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La peau est le plus étendu des organes du corps humain, avec une surface de 1,5 à 2m² chez 

l’adulte [1], et assure plusieurs fonctions : protection, organe sensoriel, régulation thermo hydrique 

et respiration [2]. Cet organe est soumis tout au long de la vie à de nombreux dommages, provoqués 

par des facteurs extérieurs d’origine physique (coupures, abrasions), mécanique (ulcères), thermique 

(brûlures) ou chimique (radiations) [3]. Ces dommages peuvent atteindre toute la population mais les 

enfants en bas âge et les personnes âgées représentent une catégorie plus exposée et plus vulnérable 

[4]. Ces blessures conduisent alors à une rupture des structures anatomiques et fonctionnelles de la 

peau pouvant provoquer des dommages des tissus profonds, tels que les muscles ou les os [5]. 

L’interruption de la continuité des tissus cutanés peut retentir sur chacune des fonctions assurées par 

la peau.  

 

Ces lésions cutanées entraînent une réaction physiologique du corps humain, appelée 

cicatrisation, qui a pour but de restaurer et réparer les tissus endommagés. Ce processus résulte d'une 

cascade d’évènements biologiques et biochimiques complexes, finement contrôlés et organisés en 

quatre phases principales qui se chevauchent dans le temps : l’hémostase, l’inflammation, la 

prolifération et le remodelage [6]. Le processus de cicatrisation suffit en général à guérir les plaies, 

mais la sévérité des dommages (trop profonds, trop étendus etc.) ainsi que d’autres facteurs tels que 

l’âge, le diabète et la nutrition [7], [8] peuvent ralentir et compromettre les mécanismes de réparation 

tissulaire. Ces facteurs impactent la régénération cutanée et conduisent à des risques de non ou 

mauvaise cicatrisation. Lorsque le délai de guérison est supérieur à 4 semaines, les plaies sont 

dénommées plaies chroniques [9], [10]. Les patients sont alors exposés à de nombreux risques 

(infections, douleurs, complications etc.) conduisant à une diminution de leur qualité de vie et pouvant 

aller jusqu’à engager leur pronostic vital.  

 

Les plaies chroniques et compliquées, dues à l’échec de la cicatrisation normale, représentent 

par ailleurs, des coûts significatifs pour les systèmes de santé [11]–[13]. La prévalence et l’impact 

économique des plaies dans la population mondiale [14], révèlent une incidence élevée des plaies 

chroniques associée à un coût important. A titre d’exemple, aux Etats-Unis, l’incidence des plaies 

chroniques touche 2,5 à 4,5 millions de personnes par an représenterait un coût annuel de plus d’un 

milliard de dollars pour le système de santé américain [13], [15]. Dans l’Union Européenne, plus de 4 

millions personnes par an sont affectées par des blessures sévères [10] qui représenteraient environ 

2% des ressources financières européennes [16]. En France, ce sont plus de 2 millions de personnes 

qui sont atteintes de plaies chroniques, dont 43% d’ulcères, 25% de pieds diabétiques et 17% 

d’escarres [17]. Ces chiffres sont également destinés à croître avec l'augmentation de la prévalence 
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du diabète et de l’obésité, couplée au vieillissement général de la population, facteurs aggravant 

l'incidence des plaies chroniques [7].  

 

La complexité du processus de régénération cutanée, la diversité étiologique des plaies ainsi 

que l’augmentation de l’incidence des plaies chroniques, ont conduit la recherche à développer de 

nouveaux traitements. En effet, depuis ces 20 dernières années, le marché mondial des traitements 

pour la cicatrisation des plaies connaît une grande expansion et les pays développés sont en forte 

demande pour des produits innovants et plus efficaces. Le développement de nouveaux traitements, 

plus adaptés, plus opérants, utilisant des procédés inédits est absolument essentiel afin d’améliorer 

la prise en charge de ces lésions, améliorer le processus de cicatrisation et ainsi diminuer le risque 

d’apparition de complications et de leurs conséquences sur la vie des patients.  

 

Une innovation dans le domaine de réparation tissulaire a été d’élaborer et d’utiliser les 

biomatériaux, notamment pour la conception des pansements et des substituts cutanés. La volonté 

de mimer les propriétés de la matrice extracellulaire naturelle pour protéger et influencer les facteurs 

impliqués dans la régénération cutanée, a également encouragé le développement de matériaux 

tridimensionnels poreux. Ces matrices sont très prometteuses et sont étudiées pour différents 

domaines médicaux : cardiovasculaire, osseuse et cutanée. Ces structures 3D garantissent d’une part 

la protection du site de la plaie, maintenant des conditions favorables à la cicatrisation (maintien 

milieu humide, comblement de la perte de substance etc.) et possèdent d’autre part des propriétés 

physico-chimiques modulables et de multiples possibilités de fonctionnalisation avec des éléments 

actifs favorisant la cicatrisation. 

 

Le projet de cette thèse CIFRE avec la société Silab s’inscrit dans l’amélioration des soins 

proposés pour la régénération cutanée des plaies sévères et chroniques dans une approche innovante 

avec comme but principal le développement des matrices tridimensionnelles poreuses 

fonctionnalisées par des molécules d’origine végétale. Cette stratégie sera évaluée dans deux 

contextes, à savoir  : (i) plateforme de libération et (ii) substitut cutané. La conception et la 

caractérisation physico-chimique de ces biomatériaux s’accompagneront de l’évaluation de leur 

biocompatibilité et de leur efficacité sur des modèles in vitro et in vivo. 
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I] La Peau et la cicatrisation  

I.1) La physiologie de la peau 

La peau est un organe complexe de par sa composition et sa fonction. Sa structure est constituée 

de trois principaux compartiments superposés, de la surface vers la profondeur : l’épiderme, le derme 

et l’hypoderme (Figure 1). Elle possède également plusieurs annexes, traversant une à plusieurs 

couches : les follicules pileux, les glandes sébacées excrétant le sébum et les glandes sudoripares 

excrétant la sueur. 

 

Figure 1 : Coupe schématique de la peau et ses annexes (adapté de « Servier Medical Art ») 

 

Il s’agit de l’organe le plus étendu du corps humain représentant une surface de 2m² [18] et 15% 

du poids total d’un adulte [19]. Son épaisseur varie de 1 à 6 mm selon la zone du corps [20]. D’un point 

de vue chimique, la peau comprend en moyenne 70% d'eau, 27,5% de protéines, 2% de matières 

grasses et 0,5% de sels minéraux et oligo-éléments [2].  

 

Cet organe possède de multiples fonctions indispensables à la vie [21]. En effet, la peau constitue 

la première barrière de l’organisme face aux agressions extérieures (mécaniques, rayonnement, 

thermiques, chimiques ou microbiennes). Elle a une fonction thermorégulatrice pour maintenir la 

température interne à 37°C. Elle permet également la synthèse de la vitamine D et est impliquée dans 

le métabolisme lipidique. Enfin, elle a un rôle sensoriel grâce à ses récepteurs (mécaniques, 

thermiques nociceptifs, proprioception). Ces différentes fonctions peuvent être modifiées voire 

altérées par des facteurs locaux ou systémiques. 

 

La peau est organisée en 3 couches, subdivisées en plusieurs compartiments. Elle présente de 

nombreux types cellulaires et éléments structuraux qui interagissent entre eux et participent aux 

fonctions de la peau. 
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I.1.a) L’épiderme 

I.1.a.i) Organisation 

L’épiderme est la couche la plus fine et la plus superficielle de la peau. Ce tissu épithélial stratifié, 

de revêtement semi-perméable, et d’épaisseur d’environ 100 µm [19], se divise en quatre couches [2], 

[18], [22] : la couche cornée, la couche granuleuse, la couche épineuse et la couche basale. Quatre 

types cellulaires sont répartis au sein de ces différentes couches [18], [23] : les kératinocytes, les 

mélanocytes, les cellules de Langherans et les cellules de Merkel (Figure 2). Chacun de ces types 

cellulaires participe respectivement à la fonction barrière, photo-protectrice [19], la défense 

immunitaire [24] et au toucher. 

 

Figure 2 : Représentation schématique de l'épiderme [25] 

 

I.1.a.ii) Kératinocytes  

Les kératinocytes représentent au moins 80% de la population cellulaire de l’épiderme [26]. 

Ils naissent au niveau de la couche basale, migrent jusqu’à la couche cornée en se différenciant en 

cornéocytes et forment un épithélium stratifié, squameux en surface. Au cours de la différentiation, 

la synthèse en kératine augmente, les membranes des organites et noyaux se déstabilisent et les 

filaments de kératine s’agrègent ce qui rend l’enveloppe cellulaire cornée [27]. Entre-temps, les lipides 

exsudés dans l'espace intercellulaire forment une matrice lipidique continue, scellant les cornéocytes 

ensemble [27]. Les kératinocytes assurent trois fonctions principales [18] : la cohésion de l'épiderme 

avec une protection contre les agressions mécaniques, une fonction de barrière entre les milieux 

intérieur et extérieur grâce à la couche cornée, et la protection contre les radiations. 

 

L’épiderme est un tissu en perpétuelle croissance. Le processus de renouvellement des cellules 

de la couche épidermique générées depuis la couche basale jusqu’à la couche cornée dure de 21 à 28 

jours [28]. 
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I.1.b) La jonction dermo-épidermique 

L’interface entre l’épiderme et le derme est formée par une membrane basale poreuse : la 

jonction dermo-épidermique (JDE). La JDE est une unité fonctionnelle composée à la fois d’éléments 

cellulaires et extracellulaires (Figure 3) : la membrane plasmique des kératinocytes de la couche 

basale, des composants communs aux autres membranes basales (laminines, collagène de type IV, 

perlecan et nidogènes) et des protéines spécialisées [29]. 

 

Figure 3 : Schéma représentatif de la lame basale avec les protéines qui la composent : a & b : laminines 332 et 
511/521 ; c : perlecan ; d, e, g et i : collagènes XVII, VII, IV et I/III ; f : nidogène ; h : syndecan (adapté de Rousselle et al. 

2018) [30]. 

 

Cette jonction permet des échanges de « cellules-fluides-nutriments », la polarité de la croissance 

cellulaire et assure la cohésion entre les deux couches de la peau [19]. Elle a une épaisseur de 50 à 

100 nm et s’amincit avec l’âge, responsable en partie des signes visibles du vieillissement [31]. 

 

I.1.c) Le derme 

Le derme est un tissu conjonctif, dense, très vascularisé et innervé. Sa forte vascularisation lui 

permet également de servir de support nourricier à l’épiderme par transfert passif des nutriments au 

travers de la JDE [2]. Le derme représente la couche la plus épaisse de la peau (200 à 3000 µm) et 

participe à la souplesse, l’élasticité et la résistance à la traction de la peau [28]. Il contribue à la 

protection contre les blessures mécaniques, retient l'eau, aide à la régulation thermique et possède 

des récepteurs sensoriels. Il est composé de matrice extracellulaire (MEC) et de plusieurs types 

cellulaires : les fibroblastes, les mastocytes et les dendrocytes dermiques [24]. Des cellules migrantes, 

provenant du sang, comme les monocytes et les polynucléaires peuvent également intervenir suite à 

un stress et à des phénomènes d’inflammation [32]. 

 

I.1.c.i) Les fibroblastes 

Les fibroblastes sont le principal type cellulaire du derme. Ce sont des cellules présentant des 

prolongements cytoplasmiques parfois ramifiés [26]. Ils sont spécialisés dans la synthèse et le 



Chapitre I : Revue bibliographique 

10 

remodelage des composants de la MEC. Ce sont des cellules essentielles à la cicatrisation. En se 

différenciant en myofibroblastes, elles jouent un rôle prépondérant dans la contraction des plaies [32]. 

 

I.1.c.ii) La matrice extracellulaire 

Les propriétés mécaniques du derme découlent de sa matrice extracellulaire. Sa composition 

et sa structure permettent le soutien mécanique des tissus et régulent le comportement cellulaire. 

Elle est composée d’un enchevêtrement de molécules structurales, non structurales et d’eau (Figure 

4). Les différents composants de la MEC cutanée sont regroupés , de manière non exhaustive, dans le 

Tableau 1. 

 

Figure 4 : Schéma de la structure tridimensionnelle complexe des macromolécules de la MEC (modifié de Zhu et al, 
[33]) 

 

La majorité des molécules structurales sont des protéines formant des fibres qui apportent un 

support tridimensionnel complexe et définissent la rigidité et l’élasticité du tissu [34]. Le collagène et 

l'élastine forment chacun des réseaux de fibres étendus dans l'espace extracellulaire où ils contribuent 

de manière significative à l'intégrité des tissus et fournissent une stabilité mécanique [35]. Les fibres 

de collagène représentent 70% du derme et assurent sa fermeté, sa solidité et comprennent les 

collagènes de type I, III, V [2]. Les fibres d’élastine, quant à elles, confèrent au réseau de collagène son 

élasticité. 

 

Les molécules structurales non fibrillaires sont principalement des protéoglycanes (PG) et des 

glycosaminoglycanes (GAG) [31] (Tableau 1). Les protéoglycanes sont constitués d'une protéine 

centrale liée à une ou plusieurs chaînes latérales de GAGs. Les GAGs sont des polysaccharides linéaires 

chargés négativement liés à un noyau de protéoglycane mais peuvent exister indépendamment. Les 

GAGs remplissent les espaces interstitiels du tissu, apportant un espace chargé, dynamique et 

osmotiquement actif à la MEC [34]. Leurs charges négatives permettent aux PGs de fixer l’eau, les ions 

et les facteurs de croissance [36]. 
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Les protéines non structurales, appelées protéines matricellulaires, sont sécrétées localement par 

les cellules mais ne contribuent pas à la structure mécanique de la MEC. Elles interagissent cependant 

avec les éléments matriciels structuraux et sont impliquées dans la signalisation cellulaire de façon 

autocrine ou paracrine [37]. Elles sont principalement exprimées de manière transitoire au cours du 

développement et de la cicatrisation [34]. 

Tableau 1 : Molécules constitutives de la MEC [34], [36], [37] 

 

 

I.1.c.iii) Les dermes papillaires et réticulaires 

Le derme présente deux subdivisions : le derme papillaire (superficiel) et le derme réticulaire 

(profond) [2] (Figure 5). Ces deux zones diffèrent à la fois par la densité cellulaire et la composition de 

leur MEC respective [38]. 

 

Figure 5 : Coupe histologique de la peau, coloration hématoxyline/éosine [39] 

 

Le derme papillaire doit son nom aux saillies dermiques situées entre les crêtes épidermiques qui 

forment des papilles (Figure 5). Il est localisé à la superficie du derme, proche de la JDE, dense en 

fibroblastes avec un réseau de fines fibres de collagène. Il est plus densément vascularisé que le derme 

réticulaire avec de nombreux capillaires [40]. Le derme réticulaire est la couche sous-jacente. Il est 

plus épais, composé de larges faisceaux de fibres de collagène et est moins dense en cellules que le 

derme papillaire. Sa vascularisation moins dense est assurée par un réseau au diamètre plus important 

que ce qui est trouvé dans le derme papillaire. 
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Le derme est suivi de l'hypoderme sans limite franche entre les deux ; ce dernier s'étend jusqu'aux 

plans aponévrotiques ou périostés. Certaines zones du corps, tels que les paupières, les oreilles et les 

organes génitaux masculins, ne possèdent pas d'hypoderme [22]. 

 

I.1.d) L’hypoderme 

L’hypoderme est composé d’une couche épaisse de lobes adipeux subdivisés en lobules. Ces 

lobules sont séparés par des septums interlobulaires qui servent de passage aux vaisseaux et nerfs 

destinés au derme. L’hypoderme contient également des fibres de collagène et d’élastine provenant 

du derme [26]. C’est un tissu très vascularisé qui constitue une réserve de lipides stockés sous forme 

de triglycérides dans les adipocytes. L’hypoderme a également un rôle de protection mécanique de la 

peau, de thermorégulation, d’homéostasie et métabolique [41].  

 

I.2) Les plaies 

La peau est exposée à tous types de lésions au quotidien, provoquant des plaies cutanées. Ces 

plaies sont définies comme une interruption de l’intégrité du revêtement cutané ou muqueux et 

peuvent être d’étiologies très diverses [21]. La plupart des plaies résultent d’une altération des cellules 

cutanées et se réparent lors du processus physiologique de cicatrisation. Elles peuvent être localisées 

sur n’importe quelle zone du corps, de façon plus ou moins étendue et de profondeur plus ou moins 

importante. 

 

I.2.a) Les types de plaie 

Les blessures les plus répandues sont superficielles, limitées aux couches les plus externes de la 

peau. Certaines sont plus profondes et atteignent les tissus sous-jacents plus internes, tels que les 

vaisseaux sanguins, les nerfs, les muscles, les os et certains organes [21]. Elles sont en grande majorité 

le résultat d’une agression physique, mécanique, thermique ou chimique. Il existe un large spectre de 

plaies différentes, qui sont regroupées ci-dessous selon l’étiologie de la lésion. 

 

I.2.a.i) Les plaies traumatiques 

Ces plaies résultent de l’atteinte de la peau et des tissus sous-jacents, causée par une force 

mécanique extérieure. En général, selon la perte de substance, elles peuvent guérir spontanément en 

moins d’un mois grâce au processus de cicatrisation. Elles peuvent être regroupées en fonction de 

l’origine de la blessure [3] : abrasion, ponction, lacération et incision. 
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I.2.a.ii) Les brûlures 

La brûlure est une destruction du revêtement cutané qui peut atteindre des tissus sous-

jacents. Elle est consécutive à l’action d’agents thermiques, électriques, chimiques ou de radiations. 

Elle conduit à la disparition en partie de la peau ainsi que de ses propriétés. Les réactions 

physiologiques de la peau à cette agression sont impactées par ce type de lésion du fait de l’altération 

de la matrice sur la zone lésée [42]. Les brûlures peuvent persister pendant des mois voire des années 

avec des risques accrus d’infection.  

 

I.2.a.iii) Les ulcères 

Un ulcère est une perte de substance d’un revêtement épithélial, cutané ou muqueux, qui peut 

s’étendre jusqu’aux tissus sous-jacents [43]. Les ulcères ont des origines plurifactorielles [44] qui 

altèrent le processus de cicatrisation et empêchent la guérison. Ils sont souvent concomitants à une 

pathologie (diabète, obésité) [45]–[47]. Il existe plusieurs types d’ulcères présentés dans le Tableau 2. 

Tableau 2 : Types d’ulcères  

Type Origine 
Localisati

on 
Référence 

Artériel 
Ischémie tissulaire résultat d’une insuffisance artérielle 
périphérique 

Membre 
inférieur 

[49] 

Veineux 
Stase du sang résultant d’une congestion ou hypertension 
veineuse chronique. Elle évolue en inflammation 
chronique et conduit à la nécrose tissulaire. 

Membre 
inférieur 

[49] 

Pression 
(escarre) 

Ischémie tissulaire résultat d’une compression de la peau 
qui interfère avec la circulation au point de contact. 
Entraine la rupture de la peau, une invasion bactérienne 
subséquente et une réaction inflammatoire. 

Saillies 
osseuses 

[50] 

Diabétique 
Complication du diabète : neuropathie périphérique. 
Insensibilité avec la pression excessive et répétitive. 
Risque d’amputation du membre atteint 

Saillies 
osseuses, 
plantaires 

[48] 

 

I.2.b) La classification 

L’évaluation des blessures peut être répertoriée selon de nombreux critères [51] : temps de 

cicatrisation (aiguë ou chronique), état (propre ou infecté), origine (interne ou externe), couleur, taille 

et forme. Les plaies peuvent également être classées en fonction de leur profondeur et sont décrites 

par 4 stades d’escarres selon le comité de conseil national des ulcères de pressions (NPUAP) (Tableau 

3).
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Tableau 3 : Classification des plaies selon le stade d'après le NPUAP [52] 

 

 

A la suite de cette interruption du revêtement cutané, et donc de la propriété barrière de la peau, 

un processus de réparation physiologique, la cicatrisation, se met en place. 

 

I.3) La cicatrisation 

Dans son sens le plus large, la régénération désigne tous les phénomènes de réparation au cours 

desquels un tissu retrouve son intégrité fonctionnelle et structurelle [53]. La cicatrisation, à 

proprement parler, est le processus mis en place pour refermer une plaie et aboutir à la formation 

d’un nouveau tissu conjonctif fibreux [54]. 

 

I.3.a) Les phases de la cicatrisation 

La cicatrisation est un processus physiologique qui intervient à la suite d’une lésion de la peau 

et engendre la reconstruction des couches tissulaires endommagées et leur vascularisation. Il s’agit 

d’un phénomène complexe, dynamique et hiérarchisé comportant une cascade d'événements 

biochimiques et biologiques, hautement régulés [55]. Il implique de nombreux acteurs : des 

médiateurs solubles, différents types cellulaires et des composants de la MEC. La cicatrisation se 

déroule suivant quatre phases qui se chevauchent dans le temps [56] (Figure 6).  

https://www.universalis.fr/encyclopedie/tissu-conjonctif/
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Figure 6 : Chronologie des différentes phases de la cicatrisation [57] 

 

Les premières phases qui interviennent (de 0 à 4 jours) sont les phases vasculaire et inflammatoire 

[6], [58], [59]. Elles conduisent à la formation d’un caillot de fibrine dans la plaie, concomitant au 

recrutement des cellules inflammatoires qui assureront par la suite la détersion de la plaie. Ensuite a 

lieu la phase de réparation proliférative des tissus dermique et épidermique, aboutissant à la ré-

épithélialisation de la plaie. La dernière phase est celle du remodelage, elle permet la maturation de 

la matrice extracellulaire néoformée. 

 

I.3.a.i) Formation du caillot de fibrine 

I.3.a.i.1 Phase vasculaire 

La formation du caillot de fibrine repose dans un premier temps sur une phase vasculaire 

(Figure 7). C’est la réponse immédiate de l’organisme suite à une lésion pour arrêter le saignement de 

la plaie. En effet, une altération tissulaire provoque une perturbation vasculaire et une extravasion 

des constituants du sang au niveau de la plaie [13]. Le sous-endothélium vasculaire alors mis à nu, 

interagit avec les plaquettes circulantes qui vont s’agréger sur le site lésé pour aboutir à la formation 

du clou plaquettaire : c’est l’hémostase. Elle s’accompagne d’une vasoconstriction locale rapide des 

vaisseaux grâce à la contraction des cellules musculaires lisses [60]. Ce réflexe neuronal mécanique 

favorise une hémostase immédiate en ralentissant la fuite sanguine le temps que les autres réactions 

hémostatiques se mettent en place. 
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Figure 7 : Phase vasculaire (adapté de Sun et al, [61] et Tracy et al, [34]) 

 

L’extravasation sanguine apporte également de nombreux éléments (fibronectine, thrombine, 

facteur von Willebrand) sur le site de la plaie. Ils aboutissent à la formation du caillot de fibrine dérivé 

du fibrinogène soluble plasmatique [58]. Les molécules de fibrine et la fibronectine plasmatiques 

constituent les éléments principaux de cette matrice temporaire. La fibronectine présente des 

propriétés pour l’adhésion cellulaire et stimule la migration et l'adhésion des fibroblastes, des 

kératinocytes et des cellules endothéliales [62]. Ce processus s’achève par la coagulation du sang 

échappé des vaisseaux lésés du tissu endommagé. Il restaure ainsi une barrière physiologique 

protectrice temporaire, agissant comme matrice provisoire pour permettre l’invasion cellulaire par les 

neutrophiles, monocytes, fibroblastes et cellules endothéliales [63]. 

