ml neuf un tamis cellulaire de 70μm (BD Falcon) stérile et 

le mouiller avec du DMEM + 10% sérum de veau fœtal (SVF ; Gibco) + 1% de P/S 

- Filtrer la solution afin d’éliminer les cellules de la couche cornée et les agrégats 

cellulaires 

- Laver le filtre et le tube avec du DMEM + 10% SVF + 1% P/S et compléter jusqu’à 

50ml 

- Centrifuger 15min à 1800rpm 

- Eliminer le surnageant et reprendre le culot dans 10 à 15ml de milieu Keratinocyte Basal 

Medium -Gold supplémenté (KBM-Gold ; Lonza, #00192060) selon la taille du culot cellulaire 

obtenu 

- Compter les cellules à l’aide de bleu de trypan (Sigma-Aldrich) et d’une cellule de 

Malassez 

- Ensemencer les HKP dans une flasque à raison de 50 000 cellules/cm2 dans du KBM-

Gold supplémenté et incuber à 37°C, 5% CO2. 

- Le lendemain, changer le milieu 

-  Changer le milieu tous les 2 jours jusqu’à une confluence de 70% environ 

3) Culture de kératinocyte 

a) Décongélation des kératinocytes 

- Préparer un Falcon 15 mL contenant 5 mL de KBM-Gold à température ambiante 

- Récupérer les cellules cryoconservées et reprendre le culot de cellule congelée (1mL) 

avec 1 mL de milieu KMB-gold à RT jusqu’à décongélation. 

-  Transférer les 2mL de cellules dans le Falcon 15 mL préalablement préparé 
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-  Culoter les cellules 5min à 1 500 rpm (RT) 

- Eliminer le surnageant, puis reprendre le culot avec 1 mL de milieu 

- Compter les cellules à l’aide de bleu de trypan (Sigma-Aldrich) et d’une cellule de 

Malassez 

- Ensemencer les kératinocytes à une densité de 10 000 cellules/cm² en KBM-Gold (37°C, 

5% CO2) 

- Changer le milieu le lendemain, puis tous les deux jours. 

b) Entretien des cellules 

Lorsque les cellules ont atteint une confluence d’environ 70%, les cellules sont trypsinées puis 

réensemencées ou congelées selon le protocole suivant : 

- Eliminer le milieu de culture 

- Rincer les cellules au PBS 1X DPBS (Sigma) 

- Incuber les cellules entre 5- 7 min à 37°C en présence de Trypsine 1X  

- Une fois les cellules détachées du support (vérification au microscope), inhiber l’action 

de la trypsine avec du DMEM + 10% SVF + 1% P/S (2 fois le volume de trypsine). 

- Centrifuger les cellules 5min à 1 500 rpm (RT) 

- Eliminer le surnageant, puis reprendre le culot avec 1 mL de milieu 

- Compter les cellules à l’aide de bleu de trypan (Sigma-Aldrich) et d’une cellule de 

Malassez 

- Ensemencer les kératinocytes à une densité de 10 000 cellules/cm² en KBM-Gold (37°C, 

5% CO2) ou congeler les cellules (45% milieu, 45% sérum pure, 10% DMSO). 

 

Les manipulations ont été réalisées sur des kératinocytes à passage compris entre P1 et P3 

maximum. 

− Différenciation 2D des kératinocytes 

 

L’induction de la différenciation 2D des kératinocytes en monocouche nous a permis 

d’évaluer l’expression de TRPV3 au cours du processus de différenciation. Des marqueurs des 

différentes couches de l’épiderme ont été utilisés pour valider les étapes de la différenciation. 

- Ensemencer les cellules en plaques 6 puits (10 000 cellules/cm²) en KBM-Gold – 2 

puits/point de différenciation 

- Changer le milieu tous les deux jours 
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- Lorsque les cellules ont atteint une confluence de 100%, arrêter le point J0. La 

différenciation est induite de manière spontanée sans ajout d’autres substances dans le 

KBM-Gold. 

- Arrêter les points à J2 post-confluence, J4, J6 et J9. 

− Transfection de siRNA sur kératinocytes primaires 

humains 

 

Les kératinocytes primaires humains ont été transfectés avec des siRNA TRPV3 (IDT, 

siTRPV3) afin de valider la réponse TRPV3 dépendante des kératinocytes.  

1) Préparation des cellules 

- Ensemencer les kératinocytes afin qu’ils soient à environ 50% confluence le jour de la 

transfection. 

2) Réactifs 

- Préparer deux mix dans différents tubes de 1.5 mL : 

Pour 1 réaction dans 1 puit 

de plaque 6 puits 

Tube 1 Tube 2 

Opti-MEM 92.5 µL 97.8 µL 

RNAiMax 7.5 µL  

siRNA (20 µM)  2.2 µL 

 

- Ajouter les siRNA dilués dans le mix de Lipofectamine® RNAiMAX au ratio 1 :1, 

homogénéiser et incuber, 5-10 min at RT. 

3) Transfection  

- Changer le milieu des cellules par 1.8 mL de milieu frais 

- Traiter les cellules par ajout de 200µL du complexe siRNA-Lipide goutte à goutte  

- Changer le milieu au bout de 6H de transfection 

- Après 48H de traitement, récupérer les cellules et analyser l’efficacité de la transfection 

par RT-qPCR 
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− Transduction de shRNA sur kératincoytes primaires 

humains 

 

La transduction de shRNA TRPV3 (Cliniscience, #TL300805) par lentivirus permet 

l’intégration du plasmide au génome et donc une expression stable du shRNA. L’extinction 

de l’expression de TRPV3 (d’au moins 70%) dans les kératinocytes permet de valider 

l’activation dépendante de TRPV3.      

1) Ensemencement des cellules 

- Ensemencer les cellules en plaque 6 puits entre 10 000 et 12 500 cellules/cm² 

- Le lendemain, à environ 50% confluence, transduire les cellules avec le lentivirus 

shTRPV3. 

2) Préparation des réactifs 

- Préparer 2mL de milieu de culture avec 6µg/µL de polybrène (Millipore, #1003-G). 

- Calculer la MOI (multiplicity of infection) ou le ratio nombre de cellules/ nombre de 

particules virales par µL soit :  

• MOI * nombre de cellule= Nombre de particules 

• Nombre de particules/ concentration de particules (UI/mL)/1000 = Volume de 

particules par puit (µL) 

3) Traitement 

- Changer le milieu des cellules avec du milieu+ polybrène (6µg/mL) 

- Décongeler rapidement le lentivirus et ajouter directement au puit le volume de 

particules calculé. 

- Incuber les cellules au moins 16H à 37°C 5% CO2 

- Le lendemain changer le milieu de culture  

- Observer la fluorescence 72H après transduction puis récupérer les cellules pour 

l’analyser l’extinction de TRPV3.  

 

− Etude de l’activation et inhibition du canal TRPV3 

 

Pour évaluer l’activité du canal TRPV3 nous avons dû définir des agonistes « spécifiques » 

de TRPV3, ainsi que les modalités d’activation (concentrations, simple ou double stimulations). 
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Par ailleurs, pour contrôler la réponse spécifique du canal TRPV3 nous avons évalué l’efficacité 

de plusieurs antagonistes décrits dans la littérature. 

1) Activation pharmacologique et thermique de TRPV3 

- Ensemencer des kératinocytes à 10 000cellules/cm² en plaques 6 ou 12 puits. 

- A 70% confluence, traiter des cellules avec les agonistes :  

Carvacrol (Sigma Aldrich, #W224511) (Stock 6.5M) 

- Préparer une dilution au 1/10ème dans du DMSO 100% 

• Simple stimulation :  

- Diluer le carvacrol dans le milieu de culture pour obtenir une concentration finale de 300µM 

ou 500µM 

- Incuber les cellules à 37°C 5% CO2 jusqu’à récolte des cellules (6H post-traitement pour 

ARN) 

• Double stimulation carvacrol :  

- Diluer le carvacrol dans le milieu de culture pour obtenir une concentration finale de 300µM 

ou 500µM 

- Incuber les cellules 5 min les cellules à 37°C 5% CO2   

-Ajouter x µL de solution de carvacrol 1000x/puit pour obtenir 300µM ou 500µM final (2µL 

en 6 puits ou 1µL en 12 puits) 

- Incuber les cellules à 37°C 5% CO2 jusqu’à récolte des cellules (6H post-traitement pour 

ARN) 

 

2-Aminoethoxydiphenyl borate (2-APB) (Sigma Aldrich, #100065) (Stock 40mM) 

- Diluer la poudre (100mg) dans du DMSO 100% pour obtenir une concentration stock à 

40mM 

• Simple stimulation :  

- Diluer l’échantillons dans le milieu de culture pour obtenir une concentration finale de 50µM  

- Incuber les cellules à 37°C 5% CO2 jusqu’à récolte des cellules (6H post-traitement pour 

ARN) 

• Double stimulation 2-APB 50 µM et carvacrol :  

- Diluer l’échantillons dans le milieu de culture pour obtenir une concentration finale de 2-APB 

à 50µM et de carvacrol 300µM ou 500µM. 
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- Incuber les cellules à 37°C 5% CO2 jusqu’à récolte des cellules (6H post-traitement pour 

ARN) 

 

Incubation à 33°C 

• Simple stimulation :  

- Incuber les cellules à 33°C 5% CO2 jusqu’à récolte des cellules (6H post-traitement pour 

ARN) 

• Double stimulation carvacrol et 32°C :  

- Diluer le carvacrol dans le milieu de culture pour obtenir une concentration finale de 300µM 

ou 500µM 

- Incuber les cellules les cellules à 33°C 5% CO2 jusqu’à récolte des cellules (6H post-traitement 

pour ARN) 

2) Inhibition pharmacologique de TRPV3 

- Ensemencement des kératinocytes 10 000cellules/cm² en plaques 6 ou 12 puits. 

- A 70% confluence, traitement des cellules avec les antagonistes pendant 10 min à 37°C 

5% CO2, puis traiter avec les agonistes (cf p71-72) 

- Récolte des cellules 6H post-traitement pour ARN 

Tableau 1 : Liste des antagonistes et concentrations testés 

Antagonistes Références Concentration 

stock 

Concentrations 

testées 

Références 

bibliographiques 

Forsythoside B HY-N0029 10mM 10-20-50µM  [189] 

17R-Resolvin D1 SC-358747 380µM 0.3-1-3µM  [190] 

Osthole HY-N0054 10mM 20-50µM  [191] 

Dyclonine HY-B0364A 10mM 5-30-50µM  [192] 

74a Tocris 6831 50mM 50-100-150µM  [193] 

3,4-Dicaffeoylquinic 

Acid (IAB) 
HY-N0057 20mM 50-100µM  [194] 
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3) Etude de l’activité du canal TRPV3 par imagerie calcique (Fura2 

-AM) 

TRPV3 est canal perméable au calcium. Il est donc possible d’évaluer l’activité du canal 

TRPV3 par mesure du flux calcique intracellulaire à l’aide de sondes radiométriques comme le 

Fura-2-acetoxymethyl ester (Fura2-AM) (Thermo Fischer Scientific, #F1221). Cette sonde 

pénètre de manière non invasive dans la cellule et peut être activée par une excitation de 340 

nm, correspondant au calcium lié à la sonde, et 380nm correspondant au calcium non lié.  

Les premières optimisations de la manipulation (conditions de culture (prolifération ou 

différenciation), la présence de calcium extracellulaire ou non, et la durée d’incubation de la 

sonde) ont été réalisées lors d’un séjour dans le Laboratoire Interactions Epithéliums Neurones- 

EA 4685- BREST sous l’encadrement du Docteur Nicolas Lebonvallet et du Docteur Ophélie 

Pierre. Dans un second temps, j’ai pu réaliser de nouvelles analyses d’imageries calciques sur 

un nombres de donneurs plus importants, avec des concentrations d’agonistes et d’antagonistes 

validés, au sein du Laboratoire de recherche en Cardiovasculaire, Métabolisme, diabétologie et 

Nutrition -U1060 INSERM – Lyon sous l’encadrement du Docteur Sylvie Ducreux. 

a) Optimisation imagerie calcique (Laboratoire de Brest) 

Les cellules sont ensemencées sur des lamelles en plaque 24 puits. Deux conditions de culture 

ont été évaluées : la prolifération et la différenciation  

i. Ensemencement des cellules  

Pour chaque puits, déposer au centre une lamelle ronde : 

- Déposer 320µL de Poly-L-lysine à 0,01% (P4707, sigma) -bien faire un ménisque (donc 

déposer lentement) 

- Incuber 5-10 min sous la PSM.  

- Récupérer la Poly-L-lysine dans un tube (peut être réutiliser plusieurs fois) 

- Ensemencer 20 000 cellules/puits (310µl/lamelles) – déposer très lentement  

- Incuber 1H à RT sous le PSM 

- Incuber les cellules 24H à 37°C 5% CO2 (Prolifération), ou 24H à 37°C 5% CO2 puis 

mise en contact avec du DMEM Lonza (BE12-604F/U1) sans sérum (différenciation) 

pendant 16H. 

 

ii. Préparation des solutions 

Tampon de charge  
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- Préparer 50mL de tampon de charge avec calcium : 35 mM NaCl, 5 mM KCl, 1 mM 

MgCl2, 1.8 mM CaCl2, 10 mM HEPES, 10 mM glucose. Ajuster le pH à 7.45 avec du 

NaOH 

- Tampon de charge sans calcium: 35 mM NaCl, 5 mM KCl, 1 mM MgCl2, 0 mM CaCl2, 

EGTA, 10 mM HEPES, 10 mM glucose and pH adjusted at 7.45 with NaOH 

Agoniste 

- Préparation du Carvacrol 10X (Test sur 100µM) :  

Carvacrol à 6,5M :  30µL Car +270µL DMSO -> 650mM  

    40µL Car 650mM + 360µL medium lonza -> 65mM 

    1000µM: 30µL Car 65mM + 1935µL medium lonza 

 

 

Fura 2-AM (Molecular Probes, Invitrogen, Cergy Pontoise, France) 

- Ajouter 50µL de DMSO au Fura 2-AM (-20°C) 

iii. Test calcique 

1. Allumer l’ordinateur, le lambda, le générateur, la caméra et le Joystick (1/4 H avant) 

2. Incuber 2µL de Fura-2AM (4µM) sur le côté du puit (pas au centre) 45min à 37°C.  

3. Incuber chaque lamelle à 15 min d’intervalles.  

4. Récupérer et rincer la lamelle avec du tampon de charge avec ou sans Ca2+, puis placer 

dans 320µL de tampon de charge avec ou sans Ca2+ 

5. Analyser les signaux calciques (Ratio 340/380) (340 : Calcium lié ; 380 : Calcium 

libre) avec le microscope IX71 Olympus équipé du monochromator illumination 

system (Polychrome V, TILL Photonics). L’émission est capturée au travers d’un 

miroir dichroïque 415 DCLP, et visualisée par une caméra 14-bit CCD (EXiBlue, 

Qimaging). L’acquisition et l’analyse sont réalisées via le logiciel Metafluor 6.3 

(Universal Imaging, West Chester, PA, USA) à température ambiante (RT). 

6. Logicel :  

• Start focusing : choisir un champ avec au moins 20 cellules. Les cellules sont 

représentées avec un gradient de couleur (bleu au rouge). Attention à ne pas choisir 

une cellule avec une coloration noir (la cellule n’est plus viable) 

• Stop focusing  

• AquOne 

• Region (cercle) : permet de délimiter les cellules. Le 1er sert à définir le bruit de fond, 

puis les autres sont ajoutés à toutes les cellules. 

• Done : regarder que l’écart entre le background et les cellules diffère de 2 en intensité 

• AquOne : vérifie que la plaque n’a pas bougé  



Matériels et méthodes 

76 

 

• Reference- substract the background 

• AquOne 

• Log Data & Save data 

• Set Timelaps : 3s 

• Zero clock 

• Aquire : Les courbes basales des intensités et des ratios vont s’afficher. Regarder, pour 

les intensités, que les lignes en pointillés(380nm) soient en dessous des lignes pleine 

(340nm). Regarder que les ratios soient compris entre 1-2 (on peut descendre à 0,8). 

Lorsque tout semble valide la stimulation peut commencer 

7. L’agoniste est ajouté après réglage des paramètre (35µL 1000X) 

 

b) Imagerie calcique Laboratoire CarMeN 

Les cellules sont ensemencées sur des µ-Dish 35mm High (Ibidi GmbH, #81156). 

i. Ensemencement des cellules 

- Ensemencer 10000 cellules/cm² au centre de la µ-Dish (3.2cm²) (400µL) 

- Incuber 1H à RT sous le PSM 

- Compléter le milieu à 1mL et incuber les cellules 24H à 37°C 5% CO2. 

 

ii. Préparation des solutions 

Agoniste 

- Préparation du 2-APB 200µM (4X) (50µM final dans la µ-Dish) 

- Préparation du carvacrol 1200µM (4X) (300µM final dans la µ-Dish) dans le milieu de 

culture 

  

Antagoniste IAB 

- Préparation de l’IAB (stock 20mM) à 100µM dans le milieu de culture  

 

Fura 2-AM (Molecular Probes, Invitrogen, Cergy Pontoise, France) 

- Ajouter 50µL de DMSO au Fura 2-AM (-20°C) 

 

iii. Test calcique 

1. Incuber 2µL de Fura-2AM (2µM) 45min à 37°C. Incuber chaque Dish à 15 min 

d’intervalles.  
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2. Récupérer et rincer la lamelle avec du tampon HBSS Ca2+ et Mg2+ (Gibco, UK, 

#14025-050)  

3. Ajouter 750µL de HBSS 1X ou 750µL d’antagoniste IAB 

4. Analyser les signaux calciques (Ratio 340/380) avec le DMI6000 Leica microsystem. 

L’acquisition des images est réalisée avec la caméra Orca-Flash 4.0 Scientific CMOS 

(Hamamatsu) au 40X en présence d’huile à immersion. L’utilisation du filtre Lambda 

DG-4+ (Sutter instruments) permet l’excitation 340 et 380 de la sonde Fura-2 AM 

avec un intervalle de 3sec, et le signal émit est mesuré à 510nm. L’acquisition et 

l’analyse sont réalisées via le logiciel Metafluor 6.3 (Universal Imaging, West 

Chester, PA, USA) à température ambiante (RT). 

5. Les agonistes sont ajoutés après réglage des paramètre (250µL 4X) ou après 10 min 

d’incubation à RT avec l’antagoniste. 

6. Lors de la double stimulation, le 2-APB est appliqué pendant 2 min, puis le carvacrol 

est ajouté.   

 

II. Techniques de biochimie 

− Caractérisation des médiateurs dépendent de TRPV3 

 

L’identification des médiateurs dépendant de l’activation de TRPV3 a été réalisée au travers 

de différentes techniques sur des kératinocytes primaires humains issus d’individus jeunes et 

âgés. 

1) Mesure de l’ATP extracellulaire 

RealTime-Glo™ Extracellular ATP assay (Promega, #GA5010) 

a) Ensemencement des cellules et réactifs 

- Ensemencer les cellules à 14 000 cellules/cm² en plaque 96 puits opaque  

- Le lendemain, changer le milieu de culture et préparer les réactifs suivants :  

• Préparer une solution 4X de RealTime-Glo™ Extracellular ATP dans le milieu de 

culture (peut être stocké à-20°C) 

• Préparer le 2-APB et carvacrol au 4X (50µM et 300µM final respectivement), l’IAB 

au 2X (100µM final) et la Doxorubicin 4X (50nM final) (Sigma-Aldrich #D1515) 

b) Traitement des cellules 

- Ajouter 150µL de milieu de culture dans les puits contrôles "-" et le blanc 

- Ajouter 100µL d’IAB 2X dans les puits antagonistes (laisser agir au moins 5min) 
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- Ajouter 100µL de milieu de culture dans les puits agonistes et contrôle "+" 

- Ajouter 50µL de 2-APB et carvacrol 4X dans les puits agonistes et antagonistes, et 50µL 

de Doxorubicine 4X dans le puits contrôle "+" 

- Ajouter 50µL de RealTime-Glo™ Extracellular ATP 4X par puits 

- Lire immédiatement la luminescence (5min) au Tecan- Infinite M1000 

 

2) Quantification de cytokines : Luminex multiplex 

Afin d’identifier et de quantifier diverses cytokines, nous avons designé un Elisa 17plex 

Procartel (Life Technologies, France, #PPX-17) : EGF, FGF-2, FGF-21, INFα, IFNβ, INFγ, IL-

1α, IL-1β, IL-6, IL-8, IL-17A, IL-23, IL-29, NGF-β, TGF-α, VEGF-A and VEGF-D. 

a) Ensemencement des cellules et traitements 

- Ensemencer les cellules à 10 000 cellules/cm² en plaque 6 puits 

- A 70% de confluence, laver les cellules 3 fois avec du PBS 1X, puis traiter les cellules 

avec le 2-APB50µM + carvacrol 300µM +/- IAB 100µM en KBM-gold sans rouge 

phénol, BPE et EGF pendant 16H à 37°C, 5% CO2 

- Le lendemain, récupérer les surnageants, centrifuger 1400rpm 10 min 4°C et stocker à 

-80°C 

b) Procédure Multiplex à technologie Luminex 

- Vortexer les Capture beads 30sec. Ajouter 50µL de capture beads dans chaque puits de 

la plaque 

- Placer la plaque sur un aimant, et retirer le liquide  

- Ajouter 50µL de Standards, 50µL de milieu KBM-gold sans rouge phénol, sans BPE et 

sans EGF, ou 50µL d’échantillons (1/2) 

- Incuber la plaque à température ambiante 2h sous agitation. 

- Placer la plaque sur un aimant, et laver 2 fois la plaque avec du Wash Buffer 1X 

- Ajouter 25µL de Detection Antibody 

- Incuber la plaque à température ambiante 30min sous agitation  

- Placer la plaque sur un aimant, et laver 2 fois la plaque avec du Wash Buffer 1X 

- Ajouter 50µL de Stretavidine-PE 

- Incuber la plaque à température ambiante 30min sous agitation  

- Placer la plaque sur un aimant, et laver 2 fois la plaque avec du Wash Buffer 1X 

- Ajouter 120µL de Reading Buffer  
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- Incuber la plaque à température ambiante 5 min  

- L’acquisition et l’analyse sont réalisées via le logiciel MAGPIX® 

 

3) Analyse du sécrétome par spectrométrie de masse (MS/MS) 

a) Ensemencement des cellules et traitements 

- Ensemencer les cellules à 15 000 cellules/cm² en plaque flask 75cm² 

- A 70% de confluence, laver les cellules 3 fois avec du PBS 1X, puis traiter les cellules 

avec le 2-APB50µM + carvacrol 300µM en KBM-gold sans rouge phénol, BPE et EGF 

pendant 24H à 37°C, 5% CO2 

- Le lendemain, récupérer les surnageants, centrifuger 1000rpm 10 min 4°C  

- Ajouter des inhibiteurs de protéase (Thermo Fischer Scientific #A32955)  

b) Concentration des échantillons 

- Humidifier la membrane des centricons (Amicon Ultra 15 10KD #UFC911024) avec le 

milieu de culture seul 

- Centrifuger 10 min 3000g 10-12°C 

- Eliminer le liquide et transférer les 10mL de surnageant 

- Centrifuger 20-25 min 3000g 10-12°C (centrifuger jusqu’à ce qu’il ne reste que 1mL 

dans la colonne) 

- Récupérer le milieu (1mL) de la colonne en le repassant sur les filtres une ou deux fois 

(utiliser des low bind tips). 

c) Préparation des protéines 

- Préchauffer le ThermoMixer à 60° 

- Incuber 50-200µg (ou 400µL) de protéines dans le ThermoMixer à 60°C, 30min, 

1.000rpm  

- Enlever le tube et laisser refroidir à température ambiante 

- Réduire les disulfures par ajout de 10mM de TCEP (stock 500mM, TMT kit) (adapter 

au volume de l’échantillon) 30min 60°C, 300rpm. 

- Arrêter la réaction d'alkylation en ajoutant 25mM de Iodoacetamide (250mM, PW 

184.96g/mol) au tube de protéines, puis incuber à température ambiante dans l'obscurité 

pendant 30 min.  

d) Nettoyage des protéines (SP3) et digestion  

- Refroidir le ThermoMixer à 24 °C 

- Préparation des billes SP3 : 
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Mélanger dans un même tube 1*750 µg (15µl, solution stock billes 50 µg/ µl) beads 

SpeedBeads™ magnetic carboxylate modified particles GE45152105050250 (lot 

17146701) et 1*750 µg (15 µl) beads 65152105050250 (lot17063877).  

- Laver les billes avec 200µL H2O (utiliser le support magnétique pour effectuer les 

lavages) 

- Répéter le lavage deux fois 

- Reprendre les billes avec de l’H2O (volume à déterminer en fonction des échantillons) 

- Ajouter 0.5µg/µl (1/100) de billes SP3 à l’échantillon 

- Ajouter de l’éthanol 100% à l’échantillon pour obtenir de l’éthanol 50% final (volume 

à adapter à chaque échantillon) 

- Incuber le mélange échantillon+ billes+ EtOH 50% dans le ThermoMixer à 24 °C pour 

5 min à 1,000 rpm. 

 

- Une fois la liaison terminée, placer le tube dans un support magnétique et incuber 

jusqu'à ce que les billes aient migré vers la paroi du tube. 

 

- Retirer et jeter le surnageant non lié dans un conteneur à déchets approprié 

- Retirer le tube du rack magnétique et ajouter 180 μL l'éthanol à 80 % et mélangez à la 

pipette pour reconstituer et rincer les billes 

- Placer le tube sur le support magnétique et incuber jusqu'à ce que les billes aient migré 

vers la paroi du tube. 

- Retirer le surnageant, en veillant à ne pas perturber les billes 

- Répéter l'étape de lavage deux fois de plus pour rincer complètement les protéines liées 

aux billes SP3. 

 

- Préparer 1µg/µL de Trypsine (stock 20µg, Promega #V511A) dans du bicarbonate 

d’ammonium 100mM (PW : 79.06g/mol) 

 

- Retirez le tube du support magnétique et ajoutez 100 μL d’Hépès (180mM pH8) et 2µg 

de Trypsine à 1µg/µL 

 

- Mélangez à la pipette pour assurer une reconstitution correcte des billes, et incubez 

pendant 18 heures à 37 °C dans un ThermoMixer à 1 000 rpm. 

 

- Après la digestion, placer les tubes sur le portoir magnétique et récupérer le surnageant  
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- Centrifuger les tubes 14 000g 24 °C for 1 min. 