 

En plus de leur rôle dans la coagulation, les plaquettes, piégées dans cette matrice provisoire, 

libèrent des facteurs de croissance (PDGF, TGF-β et IGF-1) [6], [59] permettant d’induire la migration 

et l’activation des macrophages et des fibroblastes [64]. De nombreux médiateurs vasculaires et 

facteurs chimiotactiques sont générés pendant la coagulation, pour initier la phase inflammatoire 

[65]. Ces substances vont recruter les leucocytes inflammatoires, des cellules vasculaires et des 

fibroblastes [66], [67] au sein du caillot de fibrine. 

 

Il existe par ailleurs un sous-ensemble de protéines, en plus des principaux composants structurels 

de la matrice provisoire, les matrikines et les matricryptines [68]. Elles apparaissent de manière 

transitoire pendant la cicatrisation, tout au long des différentes étapes du processus. Il s’agit de 

fragments bioactifs issus de la dégradation des composants structuraux de la MEC (d’origine 

plasmatique ou non) et des protéines matricellulaires [69]. Ils fournissent des informations 

contextuelles spécifiques aux cellules sur leur environnement matriciel lié aux phases de la 

cicatrisation. 
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I.3.a.i.2 Phase inflammatoire 

La phase inflammatoire (Figure 8) a lieu dans les 10 à 15 minutes suivant la lésion tissulaire [59]. 

Elle a pour but majeur d’empêcher l’infection, de nettoyer la plaie des débris cellulaires et de préparer 

la phase de réparation. 

 

Figure 8 : Phase inflammatoire (adapté de Sun et al, [61] et Tracy et al, [34]) 

 

A la vasoconstriction rapide de la phase vasculaire, succède une phase de vasodilatation, 

augmentant la perméabilité vasculaire et permettant aux cellules circulantes du système immunitaire 

d’affluer dans le caillot de fibrine. Cette vasodilatation est médiée par plusieurs facteurs dont 

l’histamine, certains dérivés du complément (C3a et C5a) et les prostaglandines [70]. 

 

Les neutrophiles sont les premiers leucocytes présents dans la plaie, attirés par les médiateurs 

inflammatoires libérés par les plaquettes, les peptides bactériens, et les facteurs du complément [58], 

[60], [71]. Ils provoquent une inflammation aiguë du tissu qui maintient la perméabilité vasculaire 

pour permettre l’arrivée des cellules immunitaires. Ils assurent aussi la détersion locale des débris 

tissulaires nécrosés et des microorganismes, piégés par les propriétés adhésives des protéines du 

caillot (fibrine, fibronectine). Les neutrophiles sécrètent également des protéases (élastase, 

collagénase), qui dégradent la MEC endommagée et dénaturée [72]. Après 2-3 jours dans la plaie, les 

neutrophiles entrent en apoptose et sont remplacés par les monocytes [62]. 

 

Les monocytes sont attirés par les facteurs chimiotactiques issus du clou plaquettaire, les dérivés 

du complément et les facteurs issus des bactéries [60], [65]. Ils se différencient alors en macrophages 

et adhèrent aux protéines de la MEC provisoire mise en place dans l’étape vasculaire. Les macrophages 

présentent deux rôles dans la cicatrisation. D’une part ils nettoient la plaie, en éliminant les corps 

étrangers et les bactéries grâce à leur capacité de phagocytose, d’autre part, ils constituent une source 

essentielle de facteurs de croissance, dont l’IGF-1, le TGFβ, le PDGF, et de cytokines inflammatoires 
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(IL-1, TNFα) [6], [58]. Ces médiateurs amplifient la réponse inflammatoire, stimulent le recrutement 

et l’activation des cellules cutanées et la production de collagène par les fibroblastes, pour aboutir à 

la formation du tissu de granulation [6], [65]. 

 

I.3.a.ii) Phase de réparation et de dépôt matriciel 

Une fois la plaie nettoyée, les cellules peuvent migrer, proliférer et sécréter de la MEC dans la 

matrice provisoire (Figure 9), médiée par la sécrétion de cytokines et de facteurs de croissance. Cette 

phase aboutit à la fermeture de la plaie, résultat de plusieurs processus : la formation du tissu de 

granulation, la ré-épithélialisation et la néovascularisation [59]. 

 

 

Figure 9 : Phase de prolifération (adapté de Sun et al, [61] et Tracy et al, [34]) 

 

I.3.a.ii.1 Formation du tissu de granulation 

Le nouveau stroma, appelé aussi tissu de granulation, commence à envahir l’espace 

endommagé 4 jours après la lésion cutanée [6]. C’est la présence de nombreux capillaires dans ce tissu 

qui lui donne cet aspect granuleux. La formation de ce nouveau tissu dure entre 10 à 15 jours et 

correspond à la prolifération des fibroblastes et des cellules endothéliales ainsi qu’à la synthèse de 

matrice extracellulaire [73]. 

 

La MEC mise en place pendant les étapes vasculaire et inflammatoire, est principalement 

composée de fibrine, de fibronectine, d’acide hyaluronique et de protéoglycanes, servant de support 

pour l’infiltration cellulaire [74], [75]. Les fibroblastes migrent et prolifèrent dans cette matrice et y 

sécrètent des molécules de la MEC. Cette MEC riche en fibrine/fibronectine est progressivement 

remplacée par une matrice collagénique (collagène type I et III) plus dense, enrichie en PG, GAG et 

autres glycoprotéines [76]. Cette étape est sous la dépendance des cytokines excrétées par les 

plaquettes et les macrophages, notamment l’IGF1, l’EGF, le TNFα, le TGFβ et le PDGF [58], [59] mais 
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également par les fibroblastes eux-mêmes via stimulation autocrine. La matrice est remodelée par 

des enzymes protéolytiques sécrétées par les fibroblastes et favorise aussi la migration cellulaire. Le 

tissu de granulation riche en fibroblastes est progressivement remodelé pour former une MEC mature 

[6]. 

 

Pendant la deuxième semaine de la cicatrisation, certains fibroblastes surexpriment l’actine 

α, devenant alors des myofibroblastes [77], [78]. Ces myofibroblastes possèdent des capacités accrues 

pour la contraction de leur environnement [79] et contractent rapidement la matrice de fibrine lâche. 

Ils utilisent cette matrice contractée comme surface pour la migration et le remodelage des tissus. 

Cette étape est appelée la contraction de la plaie. Elle implique une interaction complexe et très 

contrôlée entre les cellules, la MEC et les cytokines (TGF-β, PGDF) [80], [81]. Elle permet le 

rapprochement des berges de la plaie et réduit de façon mécanique la perte de substance, facilitant 

la recolonisation cellulaire et contribuant à la restauration plus rapide de la fonction barrière. 

 
I.3.a.ii.2 La ré-épithélialisation 

La reformation de la couche épidermique est essentielle pour la cicatrisation, la restauration 

de la fonction barrière et pour éviter la dessication de la peau. Elle débute au 3ème jour qui suit la 

blessure, après la mise en place d’une matrice provisoire, et dure environ deux semaines [60], [65]. La 

principale source cellulaire qui va permettre la recolonisation se situe au niveau de l’épithélium des 

berges de la plaie et des annexes de la peau, situées autour de la zone lésée. Ces cellules sont attirées 

par les facteurs de croissance libérés par les cellules inflammatoires et les plaquettes (TGF-β, PDGF 

etc.) pendant la phase inflammatoire [58]. 

 

Les cellules épidermiques des berges de la plaie, présentent un phénotype altéré qui se traduit 

notamment par une dissolution des hémidesmosomes qui les lient à la membrane basale [6], [82] et 

par une suppression des jonctions intercellulaires. Ces cellules sont alors capables de migrer au travers 

ou en dessous de la matrice réarrangée par les fibroblastes, notamment via la fibronectine [29], [30]. 

En effet, les cellules cutanées expriment à leur surface des intégrines leur permettant d’interagir et 

de migrer sur les composants de la MEC (fibronectine, collagènes I et IV, thrombospondine) [6].  

 

La migration des cellules nécessite la dégradation de la matrice. Cette dégradation dépend 

aussi bien de la production de collagénases par les cellules épidermiques [83], que de l'activateur de 

plasminogène (plasminogen activator) produit par ces mêmes cellules [84]. Ce dernier, active aussi 

des collagénases (métalloprotéinase 1) [85] ce qui facilite la dégradation des protéines matricielles. 
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Lorsque la plaie est refermée par une monocouche de kératinocytes, ceux-ci arrêtent leur 

migration, se multiplient et se différencient [59]. La JDE se reforme par sécrétion des protéines 

constitutives de la membrane basale (dont la fibronectine cellulaire, tenascine C, laminine) et par les 

cellules dermo-épidermiques. Elles apparaissent de façon séquentielle par rapport à leur migration : 

des berges vers le centre de la plaie [30]. Les kératinocytes retrouvent alors leur phénotype cutané 

normal ainsi que leurs fonctions et sont de nouveau attachés à la membrane basale [74]. Une fois la 

phase de ré-épithélialisation terminée, l’épiderme néoformé sera colonisé par les cellules de 

Langerhans et les mélanocytes. 

 

I.3.a.ii.3 Néo-angiogénèse 

La formation de nouveaux vaisseaux sanguins est essentielle pour apporter de l’oxygène et 

des nutriments au tissu granuleux en formation. La néo-angiogenèse est un processus complexe qui 

repose sur la migration et l’activation mitogénique des cellules endothéliales pour former des 

capillaires [86]. Ces cellules migrent à partir des vaisseaux sanguins les plus proches, sous la 

dépendance de plusieurs facteurs de croissances synthétisés par les fibroblastes, les macrophages et 

les cellules endothéliales (TGF-β, bFGF, VEGF etc.) au contact des composants de la MEC provisoire 

[60]. Cette migration est également stimulée par l’hypoxie tissulaire de la plaie et facilitée par les 

protéases qui dégradent la MEC [6], [87]. L’angiogenèse aboutit à la formation d’un réseau vasculaire 

immature (bourgeon charnu). 

 

I.3.a.iii) Phase de remodelage 

La phase de remodelage correspond à une maturation de la MEC (Figure 10). C’est un 

processus dynamique qui débute dès la fermeture de la plaie et se poursuit durant plusieurs années. 

Il s’agit de la plus longue phase de la cicatrisation. Le remodelage matriciel repose sur l’équilibre entre 

la dégradation, la production et la maturation (réticulation, clivage etc.) des éléments de la nouvelle 

MEC. De nombreux facteurs, tels que les métalloprotéases, leurs inhibiteurs, les protéases 

synthétisées par les fibroblastes, les polynucléaires et les macrophages, interviennent dans le 

remodelage matriciel [88]. 

 

La MEC du tissu de granulation secrétée par les fibroblastes est remodelée et s’accompagne 

d’une augmentation de la densité et de la résistance aux forces de traction [65]. Le processus de 

maturation du tissu de granulation comprend la réduction de la quantité des capillaires par agrégation 

en plus gros vaisseaux sanguins. La teneur en glycosaminoglycanes, protéoglycanes et en eau liée 

diminue également [62]. 
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Figure 10 : Phase de remodelage (adapté de Sun et al, [61] et Tracy et al, [34]) 

 

La densité cellulaire et l'activité métabolique du tissu sont également réduites [89], [90]. La 

répartition en collagène est modifiée : la teneur totale en collagène augmente, la proportion est 

modifiée en faveur du type I. Le collagène se réorganise en une structure plus réticulée et donc plus 

dense, ce qui entraîne une augmentation de la résistance à la traction du tissu [53]. Les protéoglycanes 

et protéines matricellulaires (tenascine X) influencent l’orientation et la taille des fibrilles de 

collagènes formées [68]. 

 

La survenue d’une complication dans l’une des étapes de ce processus complexe qu’est la 

cicatrisation peut aboutir à un retard de cicatrisation et à l’évolution vers une plaie chronique ou à 

une cicatrice pathologique (excessive ou anormale). 

 

I.3.b) Les types de cicatrisation 

Dans des conditions physiologiques normales, l’épiderme est en renouvellement perpétuel. Ainsi, 

lorsque les couches supérieures de l’épiderme sont lésées à la suite d’un traumatisme léger, les 

cellules épidermiques basales prolifèrent de manière accélérée pour régénérer la portion détruite. 

Dans le cas de lésions plus profondes, où la majorité voire la totalité de l’épiderme et du derme sont 

lésés, la cicatrisation se déroule selon les phases décrites précédemment (voir §I.3.a). En fonction de 

leur profondeur (voir Tableau 3), les plaies peuvent cicatriser suivant trois processus [20] : 

- Cicatrisation primaire : regroupe les plaies de classe I et II, dont l’épiderme et/ou le derme 

sont partiellement affectés avec une perte de substance minime, et dont les berges peuvent 

être refermées (sutures, agrafes etc.). 

- Cicatrisation secondaire : concerne les plaies plus profondes de stade II et III guérissant par 

formation de tissu de granulation, contraction et épithélialisation. Des soins doivent être 

appliqués pour prévenir les infections et encourager la formation du tissu de granulation. 
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- Cicatrisation tertiaire : les plaies de stade IV subissent un retard à la fermeture primaire ou 

secondaire. Le mécanisme physiologique de cicatrisation est anormalement long, voire bloqué 

dans une de ses phases. 

 

I.3.c) L’altération de la cicatrisation 

Les blessures qui présentent des difficultés à cicatriser (cicatrisation tertiaire) regroupent les 

plaies étendues et profondes (de type III et IV), comme les brûlures et les plaies chroniques. La 

cicatrisation est alors lente voire inachevée. La fonction barrière n’est pas restaurée et les plaies sont 

exposées à des risques de complications telles que des infections sévères avec une détérioration de la 

plaie. Cela peut entrainer une diminution de la mobilité des membres endommagés, des amputations 

voire le décès des personnes atteintes.  

 

Lorsque qu’une plaie ne suit pas le processus normal de cicatrisation [91] et échoue à reproduire 

l’intégrité anatomique et fonctionnelle physiologique de la peau, celle-ci devient alors une plaie dite 

chronique [92]. Ces plaies sont caractérisées par une reconstruction de la MEC défectueuse, un échec 

de la ré-épithélialisation et une inflammation prolongée [44].  

 

Dans le cas des plaies chroniques, l’épiderme n’arrive pas à migrer sur la plaie et une hyper-

prolifération cellulaire apparaît au niveau des berges qui interfère avec la migration cellulaire normale 

[93]. Les molécules de la MEC (fibronectine et la thrombospondine) sont en surexpression, résultat 

d’un dysfonctionnement et d’une dérégulation cellulaires dans la plaie [94]. Par ailleurs, le fluide 

présent au sein de la plaie est biochimiquement distinct de celui d’une plaie aiguë. Il ralentit, voire 

bloque la prolifération cellulaire au détriment de la cicatrisation. Ce liquide a un taux élevé de 

cytokines inflammatoires et un taux plus faible en facteurs de croissance (PDGF, IL-6, TGF-α et TGF-β) 

[95]. Il est également plus riche en métalloprotéases et sérine protéases, conduisant à une rupture ou 

à une altération de la MEC provisoire, essentielle pour la ré-épithélialisation, ce qui favorise alors 

l’échec de la fermeture de la plaie [93]. 

 

Cette anomalie de la cicatrisation peut être la conséquence de facteurs locaux ou systémiques 

[7]. Les facteurs locaux représentent l’hypoxie et la présence d’agents infectieux au niveau de la plaie. 

Les facteurs systémiques concernent la santé générale du patient et affectent son habilité à guérir. 

C’est notamment le cas en présence de pathologies évolutives (diabète) et de comorbidités 

préexistantes (obésité, tabagisme, alcool). Tous ces facteurs peuvent alors avoir des effets régionaux 

et perturber ainsi le processus de cicatrisation [7]. 
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Il est important d’identifier la gravité de ces lésions et les facteurs aggravants car cela conditionne 

la prise en charge, les traitements, et des soins plus appropriés et plus adaptés sont requis pour une 

guérison optimale. 

 

I.4) Stratégies thérapeutiques 

Aujourd’hui, le traitement des plaies par comblement de perte de substance repose sur 

l’application d’agents topiques, de pansements, de substituts cutanés et de greffes (Figure 11) : 

 

Figure 11 : Prise en charge en fonction de la sévérité de la plaie (adapté de [96], [97]) 

 

I.4.a) Formulations topiques 

Les formulations topiques recouvrent un large panel de produits comprenant des solutions, des 

émulsions, des pommades ou des crèmes à base de solution saline stérile, de solutions de povidone-

iodé, etc. [98]. Ces produits sont très utilisés pour la préparation du lit de la plaie tel que le 

débridement, l’hydratation pour éviter la macération et la désinfection. Du fait de leur forme 

galénique (liquide ou semi-solide), le temps de contact avec la plaie est réduit et le produit peut perdre 

en propriétés. Ces applications sont de très courte durée et à renouveler très fréquemment. 

 

I.4.b) Pansements 

Pour s’affranchir des problèmes rencontrés avec les agents topiques, des pansements sont très 

utilisés dans le traitement de plaies plus profondes (stade II et plus). Ils peuvent se présenter sous 

différentes formes physiques (Tableau 4) [99]. Leurs propriétés d’hydratation permettent d’apporter 

un environnement favorable à la cicatrisation. Ces pansements permettent d’une part, de restaurer la 

fonction barrière avec l’environnement extérieur et d’autre part, de réguler l’exsudat afin de 
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minimiser l’effet délétère des facteurs biochimiques, tout en évitant de provoquer une macération 

des tissus due à une humidité excessive [93]. Le choix du pansement repose sur un équilibre entre 

l’hydratation nécessaire de la plaie et l’absorption de l’excès d’exsudat afin d’être adapté à l’évolution 

de la plaie [100]. Ces pansements sont considérés comme un moyen complémentaire d’offrir un milieu 

de guérison local optimal, favorable à la cicatrisation. 

 

Tableau 4 : Composition des pansements et application selon leurs propriétés [90] 

 

Bien qu’il existe un large panel de produits pour la prise en charge des plaies, leurs activités sont 

restreintes à la désinfection, la protection et l’hydratation de la plaie. Il n’y a pas de données qui 

démontrent une action directe sur la cicatrisation [96], [101]. Les plaies chroniques nécessitent des 

traitements plus actifs pour améliorer ce processus. 

 

I.4.c) Pansements actifs 

Une des stratégies développées consiste à rendre les pansements bioactifs pour rétablir le 

processus normal de cicatrisation. En effet, de nombreux facteurs sont impliqués dans la cicatrisation, 

dont l’absence ou la surexpression peuvent conduire à une évolution en plaie chronique. Les 

composés incorporés dans les pansements sont destinés à être délivrés dans les plaies, de manière 

prolongée par rapport aux agents topiques. Ils peuvent être des médiateurs spécifiques d’une phase 

de la cicatrisation, des agents visant à éliminer l'infection et résoudre l'inflammation, ou des molécules 

thérapeutiques [102]. 

 

I.4.d) Substituts cutanés 

Dans le cas de perte de substances très profondes, étendues et/ou chroniques, des substituts 

cutanés ont été développés dans le but de restaurer et accélérer le processus de cicatrisation. Ces 

produits sont des biomatériaux issus de l’ingénierie tissulaire, utilisés pour apporter une structure 

tridimensionnelle, avec ou sans cellules, afin de servir de matrice provisoire pour la migration et la 
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prolifération cellulaire. Ils se placent directement au contact du lit de la plaie où ils interagissent avec 

les tissus environnants pour stimuler la migration cellulaire, l’angiogenèse et l’épithélialisation [103]. 

 

I.4.e) Greffes 

Les greffes de peau constituent le traitement de référence des pertes tissulaires importantes et 

étendues, notamment dans le cas des brûlures. Elles peuvent être de différentes origines :  

(1) Autologues, c’est-à-dire qu’une zone de peau saine est excisée et greffée sur l’aire 

endommagée d’un même individu.  

(2) Allogéniques, ce qui implique que le greffon provient d’un autre individu que le receveur 

(3) Xénogéniques, provenant d’une autre espèce.  

Ces deux derniers types de greffe présentent des risques importants de rejets par le patient et des 

problèmes de fonctionnalité. Un autre problème majeur demeure la disponibilité de ces tissus et les 

risques d’altération de la structure par les traitements des peaux non autologues. 

 

I.5) Conclusion sur la peau et la cicatrisation 

Les blessures et traumatismes du tissu cutané peuvent conduire à des dommages, pouvant être 

aggravés par différents facteurs et conduire à une dégénération tissulaire nécessitant alors des 

traitements pour en faciliter la réparation. Bien que de nombreux traitements existent, ils possèdent 

encore de nombreuses limitations. C’est en réponse à ce besoin de fournir de nouvelles alternatives 

que des stratégies thérapeutiques innovantes ont émergé, notamment avec la science des 

biomatériaux. 

 

II] Les biomatériaux pour la régénération cutanée 

L'un des défis majeurs dans le domaine de la médecine régénérative est de favoriser la 

régénération tissulaire du corps humain en stimulant/renforçant sa capacité naturelle à se réparer 

après une blessure ou une maladie. De nouveaux outils thérapeutiques sont apparus pour améliorer 

la réparation tissulaire physiologique. Une des stratégies existantes repose sur la mise au point et 

l’utilisation de supports tridimensionnels analogues de la MEC que sont les biomatériaux. 

 

II.1) Les biomatériaux 

II.1.a) Définition 

Les biomatériaux recouvrent plusieurs domaines d’application biomédicale allant des outils 

diagnostiques à l’ingénierie tissulaire (Figure 12). Ils représentent l’une des trois spécialités qui 

composent l’ingénierie tissulaire avec la thérapie cellulaire et la signalisation. Ces différents domaines 

peuvent être utilisés seuls ou en association les uns avec les autres [104]. 
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Figure 12 : Domaines d'application médicaux des biomatériaux [105] 

 

Une première définition établie en 1986 par la Société Européenne des Biomatériaux décrivait les 

biomatériaux comme étant un « matériau non-vivant utilisé dans un dispositif médical et conçu pour 

interagir avec des systèmes biologiques » [106]. Elle a par la suite été étoffée en « toute substance ou 

combinaison de substances, autre que des médicaments, d’origine synthétique ou naturelle, pouvant 

être utilisée pour toute période de temps, pour remplacer partiellement ou totalement n’importe quel 

tissu, organe ou fonction du corps endommagé, dans le but de maintenir et d’améliorer la qualité de 

vie d’un individu » [107]. Cette définition étend l’objectif à des matériaux qui peuvent interagir avec 

les éléments tissulaires de manière appropriée, et non plus inerte, et biorésorbables [108]. Depuis 

quelques années, les biomatériaux visent non seulement à être bioactifs, intégrés et résorbés par 

l’environnement de l’hôte, mais cherchent aussi à fournir une réponse cellulaire au niveau moléculaire 

dans le but de régénérer un tissu fonctionnel [109]. Cela intègre les domaines les plus innovants de la 

médecine régénérative incluant les produits issus de l'ingénierie tissulaire et les organes artificiels 

hybrides dans lesquels des cellules vivantes peuvent être utilisées en association avec les matériaux. 

Dans ces travaux, l’attention s’est portée essentiellement sur l’utilisation de matrices poreuses 

tridimensionnelles. 

 

II.1.b) Supports 3D 

Un concept clé dans l’ingénierie des biomatériaux est de fournir un microenvironnement qui 

reproduise au mieux les paramètres structuraux nécessaires à la réparation tissulaire physiologique. 

En effet, les cellules isolées présentent une capacité limitée à reproduire l’architecture du tissu 

endommagé en raison de l’absence de matrice pour les guider lors de la reconstruction. C’est le cas 

lorsque les plaies sont trop étendues et trop sévères. Les cellules cutanées impliquées dans le 
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mécanisme de réparation tissulaire n’arrivent alors ni à migrer, ni à proliférer pour réparer la zone 

lésée. Le support tridimensionnel joue alors un rôle « d’échafaudage » pour la réparation tissulaire. 

Ces matériaux, apportent ainsi un support physique et un microenvironnement local qui mime la MEC 

provisoire [110] dans la zone de la plaie afin de faciliter l’adhésion, la migration et la prolifération 

cellulaire [111]. 

 

Les matériaux doivent alors offrir une surface favorisant l’adhésion cellulaire, être 

mécaniquement stables pour supporter la migration cellulaire, permettre les échanges de nutriments 

et de gaz, être biodégradables pour laisser la place au tissu en formation et être biocompatibles [112]–

[114]. Les caractéristiques physico-chimiques de ces matrices peuvent être modulées pour adapter au 

mieux les propriétés nécessaires en fonction du tissu visé [111].  

 

II.1.b.i) Porosité 

L’architecture des matrices utilisées pour l’ingénierie tissulaire constitue une caractéristique 

primordiale à prendre en considération lors de leur fabrication. Il est en général requis d’intégrer une 

structure très poreuse et interconnectée inspirée de la MEC naturelle [115] (Figure 13). Ceci permet 

d’assurer le transport de composés à travers la matrice [116] : cellules, solutés, facteurs de croissance, 

déchets et gaz [111]. Ce transport est corrélé à la composition chimique (charge, affinité) et aux 

paramètres structuraux qu’offrent la matrice. De ce fait, l’interconnexion et la taille des pores ont été 

reconnues comme des paramètres majeurs dans la conception des supports cellulaires [117]. Le 

volume et les caractéristiques spatiales des pores doivent ainsi être suffisants pour offrir aux cellules 

la possibilité d’occuper ces espaces vides dans le but de faciliter la colonisation cellulaire. 

 

 

Figure 13 : Microscopie électronique à balayage des architectures internes de matrices poreuses à base d’alginate (A) et de 

peau humaine décellularisée (B) [112]. 

 

La taille des pores, la porosité (fraction poreuse dans le matériau), 

l’interconnectivité/tortuosité et le volume des pores fournissent le caractère tridimensionnel du 



Chapitre I : Revue bibliographique 

28 

support dans lequel cellules et nutriments peuvent circuler. La porosité peut être mesurée par de 

nombreux équipements et logiciels utilisant la densité du matériau, la méthode d’intrusion de fluide 

couplées à des techniques d’imagerie (microscopie électronique à balayage, tomographie 

informatisée) [112]. Le choix de la taille des pores se fait en fonction du type cellulaire et du tissu 

impliqués dans la réparation. Dans le cas de la cicatrisation cutanée, la taille déterminée pour la 

régénération d’une peau de mammifère adulte (cochon d’inde) est comprise entre 20 et 125µm [114]. 

 

II.1.b.ii) Propriétés mécaniques 

Les propriétés mécaniques de la MEC impactent les fonctions macroscopiques des tissus et 

permettent également de réguler le comportement cellulaire par des signaux de mécano transduction 

[111]. Lors de la conception des supports 3D, des propriétés mécaniques proches de celles du tissu 

natif étudié sont souvent recherchées. Ces matériaux doivent fournir un microenvironnement propice 

à la synthèse et à l’organisation de novo de MEC, par les cellules de l’hôte ou ensemencées. En plus 

de ces considérations, ils doivent être facilement manipulables pour l’implantation et capables de 

supporter temporairement les charges et contraintes du tissu en formation. 

 

Les propriétés mécaniques des matériaux sont déterminées par la nature et la concentration 

des polymères utilisés, la méthode de réticulation (physique ou chimique) ainsi que la présence et la 

taille de pores. Elles doivent fournir une stabilité suffisante aux supports et être adaptées à la 

contrainte et à l’intégration appliquées par l’environnement. 

 

II.1.b.iii) Dégradabilité 

La biodégradabilité peut être définie comme la capacité d’un matériau à être dégradé et 

éliminé par l’organisme [118]. Ce phénomène peut entraîner des changements physico-chimiques de 

la matrice impactant sa résistance mécanique et son architecture interne [108]. La biodégradation de 

biomatériaux comprend la rupture de liens physiques ou chimiques présents dans la structure [114]. 

 

Cette propriété est devenue un critère crucial pour le choix des matériaux à utiliser pour la 

fabrication de ces matrices dans le cadre de l’ingénierie tissulaire. En effet, il est préférable que le 

matériau se dégrade afin de laisser les cellules endogènes synthétiser la MEC la plus physiologique 

possible. De plus, cela permet d’une part d’éviter de détériorer le nouveau tissu lors du retrait du 

dispositif et d’autre part d’obtenir un tissu régénéré exempt de résidus, qui pourraient en modifier la 

fonctionnalité [119]. Idéalement, cette dégradation doit être contrôlée dans le temps afin d’obtenir 

une synchronisation entre la dégradation du polymère et la prolifération du tissu en réparation.  
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Par conséquent, les capacités de dégradation sont une caractéristique primordiale du 

biomatériau, et déterminent le succès à long terme de la matrice. Un élément important dans la 

dégradation est d’évaluer la toxicité des produits de dégradation afin de s’assurer de l’innocuité du 

matériau. Ceci constitue un des points clefs de la biocompatibilité. 

 

II.1.b.iv) Biocompatibilité 

La biocompatibilité est définie comme « la capacité d’un biomatériau à effectuer les fonctions 

souhaitées dans le respect d’une thérapie médicale, sans engendrer d’effet local ou systémique 

indésirable chez le patient. Il doit générer une réponse cellulaire ou tissulaire bénéfique la plus 

appropriée à une situation spécifique et optimiser la performance clinique pertinente de la thérapie » 

[107]. La biocompatibilité se réfère à la capacité de la matrice à agir comme un substrat pour supporter 

une activité cellulaire tout en facilitant les systèmes de signalisation moléculaire et mécanique [120] 

impliqués dans le processus de réparation tissulaire. 

 

La chimie et la nature des matériaux utilisés sont des facteurs qui définissent la biocompatibilité 

des supports d’ingénierie tissulaire [114]. Ils dépendent de la méthode de synthèse des polymères qui 

composent le matériau, de l’origine des constituants, des procédés de fabrication de la matrice et des 

conditions de stérilisation. 

 

II.1.c)  Classification 

Une classification générale permet de répertorier les biomatériaux pour la cicatrisation en 

fonction de la nature de leurs composés [110], [121]. Ils peuvent être d’origine synthétique ou 

naturelle. Ils sont présentés succinctement dans le paragraphe suivant et développés au §II.2.c). 

 

II.1.c.i) Synthétiques 

Largement utilisés dans les plaies en pansements cicatrisants, les biomatériaux synthétiques 

sont préparés à partir de polymères hydrophiles ou hydrophobes [114]. Les polymères d’origine 

synthétique sont aisément contrôlables et reproductibles [122] avec une origine non-biologique qui 

facilite la production. Leurs caractéristiques sont modulables, et sont fonction de leur masse molaire, 

de leur structure chimique et de leur mode de réticulation [123]. Ils ne contiennent pas ou peu 

d'impuretés et sont généralement stables mécaniquement. Cependant, ils sont la plupart du temps 

inertes avec une faible bioactivité. Les produits issus de leur dégradation peuvent être mal tolérés par 

l’organisme [33], [124]. 
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II.1.c.ii) Naturels 

Les matrices d’origine naturelle peuvent être directement dérivées de tissus biologiques après 

traitement de décellularisation. Elles conservent ainsi les caractéristiques architecturales et 

biologiques proches des tissus natifs [125]. La décellularisation permet en effet de préserver la 

structure et la composition principale de la matrice extracellulaire [126], mais le caractère agressif de 

la méthode peut induire une perte de diversité protéique et des composants matriciels. La structure 

et les propriétés mécaniques de la MEC résiduelle peuvent alors être modifiées. Par ailleurs, ces 

matériaux présentent un inconvénient majeur qui est la faible disponibilité des échantillons.  

 

Les polymères dérivés de matériaux biologiques sont issus d’organismes vivants. Ils peuvent 

être regroupés en fonction de leur nature : protéique, comme le collagène [127], et polysaccharidique 

[118], comme le chitosane [128] et les alginates [129]. Nombre d’entre eux sont des composants 

dérivés de la MEC ou peuvent être des produits par des procédés biotechnologiques. Leur similarité 

avec la MEC leur confère une bonne tolérance par l’organisme. Ces polymères apportent en effet peu 

de toxicité, sont facilement assimilables par l’organisme et certains sont dégradables par 

l’environnement tissulaire [130]. Il peuvent également comporter une bioactivité intrinsèque [131], 

c’est-à-dire induire une réponse cellulaire spécifique [108]. Les produits issus de leur dégradation sont 

généralement bien tolérés par l'organisme cible et provoquent plus rarement des réponses toxiques. 

Les principaux inconvénients sont la variabilité liée à la source, les risques de contamination 

microbienne [132] et des propriétés mécaniques généralement plus limitées [133] que pour leurs 

homologues synthétiques. 

 

La sélection du polymère est essentielle dans la conception et le développement des implants 

médicaux et des produits issus de l’ingénierie tissulaire. Les hydrogels sont une des formes pouvant 

être utilisée pour les biomatériaux. Ils ont démontré leur intérêt pour différentes spécialités médicales 

[134], [135] et plus particulièrement pour la cicatrisation et la régénération cutanée [136].  

 

II.2) Les hydrogels 

II.2.a) Définition 

Les hydrogels sont formés d’un réseau tridimensionnel de polymères hydrophiles capables 

d’absorber de très grandes quantités de solvants aqueux, qui représentent plus de 90% de leur masse 

[115]. Grâce à cette hydratation et leur structure 3D, ils miment les caractéristiques de la MEC avec 

des propriétés mécaniques adaptées et modulables. Ils peuvent par ailleurs être utilisés à la fois 

comme support cellulaire et comme moyen d’administration de composés actifs [137], [138]. 
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II.2.b) Contexte d’utilisation 

La prise en charge efficace des plaies cutanées repose essentiellement sur l’environnement 

tissulaire. Pour ce faire, plusieurs critères doivent être idéalement respectés [45], [139] : le maintien 

d’un environnement humide sur le site de la plaie est essentiel pour prévenir une dessication [140], 

délétère à la cicatrisation [141]. De plus, l’exsudat produit par les plaies participe au débridement de 

la plaie et à la migration des cellules [95]. Il doit donc pouvoir être absorbé sans assécher les tissus 

environnants. Les échanges gazeux et de vapeur d'eau ainsi que la diffusion des nutriments doivent 

être conservés pour éviter la mise en place d’un environnement hypoxique. L'environnement doit 

également rester exempt de bactéries afin d’éviter toute infection au niveau du site de la plaie. Enfin, 

la plaie ou les couches cellulaires en formation ne doivent pas subir de traumatisme physique qui 

risquerait de compromettre leur intégrité.  

 

Les pansements évoqués en (I.4.b) permettent de respecter un ou plusieurs de ces critères, avec 

des avantages mais aussi des limitations. Les hydrogels présentent toutefois des propriétés favorables 

au processus de reconstruction tissulaire [142]. Ils sont en effet capables de combler la perte de 

substance tout en apportant un environnement hydraté et perméable à la diffusion de nutriments, à 

la migration cellulaire et aux échanges gazeux [143]. 

 

Les critères classiques de sélection des hydrogels reposent sur la sécurité, la stabilité et la 

biocompatibilité du matériau ainsi que sur leur capacité à promouvoir la réparation tissulaire [144]. 

Le choix des polymères qui les constituent ainsi que la méthode de réticulation impactent ces critères 

ainsi que les propriétés physico-chimiques qui en découlent. 

 

II.2.c) Polymères 

II.2.c.i) Synthétiques 

Les hydrogels à base de polymères synthétiques sont préparés à partir de polymères 

hydrophiles [114]. La présence de groupes fonctionnels polaires tels que carbonyle, carboxyle, ester, 

amino et/ou amide sur les matrices, augmente la composante polaire de l'énergie libre de la surface, 

ce qui rend ces dispositifs plus hydrophiles et apporte un environnement humide. Parmi les plus 

utilisés pour former des biomatériaux dans le cadre de la cicatrisation cutanée on retrouve : les 

polymères d’acide poly(α-hydroxylés) (P(G/L)A), le poly (éthylène glycol) (PEG), de poly(oxydes 

d’éthylène) (POE), de polyméthacrylate hydroxy éthyle (PHEMA) et poly(alcool vinylique) (PVA)[135].  
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Bien que les hydrogels issus de la réticulation de polymères synthétiques possèdent de bonnes 

propriétés mécaniques, qu’ils soient contrôlables et reproductibles, leur manque de bioactivité et de 

biodégradabilité par l’organisme constitue une limitation importante dans l’application cutanée. 

 

II.2.c.ii)  Protéiques 

Les protéines sont les constituants majeurs de la MEC dans l’organisme. Leur nature, leur 

structure et leur répartition diffèrent en fonction du tissu considéré. En plus de leur rôle dans le 

maintien de l’intégrité des tissus, les protéines sont impliquées dans l’adhérence, la prolifération et la 

survie cellulaire [145]. Les protéines utilisées sont le plus souvent d’origine allogénique ou 

xénogénique ce qui peut conduire à des différences de composition et de structure [146]. Dans 

certains cas, les protéines peuvent être produites par des microorganismes après modification 

génétique. Les propriétés des hydrogels d’origine protéique sont très diverses et dépendent de la 

protéine et du mode de réticulation utilisé. 

 

II.2.c.ii.1 Collagène 

Le collagène est la protéine la plus abondante chez l’Homme et dans la MEC du derme en 

particulier [118]. Dans le contexte de la conception de biomatériaux, le collagène le plus utilisé est le 

collagène de type I. Il est composé de trois hélices α avec une répétition des motifs glycines tous les 

trois résidus d’acides aminés [147]. Selon le type de collagène, les triples hélices du tropocollagène 

peuvent s'assembler en fibrilles, qui s'associent pour former des fibres (Figure 14). Le collagène peut 

être extrait de différents tissus animaux : tendons de bovins, peau de porc, poissons ou sources 

aviaires, et à partir de queues de rat [148]. Ces sources xénogéniques impliquent des variabilités entre 

les sources et nécessitent des traitements supplémentaires dans la production pour s‘assurer de la 

sécurité des molécules. 

 

Figure 14 : Organisation structurale du collagène de type I (adapté de Chattopadhyay 2014) 

 

Le collagène de type I apporte une fonction primordiale de soutien mécanique de la MEC pendant 

la phase de remodelage du processus de cicatrisation. Il permet une migration plus rapide des 

fibroblastes sur le site lésé [149]. Il présente alors un grand intérêt pour la fabrication de biomatériaux. 
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Ce collagène est principalement utilisé sous forme d’hydrogel après induction de la fibrillogenèse in 

vitro contrôlée grâce à des variations de pH, de la force ionique, de la température et de sa 

concentration [150]. 

 

II.2.c.ii.2 Gélatine 

La gélatine est la forme dénaturée du collagène, dont les triples hélices ont subi un clivage 

chimique, physique ou enzymatique. La dénaturation est principalement réalisée après traitement 

acide ou alcalin, donnant, respectivement, la gélatine de type A ou B. Les propriétés mécaniques sont 

inférieures à celles du collagène. Le réseau physique de gélatine se liquéfiant à 37°C, il nécessite une 

réticulation ou une utilisation en association. La gélatine conserve cependant les capacités de 

promotion d’adhésion, de migration et de prolifération cellulaire [33]. Des études menées sur des 

matrices à base de gélatine formulées en pansements ont montré une amélioration de la formation 

du tissu de granulation [151]. 

 

II.2.c.ii.3 Kératine 

La kératine est une protéine que l'on retrouve dans les phanères ainsi que dans l'épiderme 

[152]. Elle est caractérisée par l'abondance de cystine, entre 1 à 5% [121]. Le soufre et les aminoacides 

de cette structure peuvent former des liaisons disulfures, ce qui rend la protéine très résistante. 

L'abondance des ponts disulfures est également responsable de la faible solubilité de la kératine et 

est associée à un temps de dégradation plus long. La kératine est composée de chaînes qui 

s’assemblent pour former des filaments [153]. La structure est conservée entre les espèces, ce qui 

constitue un avantage puisque son immunogénicité est alors réduite. La kératine était extraite à faible 

coût de tissus animaux et plus récemment à partir de cheveux humains [154]. Elle est maintenant 

considérée comme un biomatériau très prometteur [155] et notamment pour la cicatrisation [156]. 

Outre la très bonne biocompatibilité de cette protéine, il a également été démontré qu’elle accélérait 

l’épithélialisation [157], et favorisait la migration des cellules ainsi que la synthèse de collagène [158]. 

 

II.2.c.ii.4 Fibrine 

La fibrine est le produit final de la cascade de coagulation sanguine, et est issue de l’hydrolyse 

enzymatique du fibrinogène par la thrombine. Il s’agit d’une protéine circulant dans le sang, qui peut 

donc être utilisée facilement de manière autologue [159]. La fibrine forme une matrice, le caillot de 

fibrine, qui contribue à arrêter le saignement (voir §I.3.a.i) et agit comme support provisoire pour la 

MEC en formation [160]. Elle est déjà très utilisée dans des produits médicaux, notamment en tant 

que colle chirurgicale. La fibrine étant un substrat naturel pour les plaquettes, les cellules 



Chapitre I : Revue bibliographique 

34 

endothéliales, les fibroblastes et les macrophages, elle peut stimuler la prolifération cellulaire et 

l'angiogenèse tout en modulant l'inflammation [161]. Elle regroupe un grand nombre de propriétés 

physiologiques impliquées dans le processus de cicatrisation des plaies. Les principaux inconvénients 

de la fibrine sont cependant ses faibles propriétés mécaniques et sa dégradation rapide dans 

l’organisme [108]. Ces inconvénients sont généralement compensés grâce à l’association avec 

d'autres polymères. 

 

II.2.c.ii.5 Soie  

Cela fait des siècles que les protéines de la soie sont utilisées, comme par exemple pour 

effectuer des sutures de plaies [162]. Les fibres de soie sont naturellement produites par certains vers 

(Bombix Mori) et araignées. Elles sont principalement composées de fibres de fibroïne enrobées d’une 

substance collante et hydrophobe, la séricine. La fibroïne est la partie la plus utilisées pour former des 

biomatériaux grâce à sa grande résistance mécanique [163]. Le procédé de purification nécessite alors 

l’élimination adéquate de la séricine [164].  

 

La fibroïne est composée de chaînes légères (25 kDa) et lourdes (325 kDa) reliées par des ponts 

disulfures. La chaîne lourde est responsable des propriétés mécaniques de la fibroïne, grâce à des 

domaines hydrophobes répétitifs dans sa séquence qui forment des régions cristallines antiparallèles 

en feuillet β, et des domaines hydrophiles non répétitifs qui contribuent à l'élasticité des fibres [121] 

(Figure 15). Cependant ces zones cristallines rendent la dégradation plus lente [164] et la séquence 

en acides aminés [165] peut varier d'une espèce à l'autre entrainant des différences de propriétés 

chimiques et mécaniques selon la source. 

 

Figure 15 : Structure de la soie (adapté de Jao et al. [166]) 

La fibroïne est de plus en plus étudiée pour une application cutanée [166] car en plus de sa 

biocompatibilité et de sa biodégradabilité, elle possède des propriétés hémostatiques et stimule la 

synthèse de collagène par les fibroblastes [167], [168]. 



Chapitre I : Revue bibliographique 

35 

II.2.c.iii) Polysaccharides 

Les polysaccharides sont les polymères les plus abondants dans la nature. Ils proviennent de 

sources renouvelables et représentent jusqu'à 75% des matières organiques. Ils peuvent être dérivés 

de sources végétales, animales ou de microorganismes. Leur origine peut cependant impacter leur 

structure, leur biodisponibilité et le procédé d’extraction du polymère. En général, l'extraction de 

polysaccharides à partir de plantes est peu coûteuse mais peut comporter des impuretés, tandis que 

la production par des souches bactériennes ont un meilleur niveau de pureté [121].  

 

D'un point de vue chimique, les polysaccharides sont des polymères composés de répétition 

d’unités saccharidiques d'un seul (homopolysaccharides) ou plusieurs types (hétéropolysaccharides), 

liées linéairement ou ramifiées, pouvant conduire à des poids moléculaires élevés. Les différentes 

combinaisons de liaisons O-glycosidiques, de ramifications, de poids moléculaires ainsi que la nature 

des monomères confèrent aux polysaccharides une très grande variété de propriétés physico-

chimiques. Ces propriétés regroupent le caractère hydrophile, la solubilité dans l'eau, l'activité 

biologique, la biocompatibilité et les propriétés de dégradation des polysaccharides. Toutes ces 

propriétés peuvent être modulées par modifications chimiques [169] grâce aux groupements 

hydroxyles, carboxyles et amines disponibles [132]. 

 

II.2.c.iii.1 Cellulose et dérivés 

La cellulose est l'une des molécules les plus abondantes dans la nature car elle est le principal 

composant des parois cellulaires des plantes, des algues, des champignons  ; elle peut être également 

issue de source bactérienne. Ce polymère est composé de chaînes d'unités D-glucose liées en β- (1,4) 

(Figure 16) qui s'agrègent pour former des fibrilles, induisant une structure hautement cristalline. Les 

structures formées sont généralement insolubles dans l'eau mais sont très hydrophiles. 

 

 

Figure 16 : Structure chimique de la cellulose 

La cellulose bactérienne présente une meilleure pureté, est plus biocompatible et moins toxique 

que la cellulose d'origine végétale [170]. Les deux types de cellulose possèdent de nombreuses zones 

cristallines responsables de la rigidité du polymère [132]. La carboxyméthylcellulose (CMC) est l'un 

des dérivés semi-synthétique les plus courants de la cellulose. Le polymère est modifié chimiquement 
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par addition de groupes carboxyméthyles ce qui a permis, entre autres, d’améliorer la solubilité du 

polymère. La CMC est notamment utilisée pour la fabrication de pansements hydrocolloïdes. Elle 

favorise la cicatrisation des plaies par absorption des fluides présents sur le site, et contrôle les 

infections microbiennes [171], [172]. 