- Doser les échantillons à l’aide du kit Pierce™ Quantitative Peptide Assays & Standards 

(Thermo Fisher Scientific, #23290) 

 

e) Marquage TMT (Thermo Fisher Scientific TMTpro 16plex 1x0.5mg #A44521) 

- Reprendre chaque TMT dans 40µL d’Acétonitrile 

- Déposer 20µL de TMT /25µg de protéines et incuber à 37°C 1H 

- Vérifier le pH 

- Pooler 5µg de chaque échantillon 

f) Dessalage (C18 Pierce – #89870) 

• Préparer les Tampons : 

 

A : H2O/Acetonitrile (50 :50)  

B : H2O/Acetonitrile (95 :5) +0.5% TFA  

C : H2O/MeOH (95 :5) +0.1% TFA 

D : H2O/Acetonitrile (30 :70) 

• Conditionnement de la colonne :  

- Placer la colonne sur un tube de 2mL 

- Charger 200µL de solution A sur la colonne 

- Centrifuger 1min 1500g 20°C  

- Eliminer le liquide du tube 

- Répéter l’étape 

• Equilibration  

- Charger 200µL de solution B  

- Centrifuger 1min 1500g 20°C  

- Eliminer le liquide du tube 

- Répéter l’étape 

• Chargement de l’échantillon 

- Ajouter 1µL de de TFA100% (environ 1% final), et mesurer le pH avec un papier pH 

(ajouter 1 goutte sur le papier) : l’échantillon doit être acide = couleur rouge 
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- Charger l’échantillon sur la colonne 

- Centrifuger 1min 1500g 20°C  

- Récupérer le liquide et le refaire passer sur la colonne  

- Centrifuger 1min 1500g 20°C  

- Eliminer le liquide du tube 

• Lavage  

- Charger 200µL de solution B  

- Centrifuger 1min 1500g 20°C  

- Eliminer le liquide du tube 

- Répéter l’étape encore 2 fois (3 au total) 

- Charger 200µL de solution C  

- Centrifuger 1min 1500g 20°C  

- Eliminer le liquide du tube 

- Répéter l’étape encore 2 fois (3 au total) 

 

• Elution (20µL final) 

- Elution avec 10µL de solution D 

- Centrifuger 1min 1500g 20°C (eq centri paillasse) 

- Rajouter 10µL de solution C sur la colonne 

- Centrifuger 1min 1500g 20°C (eq centri paillasse) 

- Sécher les échantillons au speedVac environ 3h à 35°C 

 Les échantillons ont été analysés sur un spectromètre de masse Q-orbitrap haute résolution 

en mode TOP15 HCD (Resolution MS =120000, Resolution MS2 = 45000). Les données 

ont été retraitées avec le logiciel PD2.5 avec le moteur de recherche Sequest HT. 
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III. Techniques de biologies moléculaires 

− Analyse de l’expression génique 

 

1) Extraction des ARN messagers sur cellules 

Les ARN messagers des kératinocytes jeunes et âgés ont été extraits 6H après traitement en 

utilisant le kit NucleoSpin RNA Plus (Macherey-Nagel) selon le protocole suivant :  

- Rincer 2 fois les cellules au PBS 1X 

- Ajouter 150µL de LBP 

- A l’aide d’un cône, gratter le fond des puits et observer la formation d’un lysat visqueux 

- Homogénéiser le lysat et le déposer sur la colonne (jaune) retenant les ADN 

- Centrifuger 30 sec 11 000g 

- Ajouter 43µL de BS et homogénéiser 

- Déposer la solution sur la seconde colonne (bleue) retenant les ARN 

- Centrifuger 15 sec 11 000g 

- Rincer la colonne avec 200µL WB1 

- Centrifuger 15 sec 11 000g 

- Rincer la colonne avec 600µL WB2 

- Centrifuger 15 sec 11 000g 

- Rincer la colonne avec 250µL WB2 

- Centrifuger 2 min 11 000g 

- Placer la colonne sur un nouveau tube et éluer les ARN avec 30µL d’H2O 

- Centrifuger 1 min 11 000g  

 

2) Extraction d’ARN sur tissu 

Les ARN messagers coussinets et dos de souris ont été extraits avec le Kit Qiagen RNeasy 

Fibrous Tissue Mini Kit (Qiagen, #74704) selon le protocole suivant :  

a) Prélèvement et préparation des échantillons 

− Préparer des tubes Eppendorf contenant ~500µL RNAlater/ tube, et les placer à 4°C 
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− Raser la souris avec rasoir électrique + crème Veet 

− Rincer la peau avec eau savonneuse puis eau 

− Arroser la peau d’éthanol et essuyer le surplus avec une compresse stérile 

− Avec des pinces et ciseaux préalablement nettoyés avec éthanol et RNAse Away, 

découper le morceau de peau, et le mettre tout de suite dans l’Eppendorf contenant le 

RNAlater 

− Placer les tubes à 4°C pendant 24h (voire jusqu’à 72h), puis les conserver à -80°C 

jusqu’à extraction 

b) Extraction des ARN 

− Décongeler à TA les tubes contenant RNAlater et peau 

− Préparer le tampon de lyse : RLT Buffer + 1% β-mercapto-éthanol (prévoir 300µL/tube) 

− Tissue Lyser, en chambre froide : 25Hz 3x3 min avec des billes (2) de 5mm 

− Retirer les billes 

− Ajouter 590µL d’eau RNAse free dans le tube bleu, puis 10µL de Protéinase K 

− Inverser 2-3 fois le tube pour homogénéiser 

− Incuber 10min à 55°C 

− Centrifuger 4min / 10 000g / TA 

− Centrifuger 4min/ 16 000g/TA 

− Transférer le surnageant dans un nouveau tube Eppendorf. Attention à ne pas prendre 

le culot contenant les débris, cela boucherait ensuite la colonne et empêcherait la bonne 

extraction de l’ARN  

− Ajouter 450µL d’éthanol 96-100% 

− Transférer 700µL sur la colonne 

− Centrifuger 30sec / 10 000g / TA 

− Transférer le reste de l’échantillon sur la colonne 

− Centrifuger 30sec / 10 000g / TA, vider la poubelle 

− Ajouter 350µL RW1 sur la colonne 

− Centrifuger 30sec / 10 000g / TA, vider la poubelle 

− Mixer 10µL DNase (aliquot à -20°C) + 70µL RDD (à +4°C), et ajouter à la colonne 

− Incuber à TA 15min 

− Ajouter 350µL RW1 sur la colonne 
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− Centrifuger 30sec / 10 000g / TA, vider la poubelle 

− Ajouter 500µL RPE sur la colonne 

− Centrifuger 30sec / 10 000g / TA, vider la poubelle 

− Ajouter 500µL RPE sur la colonne 

− Centrifuger 2 min 30 / 10 000g / TA, vider la poubelle 

− Placer la colonne sur une nouvelle poubelle 

− Centrifuger 2min / 16 000g / TA 

− Placer la colonne sur un Eppendorf 1,5ml avec le nom de l’échantillon 

− Ajouter 30µL d’eau RNAse Free sur la colonne pour éluer l’ARN et attendre 2min (pour 

que l’eau imprègne bien la colonne) 

− Centrifuger 1min30sec / 10 000g / TA 

− Tester la qualité de l’ARN extrait sur gel et par NanoDrop et conserver à -20°C 

 

3) Dosage ARN 

La concentration ainsi que la pureté des ARN ont été déterminées par spectrométrie à l’aide 

du NanoDrop (Thermo Fisher Scientific, #ND-2000). Le ratio A260/A280 permet d’évaluer la 

pureté des ARN. Le Ratio A230/A260 permet d’évaluer l’absence de contaminants organiques. 

Ces deux ratios doivent être compris entre 1.8 et 2 pour pouvoir utiliser les ARN. 

4) RT-qPCR 

a) Rétrotranscription  

200 ou 500ng d’ARN ont été rétro-transcrits à l’aide du kit PrimeScript™ RT Master Mix 

(Perfect Real Time) (TAKARA, #RR036A) : 

- Pour chaque échantillon, ajouter le volume d’ARN nécessaire et compléter à 8µL avec 

de l’H2O RNAse free 

- Ajouter 2µL de 5X PrimerScript buffer  

- Lancer le programme : 

Durée Température 

15min 37°C 

5 sec 85°C 

Hold 4°C 

 



Matériels et méthodes 

86 

 

- Congeler les ADNc à -20°C jusqu’à utilisation 

b) Réaction de polymérisation en chaîne (PCR) en temps réel 

La réaction de qPCR a été réalisée à l’aide du kit TB Green® Premix ex Taq II (TAKARA, 

#RR820A) selon le protocole suivant :  

- Diviser les 10µL de RT en deux : 

• Diluer 5µL ADNc dans 45µL l’H2O RNAse free 

• Pooler les 5µL restant de chaque échantillon pour former le tube « total », nécessaire 

pour réaliser une gamme. Réaliser une dilution en cascade (facteur 5) pour valider 

l’efficacité des amorces. 

- Préparer le mix suivant : 

Réactifs (1 échantillon) Volume(µL) 

Mix Takara 5 

Amorce (3µM) 1 

H2O RNA free 2 

ADNc dilués 2 

 

- Déposer le mix qPCR en duplicata en plaque 96 puits (eurogentec). Ajouter un contrôle 

négatif en remplaçant l’ADNc par de l’H2O RNA free. 

- Lancer le programme de qPCR sur la machine AriaMX Agilent : 

 

Etape Durée Température Nombre de cycle 

Dénaturation 30 sec 95°C 1 

Amplification 

5 sec 95°C 

 

40 
30 sec 60°C 

30 sec 72°C 

Melting curve 

1 min 95°C 

1 30 sec 60°C 

30 sec 95°C 

 

-Analyser les résultats à l’aide du logiciel AriaMX Agilent version 1.71. 
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Vérifier l’unicité du pic de dissociation des produits doubles brins obtenus après la melting 

curve. Vérifier l’absence de contamination grâce au contrôle négatif (aucune amplification ne 

doit être détectée). L’efficacité théorique de la réaction de qPCR correspond à un doublement 

de la quantité d’ADN à chaque cycle. Cette efficacité doit être vérifiée pour chaque couple 

d’amorce grâce à la gamme de dilution réalisée avec le tube « total ». On obtient alors une droite 

𝐶𝑡 = 𝑓(log 𝑐𝑜𝑛𝑐𝑒𝑛𝑡𝑟𝑎𝑡𝑖𝑜𝑛), où Ct correspond au nombre de cycle nécessaire pour l’obtention 

d’un signal fluorescent. L’efficacité E d’un couple d’amorce vaut 𝐸 = 10(−
1

𝑝𝑒𝑛𝑡𝑒
). 

Dans cette thèse, les résultats sont interprétés en quantification relative. Les gènes de références 

utilisés pour la normalisation sont TBP et RPL13A chez l’humain et Rpl13a et Eif4h chez la 

souris. L’expression du gène d’intérêt est définie par la méthode du 2-ΔΔCt, dont l’équation est 

présentée ci-dessous (si efficacité =100%) :  

 

𝐸𝑥𝑝𝑟𝑒𝑠𝑠𝑖𝑜𝑛 =
𝐶𝑡 é𝑐ℎ𝑎𝑛𝑡𝑖𝑙𝑙𝑜𝑛 𝑖𝑛𝑡é𝑟ê𝑡 − 𝐶𝑡 é𝑐ℎ𝑎𝑛𝑡𝑖𝑙𝑙𝑜𝑛 𝑐𝑜𝑛𝑡𝑟𝑜𝑙 (𝑔è𝑛𝑒 𝑑′𝑖𝑛𝑡é𝑟ê𝑡)

2^(𝐶𝑡 é𝑐ℎ𝑎𝑛𝑡𝑖𝑙𝑙𝑜𝑛 𝑖𝑛𝑡é𝑟ê𝑡 − 𝐶𝑡 é𝑐ℎ𝑎𝑛𝑡𝑖𝑙𝑙𝑜𝑛 𝑐𝑜𝑛𝑡𝑟𝑜𝑙 (𝐺è𝑛𝑒 𝑟é𝑓é𝑟𝑒𝑛𝑐𝑒)
 

 

 

IV. Techniques d’histologie 

− Immunofluorescence sur tissu 

 

1) Fixation des tissus 

- Immerger la biopsie humaine ou murine dans du PFA 4% à 4°C toute la nuit, puis 

amener les échantillons à la plateforme PrimaTiss (hébergée par le LBTI) pour 

l'inclusion en paraffine et les sections d'échantillons. 

a) Déparaffinage et réhydratation  

 

Etape Solvent Durée 

1 Methylcyclohexane 5 min 

2 Methylcyclohexane 5 min 

3 Methylcyclohexane 5 min 

4 Methylcyclohexane/EtOH (1/1) 10 min 

5 EtOH 100% 5 min 

6 EtOH 96% 5 min 
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7 EtOH 70% 5 min 

8 EtOH 70% 5 min 

9 EtOH 50% 5 min 

10 PBS 1X 5 min 

11 PBS 1X 5 min 

b) Blocage et immunomarquage  

- Incuber les échantillons avec 5 % de sérum de de chèvre, 2 % de BSA, 0,1 % de Tween 

20 pendant au moins 60 minutes. 

- Incuber les échantillons dans l'anticorps primaire dilué (50 µl pour une section) dans 2,5 

% de sérum, 1 % de BSA, 0,05 % de Tween 20 (solution de blocage diluée dans du PBS 

1 :1) dans une chambre humidifiée pendant une nuit à 4 °C. 

- Laver les échantillons 5 min avec du PBS 1X et répéter l’étape 3 fois. 

- Incuber les échantillons avec l'anticorps secondaire dilué dans du PBS 1X pendant 45 

minutes à 1 heure à température ambiante dans une chambre humidifiée et dans 

l'obscurité. 

- Réaliser 3 lavages PBS 1X  

- Monter les lames avec du milieu de montage ProLongTM Glass Antifade Mountant 

with NucBlueTM (Thermo Fischer Scientific, #P36981) 

- Lutter les lames et les conserver à 4°C à l’abris de la lumière 

− Immunofluorescence sur cellule 

 

1) Fixation des cellules 

- Laver les lamelles contenant les cellules 3 fois au PBS 1X, puis incuber 10min à RT 

avec du PFA 4%. 

- Rincer les cellules 3 fois au PBS 1X 

 

2) Perméabilisation 

- Incuber les cellules 10 min avec une solution de PBS 1X, 0.1%Tritton X-100, 0.1M 

glycine. 

- Laver les cellules 2 fois 5min 

 

3) Blocage et immunomarquage 

- Incuber les échantillons avec 5 % de sérum de chèvre, 2 % de BSA, 0,1 % de Tween 20 

pendant au moins 60 minutes. 
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- Incuber les échantillons dans l'anticorps primaire dilué (50 µl pour une section) dans 2,5 

% de sérum, 1 % de BSA, 0,05 % de Tween 20 (solution de blocage diluée dans du PBS 

1 :1) dans une chambre humidifiée pendant une nuit à 4 °C. 

- Laver les échantillons 5 min avec du PBS 1X et répéter l’étape 3 fois. 

- Incuber les échantillons avec l'anticorps secondaire dilué dans du PBS 1X pendant 45 

minutes à 1 heure à température ambiante dans une chambre humidifiée et dans 

l'obscurité. 

- Réaliser 3 lavages PBS 1X  

- Monter les lames avec du milieu de montage ProLongTM Glass Antifade Mountant 

with NucBlueTM (Thermo Fischer Scientific, #P36981) 

- Lutter les lames et les conserver à 4°C à l’abris de la lumière 

 

− Hybridation in-situ à transcrit unique (RNAscope®)  

 

L’hybridation in-situ de TRPV3 à été réalisée à l’aide du kit RNAscope® Multiplex 

Fluorescence Reagent Kit v2 Assay (ACD, # 323100-USM) selon le protocole suivant :  

- Placer les lames 1H à 60°C pour déparaffiner  

- Preparer 700mL de Target Retrieval Reagents 1X (RNAscope® 10X Target Retrieval 

Reagents) et placer la solution sur une plaque chauffante à 95°C (la solution ne doit pas bouillir 

plus de 15 min)  

- Incuber les lames 2x 5min avec du Xylene à RT 

- Allumer le four à hybridation HybEZ™ à 40°C 30 min avant le traitement. 

- Incuber les lames 2x 1min dans de EtOH 100% 

- Créer une barrière hydrophobe et incuber les sections 10 min à RT avec le RNAscope® 

Hydrogen Peroxide. 

- Eliminer le peroxyde d’hydrogène et laver deux fois les lames avec de l’H2O 

- Incuber les lames 15 min dans le Target Retrieval Reagent 1X bouillant (attention aux 

bulles qui pourraient décoller les sections. En parallèle, préparer les sondes 10 min à 40°C et 

laisser refroidir à RT. Les sonde C2 et C3 doivent être diluées au 1 :50 dans la sonde C1 ou 

dans le diluant probe. 

-  Laver les lames 2x 1min avec de l’H2O 

-  Incuber 10 sec dans l’EtOH 100% 



Matériels et méthodes 

90 

 

- Incuber les sections avec RNAscope® Protease Plus pendant 5min à 40°C dans le four 

à hybridation HybEZ™. En parallèle, préparer 3L de Wash Bufer 1X (RNAscope® 50X Wash 

Buffer) 

- Rincer les lames 2x 1min avec de l’H2O, et éliminer le surplus de liquide 

- Ajouter une goutte de sonde par section (~50µL), et incuber 2H à 40°C dans le HybEZ™ 

- Laver les lames 3x 5min avec le Wash Buffer 1X  

-  Stocker les lames dans du 5X SSC toute la nuit à RT  

- Le lendemain, placer Amp1-3, HRP-C et HRP-Blocker à RT 

-  Laver les lames 2x 2min à RT avec du Wash Buffer 

-  Eliminer le surplus de liquide et incuber les lames 30 min à 40°C dans le HybEZ™ 

avec une goutte de Amp1-FL. Parallèlement, diluer le TSA Plus Fluorophore-Opal 570 au 1 

:1500 dans le RNAscope® TSA Buffer. 

- Laver les lames 3x 5min avec le Wash Buffer sous agitation 

- Eliminer le surplus de liquide et incuber les lames 30 min à 40°C dans le HybEZ™ 

avec une goutte de Amp2-FL 

- Laver les lames 3x 5min avec le Wash Buffer sous agitation 

- Eliminer le surplus de liquide et incuber les lames 15 min à 40°C dans le HybEZ™ 

avec une goutte de Amp3-FL 

-  Laver les lames 3x 5min avec le Wash Buffer sous agitation 

- Eliminer le surplus de liquide et incuber les lames 15 min à 40°C dans le HybEZ™ 

avec une goutte de HRP-C1 ou HRP-C2 ou HRP-C3 selon la sonde utilisée 

- Laver les lames 3x 5min avec le Wash Buffer sous agitation 

- Eliminer le surplus de liquide et incuber les lames 30 min à 40°C dans le HybEZ™ 

avec une goutte de TSA Plus Fluorophore-Opal 570 1 :1500 

- Laver les lames 3x 5min avec le Wash Buffer sous agitation 

- Eliminer le surplus de liquide et incuber les lames 15 min à 40°C dans le HybEZ™ 

avec une goutte de HRP-Blocker 

- Laver les lames 3x 5min avec le Wash Buffer sous agitation 

- Développer HRP-2 et HRP-C3 si nécessaire   

- Laver les lames et continuer le protocole « immunofluorescence sur tissu » à partir de 

l’étape du blocage en 5 % de sérum de de chèvre, 2 % de BSA, 0,1 % de Tween 20 

 

Les images d’hybridation in-situ ont été réalisées à l’aide du microscope High Content 

Screening Yokogawa CQ1 (Yokogawa, Tokyo, Japan) et de la caméra sCMOS (Olympus, 
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Hamburg, Germany). L’analyse a été réalisée à partir du logiciel QuPath software (version 

0.2.3). 

V. Expérimentation animale 

 

Toutes les expérimentations ont été réalisées en accord avec les recommandations de 

l’Union Européenne pour l’expérimentation animale. Le projet a été approuvé par le comité 

d’éthique et scientifique (agrément# 33946 Rhône-Alpes). Les manipulations ont été réalisées 

sur des souris mâles et femelles. 

− Les animaux 

 

Pour ce projet des souris C57BL6 (mâles et femelles) jeunes de 2 mois et âgées de 18 mois 

ont été achetées chez Janvier Labs (St Berthevin, France). Les souris âgées ont été préservées 

jusqu’à leur 22 mois. Un suivi hebdomadaire du poids et de la température interne (sonde rectal) 

a été réalisé selon les recommandations du comité d’éthique. Le souris Trpv3-KO (de fond 

génétique C57BL6) sont issues de spermatozoïdes cryoconservés. La reviviscence de la lignée 

Trpv3-KO a été réalisée par la plateforme AniRA - PBES - SFR BioSciences (UAR3444/US8). 

Les souris ont été hébergées avec un accès ad libitum à la nourriture et à l'eau, dans une pièce 

à température contrôlée (environ 23°C) avec un cycle lumière/obscurité de 12 heures. Les souris 

WT jeunes et Trpv3-KO ont été manipulées à 2 mois, et les souris WT âgées à 22 mois. 

− Tests comportementaux 

 

1) Le Tail-Flick 

- Maintenir la souris (vigile) dans un dispositif de contention, et couvrir sa tête avec un 

tissu.  

- Placer la queue (à environ 1,5 cm de l'extrémité) sous une source de chaleur radiante 

produite par une lampe halogène (2TC séries 8 Model, ITT Inc. Life science, CA, USA) 

préalablement étalonnée pendant 30 s pour délivrer une chaleur de 25 W (vitesse de 

chauffage de 1,3 °C/s). 

- Mesurer le délai de retrait de la queue. Un temps limite de 10 s a été imposé pour éviter 

toute lésion tissulaire. 
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- Réaliser cinq mesures de latence de retrait de la queue, puis moyenner les valeurs pour 

chaque souris afin de déterminer le seuil thermique nociceptif de l'animal. 

2) Le Hot plate 

- Placer la souris consciente sur une plaque chauffante (Bioseb, USA, #BIO-CHP) 

calibrée à 55°C.  

- Mesurer manuellement à l'aide d'un chronomètre le délai dans le changement de 

comportement de la souris (saut ou léchage de patte). Un temps limite de 10s a été 

imposé pour éviter tout dommage aux tissus.  

- Réaliser trois mesures de latence puis moyenner les valeurs pour chaque souris afin de 

déterminer le seuil thermique nociceptif de l'animal 

− Mesure de la perte en eau trans-épidermique (TEWL) 

 

- Dépiler les souris 2 jours avant la manipulation.  

- Anesthésier les souris avec du thiopental (i.p. 75 mg kg-1 de poids corporel). 

- Placer la sonde AquaFlux™ (BioX, Model AF200 TEWL, UK) sur le dos des souris et 

mesurer la TEWL. 

- Réaliser deux mesures de TEWL par souris. Les résultats obtenus avec le AquaFlux™ 

software ont été moyennés puis exprimés en g/(m2h). 

− Mesure de la réponse vasculaire 

 

La mesure de la réponse vasculaire a été réalisé sous l’effet d’un chauffage local ou global 

sur des souris faiblement anesthésiées (thiopental i.p. 75 mg.kg-1 de poids corporel). En 

parallèle du chauffage local, une iontophorèse ACh ou SNP a été réalisée pour évaluer la 

réactivité fonctionnelle des vaisseaux. 

1) Iontophorèse ACh et SNP 

- Dépiler les souris deux jours avant la manipulation. 

- Anesthésier les souris au thiopental (75mg.kg-1 de poids corporel). 

- Pour mesurer la réponse vasculaire cutanée indépendante de l'endothélium, préparer la 

sonde laser Doppler (481-1, Perimed Sweden) pour iontophorèse transcutanée avec du 

nitroprussiate de sodium (SNP) (2 %). Placer la sonde laser Doppler sur le dos des souris 

et appliquer un courant cathodique de 100 mA pendant 20s. 



Matériels et méthodes 

93 

 

- Pour une réponse dépendante de l'endothélium, préparer la sonde laser Doppler (481-1, 

Perimed Sweden) pour iontophorèse transcutanée avec de l'acétylcholine (ACh) (2 %). 

Placer la sonde laser Doppler sur le dos des souris et appliquer un courant anodique de 

100 mA pendant 20s 

- Enregistrer les données à l’aide du système d'acquisition de données (Biopac) et 

analyser les données avec le logiciel Acknowledge Biopac. 

- Exprimer les données relatives au débit sanguin en augmentation maximale en % du 

débit sanguin par rapport à la ligne de base sur toute la période d'enregistrement (20 

min) suivant l'administration iontophorétique. 

2) Chauffage local 

- Placer la sonde laser Doppler (457, Perimed, Suède) sur la zone plantaire de la patte 

arrière de souris légèrement anesthésiées.  

- Enregistrer le débit sanguin de base pendant 1 minute pour s'assurer que les réponses 

vasculaires hémodynamiques sont bien stabilisées après l'anesthésie, comme cela a été 

décrit précédemment [129]. 

- Exposer la patte arrière à un chauffage local, à une vitesse de 1°C/min pendant 10 

minutes (de 33 à 40°C) à l'aide d'une unité de Temp (PF 5020, Perimed, Suède). 

- Observer une augmentation du flux sanguin cutané (vasodilatation). 

Les résultats sont exprimés en (1) unités de flux arbitraires relatif pendant toute la période 

d'enregistrement ou (2) unités de flux arbitraires (x 103 unités de flux) mesurées comme surface 

sous le flux enregistré en fonction du temps pendant toute la période d'enregistrement pour une 

exposition à la température de 10 minutes ou (3) une mesure de l'augmentation maximale en % 

du flux sanguin depuis la ligne de base avant le chauffage jusqu'à la fin de l'exposition à la 

chaleur (vasodilatation maximale observée à 40 °C). 

3) Chauffage globale 

- Mesurer la température interne des souris faiblement anesthésiées au thiopental 

(75mg.kg-1 de poids corporel) à l’aide d’une sonde rectal (Physitemp, # RET-3) reliée 

à un BAT-12 (Physitemp, BAT-12 Microprobe Thermometer).  

- Enregistrer la température rectale en continu grâce au système d'acquisition de données 

Biopac. 

- Placer les souris dans une enceinte chauffante à 33°C pendant 15 minutes. 

- Augmenter la température de l’enceinte chauffante de 1°C/min jusqu’à 40°C. 
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- Analyser les résultats avec le logiciel Acknowledge Biopac. Les résultats sont 

représentés par (1) l’augmentation de la température interne en fonction de la 

température de l’enceinte, (2) l’aire sous la courbe. 
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Résultats de thèse 

 Rôle du canal TRPV3 dans l’initiation  

de la vasodilatation cutanée 

 au cours du vieillissement  
 

 

 

 

 



Résultats de thèse– Article scientifique 

96 

 

I. Article scientifique  

 

Nos résultats sont en révision dans le journal Geroscience (Juin 2023) sous la forme 

d’un article scientifique que je signe en premier auteur. L’intégralité du manuscrit est présentée 

pages 98-123. 

− Résumé 

 

La peau, en plus de sa fonction barrière, assure diverses fonctions dont la 

thermorégulation. Pour cela, la peau présente de nombreux capteurs/senseurs capables de 

détecter les variations de température (même minimes) afin de déclencher les processus de 

thermorégulation. On parle de thermo-senseurs cutanés. Cependant, au cours du vieillissement, 

certaines fonctions de la peau sont altérées, d’une part à cause des modifications structurales de 

la peau, et d’autres part à cause d’un affaiblissement des nombreux mécanismes cellulaires, 

biochimiques et géniques. Chez les individus âgés les capacités sensorielles, dont la détection 

des températures (modérées en particulier), sont altérées. Ces défauts sensoriels 

s’accompagnent d’un défaut des mécanismes de thermorégulation, conduisant à une 

accumulation de la chaleur au niveau de la peau. Comprendre les mécanismes sous-jacents à ce 

défaut de thermorégulation vasculaire est d’une importance primordiale compte tenu de la 

population vieillissante. 

Nous avons précédemment mis en évidence un défaut de thermorégulation vasculaire 

cutanée chez les souris Trpv3-KO (mâles uniquement) en réponse à l’application locale d’un 

stress thermique ou une exposition globale à la chaleur. L’absence de défauts neuro-vasculaires 

cutanés chez les souris Trpv3-KO souligne l’importance de TRPV3 dans la détection et la 

régulation microvasculaire de la peau face à la chaleur. Nous avons donc émis l’hypothèse que 

l’inactivation ou la perte de ce thermo-senseur épidermique avec l’âge, pourrait perturber la 

détection des températures modérées et retarder ou limiter la réponse vasculaire cutanée 

associée face à une exposition thermique (chaleur). 

L’article issu des travaux menés au cours de cette thèse définit le rôle du canal TRPV3 dans 

le défaut de thermorégulation cutanée au cours du vieillissement via des approches in vivo, ex 

vivo et in vitro.  

Nous avons étudié les capacités de vasodilatation cutanée en réponse au chauffage chez des 

souris témoins jeunes (2 mois) et âgées (22 mois) et des souris jeunes Trpv3-KO (2 mois). Chez 
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les souris âgées mâles et femelles, la réponse vasculaire cutanée induit par un chauffage local 

est diminuée. De manière intéressante, le profil de réponse à la chaleur locale est identique entre 

les souris âgées et les souris Trpv3-KO. En absence de dysfonctions endothéliale et sensorielle 

chez les souris âgées, ces données suggèrent une défaillance de la détection initiale de la chaleur 

via TRPV3. L’expression de TRPV3 dans la peau était diminuée au cours du vieillissement 

chronologique chez l’être humain et dans une zone de thermorégulation des souris (coussinet). 

Par ailleurs, l’activité intrinsèque de TRPV3 était moins marquée dans les kératinocytes âgés. 

Enfin, la libération d’ATP après stimulation de TRPV3 observée dans les kératinocytes jeunes 

était absente dans les kératinocytes âgés. Ceci laisse supposer une altération de la transduction 

de stimuli (thermique ou pharmacologique) par TRPV3. 

L’ensemble de nos résultats montre une forte baisse de l'expression et de l'activité de 

TRPV3 au cours du vieillissement, ce qui pourrait contribuer à l'altération de la 

thermorégulation vasculaire de la peau âgée. Cette étude réalisée sur modèles murins et humains 

apporte de nouvelles connaissances sur les mécanismes de transduction du signal thermique par 

le canal TRPV3 kératinocytaire. Elle ouvre également de nouvelles perspectives sur la 

communication entre les kératinocytes et les terminaisons nerveuses libres.  
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Abstract  

Sensing temperature is vitally important to adapt our body to environmental changes. Local warm 

detection is required to initiate regulation of cutaneous blood flow, which is part of the peripheral 

thermoregulatory mechanisms, and thus avoid damage to surrounding tissues. The mechanisms 

mediating cutaneous vasodilation during local heat stress are impaired with aging. However, the impact 

of aging on the ability of the skin to detect subtle thermal changes is unknown. Among heat-activated 

cation channels, transient receptor potential vanilloid 3 (TRPV3) is a thermosensor predominantly 

expressed on keratinocytes and involved in local vascular thermoregulatory mechanisms of the skin in 

young mice. In the present study, using a murine in vivo model of local heat exposure of the skin, we 

showed that heat-induced vasodilation was reduced in old mice associated with reduced expression of 

TRPV3 channels. We also found a decrease in expression and activity of TRPV3 channel, as well as 

reduced TRPV3-dependent adenosine tri-phosphate release in human primary keratinocytes from old 

donors. This study shows that aging alters the epidermal TRPV3 channels, which might delay the 

detection of changes in skin temperature, thereby limiting the mechanisms triggered for local vascular 

thermoregulation in the old skin. 

Key words: TRPV3, keratinocytes, heat-induced vasodilation, aging  
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Introduction  

The skin is the largest organ of our body. This envelop is involved in various functions, 

including temperature detection required to initiate regulation of cutaneous blood flow [1,2]. During 

environmental thermal stress, changes in skin temperature occurs prior to changes in core temperature, 

and allow a rapid and appropriate response to heat (vasodilation) or cold (vasoconstriction) [3]. 

Adaptation of the skin blood flow thus plays an essential role in thermoregulation, and therefore prevents 

damages to nearby tissues. The physiological regulation of the skin blood flow relies on the activation 

of the autonomic and sensory nervous system through the release of vasoactive neuropeptides [4], but 

also on the release of vasoactive factors by the endothelial cells [5,6]. The mechanisms underpinning 

the cutaneous vasodilation during local heat stress have been extensively studied [3,6–8], and include 

an initial increase of skin blood flow (axonal reflex), followed by a plateau predominantly dependent of 

the nitric oxide (NO) pathway.  The effects of aging are also well characterized with a reduction in the 

ability to raise skin blood flow during local heat stress, due to a decrease of sympathetic transduction 

and endothelial dysfunction [9–15], including decrease of endothelium NO synthase (eNOS) activity 

and NO bioavailability.  Although sensing environmental temperature changes is vitally important for 

the body to properly adapt its vascular thermoregulatory responses to local heat stress, temperature 

detection process remains poorly studied. It is therefore crucial to further improve our understanding of 

the impact of age progression on the physiological mechanisms of thermoregulation and in particular on 

the trigger mechanisms (local detection of moderate skin temperature changes). 

Historically, sensory nerve endings passing through the epidermis were thought to be the 

exclusive transducers for temperature detection and consequently, thermoregulation [3,16,17]. Since the 

discovery of thermo-sensors of Transient Potential Vanilloid Channels (TRPV) family [18–20], 

substantial advances have been made on thermal sensors biology. Interestingly, keratinocytes, the major 

cell population of the epidermis, also expressed several thermo-sensors such as TRPV1, TRPV3, TRPV4 

[21]. Our knowledge on the relationship between the thermo-TRP channels and the heat-evoked 

cutaneous vasodilation response is just emerging and has yet mainly focused on TRPV1 [22,23]. Being 

able to accurately detect subtle 1°C temperature deviations from our thermoneutral skin temperature of 

around 33°C, TRPV3 and TRPV4 channels localized on the epidermal keratinocytes [19,24,25] are 

likely to be first activated by local warming of the skin, ultimately triggering cutaneous vasodilation. 

However, it has recently been shown that TRPV4 channels did not contribute to the regulation of 

cutaneous vasodilation in human skin during local thermal hyperemia [26]. In contrast, using a murine 

model we previously demonstrated that epidermal TRPV3 acts as a crucial cutaneous thermo-sensor for 

the local thermoregulatory control of skin blood flow. Indeed, the local heat-evoked vasodilation was 

impaired in Trpv3-KO mice associated with local heat loss disruption, but not in Trpv1-KO mice 

[27].This phenomenon requires mainly peptidergic nerve endings through calcitonin gene-related 

peptide (CGRP) release and NO produced by endothelial cells. Moreover, TRPV3 can answer to a heat 

stimulus by releasing various mediators such as adenosine tri-phosphate (ATP), NO, prostaglandin E2 
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(PGE2), nerve growth factor (NGF) [28–31]. Deprivation of cutaneous heat-induced vasodilation in 

Trpv3-KO mice was associated with a faster increase of internal temperature in passive whole-body 

heating, exhibiting an attenuated physiological ability to dissipate heat due to a reduced cutaneous 

vasodilation [27]. Trpv3-KO mice also present a profound deficit in sensing warm external temperature 

and have a preference for cooler temperature (25°C) [32]. Such deficit in response to thermal change 

was also observed in elderly people [12,33,34]. We thus hypothesized that a decrease of TRPV3 

expression or activity in keratinocytes could be involved in the default of warm detection and thus 

cutaneous vascular thermoregulation during aging. 

In the present study, we firstly compared the vascular response of the skin in young and old 

control mice, as well as young Trpv3-KO mice upon a local heat exposure. To explore the impact of 

aging on epidermal TRPV3 channels, we analyzed the expression of TRPV3 channel in biopsies from 

young and old humans, as well as in mouse skin. We also measured TRPV3 activity from young and 

old human primary keratinocytes using calcium imaging. To identify the impact of aging on the soluble 

mediators released by epidermal keratinocytes following TRPV3 activation, we evaluated cytokines and 

other factors such as ATP, a cell communication mediator, following TRPV3 activation in 2D culture 

of young and old human primary keratinocytes. Our data showed a default of heat-induced vasodilation 

in old mice, also observed in Trpv3-KO mice. Moreover, our results demonstrated a strong decline of 

both expression and activity of TRPV3 in old human primary keratinocytes, which could contribute to 

the impaired initial thermal detection (>33°C) and consequently thermoregulation in the elderly 

population. 

 

Materials and Methods  

Animals 

Young (2 months) and old (22 months) C57BL6 mice and young (2 months) Trpv3-KO mice (raised on a C57BL6 

background) were used in all experiments. Mice were housed with ad libitum access to food and water, in a 

temperature-controlled room (about 23°C) with a 12-hours light/dark cycle. All experiments were conducted in 

accordance with European Union recommendations for animal experimentation and approved by scientific and 

ethics committees (agreement, #33946 Rhone-Alpes ethics). Special effort was made to minimize the number as 

well as the stress and suffering of mice used in this study. As they age, mice can lose weight and lower their 

internal temperature. These two parameters were monitored at least once a week for aged mice (>15 months old). 

 

Assessment of skin blood flow 

For the skin blood flow experiments, mice were anesthetized with thiopental (i.p. injection at 

75 mg.kg-1 of body weight). Anesthesia was monitored to ensure an appropriate anesthetic depth to 

avoid the confounding effects of movement artifacts on laser Doppler flowmetry. Anesthetized mice 

were placed in an incubator maintained at 30 °C in order to better control cutaneous temperature 

throughout the experiment (35.5±0.1°C) and avoid anesthesia-mediated hypothermia. Cutaneous blood 
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flow and cutaneous temperature were continuously recorded by a data acquisition system (Biopac) and 

subsequently analyzed (Acknowledge Biopac). In addition, systolic arterial blood pressure was 

monitored using a tail cuff system (IITC INC Life Science Inc.) before and after the experiments. At the 

end of each experiment, animals were killed and whole (epidermis and dermis) skin samples were taken 

in the plantar hindpaw and hairless back.  

 

Heat-evoked response in the plantar hindpaw by laser Doppler flowmeter 

Cutaneous blood flow was measured in the plantar hindpaw area using a laser Doppler probe (457, 

Perimed, Sweden) in lightly anesthetized mice The heating model consisted of recording 1-min baseline 

blood flow to ensure that the haemodynamic vascular responses had stabilized following anesthesia, as 

previously described [27]. Briefly, the hindpaw was exposed to local heating at a rate of 1°C/min for 10 

min (from 33 to 40°C) using Temp Unit (PF 5020, Perimed, Sweden). The response to local heating 

consisted of an increase in cutaneous blood flow (vasodilation). Results are expressed as (1) arbitrary 

flux units during the entire recording period or (2) arbitrary flux units (x 103 flux units) measured as 

area under the recorded flux versus time for the entire recording period for 10-min temperature exposure 

or (3) a measure of maximum % increase in blood flow from preheating baseline to the end of the heat 

exposure (maximum vasodilation observed at 40 °C). 

 

Endothelium-independent and -dependent responses on the dorsal skin by laser Doppler flowmeter coupled to 

iontophoresis 

Skin blood flow was measured on a hairless area of the back of mice anesthetized with thiopental 

(75mg.kg-1 body weight) using a laser Doppler probe (481-1, Perimed Sweden) for transcutaneous 

iontophoresis (probe area ≈ 1.08 cm²). Hair was removed using depilatory lotion two days prior to 

iontophoresis. Cutaneous blood flow was recorded during 1-min baseline period prior to iontophoresis. 

The endothelium-independent response was assessed by using iontophoretic delivery of sodium 

nitroprusside (SNP) (2%) with a cathodal current application of 100 mA for 20 s, while the endothelium-

dependent responses were assessed by using iontophoretic delivery of acetylcholine (ACh) (2%) with 

an anodal current application of 100 mA for 20 s. The iontophoresis technique was chosen to assess in 

vivo skin microvascular function to avoid any systemic effects. Blood flow data were expressed as a 

measure of maximum % increase in blood flow from baseline over the entire recording period (20 min) 

following iontophoretic delivery.  

 

Assessment of thermal function of skin sensory nerve endings  

Tail-flick  

The conscious mouse was maintained in a restrainer and a cloth was used to cover their head. The tail 

(about 1.5 cm from the tip) was placed under a radiant heat source produced by a halogen lamp of a 

device (2TC series 8 Model, ITT Inc. Life science, CA, USA) previously calibrated for 30 s to deliver 



Résultats de thèse– Article scientifique 

 

103 

 

25 W of heat. The heating rate was 1.3 °C/s, and the delay in tail removal was measured. A cutoff time 

of 10 s was imposed to prevent tissue damage. Five measurements of the tail withdrawal latency were 

taken and averaged for each mouse to determine the nociceptive thermal threshold for the animal. 

 

Hot plate 

The conscious mouse was placed on a Bioseb hot plate (Bioseb, USA, #BIO-CHP) calibrate at 55 °C. 

The delay in mouse behavioral change (jump or paw licking) was manually measured using a 

chronometer. A cutoff time of 10 s was imposed to prevent tissue damage. Three measurements of 

latency were taken and averaged for each mouse to determine the nociceptive thermal threshold for the 

animal. 

 

In situ hybridization  

Human paraffin embedded tissue microarray (TMA: #SK244A and #SKN1001), were purchased from 

US Biomax (Derwood, MD, USA). Details on skin sample are presented on Supplementary Table 1. In 

situ hybridization of TRPV3 was performed using RNAscope® Multiplex Fluorescent Reagent Kit v2 

(bio-techne, France, 323100) according to the manufacturer’s instructions. TRPV3 probe were labeled 

with Opal 570 (1:1500) supplied with the kit. At the end of the amplification and signal development, 

tissue sections were washed 3 times with PBS and blocked with PBS containing 5 % goat serum, 2 % 

BSA and 0.1 % Tween20 for at least 1 h at RT. After washing steps, primary antibodies targeting KRT14 

(Abcam, ab181595, 1:400) were incubated overnight at 4°C. Sections were washed and incubated with 

secondary antibodies (Thermo Fischer Scientific, #A-21245, 1:1000) 45 min at RT and nuclear staining 

was performed using ProLongTM Glass Antifade Mountant with NucBlueTM (Thermo Fischer 

Scientific, #P36981). Negative controls were performed using probe diluent supplied with RNAscope 

kit. Images were visualized using High Content Screening Yokogawa CQ1 microscope (Yokogawa, 

Tokyo, Japan), digitalized using sCMOS camera (Olympus, Hamburg, Germany) and analyzed using 

QuPath software (version 0.2.3). 

 

Cell Culture 

Human primary keratinocytes (HPK) were isolated in-house from skin biopsies as previously described 

[6], or purchased from Lonza (Basel, Switzerland, #00192627). Skin biopsies were obtained from the 

DermoBioTec tissue bank at Lyon (Tissue Transfer Agreement n°214854) with the informed consent of 

adult donors (non-pathological tissues from abdomen or breast), in accordance with the ethical 

guidelines (French Bioethics law of 2021). Donor specifications are indicated in Supplementary Table 

2. HPK were cultured in KBM Gold medium (Lonza, #00192060) at 37 °C and 5 % CO2. The culture 

medium was renewed three times a week and cells were maintained to no more than passage 4. 
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RNA extraction and Real-Time PCR 

For tissue RNA extraction, plantar hindpaw were immersed in RNA-later for 24 h at 4 °C and further 

stored at -80 °C. Total RNA was isolated using RNeasy® Fibrous Tissue Mini Kit (Qiagen, France, 

#74704), according to the manufacturer’s instructions. For cell RNA extraction, 6 h after treatment, cells 

were washed 3 times with PBS and RNA were extracted using NucleoSpin® RNA Plus (Macherey-

Nagel, 740984.250). Quantity and purity of RNA were evaluated using NanoDrop ™ 2000. cDNA 

synthesis was performed from at least 200 ng of RNA using PrimeScriptTM RT reagent kit (Takara Bio 

Europe, #RR037A) and analyzed in real-time qPCR using SYBR® Premix ExTaqII (Takara Bio Europe, 

# RR820A) on an AriaMx Realtime PCR system (Agilent Genomics, Santa Clara, CA, USA). Results 

were normalized to TBP and RPL13A (human) or Rpl13a and Eif4h (mouse) housekeeping genes 

expression levels, using the 2−ΔΔCt quantification method. RT-qPCR program and primers were listed 

in Supplementary Table 3. 

 

Chemical compounds  

The TRPV3 agonists carvacrol (Sigma-Aldrich, France, # W224511) and 2-Aminoethoxydiphenyl 

borate (Sigma-Aldrich, France, #100065-100MG) and the TRPV3 antagonist isochlorogenic acid B 

(MedChemExpress, Sweden, #HY-N0057) were sequentially diluted in DMSO (stock solutions) and 

further diluted in KGM-gold just before use. All chemical treatments were performed when cells reached 

70 % confluence, with, depending on the conditions, 50 µM 2-APB, 300 µM Carvacrol, 100 µM IAB 

or an equivalent volume of DMSO diluted in medium. 

 

Ca2+ measurement 

Cells were cultivated in µ-Dish 35mm High (Ibidi GmbH, #81156). After 45 min incubation at 37 °C 

with 2 µM of fura-2-acetoxymethyl ester (Fura2-AM) (Thermo Fischer Scientific, #F1221) in culture 

medium, cells were washed twice for 5 min with a Hank’s Balanced Salt Solution (HBSS 1X) with 

1,26mM Ca2+ and 0,49 mM Mg2+ (Gibco, UK, #14025-050), and placed at RT on a DMI6000 inverted 

wide-field microscope (Leica microsystem). Images were acquired with an Orca-Flash 4.0 Scientific 

CMOS camera (Hamamatsu) using a 40X oil-immersion objective. Using a Lambda DG-4+ filter (Sutter 

instruments), Fura-2 AM was excited at 340 and 380 nm and the fluorescent signal emitted measured at 

510 nm. Images (1024 × 1024 pixels) were taken with a 3 s interval. Fluorescence ratios 

(F340 nm/F380 nm) were analyzed with MetaFluor 6.3 (Universal Imaging) after removing background 

fluorescence[34]. After 1 min of baseline, cells were treated with or without IAB (100 µM) for 10 min 

and then with Carvacrol (300 µM) for 5 min, or 2-APB (50 µM) 2 min and Carvacrol (300µ M) 5 min. 

Results are expressed as ratio 340/380 for each cell (~30/field) of each donor. 
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Luminex multiplex assay 

Procartaplex 17 Plex (Life Technologies, France, #PPX-17) were designed in order to identify cytokines 

in cell supernatant 16 hours after treatment: EGF, FGF-2, FGF-21, INFα, IFNβ, INFγ, IL-1α, IL-1β, IL-

6, IL-8, IL-17A, IL-23, IL-29, NGF-β, TGF-α, VEGF-A and VEGF-D. Measurement of cytokines were 

done according to the manufacturer’s instruction with MAGPIX®. Cell culture supernatants were 

collected 16h after treatment. 

 

Extracellular ATP assay 

RealTime-Glo™ Extracellular ATP Assay (Promega, France, #GA5010) was used to measure ATP 

released after 10 min following TRPV3 activation. Doxorubicin (Sigma-Aldrich #D1515) 50 nM was 

used as positive control.  

 

Statistics 

Data are expressed as mean ± SD or mean ± SEM or median (IQR). According to the normality (Shapiro-

Wilk test), statistical significance was calculated by student t.test or Mann-Withey, One-way analysis 

of variance (ANOVA1) or Kruskal-Wallis, Two-way analysis of variance (ANOVA2), and Pearson 

correlation using Prism software (version 7.0, GraphPad Software, San Diego, CA, USA). Mean 

differences were considered statistically significant when p < 0.05. * p < 0.05, ** p < 0.01, *** p < 

0.001, **** p < 0.0001. 

 

Results 

Cutaneous heat-induced vasodilation is reduced in a similar fashion in young Trpv3-KO and old 

mice  

Using the murine in vivo model as previously [27], we measured cutaneous blood flow on 

hindpaw of young wild-type (WT; 2 months), old wild-type (22 months) and young Trpv3-KO (2 

months) mice in response to a local heat exposure (from 33 to 40 °C) (Figure 1A-B). Young WT mice 

displayed a blood flow increase immediately after the onset of local heating. With exception of Trpv3-

KO female mice (max temperature achieved: 36 °C), the cutaneous blood flow of old and Trpv3-KO 

mice did not increase significantly from baseline compared to young WT mice (34.2°C for both male 

and female) (Figure 1A-B). As expected, the heat-induced vasodilation was significantly lower in old 

mice compared to young WT mice (Figure 1C-D). In contrast, heat-induced vascular response was not 

different between young Trpv3-KO mice and old WT mice (Figure 1C-D). The cutaneous vascular 

function (on back skin) assessed with acetylcholine and sodium nitroprusside, the systolic arterial blood 

pressure and skin temperature at baseline were not different between all groups, strengthening that 

neither aging nor TRPV3 inactivation impaired endothelium or vascular smooth muscle integrity 

(Supplementary Figure 1 A-D). Thus, the delay of local heat-induced vasodilation in old WT mice was 

not due to a vascular defect. Using sensory tests (tail flick and hot plate) we showed that the nociceptive 
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responses were well-preserved in old WT and Trpv3-KO mice compared to young WT mice 

(Supplementary Figure 1E-F). These data suggest that the default of local heat-induced vasodilation in 

old mice was due to a failure of the initial heat detection (likely via warm-sensitive TRPV3) and/or 

consequent triggering neurovascular mechanisms, rather than peripheral sensory nerve impairments.  

 Altogether, these results highly suggested that impairment of heat-induced vasodilation in old 

WT mice is related to a decreased ability to sense heat (≥33°C), likely due to an altered TRPV3 function. 

 

TRPV3 expression is decreased with aging in both mouse and human epidermis 

As Trpv3-KO and old WT mice displayed a similar deficit in response to local heat, we explored 

the epidermal expression of Trpv3 in young and old WT mice. Using RT-qPCR, we found a ~ 47% 

decrease of Trpv3 transcripts in old mice as compared to young animals in hindpaw skin, the major skin 

area involved in thermoregulation with the tail (Figure 2A). In contrast, this decrease in Trpv3 

expression was not observed in the back skin, which is not involved as a thermoregulatory area 

(Supplementary Figure 2A). It is noteworthy to note that the expression of Trpv3 is significantly higher 

in hindpaw skin than in back skin regardless of both age and sex (Supplementary Figure 2A). These 

results demonstrate a specific decrease of epidermal Trpv3 expression with aging in a thermoregulatory 

area, which could contribute to the impaired vasodilation on exposure to local heat in old mice. 

To further confirm the negative effect of aging on epidermal TRPV3, we looked at TRPV3 expression 

in human skin sections from both gender of several ages (Figure 2B-E). As TRPV3 localization is still 

controversial in the literature [36–38], we used fluorescent RNA in-situ hybridization of TRPV3 in 

combination with cytokeratin-14 (KRT14) immunostaining (Figure 2B-E). We showed that the 

percentage of TRPV3-positive cells (Figure 2F), as well as the number of TRPV3 transcripts per 

keratinocyte (Figure 2G) gradually decrease with aging in men and women (see Supplementary Table 1 

for more details). Accordingly, a strong negative correlation was determined between TRPV3-positive 

cells (r-0.7603) or estimated TRPV3 transcripts per cell (r-0.7799) and the age. In addition, the KRT14 

immunostaining allowed to discriminate basal cells (KRT14+) and suprabasal cells (KRT14-) (Figure 

2H). Remarkably, when we compared the expression of TRPV3 in old human biopsies (mean age 71.25 

years) with young ones (mean age 33.5 years), we only observed a decrease in basal cells, but not in 

differentiated keratinocytes. These results strongly suggest that aging negatively affects the expression 

of TRPV3 in the proliferating basal layer of human epidermis. 

 

TRPV3 activity is reduced with aging in human primary keratinocytes 

Since we already demonstrated that primary skin cells retain some features of aging when they 

are cultured in vitro [39–41], we took advantage of this 2D model to measure the TRPV3 channel 

intrinsic activity. To do so, we used a cytosolic Ca2+ radiometric dye (Fura-2AM) to follow intracellular 

Ca2+ flux at the single cell level in human primary keratinocytes from young (mean age 32.6 years) and 

old (mean age 81.8 years) individuals (Figure 3). We first confirmed the decrease of TRPV3 expression 
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in “old” keratinocytes (Supplementary Figure 3A). We next validated the specific activation of TRPV3 

channel by its agonist carvacrol [42,43], which effectively induced the intracellular Ca2+ entry in 

keratinocytes from young skin (Supplementary Figure 3B-C). This effect was totally abolished by the 

co-treatment with the TRPV3 antagonist isochlorogenic acid B (IAB) [44], which confirm the specificity 

of TRPV3 activation (Supplementary Figure 3B-C). In addition, TRPV3 can be sensitized and increases 

its response upon repetitive stimuli [45,46]. Indeed, the sensitization with 2-APB followed by 

stimulation with carvacrol significantly increased the Ca2+ flux in keratinocytes compared to carvacrol 

only (Supplementary Figure 3D). Therefore, we used this dual treatment (2-APB sensitization + 

carvacrol activation) to get the maximal stimulation of TRPV3. With this treatment, we observed an 

increase of intracellular Ca2+ flux in both young and old primary keratinocytes (Figure 3). However, the 

maximal response of TRPV3 channel was ~31 % lower in old keratinocytes (Figure 3B). In addition, 

the TRPV3 antagonist IAB strongly reduced the intracellular Ca2+ flux in young keratinocytes but 

completely abolished the response in old ones (Figure 3A-B). These results indicate that the intrinsic 

activity of the TRPV3 channels is less effective in old keratinocytes, likely due to a decrease of its 

expression with aging. 

 

TRPV3-dependent ATP release is altered with aging in human primary keratinocytes 

After exploring the expression and the activity of the TRPV3 channel, we aimed at 

characterizing the effect of aging on the release of TRPV3-dependent mediators. We first decided to 

focus on a well-known downstream pathway of TRPV3, the EGFR/TGF-α/NFκB pathway [36,47,48]. 

Using Luminex bead-based multiplex immunoassay, we found that TRPV3 stimulation (2-

APB+carvacrol) induced an equivalent release of TGFα in young and old keratinocytes (Figure 4A). 

This TRPV3-dependent release of TGFα was blocked by the TRPV3 antagonist IAB (Figure 4A). The 

same tendency was observed by RT-qPCR for the following cytokines IL-1β, IL-6, IL-8, and NGF-β 6h 

(Figure 4B-E), suggesting that the TRPV3/EGFR/TGF-α/NFκB pathway was not affected with aging in 

human primary keratinocytes. 

ATP is a key messenger involved in cell communication and various biological processes [49–52], 

including in temperature transmission from keratinocytes to sensory nerve endings [28]. In order to 

evaluate the impact of aging on the ability of keratinocytes to release ATP in response to TRPV3 

stimulation, we quantified extracellular ATP released by young and old keratinocytes using 

luminescence ATP assay. We found that ATP release after TRPV3 activation was strongly reduced in 

old compared to young keratinocytes (Figure 4F). Moreover, IAB significantly decreased ATP release 

only in young cells. These results indicate that aging impairs TRPV3-induced ATP release in human 

primary keratinocytes. 

 

Discussion  
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In this study, we provide the first evidence that aging alters epidermal TRPV3, which is 

necessary for temperature detection by the keratinocytes to trigger heat-evoked cutaneous vasodilation. 

The major findings are as follows: (i) aging is associated to a decrease of TRPV3 expression in mouse 

and human skin regardless of sex, (ii) the cutaneous vascular response upon local heat (from 33 to 40°C) 

is almost abolished in old mice, as previously reported in young Trpv3-KO mice (iii) TRPV3 activity 

and ATP release in human primary keratinocytes are greatly diminished with aging.  

We previously demonstrated that vasodilation in response to local heating was reduced in non-

neuropathic old subjects (60-75 years old) compared to young subjects (25-30 years old) [34], 

suggesting that aging alters ability of cutaneous microvessels to adapt to local heat.  In the present study, 

we showed that 22-month-old mice presented a lack of vasodilation upon local heat exposure on paw 

skin (from 33 to 40°C), regardless of sex. This defect was similar to that observed in young male and 

female Trpv3-KO mice (2 months), as previously reported in males [27].  Although endothelial 

dysfunction has been described in very old mice (22-25 months) [10,53,54] and old individuals (~70 

years old) [34,55,56], the old mice we used in the present study (22 months) displayed intact vasodilator 

function of the endothelium and smooth muscle in cutaneous microvessels, as assessed by the 

iontophoresis experiments using acetylcholine and sodium nitroprusside, respectively. As previously 

reported [27], we confirmed the intact vasodilator function of the endothelium and smooth muscle in 

cutaneous microvessels in Trpv3-KO mice. We also showed that old WT mice displayed intact sensory 

nerve integrity using tail flick and hot plate experiments. In a previous study, we already showed that 

motor and sensory nerve conduction velocities were not different between young adult C57BL6/J mice 

(6–7 months) and old mice (22–25 months) [53]. These data suggest that the impaired vasodilation on 

exposure to local heat in old mice is specifically due to a failure of the initial heat detection and/or 

consequent triggered neural mechanisms, rather than to downstream mechanisms required for heat-

evoked vasodilation. 