 

II.2.c.iii.2 Pullulane 

Le pullulane est un exopolysaccharide produit par le champignon de type levure 

Aureobasidium pullulans. Il s'agit d'un polysaccharide non ionique composé de trois monomères α- 

(1,6) maltotriose, unités liées linéairement par des liaisons α- (1,4) glycosidiques (Figure 17). 

 

Figure 17 : Structure chimique du pullulane 

 

Le pullulane est hautement soluble et hydrophile, non toxique, non immunogène et facilement 

éliminé par l’organisme [173]. Il peut être dérivé sous plusieurs formes par substitution des 

groupements hydroxyles afin de modifier ses propriétés [174]. Le pullulane et ses dérivés sont très 

utilisés dans des applications biomédicales notamment pour l’imagerie, l’ingénierie tissulaire, les 

vaccins et le revêtement de capsules de médicaments [175], [176]. Par ailleurs, il aurait la capacité 

d’augmenter la synthèse de collagène et la contraction des plaies [177]. Ses principaux inconvénients 

sont l’absence de propriétés antimicrobiennes et une faible capacité à soutenir l'adhésion cellulaire. 

Pour ces raisons, il est principalement utilisé en association avec d'autres polymères. 

 

II.2.c.iii.3 Dextrane 

Le dextrane est un homopolysaccharide formé par un enchainement de motifs « D-glucose » 

reliés par des liaisons glycosidiques α-(1,6) (Figure 18). Il est synthétisé par des bactéries à partir de 

sucres (sucrose ou maltodextrine). Il est non toxique, biocompatible et biodégradable par des 

enzymes spécifiques, les dextranases, présentes dans la salive et le tractus gastrointestinal chez 

l’homme [179]. Ses produits de dégradation par les enzymes sont des unités glucosidiques et non 

toxiques. Il peut subir des modifications chimiques pour introduire par exemple des groupes 

aldéhydes, méthacrylates ou thiol phénol [180]. 
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Figure 18 : Structure chimique du dextrane 

 

Grâce à ses propriétés hydrophiles et sa biocompatibilité, ce polysaccharide a suscité un intérêt 

croissant dans les domaines pharmaceutiques et des biomatériaux. Le dextrane est en effet utilisé 

comme expanseur du volume plasmatique, dans les solutions ophtalmiques, pour préserver les tissus 

avant greffes et comme revêtement pour améliorer la biocompatibilité des biomatériaux [181]. Il est 

également capable de diminuer la thrombose vasculaire, de réduire la réponse inflammatoire et 

l’excès d’activation plaquettaire [178]. Enfin, dans des travaux de recherche, le dextrane, formulé en 

hydrogel, a permis d’améliorer la réponse angiogénique et de promouvoir la régénération dans le 

contexte de brûlures [182]. Un inconvénient pour une très large diffusion est son coût.  

 

II.2.c.iii.4 Chitosane 

Le chitosane est un polysaccharide composé de β-(1,4)glucosamine et de N acétyl-D 

glucosamine (Figure 19). Il est le résultat de la desacétylisation partielle ou totale de la chitine [133], 

polysaccharide naturel le plus abondant après la cellulose [180]. Il est présent dans la carapace des 

crustacés, des insectes ainsi que dans les champignons [183]. Il possède à la fois des groupements 

acétyles et amines. Les amines libres peuvent se protoner dans des conditions acides, améliorant sa 

solubilité dans l’eau. 

 

Figure 19 : Structure chimique du chitosane 

 

Le chitosane possède des caractéristiques similaires à celles des glycosaminoglycanes (GAG), 

naturellement présents dans la MEC [184] et est dégradé par les lysozymes. Il possède des propriétés 
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hémostatiques, pro-inflammatoires, antibactériennes [185]–[187] et permettrait d’améliorer la 

formation du tissu de granulation [188]. Cependant son utilisation reste limitée par sa faible solubilité 

à pH physiologique liée à la perte de sa nature cationique [189]. Il est alors souvent utilisé en 

association avec d’autres polymères dans le but de renforcer les propriétés biologiques des matériaux 

grâce à sa bioactivité [190]. 

 

II.2.c.iii.5 Alginate 

L’alginate est un polysaccharide dérivé des algues brunes, dont la structure varie en fonction 

de l’espèce. Il est composé d’unités acide β-D mannuronique et acide α-L guluronique, associés en 

« blocks » dont la répartition dépend de l’origine [133] (Figure 20). Les interactions des unités 

glucoroniques avec des ions bivalents (Ca2+, Ba2+
, Sr2+, Zn2+

, Cu2+, Cd2+ ou Co2+ ) permettent d’obtenir 

un gel [121]. 

 

 

Figure 20 : Exemple de structure chimique de l'alginate avec (G) acide glucuronique et (M) acide mannuronique 

 

L'alginate est un matériau très polyvalent pour la cicatrisation des plaies et peut être préparé sous 

forme d'hydrogels, de films et d'éponges [191]. Il est utilisé en tant que pansement pour les plaies très 

exsudatives [192] du fait de ses grandes capacités de gonflement [193]. Il présente des propriétés 

mécaniques ajustables en fonction du pH et des ions, particulièrement intéressantes pour la libération 

de molécules [194]. Il aurait par ailleurs démontré des capacités antivirales par ses charges anioniques, 

une efficacité hémostatique, antioxydante et antiinflammatoire [195]. Cependant, ce polymère 

d'origine naturelle n'est pas dégradable chez les mammifères en raison de l’absence de son enzyme 

spécifique «l’alginase» [195]. Les propriétés mécaniques de l’hydrogel, formé par des interactions 

ioniques, sont également peu stables dans l’organisme du fait de la présence de nombreux chélateurs. 

 

II.2.c.iii.6 Acide hyaluronique 

L’acide hyaluronique (HA) est un glycosaminoglycane non sulfaté composé alternativement 

d’acide D-Glucuronique et d’acide D-n-acetylglucosamine (Figure 21) liés ensemble alternativement 
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par des liaisons glycosidiques β-1,4 et β-1,3 [133]. L’acide hyaluronique est classiquement extrait de 

sources animales (bovine ou isolé de la crête du coq). Par ailleurs les méthodes d'extraction employées 

peuvent être délétères pour le poids moléculaire de la molécule finale, dont dépend son activité. Il 

existe aujourd’hui des souches bactériennes recombinantes de Bacillus spp., Agrobacterium spp., 

Lactococcus lactis et E. coli capables de le synthétiser, palliant ainsi les limitations évoquées 

précédemment [181]. 

 

Figure 21 : Structure chimique de l'acide hyaluronique avec acide D Glucuronique à gauche et l’acide D-N 
acétylglucosamine à droite 

L’acide hyaluronique est l’un des composants de la matrice extracellulaire des tissus conjonctifs 

et est biodégradable par l’organisme. Il possède de nombreux rôles physiologiques tels que 

l’hydratation tissulaire grâce à ses charges négatives, la stimulation de la migration et de la 

prolifération des kératinocytes [33] et des fibroblastes [196] ainsi que l’interaction avec d’autres 

composants matriciels. Il est également capable de réguler l’inflammation, en fonction de sa taille 

[197], [198] et aurait des propriétés bactériostatiques [199]. 

 

II.2.c.iii.7 Polysaccharides sulfatés 

Avec l’acide hyaluronique, les polysaccharides sulfatés sont des composants de la MEC et des 

tissus conjonctifs [200]. La chondroïtine sulfate, le dermatane sulfate, l'héparane sulfate, l'héparine 

et le kératane sulfate partagent des similitudes structurelles (Figure 22) : ils sont tous acides, chargés 

négativement et sont identifiés comme des GAGs. 
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Figure 22 : Exemples de structure chimiques des GAGs (Modifié de Zhang et al. 2010) 

 

Dans le cadre des biomatériaux, les polysaccharides sulfatés se trouvent généralement associés à 

des protéines ou à d’autres polysaccharides. Ils possèdent plusieurs activités intrinsèques : résistance 

à la compression des tissus, stimulation de la migration cellulaire, effet anti-inflammatoire, anti-

thrombogénique et pro-angiogénique [121]. Tous les GAGs sont impliqués dans le processus de 

cicatrisation cutanée [201] en fournissant une hydratation et un support structurel favorisant ainsi la 

migration cellulaire. 

 

II.2.c.iv) Hybride 

II est possible d’associer différents types de polymères dans le but d’améliorer les propriétés 

des biomatériaux. En fonction des stratégies sélectionnées, il est possible de simplement additionner 

les propriétés des polymères ou permettre d’obtenir une véritable synergie amenant à l’émergence 

de nouvelles caractéristiques. Les associations peuvent se faire exclusivement entre polymères 

naturels ou synthétiques, mais également de manière mixte, entre un polymère naturel et 

synthétique. Par exemple, la combinaison du collagène avec d’autres composants naturels comme la 

soie a été décrite comme permettant de conserver les propriétés biologiques de la protéine tout en 

améliorant les propriétés mécaniques du substitut [202]. 

 

Bien que les polymères synthétiques confèrent de très bonnes propriétés mécaniques aux 

matériaux et que des approches ont été proposées pour améliorer leur bioactivité et leur dégradabilité 

[203], les polymères d’origine naturelle restent privilégiés pour des applications biomédicales [204] 

[205], de par leur polyvalence, leur biocompatibilité et leurs propriétés biologiques [130], [131], [206]. 
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L’association de biopolymères pour former des hydrogels a par ailleurs permis d’améliorer les 

propriétés mécaniques, notamment avec les GAG, la fibrine ou le chitosane [207], [208], et de les 

rendre plus stables [209]. 

 

Les caractéristiques physico-chimiques des hydrogels peuvent être adaptées pour maximiser 

les réponses cellulaires et tissulaires [111]. Elles sont directement liées à la structure de leur réseau, 

qui dépend du type de liaisons mises en jeu et de la méthode de préparation. En effet, les polymères 

peuvent être réticulés entre eux suivant différents procédés et former un hydrogel réticulé.  

 

II.2.d) Réticulation 

Les hydrogels sont constitués de groupes de polymères assemblés en un réseau tridimensionnel 

stable par un processus de réticulation. La présence de points de réticulation dans le réseau permet 

le maintien de cette structure 3D des hydrogels dans leur état hydraté. La densité de réticulation est 

caractérisée par le poids moléculaire entre deux points de réticulation (Mc) [210] (Figure 23). Ces liens 

conduisent à la formation d’espaces entre les différentes chaines de polymères, appelés mailles (ξ) 

(Figure 23). Le taux de réticulation conditionne la taille des mailles (ξ) dont découlent les propriétés 

élastiques et la capacité de gonflement du matériau en milieu aqueux. 

 

 

Figure 23 : Représentation schématique d'un hydrogel hydrophile réticulé (adapté de Zhu et al. [33]) 

 

Pour former ces hydrogels à partir d’un ou plusieurs types de polymères, deux méthodes de 

réticulations ont été décrites : par création de liaisons covalentes entre les chaines, la réticulation 

chimique ; ou bien par interaction de faible énergie ou enchevêtrement, la réticulation physique [211]. 



Chapitre I : Revue bibliographique 

42 

II.2.d.i) Chimique 

Dans les hydrogels réticulés chimiquement, les chaînes de polymères linéaires sont liées de 

manière permanente les unes aux autres via des ponts covalents ou des petites molécules. Cette 

réticulation peut être formée grâce à la présence de groupes réactifs complémentaires, activation 

radicalaire, processus d’irradiation ou par réaction enzymatique. 

 

II.2.d.i.1 Groupes réactifs 

La réticulation chimique des polymères hydrophiles est l'une des principales méthodes de 

préparation d'hydrogel. Elle peut se faire par addition de petites molécules agissant comme agent de 

réticulation [212] : le glutaraldéhyde, les composés époxy, la génipine, le sodium trimétaphosphate 

(STMP) peuvent être utilisés pour ponter des polymères [213], [214]. Elle peut également être réalisée 

par réaction de condensation, tel que la réaction EDC/NHS, utilisant un dérivé carboiimide (EDC) sur 

des groupements amides [215]. Deux groupes chimiques complémentaires présents sur les chaines de 

polymères peuvent également réagir facilement dans certaines conditions appelées « chimie click ». 

Cela regroupe, entre autre, les réactions de Diels-Alder, la formation de base de Schiff et l’addition de 

Mickael [216]. Ces groupes ne sont pas présents initialement sur les polymères et doivent alors être 

ajoutés par modification chimique préalable ajoutant des étapes supplémentaires à la synthèse. 

 

Cette méthode de réticulation convient à la préparation d'hydrogels à partir de polymères 

hydrophiles, naturels ou synthétiques, grâce à leurs fonctions hydroxyle, acide carboxylique ou amine 

[215]. Beaucoup d’agents de réticulation sont cependant toxiques, et il faut alors s’assurer que les 

molécules n'ayant pas réagi ont été éliminées, notamment par des rinçages extensifs. Certains agents 

de réticulation peuvent ne réagir que partiellement et deviennent difficiles à éliminer risquant de 

rendre l’hydrogel toxique.  

 

II.2.d.i.2 Radicalaire 

La réticulation par radicaux libres est une technique qui se base sur la capacité des polymères 

à générer des groupes radicalaires tels que les acrylates, les amides et les lactames de vinyle capables 

de former des liaisons covalentes [217]. Ces groupements peuvent être activés grâce à l’utilisation 

d’initiateurs chimiques, thermiques ou photosensibles. Cette technique peut également être utilisée 

sur des polymères naturels à condition qu’ils possèdent des groupes polymérisables par voie 

radicalaire, ajoutés après modification chimique. Les radicaux libres sont produits par dissociation 

homolytique des liaisons faibles ou par réactions d’oxydo-réduction [218]. 
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II.2.d.i.3 Irradiation 

La réticulation par irradiation permet de synthétiser des hydrogels et peut être utilisée comme 

procédé de stérilisation dans certaines conditions [219]. Les faisceaux d'électrons et les rayons γ ont 

une énergie suffisamment élevée pour ioniser des liaisons insaturées le long des chaines de polymères 

en formant des ponts intermoléculaires [220]. Contrairement à d’autres méthodes de réticulation 

chimique, aucun catalyseur ou additif n'est nécessaire à la réaction. Cette méthode s’applique surtout 

aux polymères synthétiques [221]. Elle est facilement contrôlable en variant la dose d'irradiation mais 

nécessite toutefois des installations conséquentes. Cependant, au cours du phénomène d'irradiation, 

il se produit à la fois une dégradation du polymère par scission de chaîne et la réticulation. L'un de ces 

phénomènes peut prendre l’ascendant sur l’autre, parfois au détriment de la réticulation et le procédé 

n’est pas applicable à tous les polymères, ce qui en limite l’utilisation [222]. 

 

II.2.d.i.4 Enzymatique 

La réticulation enzymatique offre la possibilité de moduler la cinétique de la formation de gel 

in situ par contrôle de la concentration des enzymes, du substrat, de la température et du pH. Elle 

permet la formation de liaisons covalentes, non toxiques et dans des conditions physiologiques [216]. 

Un exemple de réaction enzymatique est la réaction de la transglutaminase (Tgase) avec les ions 

calcium comme cofacteurs qui favorisent la formation de liaisons amides entre les groupes 

carboxamide et amine [223]. 

 

II.2.d.ii) Physique 

Les hydrogels physiques sont des matériaux comportant des interactions intermoléculaires 

majoritairement réversibles telles que l’enchevêtrements des chaînes, les interactions hydrophobes, 

les liaisons hydrogènes ioniques ou la formation de zones cristallines [216]. 

 

II.2.d.ii.1 Interactions ioniques 

La réticulation par interactions ioniques ou électrostatiques pour former des hydrogels est 

largement utilisée dans le domaine des biomatériaux. Elle repose sur l’interaction entre deux charges 

électriques opposées. Cette technique est beaucoup utilisée avec les polysaccharides naturellement 

chargés tels que l’alginate, chargé négativement ou le chitosane chargé positivement. Ils forment des 

complexes polyélectrolytes dont la stabilité varie en fonction du pH, de la force ionique et de la 

présence d’agents chélateurs dans l’environnement. Nombre de facteurs peuvent impacter les 

propriétés des hydrogels ainsi formés, tels que la densité de charge des polymères, le ratio entre 

chaque polymère, et le microenvironnement [216]. Les interactions ioniques ont la capacité de se 
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reformer après avoir été rompues. L'avantage de cette méthode est que certains hydrogels peuvent 

reprendre forme après avoir été cassés par un stress important, mais cela représente également un 

inconvénient puisque si les interactions ne sont pas assez fortes, la résistance mécanique de l’hydrogel 

formé est trop faible. 

 

II.2.d.ii.2 Interactions hydrophobes 

Des interactions hydrophobes pour la réticulation de polymères hydrophiles sont possibles 

après copolymérisation avec des monomères hydrophobes [224]. Ces interactions hydrophobes sont 

plus stables que les autres interactions moléculaires faibles (van der Waals, liaisons hydrogènes) [218]. 

Une variation des paramètres environnementaux (température) peut conduire à l’exposition des 

zones hydrophobes et permet de créer ces interactions. Ce processus de réticulation est notamment 

utilisé pour la soie via ses feuillets bêta [165]. 

 

II.2.d.ii.3 Liaisons hydrogènes 

Des liaisons hydrogènes entre les chaines de polymères peuvent permettre la formation 

d’hydrogels. Il s’agit de la liaison non-covalente la plus répandue. Une liaison hydrogène est formée 

par l’association d'un atome d'hydrogène et d'un groupe fonctionnel d'électronégativité élevée [212]. 

Les groupes de type amide, urée, acide carboxylique, pyrrole, carbazole et hydroxyle sont capables de 

réaliser ces liaisons [216]. Les liaisons hydrogènes restent cependant des liaisons faibles dont les 

réseaux se délient et se dispersent généralement en quelques minutes ou quelques heures [218], 

rendant les hydrogels adaptés pour la formulation de systèmes de libération rapide. 

 

II.2.d.ii.4 Zones cristallines 

Les zones cristallines formées entre les chaines des polymères agissent comme une 

réticulation physique [216]. Cette caractéristique est surtout utilisée pour réticuler le PVA grâce à la 

répétition de cycles de congélation/décongélation [225]. Les propriétés mécaniques des cryogels ainsi 

formés dépendent de la densité et de la régularité des liaisons formées. Cela permet d’obtenir des 

hydrogels rigides mais en général peu dégradables et l’utilisation de cette technique reste limitée. 

 

L'intérêt des hydrogels physiques réside dans l’absence d'utilisation d'agents de réticulation ce 

qui facilite la synthèse et diminue le risque de toxicité résiduelle. La majorité des hydrogels physiques 

sont fragiles et moins stables à l’état hydraté ce qui peut poser problème pour la régénération des 

tissus, notamment pour la peau. Les hydrogels chimiques, quant à eux, présentent une meilleure 

stabilité dans les conditions physiologiques, avec des propriétés mécaniques renforcées et la 
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possibilité de moduler leur comportement de dégradation. En conséquence, la réticulation chimique 

à partir de biopolymères est largement préférée pour développer des matrices destinées à la 

régénération tissulaire. 

 

II.2.e) Formation de pores 

Les matrices peuvent être fabriquées par différentes méthodes : moulage, électrofilage, 

émulsion, prototypage rapide ou compression [181]. A partir d’un « bloc » d’hydrogel, il est possible 

de créer une structure poreuse interconnectée. Plusieurs techniques existent à cet effet : la lixiviation 

de particules, le dégagement gazeux, la lyophilisation et la séparation de phases. 

 

II.2.e.i) Lixiviation de particules 

La création de pore par lixiviation d’agents porogènes est une méthode très utilisée pour la 

préparation de matrices poreuses. Cette méthode consiste en la dispersion d’un agent porogène, qu’il 

soit sous forme particulaire ou sous forme de poudre, dans une solution de polymères. Son élimination 

résulte de la dissolution des cristaux de sels après gélification du mélange [112].  

 

Figure 24 : Représentation schématique de la lixiviation des particules (adapté de Turnbull et al. 2017) 

 

La mise en forme de la solution de polymères peut se faire par réticulation ou par moulage avec 

évaporation de solvant [226]. Il est possible d’utiliser des particules de sels dont la variation en taille 

et en concentration permettent de contrôler respectivement la porosité et la fraction poreuse du 

matériau [227]. Cependant, la forme des pores obtenus et l’interconnectivité de la fraction poreuse 

ne sont pas contrôlées. 

 

II.2.e.ii) Libération de dioxyde de carbone (CO2) 

Dans cette technique, le gaz est utilisé comme agent porogène pour obtenir des éponges 

macroporeuses [118]. Le dégagement gazeux est généré soit chimiquement, soit physiquement. Dans 

le premier cas, la décomposition de l’agent porogène dans un solvant adapté libère du CO2 [228]. Dans 

le second cas, du dioxyde de carbone est injecté dans les hydrogels sous haute pression pour 

permettre la saturation des polymères. La diminution de la pression conduit à une instabilité de la 
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phase gazeuse et à la croissance de bulles d’air qui vont être rapidement libérées [229]. Dans les deux 

cas, les pores sont formés par la création de bulles à l’intérieur du gel pour libérer le CO2. Cette 

technique permet de former des pores de grandes tailles (100-500 µm) mais avec souvent peu 

d’interconnectivité. Elle est alors souvent utilisée en combinaison avec la technique de lixiviation des 

sels. 

 

II.2.e.iii) Lyophilisation 

Les matrices biologiques sont souvent déshydratées par sublimation (lyophilisation) ou par 

évaporation avant stérilisation terminale. La lyophilisation est un procédé très répandu pour des 

applications alimentaires et pharmaceutiques [230]. Cette déshydratation a tendance à rendre les 

matériaux plus facilement manipulables et transportables avec une durée de conservation plus 

longue. La lyophilisation est un processus pendant lequel l’eau est éliminée de l’hydrogel par 

sublimation des cristaux de glace formés après une phase de congélation, créant ainsi des pores [231] 

(Figure 25). Elle est réalisée grâce à des rampes de température sous basse pression. La cinétique et 

les paramètres de l’étape de congélation contrôlent la porosité et l’interconnectivité des matrices 

[232]. 

 

Figure 25 : Représentation schématique de la lyophilisation 

 

II.2.e.iv) Séparation de phases  

La technique dite de séparation des phases pour la conception des matrices poreuses repose 

sur une séparation thermodynamique, qui divise la solution en deux phases distinctes [118] : pauvre 

et riche en polymère. La phase riche en polymères est ensuite réticulée, formant la matrice, tandis 

que la phase pauvre en polymère crée des pores suite à l'élimination du solvant [230] (Figure 26). Le 

solvant peut être éliminé par extraction, évaporation ou lyophilisation. 
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Figure 26 : Représentation schématique de la technique de fabrication de matrice poreuse par séparation de phases 
adapté de [233] 

 

Toutes ces méthodes permettent de former des pores après réticulation des hydrogels, dont la 

taille, la répartition et le nombre varient en fonction de plusieurs paramètres. Ils peuvent être utilisés 

seuls ou combinés pour augmenter la porosité et leur interconnectivité. 