TRPV3 is an essential cutaneous sensor of warming, playing a primary role in the vascular 

response to heat exposure in young mice [27]. Accordingly, our findings demonstrated that Trpv3 

expression was significantly reduced in the hindpaw skin of old mice compared to young mice. In 

addition, the higher expression of Trpv3 in hindpaw compared to the back skin, regardless of the age, 

underlines the importance of thermo-sensors in thermoregulatory areas [57–59]. We thus suggest that 

the reduced Trpv3 expression in the mouse epidermis alters the detection of moderate temperature in 

old mice and, in turn, triggers mechanisms necessary for the vascular response to local heat exposure. 

We also showed this decrease of TRPV3 expression in elderly subjects, further strengthening the critical 

role of TRPV3 to adapt to local heat in mammalian homeotherms. Here, we showed a strong negative 

correlation between TRPV3 expression and age for both women and men using in situ hybridization. 

We also observed that TRPV3 expression was quite identical in photo-exposed (groin, scalp, face) and 

photo-protected skin areas (back humeral, chest), suggesting that TRPV3 is homogeneously expressed 

in human skin regardless sun exposure. In contrast to TRPV3, TRPV1 channel expression has been 
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shown to increase with aging especially in photo-exposed skin [60,61], implying that TRPV1 expression 

is sensitive to sun-exposure. The temperature activation of TRPV1 being > 42°C, this may suggest that 

elderly are more able to detect painful/burning temperature, related to UV exposure, than moderate 

temperature of 33-39°C (TRPV3 range) [62–64]. In addition to the decrease of TRPV3 expression in 

aged keratinocytes, we also point out for the first time an impaired intrinsic activity of the TRPV3 

channel. Alongside the decreased expression of TRPV3, others alterations may occur with aging. For 

example, it has been shown that some post-translational modifications, such as hydroxylation of TRPV3 

on N242, altered TRPV3 current in HEK cells [65,66]. Indeed, hydroxylation at this site could 

destabilize TRPV3 multimer assembly or interactions with other protein partners that can modulate 

channel gating or addressing to the plasma membrane. However, changes in TRPV3 structure and post-

translational modifications with aging remain unknown and would constitute a promising further study. 

Activation of TRPV3 is associated with the release of various diffusible molecules, that act on 

neighboring cells. Stimulation of the channel is well known to trigger a proinflammatory response [36], 

but the signaling cascade associated with local heat-mediated vasodilation is still not fully depicted. It 

has been already described that keratinocyte can convey heat [28] and touch [67] stimuli through release 

of ATP. In this study, we confirmed that TRPV3 stimulation induced an extracellular ATP release from 

young keratinocytes, but to a less extent from old keratinocytes. As expected, the level of pro-

inflammatory cytokines was not changed in the same context. In addition to its function of an energetic 

molecule, ATP plays various biological roles including sensory transduction via its neuroactive property 

[67] or regulation of blood vessels via its vasoactive property [49,68–70]. Since the discovery of 

synaptic-like contacts between keratinocytes and sensory neurons, it has been strongly suggested that 

keratinocytes could directly communicate with sensory nerve endings in the skin [71,72]. Thus, the ATP 

release from keratinocytes after TRPV3 activation could act on purinergic receptors from sensory nerves 

[49] and might regulate vascular tone in response to heat. Thus, the loss of ATP release with aging may 

compromise communication between sensory nerve endings and keratinocytes in the elderly. In 

addition, skin blood vessel also expressed purinergic receptor [50]. We cannot thus exclude that the 

TRPV3-dependent release of ATP by keratinocytes will directly act on skin blood vessel to regulate 

vascular tone. Finally, keratinocytes can release other neuroactive and/or vasoactive substances than 

ATP, such as CGRP, NO, PGI2 [29,31,73], which could also contribute to local heat-evoked 

vasodilation either by acting on sensory nerve endings or dermal blood vessels. However, how 

keratinocytes can inform and modulate the vascular tone needs further exploration. 

In conclusion, our study confirms that the initial detection of moderate temperature, through the 

warm-sensitive epidermal sensor TRPV3, is crucial for the skin to adapt to thermal stress such as heat. 

This offers a new function of the keratinocyte as a fundamental thermo-sensor and transducer of its 

thermal environment. With aging, decreased expression and activity of TRPV3 could reduce or delay 

the detection of changes in skin temperature, thereby limiting the mechanisms triggered for 

thermoregulation, including cutaneous vasodilation. Thus, TRPV3 may be a reliable target to counteract 
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the thermoregulatory defect in the elderly. Aside TRPV3, decline of cold TRP channels with aging has 

been reported to influence temperature detection and may compromise vascular response to 

environmental cold in old individuals [74]. TRP channels are thus key actors in regulating the cutaneous 

vascular response to environmental temperature during aging, and need to be further considered.  
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Figure 1: Cutaneous heat-induced vasodilation is reduced in a similar fashion in young Trpv3-KO and old WT 

mice 

Relative paw blood flow in response to local heating in anesthetized male (A) or female (B) of 2 months (n=12 ♂ 

and n=15♀), 22 months (n=11 ♂ and n=13♀) and 2 months Trpv3-KO (n=12 ♂ and n=11♀). Results are expressed 

as mean ± SEM. (C) AUC and (D) maximal skin blood flow from baseline of young wild type, old wild type, and 

young Trpv3-KO mice (median (IQR)).  A Kruskal-Wallis was used to compare mean of each group. Two-way 

ANOVA (mixed-model) with Sidak’s multiple comparison was used to compared blood flow from the baseline  
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Figure 2: TRPV3 expression is decreased with aging in both mouse and human skin 

(A) Relative expression of Trpv3 normalized with mean Rpl13a and Eif4h in paw skin from young (5 months) and 

old (22-24 months) mice. In situ hybridization of TRPV3 (red dots) in a (B) 29-year-old man’s back humerus skin, 

(C) a 21-year-old woman’s breast skin, (D) a 78-year-old man’s back humerus skin and (E) a 71-year-old women’s 

scalp skin, combined with KRT14 immunostaining (yellow) (scale bar 20µm). (F) Percentage of TRPV3-positive 

cells and (G) number of TRPV3 transcripts per keratinocyte according to the age in 9 woman (circles) and 7 man 

(squares) epidermis. (H) TRPV3 transcripts in basal cells (KRT14+) or differentiated cells (KRT14-) in young (19-

52 years old) and old (66-78 years old) human skin. Results are expressed as median (IQR). A Mann-Whitney test 

was used to compare Trpv3 in young (n=6 ♂ and n=4 ♀) and old (n=4 ♂ and n=7 ♀) mouse hindpaws. Pearson 

correlation was performed to evaluate TRPV3 expression with aging (n=16). A Two-way ANOVA with Tukey’s 

multiple comparison test was used to compared TRPV3 transcripts in basal versus differentiated cells of young 

(n=8) and old (n=8) human epidermis. 
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Figure 3: Aging reduces TRPV3 activity in human primary keratinocytes 

(A) Changes in the intracellular Ca2+ concentration (mean curve), expressed as the fluorescence intensity ratio at 

340 and 380 nm (F340/F380), were monitored in response to 50µM 2-APB (2 min) and then 300µM carvacrol (5 

min) with (dotted line) or without (solid line) 100µM IAB, in young (mean age 32.6 years) and old (mean age 81.8 

years) human primary keratinocytes. (B) Measurement of the maximal Ca2+ response of keratinocytes from 

baseline (median (IQR)). A Two-way ANOVA Tukey’s multiple comparison test was performed to determine 

effect of aging and TRPV3 antagonist. (n=4/group with at least 40 cells recorded in each biological replicate). 
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Figure 4: Aging reduces TRPV3-dependent release of ATP but not cytokines in human primary keratinocytes 

(A) Relative TGF-α production following 16h TRPV3 stimulation using agonists (50 µM 2-APB and 300 µM 

carvacrol) with or without the TRPV3 antagonist 100 µM IAB in young (n=4, mean of age 34.3 years) and old 

(n=5, mean of age 81.1 years) keratinocytes. Relative expression of IL-1β (B), IL-6 (C), IL-8 (D) and NGF-β (E) 

normalized to the mean of TBP and RPL13A 6h following TRPV3 stimulation with or without TRPV3 blockade 

in young (n=5, mean of age 32.6 years) and old (n=5, mean of age 81.1 years) keratinocytes. (A-E) Results are 

expressed as a ratio treated/untreated. (F) Extracellular ATP release following TRPV3 stimulation with or without 

the TRPV3 antagonist IAB in young (n=5, mean age 32.6 years) and old (n=5, mean age 81.1 years) keratinocytes. 

Results are expressed as a ratio treated/untreated and then as percentage of variation from positive control 

(doxorubicin 50 mM) (n=5). A Two-way ANOVA (Mixed-model) with Sidak’s multiple comparison was 

performed to determine effect of aging and TRPV3 antagonist groups. Results are expressed as mean ± SEM. 
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Supplementary Tables 

 

Supplementary Table 1: Specification of human skin sections used for in situ hybridization selected from SK224a 

and SKN1001 from US Biomax 

  

 

Supplementary Table 2: Specifications of human primary keratinocyte donors 
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Supplementary Table 3 : List of primers pairs used for qPCR analysis and RT-qPCR programm 
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Supplementary Figures 

 

 

Supplementary Figure 1: Heat-induced vasodilation is reduced in a similar fashion in Trpv3-KO and old mice  

Skin blood vessels integrity was analyzed using (A) acetylcholine (ACh) and (B) sodium nitroprusside (SNP) 

iontophoresis on mouse back skin of WT 2 months (Ach: n=8 ♂ and n=8♀; SNP: n=13 ♂ and n=10♀), WT 22 

months (Ach: n=5 ♂ and n=7♀; SNP: n=7 ♂ and n=7♀), and Trpv3-KO 2 months (Ach: n=11 ♂ and n=6♀; SNP: 

n=14 ♂ and n=3♀). Data were expressed as percentage from baseline. Basal systolic arterial blood pressure (C) 

and basal cutaneous skin temperature (D) were measured on WT 2 months (n=12 ♂ and n=15♀), WT 22 months 

(n=11 ♂ and n=13♀); and Trpv3-KO 2 months (n=12 ♂ and n=11♀) mice. Sensory nerve integrity was assed 

using tail flick (E) and hot plate (F) test on WT 2 months (n=5 ♂ and n=12♀), WT 22 months (n=16 ♂ and n=12♀); 

and Trpv3-KO 2 months (TF: n=8 ♂ and n=10♀; HP: n=8 ♂ and n=8♀) mice. Data were expressed as time of 

latency (sec). A One-way ANOVA or Kruskal-Wallis was done to determine significance between mouse-

dependent groups. Statistic tests were chosen according to the normality (Shapiro-Wilk’s test). Data are expressed 

as mean ± SD. 
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Supplementary Figure 2: TRPV3 expression is decreased with aging in both mouse and human skin 

(A) Relative expression of Trpv3 normalized with Rpl13a in young (5 months) and old (22-24 months) mouse 

hindpaw and back skin. A Two-way ANOVA with Tuckey’s multiple comparison was used to compare Trpv3 

expression in the skin of young (n=8; ♂=4, ♀=4) and old (n=5; ♂=4, ♀=1) mice. Data are expressed as median 

(IQR). 
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Supplementary Figure 3: Aging is associated with lower TRPV3 activity in human primary keratinocytes 

(A) Relative expression of TRPV3 normalized with TBP and RPL13A in primary human keratinocytes from young 

(mean age 33.5 years) and old (mean age 81.8 years) individuals (n=4/group) (median (IQR)). (B) Changes in the 

intracellular Ca2+ concentration (mean curve) and (C) maximal Ca2+ response from baseline, expressed as 

fluorescence intensity ratio at 340 and 380 nm (F340/F380) in human primary keratinocytes (mean age 33,5 years) 

stimulated with 300 µM carvacrol (5 min) in the absence (B: solid line; C: cross-hatched box) or presence (B: 

dotted line; C: empty box) of 100 µM IAB (n=5) (median (IQR)). (D) Maximal Ca2+ response from baseline 

(F340/F380) of young keratinocytes after 300 µM carvacrol (n=5, mean age 33.5 years) (cross-hatched box) or, 

50 µM 2-APB (2 min) and 300 µM carvacrol (5 minutes) stimulation (n=4, mean of age 37 years) (full box) 

(median (IQR)). A t-test or Mann-Whitney was performed according to the Shapiro-Wilk’s test. Activity of TRPV3 

was assessed with at least 40 cells recorded in each biological replicate.



Résultats de thèse– Résultats complémentaires 

124 

 

II. Résultats complémentaires 

Pour mener à bien cette étude, plusieurs optimisations et manipulations supplémentaires ont 

été mises en œuvre. Cette section complémentaire est organisée en trois parties, et renforce les 

résultats présentés dans l’article scientifique en révision dans Geroscience. 

− Effet du vieillissement sur les fonctions de la peau dans un 

modèle murin 

 

1) Effet du vieillissement sur les capacités d’adaptation au chauffage 

global chez la souris 

Outre l’exposition au chauffage local (résultats présentés dans l’article), nous avons 

également évalué les capacités de thermorégulation des souris jeunes, âgées et Trpv3-KO en 

réponse à un chauffage passif du corps entier de 33°C à 40°C (+1.0°C/min) (Figure 27).  

A température ambiante, la température corporelle (mesure rectale) n’est pas différente 

entre les différents groupes de souris témoins : souris jeunes mâles (34.4°C) et femelles 

(34.3°C), souris âgées mâles (34.0°C) et femelles (34.7°C) (Figure 27 A et C). De manière 

surprenante, la température interne des souris jeunes Trpv3-KO est significativement plus 

élevée (36.0°C chez les mâles et 35.5°C chez les femelles) par rapport aux souris témoins jeunes 

(Figure 27 A et C). Il est intéressant de noter qu’une température externe de seulement 33°C 

(seuil d'activation de TRPV3) entraîne une augmentation de la température interne avec le 

vieillissement, plus marquée chez les souris mâles (+1.3°C) que chez les femelles (+0.6°C) 

(Figure 27 A et C).  

L’exposition des souris au chauffage global (augmentation graduelle de la température 

environnementale de 33 à 40°C) augmente la température interne dans tous les groupes de 

souris (Figure 27 A et C). Chez les souris jeunes mâles et femelles (Figure 27 B et D), on 

retrouve le phénotype Trpv3-KO décrit précédemment chez des souris mâles uniquement [129]. 

La température interne des souris mâles âgés n’est pas différente de celle des souris jeunes sans 

stress thermique (à température ambiante), mais augmente fortement dès le début de 

l’exposition au chauffage (33°C) et reste globalement supérieure aux souris jeunes (Figure 27 

A). Ceci conduit à une aire sous la courbe plus élevée (Figure 27 B), marquant un défaut de 

thermorégulation au cours du vieillissement chez les mâles (moins marqué que chez les souris 

KO). De la même manière que les mâles, la température interne des souris femelles âgées n’est 

pas différente de celle des souris jeunes sans stress thermique (à température ambiante). En 
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revanche la température interne augmente fortement dès le début de l’exposition au chauffage 

(33°C) chez les souris femelles jeunes et âgées (Figure 27C). Ceci conduit à une absence de 

défaut de thermorégulation significatif au cours du vieillissement chez les femelles (Figure 27 

D). 

Lors de l’exposition au chauffage global (33°C), la température interne des jeunes mâles 

Trpv3-KO est augmentée et reste supérieure aux souris âgées (Figure 27 A). Cela conduit donc 

à une aire sous la courbe beaucoup plus élevée (Figure 27 B), marquant un défaut de 

thermorégulation plus prononcé chez les souris jeunes Trpv3-KO comparé aux souris âgées. En 

revanche, chez les femelles Trpv3-KO l’exposition au chauffage conduit à une augmentation 

de la température interne de manière similaire aux souris âgées (Figure 27 C). Ceci se traduit 

par une absence de défaut de thermorégulation significatif entre les jeunes femelles Trpv3-KO 

et les femelles âgées (Figure 27 D). 

 

 Ces données confirment que la thermorégulation, en réponse à un chauffage global, 

dépend de TRPV3 chez les souris jeunes (mâles et femelles). Avec le vieillissement, le défaut 

de thermorégulation est moins drastique qu’après l’invalidation totale de Trpv3 (souris KO) 

malgré l’absence de dysfonctions endothéliale et sensorielle dans les deux situations. 

Contrairement à l’effet du vieillissement sur les capacités de thermorégulation vasculaire au 

chauffage local qui était comparable entre les souris mâles et femelles, les mâles présentent un 

défaut de thermorégulation plus marqué que les femelles en réponse au chauffage global.  
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Figure 27 : Chauffage global 

Température interne (mesure rectale) en conditions basales (room temperature) et lors d’un chauffage global 

(33°C-40°C) des souris males (A) et femelles (C), AUC mâles (B) et femelles (D). Jeunes souris de 2 mois (n=11♂ 

et n=10♀), souris âgées de 22 mois (n=11♂ et n=10♀) et Trpv3-KO de 2 mois (n=8♂ et n=10♀). Une Anova 1 a 

été réalisée pour comparer les trois groupes de souris. Les courbes sont exprimées en moyenne ± SEM. Les boites 

à moustaches représentent la médiane (IQR). 

 

Le vieillissement entraine une perte poids et une diminution de la température interne chez 

les souris [195]. Pour notre étude, un suivi hebdomadaire du poids et de la température interne 

(hors anesthésie) de toutes les souris âgées de plus de 18 mois a été mis en place. Ces paramètres 

ont été utilisés comme points limites : perte de poids supérieure à 20% du poids maximal atteint, 

et la température corporelle inférieure à 32°C (à température ambiante).  

La température interne des souris âgées mâles et femelles (vigiles) a été mesurée à l’aide 

d’une sonde rectale (Figure 28) après un temps d’acclimatation de deux semaines. La 

température interne a fluctué tout au long de l’hébergement (4 mois), de manière indépendante 

de la température de la pièce d’expérimentation. Ces variations de températures peuvent être 

d’origines multiples : le stress de la manipulation, changement d’expérimentateur, cycle 

hormonal (femelles)… Néanmoins, la température interne n’a jamais baissé en dessous de 

32°C. Le poids des souris a également évolué par rapport au poids d’arrivée (18 mois), 
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notamment chez les mâles lors de la dernière semaine de stabulation, sans atteindre une perte 

supérieure à 20% (Figure 29). Ainsi, pour l’ensemble des résultats in vivo obtenus sur des 

souris âgées de 22 mois, nous pouvons exclure un affaiblissement marqué des souris au moment 

des mesures.  

Figure 28 : Suivi hebdomadaire de la température corporelle des souris âgées 

Variation de la température interne (hors anesthésie) des souris âgées males (rond orange) et femelles (triangle 

violet) par rapport à la température corporelle à leur arrivée à 84 semaines (32.9°C mâle et 34.0°C femelle). La 

température interne a été mesurée une fois par semaine à l’aide d’une sonde rectale, et la température de la pièce 

d’expérimentation a été relevée en parallèle (triangle noir). Une Anova 2 (Mixed-model) a été réalisée pour 

comparer la variation de température interne au cours du temps par rapport à la température d’arrivée pour chaque 

groupe de souris. Les données sont exprimées en moyenne ± SEM. 
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Figure 29 : Suivi hebdomadaire du poids des souris âgées 

Variation du poids souris âgées males (rond orange) et femelles (triangle violet) par rapport au poids d’arrivée à 

18 mois (33.8°C mâle et 28.1°C femelle). Une Anova2 (Mixed-model) a été réalisée pour comparer la variation 

de poids au cours du temps par rapport au poids d’arrivée pour chaque groupe de souris. Les données sont 

exprimées en moyenne ± SEM. 

 

2) Modifications épidermiques et caractéristiques du vieillissement 

cutané 

En complément des réponses vasculaires induites par la chaleur, nous avons mesuré la perte 

insensible en eau (TEWL) de la peau des souris jeunes WT et Trpv3-KO, et des souris âgées. 

Nous avons observé une augmentation de la perte d’eau trans-épidermique chez les souris âgées 

par rapport aux souris jeunes (Figure 30), confirmant l’altération attendue de la fonction 

barrière de la peau avec le vieillissement, sans distinction entre les souris mâles et femelles. En 

effet, le vieillissement conduit à une perturbation du processus de différenciation épidermique 

[156–158], entrainant une diminution de l’épaisseur de l’épiderme et une augmentation de la 

sécheresse cutanée. Ainsi ces résultats permettent de renforcer le phénotype « âgé » des souris 

de 22 mois utilisées dans cette étude. 

Le canal TRPV3 participe au processus de différentiation de l’épiderme, dont la formation 

de la couche cornée [124]. Il n’est donc pas surprenant que des souris mutées pour TRPV3, 

même jeunes, présentent un défaut de barrière cutanée (Figure 30).  
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Figure 30: Perte d’eau trans-épidermique sur la peau de souris (TEWL) 

Perte d’eau trans-épidermique sur la peau du dos des souris jeunes de 2 mois (n= 20♂ et n=20♀), des souris âgées 

de 22 mois (n= 18♂ et n=19♀) et des souris jeunes Trpv3-KO (n= 10♂ et n=12♀). Un Kruskal-Wallis a été réalisée 

pour comparer les trois groupes de souris. Les données sont représentées par la médiane (IQR). 

 

 

Dans un second temps, nous avons analysé par RT-qPCR l’expression de Sirt1 et 

ΔNp63, deux marqueurs de vieillissement [161,196–198]. Nous avons observé une diminution 

significative de ΔNp63 (Figure 31 A) et Sirt1 (Figure 31 B) dans la peau murine (mâle et 

femelle) avec le vieillissement. 

Ces résultats suggèrent que les souris témoins âgées (22-24 mois) présentent des 

propriétés connues du vieillissement, comme l’altération de la fonction barrière et la diminution 

des gènes (Np63) et (Sirt1) impliqués dans le déclin progressif des mécanismes de régulation 

de la prolifération des kératinocytes et du métabolisme cellulaire, respectivement. 

 

Figure 31 : Expression de marqueurs du vieillissement dans les coussinets de souris  

Expression relative de ΔNp63(A) et Sirt1 (B) par RT-qPCR dans les coussinets de souris jeunes (5 mois) et âgées 

(22-24 mois). Les gènes ont été normalisés avec la moyenne de Rpl13a et Eif4h. Souris jeunes n= 4♂ et n=3♀, 

et souris âgées n= 4♂ et n=4♀.Un test Mann-Whitney a été réalisé pour comparer l’expression entre les deux 

groupes. Les données sont représentées par la médiane (IQR). 
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3) Discussion 

Le canal TRPV3 est un thermo-senseur fortement exprimé par les kératinocytes 

épidermiques [108,123,127]. Notre précédente étude réalisée chez des souris jeunes mâles a 

mis en évidence l’implication du canal TRPV3 dans la vasodilatation cutanée lors d’un 

chauffage local et dans les mécanismes de thermorégulation lors d’un chauffage global [129]. 

Les mécanismes de défense des souris Trpv3-KO face à la chaleur, présentent des défauts qui 

sont également observés chez l’être humain au cours du vieillissement (diminution de 

vasodilatation cutanée à la chaleur et défaut de dissipation de la chaleur) [129,131,184]. Nos 

résultats ont montré que la vasodilatation des micro-vaisseaux cutanés suite à un chauffage local 

était quasiment nulle chez les souris âgées mâles et femelles, et le profil de réponse était 

identique aux souris Trpv3-KO jeunes.  

Contrairement au chauffage local, nous avons constaté un effet sexe lors d’un chauffage 

passif du corps entier. Nous avons montré que la température interne des jeunes mâles était 

stable entre la température ambiante et le début du chauffage global, contrairement aux femelles 

dont la température interne augmentait rapidement dès 33°C. Il semblerait donc que les 

systèmes de défense face à la chaleur environnementale soient différents entre les mâles et les 

femelles. La thermorégulation des femelles âgées, lors d’un chauffage global, semble être 

préservée contrairement aux mâles âgés. Ceci implique que le sexe influence les capacités de 

thermorégulation, via les hormones sexuelles en particulier (voir discussion générale). 

La réponse au chauffage global ne semble pas être uniquement dépendante de Trpv3 chez 

les souris âgées. En effet, l’augmentation de la température interne des jeunes souris Trpv3-KO 

lors d’un chauffage passif du corps entier, est plus importante que les souris âgées. Nous avons 

montré que le niveau de Trpv3 était diminué de moitié dans les coussinets de souris âgées, ce 

qui pourrait alors conduire un défaut de thermorégulation moins drastique que les souris Trpv3-

KO, totalement dépourvues de Trpv3. Il est également possible que des mécanismes de 

compensation se mettent en place avec l’âge, comme observé au niveau de l’endothélium avec 

une compensation de la voie du NO par l’EDHF [88]. On peut supposer une augmentation du 

seuil de détection de TRPV4 ou une diminution du seuil de détection de TRPV1 avec l’âge, ce 

qui reste à démontrer. Par ailleurs, on ne peut exclure l’implication d’autres thermo-senseurs 

au niveau du système nerveux central [76]. Cependant, l’ensemble de ces données suggère 

fortement que le défaut de thermorégulation vasculaire cutanée observé au cours du 

vieillissement est lié à une altération de la détection thermique, vraisemblablement associé à la 

diminution de Trpv3 au niveau épidermique et des mécanismes en aval de cette détection 
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(communication entre les kératinocytes et les terminaisons nerveuses libres et/ou les micro-

vaisseaux dermiques). 

Le vieillissement conduit à l’atteinte de la fonctionnalité de différents organes dont la peau. 

Cette dernière est principalement marquée par une diminution de l’épaisseur et de la 

différenciation de l’épiderme [153,156,163,164], une perte sensorielle [169], et également des 

atteintes vasculaires (principalement liées à une dysfonction endothéliale) [88,175]. Nous avons 

montré que les souris âgées (mâles et femelles) présentaient un défaut de barrière cutanée 

(TEWL) [156–158] et des modifications moléculaires au niveau des coussinets (Np63 et Sirt1), 

qui sont des caractéristiques connues du vieillissement cutané [161,196–198]. La détection des 

températures élevées (>40°C) peut être altérée chez les souris âgées (2 ans), en particulier dû à 

une diminution de TRPV1 sur les fibres sensorielles cutanées [169,199]. Cependant, dans notre 

étude, les propriétés nerveuses sensorielles des souris âgées étaient conservées (Tail-Fick et Hot 

plate), suggérant la préservation de Trpv1 et de la fonctionnalité des terminaisons nerveuses 

sensorielles Aδ et C dans la peau. Ainsi, le défaut de réponse à la chaleur que nous avons 

observé était probablement lié à un défaut détection des températures modérées empêchant le 

déclenchement de la réponse vasculaire pour les températures les plus basses. Chez l’être 

humain, le seuil de détection à la chaleur modérée ou aigue augmente (de 5.7°C chez individus 

âgés >65ans contre 2°C chez les jeunes), ce qui témoigne d’une anomalie fonctionnelle des 

petites fibres sensorielles cutanées [131,200], ou d’une baisse des Trpv3 sur la base de nos 

travaux.  

Notre modèle de souris âgées présente des caractéristiques du vieillissement telles qu’une 

diminution de certains marqueurs comme Sirt1 et Np63, une perte de la fonction barrière 

cutanée (TEWL) [157] et une absence de vasodilatation à la chaleur, sans atteintes nerveuses 

sensorielles ou vasculaires de la peau. Ces résultats in vivo semblent confirmer notre hypothèse, 

où Trpv3 participerait à l’altération de la détection aux chaleurs modérées, et donc à l’initiation 

de la réponse vasculaire cutanée au cours du vieillissement chez la souris. Le canal TRPV3 

étant majoritairement exprimé au niveau des kératinocytes, il serait intéressant d’utiliser un 

modèle d’invalidation conditionnel de TRPV3 spécifique de l’épiderme (TRPV3 K14-Cre) 

[124], afin de s’assurer que le défaut de réponse vasculaire observé chez les souris Trpv3-KO 

ne dépend bien que du canal TRPV3 épidermique.  

Cependant, comment le canal TRPV3 kératinocytaire est capable de moduler le flux sanguin 

en réponse à la chaleur, reste à résoudre. 
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−  Evaluation de l’expression et de l’activité de TRPV3 au 

cours du vieillissement chronologique  

Nous avons précédemment montré que les souris âgées ont un niveau d’expression de Trpv3 

plus faible au niveau de la zone de thermorégulation (coussinet). Dans cette partie de la thèse, 

nous avons étudié l’expression (ex vivo et in vitro) et l’activité de TRPV3 sur des kératinocytes 

primaires humains issus d’individus jeunes et âgés.  