 

II.2.f) Exemples d’hydrogels à base de biopolymères 

Les propriétés des hydrogels en tant que biomatériaux pour l’application cutanée reposent sur la 

nature des polymères, la méthode de réticulation et la présence de pores. Comme décrit en II.2.c), il 

existe un large choix de polymères, dont les biopolymères qui présentent de nombreux avantages. Les 

différents procédés de synthèse évoqués précédemment permettent également de moduler ces 

propriétés afin d’être les plus appropriées à l’application visée. Cela offre une multitude de possibilités 

pour la conception de biomatériaux pour la régénération cutanée, dont quelques exemples à base de 

biopolymères sont répertoriés dans le Tableau 5 : 
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Tableau 5 : Exemples de formulation de biomatériaux à base de polymères naturels 

Hydrogels Réticulation Polymères Formation de pores Références 

Chimiques 

Radicalaire 

HA - [234] 

Kératine Lyophilisation [235] 

Dextrane - [236] 

EDC/NHS 

Gélatine 
Lixiviation 

/Lyophilisation 
[237] 

Soie/HA/Alginate Lyophilisation [238] 

Collagène/chondroïtine 

sulfate/HA 
Lyophilisation [239] 

Glutaraldéhyde Collagène Lyophilisation [240] 

Addition de Michael HA Lixiviation de particules [146] 

Enzymatique Fibrine - [241] 

Base de Schiff Dextrane/HA Lyophilisation [242] 

Dérivé succinilique Pullulane/HA Lyophilisation [243] 

STMP Pullulane/collagène Séparation de phase [244] 

NMNO Cellulose Lixiviation de particules [245] 

 Epichlorydrine CMC Lyophilisation [240] 

 Génipine Chitosane - [246] 

Physiques 

Interactions 
électrostatiques 

Alginate/chitosane Séparation de phases [247] 

Chitosane/Chondroïtine 
sulfate 

- [248] 

Chitosane/HA - [248] 

Collagène - [249] 

Interactions 
hydrophobes 

Soie Lyophilisation [250] 

Soie/kératine Lyophilisation [251] 

 

II.3) Applications 

Dans le contexte de la régénération des plaies cutanées, les matrices permettent à la fois de 

combler la perte de substance grâce à leur structure 3D, d’apporter et de maintenir un milieu humide. 

Elles peuvent être utilisées telles-quelles ou alors être optimisées avec divers composés. En effet, dans 

les plaies étendues et graves (stade III et IV), les pertes sont massives et la recolonisation par les 
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cellules devient difficile, ce qui peut provoquer un retard à la cicatrisation. Une stratégie 

thérapeutique consiste alors à apporter des facteurs directement sur le site de la plaie pour améliorer 

la réparation. Les hydrogels peuvent ainsi agir comme plateforme de libération locale (facteurs de 

croissance, cytokines, médicaments) [252] et/ou être combinés à des cellules formant une 

construction cellulaire implantable [253]. 

 

II.3.a) Plateforme de libération 

II.3.a.i) Principe 

Une des stratégies utilisées afin d'accélérer la régénération des tissus consiste à utiliser des 

composés bioactifs capables d’agir sur le processus de cicatrisation [102]. La MEC physiologique est 

un réservoir de facteurs de croissances qui participent à la réparation des plaies. Elle permet à la fois 

de protéger les activités de ces composés et de les libérer spatialement et temporellement de manière 

contrôlée. Le désir de mimer les propriétés fonctionnelles de la MEC a conduit à l’élaboration 

d’hydrogels enrichis en facteurs favorables à la cicatrisation [102]. Grâce à leurs propriétés de 

gonflement, leur réseau polymérique modulable et leurs conditions de synthèse relativement douces 

pour les composés, les hydrogels sont très largement utilisés pour incorporer des agents bioactifs 

[254]. 

 

Selon l’application visée, les hydrogels peuvent être modifiés afin de contrôler à façon la 

libération des molécules à apporter sur le site de la plaie pour les libérer au moment approprié. Les 

hydrogels peuvent intégrer différents types de composés ayant par exemple pour action d’accélérer 

la guérison, de restaurer et/ou améliorer les propriétés de la peau à différentes étapes de la 

cicatrisation [255]. Ces dispositifs combinés peuvent être également utilisés afin d’éliminer une 

infection (antiseptiques, antibiotiques) [98], moduler l'inflammation (anti-inflammatoires et 

antioxydants) [256] ou améliorer la migration et la prolifération cellulaire (FGF [257], PDGF [258]). 

 

II.3.a.ii) Interactions molécules-polymères 

Les molécules actives peuvent être incorporées dans les hydrogels de plusieurs manières : par 

liaisons chimiques (Figure 27) ou par interactions physiques (Figure 28) [252]. Certains polymères 

possèdent des groupements chimiques pouvant être modifiés afin de permettre ou d’amplifier une 

interaction avec les composés d’intérêt. La libération des composés se fera suivant des mécanismes 

tels que la diffusion, la dissolution, la dégradation du support, ou encore via des stimuli externes (UV, 

infrarouge, ultrasons) [111]. 
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II.3.a.ii.1 Liaisons covalentes 

Une des stratégies consiste à lier les molécules actives à la structure de l’hydrogel. La molécule 

est reliée au réseau de polymères par des ponts covalents, stables ou clivables [252]. Ces interactions 

reposent sur des procédés similaires à la réticulation chimique des polymères, évoquée 

précédemment (voir §II.2.d.i). Lorsque la liaison est stable (liaison amides, thiol-ene, etc.), la molécule 

est alors retenue jusqu’à la dégradation du réseau. Les liens clivables, peuvent inclure des liaisons par 

des petites molécules (liaisons esters et disulfildes) et des macromolécules comme par exemple des 

liaisons avec des séquences peptidiques [252]. La molécule est alors libérée après rupture de la liaison 

qui peut être contrôlée par des facteurs environnementaux (pH, enzyme, etc.). 

 

Figure 27 : Incorporation par liaisons covalentes (adapté de Li et al. [252]) 

 

II.3.a.ii.2 Interactions physiques 

Les composés peuvent être également retenus par des interactions physiques : 

encombrement stérique, interactions électrostatiques/hydrogènes et interactions hydrophobes [252] 

(Figure 28). Ces liaisons dépendent bien évidement de la nature et de la structure de la molécule active 

d’intérêt. 

 

 

Figure 28 : Incorporation par (a) interactions stériques, (b) interactions électrostatiques et (c) interactions 
hydrophobes (adapté de Li et al. [252]) 

 

Ces interactions reposent sur le même principe que les procédés de réticulation physiques des 

polymères exposés au §II.2.d.ii). La rétention de la molécule par encombrement stérique repose sur 

le paramètre de maille de l’hydrogel. Si la molécule est plus grande que la taille des mailles, elle sera 

plus retenue et inversement, ce qui va influencer la cinétique de libération du composé [252]. Cette 
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rétention par taille peut être combinée à des interactions électrostatiques et hydrophobes. Les 

interactions électrostatiques reposent sur l’association de charges opposées portées par les 

polymères et la molécule. Le composé est libéré lorsque des ions de l’environnement interagissent 

avec les charges du système [252]. Enfin, les interactions hydrophobes reposent sur l’incorporation de 

composés hydrophobes dans le réseau de polymères pouvant interagir avec la molécule d’intérêt 

[252]. Ce procédé recourt notamment à l’utilisation de cyclodextrines [259], [260], qui comportent à 

la fois un caractère hydrophile (externe) et hydrophobe (interne) dans lequel la molécule peut se 

loger, sans impacter les propriétés hydrophiles de l’hydrogel. La libération se fait alors par répartition 

de la molécule solubilisée entre l’hydrogel et le milieu [259]. 

 

II.3.a.iii) Profils de libération 

La diffusion des molécules est conditionnée par le paramètre de maille. Il est modulé par le taux 

de réticulation, la concentration en polymères et le gonflement, ainsi que le type de liaisons mises en 

place et par des facteurs extérieurs tels que la température et la composition chimique (enzymes, 

ions) du milieu. La libération des composés des hydrogels suit trois mécanismes [261], [262] :  

(1) Système contrôlé par la diffusion : régi uniquement par la diffusion des molécules à travers le 

réseau de polymères 

(2) Système contrôlé par le gonflement : amélioration de la diffusion par gonflement des 

polymères et donc dépendant du paramètre de maille et sensible à la nature du milieu 

(3) Système contrôlé chimiquement : la diffusion dépend de l’intégrité du réseau de polymères, 

médiée par l’hydrolyse ou le clivage enzymatique des polymères, des points de réticulation 

ou des interactions entre la molécule et le réseau de polymère 

Il existe par ailleurs différents modèles mathématiques qui permettent d’identifier le mode de 

libération des composés [263]. 

 

Plusieurs technologies ont été développées pour formuler des plateformes de libération en 

fonction du type de réseau, de la nature de la molécule et du profil de libération. Ces hydrogels 

peuvent voir également leurs propriétés renforcées par leurs compositions en polymères. En effet, 

l’utilisation de polymères bioactifs rend alors les matrices capables d’assurer, par leurs propriétés 

intrinsèques, l'adhésion, la prolifération, et la migration cellulaire. Elles sont alors destinées à 

supporter la réparation tissulaire au sein de leur structure, et sont alors définies comme substituts 

cutanés. 
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II.3.b) Substituts cutanés 

Les substituts cutanés ont pour but de favoriser la réparation des tissus cutanés endommagés. 

Ils s’implantent au niveau du site lésé, recouvrent la plaie et comblent la perte de substance. Ces 

matériaux agissent comme structure de soutien imitant la MEC provisoire pour faciliter la migration 

et la prolifération cellulaire au niveau de la zone lésée (Figure 29).  

 

Figure 29 : Modélisation utilisation d’application des biomatériaux en tant que substituts cutanés dans le cas d’un 
modèle de perte partielle (plaie stade I à II) (a) ou totale (plaie stade III à IV) (b) de peau [264] 

 

Lors de la conception des biomatériaux comme substituts cutanés, un grand nombre de propriétés 

doit être pris en compte [113], [118]. Les matrices doivent se rapprocher le plus possible des 

caractéristiques idéales d’un substitut cutané [265], récapitulées dans le Tableau 6. 

 

Tableau 6 : Relation entre les propriétés attendues d'un substitut cutané idéal et des propriétés apportées par un 
biomatériau 

Propriétés d’un substitut cutané idéal [265] Propriétés des matrices [113], [118] 

Assurer la fonction barrière 

Géométrie du matériau 

Résistance mécanique 

Résistance à la dessication 

Maintien sur le site de la plaie (suturabilité) 

Être perméable aux échanges gazeux 
Paramètre de maille, géométrie 

Taille des pores, porosité et interconnectivité des pores 

Stabilité spatiale pendant la régénération 

cutanée 

Propriétés mécaniques 

Dégradabilité 

Combattre les infections 
Nature des matériaux 

Agent actif 

Apporter un support comme matrice provisoire  Structure tridimensionnelle 

Biocompatibilité 
Nature des matériaux et méthodes de fabrication 

utilisées 

Conformable et facile d’utilisation 
Méthodes de fabrication et propriétés mécaniques 

Peu coûteux et facile à stocker 

 

Les propriétés mécaniques et chimiques ainsi que la topologie du matériau influencent le 

comportement cellulaire [266]. Faire varier les propriétés physico-chimiques du substitut cutané 
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notamment par le choix du matériau, de la méthode de réticulation, et de la structure permet de 

moduler les caractéristiques et se rapprocher au mieux des propriétés désirées. 

 

II.3.b.i) Classification 

L’ingénierie tissulaire pour les substituts cutanés repose sur la conception et la fabrication de 

supports tridimensionnels en accord avec les objectifs fonctionnels attendus. Elle s’appuie sur la 

création de matrice dermiques et/ou épidermiques artificielles implantables (Tableau 7) dans le but 

de remplacer la peau sur une zoné lésée et de promouvoir la cicatrisation cutanée.  

 

Il existe différentes classifications de ces substituts qui se recoupent [267] : en fonction de la 

structure anatomique qu’ils sont destinés à réparer (épidermique, dermique ou dermo-épidermique), 

de la durée d’utilisation (temporaire, semi-permanent ou permanent), de la nature du substitut 

(biologique ou synthétique) et de leur colonisation par des cellules. Ils sont présentés selon cette 

dernière classification à savoir acellulaires et ensemencés. 

 

II.3.b.ii) Acellulaires 

Les substituts acellulaires agissent comme support de la migration et de la prolifération 

cellulaire. Ils apportent un environnement qui permet aux cellules de l’hôte d’envahir l’implant. Ces 

cellules sécrètent par la suite des facteurs de croissance et des protéines de la matrice extracellulaire, 

permettant ainsi d’accélérer le processus de cicatrisation. Ces substituts peuvent être de nature 

synthétique mais sont majoritairement composés de polymères naturels (Tableau 7). Lorsque le 

produit est implanté, la matrice doit pouvoir supporter et promouvoir la migration et la prolifération 

des cellules endogènes, ainsi que permettre le remodelage du tissu néo formé en derme/épiderme. 

 

Les produits pour le remplacement dermique sont acellulaires, basés sur des matériaux 

d’origine allogénique ou xénogénique (Tableau 7). Ces produits sont faciles à manipuler, moins chers 

et plus rapides à la fabrication en grande quantité, quand ils ne comportent pas de matériel vivant. De 

plus ils ont également démontré une efficacité dans les plaies plus profondes et sévères [267]. 

Malheureusement, ils n’aboutissent pas encore à la restauration complète des fonctions et de 

l’esthétique de la peau. Ils sont majoritairement utilisés pour préparer le lit de la plaie à une greffe 

autologue de peau [268].
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II.3.b.iii) Ensemencés 

Les matrices peuvent contenir des cellules autologues ou allogéniques cultivées in vitro et sont 

adaptées à la structure anatomique qu’elles tendent à reproduire [124]. Les cellules peuvent 

également être introduites en coculture dans le support, formant un dispositif plus complexe, dermo-

épidermique, pour guider la régénération fonctionnelle de la peau. Le but de ces supports est de 

fournir un matériau pour délivrer des cellules et apporter des médiateurs actifs, participant à la 

cicatrisation et facilitant la synthèse d’une nouvelle MEC au niveau de la peau endommagée. Les 

substituts dermo-épidermiques ensemencés sont les produits les plus sophistiqués et les plus difficiles 

à produire. Bien qu’ils soient très prometteurs, ils sont aujourd’hui surtout utilisés comme pansements 

biologiquement actifs, temporaires, pour préparer le site lésé à la greffe de peau. 

 

II.3.b.iv) Produits commercialisés 

Plusieurs produits pour la peau issus de l’ingénierie tissulaire sont actuellement disponibles pour le 

traitement des plaies aiguës et chroniques et sont présentés dans le Tableau 7 en fonction de leur 

structure anatomique. 

 

Les substituts cutanés disponibles sur le marché ont démontré une augmentation des taux de 

guérison de certaines plaies chroniques en clinique. Cependant, aucun n’a jusqu’à présent fourni de 

résultats comparables à ceux d’une autogreffe. Cette constatation est notamment dû à un retard à la 

vascularisation du matériau.  
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Tableau 7 : Substituts cutanés commercialisés, compositions et applications 

 

 

Plusieurs limitations impactent l’utilisation des substituts cutanés. Les matériaux ensemencés, 

implantés tels quels ou décellularisés, ne sont pas productibles aisément à grande échelle. De plus, 

leur temps de fabrication est long et présente des contraintes de stockage et de transport 

importantes. Par ailleurs, les dispositifs comportant des éléments d’origine allogénique et 

xénogénique possèdent des risques immunogéniques et infectieux qui requièrent des traitements 

drastiques pour s’assurer de leur sécurité mais risquent d’altérer leur structure. Les dispositifs 

acellulaires ont un potentiel plus intéressant pour une fabrication et une utilisation rapide dans le cas 

des plaies profondes avec de plus grandes facilités de stockage. 
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Ces dispositifs médicaux sont destinés à être implantés dans l’organisme. Leur biocompatibilité 

doit alors être évaluée afin d’attester de la sécurité des matériaux et poursuivre leur développement. 

L’interaction entre le biomatériau et l’hôte peut être analysée après contact avec des cellules 

spécifiques du tissu visé et par implantation dans des modèles animaux. 

 

II.4) Modèles d’étude animaux 

Différentes méthodes d’évaluation in vitro de la cicatrisation cutanée existent. Elles visent à mimer 

la complexité et l'interaction cellulaire existantes dans les tissus et au cours de la cicatrisation [269]. 

Malgré des avancées majeures de ces modèles, les tests in vivo restent essentiels pour évaluer en 

toute sécurité l’efficacité biologique des dispositifs implantables. La cicatrisation, est un processus 

complexe et les méthodes d’analyse in vitro ne prennent pas en considération les contributions locales 

et systémiques qui interagissent dans le processus. La vascularisation du lit de la plaie, les phénomènes 

inflammatoires, les réponses immunitaires ainsi que les infections ne peuvent être actuellement 

étudiées autrement qu'in vivo. Les modèles animaux ne peuvent être remplacés car il n'existe pas à 

ce jour de méthodes alternatives pour reproduire la réparation cutanée. 

 

Un modèle animal est destiné à étudier et à déterminer la sécurité et l’efficacité des traitements 

médicaux. [270]. Pour être pertinent et fiable, le modèle de cicatrisation cutanée se doit donc d’être 

sélectionné sur la base de similitudes démontrées entre les structures cutanées humaines et animales, 

et leur mécanisme cicatriciel. Pour les mêmes raisons, les différences existantes entre les deux 

systèmes doivent être connues afin d’identifier précisément les domaines d’utilisation et leurs limites. 

 

II.4.a) Réaction de l’hôte 

La sélection des biomatériaux pour les applications cliniques implique la validation de la sécurité 

des biomatériaux, ainsi que de leurs produits de dégradation au contact du tissu de l’hôte. Cette 

évaluation est classiquement réalisée sur des modèles d'implantation sous-cutanée, intrapéritonéale 

et intramusculaire de rongeurs (souris et rats) [181]. Le modèle d’implantation sous-cutanée chez la 

souris est particulièrement utilisé car leur peau est « lâche », ce qui permet d’introduire très 

facilement des implants [271]. Ces études permettent d’observer la réaction de l’hôte à l’introduction 

d’un biomatériau. Cette réaction est étudiée au travers de la réponse inflammatoire, la présence d’une 

capsule fibreuse et la vascularisation des tissus environnants et du site d'implantation [272]. 
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II.4.b) Modèles de plaie 

Les modèles de cicatrisation cutanée peuvent être réalisés sur différents mammifères. Le porc 

semble être le modèle idéal pour étudier la réparation de la peau [273]. La structure de sa peau est 

plus proche de celle de l’Homme, en opposition aux modèles murins. De plus, le processus de 

cicatrisation est comparable à l’humain contrairement aux rongeurs où la réparation se produit plus 

rapidement et principalement par contraction [271]. Cependant, l’utilisation des rongeurs dans la 

littérature est très référencée pour les modèles de plaies cutanées [274]–[276]. En effet, les modèles 

murins sont plus faciles à mettre en œuvre (nombre, coût, infrastructure) et les plaies étendues 

cicatrisent rapidement [277], [278] permettant d'une part la mise au point du modèle de plaie et 

d'autre part une sélection rapide des dispositifs étudiés pour poursuivre les études pré-cliniques. 

 

II.4.b.i) Induction de plaies 

Les incisions et les excisions de profondeur totale au niveau dorsal de l’animal sont des 

modèles très utilisés [279]. Les excisions permettent la mise en place du processus de cicatrisation de 

seconde intention avec formation du tissu de granulation (voir §I.3). Des modèles de brûlures 

thermiques [280], [281], électriques [282] et plus rarement chimiques[283] sont également étudiés. 

Ces dernières doivent être reproductibles, ce qui reste difficile en pratique. Ces modèles de plaies 

« aigües » chez des animaux sains peuvent être rendues chroniques [277] par induction de facteurs 

locaux ou systémiques responsables d’une perturbation du processus de cicatrisation (voir §I.3.c). Il 

est en effet possible de travailler sur plaie chez des souris diabétiques [284] et ou infectées [285] qui 

présentent un temps de fermeture retardé [286]. 

 

II.4.b.ii) Paramètres d’évaluation 

La fermeture des plaies peut être suivie macroscopiquement par photographie avec mesure 

des aires [287]. Les temps de fermeture est estimé entre 14 à 16 jours [276], [288]–[290] chez les 

rongeurs sains. Plusieurs caractéristiques peuvent être évaluées au niveau microscopique en 

histologie afin d’analyser le processus de fermeture de la plaie [277], [287] :  

(1) La cinétique de la réponse inflammatoire de 1h jusqu’à 14 jours 

(2) La réépithélialisation pendant 7 jours après formation de la plaie 

(3) L’apparence du tissu de granulation par observation de marqueurs de la vascularisation 

(VEGF) au cours des 7 premiers jours 

(4) La qualité de la zone cicatrisée après fermeture totale de la plaie 
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III] Conclusion de la revue bibliographique 

La plupart des plaies cutanées peuvent guérir grâce au processus normal de cicatrisation. 

Cependant, lorsque les dommages infligés à la peau sont trop importants et/ou irréversibles (plaie 

chronique), l’utilisation de biomatériaux pour aider à la réparation tissulaire cutanée est une stratégie 

thérapeutique séduisante en médecine régénérative. 

 

De par leur capacité de rétention de l’eau, de biocompatibilité et de dégradation, les hydrogels 

réticulés chimiquement peuvent être utilisés à la fois comme pansement avec des propriétés de 

libération [137], [252] et comme substitut cutané [291], [292]. Les biopolymères sont des matériaux 

de choix pour formuler ces hydrogels notamment grâce à leurs propriétés physico-chimiques et 

bioactives permettant d’accélérer la réparation cutanée. Le pullulane et le dextrane sont des 

polysaccharides d’origine naturelle qui ont été choisis pour former la base technologique de ce projet. 

Ils offrent un large choix de modifications chimiques intéressantes pour des fonctionnalisations tels 

que l’ajout de groupements acides (carboxylate, sulfate, phosphate), des amines (éthylène-amine, la 

diéthylamine, la propylamine), ou de groupes hydrophobes (alkyl benzyle). Ils peuvent être réticulés 

chimiquement par du STMP, agent de réticulation non toxique, et les hydrogels lyophilisés offrent une 

porosité importante [293]. Ils peuvent également être sensibles à des altérations physico-chimiques 

(pH, salinité…), permettant de faire varier leurs propriétés. Le contrôle et l'optimisation des 

paramètres de porosité et de réticulation, peuvent être modulés afin d’optimiser l'infiltration de 

cellules, la diffusion des nutriments ainsi que la rétention d’eau et de biomolécules. Le pullulane et le 

dextrane sont capables de se résorber après implantation, aussi bien dans des modèles d’infarctus du 

myocarde chez le rat [294], que sur des sites osseux chez les petits ou gros animaux [295] ou encore 

en site sous-cutané [296]. Par ailleurs, les produits sont des dérivés du glucose, bien tolérés et 

facilement éliminés par les organismes vivants. 