1) Expression de TRPV3 au cours du vieillissement 

 Les résultats d'hybridation in situ de TRPV3 (RNAscope™) soumis dans Geroscience, ont 

mis en évidence que le vieillissement affectait négativement l'expression de TRPV3 dans la 

couche basale proliférante de l'épiderme humain. L’hybridation in situ est une technique très 

sensible et spécifique permettant la détection de transcrits. Cependant, à cause du défaut de 

spécificité des anticorps TRPV3, et des TRP de manière générale [201], nous n’avons pas pu 

analyser le devenir de TRPV3, d’un point de vue protéique, au sein de l’épiderme d’individus 

âgés.  

En effet, nous avons réalisé des immunomarquages de TRPV3 sur des coupes en paraffine 

de peaux d’abdomens de 30 ans et 60 ans. Afin de valider la localisation de TRPV3 deux 

anticorps ont été utilisés : un anticorps vendu par GeneTex (GTX54763) qui cible la première 

boucle extracellulaire de TRPV3, et un anticorps vendu par Abcam (ab85022) ciblant la partie 

C-terminal du canal TRPV3. Les deux anticorps ont confirmé que le canal TRPV3 était exprimé 

exclusivement dans l’épiderme (Figure 32). En revanche, pour la peau d’un même donneur 

(abdomen d'un homme de 30 ans), la localisation de TRPV3 diffère entre les deux anticorps 

(Tableau 2). Avec l’anticorps GeneTex, le marquage de TRPV3 est très intense dans la couche 

basale et épineuse de l’épiderme, puis semble diminuer avec la différenciation (Figure 32 A et 

Tableau 2). A l’inverse avec l’anticorps Abcam, on observe un gradient de la couche basale à 

la couche granuleuse, avec un fort marquage dans les couches très différenciées (Figure 32 B 

et Tableau 2). Ces mêmes résultats ont été observés à plus fort grossissement dans une peau 

d’abdomen de 60 ans, suggérant ainsi qu’il n’y a pas de modification de la localisation de 

TRPV3 avec l’âge pour un anticorps donné (Figure 33 et Tableau 2). Diverses études réalisées 

sur des biopsies de peaux ont révélé que l’expression de TRPV3 variait en fonction de 

l’anticorps et de la technique de marquage utilisés. Facer et al (2007) [202] ont montré par 

immunohistochimie un marquage de TRPV3 exclusivement dans la couche basale de 

l’épiderme, alors que d’autres ont observé un marquage de TRPV3 dans la couche épineuse 
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[203], ou dans la totalité de l’épiderme [96]. Ainsi seule l’hybridation in situ nous a permis 

d’évaluer spécifiquement l’expression de TRPV3 avec l’âge.  

 

Figure 32 : Immunofluorescence de TRPV3 sur peau d’abdomen de 30 ans 

Marquage de TRPV3 (rouge) avec l’anticorps (A) GeneTex (Rabbit) ou (B) l’anticorps Abcam (mouse) sur peau 

d’abdomen d'un homme de 30 ans. 

 

Figure 33: Immunofluorescence de TRPV3 sur peau d’abdomen de 60 ans  

Marquage du noyau (DAPI-bleu) et de TRPV3 (rouge) avec l’anticorps (A) GeneTex (Rabbit) ou (B) l’anticorps 

abcam (mouse) sur peau d’abdomen de 60 ans. 
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Tableau 2 : Comparaison de la localisation de TRPV3 dans l'abdomen humain selon les 

anticorps  

Anticorps Abdomen 30 ans Abdomen 60 ans 

GeneTex (GTX54763) Couche basale et couche épineuse Couche basale et couche épineuse 

Abcam (ab85022) Couche granuleuse Couche granuleuse 

 

En culture 2D, nous avons montré par RT-qPCR que (i) le canal TRPV3 était fortement 

exprimé par les kératinocytes primaires humains comparé à TRPV1 et TRPV4, et (ii) 

l’expression de TRPV3 est la seule à être impactée par le vieillissement (Figure 34). Dans un 

modèle de différenciation 2D, nous avons montré une augmentation de l’expression de TRPV3 

avec la différenciation, notamment au jour 6 (D6) dans le groupe jeune (Figure 35 A). En 

revanche cette augmentation était moindre dans le groupe âgé. L’analyse des différents 

marqueurs de différenciation tels que l’IVL, LOR, CDSN, et KLK7 (Figure 35) a révélé une 

altération ou un retard du processus de différenciation chez les kératinocytes âgés comparé aux 

kératinocytes jeunes, en accord avec des données du laboratoire déjà publiées [164]. Ce modèle 

de différenciation nous permet de confirmer que (i) le phénotype « âgé » des kératinocytes est 

conservé en culture 2D [163,164], et (ii) le défaut de différenciation semble corrélé au délai 

d’expression de TRPV3 par les kératinocytes âgés. Malgré tout, nous avons pu montrer une 

altération de l’expression de TRPV3 avec l’âge dans des biopsies humaines et sur des 

kératinocytes primaires en culture (70% confluence) (Résultats présentés dans l’article).  

 

Figure 34 : Expression relative des TRPV dans les kératinocytes primaires en culture 

Analyse par RT-qPCR de l’expression de TRPV3, TRPV1 et TRPV4 dans des kératinocytes primaires humains 

issus d’individus jeunes (moyenne d’âge 33,5 ans - rose) et d’individus âgés (moyenne d’âge 81,8 ans - noir) à 

70% de confluence. L’expression des TRPV a été normalisée sur la moyenne des gènes de ménage TBP et RPL13A. 

Une Anova 2 a été réalisée pour comparer les différents groupes d’âge (n=4/groupe). Les données sont représentées 

par la médiane (IQR). 
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Figure 35 : Différenciation de kératinocytes primaires humains en culture 2D 

Analyse par RT-qPCR de la différenciation en culture 2D de kératinocytes primaires humains issus d’individus 

jeunes (moyenne d’âge 36.5 ans - rose) et d’individus âgés (moyenne d’âge 79 ans - noir). L’expression de (A) 

TRPV3, (B) Involucrine (IVL), (C) Loricrine (LOR), (D) Cornéodesmosine (CDSN) et (E) de la Kallikrein Related 

Peptidase 7 (KLK7) a été normalisée sur la moyenne des gènes de ménage TBP, RPL13A et OZA1 par rapport au 

point de différenciation D0 de chaque groupe. Une Anova 2 a été réalisée pour comparer les deux groupes d’âge 

à chaque point de cinétique (n=5/groupe). Les données sont représentées par la moyenne ± SEM. 

 

2) Evaluation de l’activation et activité de TRPV3 

Afin d’évaluer la fonctionnalité du canal TRPV3 avec l’âge, nous avons analysé l’activité 

du canal par imagerie calcique (culture 2D). En effet, le canal TRPV3 est perméable au calcium, 

il est donc possible de mesurer le flux calcique intracellulaire après stimulation. Les résultats 

présentés dans l’article xx, ont révélé une activité intrinsèque de TRPV3 plus faible dans les 

kératinocytes âgés. L’obtention de ces résultats a nécessité des étapes d’optimisation des 

conditions d’activation (agonistes, concentration) et d’inactivation (ARN interférence et 

approche pharmacologique) de TRPV3. 

a) Activation de TRPV3 

Dans un premier temps nous avons défini les conditions d’activation de TRPV3. Ce dernier 

peut être activé par la chaleur ou par divers ligands, dont des extraits de plantes et des composés 

synthétiques. Par ailleurs, le canal TRPV3 est le seul canal TRP à se sensibiliser après des 

stimulations répétées [204,205]. Nous avons analysé par RT-qPCR l’expression de gènes 

dépendants de TRPV3 (voie EGFR/TGFα/NFkB) [96,124] après divers types de 
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stimulations (Figure 36). Contrairement à ce qui a été précédemment décrit [96,124,125], 

l’expression relative du TGF-α, d’IL-1α et d’IL-8 ne semble pas varier après stimulation des 

kératinocytes avec 300µM et 500µM carvacrol ou une température de 33°C. En revanche, 

l’effet d’une double stimulation (2x carvacrol 300µM ou 500µM ; 33°C + carvacrol 500µM) 

augmente l’expression de l’IL-1α et de l’IL-8 (Figure 36 B et C). De manière générale nous 

observons que la double stimulation à bien un effet de potentialisation vis-à-vis des gènes 

analysés, notamment avec la condition 2x carvacrol 500µM. Cependant, pour cette condition 

nous avons constaté que la morphologie des cellules était affectée.  

 

Figure 36 : Effet d’une double stimulation de TRPV3 par le carvacrol et la chaleur 

Analyse par RT-qPCR de la stimulation de TRPV3 par le carvacrol 300µM +/- double stimulation, carvacrol 

500µM +/- double stimulation, ou culture à 33°C+/- double stimulation carvacrol 300µM ou 500µM dans des 

kératinocytes primaires humains. Les ARN ont été extrait 6h post-traitement, et l’expression du (A) TGF-α, (B) 

IL-1α et (C) IL-8 ont été normalisées avec le gène de ménage TBP. La condition contôle correspond à la condition 

de culture standard pour les kératinocytes (37°C). Une Anova 2 a été réalisée pour comparer les différentes 

stimulations entre elles (n=3). Les données réprésentent la moyenne ± SD. 
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Au vu des premiers résultats obtenus, nous nous sommes concentrés sur une double 

stimulation de TRPV3 avec deux agonistes différents, le 2-APB et le carvacrol (Figure 37). Il 

est connu que le 2-APB sensibilise le canal TRPV3 à l’activation par la chaleur mais aussi par 

des agonistes tels que le camphre [109]. En accord, l’application simultanée des deux agonistes 

a révélé une nette augmentation de l’IL-1α et de l’IL-8 (Figure 37). Cependant, la viabilité et 

la morphologie des cellules suite à la stimulation 2-APB + Carvacrol 500µM semblaient être 

affectées. Nous avons donc choisi de conserver cette double stimulation mais en diminuant la 

concentration de carvacrol de 500 à 300 µM (2-APB 50µM + Carvacrol 300µM). Nous avons 

parallèlement confirmé que le 2-APB 50µM n’induisait pas, à lui seul, une augmentation de 

l’expression des gènes dépendants de TRPV3 (Figure 38).  

 

 

 

Figure 37 : Double stimulation de TRPV3 par le 2-APB et le carvacrol 

Analyse par RT-qPCR de la stimulation de TRPV3 par le 2-APB 50µM et le carvacrol 300µM ou 500µM dans 

des kératinocytes primaires humains. Les ARN ont été extrait 6h post-traitement, et l’expression de (A) IL-1α et 

(B) IL-8 ont été normalisées avec le gène de ménage TBP. La condition contôle correspond à la condition de 

culture standard pour les kératinocytes (37°C) (n=2). Les données réprésentent la moyenne ± SD. 
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Figure 38 : Stimulation de TRPV3 au 2-APB 50µM et carvacrol 300µM 

Analyse par RT-qPCR de la stimulation de TRPV3 par le 2-APB 50µM et le carvacrol 300µM sur kératinocytes 

primaires humains. Les ARN ont été extrait 6h post-traitement, et l’expression de (A) IL-1α, (B) IL-8 et (C) IL-6 

ont été normalisées avec le gène TBP. La condition contrôlel correspond à la condition de culture standard pour 

les kératinocytes (37°C). Une Anova1 a été réalisée pour comparer les différentes stimulations entre elles (n=3). 

Les données réprésentent la moyenne ± SD. 

 

b) Blocage de TRPV3 

Afin de valider la spécificité de la réponse TRPV3, nous avons testé différentes approches 

moléculaires et pharmacologiques pour bloquer l'activité du canal. 

-ARN interférence transitoire (siRNA TRPV3) 

Dans un premier temps, nous avons analysé par RT-qPCR l’effet de 3 siRNA (IDT-

hs.Ri.TRPV3.13) sur l’expression de TRPV3 dans des kératinocytes primaires humains (Figure 

39). Seul le siTRPV3.2 à 40 nM était capable de réprimer l’expression de TRPV3 avec une 

efficacité de 70% par rapport au contrôle (siRNA scramble) (Figure 39 A). L’efficacité et la 

faisabilité de la méthode de transfection ont été validées par une répression de 100% de HPRT 

(Figure 39 B). Dans les conditions avec un siTRPV3, la stimulation par le 2-APB et le carvacrol 

induit tout de même une augmentation de l’expression de l’IL-1α, Il-8 et IL-6, à des niveaux 

similaires au siScramble (Figure 40 A-C). Nous avons donc vérifié l'expression de TRPV3 

dans toutes les conditions et nous avons remarqué que la stimulation de TRPV3 semble induire 
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un rétro-contrôle positif sur sa propre expression (Figure 40 D). Ainsi, l’induction de 

l'expression de TRPV3 sous stimulation semble masquer l’effet du siRNA. 

  

Figure 39 : Analyse de la répression de TRPV3 par transfection de siRNA 

Analyse par RT-qPCR de (A) TRPV3 et (B) HPRT 24h après transfection avec le siScramble, siTRPV3.1, 

siTRPV3.2, siTRPV3.3 et siHPRT sur kératinocytes primaires humains. L'expression de TRPV3 et HPRT a été 

normalisée par le gène de ménage TBP. Les données représentent la moyenne. 

 

Figure 40 : Effet du siTRPV3 après stimulation TRPV3 

Analyse par RT-qPCR de l’expression de (A) IL-1α, (B) IL-8, (C) IL-6 et (D) TRPV3 après stimulation 2-APB 

50µM et Carvacrol 300µM (6h) sur kératinocytes primaires humains 24h après transfection avec le siScramble ou 

siTRPV3.2 (40nM). L’expression des gènes a été normalisés par le gène de ménage TBP. Les données représentent 

la moyenne. 
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- ARN interférence stable (shTRPV3)  

Considérant l’effet transitoire des siRNA, nous avons envisagé d'utiliser des shRNA 

TRPV3 (shA et shD, Cliniscience, #TL300805) qui permettent une extinction stable des gènes 

par intégration du transgène. Nous avons testé plusieurs MOI (multiplicity of infection) : 50, 

100 et 200. Le suivi de l'efficacité de transduction est rendu possible grâce à une cassette GFP 

associée à la séquence du shRNA. 48h après la transduction lentivirale à 50 MOI, très peu de 

signal GFP était détecté, à 100 MOI le marquage semblait homogène, et à 200 MOI le marquage 

était très prononcé mais la viabilité des cellules était impactée (Figure 41). Nous avons donc 

conservé la condition 100 MOI (Figure 42). L’analyse par RT-qPCR de l’expression de TRPV3 

sur deux passages successifs (passage 2 et passage 3) des kératinocytes a révélé que (i) l’effet 

du shA et shD tendait à diminuer avec la prolifération cellulaire, (ii) la combinaison shA+shD 

(bleu) diminuait d’environ 50% l’expression de TRPV3, (iii) aucun des shTRPV3 ne permet 

une extinction préférentielle de 70%. L’utilisation de shA+D à des MOI supérieurs à 100 a un 

effet très délétère sur la viabilité des cellules. L’ensemble de ces résultats suggère que 

l’extinction de TRPV3 de manière stable à un effet néfaste sur les kératinocytes, favorisant la 

sélection/prolifération des cellules qui expriment le canal. Ceci suggère également que TRPV3 

pourrait être indispensable à la survie des cellules en culture. Cependant, diverses études ont 

été réalisées sur kératinocytes issus de souris Trpv3-KO [93,109,124–126]. Il est probable que 

l’intégration du transgène ait un effet délétère sur les kératinocytes, ou que la présence de 

TRPV3 soit différentiellement nécessaire entre l’humain et la souris. 
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Figure 41 : Transduction shTRPV3 à différentes MOI dans des kératinocytes primaires 

Analyse par microscopie de la transduction des kératinocytes primaires humains par différents shRNA à 0, 50, 100 

et 200 MOI. Le marquage GFP correspond aux cellules qui ont été transduites. 

 

 

Figure 42 : Transduction shTRPV3 à 100MOI dans des kératinocytes primaires 

Analyse par RT-qPCR de l’expression TRPV3 après 48h de transduction avec le shContrôle, shTRPV3 D, 

shTRPV3 A à 100 MOI et shA+D à 50 MOI chacun dans des kératinocytes primaires humains. L'expression de 

TRPV3 a été normalisée par le gène de ménage TBP et RPL13A. Les données représentent la moyenne ± SD 
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-Inhibition pharmacologique  

 Enfin, puisque les deux approches moléculaires n’étaient pas satisfaisantes, nous nous 

sommes intéressés à une approche d'inhibition pharmacologique, avec l’utilisation 

d’antagonistes. Six antagonistes ont été testés sur cellules après stimulation avec le canal 

TRPV3 (Matériel et Méthodes p73). Cependant, seul le 3,4-Dicaffeoylquinic Acid 

(Isochlorogenic acid B - IAB) à 100µM a montré un réel effet sur l’inhibition de TRPV3 

(Figure 43 et Figure 44). L’IAB n’est spécifique que de TRPV3, sa fixation entraine un 

changement de conformation du canal TRPV3, de « opening state » à « close state » rendant le 

canal insensible à la stimulation au 2-APB ou au carvacrol [194]. Pour être efficace, l'IAB est 

donc appliqué avant la stimulation du canal. Comme observé précédemment, la stimulation de 

TRPV3 induit un rétro-contrôle positif sur son expression (Figure 43 A). L’inhibition de 

TRPV3 par l’IAB conduit à un blocage de la sur-expression de TRPV3 induite par sa stimulation 

(Figure 43 A), sans modifier l’expression de TRPV1 et TRPV4 (Figure 43 B-C). Par ailleurs, 

une diminution de l’expression des gènes dépendants de TRPV3 (IL-1α, IL-8, IL-6, NGF et 

TGF-α) est également observée en présence de l’IAB (Figure 44). Ceci suggère que le 

traitement à l’IAB permet de bloquer spécifiquement l'activité du canal TRPV3.  

 

Figure 43 : Effet de l’IAB sur l’expression des TRPV après stimulation de TRPV3 

Analyse par RT-qPCR de l’expression relative de (A) TRPV3, (B) TRPV1 et (C)TRPV4 après stimulation TRPV3 

+/- IAB 100µM. L’expression des gènes a été normalisée avec le gène de ménage TBP. Une Anova 1 a été réalisée 

pour comparer les différentes conditions (n=3). Les données représentent la moyenne ± SD. 
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Figure 44 : Expression de médiateurs après stimulation ou inhibition de TRPV3  

Analyse par RT-qPCR de l’expression relative de (A) IL-1α, (B) IL-8, (C) IL-6, (D) TGF-α et (E) NGF-β et après 

stimulation TRPV3 +/- IAB 100µM. L’expression des gènes a été normalisée avec TBP. Une Anova 1 a été réalisée 

pour comparer les différentes conditions (n=3). Les données représentent la moyenne ± SD. 

 

c) Effet du vieillissement sur l’activité du canal TRPV3 

En parallèle des différentes étapes de validation de l’activation de TRPV3, nous avons 

analysé par imagerie calcique l’activité du canal TRPV3. Dans un premier temps nous avons 

choisi d’évaluer la réponse de TRPV3 à une concentration suboptimale de carvacrol (100µM), 

afin d’éviter la saturation du canal, sur des kératinocytes primaires issus d’individus jeunes 

(moyenne d’âge 33 ans) et âgés (moyenne d’âge 76 ans) en prolifération ou différenciés 

(Matériels et Méthodes p73) en présence ou non de calcium extracellulaire (1.8mM) (Figure 

45). La stimulation avec 100 µM de carvacrol (time=0) dans les cellules proliférantes induit 

une augmentation du flux calcique intracellulaire aussi bien dans les kératinocytes jeunes que 

âgés, mais uniquement en présence de calcium extracellulaire (1,8mM) (Figure 45 A). Ces 

données suggèrent que le signal calcique intracellulaire provient initialement du milieu 

extracellulaire, et doit passer la membrane plasmique. Bien que les anticorps TRPV3 ne 

semblent pas être spécifiques sur tissu humain, nous avons pu montrer en culture 2D, une 
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expression membranaire de TRPV3 sur des kératinocytes en prolifération (Figure 45 B). Ceci 

coïncide avec les données d’imagerie calcique (Figure 45 A). A l’inverse, dans les 

kératinocytes différenciés la stimulation au carvacrol 100µM induit une forte augmentation du 

flux calcique intracellulaire, notamment en absence de calcium extracellulaire (0mM) (Figure 

45 C). Par ailleurs, nous avons observé une relocalisation de TRPV3 aux organelles lors de la 

différenciation (Figure 45 D). Ceci suggère que la localisation de TRPV3 aux organelles 

permet un relargage de calcium par les stores intracellulaires. Toutefois, il ne semble pas y avoir 

une différence majeure entre la réponse des kératinocytes jeunes et âgés en prolifération ou 

différenciation. Ces premières données indiquent que (i) la stimulation de TRPV3 par le 

carvacrol induit un flux calcique intracellulaire, (ii) la différenciation des kératinocytes conduit 

à une relocalisation de TRPV3 de la membrane plasmique aux organelles, (iii) une stimulation 

avec une dose suboptimale de carvacrol ne permet de déceler de différence entre kératinocytes 

jeunes et âgés. En revanche, en présence de 2-APB 50µM et carvacrol 300µM, nous avons pu 

montrer un flux calcique intracellulaire significativement plus faible dans les kératinocytes âgés 

que dans les kératinocytes jeunes (résultats présentés dans l’article). Ces données ont été 

réalisées sur kératinocytes en prolifération, puisqu’une diminution de TRPV3 a été observée 

dans la couche basale de l’épiderme d’individus âgés (cellules progénitrices épidermiques 

KRT-14+) et dans les kératinocytes proliférants issus d’individus âgés (70% confluence) 

(résultats présentés dans l’article). Néanmoins, il serait intéressant d’analyser l’effet du 2-APB 

et carvacrol sur des kératinocytes en différenciation. 
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Figure 45 : Analyse du flux calcique intracellulaire après stimulation des kératinocytes 

primaires humains jeunes et âgés au carvacrol 100µM 

Mesure du rapport d’intensité de fluorescence intracellulaire à 340nm (F340) et 380nm (F380) (Fura-2AM) dans 

les kératinocytes primaires humains jeunes (moyenne d’âge 33 ans) et âgés (moyenne d’âge 76 ans) en 

prolifération (A-B) ou différenciation (C-D). (A, C) Profil de réponse F340/F380 des kératinocytes stimulés avec 

du carvacrol 100µM (5 minutes) en présence (ligne pleine) ou non (ligne en pointillée) de 1.8 mM de calcium 

extracellulaire (courbe moyenne). (B, D) Immunofluorescence de TRPV3 (rouge) sur des kératinocytes 

proliférants (B) ou différenciés (D).  

 

3) Discussion 

Comme observé dans la peau (coussinets) de souris âgées, nous observons la diminution de 

l’expression de TRPV3 chez l’être humain ex vivo et in vitro. Nous avons confirmé la notion de 

sensibilisation de TRPV3 par le 2-APB et l’activation par le carvacrol, et montré que 

l’amplitude de réponse des kératinocytes âgés aux agonistes était diminuée comparée aux 

kératinocytes issus d’individus jeunes. Ces données suggèrent un défaut d’expression et 

d’activité de TRPV3 au niveau des kératinocytes avec l’âge. 
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L’analyse génique par hybridation in situ et RT-qPCR a mis en évidence une diminution de 

TRPV3 dans l’épiderme et dans les kératinocytes d’individus âgés (>70ans). Des mécanismes 

de régulation post-transcriptionnelles et post-traductionnelles pourraient être à l’origine de la 

diminution de TRPV3 avec l’âge [206–208], mais ces derniers sont encore très peu connus et 

nécessitent d’être davantage étudiés. 

Les données d’hybridation in situ ont été réalisées sur différents donneurs avec différentes 

zones anatomiques, dont des zones photo-exposées. La quantification des transcrits TRPV3 ne 

semblait pas varier entre les différentes zones anatomiques pour des donneurs du même groupe 

d’âge. Par ailleurs, des données de RNAseq (The human protein atlas) [209] ont révélé que 

l’abondance des transcrits TRPV3 entre peaux non-exposées (604 échantillons) et photo-

exposées (701 échantillons) semblait identique, ce qui suggère que l’expression de TRPV3 est 

homogène dans la peau de différentes zones anatomiques, et que les UV ne modifient pas le 

niveau de TRPV3. En revanche, nous avons noté que la diminution des transcrits TRPV3 avec 

l’âge était significative uniquement dans les cellules exprimant KRT14, correspondant aux 

cellules proliférantes de la couche basale. Cette couche épidermique est principalement 

composée de cellules souches, dont l’activité décline avec l’âge [155,210]. Tracer l’expression 

de TRPV3 dans les cellules souches épidermiques (CD34+, α6β4) nous permettrait de définir si 

l'altération des cellules souches épidermiques avec l’âge est responsable de la diminution de 

TRPV3.  

Le canal TRPV3, contrairement aux autres TRPs, est le seul à se sensibiliser après des 

répétitions de divers stimuli (chaleur ou agonistes) [95,109,115,118,211,212]. Le 2-APB est un 

agoniste de TRPV3 qui joue un rôle clé dans le mécanisme de sensibilisation [95,109,211]. Nos 

données d’imagerie calcique confirment que le 2-APB n’induit pas à lui seul une augmentation 

de flux calcique intracellulaire, mais potentialise la réponse au carvacrol. L’ajout simultané du 

2-APB et du carvacrol induit une augmentation de l’expression de médiateurs connus de 

TRPV3 [96,124,125], dont un rétro-contrôle positif sur l’expression de TRPV3 qui n’a jamais 

été décrit auparavant. 

La capacité de réponse des kératinocytes âgés aux agonistes de TRPV3 apparait diminuée 

comparé aux kératinocytes jeunes. Ceci peut soulever diverses hypothèses dont la notion de 

sensibilisation affectée par l’âge, ou, plus probable, la diminution du nombre de canaux TRPV3 

qui a un impact direct sur la capacité des kératinocytes à répondre aux stimuli. La diminution 

de l’activité du canal TRPV3 pourrait perturber les voies de signalisations et médiateurs, et 

donc à terme altérer la fonction de TRPV3 en tant que thermo-senseur et régulateur du tonus 

vasculaire, notamment dans le contexte du vieillissement.  
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− Identification et évolution des médiateurs dépendants de 

TRPV3 avec l’âge 

Nous avons précédemment montré que le vieillissement conduisait à une diminution des 

transcrits TRPV3 (ex vivo et in vitro), ainsi qu’à une baisse de son activité. Nous avons donc 

supposé que le vieillissement pourrait également altérer la signalisation et la communication 

TRPV3-dépendante dans des kératinocytes âgés et donc perturber la réponse vasculaire face à 

la chaleur. Nous avons également montré par technique Luminex et RT-qPCR que la voie 

TRPV3/TGFα/EGFR/NFκB n’était pas affectée par l’âge. Cependant, nos résultats ont indiqué 

que le vieillissement altère la libération directe d’ATP après stimulation de TRPV3, et pourrait 

perturber la communication ou signalisation cellulaire. Les résultats présentés dans cette partie 

3 sont complémentaires à l’article scientifique. 

1) Sécrétome des kératinocytes (Analyse 16plex MS/MS) 

Afin d’obtenir une vue globale de l’effet du vieillissement sur le sécrétome des 

kératinocytes primaires humains en culture 2D, nous avons réalisé une analyse par 

spectrométrie de masse du surnageant des kératinocytes jeunes et âgés avec (stimulated) ou 

sans stimulation (unstimulated) pour le canal TRPV3 (Figure 46 et 47). Les kératinocytes 

primaires humains ont été traités ou non avec du 2-APB 50µM et du carvacrol 300µM pendant 

24h à 37°C, puis le surnageant de culture a été analysé par spectrométrie de masse (MS/MS). 