 

L'ajout de composés spécifiques pour améliorer la bioactivité de supports 3D, constitue un axe 

de recherche largement étudié pour la régénération cutanée. Ils sont capables d’agir sur le processus 

de cicatrisation dans le but d’améliorer et/ou le débloquer le déroulement physiologique. Dans ce 

projet, des ingrédients actifs d’origine naturelle issus de la cosmétique, ont été sélectionnés. Ils ont 

en effet démontré dans des modèles in vitro des capacités à promouvoir l’activité de différentes 

cellules cutanées. Ces composés de nature saccharidique et peptidique, d’origine végétale, ont 

montré des effets métaboliques qui en font des candidats intéressants pour apporter une bioactivité 

aux hydrogels de pullulane/dextrane.
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I] Réactifs chimiques, solvants, enzymes et protéines utilisés 

Nom Fournisseur n°CAS 

5-DTAF Life science 51306-35-5 

Fluorescéine isocyanate Sigma Aldrich 3326-32-7 

1-Butanol Sigma Aldrich 71-36-3 

NaOH Fisher Scientific 1310-73-2 

HCl 37% Cooper 7647-01-0 

Acétone Carlo Erba 67-64-1 

Acide sulfurique 95% Merk 7664-93-9 

Phénol >99.5% Aldrich’ 108-95-2 

Mannose Sigma Aldrich 3458-28-4 

Glycine >99% Fluka 56-40-6 

Carbonate de sodium Carl Roth 497-19-8 

Acide pricrylsulfonique Sigma Aldrich 2508-19-2 

Pullulane Mw 500 kDa Nagase 9057-02-7 

Dextrane Mw500 KDa Pharmacosmos 9004-54-0 

STMP Sigma Aldrich 7785-84-4 

NaCl Fisher Chemical 7647-14-5 

Acide acétique VWR 64-19-7 

Gélatine, bloom 300 Sigma Aldrich 9000-70-8 

Glycérol OLEON 56-81-5 

Collagène type I (Bovin) Collagen solution 9007-34-5 

Dextrane FITC 500 kDa TdB consultancy 60842-46-8 

Dextrane TRITC 500 kDa TdB consultancy N/A 

Ammonium metavanadate 99% Sigma Aldrich 7803-55-6 

Acide nitrique 70% Sigma Aldrich 7697-37-2 

Ammonium molybdate tetrahydrate Sigma Aldrich 12054-85-2 

Acide phosphorique>99% Sigma Aldrich 7664-38-2 

Formaline 10% Diapath 50-00-0 

Triton 100X Sigma Aldrich 9002-93-1 

Pullulanase  Sigma Aldrich 9075-68-7 

Dextranase  Sigma Aldrich 9025-70-1 

Nitrate de sodium ReagentPlus 7631-99-4 

Chlorure de potassium Sigma Aldrich 7447-40-7 

Cryomount Histolab N/A 

PBS 10X Gibco N/A 

Ethanol absolu VWR 64-17-5 

Xylène VWR 1330-20-7 

Acide ascorbique Sigma Aldrich 50-81-7 

Chlorure d’étain (II) Sigma Aldrich 10025-69-1 

2-butanone Sigma-Aldrich 78-93-3 

 

II] Caractérisation des molécules à délivrer 

II.1) Molécules d’intérêts 

II.1.a) Molécule A 

L’actif Silab référencé sous la dénomination « molécule A » - pour des raisons de confidentialité - 

est un polysaccharide riche en oligogalactomannanes extrait du caroubier (Ceratonia siliqua). Ce 

polysaccharide a une masse molaire de 3 kDa. Il est composé de 70% d’unités de mannose liés en β 

1,4 et substitués en position 6 par 30% d’unités de galactose liées en α (Figure 30). 
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Figure 30 : Molécule de galactomannanes 

 

II.1.b) Molécule B 

L’actif Silab référencé sous la dénomination « molécule B » - pour des raisons de confidentialité - 

est une fraction protéique extraite du riz. Elle est purifiée par une succession de digestions 

enzymatiques et est composée de séquences peptidiques de taille inférieure à 3,5 kDa. 

 

II.2) Marquage des molécules par un fluorophore 

Pour permettre des études de rendement d’incorporation et d’imagerie, les molécules A et B 

sont marquées par des fluorophores. Deux agents fluorescents appartenant à la famille de la 

fluorescéine sont utilisés : le 5-DTAF et le FITC (Figure 31) respectivement pour les molécules A et B. 

a) b)  

Figure 31 : (a) Molécule de 5-DTAFet (b) molécule FITC 

 

II.2.a) Marquage de la molécule A 

L’actif A est solubilisé dans l’eau à une concentration de 100mg/mL. Le pH de la solution est ajusté à 

pH 11 par addition de NaOH 1M pour déprotoner les fonctions alcools primaires des oses. Du DTAF 

(495 Da) en poudre est ajouté dans la solution à 1,5 % (m/m) par rapport à la molécule A. La solution 

est ensuite placée sous agitation pendant 48H à température ambiante (TA). La réaction de greffage 

est arrêtée en ajustant le pH à 5,5 par de l’HCl 1M. Le mélange est purifié par séparation de phases du 

1-butanol à un ratio de 1:1 dans une ampoule à décanter. Six lavages successifs de la phase aqueuse 
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sont effectués avant analyse. Le produit final, nommé « A-DTAF », est filtré sur 0,2µm, lyophilisé et 

conservé à TA sous atmosphère sèche. 

 

II.2.b) Marquage de la molécule B 

L’actif B est solubilisé dans l’eau à une concentration de 100mg/mL. Le pH de la solution est ajusté 

à pH 11 par addition de NaOH 1M pour déprotoner les fonctions amines primaires des peptides. Du 

FITC en poudre est ensuite ajouté à 1,5 % (m/m) par rapport à l’actif B. La solution est maintenue sous 

agitation 24H à TA. La réaction est arrêtée en ajustant le pH à 5,5 par de l’HCl 1M. Le mélange 

réactionnel est purifié par séparation de phases avec du 1-butanol à un ratio de 1:1 dans une ampoule 

à décanter. Huit lavages successifs de la phase aqueuse sont effectués avant caractérisation. Le 

produit final, nommé « B-FITC », est filtré sur 0,2µm, lyophilisé et conservé à TA sous atmosphère 

sèche. 

 

II.3) Radiomarquage de la molécule A 

Le composé A est radiomarqué par du technétium-99m (Tc-99m) (Laboratoire de médecine 

nucléaire, FRIM U1149). Le Tc-99m est obtenu à partir d'un générateur Mo-99/Tc-99m sous forme de 

solution stérile de pertechnétate de sodium [Tc-99m] dans une solution saline (Na99mTcO4 dans NaCl 

0,9%) dont l’activité est mesurée à de 2,4 MBq/µL. Les étapes principales du radiomarquage consistent 

à l’addition et l’homogénéisation de la molécule A (5 mg/mL) et du 99mTcO4 à 20% (v/v) auxquels 41% 

(v/v) de solution de chlorure d'étain (II) (60µg/mL) et d’acide ascorbique (50µg/mL) sont ajoutés 

(d’après Chauvierre et al. [297]). La solution résultante est incubée 30 min à TA avant utilisation et le 

composé A radiomarqué est référencé « A-99mTc ». 

 

II.4) Caractérisation des molécules 

II.4.a) Chromatographies 

II.4.a.i) Chromatographie sur couche mince (CCM) 

II.4.a.i.1 Pureté du marquage fluorescent 

La qualité de la purification par décantation et le greffage des actifs fluorescents sont 

caractérisés par chromatographie sur couche mince. La migration est réalisée sur gel de silice supporté 

par une plaque d’aluminium (Merck®, ref. F254). La solution de molécule greffée a été déposée sur la 

plaque avec pour control du fluorophore seul en solution (0,1mg/mL). La plaque de chromatographie 

est placée dans une cuve saturée en acétone puis est révélée par ultraviolets (UV) à 365 nm (Fischer 

Scientifique, Ref. UVP021). 
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II.4.a.i.2 Pureté radiochimique 

La stabilité et la pureté du radio marquage de la molécule A par du 99mT sont évaluées par 

CCM à T0 et T5h. Quelques gouttes de solution sont déposées sur un gel de silice (Agilent 

Technologies®, ref. iTLC SG) et éluées avec du 2-butanone et comparé à du technétium non réduit 

pour contrôle. La radioactivité est mesurée à l’aide d’un radiochromatographe (MiniGita Raytest). La 

pureté radiochimique de la molécule A-99mT est calculée à partir des aires sous la courbe (AUC) 

enregistrées. 

 

II.4.a.ii) Chromatographie d’exclusion stérique haute performance (HPSEC) 

Les masses molaires moyennes et les distributions de masse molaires de la molécule A marquée et 

non marquée sont déterminées à TA par HPSEC (Thermo Scientific Dionex, Ultimate 3000) couplée à 

un détecteur de lumière laser diffusée multi-angles (MALLS) et un réfractomètre différentiel. Une 

solution de NaNO3 à 0,15M filtrée sur 0,1 µm est utilisée comme phase mobile. Deux colonnes 

d'exclusion stérique sont branchées en série (OHpak SB-802.5 et OHpak SB-803 HQ, ShowaDenko) 

précédées d'une colonne de garde (OHpak SB-G) pour la séparation. L'ensemble des données, lumière 

diffusée (LS) et indice de réfraction différentiel (dRI), sont enregistrées et traitées avec le logiciel Astra 

v6.1 (Wyatt Technology). Les échantillons sont préparés à une concentration de 20 mg/ml dans du 

NaNO3 0,15M et filtrés sur 0,22µm avant injection. Un volume de 100 µL est injecté et élué à un débit 

de travail de 0,5 ml/min. 

 

II.4.b) Dosages colorimétriques 

II.4.b.i) Mannose 

La teneur en mannose de l’actif A est quantifiée par un dosage des sucres totaux d’après la 

méthode de Dubois [298]. Des échantillons à 100mg/mL sont mélangés à un ratio de 1 :1 avec du 

phénol 5%. De l’acide sulfurique 95% est ajouté au mélange avec un ratio de 5:2 (v/v) pour un volume 

final de 2,8mL. La solution est versée dans des macrocuves (Clearline®, Ref. 030100) et chauffée à 

100°C pendant 5 min. En présence de phénol et d’acide sulfurique concentré, les oses se transforment 

en un composé coloré jaune orangé, absorbant à 490 nm. L’absorbance est mesurée par un 

spectrophotomètre (Safas, UVMC2). La quantité en mannose est déterminée après régression linéaire 

d’une gamme d’étalonnage de mannose en 5 points de 0 à 125 mg/L (R²>0.99). 

 

II.4.b.ii) Amines primaires 

Le taux de greffage de l’actif B par le fluorophore est caractérisé par dosage colorimétrique 

(TNBS) de sa teneur en amines primaires non liées. Les échantillons sont dilués à 20 µg/mL dans un 
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tampon carbonate de sodium 0.1M. De l’acide picrylsulfonique est ajouté dans les échantillons à un 

ratio de 0,5% v/v. Les fonctions amines libres sont révélées par la formation d’une coloration jaune 

mesurée par spectrophotométrie à 420 nm (Infinite M200 Pro, TECAN®). Le taux de greffage est évalué 

après comparaison des valeurs d’absorbance à une gamme étalon de glycine en 5 point de 0 à 100 

µmolNH2/mL avec un R² > 0.99. Il est calculé par l’équation suivante : 

𝐴𝑚𝑖𝑛𝑒 𝑙𝑖é𝑒 (%) ∶  
NH2 B − NH2 B FITC

NH2 B
 𝑥 100 

Avec « NH2 B » la teneur en amines libres de la molécule B et « NH2 B-FITC » la teneur en amines 

libres de la molécule B-FITC 

 

II.4.c) Potentiel Zeta 

La charge de surface de la molécule B est mesurée par diffusion électrophorétique de la lumière 

grâce à un Zetasizer Nano-ZS (Malvern Instruments). Les valeurs de potentiels zeta (ζ) sont calculées 

par le logiciel DTS Nano v.6.30. La molécule B est dissoute à 5g/L dans du KCl 1mM. La charge de la 

molécule B est étudiée à différents pH de2,8 à 7. Le pH est ajusté par addition d’HCl 1M. Le potentiel 

ζ des différentes solutions est mesuré dans une cellule DTS1070 (Malvern). Une courbe de titration du 

potentiel Zeta en fonction du pH est ainsi obtenue. 

 

III] Synthèse des matériaux 

III.1) Synthèse de l’hydrogel 

La préparation des hydrogels est basée sur une méthode brevetée du laboratoire [299] : du 

pullulane (200kDa) et du dextrane (500 kDa) sont solubilisés dans une solution aqueuse. Un agent 

porogène est ajouté. Les polymères sont réticulés chimiquement par du sodium trimétaphosphate 

(STMP) après activation des fonctions alcools après addition de NaOH 10M. La réticulation est réalisée 

à différentes températures. La réaction de réticulation est stoppée via une succession de rinçages par 

des solutions aqueuses. Les matériaux obtenus sont lyophilisés selon le programme décrit au §III.1.b). 

Au cours de cette étude, plusieurs paramètres sont modulés : ratio pullulane/dextrane, porogène et 

concentration en agent réticulant (décrits plus loin au §III.2). 

 

III.1.a) Réaction chimique de synthèse 

Dans un premier temps, le pullulane et le dextrane sont solubilisés dans de l’eau à deux ratios et 

en présence d’un agent porogène. Les fonctions alcools des polysaccharides sont transformées en 

fonctions alcoolates par addition de NaOH à 1M final (pH>13,9). La solution est incubée pendant 15 

min à TA. L’agent réticulant, le STMP, est ajouté à différentes concentrations dans la solution. 

L’homogénéisation est réalisée par agitation magnétique. Les fonctions alcoolates permettent 
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l’ouverture du cycle du STMP [300] qui peut lier une autre fonction. Le pontage de deux fonctions 

alcoolates permet la réticulation et la formation d’un réseau de polymères (Figure 32). 

 

 

Figure 32 : Réaction chimique de réticulation des polysaccharides par le STMP 

 

Le mélange est ensuite versé dans un moule fait de deux plaques de verres et avec un espaceur 

en silicone de 1mm ou 250 µm d’épaisseur. Le moule est placé soit à 50°C pendant 20 min, soit à TA 

pendant 90 minutes (Figure 33). L’hydrogel est ensuite découpé en disques à l’aide d’emporte-pièces 

de diamètres 0,4 cm, 0,8 cm ou 4 cm. Les matériaux sont neutralisés jusqu’à équilibre à pH 7,4 puis 

rincés pour éliminer les porogènes. Les étapes de rinçages sont suivies par conductimétrie (détaillées 

au §III.2.b). Les hydrogels sont enfin lyophilisés et stockés à TA. 

 

 

Figure 33 : Etapes de synthèse des matrices de pullulane/dextrane 

 

III.1.b) Lyophilisation 

Le procédé de lyophilisation repose sur trois étapes effectuées dans un lyophilisateur MUT 

(Cryotec®) : une première étape de congélation des échantillons, suivie d’une étape de lyophilisation 

primaire puis d’une étape de lyophilisation secondaire (Figure 34). La température des échantillons 

est mesurée par des sondes placées en contact direct avec les hydrogels. Tous les matériaux ont été 

lyophilisés avec le même programme. 
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III.1.b.i) Congélation 

La température de chargement des matériaux est de 15°C. La congélation est imposée par 

les plateaux du lyophilisateur et jusqu’à -20°C. La température est maintenue à -20°C pendant 

1h30. 

 

III.1.b.ii) Lyophilisation primaire 

La lyophilisation primaire permet la sublimation de l’eau libre retenue dans les hydrogels après 

congélation sous un vide relatif de 5Pa.  

 

III.1.b.iii) Lyophilisation secondaire 

La lyophilisation secondaire permet la sublimation de l’eau liée retenue dans les hydrogels. 

Elle est réalisée sous un vide relatif de 0,1Pa avec une température des plateaux imposée à 30°C 

pendant minimum 1h. Les échantillons doivent avoir atteint une température supérieure ou égale à 

25°C pour considérer le processus de lyophilisation terminé. 

 

Figure 34 : Exemple de cycle de lyophilisation 

 

III.2) Modulations des propriétés physicochimiques 

Plusieurs paramètres de la synthèse des hydrogels ont été modulés au cours de cette étude. Les 

formulations obtenues sont référencées dans le Tableau 8. 

 

III.2.a) Ratio des polysaccharides 

La proportion de pullulane par rapport au dextrane est utilisée à deux ratios : 75 :25 et 50 :50. Les 

ratios massiques finaux en polysaccharides dans les solutions sont répertoriés dans le Tableau 8.
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III.2.b) Porosité 

Deux techniques pour former la porosité sont utilisées : la lixiviation des sels et le dégagement 

gazeux. Elles sont réalisées par introduction de différents agents porogènes : le chlorure de sodium 

(NaCl) et le bicarbonate de sodium (Na2CO3) respectivement. 

 

III.2.b.i) Lixiviation des sels 

Le NaCl est introduit sous forme de poudre dans la solution de polysaccharides (Figure 33, 

étape 1). Après l’étape de réticulation, les disques d’hydrogels sont neutralisés à pH 7,4 par du PBS 

10X. Ils sont rincés ensuite par des bains successifs de NaCl 0,025 % (m/v) de 30 min chacun jusqu’à 

obtenir une conductivité de 540µS.cm-1 (ThermOrion®) qui correspond à celle du solvant. 

 

III.2.b.ii) Dégagement gazeux 

Le Na2CO3 est aussi introduit directement dans la solution de polysaccharides (Figure 33, étape 1). 

Les hydrogels sont immergés dans de l’acide acétique 12M pendant 30 min (Figure 33, étape 5). Un 

dégagement gazeux se produit suite à la décomposition du sel selon l’équation suivante : CH3COOH + 

Na2CO3 = CH3COO-Na+ + H2O + CO2. Les matrices sont ensuite neutralisées à pH 7,4 par du PBS 10X et 

rincées par des bains successifs d’eau déionisée jusqu’à obtention d’une conductivité <10µS.cm-1, 

correspondant à celle de l’eau. 

 

III.2.c) Taux de réticulation 

Trois taux d’agent réticulant sont utilisés pour les synthèses. Le STMP dilué à 3 concentrations est 

introduit au moment de l’étape de réticulation (Figure 33, étape 2) : les concentrations finales 

respectives de 1,5 % (m/v), 2,25% (m/v) and 3% (m/v) sont obtenues (Tableau 8). 

 

III.2.d) Récapitulatif des formulations sans actifs 

Tableau 8 : Composition des différentes formulations étudiées 

 Ratio polysaccharides 
(m/m) 

Agent porogène  Concentration 
finale STMP 

(m/v) 
Temp 

Nom 
Pullulane 

(Pu) 
Dextrane 

(D) 
NaCl   Na2CO3   

µPuD(75:25)3 10,8% 3,6% + - 3 % 50°C  

µPuD(75:25)2.25 10,8% 3,6% + - 2,5 % 50°C 

µPuD(75:25)1.5 10,8% 3,6% + - 1,5 % 50°C 

MPuD(75:25)3 12,6% 4,2% - + 3 % 50°C 

MPuD(75:25)2.25 12,6% 4,2% - + 2,25 % 50°C 

MPuD(75:25)1.5 12,6% 4,2% - + 1,5 % 50°C 

µPuD(50:50)2.25 7,2% 7,2% + - 2,25 % 50°C 

MPuD(50:50)2.25 8,4% 8,4% - + 2,25 % 25°C 
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III.3) Incorporation des molécules A et B 

L’addition des composés A et B est effectuée à différentes étapes de la synthèse des matrices 

(Figure 33). Pour le suivi de la libération de ces molécules en fluorescence, l’utilisation de molécules 

marquées par des fluorophores est privilégiée, pour des questions de sensibilité. Les molécules 

marquées (A-DTAF et B-FITC) sont ainsi utilisées dans les synthèses, en substitution totale de la 

molécule non marquée. 

 

III.3.a) Méthode 1 : incorporation in situ 

Les molécules A et B, marquées et non marquées, sont ajoutées en début de synthèse (Figure 33, 

étape 1) à la solution de polysaccharides à une concentration de 2,2% (m/v) (Figure 35). La suite de la 

synthèse est réalisée comme décrit précédemment (§III.2). La méthode d’incorporation « in situ » est 

identifiée « Ax » et « Bx » respectivement pour les composés A et B. 

 

Figure 35 : Méthode d'incorporation « in situ » 

 

III.3.b) Méthode 2 : Incorporation par diffusion inverse 

L’incorporation des composés s’effectue après réticulation des hydrogels, découpés, neutralisés et 

rincés (Figure 33, étape 5). Ils sont placés à un ratio de 1 :10 dans une solution concentrée en actif A 

ou B à 5mg/mL pendant 24h à 4°C sous agitation (Figure 36). Les matrices résultantes sont lyophilisées 

puis conservées à TA sous atmosphère sèche. La méthode d’incorporation par diffusion inverse est 

identifiée « Ad » et « Bd » respectivement pour les molécules A et B. 
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Figure 36 : Méthode d'incorporation « diffusion inverse » 

 

III.3.c)  Méthode 3 : Incorporation par imprégnation 

L’incorporation par imprégnation consiste en l’hydratation des matrices lyophilisées par 30µL/mg 

de solution concentrée en molécule A (Figure 37). Les hydrogels imprégnés d’actif sont ensuite 

lyophilisés par le programme décrit §III.1.b) en puis conservés à TA sous atmosphère sèche. Les 

matrices imprégnées par la molécule A-99mT ne sont pas lyophilisées. Cette méthode est utilisée 

uniquement pour la molécule A est référencée « Ai». 

 

Figure 37 : Méthode d'incorporation « Imprégnation » 

 

III.3.d) Tableaux récapitulatifs des dénominations 

Le composé A est incorporé dans les 6 formulations décrites dans le Tableau 8 par les trois 

méthodes décrites en §III.3). Il en résulte 18 formulations (Tableau 9). 
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Tableau 9 : Tableau récapitulatif des dénominations des formulations réalisées avec l’actif A 

 
Méthode d’incorporation 

Agent porogène In situ Diffusion inversée  Imprégnation 

NaCl 

µPuD(75:25)3 Ax µPuD(75:25)3 Ad µPuD(75:25)3 Ai 

µPuD(75:25)2.25 Ax µPuD(75:25)2.25 Ad µPuD(75:25)2.25 Ai 

µPuD(75:25)1.5 Ax µPuD(75:25)1.5 Ad µPuD(75:25)1.5 Ai 

Na2CO3 

MPuD(75:25)3 Ax MPuD(75:25)3 Ad MPuD(75:25)3 Ai 

MPuD(75:25)2.25 Ax MPuD(75:25)2.25 Ad MPuD(75:25)2.25 Ai 

MPuD(75:25)1.5 Ax MPuD(75:25)1.5 Ad MPuD(75:25)1.5 Ai 

 

La molécule B a été introduite dans les 6 formulations décrites dans le Tableau 8 par les méthodes 1 

et 2 décrites dans la §III.3). Douze formulations ont ainsi été synthétisées (Tableau 10). 