Nous avons identifié 1040 protéines totales dans le surnageant des kératinocytes jeunes et âgés 

confondus (avec et sans stimulation de TRPV3). A l’état basal (70% confluence, non traité), le 

sécrétome des kératinocytes jeunes et âgés ne semble pas fondamentalement différent (Figure 

46 A). Bien que peu de protéines soient différentiellement exprimées entre les deux groupes 

d’âge, la surexpression de IGS15 (Protéine de type ubiquitine ISG15) et LGALS1 (Galectine-

1) (Log2 Fold change, P-value ajustée <0.05) avec l’âge semble être en accord avec la littérature 

concernant d’autres types cellulaires de la peau. En effet, IGS15 est retrouvé surexprimé dans 

les fibroblastes d’individus âgés, et il est notamment associé au raccourcissement des télomères 

[213]. L’augmentation de son expression contribue à l’inflammation chronique de bas grade 

observé chez les individus âgés [151,213]. LGALS1 est également surexprimé par les 

fibroblastes âgés, mais aussi dans divers tissus d’individus âgés (sang, cerveau, foie) [214,215]. 

L’augmentation de son expression avec l’âge est associée à la sénescence et au processus 

inflammatoire [214]. De manière intéressante, la stimulation de TRPV3 ne modifie pas les 

protéines différentiellement exprimées entre les deux groupes d’âge (Figure 46 B). 
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Figure 46 : Protéines différentiellement sécrétées par les kératinocytes jeunes et âgés 

Protéines différentiellement sécrétées par les kératinocytes jeunes (young) et âgés (old) (A) non stimulés 

(unstimulated), ou (B) stimulés (stimulated) pour le canal TRPV3 pendant 24H. Log2 Fold change et p-value 

ajustée <0.05. Jeunes (n=4 ; moyenne d’âge 34,3 ans) et âgés (n=4 ; moyenne d’âge 81,8 ans) 

 

 La stimulation de TRPV3 semble sous-réguler 26 protéines dans les kératinocytes 

jeunes (Figure 47 A) et plus de 50 protéines dans les kératinocytes âgés (Figure 47 B) par 

rapport à leur condition non stimulée respective. Cependant la stimulation de TRPV3 ne semble 

pas conduire à une surexpression de protéines par rapport au contrôle non stimulé dans les deux 

groupes d’âge (Figure 47 A et B). 
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Figure 47 : Protéines différentiellement sécrétées après stimulation du canal TRPV3 par 

les kératinocytes jeunes et âgés 

Protéines différentiellement sécrétées par les kératinocytes jeunes (young) (A) ou âgés (B) non stimulés 

(unstimulated) pour le canal TRPV3 par rapport à la condition stimulée (stimulated). Log2 Fold change et p-value 

ajustée <0.05. Jeunes (n=4 ; moyenne d’âge 34,3 ans) et âgés (n=4 ; moyenne d’âge 81,8 ans) 

 

2) ELISA Multiplex 

Nous avons paramétré un test ELISA ciblant 17 protéines dont le EGF, FGF-2, FGF-

21, INFα, IFNβ, INFγ, IL-1α, IL-1β, IL-6, IL-8, IL-17A, IL-23, IL-29, NGF-β, TGF-α, VEGF-

A et le VEGF-D. Après 16H de traitement (contrôle ; 2-APB 50µM + carvacrol 300µM +/- IAB 

100µM), seulement 7 médiateurs ont pu être détectés dans le surnageant de kératinocytes jeunes 

et âgés (Figure 48). Nous avons observé une libération de TGF-α, FGF-2, IL-1β, IL-1α, 2, IL-
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6 et IL-8 après stimulation de TRPV3 par rapport au contrôle dans les deux groupes d’âge. 

L’inhibition de TRPV3 par l’IAB diminue de manière significative la production de TGF-α et 

de FGF-2 (uniquement chez les kératinocytes jeunes). De manière générale, l’activation de 

TRPV3 induit la production de médiateurs pro-inflammatoires, et médiateurs impliqués dans la 

prolifération, l'angiogenèse et la cicatrisation tel que le FGF-2 [216]. Comme observé lors de 

l’analyse du sécrétome par spectrométrie de masse, l’âge ne semble pas modifier la quantité de 

médiateurs libérés. 

 

Figure 48 : Médiateurs libérés après stimulation du canal TRPV3 dans les kératinocytes 

jeunes ou âgés 

Analyse par ELISA Multiplex, après 16H de stimulation de TRPV3 (2-APB 50µM + carvacrol 300µM +/- IAB 

100µM), de la concentration relative de (A) TGF-α, (B) FGF-2, (C) IL-1β, (D) IL-1α, (E) IL-6 et (F) IL-8 par 

rapport au contrôle (37°C) dans les surnageants de kératinocytes jeunes (rose) et âgés (gris). Les résultats sont 

exprimés par rapport à la condition jeune stimulé (1). Une Anova 2 a été réalisée pour évaluer l’effet de l’âge et 

de la stimulation. n=5/groupe (moyenne d’âge groupe jeune : 32,6 ans ; moyenne d’âge groupe âgés : 82 ans). Les 

données représentent la moyenne ± SEM. 

 

3) RT-qPCR des gènes pro-inflammatoires  

Dans l’article scientifique nous avons montré que la stimulation de TRPV3 promouvait 

l’induction de gènes pro-inflammatoires (IL-1β, IL-1α, IL-6, IL-8 et NGF-β) après 6H de 
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stimulation dans les deux groupes d’âge. En parallèle, nous avons également révélé qu’une 

stimulation thermique (33°C) couplée à une stimulation pharmacologique (2-APB 50µM) 

(Matériels et Méthodes p72) conduisait à une augmentation de gènes pro-inflammatoires (IL-

1α, IL-6, IL-8 et NGF-β), et une diminution de ces gènes en présence de l’IAB (Figure 49). 

Pour ces deux types de stimulations, nous n’avons, en revanche, pas observé d’effet de l’âge 

sur le niveau d’expression des gènes. De manière intéressante, la stimulation de TRPV3, 

notamment dans les kératinocytes âgés, induit un rétrocontrôle positif sur son expression par 

rapport au contrôle (Figure 50).  

 

 

 

Figure 49 : Gènes exprimés après stimulation thermique et pharmacologique du canal 

TRPV3 dans les kératinocytes jeunes et âgés 

Analyse par RT-qPCR, après 6H de stimulation (33°C + 2-APB50µM +/- IAB 100µM), de l’expression relative 

de (A) IL-1α, (B) IL-6, (C) IL-8, (D) NGFβ rapport au contrôle (37°C) dans les kératinocytes jeunes (rose) et âgés 

(gris). (A-D). Les résultats sont exprimés par rapport au contrôle jeune (1). Une Anova 2 a été réalisée pour évaluer 

l’effet de l’âge et de la stimulation. n=5/groupe (moyenne d’âge groupe jeunes : 32,6 ans ; moyenne d’âge groupe 

âgés : 82 ans). Les données représentent la moyenne ± SEM. 
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Figure 50 : Expression de TRPV3 après stimulation pharmacologique et/ou thermique 

Analyse par RT-qPCR de l’expression de TRPV3 après 6H de stimulation avec (A) le 2-APB50µM + carvacrol 

300µM ou (B) 2-APB 50µM +33°C dans les kératinocytes jeunes (rose) et âgés (gris). Les résultats sont exprimés 

par rapport à la condition contrôle jeune (1). Une Anova 2 a été réalisée pour évaluer l’effet de l’âge et de la 

stimulation. n=5/groupe (moyenne d’âge groupe jeunes : 32,6 ans ; moyenne d’âge groupe âgés : 82 ans). Les 

données représentent la moyenne ± SEM. 

 

4) Discussion  

Par le biais de diverses approches, nous avons observé que le vieillissement n’avait pas 

d’effet sur la signalisation et médiateurs dépendants de l’activation de TRPV3, à l’exception de 

l’ATP dont la libération était altérée dans les kératinocytes âgés. Ces données suggèrent que le 

vieillissement pourrait impacter certaines voies de signalisations/communications cellulaires, 

et donc perturber des processus biologiques comme les mécanismes de thermorégulation 

vasculaire cutanée. 

Notre analyse par spectrométrie de masse nous a permis d’obtenir le premier sécrétome de 

l’effet de l’âge sur les kératinocytes primaires humains en culture 2D, et l’effet de la stimulation 

TRPV3. Ces premières analyses réalisées sur 4 souches issues d’individus jeunes et 4 souches 

d’individus âgés suggèrent que le vieillissement ne modifie pas le sécrétome des kératinocytes 

en culture. Les résultats concernant ISG15 et LGALS1, dont l’expression était augmentée avec 

l’âge, nous permettent de valider que le phénotype « âgé » des kératinocytes issus de donneurs 

âgés était conservé [213–215]. De manière intéressante, les kératinocytes jeunes non traités 

sécrètent de manière plus importante PCNA par rapport aux kératinocytes âgés non traités. 

PCNA est un marqueur de prolifération qui diminue lors de la différenciation des kératincoytes 

[217]. De plus, au cours du vieillissement l’expression de PCNA diminue, et est donc en accord 

avec nos données de spectrométrie de masse [218]. Cependant PCNA est un marqueur 
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intracellulaire, il est donc surprenant de retrouver cette protéine dans le surnageant de 

kératinocytes. Une récente étude a mis en évidence que les vésicules extracellulaires de cellules 

souches mésenchymateuses néonatales contenaient des facteurs anti-âges, en particulier PCNA, 

capables de limiter la dégénération de certains tissus (os et rein) avec l’âge [219]. De manière 

intéressante nous avons identifié des protéines associées aux vésicules extracellulaires dans le 

sécrétome des kératinocytes, telles que des tétraspanines (CD9, CD81), des protéines 

chaperonnes (HSP70), des protéines de la famille Rab (Rab 11), RAPB1, ALIX (PDCD6IP), 

l’annexine XI, et actinine 4 [220]. Ainsi, les kératinocytes pourraient communiquer avec 

d’autres cellules au travers de vésicules extracellulaires. Cependant, l’âge ne semble pas avoir 

d’effet sur les médiateurs sécrétés par la stimulation de TRPV3. Nos données d’ELISA et de 

RT-qPCR ont confirmé l’induction de la voie TGFα/EGFR/NFκB [96,124,125] après 

stimulation de TRPV3 (pharmacologique et/ou thermique). La stimulation thermique étant 

réalisée à la température seuil d’activation de TRPV3 (33°C) [99,103], les médiateurs induits 

semblent donc bien dépendants de TRPV3. Cependant, comme précisé précédemment, l’âge ne 

semble pas modifier le niveau d’expression des médiateurs (protéines et gènes). Il serait 

intéressant d’analyser les protéines sécrétées sous l’effet de la stimulation thermique et 

pharmacologique, afin de se rapprocher du contexte de la thermo-détection.  

D’après les résultats obtenus par ELISA multiplex, très peu de cytokines et facteurs étaient 

induits 16h après stimulation de TRPV3. Il est possible que l’induction de ces médiateurs soit 

plus précoce (30 min, 6h ou 12h) [96,124]. Il serait alors intéressant de réaliser une cinétique 

afin de définir de meilleures conditions de stimulation et de sécrétion des médiateurs. 

Toutefois, de par la nature des médiateurs libérés, le kératinocyte pourrait transduire les 

stimuli environnementaux aux fibres nerveuses sensorielles intra-épidermiques, mais 

également directement aux micro-vaisseaux dermiques pour moduler le tonus vasculaire.  

Approfondir notre étude sur les médiateurs relargués, et évaluer l’effet de ces derniers sur 

la communication kératinocytes/neurones ou kératinocytes/micro-vaisseaux dermiques 

permettrait de définir comment les kératinocytes via TRPV3 sont impliqués dans les 

mécanismes de thermorégulation vasculaire cutanée, et comment ce processus évolue avec 

l’âge. La précédente étude, menée par B. Fromy, a révélé que la réponse vasculaire cutanée 

médiée par TRPV3 nécessitait l’implication des terminaisons nerveuses peptidergiques (pour 

la libération de CGRP), et des cellules endothéliales (pour la libération de NO). Nos données 

suggèrent que l’ATP pourrait être également un acteur de la réponse au chauffage local. Ainsi, 

évaluer la place de l’ATP dans la cascade TRPV3/CGRP/NO, en réponse à la chaleur, nécessite 

d’être exploré.  
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− La thermorégulation vasculaire cutanée au cours du 

vieillissement 

 

Sur le plan vasculaire, il est classiquement rapporté que le vieillissement est associé à 

l’installation d’une dysfonction endothéliale marquée par une baisse de l’activité de la eNOS et 

de la biodisponibilité du NO [175,176]. Ainsi, de nombreuses études montrent que la réponse 

vasculaire à l’ACh fortement dépendante du NO est significativement abaissée chez l’être 

humain (>50-70 ans) [180] et chez la souris très âgée (C57BL6 de 25 mois) [88]. Dans notre 

étude, les souris âgées de 22 mois ne présentaient pas de défaut de vasodilatation à l’ACh. En 

absence de défaut fonctionnel des cellules musculaires lisses vasculaires (réponse SNP 

préservée chez les souris âgées), ces résultats montrent une absence de dysfonction 

endothéliale. Par ailleurs, les pourcentages de réponse à l’ACh ne sont significativement pas 

différents entres les jeunes mâles et femelles (55% et 59% respectivement), ni entre les mâles 

et femelles âgés (51% et 60% respectivement), ce qui suggère qu’il n’y a pas d’effet sexe sur 

la réponse à l’ACh.  

Avec l’âge, la diminution de la voie du NO et des PG est en partie compensée par 

l’EDHF [88], or nous n’avons pas utilisé d’inhibiteurs pharmacologiques spécifiques pour 

étudier la contribution des différents facteurs endothéliaux vasodilatateurs chez les souris 

jeunes et âgées. Ainsi, dans notre étude, nous n’avons pas connaissance de l’évolution et de la 

contribution de ces facteurs dans la réponse à l’ACh avec l’âge. Nous avons récemment montré 

que le rat Brown Norway, considéré comme un modèle « healthy aging » avec une activité 

physique naturellement soutenue, ne présentait pas non plus de défaut de réponse à l’ACh 

jusqu’à au moins 24 mois, et conservait la voie du NO à ce stade de vieillissement [181]. A 

l’inverse, le rat Wistar « poorly aging » présentait une dysfonction endothéliale dès 12 mois, 

associée à une altération de la voie du NO [181]. Chez l’être humain, DeSouza et al ont 

démontré que la pratique d’une activité physique régulière restaurait la vasodilatation induite 

par l’ACh chez des individus âgés (>60 ans) [222], ce qui est en accord avec nos résultats chez 

le rat Brown Norway.  

La fonction endothéliale peut être évaluée avec d’autres substances pharmacologiques 

que l’ACh, comme la bradykinine, la substance P ou encore l’isoprotérénol. En effet, la 

bradykinine active la même voie des phospholipase C-phosphatidylinositol-Ca2+ que l’ACh 

mais utilise les récepteurs β2 kininergiques couplés à une protéine G [223]. La substance P 

partage la même voie de signalisation de la protéine G que l'ACh mais agit par l'intermédiaire 

des récepteurs de la tachykinine à la surface des cellules endothéliales [224]. L'isoprotérénol, 
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un agoniste des récepteurs β-adrénergiques, induit une vasorelaxation, en partie en activant la 

voie de l'adénylyl cyclase, ce qui entraîne l'activation de l'eNOS par l'AMPc (adénosine 

monophosphate cyclique) [225]. Comme les réponses à l'acétylcholine, les réponses 

vasodilatatrices à la bradykinine, à la substance P et à l'isoprotérénol ont été significativement 

atténuées par l'inhibiteur de la NG-monométhyl-l-arginine (l-NMMA), confirmant leur 

dépendance mutuelle vis-à-vis de la libération de NO [226–229]. Bien que la vasodilatation 

induite par l'acétylcholine soit altérée avec l'âge, la vasodilatation endothéliale (avant-bras) en 

réponse à la bradykinine, à la substance P et à l'isoprotérénol était préservée chez l’être humain 

[180]. Ces résultats suggèrent que la dysfonction endothéliale évaluée avec l’ACh 

(communément utilisée dans la littérature) peut s’expliquer par un défaut spécifique de la voie 

muscarinique plutôt qu’à une altération des cellules endothéliales. De plus, l’installation 

progressive du vieillissement participe à la dysfonction endothéliale qui est influencée par de 

nombreux autres facteurs (diminution de l’activité, augmentation des EROs …), induisant une 

hétérogénéité dans l’âge d’apparition de la dysfonction endothéliale. Ainsi, la vasodilatation 

dépendante de l'endothélium n'est pas universellement altérée avec l'âge. 

Nos données indiquent que les capacités de vasodilatation en réponse à un chauffage 

local sont diminuées chez les souris âgées de manière similaire entre les mâles et les femelles, 

et en accord avec la diminution de Trpv3 dans les deux sexes. En revanche, contrairement au 

chauffage local, la diminution des capacités de thermorégulation en réponse à un chauffage 

global apparait plus marquée chez les mâles âgés alors que la réponse à l’ACh et la diminution 

de Trpv3 au niveau des coussinets semblent similaire entre les mâles et les femelles. Ceci suscite 

plusieurs hypothèses. 

Les hormones féminines, notamment œstrogènes, ont montré un effet protecteur vis-à-

vis des stress oxydants au niveau des artères coronaires, assurant donc le maintien du NO et de 

la fonction endothéliale [177,178]. Contrairement aux femmes, dont la ménopause conduit à 

une chute drastique d’œstrogènes, les souris maintiennent leur capacité de reproduction tout au 

long de leur vie et ne connaissent pas de ménopause naturelle [230]. Cependant, 

l’administration journalière d’œstrogènes à des souris âgées (22 mois) avec ovariectomie, 

restore et améliore la réponse vasodilatatrice en réponse à une pression (cmH2O) comparé aux 

souris sans ovariectomie [177], ce qui suggère un effet dose-dépendant des œstrogènes sur la 

vasodilatation chez les souris âgées. Les hormones féminines peuvent réguler le processus de 

dissipation de la chaleur, mais les mécanismes sous-jacents sont encore inconnus. 

L’augmentation des œstrogènes circulant favorise la dissipation de chaleur par vasodilatation, 

de manière endothélium-dépendant, et la sudation [231,232]. En phase lutéale, la progestérone 
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augmenterait la température centrale (+0,2-0,5°C), déplaçant ainsi la zone thermoneutralité, ce 

qui par conséquence augmente la sensibilité à la chaleur chez les femmes et souris femelles 

[231,233]. Cette diminution du seuil de détection à la chaleur est fortement corrélée à la 

corpulence des femmes (taille et poids) [233,234] Ainsi, les femmes seraient capables de 

s’adapter aux chaleurs environnementales et de répondre plus rapidement que les hommes. Nos 

données révèlent que les mécanismes de dissipation de chaleur semblent différents entre les 

jeunes mâles et les jeunes femelles lors d’une exposition à 33°C. Cependant, dans notre modèle, 

l’âge ne semble pas modifier les capacités d’adaptation à la chaleur chez les femelles 

contrairement aux mâles. Ce qui peut être très probablement expliqué par un effet hormonal. 

La dissipation de chaleur fait également intervenir les glandes sudoripares. Chez la 

souris, les glandes sudoripares sont présentes uniquement au niveau des coussinets [235–237]. 

L’activité et la densité de ces glandes diminuent avec l’âge aussi bien chez l’humain [188] que 

chez le rongeur [237]. Cependant, la sécrétion de sueur, chez la souris, n’a été montrée qu’après 

stimulation avec un agoniste des récepteurs muscariniques M3, la pilocarpine [235–238]. Nous 

ne savons donc pas si une augmentation de la température corporelle active les glandes 

sudoripares, et si tel est le cas, quel est le seuil d’activation de ces glandes chez les souris ? 

Existe-t-il une différence entre les mâles et les femelles ? De plus, lors de nos chauffages passifs 

du corps entier (33-40°C), les coussinets de souris jeunes, âgées et Trpv3-KO ne semblaient pas 

humides, suggérant que seuil d’activation de ces glandes n’était pas atteint, ou que les souris ne 

sécrètent pas de sueurs en réponse à la chaleur. 

Contrairement aux vieux mâles, la température interne des femelles âgées, lors du 

chauffage global, n’est pas différente des souris jeunes, suggérant un effet limité du 

vieillissement sur les capacités de thermorégulation chez les femelles. La diminution des 

transcrits Trpv3 a été observée dans les deux sexes. Bien que la fonction vasculaire et les tests 

sensoriels ne semblent pas varier entre les sexes chez la souris au cours du vieillissement, 

plusieurs hypothèses peuvent être soulevées : Est-ce que la contribution du canal TRPV3 dans 

les mécanismes de thermorégulation est moindre chez les femelles âgées, mais pas chez les 

mâles qui restent hautement dépendants de son activité ? Est-ce que les femelles exploitent 

d’autres thermo-senseurs internes ? Les thermorécepteurs périphériques cutanés (TRPV1), ou 

de la zone pré-optique hypothalamique (TRPM2) pourraient effectivement avoir une activité 

plus élevée chez les femelles, et maintenue avec l’âge [69,76,80]. Par exemple, le 17β-

œstradiol, une hormone féminine, augmente l’activité de TRPV1 dans les cellules HeLa [239]. 

Par ailleurs, la fixation des œstrogènes à la surface de DRG promeut l’expression de TRPV1 et 

augmente la sensibilité à la douleur. Cependant ce mécanisme semble dépendre du temps 
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d’exposition aux œstrogènes, et des voies de signalisation impliquées [240]. La fixation des 

œstrogènes sur leur récepteurs ou sur le récepteur couplé à la protéine G30 (GR30) augmente 

l’expression ou potentialise l’activation de TRPV1 respectivement [240]. A l’inverse les 

œstrogènes inhibent le récepteur kinase A de la tropomyosine (TrkA) , un récepteur de haute 

affinité pour le NGF qui participe à la sensibilisation de TRPV1 [241], ce qui en conséquence 

diminue l’activité de TRPV1 [240]. 

La différence de dissipation de chaleur entre les mâles et les femelles avec l’âge semble 

être plus associée à un effet hormonal qui favorise la vasodilatation et augmente la sensibilité à 

la chaleur. Des études complémentaires nécessitent d’être réalisées en vue de caractériser l’effet 

du sexe et de l’âge sur de potentiels mécanismes de compensation de TRPV3 (par TRPV4 ou 

TRPV1) et sur les thermo-senseurs impliqués dans les mécanismes de thermorégulation 

centrale. 
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− Mécanismes de régulation de l’expression de TRPV3 dans 

les kératinocytes 

 

Au cours de notre étude nous avons montré que le vieillissement conduisait à une 

réduction des transcrits TRPV3 au niveau des kératinocytes indépendamment du sexe (in vivo, 

ex vivo et in vitro), ce qui peut donc sous-entendre la mise en place de mécanismes de régulation 

post-transcriptionnelle de TRPV3 avec l’âge [206–208,242]. La protéine Np63 est un régulateur 

transcriptionnel de la famille p53 [27], impliqué dans la balance prolifération/différenciation 

des kératinocytes [27,197,198]. Les souris déficientes pour Np63 présentent un défaut de 

stratification de l’épiderme, associé à une augmentation de marqueurs de sénescence (SA-β-

gal, p16INK4a) favorisant donc un vieillissement prématuré [27,198]. McDade et al, ont mis en 

évidence que l’application d’un stress génotoxique (cisplatine et adriamycine) sur des 

kératinocytes primaires humains conduisait à l’expression du gène TRPV3 par fixation de p63 

sur la région promotrice de TRPV3 [206], ce qui souligne que Np63 peut activer la transcription 

de TRPV3. Or, puisqu'il a été décrit la perte progressive Np63 dans les cellules épidermiques 

avec l’âge [197,198], ceci pourrait expliquer, au moins en partie, la diminution des transcrits 

TRPV3 que nous avons décrite dans cette thèse. Outre les facteurs de transcription, les miRNA 

agissent également au niveau post-transcriptionnel et sont impliqués dans les processus liés au 

vieillissement [163,164]. Divers miRNA tels que mir-203, mir-181-5p, mir-128-3p, mir-101-

3p et mir-27-3p sont susceptibles de s'apparier à l’extrémité 3’UTR de TRPV3 et pourraient 

donc participer à sa régulation au cours du vieillissement (https://www.targetscan.org/vert_80/, 

release 8.0, septembre 2021). De manière intéressante, une précédente étude menée au 

laboratoire a montré que l’expression du mir-181 est augmentée dans les kératinocytes au cours 

du vieillissement [243]. Ainsi l’implication de mir-181 dans la régulation post-

transcriptionnelle de TRPV3 nécessite d’être davantage étudiée. 

Si la diminution de la réponse TRPV3 avec l’âge peut être liée à l’altération de son 

expression génique, la modulation de son activité peut également être associée à des 

modifications post-traductionnelles. En effet, l'hydroxylation de TRPV3 sur le résidu N242 

altère le courant dépendant de TRPV3 dans les cellules HEK (lignée embryonnaire de rein 

humain) [208,244]. Karttunen et al, ont suggéré que cette hydroxylation pourrait déstabiliser 

l'assemblage de l’hétérotétramère ou les interactions avec d'autres partenaires protéiques qui 

peuvent moduler l’ouverture du canal ou son adressage à la membrane plasmique [208]. A 

l'inverse, la phosphorylation peut être associée à une potentialisation de l'activité des canaux 

TRPV. Par exemple, il est connu que la phosphorylation de TRPV1 par la protéine kinase C 
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(PKC), la PKA, ou la kinase II dépendante de la calmoduline (CaMKII), potentialise 

l’activation du canal par la capsaïcine et la chaleur [241,245,246]. La phosphorylation de 

TRPV4 par la kinase c-Src, dans un contexte hypotonique, est nécessaire à l’ouverture du canal 

[247]. De manière intéressante la phosphorylation de TRPV3 en T264 par ERK favorise 

l’activation au 2-APB, et potentialise la réponse à l’EGF [248]. En effet, la stimulation de 

TRPV3 conduit à l’activation de la voie EGFR/TGF-α et la mise en place d’une boucle de 

rétrocontrôle positive TRPV3/EGFR/TGF-α [124,125]. Ainsi, une diminution de l’activité des 

certaines kinases, incluant ERK, au cours du vieillissement, pourrait également être une cause 

de la baisse d’activité de TRPV3. Néanmoins, la régulation de l’expression de TRPV3 et ses 

modifications post-transcriptionnelles et post-traductionnelles restent peu connues, et 

constitueraient une étude complémentaire prometteuse. 

Comme précisé précédemment, la stimulation de TRPV3 active la voie de 

l’EGFR/TGF-α [124], qui peut induire la libération de médiateurs pro-inflammatoires via NFκB 

[96], promouvoir la prolifération des kératinocytes [125], et sensibiliser TRPV3. En effet, 

l’erlotinib, un antagoniste de l’EGFR, permet d’améliorer les symptômes (kératodermie 

palmoplantaire) de patients souffrants de mutations gain de fonction de TRPV3, retrouvées dans 

le syndrome d’Olmsted [249]. Ces patients présentent également une forte expression de ERK 

[249], qui renforcerait donc l’activation de TRPV3 par phosphorylation [248]. Ces données 

confirment l'importance de la communication entre l’EGFR et TRPV3. Nous avons montré, 

pour la première fois, que la stimulation de TRPV3 (notamment par des agonistes 

pharmacologiques) induisait un rétrocontrôle positif sur son expression (génique). Le canal 

TRPV3 étant le seul canal à se sensibiliser après des stimulations répétées [109], la boucle de 

rétrocontrôle positive sur l’activation de TRPV3 apparait nécessaire pour amplifier la réponse, 

mais l’augmentation de son expression reste encore peu comprise. Est-ce pour palier à une 

saturation ou recyclage de TRPV3 après stimulation ? Li et al ont révélé que l’expression 

membranaire de TRPV3 était régulée par SNX11, une protéine de la famille des Sorting Nexin 

[250]. Cette dernière assure le contrôle de la densité de TRPV3 à la membrane plasmique par 

voie endosomale. Cependant, dans quelles conditions ce mécanisme de transport/dégradation 

se met en place reste énigmatique et nécessite d’être d’avantage étudié. 

Les kératinocytes issus de patients Olmsted présentent un influx calcique basal bien plus 

important que des kératinocytes issus d’individus sains (McGrath et al, présentation poster pour 

le congrès de la Société européenne de recherche dermatologique (ESDR) 2022). Par ailleurs, 

les mutations gain de fonction G573C et G573S conduisent à une activation constitutive de 

TRPV3 et une augmentation du flux calcique intracellulaire dans les kératinocytes [251]. 
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Contrairement aux patients sains, les kératinocytes de patients Olmsted présentent une 

expression de TRPV3 au niveau du réticulum endoplasmique ou de l’enveloppe nucléaire [252]. 

Nous avons montré que la différenciation des kératinocytes en culture 2D conduisait à une 

relocalisation de TRPV3 de la membrane plasmique aux organelles, probablement au niveau 

du réticulum endoplasmique. Or, puisque la différenciation des kératinocytes s'accompagne 

d'une augmentation des concentrations en calcium extracellulaire et intracellulaire [33], cela 

pourrait induire une relocalisation de TRPV3 au réticulum endoplasmique, comme observé 

chez des patient Omlsted où l’influx calcique est abondant. Cependant, par quels mécanismes 

cette relocalisation a-t-elle lieu, et quelle est la conséquence biologique restent à résoudre. Les 

SNX jouent -elles un rôle dans cette relocalisation au cours de la différenciation ?  

D’après nos données l’activation de TRPV3 semble induire un flux calcique 

intracellulaire plus important lorsqu’il est présent au niveau des organelles qu’au niveau de la 

membrane plasmique. Le canal TRPV3 a été identifié au niveau d’organelles riches en calcium 

comme les endosomes et le lysosome (0,003mM- 2mM et 0,5mM respectivement) [250,253]. 

Il est donc possible que l’activation de TRPV3 induise une libération massive de calcium par 

ces derniers. Cependant on ne peut pas exclure sa présence sur d’autres organelles comme le 

réticulum endoplasmique où d’autres TRP dont TRPV1 ont déjà été identifiés [254]. 
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− Communication TRPV3 dépendante entre kératinocytes et 

micro-vaisseaux dermiques 

 

Nous avons montré que la stimulation TRPV3 induisait une libération immédiate d’ATP 

dans le milieu extracellulaire des kératinocytes jeunes. En revanche, cette dernière était 

beaucoup plus faible chez les kératinocytes âgés. L’ATP est une molécule a double fonction. 

Elle est d’une part une source d’énergie, et d’autre part est considérée comme un second 

messager impliqué dans de nombreux processus biologiques [255].  

Lors de ma thèse j’ai également participé à un projet centré sur le rôle de miR-30a dans le 

défaut de différenciation épidermique au cours du vieillissement. Cette étude a mis en évidence 

que les kératinocytes d’individus âgés présentaient une altération du métabolisme 

mitochondriale, qui en conséquence réduisait la production d’ATP [164]. Ainsi, la diminution 

de la libération d’ATP par les kératinocytes âgés pourrait être liée à la réduction des canaux 

TRPV3 et à la diminution du stock d’ATP. 

L’ATP agit sur les récepteurs purinergiques P2X (récepteur ionotropique purinergique de 

type 2) et P2Y exprimés dans de nombreux tissus et par différents types cellulaires [255–257]. 

L’ATP peut intervenir dans la neurotransmission, la réponse immunitaire, ou encore dans la 

régulation du tonus vasculaire [255]. De récentes études ont mis en évidence que des cellules 

non-neuronales, comme le kératinocyte, étaient capables d’informer les fibres nerveuses 

sensorielles par libération d’ATP lors d’un stress thermique [93] ou mécanique [258]. Ceci 

suggère donc que le kératinocyte est un senseur de son environnement, et participe à la 

transmission de l’information. De manière intéressante Talagas et al ont exposé la présence de 

contacts synaptiques « like » entre les kératinocytes et les terminaisons nerveuses sensorielles 

intra-épidermiques [36,71]. En effet, les kératinocytes, via le système d’exocytose impliquant 

le complexe SNARE, transmettraient l’information aux neurones sensoriels [71]. Ainsi, nous 

pouvons suggérer que l’ATP libéré par les kératinocytes, suite à la stimulation de TRPV3, 

pourrait agir sur les terminaisons nerveuses sensorielles à proximité (intra-épidermiques). 

L’utilisation d’un système de co-culture de kératinocytes et de neurones (DRG) nous 

permettrait d’évaluer l’effet de l’ATP libéré par les kératinocytes de manière TRPV3-dépendant 

sur les neurones sensoriels, en mesurant le courant électrique après stimulation de TRPV3. Par 

ailleurs, évaluer le devenir des contacts synaptiques « like » au cours du vieillissement dans la 

peau humaine pourrait être une bonne approche. Les vaisseaux sanguins de la peau expriment 

également des récepteurs purinergiques [259]. Le flux sanguin cutané étant régulé par les 

vaisseaux supérieurs de la peau [16,48], il est possible que la libération d'ATP par les 
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kératinocytes, à la suite de l'activation du TRPV3, agisse directement sur les vaisseaux sanguins 

de la peau pour réguler le tonus vasculaire. 

La stimulation (thermique ou pharmacologique) de TRPV3 conduit à la production de PGE2 

[95] et de NO [94] par les kératinocytes, qui sont des médiateurs clés des processus de 

vasodilatation [83]. Par ailleurs, Hou et al ont rapporté que les kératinocytes étaient également 

capables de libérer des neuropeptides, comme le CGRP-β [260], qui pourrait conduire à une 

vasodilatation de manière endothélium-dépendant ou indépendant. Ainsi il serait intéressant 

d’évaluer et de quantifier la sécrétion de ces médiateurs après stimulation de TRPV3 (en culture 

2D), et de définir leurs effets vasoactifs sur vaisseaux isolés par exemple. Définir comment les 

kératinocytes peuvent informer et moduler la réponse vasculaire (directement ou indirectement 

via les nerfs sensoriels), et l'effet du vieillissement et du sexe sur ce processus fait l’objet d’une 

perceptive prometteuse. 

Nos données préliminaires indiquent que les souris mutées pour TrkA (TrkAC-KI), 

présentent une vasodilatation induite par la chaleur similaire aux souris Trpv3-KO (Figure 51). 

Les souris TrkAC-KI sont caractérisées par une réduction des terminaisons nerveuses libres 

intra-épidermiques mais une innervation sensorielle centrale normale. Ceci suggère que la 

communication physique entre les kératinocytes (TRPV3) et les terminaisons nerveuses intra-

épidermiques (TrkA) sensorielles pourrait être nécessaire à la réponse vasculaire face à la 

chaleur. Par ailleurs, la densité des fibres nerveuses intra-épidermiques diminue avec l’âge (>60 

ans), et de manière plus prononcée chez les hommes que les femmes [261,262]. Ainsi, étudier 

l’implication et l’évolution avec l’âge des contacts synaptiques dans la communication entre 

les kératinocytes et les neurones sensoriels, permettrait de comprendre par quels mécanismes 

les kératinocytes, via TRPV3, module le tonus vasculaire. 
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Figure 51 : Vasodilatation induite par une chaleur local  

Flux sanguin du coussinet arrière (par laser Doppler) en réponse à un chauffage local chez des jeunes mâles témoins 

(WT n=8), TRPV3-KO (n=8) et TrkAC-KI (n=11). Les données sont exprimées en moyenne ± SEM.  
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Ces trois années de thèse ont permis d’apporter et d’approfondir des connaissances sur 

une partie des mécanismes de thermorégulation, dont la détection de la chaleur modérée et 

l’initiation de la vasodilatation cutanée. Dans cette étude, nous avons placé le kératinocyte en 

tant que senseur et transducteur de son environnement. Cependant, plusieurs questions restent 

à résoudre, en particulier la communication entre les kératinocytes épidermiques et les micro-

vaisseaux cutanés. Je pense qu’il faudrait explorer davantage l’interaction entre les 

kératinocytes et les fibres nerveux intra-épidermiques, puisque l’absence de terminaisons 

nerveuses sensorielles limite drastiquement la vasodilatation induite par une chaleur locale 

(souris TrkAC-KI). Néanmoins, je ne peux pas exclure une communication directe entre les 

kératinocytes et les micro-vaisseaux dermiques de par la nature des médiateurs kératinocytaires, 

qui peuvent avoir un rôle vasoactif. Par ailleurs, l’implication des kératinocytes dans la 

régulation centrale de la température corporelle nécessite d’être approfondie. Exposée de 

manière constante à divers facteurs externes, je pense que la peau, à travers ses différents types 

cellulaires et fonctions, peut être considérée comme notre 3ème cerveau. Elle nous permet de 

nous adapter chaque jour à notre environnement qui évolue a vu d’œil, notamment dû au 

réchauffement climatique. L’âge affecte de manière irréversible tous les organes de notre corps, 

et modifie donc nos capacités d’adaptation au changement climatique. L’installation du 

vieillissement est modulée par divers processus incluant des facteurs internes, comme la 

génétique, mais également des facteurs externes que sont nos habitudes de vie et notre 

environnement. Ainsi, cela se traduit par une forte variabilité inter-individuelle, avec 

l’apparition de marqueurs caractéristiques du vieillissement et pathologies variables entre 

individus de même âge. J’ai montré que l’altération du canal TRPV3 avec l’âge participait au 

défaut de thermorégulation vasculaire cutanée. Avec le réchauffement climatique, l’intensité, 

la récurrence et la durée des vagues de chaleurs sont amenées à augmenter dans les prochaines 

années. Ainsi, le déclin des mécanismes de défenses face à la chaleur, dans lesquels TRPV3 et 

très probablement d’autres thermo-senseurs sont impliqués, augmente le risque d’hyperthermie 

chez les individus âgés. Le réchauffement climatique a donc un impact direct sur les populations 

fragilisées, marquées par un défaut de thermorégulation, mais a également un impact à plus 

large échelle et favorise l’apparition de diverses pathologies (allergies, pathologies 

pulmonaires, maladies infectieuses), qui touchent désormais toute la population quel que soit 

l’âge. C’est donc un phénomène qui a des conséquences majeures sur notre santé. 

Ces trois années de thèse m’ont permis de me plonger dans le monde de la recherche 

avec ses avantages et inconvénients. J’ai été très inspirée par mon sujet de thèse et j’ai 

également apprécié de participer à divers projets qui m’ont apporté de nombreuses 
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connaissances au niveau du vieillissement, sur la reconstruction mammaire, et également sur 

des pathologies cutanées comme le psoriasis. Cette expérience m’a permis d’acquérir une 

certaine autonomie, et de laisser mon esprit critique et scientifique se développer et s’exprimer. 

Par ailleurs, j’ai pu découvrir la notion de gestion de projet, de la conception à sa publication. 

Ainsi, à l’issus de cette thèse, je pense rester dans le côté fondamental de la recherche, à la 

découverte de nouvelles connaissances et avancées scientifiques. 
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Annexe 1 : Effet d’un antioxydant sur la fonction vasculaire cutanée au cours du 

vieillissement - biomedicines (Novembre 2022) 

 

Ces résultats ont été publiés dans le journal biomedecine en Novembre 2023 sous la 

forme d’un article scientifique que je signe en deuxième auteur. L’intégralité du manuscrit est 

présentée pages 195-213. 

 

Résumé 

L’application d’une faible pression au niveau de la peau conduit à la mise en place d’un 

système de défense caractérisé par une augmentation du flux sanguin cutané. On parle de 

vasodilatation induite par la pression (PIV). Ce mécanisme dépend d’une part des fibres 

nerveuses sensoriels cutanées (CGRP) et d’autre part des cellules endothéliales (NO, PGI2) des 

micro-vaisseaux dermiques. Cependant, la fonctionnalité de ce système neurovasculaire 

sensoriel est diminué avec l’âge (chez l’être humain et la souris), et pourrait favoriser 

l’apparition de troubles cutanés tels que des ulcères de pression chez les individus âgés. La mise 

en place d’une stratégie permettant d’améliorer les propriétés neurovasculaires cutanées est 

cruciale compte-tenu de la population vieillissante.  

Les antioxydants ont des vertus bénéfiques aussi bien à l’échelle microscopique que 

macroscopique. L’acide alpha-lipoïde (LPA) est un puissant anti-oxydant qui a déjà montré 

divers effets positifs sur la peau (prolifération/ différenciation des kératinocytes, cicatrisation, 

limite le photo-vieillissement). Par ailleurs, le LPA, en limitant le stress oxydatif, permet de 

contrer la diminution de la PIV cutanée chez les souris diabétiques à court terme en préservant 

la fonction endothéliale (autrement dit en préservant la production de NO et/ou en empêchant 

la destruction du NO). Cependant, l’effet du LPA sur l'homéostasie de la peau et le 

dysfonctionnement vasculaire au cours du vieillissement reste inexploré. 

Cet article, auquel j’ai participé lors de ma thèse, définit l’effet de l’acide alpha-lipoïde 

(LPA) sur le maintien de la fonction vasculaire cutanée au cours du vieillissement via une 

approche in vivo.  

Nous avons étudié les capacités de vasodilatation cutanée en réponse à une faible pression 

(PIV), ainsi que la fonction endothéliale et la sensibilité sensorielle chez deux souches de rats, 

Brown Norway « healthy aging » et Wistar « Poorly aging ». Ces mesures ont été réalisées sur 

des rats de divers âges (6 mois, 12 mois et 24 mois) avec un régime supplémenté, ou non, par 

0.5% de LPA. 
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Chez les rats Wistar, la vasodilatation induite par une faible pression locale est 

drastiquement diminuée dès 12 mois, en revanche ce défaut n’apparait qu’à 24 mois pour la 

souche Brown Norway. De manière intéressante, le LPA semble augmenter les capacités de 

résistance de la peau des Brown Norway avec l’âge, mais pas chez les Wistar. Bien que les 

Wistar aient une diminution précoce (6 mois) de sensibilité sensorielle (Tail Flick et Von frey), 

le traitement LPA a permis de restaurer totalement ou partiellement les sensibilités nerveuses 

thermiques et mécaniques de la peau dans les deux souches à 12 et 24 mois. Dans un dernier 

temps, nous nous sommes intéressés à la fonction endothéliale avec l’âge. Nous avons montré 

que les rat Brown Nornway ne présentent pas de défaut de perfusion cutanée au repos avec 

l’âge, contrairement aux rats Wistar où la diminution du flux sanguin observée à 12 mois a pu 

être minimisée par le traitement au LPA. Nous avons montré que la vasodilatation endothélium-

dépendante induite par ACh ainsi que la voie du NO était maintenue avec l’âge dans la souche 

Brown Norway, et tendait à diminuer avec l’âge chez les Wistar. Enfin, le LPA, n’ayant pas 

d’effet sur les Brown Norway, semble augmenter la biodisponibilité de NO chez les Wistar et 

favorise donc la vasodilatation induite par l’ACh à 12 mois. 

Bien que le vieillissement cutané ait affecté les deux souches, nos résultats montrent une 

apparition précoce de différents troubles liés à l'âge dans la souche Wistar par rapport à la 

souche Brown Norway (PIV, perfusion cutanée basale, la fonction endothéliale). Toutefois nos 

données mettent en évidence, pour la première fois, un effet bénéfique du traitement au LPA 

sur le déclin sensoriel cutané lié à l'âge, dans les deux souches de rats. Par ailleurs, le LPA a 

également permis de restaurer la voie du NO chez les rats Wistar d'âge moyen, améliorant ainsi 

la fonction endothéliale. Les modalités de traitement du LPA nécessitent d’être approfondies 

(seul ou en combinaison avec d'autres molécules) afin d'améliorer l’effet du LPA sur la 

résistance de la peau à la pression et, par conséquent, sur le développement des troubles cutanés 

tels que des lésions dues à la pression. Ainsi, la génétique mais également les habitudes de vie 

peuvent avoir un effet bénéfique sur le vieillissement, ce qui amène à une forte variabilité entre 

des individus de même âge. Par exemple, j’ai pu observer que l’expression de TRPV3 pouvait 

être plus importante dans la peau d’un individu de 67 ans par rapport à un individu de 66 ans. 

De plus, en culture 2D, il existe une très grande variabilité entre les différentes souches de 

kératinocytes primaires, jeunes ou âgés, qui complique les analyses, notamment dans la tranche 

d’âge de 45 à 60 ans où l’on peut aussi bien avoir les caractéristiques d’individus « jeunes » 

que d’individus « âgés ». 

 

 



Annexes 1 

195 

 

Article scientifique  
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Annexe 2 : Analyse de la réponse vasculaire au chauffage local après une 

reconstruction mammaire par lambeau libre (DIEP)- Microsurgery (Mai 2023) 

 

Ces résultats sont en révision dans le journal Microsurgery, et sont présentés sous la 

forme d’une étude clinique que je signe en deuxième auteur. L’intégralité du manuscrit est 

présentée pages 216-241. Ce projet est issu d’une collaboration avec le Centre Médical 

Universitaire de Maastricht (Campus France- Projet Van-Gogh). 

 

Résumé 

Suite à une mastectomie, la reconstruction mammaire est souvent désirée par les femmes 

en vue de restaurer leur apparence physique et psychique. Il existe désormais plusieurs types 

de reconstructions mammaires, telle que la reconstruction par lambeau libre ou DIEP (Deep 

Inferior Epigastric Perforator) dont le résultat esthétique est très élevé. Le lambeau DIEP est 

constitué de peau et de tissus sous-cutanés prélevés entre le pubis et le nombril. L’irrigation 

sanguine (artère et veine épigastrique) de ce lambeau facile la revascularisation lors de la 

reconstruction. Cependant, les patientes ont constaté une perte de sensibilité au toucher et à la 

chaleur au niveau du sein reconstruit, qui peuvent aboutir à des lésions cutanées telles que des 

brûlures.  

Bien que la réponse vasculaire au chauffage global soit conservée dans le lambeau DIEP 

[221], la réponse à une chaleur locale n’avait pas encore été étudiée. 

Cet article, auquel j’ai participé lors de ma thèse, évalue la réponse vasculaire au chauffage 

local après une reconstruction mammaire par DIEP. Cette étude transversale a été réalisée sur 

21 patientes ayant subies une reconstruction par lambeau DIEP (sans complication et au moins 

deux ans post chirurgie), dont 10 patientes ayant eu recours à une réinnervation.  

Nous avons montré que le chauffage local induit une réponse vasculaire biphasique (un pic 

suivi d’un plateau) au niveau du sein controlatéral mais également au niveau du lambeau DIEP. 

Bien que la vasodilatation induite par la chaleur soit plus faible dans le lambeau DIEP, la 

réinnervation ne semble pas améliorer la réponse vasculaire. Nous avons également observé un 

défaut de détection sensoriel à des stimuli mécaniques, thermiques et douloureux dans les 

lambeaux DIEP, avec un effet encore plus prononcé sans réinnervation. Enfin nous avons 

montré une perte de terminaisons nerveuses sensorielles dans le derme et l’épiderme de peau 

DIEP réinnervée, suggérant une absence de la régénération des fibres sensorielles C et Aδ après 
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réinnervation. Ceci peut expliquer l’absence d’effet bénéfique de la réinnervation sur la réponse 

au chauffage local.  

Nos résultats suggèrent que la capacité à augmenter le flux sanguin cutané en réponse à un 

chauffage local reste altérée dans les lambeaux DIEP, même avec une réinnervation, ce qui 

pourrait favoriser l’apparition de lésions thermiques.   
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ABSTRACT (250 words) 

 

Introduction Breast reconstruction flaps have been reported to sustain burns at lower temperatures than healthy 

skin. To understand this phenomenon, we examined local heating-induced cutaneous vasodilation in deep inferior 

epigastric perforator (DIEP) flaps. We also explored whether flap reinnervation improves the skin’s ability to 

eliminate heat. 

Methods We studied 21 female patients with an uncomplicated unilateral secondary DIEP breast reconstruction 

at least two years after surgery. Ten DIEP flaps were reinnervated at the time of reconstruction. DIEP flaps and 

contralateral breasts were subjected to direct local heating, and skin blood flow was assessed using laser-Doppler 

flowmetry. Cutaneous mechanical detection, warm detection, and heat pain thresholds were also assessed. 

Results DIEP flaps exhibited significantly weaker cutaneous vasodilation in response to local heating than 

contralateral breasts. The magnitude of the response was similar between reinnervated and noninnervated flaps. 

Cutaneous mechanical detection, warm detection, and heat pain thresholds were elevated in reinnervated DIEP 

flaps and further elevated in noninnervated DIEP flaps. Participants with reinnervated DIEP flaps were 

significantly more likely to feel heat pain below the 50°C safety threshold than those with noninnervated flaps.  

Discussion Our results suggest that free flap transfer causes longstanding impairment, yet not complete abolition, 

of both the sensory nerve-mediated and nitric oxide-dependent local heating-induced cutaneous vasodilatory 

systems. We found no statistical evidence that flap reinnervation improves the ability to raise skin blood flow in 

response to local heating. However, significantly lower sensory thresholds in reinnervated flaps suggest that flap 

reinnervation provides a meaningful degree of sensory nerve regeneration. 

Keywords: local heating; skin blood flow; vasodilation; breast reconstruction; nerve coaptation   
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INTRODUCTION (360 words) 

 

The deep inferior epigastric perforator (DIEP) flap consists of skin and subcutaneous tissue harvested from the 

lower abdomen along with its blood supply. The DIEP flap is ideally suited for breast reconstruction after 

mastectomy, yielding high levels of patient-reported aesthetic outcomes.1,2 Nevertheless, sensory outcomes are 

often poor due to nerve disruption with flap harvest. Patients mourn reduced or absent sensation in their 

reconstructed breast whilst dressing, taking a shower, and in intimate settings.3 Protective sensation too is often 

lost, as is illustrated by reports of burns to breast reconstruction flaps induced by heat exposure (e.g., sun, shower, 

and hot water bottles) up to five years after surgery.4-6 These burns might ensue from lost ability to register heat, 

but accounts of sparing of adjacent skin indicate that the flap struggles to actively protect itself against heat, too.  

Healthy human skin eliminates heat through vasodilation. Whole body passive heating elevates core temperature, 

which evokes an increase in skin blood flow mediated predominantly by sympathetic cholinergic nerves.7 Klasson 

and colleagues observed normal cutaneous vasodilation in response to whole body heating in DIEP flaps at a 

median of 1.3 years after surgery.8 Direct local heating of hairy skin elicits cutaneous vasodilation in the heated 

area only, a response largely dependent on sensory nerve endings and nitric oxide.9-11 Whether DIEP flaps (or 

indeed any free flap) exhibit an adequate cutaneous vasodilator response to local heating has not been examined.  

Surgical coaptation of a sensory nerve supplying the DIEP flap to a sensory nerve at the mastectomy site is thought 

to help restore sensory supply by guiding axonal regeneration, a premise supported by enhanced sensory detection 

ability observed in reinnervated flaps.12-14 We hypothesized that as part of the cutaneous vasodilator response to 

local heating is sensory nerve-mediated, the response would be superior in reinnervated flaps, where neural 

continuity has been partially restored. 

The study aims were to examine cutaneous vasodilation in response to local heating in DIEP flaps, and to evaluate 

whether flap reinnervation might enhance the response. We also explored which factors might explain variation in 

the magnitude of the response. We compared vasodilation results against sensory detection thresholds to infer 

cutaneous nerve fiber function.  
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MATERIALS & METHODS (1019 words) 

 

Participants 

The protocol was approved by the institutional ethics committee. Participants gave informed consent.15 We 

included female patients with an uncomplicated unilateral secondary DIEP breast reconstruction at least two years 

after surgery to allow peripheral nerves within the flap time to regenerate.16 Exclusion criteria were a history of 

cancer in the contralateral breast, absence of a DIEP skin island, and conditions known to impair peripheral nerve 

regeneration (i.e., post-reconstruction radiotherapy17, active smoking18, and diabetes mellitus19). Peripheral 

neuropathy, prevalent in the study population, was not an exclusion criterium but a covariable to ensure a large 

enough pool of eligible patients.  

Variables 

In healthy humans, local heating of hairy skin induces a biphasic response.11 The rapid increase in skin blood flow 

within the first 3 to 5 minutes relies predominantly on local activity of sensory nerve endings and was our primary 

outcome. After a moderate decrease in skin blood flow, sustained local heating induces slower vasodilation that 

attains a plateau; this phase relies mainly on nitric oxide and was our secondary outcome.9,10 Additional outcomes 

were cutaneous mechanical detection, warm detection, and heat pain thresholds as surrogates of sensory nerve 

function. Owing to combinations of factors including patient preference, technical feasibility, and surgeon 

perseverance, not all DIEP flaps were reinnervated at the time of reconstruction.13,14 The independent variable of 

interest was measurement site (i.e., contralateral breasts, reinnervated DIEP flaps, and noninnervated DIEP flaps). 

Observers were blinded to DIEP innervation status; participants were not. Data extracted from medical records 

comprised age, body mass index, menopausal status, history of smoking, peripheral neuropathy, hypertension, 

hypercholesterolemia, anti-cancer treatments, flap type, flap weight, ischemia time, follow-up time (i.e., the 

interval between breast reconstruction and experiment), and contralateral breast symmetrization. 

Local heating-induced cutaneous vasodilatation 

Experiments were conducted in July 2021 and January 2022. Skin blood flow in response to direct local heating 

was monitored using laser-Doppler flowmetry (PeriFlux System 6000; Perimed, Stockholm, Sweden). Participants 

were tested bilaterally such that their contralateral breast served as an internal control to their DIEP flap. One site 

per flap or breast was tested; scars were avoided. After 10 minutes of supine acclimatization in a quiet, constant-

temperature room, data collection started with a one-minute normothermic baseline followed by 20 minutes of 

local heating at 42°C (457-PI probe; Perimed, Stockholm, Sweden). Skin temperature was measured before onset 
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of local heating; control skin blood flow was continuously recorded 3 to 5 cm away from the heated area (440 

probe; Perimed, Stockholm, Sweden). Blood flow recordings were analyzed in arbitrary units (a.u.) and, to 

eliminate potential patient-level confounding, as ratio to the contralateral breast. Before the protocol, core 

temperature was measured with an infrared ear thermometer (ThermoScan Pro 6000; Braun, Melungeon, 

Germany). Systolic and diastolic blood pressures were measured using a Gamma XXL LF sphygmomanometer 

(Heine, Germany) directly before and after the protocol.  

Cutaneous quantitative sensory testing 

Touch perception thresholds were assessed using a 20-piece Touch-test™ Sensory Evaluator (North Coast 

Medical, Inc., Gilroy, CA, USA). Monofilaments were applied three times in an ascending fashion.16,20 An 

affirmative response was recorded when participants felt the stimulus at least one out of three times and could 

accurately locate it. Scores were converted into target stress (g/mm2). Cutaneous warm detection and heat pain 

thresholds were measured using a TSA-II device (Medoc, Ramat-Yishai, Israel) with a 9.0 cm2 Peltier-type 

thermode. Participants were asked to abort a thermal stimulus increasing from 32°C to 50°C at a rate of 1°C/s 

when perceived. Warm detection and heat pain thresholds were both tested three times; for each series, the mean 

was recorded as the final value. If a warm detection or heat pain threshold was not reached within the safety limit, 

50°C was entered for analysis.  

Nerve fiber integrity 

We histologically examined dermal and epidermal small sensory nerve fibers in a DIEP skin island excised as a 

secondary, cosmetic procedure. Mechanical detection, warm detection, and heat pain thresholds were obtained 

before surgery; skin blood flow in response to local heating could not be assessed because the laser-Doppler device 

was unavailable. Immediately after excision, the skin island was fixed in 4% buffered formaldehyde solution and 

stored at 4°C for 24 hours. After rinsing in PBS RNAse free solution, the sample was immersed in 10% sucrose 

for 24 hours at 4°C. The next day, the tissue was immersed in isopentane for ~30-60 seconds and stored at -80°C. 

Sections 30 µm thick were prepared using Leica CM3050 S Cryostat and stored at -80°C. After two hours of curing 

at room temperature, sections were saturated with 5% goat serum, 2% BSA, and 0.1% Tween-20 for one hour. 