 

Tableau 10 : Tableau récapitulatif des dénominations des formulations réalisées avec l’actif B 

 Méthode d’incorporation 

Agent porogène In situ Diffusion inversée 

NaCl 

µPuD(75:25)3 Bx µPuD(75:25)3 Bd 

µPuD(75:25)2.25 Bx µPuD(75:25)2.25 Bd 

µPuD(75:25)1.5 Bx µPuD(75:25)1.5 Bd 

Na2CO3 

MPuD(75:25)3 Bx MPuD(75:25)3 Bd 

MPuD(75:25)2.25Bx MPuD(75:25)2.25 Bd 

MPuD(75:25)1.5 Bx MPuD(75:25)1.5 Bd 

 

III.4) Fonctionnalisations des hydrogels 

III.4.a) Addition d’une protéine de la matrice extracellulaire 

Une protéine de la matrice extracellulaire, du collagène de type I d’origine bovine est introduite 

dans la formulation « MPuD(50:50)2.25 » de deux façons différentes : 

 

III.4.a.i) Incorporation In situ 

Une solution de collagène est ajoutée à 2 concentrations au mélange de polysaccharides 

(Figure 38). Les étapes suivantes de synthèse se sont déroulées comme décrit précédemment au 

§III.2). 
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Figure 38 : Méthode d'incorporation de la méthode "in situ" 

 

III.4.a.ii) Incorporation par Imprégnation 

Une matrice lyophilisée est hydratée par une solution de collagène à trois concentrations 

respectivement nommées COLLi 1%, COLLi 0,5% et COLLi 0,1%(Figure 39). Les matrices résultantes 

sont neutralisées dans du PBS 1X à pH 7,4 et lyophilisées à nouveau puis conservées à TA. 

 

Figure 39 : Schéma de la méthode d'incorporation du collagène 

 

Deux formulations ont ainsi été obtenues avec le collagène incorporé in situ, référencée 

MPuD(50:50)COLLx et le collagène imprégné, référencée MPuD(50:50)COLLi. 

 

III.4.b) Synthèse de systèmes combiné : molécule A/Collagène 

Une co-incorporation molécule A avec du collagène est étudiée dans la formulation 

« MPuD(50:50)2.25 ». Deux méthodes d’incorporation décrites aux §III.3) et §III.4), soit « in situ » et par 

imprégnation, sont utilisées permettant d’obtenir 4 systèmes combinés (Tableau 11). 
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III.4.b.i) Système 1 : MPuD(50:50)AxCOLLi 

La molécule A est incorporée dans la solution de polysaccharides à 2,2% (m/v). Les matrices 

synthétisées suivant le procédé décrit en §III.1) et §III.2) sont lyophilisées puis imprégnées par la 

solution de collagène concentrée (Figure 40). Les matériaux sont neutralisés à pH7,4 par du PBS 1X 

puis lyophilisés et conservés à TA. 

 

Figure 40 : Schéma de la co-incorporation du système combiné 1 

 

III.4.b.ii) Système 2 : MPuD(50:50)AxCOLLx 

Cette combinaison résulte de l’introduction simultanée de 2,2 % (m/v) de composé A et de 

solution de collagène dans la solution de polysaccharides (Figure 41). La solution est ensuite réticulée 

comme décrit précédemment (Figure 33), les matrices neutralisées, rincées puis lyophilisées pour 

conservation à TA. 

 

Figure 41 : Schéma de la co-incorporation du système combiné 2 

 

III.4.b.iii) Système 3 : MPuD(50:50)AiCOLLi 

Dans ce système combiné, les deux composants ont été ajoutés dans la matrice lyophilisée 

(Figure 42). Les matrices sont d’abord imprégnées par 0,2µl/100mg de solution de collagène 0,5 

mg/mL puis neutralisées à pH 7,4 par du PBS 1X. Elles sont ensuite immergées à un ratio de 1 :10 dans 
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une solution concentrée à 5mg/mL d’actif A pendant 24h à 4°C avant d’être lyophilisées et conservées 

à TA. 

 

Figure 42 : Schéma de la co-incorporation du système combiné 3 

 

III.4.b.iv) Système 4 : MPuD(50:50)AiCOLLx 

Dans cette formulation, 0,2 % (m/v) de solution de collagène sont directement ajoutés dans 

la solution de polymères (Figure 43). Après réticulation, les matrices neutralisées rincées et 

lyophilisées sont hydratées par la solution de composé A. Les hydrogels sont lyophilisés pour 

conservation à TA. 

 

Figure 43 : Schéma de la co-incorporation du système combiné 4 

 

Tableau 11 : Tableau récapitulatif des compositions en molécule A et collagène des systèmes combinés 

 Concentrations finales 

Nom Molécule A Collagène 

MPuD(50:50)2.25 AxCOLLi 2,2% (m/v) 0,02% (v/m) 

MPuD(50:50)2.25 AxCOLLx 2,2% (m/V) 0,2% (m/v) 

MPuD(50:50)2.25 AiCOLLi 10% (v/v) 0,02% (v/m) 

MPuD(50:50)2.25 AiCOLLx 0,022% (v/m) 0,2% (m/v) 
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III.4.c) Fonctionnalisation par des charges positives 

III.4.c.i) Introduction de charges positives 

Afin de modifier les propriétés de libération des molécules par la matrice, des charges 

positives sont greffées dans le réseau de polymères. Pour cela, du dextrane modifié (D+) a été choisi. 

Il est utilisé dans la formulation des hydrogels par remplacement du dextrane non modifié dans les 

formulations µPuD(75 :25)2.25 et µPuD(50:50)2.25 (Tableau 8). Les matrices obtenues sont dénommées 

µPuD+(75 :25)2.25 et µPuD+(50:50)2.25. 

 

III.4.c.ii) Incorporation de la molécule B 

Pour étudier l’effet de la fonctionnalisation sur la rétention de molécules, le composé B est 

incorporé dans les formulations « µPuD+(75 :25)2.25 » et « µPuD+(50:50)2.25» par diffusion inverse 

(§III.3.b) Figure 36). Les formulations obtenues sont référencées « µPuD+(75 :25)2.25 Bd» et 

« µPuD+(50:50)2.25 Bd » 

 

IV] Propriétés physico-chimiques 

IV.1) Morphologie 

IV.1.a) Structure et surface 

IV.1.a.i) Microscopie électronique à balayage (MEB) 

La structure interne et la surface des matrices lyophilisées sont analysées en utilisant un 

microscope électronique à balayage (JOEL CarryScope) sous vide partiel 101Pa. Les échantillons 

lyophilisés sont coupés transversalement et longitudinalement avec une lame de rasoir et observés 

avec un mode électron secondaire BED-C à un voltage de 20 kV. 

 

Pour l’observation du collagène les formulations « MPuD(50:50)», « MPuD(50:50)COLLx » et 

« MPuD(50:50)COLLi » sont recouvertes d’or pendant 1 min sous vide (Smart coater, DII-29030SCTR). Les 

échantillons sont ensuite observés au MEB sous vide total (10-4 à 10-2 Pa) avec un mode SED à 10 kV. 

 

IV.1.a.ii) Microscopie électronique à balayage environnemental  

Des analyses de surface à l’état hydraté sont également réalisées sur les formulations µPuD(50:50), 

et µPuD+(50:50) grâce à un microscope électronique à balayage environnemental (Philips Xl30 ESEM-

FEG, SAPC de l’UTC Compiègne). Les matrices lyophilisées hydratées dans de l’eau déionisée sont 

placées sur un support en silicone, puis laissées quelques minutes sécher à l’air avant observation sous 

vide à un voltage de 20 kV. 
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IV.1.b) Porosité 

Pour observation en fluorescence, les matrices sont préparées par introduction de 1% (m/v) de 

dextrane FITC (500 kDa) dans la solution de polysaccharides avant synthèse (Figure 33, étape 1). Les 

échantillons sont hydratés dans du PBS 1X, puis analysés en microscopie confocale (Carl Zeiss® LSM 

780, objectif 10x). Des acquisitions 2.106 µm2 de surface et de 150µm d’épaisseur sont ensuite 

réalisées sur quatre échantillons par formulation. La quantification de la porosité est réalisée avec le 

logiciel ImageJ® après ajustement des histogrammes (Otsu) et transformation en image binaire. 

 

IV.2) Caractérisation des propriétés physico-chimiques 

IV.2.a) Taux de gonflement 

Le taux de gonflement représente la capacité de l’hydrogel à se gonfler d’une phase sol. Ce rapport 

est évalué par la pesé d’une matrice lyophilisée. Cette matrice est ensuite immergée soit dans un 

tampon PBS soit dans de l’eau déionisée pendant 10j à TA pour s’assurer d’un gonflement à l’équilibre. 

La matrice à l’équilibre est prélevée, l’excès de liquide éliminé et la masse mesurée. Le taux de 

gonflement est calculé par la relation suivante [301] : 

𝐺 =  
𝑀ℎ − 𝑀𝑖

𝑀𝑖
 

Avec « G » le taux de gonflement,  « Mh » la masse de la matrice hydratée et « Mi » la masse de la 

matrice lyophilisée. 

 

IV.2.b) Dosage de phosphore 

La teneur en phosphore est quantifiée pour évaluer le taux de réticulation des hydrogels [296]. Le 

dosage est réalisé sur 50 mg d’échantillons lyophilisées, incubés dans 5ml d’acide nitrique (HNO3) 

8,7M à 105 °C pendant 4H. Puis 0,2 mL d’HNO3 58,6M, 1mL de métavanadate d'ammonium 21mM et 

1mL (v/v) d’heptamolybdate d'ammonium 40,5 mM sont successivement ajoutés à 0,5 d’hydrolysat 

QSP 5mL par de l’eau. La présence de phosphore est caractérisée par une coloration jaune des 

solutions et est mesurée à 405 nm par spectrophotométrie (Infinite M200 Pro, TECAN®). La teneur en 

phosphore est déterminée d’après la régression linéaire d’une gamme d'étalonnage d'acide 

phosphorique en 5 points de 0 à 400 µg/mol d’H3PO4 (R²>0.99). 

 

IV.2.c) Dégradation enzymatique 

Les matrices lyophilisées sont hydratées dans du tampon PBS pendant 10 jours à TA jusqu’à 

équilibre. Les échantillons sont pesés et placés dans des inserts cellulaires préalablement tarés (inserts 

CellCrownTM24 Scaffdex®, toile nylon de 100µm). Les échantillons sont ensuite immergés dans une 

solution d’enzymes de pullulanase (91 U/mL) et de dextranase (3,8 U/mL) puis incubés dans une étuve 
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à 37°C sous agitation. Les matrices sont pesées toutes les 10 minutes après élimination d’excès de 

solution, jusqu'à ce qu’il n’y ait plus de perte de masse significative. Le taux de dégradation des 

matrices est calculé selon l’équation suivante : 

𝑀𝑡 =
𝑀𝑒

𝑀𝑖 
𝑥100 

Où « Mt » est le pourcentage de masse résiduelle au temps t, « Mi » est la masse initiale de 

l'échantillon hydraté et « Me » est la masse pesée de l’échantillon. Le temps auquel il reste 50% de 

masse résiduelle (t1/2) est déterminé par régression linéaire des courbes de dégradation. 

 

IV.2.d) Tests mécaniques 

Des disques d'hydrogel de 25 mm de diamètre et d'environ 1 mm de hauteur sont synthétisés pour 

effectuer les essais mécaniques après réhydratation à l’équilibre dans du sérum physiologique. Les 

tests de cisaillement en oscillation sont réalisés sur un Discovery HR2 (TA Instrument®) équipé d’une 

géométrie plan/plan jetable en aluminium (25 mm de diamètre). Du papier de verre imperméable 

(Dexter 600®) est fixé sur les géométries supérieure et inférieure avec du ruban adhésif double face. 

Les modules de stockage et de perte (respectivement G’ et G’’) des échantillons sont enregistrés via 

le logiciel TRIOS. 

 

L’intervalle de linéarité des valeurs est déterminé par les tests suivants : 

(1) Compression : Augmentation progressive de la force normale appliquée de 0,1 à 1N. A chaque 

étape, une déformation de 0,1% est appliquée à une fréquence de 1Hz, (résultats en annexe 

1).  

(2) Balayage d’amplitude : le domaine de déformation linéaire est étudié par application 

d’oscillations, d’amplitudes de déformation comprises entre 0,01 et 10%, à une fréquence 

constante de 1 Hz. 

(3) Balayage en fréquence : les G’ et G’’ sont mesurés à une plage de fréquences comprises entre 

0,01 et 10Hz sous une contrainte de déformation de 0,1%  

Les résultats des tests mécaniques sont présentés avec une force normale appliquée de 0,3N (±0,1), 

une fréquence de 1Hz et 0,1% de déformation. 

 

Les propriétés des différentes formulations sont évaluées et comparées sur un minimum de trois 

échantillons par formulation. 
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IV.3) Analyse de la fonctionnalisation 

IV.3.a) Molécules A et B 

Dans ces études, les formulations sont synthétisées par substitution totale des molécules (A ou B) 

par leur équivalent greffé à un fluorophore respectivement le A-DTAF et le B-FITC. 

 

IV.3.a.i) Rendement d’incorporation 

Pour connaître le rendement d’incorporation, les échantillons lyophilisés contenant les actifs 

fluorescents sont dégradés chimiquement dans des conditions alcalines. Ils sont placés à 0,1% (m/v) 

dans du NaOH 1M dans une étuve à 50°C pendant 4h. La concentration en fluorescence des lysats de 

matrice est mesurée par fluorescence (em/ex 495/530nm, Infinite M200 Pro, TECAN®). La 

concentration en molécule incorporée est déterminée par régression linéaire de la gamme 

d’étalonnage de A-DTAF ou B-FITC en 5 points, de 0 à 160µg/ml (R² >0,99). Les résultats ont été 

moyennés sur 4 échantillons par formulation. 

 

IV.3.a.ii) Libération in vitro 

Afin d’étudier les propriétés de libération des composés incorporés dans les matrices, les 

matrices lyophilisées sont pesées puis immergées dans du PBS 1X préalablement incubé 30 min dans 

une étuve 37°C. L’ensemble est incubé à 37°C sous agitation pendant 24h. 50µL de surnageants sont 

prélevés aux temps 15min, 30 min, 1h, 2h, 4h, 6h et 24h. Ces échantillons sont dilués au 10e dans du 

PBS puis analysés en fluorescence (em/ex 495/530nm, Infinite M200 Pro, TECAN®). Trois échantillons 

par formulation ont été étudiés. 

 

La concentration de molécule active libérée est déterminée par régression linéaire de la courbe 

d’étalonnage en 5 points de A-DTAF ou B-FITC, de 0 à 50 µg/mL (R² >0,99) réalisée pour chaque temps 

de prélèvement. Les valeurs des quantités libérées sont normalisées par rapport aux rendements 

d’incorporation (§IV.3.a.i).  

 

IV.3.b) Collagène 

La répartition du collagène dans les formulations « MPuD(50:50) » « MPuD(50:50)COLLx » et « 

MPuD(50:50)COLLi » (§III.4.a) est étudiée. 

 

IV.3.b.i) Coloration rouge Sirius 

L’incorporation de collagène dans les matériaux est évaluée par coloration au rouge Sirius. Les 

matrices lyophilisées sont hydratées par une de solution de rouge Sirius pendant 45 min à TA. Après 
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avoir enlevé l’excès de colorant, les matrices réhydratées sont rincées 3 fois par heure avec du PBS 1X 

à 3,5% (v/v) à TA puis conservées à 4°C. La présence de collagène à l’intérieur des matériaux est 

déterminée macroscopiquement par leur coloration rouge et microscopiquement par fluorescence 

(Ex/Em : 560/630 nm, [302]) (Zeiss LSM 780, objectif 10x). La quantité de collagène a été évaluée 

qualitativement par la surface occupée par le signal fluorescent des formulations 

« MPuD(50:50)COLLi1%, COLLi MPuD(50:50)0,5% et MPuD(50:50)COLLi0,1% ». L’analyse est réalisée par le 

logiciel ImageJ® après ajustement des histogrammes (Otsu) sur 3 échantillons pour chaque 

formulation. 

 

IV.3.b.ii) Génération de seconde harmonique 

Afin d’analyser l’organisation du collagène, la génération de second harmonique (SHG) est 

observée par microscopie biphotonique (Leica SP8, objectif 25x). La SHG est un signal émis par les 

collagènes fibrillaires à 440nm suite à une excitation à 880nm par un laser femtoseconde [303]. 

Pendant l’analyse, les échantillons sont maintenus hydratés par du gel échographique. 

 

IV.3.c) Charges positives 

La quantité de groupements dans les matrices est mesurée par analyse élémentaire (service de 

microanalyse I.C.S.N), résultats non montrés. Le pourcentage en poids apporté par la modification du 

dextrane dans les formulations « µPuD+(75 :25)2.25 » et « µPuD+(50:50)2.25» (§III.4.c) est déterminé en 

utilisant une méthode de combustion avec détection catharométrique (CHNS Vario EL III, Analyseur 

Elémentaire). Après réticulation, neutralisation et rinçage, les hydrogels sont broyés avant d’être 

lyophilisés pour analyse. Le résultat est comparé à la teneur théorique dans les formulations calculées 

d’après le degré de substitution du dextrane modifié. 

 

V] Etudes cellulaires 

V.1) Culture cellulaire 

Les formulations étudiées sont toutes préalablement traitées 45 min sous UV avant mise en 

contact avec les cellules. 

Tableau 12 : Tableaux des produits pour la préparation des milieux de culture 

Nom Fournisseur Référence 

MEM GibcoTM 41090-028 

SVF GibcoTM 26140079 

Sérum de chèvre Sigma® G9023 

Streptomycine/pénicilline Corning® 30-001-Cl 

Amphotéricine B GibcoTM 15290-26 

Epilife GibcoTM MEPI500CA 

HKGS kit GibcoTM S001K 
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Tableau 13 : Liste des kits et réactifs pour réaliser les immunomarquages 

Nom Fournisseur Référence Dilution 

LDH Sigma® TOX7 kit 1/3 (v/v) 

Live/dead In Vitrogen® R37601 1/4 (v/v) 

Reszurin Sigma® TOX8-1KT 10% (v/v) 

Cristal violet Sigma® V5265 1% (v/v) 

Dapi Fisher® D1306 0,1µg/mL 

Phalloidine A488 Invitrogen® A12379 25 µg/mL 

Phalloidine A555 Invitrogen® A34055 1/100e (v/v) 

Collagène 3 Sigma® C7805 2/200e (v/v) 

Fibronectine Sigma® F0916 1/250e (v/v) 

Acide hyaluronique Merck® 385911 1/100e (v/v) 

Alexa 488 anti-mouse Fisher® A11017 1/400e (v/v) 

Straptavidine Alexa 488 Jackson 016-540-084 1/200e (v/v) 

Dako antibody diluent Agilent technologies S080983-2 QSP 

 

V.1.a) Cellules 

Les fibroblastes et kératinocytes utilisés sont des cellules primaires isolées à partir de prélèvements 

de peau chez des patients sains grâce à des accords mis en place entre Silab et la Clinique des Cèdres. 

 

V.1.a.i) Fibroblastes (FHN) 

Les fibroblastes dermiques papillaires sont isolés à partir de tissus mammaires humains 

adultes. Ils sont conservés à -150°C à passage 2 puis amplifiés jusqu’à passage 5 pour les études in 

vitro. Le milieu de culture utilisé est composé de milieu minimum essentiel de Eagle (MEM) 

supplémenté à 10% (v/v) par du sérum de veau fœtal (SVF) décomplémenté, 1% (v/v) de 

streptomycine/pénicilline et 0,1% d’amphotéricine B (v/v) (Tableau 12). 

 

V.1.a.ii) Kératinocytes (KHN) 

Les kératinocytes sont isolés à partir de tissus mammaires humains adultes. Ils sont conservés à -

150°C à passage 1 puis amplifiés jusqu’à passage 3 pour les études. Le milieu de culture utilisé est 

composé de milieu Epilife mélangé à un kit HKGS supplémenté à 10% (v/v) par du sérum de veau fœtal 

(SVF) décomplémenté, 1% (v/v) de streptomycine/pénicilline et 0,1% d’amphotéricine B (v/v) (Tableau 

12). 

 

V.1.b) Conditions d’encensement 

V.1.b.i) Culture 2D 

Ces études sont réalisées avec des fibroblastes humains (FHN). Les cellules sont ensemencées 

dans des plaques 24 puits traitées pour la culture cellulaire (Costar®) à une densité de 15 000 cellules 

par puits pendant 24h avant analyse. Des contrôles sont ajoutés aux conditions étudiées :  
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- Contrôle de toxicité « Ctrl négatif » : induction de mort cellulaire par addition de triton 0,1X 

pendant 10 minutes à 37°C dans les puits. 

- Contrôle sans matériaux « Ctrl positif »: milieu de culture mis en contact du milieu neuf non 

pré-incubé avec des matériaux. 

 

V.1.b.ii) Migration 2D 

Les FHN ont été ensemencés dans des chambres de culture double (Ibidi®, Ref. 81176) à une 

densité de 86 cellules/µL/chambre. Les cellules subissent ensuite une période de sevrage de 24h par 

incubation avec du milieu de culture enrichi à 1% en SVF. 

 

V.1.b.iii) Culture 3D 

Les matrices sont ensemencées par hydratation des matériaux lyophilisés avec une 

suspension cellulaire de densité de 250000 cellules par matériaux (FHN et KHN). Les échantillons sont 

placés dans des plaques de culture non traitées (costar®) incubés à 37°C avec 5% CO2 pendant 4 à 8 

jours. 

 

V.1.b.iv) Fixation des cellules 

Les matériaux ensemencés et les tapis cellulaires 2D sont fixés avec du formaldéhyde 4% (FA, 

formaline 10%) pendant 30 minutes à 4°C. Les échantillons sont ensuite rincés 3 fois 15 min par du 

PBS 1X puis conservés à 4°C. 

 

V.2) Etudes de cytotoxicité 

V.2.a) Tapis cellulaire 2D 

Du milieu de culture est pré-incubé avec les matériaux pendant 24h à 37°C et 5% de CO2. Le milieu 

pré-incubé, duquel les matrices sont retirées, est ensuite mis en contact avec le tapis cellulaire. 

 

V.2.a.i) Mesure de la lactate déshydrogénase 

Pour chaque condition étudiée, 300 µL de milieu sont prélevés après les 24h de contact. Les 

surnageants sont stockés à -80°C jusqu’à utilisation. Les réactifs (enzyme, substrat et révélateur) du 

kit de lactate déshydrogénase (Tableau 13) sont mélangés à un ratio de 1:3. 100µL de surnageants par 

puits sont incorporés avec 50 µL de la solution reconstituée, l’ensemble incubé 20 min à TA. 