Sections were incubated overnight with primary rabbit antibody (1:100) against human PGP9.5 (ab27053) at 4°C 

in a humidified chamber. They were then washed with 1X-PBS and incubated for 45 minutes with goat anti-rabbit 

Alexa-546 (1:1000; A-11035) at room temperature in a dark chamber. After washing, sections were mounted with 

Fluoroshield™ with DAPI medium (F6057), and examined using a Nikon Ti-E Fluorescence Motorized 

microscope under 40× magnification.  
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Data analysis 

Participants and DIEP flaps were characterized using counts and percentages for categorical variables, means and 

standard deviations for normally distributed variables (Shapiro-Wilk p ≥ 0.01), and medians and 25th and 75th 

percentiles for other variables. The paired-samples Wilcoxon Signed Rank Test was used for comparisons between 

contralateral breasts and DIEP flaps. Normally distributed data were compared between reinnervated and 

noninnervated flaps using the independent samples t-test, and other data using the Mann-Whitney U test. Data 

were compared between contralateral breasts, reinnervated DIEP flaps, and noninnervated DIEP flaps using one-

way analysis of variance for dependent samples followed by Tukey’s multiple-comparison test. Factors that might 

explain variation in peak and plateau skin blood flow were identified using linear regression analyses. Candidate 

explanatory factors with at least marginal significance upon univariable analysis (p ≤ 0.10) were retained in a 

multivariable model. Spearman correlation coefficients (rs) were used to estimate associations between variables. 

All statistical analyses were performed using R version 4.0.5 (R Foundation for Statistical Computing, Vienna, 

Austria), with  = 0.05 unless otherwise stated. 

Reporting 

Study methods and results are reported as recommended in the Strengthening the Reporting of Observational 

studies in Epidemiology (STROBE) Statement.21  
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RESULTS (579 words) 

 

Participants 

Of 661 patients who underwent a DIEP breast reconstruction between January 2010 and July 2019, 101 were 

eligible for inclusion, 51 of whom had a reinnervated flap. Twenty-one patients agreed to participate, 10 of whom 

had a reinnervated flap with a single coapted nerve. We observed no statistically significant differences in baseline 

characteristics between outcome groups (table 1). All but one participant were postmenopausal; none took 

hormone replacement therapy. 

Local heating-induced cutaneous vasodilation 

In both contralateral breasts and DIEP flaps, local heating to 42°C evoked a biphasic increase in skin blood flow, 

characterized by an initial peak followed by slower vasodilatation attaining a plateau (figure 1A-C). Peak and 

plateau skin blood flow were significantly weaker in DIEP flaps than in contralateral breasts (table 2). Areas under 

the curve were significantly greater in contralateral breasts than in DIEP flaps (figure 1D). Peak and plateau skin 

blood flow did not differ between reinnervated and noninnervated DIEP flaps. When expressed as ratio to the 

contralateral breast, vasodilatation was stronger in reinnervated flaps than in noninnervated flaps (Figure, 

Supplemental Digital Content 1), but differences were not statistically significant (Table, Supplemental Digital 

Content 2). 

Factors explaining variation in the magnitude of the vasodilatory response  

Univariable linear regression analysis showed an inverse association between flap reinnervation and peak and 

plateau skin blood flow in contralateral breasts (Table, Supplemental Digital Content 3). Chemotherapy was 

inversely associated with peak and plateau skin blood flow in both contralateral breasts and DIEP flaps. Tamoxifen 

was omitted from multivariable modeling because of its moderate correlation with chemotherapy (rs = 0.55, 95% 

CI = 0.31 – 0.82; p = 0.01) and weaker predictive value. A multivariable model comprising flap reinnervation, 

chemotherapy, and age explained 35% of the variation in peak skin blood flow in contralateral breasts (p = 0.01).  

Cutaneous quantitative sensory testing 

Compared with contralateral breasts, cutaneous mechanical detection, warm detection, and heat pain thresholds 

were elevated in reinnervated DIEP flaps and further elevated in noninnervated DIEP flaps (figure 2). Significantly 

more participants with reinnervated DIEP flaps felt heat pain below the 50°C safety limit (Table, Supplemental 

Digital Content 4). As heat pain threshold and peak skin blood flow both rely on functional small unmyelinated 

heat-sensitive C-fibers22, we expected an inverse correlation between these variables; however, this was neither 



Annexes 2 

224 

 

the case in contralateral breasts (rs = 0.11, 95% CI = -0.38 – 0.55; p = 0.63) nor in DIEP flaps (rs = 0.17, 95% CI 

= -0.22 – 0.54; p = 0.46). Mechanical detection threshold and peak skin blood flow were uncorrelated in 

contralateral breasts (rs = 0.04, 95% CI = -0.41 – 0.49; p = 0.88) and in DIEP flaps (rs = 0.20, 95% CI = -0.27 – 

0.60; p = 0.39). 

Nerve fiber integrity 

The examined skin island originated from a 39-year-old patient who had unilateral breast cancer. She was treated 

with neoadjuvant chemotherapy, trastuzumab, mastectomy, and tamoxifen. Sixteen months before skin island 

excision, she had an uncomplicated secondary bipedicled DIEP breast reconstruction with dual nerve coaptation. 

The DIEP flap weighted 895 grams. The patient never smoked and was healthy apart from breast cancer. The 

mechanical detection threshold of the skin island was 68.2 g/mm2; neither warmth nor heat were perceived below 

the 50°C safety limit. In healthy abdominal control skin of a 40-year-old woman, we observed small sensory nerve 

fibers mainly in the dermis, but also in the epidermis (figure 3A); conversely, the reinnervated DIEP skin island 

showed a complete loss of dermal and epidermal small sensory nerve fibers (figure 3B).  



Annexes 2 

225 

 

DISCUSSION (925 words) 

 

DIEP flaps three to seven years after surgery exhibited classic biphasic cutaneous vasodilation in response to local 

heating. However, peak and plateau skin blood flow in DIEP flaps were significantly lower than in contralateral 

breasts. These findings indicate that free flap transfer causes longstanding impairment, yet not complete abolition, 

of both the sensory nerve-mediated and nitric oxide-dependent local heating-induced cutaneous vasodilatory 

systems.  

In healthy human skin, small unmyelinated heat-sensitive C-fibers respond to local heating by releasing 

neurotransmitters that cause a rapid increase in skin blood flow.10,22 Above a certain threshold, the same C-fibers 

transmit an action potential to the brain, resulting in conscious heat pain perception. As such, the observed 

attenuated peak skin blood flow in response to local heating (figure 1B-C) and elevated heat pain threshold (figure 

2C) both provide evidence for C-fiber dysfunction in DIEP flaps. Elevated mechanical and warm detection 

thresholds (figure 2A and 2B) indicate additional dysfunction of large myelinated A-fibers and small thinly 

myelinated A-fibers, respectively.23 These findings resonate with clinical manifestations of sensory dysfunction 

in DIEP flaps described in the introduction.  

Nine participants (43%) had a history of small fiber neuropathy. This condition damages peripheral autonomic and 

somatic small sensory nerve fibers, and has been associated with diminished sensory nerve-mediated vasodilation 

in response to local heating.24 Absence of an inverse association between small fiber neuropathy and peak skin 

blood flow in our sample might be due to heterogeneous neuropathy etiology and duration.  

Not only peak but also plateau skin blood flow in response to local heating was significantly weaker in DIEP flaps 

than in contralateral breasts. This latter phase is primarily (though not exclusively) mediated by nitric oxide, 

meaning that free flap transfer might alter nitric oxide production, vascular responsiveness to nitric oxide, or both. 

Although still under debate, the plateau vasodilator phase probably requires intact sympathetic adrenergic function 

for its full expression.11 The constrained plateau phase in DIEP flaps could therefore be a symptom of cutaneous 

sympathetic denervation. Prevailing theory indeed attributes pathological burns in breast reconstruction flaps to 

sympathetic dysfunction.4-6 Contrary to this theory, Klasson and colleagues found normal cutaneous sympathetic 

nerve-mediated vasodilation in response to whole body heating in DIEP flaps.8 Also, our experiments were 

conducted at unheated skin temperatures where adrenergic vasoconstrictor activity maintains resting cutaneous 

vascular tone (~32°C). Unaltered baseline skin blood flow in DIEP flaps (table 2) refutes attenuated 

vasoconstrictor tone and, by extension, sympathetic denervation.10,25 Which exact mechanisms impair the 
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cutaneous plateau vasodilator response to local heating in DIEP flaps requires clarification by studying effects of 

pharmacologic inhibitors. 

We observed equivalent peak and plateau skin blood flow in response to local heating in reinnervated and 

noninnervated DIEP flaps. Relative to contralateral breasts, reinnervated flaps showed a more pronounced 

vasodilatory peak than noninnervated flaps. Although this finding was not statistically significant, it parallels our 

observation that significantly more participants with reinnervated DIEP flaps were able to feel heat pain below the 

50°C safety limit than participants with noninnervated flaps (90% vs. 36%; Table, Supplemental Digital Content 

4). The fact that the histologically examined tissue showed no signs of C-fiber regeneration (i.e., no small sensory 

nerve fibers identified upon histological examination [figure 3] and no heat pain perception below 50°C) despite 

dual nerve coaptation might lie with the relatively short follow-up time of 1.3 years.  

Various confounding factors may have influenced the magnitude of the vasodilator response to local heating. 

Exploratory analyses showed an inverse association between chemotherapy and peak and plateau skin blood flow 

in contralateral breasts and DIEP flaps (Table, Supplemental Digital Content 3). This finding corresponds to 

impaired nitric oxide-related cutaneous vasodilation in response to acetylcholine iontophoresis reported in patients 

treated with various chemotherapy regimens.26,27 Because of the protective effect of endogenous estrogen on 

endothelial function28, menopausal status, hormone replacement therapy, and endocrine anticancer therapy are 

potentially relevant parameters. The study sample showed little to no variation regarding menopausal status and 

hormone replacement therapy. However, 11 participants (52%) received endocrine therapy, which, depending on 

the mechanism of action, may either improve or reduce endothelial function. Tamoxifen and related compounds 

competitively antagonize estrogen receptors and can increase serum estrogen levels in postmenopausal women29, 

with potential protective effects on endothelial function.30,31 By contrast, aromatase inhibitors inhibit estrogen 

production, reducing levels of endogenous estrogen and impairing endothelial function.32,33 In our study, 

chemotherapy likely confounded estimates of association between tamoxifen and the magnitude of the vasodilator 

response. Lastly, advanced age has been associated with significantly reduced peak and plateau skin blood flow in 

response to local heating.34,35 Absence of an inverse association between age and microvascular function in this 

study might be attributable to a lack of variation in age among participants. 

Several study limitations should be considered. Contralateral breasts are flawed controls of abdomen-derived DIEP 

flaps. Although similar innervation densities have been reported for female breast and abdominal skin36, they may 

exhibit functional and structural differences. For instance, a prior study reported significantly more pronounced 

nitric oxide-dependent cutaneous vasodilation in response to local heating in the abdomen than in the chest area.37 
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In addition, six study participants underwent surgical procedures on their contralateral breast, which may have 

affected nerve integrity and microvascular function. Another study limitation is that blood flow recordings were 

not normalized to maximal or baseline skin blood flow. Maximal values were not obtained, and baseline skin blood 

flow was variable meaning that correction would have distorted rather than rectified raw flux data. As site-to-site 

variability is perhaps the most important drawback of the laser-Doppler technique38, skin blood flow results should 

be interpreted with caution and warrant follow-up study with adequate normalization.  

CONCLUSION (117 words) 

This study highlights that long-term consequences of nerve disruption inherent to free flap transfer may extend 

beyond loss of sensory detection ability: we found significant impairment of both the sensory nerve-mediated and 

nitric oxide-dependent local heating-induced cutaneous vasodilatory systems that protect the skin from local 

trauma. Further study is required to elicit the mechanisms by which free flap transfer impairs the ability to mount 

an adequate vasodilator response to local heating. Flap reinnervation was associated with a stronger vasodilatory 

response to local heating when adjusted for the contralateral side, although this finding was not statistically 

significant. However, significantly lower sensory thresholds in reinnervated DIEP flaps suggest that reinnervation 

may provide a meaningful degree of sensory nerve regeneration.  
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TABLES 

 

Table 1. Participant characteristics, by outcome group 

 
Reinnervated 

DIEP flaps 

Noninnervated 

DIEP flaps 

No. of participants 10 11 

Age at time of experiment, mean (SD), yr 55 (9) 60 (12) 

Body mass index, mean (SD), kg/m2 24 (2) 25 (4) 

Menopausal status   

  Premenopausal 0 1 (9) 

  Postmenopausal 10 (100) 11 (91) 

Ex-smoker   

  No 5 (50) 5 (45) 

  Yes 5 (50) 6 (55) 

Small fiber neuropathy   

  No 7 (70) 5 (45) 

  Yesa 3 (30) 6 (55) 

  Time since symptom onset, median (25th–75th percentile), yr 6 (5 – 7) 27 (18 – 35) 

Hypertension   

  No 8 (80) 8 (73) 

  Yes 2 (20) 3 (27) 

Hypercholesterolemia   

  No 10 (100) 11 (91) 

  Yes 0 1 (9) 

Indication for mastectomy   

  Invasive breast cancer 10 (100) 9 (82) 

  Ductal carcinoma in situ 0  2 (18) 

Chemotherapy   

  No 2 (20) 4 (36) 

  Yesb 8 (80) 7 (64) 

Trastuzumab   

  No 8 (80) 10 (91) 

  Yes 2 (20) 1 (9) 

Endocrine therapy   

  None 3 (30) 7 (64) 

  Tamoxifen 6 (60) 3 (27) 

  Anastrozole 1 (10) 1 (9) 

Pre-reconstruction radiotherapy   

  No 6 (60) 8 (73) 

  Yes 4 (40) 3 (27) 

Flap type   

  Unipedicled DIEP flap 5 (50) 8 (73) 

  Bipedicled or stacked DIEP flap 5 (50) 3 (27) 

Flap weight, mean (SD), gc 610 (296) 613 (169) 

Ischemia time, mean (SD), min 43 (8) 47 (13) 

Follow-up time, mean (SD), yr 5 (1) 5 (1) 

Contralateral breast symmetrization   

  No 6 (60) 9 (82) 

  Yesd 4 (40) 2 (18) 

Core temperature before experiment, °C 36.6 (0.2) 36.6 (0.2) 

Systolic blood pressure, mean (SD), mmHg   

  Before experiment 138 (25) 131 (17) 

  After experiment 143 (26) 137 (20) 

Diastolic blood pressure, mean (SD), mmHg   

  Before experiment 92 (17) 89 (12) 

  After experiment 94 (21) 93 (12) 

Values are counts (%), unless otherwise stated. DIEP, deep inferior epigastric perforator. 

a Related to chemotherapy (n = 5), sarcoidosis, Crohn’s disease, Lyme disease, or vitamin B6 intoxication.  

b I.e., doxorubicin, cyclophosphamide, paclitaxel, and docetaxel, in various combinations. 



Annexes 2 

233 

 

c For breast reconstructions involving two stacked flaps, only the heaviest flap was considered. 

d I.e., breast reduction (n = 5) and breast augmentation (n = 1). 



Annexes 2 

234 

 

Table 2. Skin blood flow in response to local heating 

 

Baseline skin blood flow was calculated as average skin blood flow over a one-minute normothermic period. DIEP, 

deep inferior epigastric perforator; a.u., arbitrary units. 

 

a p < 0.05 compared with contralateral breasts of participants with reinnervated flaps.  

b p < 0.05 compared with total contralateral breasts. 
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FIGURE LEGENDS 

 

Figure 1

 

Title: (A-C) Skin blood flow in response to local heating, (D) area under the curve 

Caption: (A-C) Thick colored lines represent median skin blood flow in response to local 

heating for 21 contralateral breasts (A), 10 reinnervated deep inferior epigastric perforator 

(DIEP) flaps (B), and 11 noninnervated DIEP flaps (C). Colored shaded areas represent 

interquartile spans. Thin colored lines represent mean control skin blood flow. (D) 

Horizontal lines inside the boxes represent median area under the curve (AUC). Shaded 

areas represent interquartile spans. a.u., arbitrary units. * p < 0.05. 
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Figure 2

 

Title: (A) Mechanical detection, (B) warm detection, (C) and heat pain thresholds 

Caption: Horizontal lines inside the boxes represent median mechanical detection 

thresholds (MDT; A), warm detection thresholds (WDT; B), and heat pain thresholds (HPT; 

C) for 21 contralateral breasts, 10 reinnervated deep inferior epigastric perforator (DIEP) 

flaps, and 11 noninnervated DIEP flaps. Shaded areas represent interquartile spans. Red 

lines represent the 50°C safety limit. * p < 0.05. 
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Figure 3 

 

Title: Structural integrity of dermal and epidermal small sensory nerve fibers (A) in 

abdominal control skin, but not (B) in a reinnervated DIEP skin island 

Caption: Dermal/epidermal small sensory nerves (PGP9.5; red) and cell nuclei (DAPI; 

blue) under 40× magnification. The white dashed lines indicate the dermal-epidermal 

junction. 
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Figure, Supplemental Digital Content 1. 

 

(A-B) Skin blood flow in response to local heating, (C) peak skin blood flow, (D) plateau 

skin blood flow, all expressed as ratio to contralateral 

 

(A-B) Thick colored lines represent median skin blood flow in response to local heating expressed as ratio to the 

contralateral breast for 10 reinnervated deep inferior epigastric perforator (DIEP) flaps (A), and 11 noninnervated 

DIEP flaps (B). Colored shaded areas represent interquartile spans. (C-D) Horizontal lines inside the boxes 

represent median peak skin blood flow expressed as ratio to the contralateral breast (C), and median plateau 

skin blood flow expressed as ratio to the contralateral breast (D). Shaded areas represent interquartile spans.  
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Table, Supplemental Digital Content 2. 

Skin blood flow in response to local heating, expressed as ratio to contralateral 

 
Reinnervated 

DIEP flaps 

Noninnervated 

DIEP flaps 
p 

No. of flaps 10 11  

Peak skin blood flow, median (25th–75th percentile), 

ratio 

0.68 (0.50 – 0.92) 0.50 (0.27 – 0.63) 0.10 

Plateau skin blood flow, median (25th–75th 

percentile), ratio 

0.59 (0.50 – 1.04) 0.56 (0.22 – 0.75) 0.35 

 

DIEP, deep inferior epigastric perforator 
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Table, Supplemental Digital Content 3. 

Linear regression analysis of factors associated with skin blood flow in response to local 

heating 

 

 

DIEP, deep inferior epigastric perforator; CI, confidence interval. Unadjusted -weights are reported for 

univariable analyses; adjusted -weights are reported for multivariable analysis. Multivariable analysis of peak 

skin blood flow in contralateral breasts: adjusted R2 = 0.35 (p = 0.01).  

 

 Contralateral breasts  DIEP flaps 

 Peak  Plateau  Peak  Plateau 

  95% CI p   95% CI p   95% CI p   95% CI p 

Univariable analysis                

  Flap reinnervation -48 -84, -12 0.01  -80 -145, -16 0.02  4 -26, 35 0.77  -9 -56, 39 0.71 

  Chemotherapy -40 -38, 3 0.07  -32 -114, 50 0.42  -14 -47, 20 0.40  -45 -93, 3 0.06 

  Tamoxifen -37 -77, 2 0.06  -13 -89, 62 0.71  -5 -36, 26 0.74  -23 -70, 23 0.30 

  Hypertension 21 -28, 71 0.37  -13 -101, 75 0.76  -3 -40, 33 0.85  8 -47, 64 0.76 

  Ex-smoker -13 -56, 29 0.52  -26 -100, 48 0.48  -2 -33, 29 0.90  6 -41, 54 0.78 

  Small fiber neuropathy 5 -38, 48 0.81  32 -42, 106 0.38  7 -24, 38 0.63  -1 -49, 46 0.95 

  Age at time of experiment, yr 2 -0, 4 0.07  -0 -4, 3 0.92  0 -1, 2 0.54  1 -1, 3 0.44 

  Contralateral breast symmetrization -33 -78, 11 0.14  -26 -108, 57 0.52         

  Follow-up time, yr         1 -12, 13 0.94  5 15, 24  0.62 

Multivariable analysis                

  Flap reinnervation -39 -74, -4 0.03             

  Chemotherapy -27 -66, 11 0.15             

  Age at time of experiment, yr 1 -1, 3  0.21             
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Table, Supplemental Digital Content 4. 

Warm detection and heat pain thresholds, by outcome group 

 

 
Reinnervated 

DIEP flaps 

Noninnervated 

DIEP flaps 

No. of participants 10 11 

WDT, no. (%)   

   50°C 6 (60) 3 (27) 

  > 50°C 4 (40) 8 (73) 

HPT, no. (%)a   

   50°C 9 (90) 4 (36) 

  > 50°C 1 (10) 7 (64) 

 

DIEP, deep inferior epigastric perforator; WDT, warm detection threshold; HPT, heat pain threshold.  

 

a p < 0.05, by Fisher’s exact test. 
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Annexe 3 : Revue publiée dans IntechOpen (Mars 2022) 
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Abstract 

The skin is involved in a number of functions, including the maintenance of a stable body 

temperature. Indeed, the skin is the first to perceive external temperature variations, and therefore 

ensures an appropriate response. Historically, intra-epidermal nerve fibers were considered to be the 

exclusive transducers of temperature. However, recent studies have highlighted the involvement of 

keratinocytes, the main cells of the epidermis, in heat detection mechanisms. We have previously shown 

the role of a keratinocyte thermo-sensor, the TRPV3 (Transient Receptor Potential channel Vanilloid 3) 

channel, in the cutaneous vascular response to moderate heat. Trpv3-KO mice showed defects in 

vascular thermoregulation. These characteristics are also found in elderly populations which are highly 

sensitive to heat waves. In extreme conditions, this can lead to the development of hyperthermia, which 

can be fatal. With global warming, mortality rates, particularly among the elderly, are expected to raise 

in the coming years. It is therefore vital to increase our knowledge about heat dissipation mechanisms 

in order to reduce or prevent health risks. In this thesis, we characterized the role of the keratinocyte, 

via the TRPV3 channel, in the failure of cutaneous vascular thermoregulation with age. To do this, we 

exposed aged mice to local or global heating in order to assess their thermoregulatory capacities, in 

comparison with young mice. We showed that aged mice exhibited a defect in cutaneous vasodilation 

in response to local heat that was close to the defect observed in young Trpv3-KO mice. These results 

suggest that local heat-induced vasodilation in aged mice is associated with reduced heat sensing 

abilities (≥33°C), probably due to impaired TRPV3 function. Conversely, we showed that 

thermoregulatory mechanisms in response to global heating did not appear to be solely dependent on 

TRPV3 with age, and were more pronounced in males. In addition, we showed that TRPV3 gene 

expression was decreased with aging in mouse skin (hind paw) and in human epidermis, independently 

of sex the gender. This strengthens the hypothesis of a defect in the detection of moderate heat with age, 

preventing the initiation of cutaneous vasodilation. In parallel with TRPV3 expression, we also observed 

that aging reduced the activity of the TRPV3 channel and the ATP release by keratinocytes after TRPV3 

stimulation. In conclusion, our study confirms that the initial detection of moderate temperature, via the 

TRPV3 heat-sensitive epidermal sensor, is crucial for the skin to trigger thermoregulatory mechanisms 

in response of thermal stress. This provides a new function for the keratinocyte as a fundamental thermo-

sensor and transducer of its thermal environment. With aging, the decrease in TRPV3 expression and 

activity could reduce or delay the detection of temperature changes in the skin, thereby limiting the 

mechanisms triggered for thermoregulation, including cutaneous vasodilation. 

  



 

 

 

Résumé 

La peau est un organe qui assure diverses fonctions, dont le maintien d’une température 

corporelle stable. En effet, la peau est la première à percevoir les variations de température externe, et 

assure donc la mise en place d’une réponse adaptée. Historiquement, les fibres nerveuses intra-

épidermique étaient considérées comme transducteurs exclusifs de la température. Cependant, de 

récentes études ont mises en évidence l’implication des kératinocytes, cellules majoritaires de 

l’épiderme, dans les mécanismes de détection de chaleur. Nous avons précédemment montré le rôle d’un 

thermo-senseur kératinocytaire, le canal TRPV3 (TRPV3 (Transient Receptor Potential channel 

Vanilloid 3), dans les mécanismes de réponse vasculaire cutanée à la chaleur modérée. En effet, les 

souris Trpv3-KO présentaient des défauts de thermorégulation vasculaire. Ces caractéristiques sont 

également retrouvées dans les populations âgées fortement sensibles aux vagues de chaleur. Dans des 

conditions extrêmes, ceci peut donc aboutir au développement d’hyperthermie, qui peut être fatale. Avec 

le réchauffement climatique, la mortalité notamment chez les personnes âgées est amenée à augmenter 

dans les prochaines années. Il est donc primordial d’approfondir nos connaissances sur les mécanismes 

de dissipation de la chaleur, afin de réduire ou de prévenir le risque sanitaire. Lors de cette thèse nous 

avons caractérisé la place du kératinocyte, via le canal TRPV3, dans le défaut de thermorégulation 

vasculaire cutanée avec l’âge. Pour cela nous avons exposé des souris âgées à un chauffage local ou 

global afin d’évaluer leurs capacités de thermorégulation, en comparaison des souris jeunes. Nous avons 

montré que les souris âgées présentaient un défaut de vasodilatation cutanée en réponse à une chaleur 

locale qui était proche du défaut observé chez les jeunes souris Trpv3-KO. Ces résultats suggèrent que 

la vasodilatation induite par la chaleur locale chez les souris âgées est liée à une réduction des capacités 

de détection à la chaleur (≥33°C), probablement en raison d'une altération de la fonction TRPV3. A 

l’inverse, nous avons montré que les mécanismes de thermorégulation en réponse à un chauffage global 

ne semblaient pas être uniquement dépendants de TRPV3 avec l’âge, et étaient plus prononcés chez les 

mâles. En complément, nous avons montré que l’expression génique de TRPV3 était diminuée avec 

l’âge dans la peau de souris (coussinet) et dans l’épiderme humain, indépendamment du sexe. Ceci 

renforce l’hypothèse d’un défaut de détection de chaleur modérée avec l’âge, empêchant d’initier la 

vasodilatation cutanée. En parallèle de l’expression de TRPV3, nous avons également observé que le 

vieillissement diminuait l’activité du canal ainsi que l’ATP libéré par les kératinocytes après une 

stimulation de TRPV3. En conclusion, notre étude confirme que la détection initiale d'une température 

modérée, par le biais du capteur épidermique sensible à la chaleur TRPV3, est cruciale pour que la peau 

déclenche les mécanismes de thermorégulation face à un stress thermique. Cela offre une nouvelle 

fonction au kératinocyte en tant que thermo-senseur fondamental et transducteur de son environnement 

thermique. Avec le vieillissement, la diminution de l'expression et de l'activité du TRPV3 pourrait 

réduire ou retarder la détection des changements de température de la peau, limitant ainsi les mécanismes 

déclenchés pour la thermorégulation, y compris la vasodilatation cutanée.  



 

 

 

 

Résumé graphique des résultats de thèse 

Chez la souris jeune, l’exposition à une chaleur modérée (33-40°C) stimule le canal Trpv3 et conduit à une 

vasodilatation des micro-vaisseaux cutanés. Au cours du vieillissement, l’expression de Trpv3 diminue dans les 

zones de thermorégulation (peau des coussinets) et est associée à une altération de la réponse vasculaire cutanée, 

de manière similaire aux souris jeunes Trpv3-KO. Chez l’être humain, la stimulation de TRPV3, sur des 

kératinocytes primaires, par des agonistes pharmacologiques (2-APB + carvacrol) induit la libération d’ATP, un 

second messager susceptible d'agir sur les fibres nerveuses intra-épidermiques ou sur les micro-vaisseaux cutanés. 

Dans les kératinocytes primaires humains, le vieillissement est également corrélé à une chute de l’expression de 

TRPV3 et de son activité. Ceci se traduit par une réduction de la sécrétion d’ATP dépendante de TRPV3, dont la 

spécificité d'action a été confirmée par l’antagoniste IAB. 

 