 

La LDH est une enzyme libérée par les cellules endommagées. Elle réduit les sels de 

tétrazolium en formazan (produit rouge) contenu dans le kit. La réaction est stoppée par l’addition 
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d’HCl 1N. La coloration rouge est mesurée par spectrophotométrie à 490 nm (Infinite M200 Pro, 

TECAN®). Le pourcentage de cytotoxicité est calculé de la façon suivante :  

% 𝐶𝑦𝑡𝑜𝑥𝑖𝑐𝑖𝑡é =
(𝐷𝑜 𝐸𝑐ℎ𝑎𝑛𝑡𝑖𝑙𝑙𝑜𝑛 − 𝐷𝑜 𝐶𝑡𝑟𝑙 𝑃𝑜𝑠𝑖𝑡𝑖𝑓)

(𝐷𝑜 𝐶𝑡𝑟𝑙 𝑁é𝑔𝑎𝑡𝑖𝑓) − (𝐷𝑜 𝐶𝑡𝑟𝑙 𝑃𝑜𝑠𝑖𝑡𝑖𝑓)
 

Avec : « Ctrl positif » contrôle de sans matrice et « Ctrl négatif» contrôle de mort cellulaire (§V.1.b.i) 

 

V.2.a.ii) Live-dead 

Le bromure d’éthidium et la calcéine du kit sont reconstitués comme décrit par le fabricant. 

Le mélange est ensuite dilué au ¼ avec du milieu de culture puis répartit dans les puits contenant les 

tapis cellulaires. L’ensemble est incubé 15 min à 37°C et 5% CO2. Les puits sont rincés avec du milieu 

complet avant d’être observés au microscope (Zeiss Axiocam 208, objectif 10x). Des images de 

10,7.106µm par 13,4.106µm sont acquises avec deux laser : em/ex 488/515 nm pour la calcéine et 

570/602 nm pour le bromure d’éthidium. 

 

La proportion de mort et vie cellulaires est calculée avec le logiciel ImageJ® : les cellules 

vivantes (vertes) et les cellules mortes (rouges) sont comptées séparément après ajustement des 

histogrammes (Otsu). Le rapport est calculé par la relation suivante : 

𝑉𝑖𝑎𝑏𝑖𝑙𝑖𝑡é 𝑐𝑒𝑙𝑙𝑢𝑙𝑎𝑖𝑟𝑒 (%) =  
𝑁𝑜𝑚𝑏𝑟𝑒 𝑑𝑒 𝑐𝑒𝑙𝑙𝑢𝑙𝑒𝑠 𝑣𝑖𝑣𝑎𝑛𝑡𝑒𝑠

𝑁𝑜𝑚𝑏𝑟𝑒 𝑑𝑒 𝑐𝑒𝑙𝑙𝑢𝑙𝑒𝑠 𝑡𝑜𝑡𝑎𝑙
𝑥100 

 

V.2.b) Activité métabolique 

L’évolution de l’activité métabolique des FHN ensemencés en 3D dans les matériaux (voir §V.1.b.iii) 

est évaluée à l'aide d'un kit à base de résazurine (Tableau 13). Aux jours 1, 4 et 8 de culture cellulaire, 

10% (v/v) de réactifs sont mélangés à du milieu de culture et mis à incuber 4h avec les matériaux (37°C 

avec 5% de CO2). En présence de cellules vivantes la résazurine, violette, est réduite en résofurine qui 

donne une coloration rose, mesurable par fluorescence (ex/em : 560/590 nm, infinite pro Técan®). 

Après analyse, les matrices sont soit remises en culture soit fixées et conservées à 4°C pour 

observation en microscopie. L’activité métabolique est quantifiée par régression linéaire à partir d’une 

gamme d’étalonnage en 5 points (R²>0,98) de 0 à 10 000 cellules. Les valeurs des jours 4 et 8 sont 

rapportées par rapport à la valeur obtenue au J1 après ensemencement. Un minimum de 3 

échantillons est étudié pour chaque formulation par jour d’analyse. 

 

V.3) Migration 

Après avoir retiré les chambres de cultures (§V.1.b.ii), le milieu pré-incubé avec les formulations 

est mis en contact pendant 24h avec les tapis cellulaires de migration. Les cellules sont ensuite 
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marquées au cristal violet pendant 10 min puis rincées 3 fois à l’eau courante. Les images sont acquises 

par microscopie (Zeiss Axiocam 208, objectif 10x). Les mesures de migration ont été réalisées par 

mesure des aires séparant les fronts des tapis cellulaires grâce à un programme interne à l’entreprise 

Silab®. 

 

V.4) Immunomarquages 

Les matériaux ensemencés en culture 3D par les FHN et FHN sont fixés aux temps 4 et 8 jours. 

 

V.4.a) Marquages Dapi/phalloidine 

Les cellules fixées sont perméabilisées par une solution de triton 100X 0,1% et sérum de chèvre 5% 

pendant 1h30 à TA, sous agitation. Les cellules sont ensuite incubées toute la nuit dans une solution 

contenant du DAPI (Diamidino-Phényl-Indol), de la phalloïdine (488 ou 555) et 5% de sérum (Tableau 

13). La solution de marquage est éliminée par 3 lavages de 5 min au PBS 1X puis les matériaux sont 

observés à l'aide d'un microscope à fluorescence confocale (Carl Zeiss LSM 700, objectif 10x). Les 

acquisitions sont réalisées avec le logiciel ZEN® et traitées par le logiciel ImageJ®. 

 

V.4.b) Immunomarquages (anticorps primaires et secondaires) 

Tous les marquages sont réalisés suivant le même protocole et en association avec le marquage au 

Dapi. Comme décrit précédemment, les échantillons sont perméabilisés par une solution de triton 

100X 0,1% et sérum de chèvre 5% pendant 1h30 à TA, sous agitation. Les échantillons sont ensuite 

incubés avec la solution d’anticorps primaires, dilués dans du Dako Antibody Diluent, à 4°C sous 

agitation, sur la nuit. La solution de marquage est éliminée par 3 lavages de 5 min au PBS 1X. Les 

matériaux sont ensuite incubés dans la solution d’anticorps secondaires diluée (Dako Antibody 

Diluent) pendant 2h à TA sous agitation. Enfin, après élimination de la solution de marquages par 3 

lavages, les matrices sont observées à l'aide d'un microscope à fluorescence confocale (Carl Zeiss LSM 

700, objectif 10x). Les acquisitions sont réalisées avec le logiciel ZEN® et traitées par le logiciel ImageJ®. 

 

VI] Études ex vivo : Pénétration transcutanée (PTC) 

Les études de pénétration transcutanée (PTC) consistent en l’évaluation de la capacité d’un actif 

à traverser la barrière cutanée (ligne directrice OCDE 428). L’étude est réalisée à Silab dans des cellules 

de Franz (Figure 46) sur de la peau de cochon. 
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VI.1) Préparation des peaux 

VI.1.a) Prélèvement des peaux 

Des oreilles de porc sont récupérées quelques heures après sacrifice des animaux. La partie externe 

de l’oreille est prélevée par séparation du cartilage en évitant de prélever du tissu graisseux, des fibres 

musculaires ou des vaisseaux sanguins. Chaque peau est tondue et nettoyée avec du PBS 1X puis 

découpée en plusieurs disques de 4cm de diamètre. 

 

VI.1.b) Résistance transépithéliale (TEER) 

La TEER (Millicell®, ERS-2 AC power source) est une technique permettant de mesurer 

quantitativement l’intégrité de la barrière cutanée [304]. La résistance transépithéliale (Rte) est 

déterminée par une modification de voltage (ΔV) au travers d’une membrane après application d’un 

courant alternatif (ΔI), mesuré grâce à une paire d’électrodes connecté à un voltmètre (Figure 44) 

[305]. La relation est décrite par l’équation suivante : 

𝑅𝑡𝑒 =  
𝛥𝑉

𝛥𝐼
 [306] 

Plus la valeur de la TEER est grande, plus la peau est considérée comme intègre, à l’inverse, plus elle 

est basse, plus la peau est perméable. Cette technique est ici utilisée pour valider les échantillons de 

peau saine sélectionnés avant dégradation, et dont la valeur doit être supérieure à 3 KΩ [307]. 

 

Figure 44 : Schéma du montage pour mesure de la TEER 

 

VI.2) Altération de la barrière cutanée 

Deux méthodes d’altération des peaux ont été choisies suite à des études préalables de 

dégradation réalisées dans l’entreprise Silab à savoir un cycle de congélation/décongélation et des 

microperforations. 

 

VI.2.a) Cycle de congélation/décongélation 

Les peaux sont congelées directement après avoir été prélevées sur les oreilles pendant 1 semaine 

à -20°C. Elles sont décongelées à 4°C pendant 3h avant utilisation. 
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VI.2.b) Micro-perforations 

Pour réaliser ces micro-perforations, un dermaroller (Zgts-0.3 MM) à aiguille de longueur 0,3 mm 

(Figure 45) est appliqué. Ce dispositif est utilisé en cosmétique pour augmenter la pénétration des 

actifs dans la peau par altération de la barrière épithéliale. Vingt passages de dermaroller sont ainsi 

réalisés sur chaque échantillon de peau décongelée. 

 

Figure 45 : Illustration d’un « dermaroller » 

 

VI.2.c) Caractérisation des méthodes d’altération 

L’effet des méthodes de l’altération sur l’intégrité de la fonction barrière est évalué par mesure 

des valeurs de TEER. Elles sont relevées après chaque étape d’altération (§VI.1.b). Trois échantillons 

par condition, peau saine ou altérée, sont évalués. 

 

VI.3) Etude de libération 

VI.3.a) Préparation des échantillons 

Pour pouvoir évaluer la rétention des molécules dans les différents compartiments de la peau et 

de la cellule de Franz, les composés marqués A-DTAF et B-FITC sont utilisés lors de la synthèse des 

matrices pour un suivi en fluorescence de la libération. 

 

VI.3.a.i) Formulation crème 

La formulation crème est la formulation de référence développée par Silab pour les études de 

PTC. La concentration en ingrédient actif incorporée a été calculée d’après le rendement retrouvé 

dans les formulations en hydrogel (voir §III.3). Elles sont référencées Cr-A et Cr-B et contiennent 

respectivement les composés A-DTAF et B-FITC. 

 

VI.3.a.ii) Formulations biomatériaux 

Les matrices « µPuD(75:25)2.25 Ax », « MPuD(75:25)2.25 Ax », « µPuD(75:25)2.25 Ad », sont étudiées en 

PTC. Les hydrogels font 1,3 cm de diamètre afin de s’insérer facilement dans le compartiment donneur 

de la cellule de Franz. 
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VI.3.b) Montage du système 

VI.3.b.i) Mise en place des peaux 

Après avoir été altérées, les peaux sont placées dans les cellules de Franz (Figure 46) de façon 

à ce que la face dermique soit en contact avec une solution réceptrice située dans le compartiment 

receveur. Cette dernière est composée de PBS 1X supplémenté en antibiotiques (2% (v/v) 

penicilline/streptavidine et 0,2% (v/v) fungizone). 

 

Figure 46 : Montage cellule de Franz 

 

VI.3.b.ii) Formulations 

Les formulations sont disposées dans les compartiments donneurs des cellules de Franz, sur la 

face épidermique de la peau : 

- Soit 180µL de crème par cellule de Franz 

- Soit 1 biomatériau par cellule de Franz, hydraté par 500 µL de sérum physiologique après 

insertion 

 

VI.3.b.iii) Temps d’analyse 

Les études sont réalisées dans un bain thermorégulé à 37°C incubés pendant 15h. Les tests sont 

réalisés sur un minimum de six échantillons par formulation. 

 

VI.3.c) Traitement des échantillons 

VI.3.c.i) Matériaux 

Les échantillons crème sont récupérés à l’aide d’une spatule et d’un coton-tige sec. Le 

prélèvement est dissous dans du PBS et homogénéisé par ultrasons (Emag®, Emmi H22) pendant 30 

min. Les matériaux récupérés sont dégradés par une solution de NaOH 1M à 50°C pendant 2H. 

L’hydrolysat résultant est mélangé à la pipette. 
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VI.3.c.ii) Peau 

Le derme et l’épiderme des échantillons de peaux sont séparés mécaniquement après 2min30 

dans un bain marie à 70°C. Ils sont ensuite placés dans du PBS, chauffés 2 minutes à 60°C, placés 30 

min aux ultrasons et mis sous agitation 30 min à 200 rpm. 

 

VI.3.c.iii) Sous-nageant 

Un prélèvement de 500 µL de la solution du compartiment receveur est réalisé via le tube de 

prélèvement de la cellule de Franz. 

 

VI.3.c.iv) Analyse 

Les échantillons récupérés sont analysés par mesure de fluorescence (em/ex 495/530nm, Infinite 

M200 Pro, TECAN®). La quantification des actifs délivrés est évaluée par comparaison avec la gamme 

d’étalonnage de molécules fluorescentes (A-DTAF ou B-FITC) en 5 points, adaptées à chaque 

compartiment (R²>0.99) :  

- Gamme crème : de 0 à 70µg/mL 

- Gamme matrices : de 0 à 120 µg/mL 

- Gamme épiderme/derme : 0 à 10 µg/mL 

- Gamme sous-nageant : 0 à 14 µg/mL 

Les résultats sont exprimés en pourcentage de fluorescence par rapport à la quantité de molécule 

déposée initialement. 

 

VII] Expérimentation animale 

VII.1) Modèles animaux 

Les expérimentations animales ont été approuvées par le ministère de l’enseignement 

supérieur, de la recherche et de l’innovation (projets n°18569 et 17840). Elles ont été réalisées à 

l’INSERM. Aucun des résultats in vivo ne sera utilisé par Silab ni directement pour l’exploitation des 

matrices fonctionnalisées, ni pour étudier les produits A et B. Une exploitation potentielle sera prise 

en charge par la société Siltiss. 

 

Toutes les expériences sont réalisées sur animaux rasés et anesthésiés : dans un premier temps, 

le dos est tondu puis de la crème dépilatoire (Veet®) est déposée en couche épaisse pendant 1 min. 

Les zones traitées sont ensuite lavées au sérum physiologique et désinfectées à la Bétadine. 
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Tableau 14 : Liste des médicaments utilisés 

Nom Indication 
Concentration Voie 

d’administration Rat Souris 
Bétadine Antiseptique - - Topique 

Chlorhexidine 0,5% Antiseptique - - Topique 

Kétamine Anesthésique - 100mg/kg Intrapéritonéal 

Xylazine Anesthésique - 10mg/kg Intrapéritonéal 

Isoflurane Anesthésique 
Induction 5% 

Maintien (1,5-3%) 
- Respiratoire 

Buprénorphine Analgésique 0,01 mg/kg 0,05 mg/kg Sous-cutané 

 

VII.1.a) Modèle de plaie chez le rat 

Afin d’étudier la libération de la molécule A-99mTc, les formulations « µPuD(75 :25)3Ai », 

« µPuD(75 :25)1.5Ai », « MPuD(75 :25)3Ai » et « MPuD(75 :25)1.5Ai » sont étudiées sur deux modèles de 

plaies cutanées chez le rat (wistar) : abrasion chimique et excision de la peau. La molécule A-99mTc 

est déposée seule ou imprégnée (voir §III.3.c) sur des matrices de 1mm d’épaisseur de 5mm de 

diamètre, apposées dans les plaies (Figure 47). Les échantillons sont enlevés et les zones de peau 

décontaminées à l’aide d’une crème spécifique (Decon 90®) avant visualisation au TEMP. Deux 

échantillons par condition et par modèle sont étudiés. 

 

VII.1.a.i) Abrasion chimique 

Après anesthésie des animaux, 6 carrés de 5x5mm sont découpés sur un pansement adhésif 

semi-perméable (TégadermTM) collé sur le dos des rats laissant apparaître 6 sites de peau non 

protégés. Après une injection sous-cutanée de buprénorphine, 30µL d’acide phosphorique 99,9% est 

déposé dans ces fenêtres pendant 15 min pour provoquer une brûlure chimique. Ces plaies sont 

nettoyées à l’aide du sérum physiologique. Les échantillons sont ensuite déposés sur les plaies 

pendant 2h avant acquisition au TEMP (Figure 47). 

 

VII.1.a.ii) Excision totale de peau 

Après anesthésie des animaux et injection de buprénorphine, 6 excisions sont réalisées au 

niveau dorsal. Ces plaies de profondeur totale sont réalisées par un punch à biopsie de 5 mm de 

diamètre (Ref. A44717). Les échantillons sont placés au sein des plaies pendant 2h avant acquisition 

au TEMP (Figure 47). 
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Figure 47 : Procédure expérimentale de plaie cutanée chez le rat 

 

VII.1.b) Modèles chez la souris 

Les études chez la souris sont réalisées sur des souris C57BL/6J avec des matériaux de 250µm 

d’épaisseur de 5mm de diamètre. 

 

VII.1.b.i) Implantation sous cutanée chez la souris 

Pour étudier la biocompatibilité et biodégradabilité in vivo des formulations sélectionnées 

sont implantées en sous-cutané sont réalisées [308]. Après anesthésie, des poches sous-cutanées sont 

créés à partir de petites incisions dans la partie dorsale supérieure de la souris. Les formulations 

« MPuD(50 :50) », MPuD(50 :50)COLLi, MPuD(50 :50)AxCOLLi, µPuD+(50 :50) » lyophilisées et « Intégra » sont 

insérées dans les poches. Les ouvertures sont ensuite refermées par des points de sutures. De la 

buprénorphine est administrée en peropératoire pour soulager la douleur. Cinq souris par groupe ont 

été observées pendant 8 semaines. 

 

VII.1.b.ii) Plaie cutanée chez la souris 

Un modèle de cicatrisation chez la souris [309] a été mis en place. Ce modèle est utilisé pour une 

étude de libération des composés A et B à 2h, et 4 jours et sur la cicatrisation après 7 jours 

d’implantation. 

- Pour les études de suivi des molécules, les molécules marquées A-DTAF et B-FITC sont utilisées 

pour les synthèses. Les matrices « µPuD(75 :25)2.25Ax, µPuD(75 :25)2.25Ad et µPuD(75 :25)2.25Bd ». 

Les formulations sont synthétisées au préalable avec 1% de dextrane TRITC. 

- Les formulations « MPuD(50 :50) », MPuD(50 :50)COLLi, MPuD(50 :50)AxCOLLi, µPuD+(50 :50) » 

lyophilisées et le comparateur « Intégra » sont implantées jusqu’à J7 pour étudier la 

cicatrisation. 
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• Court terme (2h) 

Après anesthésie, une excision totale de la peau est réalisée au niveau dorsal de la souris à l'aide 

d’un punch à biopsie (4 mm de diamètre). Les implants sont déposés au sein des plaies formées, après 

désinfection par de la chlorhexidine. Les animaux sont maintenus sous sédation pendant 2h grâce à 

une injection de kétamine 45 min post opératoire en sous-cutané. 

 

• Long terme (4 et 7j) 

Pour étudier la libération des molécules A et B et la cicatrisation des formulations sélectionnées, 

un modèle de cicatrisation plus adapté à du long terme est mis en place chez la souris. Après 

anesthésie des animaux, des zones de la peau sont excisées au niveau dorsal de l’animal à l'aide de 

punch à biopsie de 4 mm de diamètre. Pour éviter la fermeture de la plaie par contraction (processus 

physiologique chez la souris), des disques de silicone sont suturés autour de la plaie. Les zones opérées 

sont désinfectées puis les différentes formulations sont disposées au sein des plaies. L'ensemble du 

système est recouvert et protégé avec du Tegarderm® (Figure 48). Trois animaux par souris pour 

chaque groupe sont implantés pendant 4 jours, et 5 souris pendant 7 jours. Les animaux reçoivent une 

injection de buprénorphine en peropératoire pour soulager la douleur. 

 

 

Figure 48 : Procédure expérimentale de plaie cutanée chez la souris 

 

VII.2) Analyses des plaies in vivo 

VII.2.a) Imagerie nucléaire : TEMP 

Après deux heures de contact entre la plaie et les échantillons, ceux-ci sont retirés. Les animaux 

sont placés sous une caméra hybride (NanoSPECT/CT, Mediso, Hongrie), tomographie par émission 

monophotonique (TEMP) couplée à la tomographie par rayons X, équipée de collimateurs haute 

résolution multi-pinholes (matrice 256 x 256), une fenêtre d'énergie de 140 keV ± 20% est utilisée. 

Une fois la scintigraphie réalisée, une tomographie haute résolution du corps entier (45 keV/ 145 mAs, 

taille matrice 256 x 256) est réalisée pour la localisation anatomique. La reconstruction des 

acquisitions TEMP et CT est réalisée à l'aide du logiciel Tera-Tomo (Mediso).
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VII.2.b) Mesure de l’aire de la plaie 

Des photos des plaies sont prises quotidiennement avec un repère métrique. L’évolution de l’aire 

des plaies au cours du temps est évaluée par mesure du diamètre des plaies suivant 3 axes. Les 

mesures ont été effectuées grâce au logiciel imageJ® après calibration des photographies. La 

fermeture des plaies est calculée d’après l’équation suivante [288] : 

Fermeture de la plaie (%) = (1 −  
Aire Jt

Aire J0
) 𝑥100 

Avec « Aire J0 », l’aire de la plaie induite initialement et « Aire Jt » l’aire de la plaie au jour du 

prélèvement 

 

VII.3) Traitement des échantillons 

VII.3.a) Récupération des échantillons de peau 

Les souris sont sacrifiées par dislocation cervicale après anesthésie aux jours d’analyse et les rats 

par dose létale d’isoflurane (5%). Les zones d’intérêt sont excisées puis congelées dans de l’azote 

liquide (voir plus bas §VII.3.b) avec ou sans fixation préalable, respectivement pour les études de 

cicatrisation et libération. Pour la fixation, les échantillons sont directement immergés dans du FA 4% 

pendant 4 jours à 4°C. Ils sont ensuite rincés par 1mL de PBS 1X 3 fois pendant 30 min avant stockage 

à 4°C. 

 

VII.3.b) Congélation 

Les échantillons sont placés dans des moules (M475-3, SimportTM Scientific) puis immergés 

entièrement dans une solution de congélation (OCT). A l’aide d’une pince, la partie inférieure des 

moules est mise en contact avec la surface de l’azote liquide jusqu’à congélation complète de la 

solution. Les échantillons sont par la suite conservés à -80°C. 

 

VII.3.c) Revêtement des lames par de la gélatine 

Une solution de gélatine 1,75 % (m/v) est préparée dans de l’eau déionisée puis chauffée à 60°C 

pendant 5 min sous agitation. Dès que les 60°C sont atteints, 5% de glycérine (v/v) sont introduits au 

mélange. Des lames de verres (Starfrost, Knittel Glass®) sont immergées dans la préparation à base de 

gélatine durant 40min. Pour enlever l’excès de solution, les lames sont placées sur la tranche et mises 

à sécher pendant 3 jours à TA. 

 

VII.3.d) Coupes histologiques 

Les coupes histologiques sont réalisées à l’aide d’un microtome (Cryostat HM520, Microm®). Les 

échantillons sont placés à -20°C pendant 1h avant de réaliser les coupes. Des coupes de 12 µm 
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d’épaisseur sont effectuées puis prélevées tous les 100µm sur 4 lames par échantillon. Une partie des 

coupes est déposée sur des lames Superfrost+ (Thermoscientific®) et une autre sur des lames 

recouvertes de gélatine (§VII.3.c), l’ensemble est préservé à -80°C. 

 

VII.4) Analyse des échantillons 

Tableau 15: Lise des colorants et produits de montage 

Nom Fournisseur Référence 
Hematoxyline Sigma Aldrich MHS32 

Eosine Sigma Aldrich HT1130316 

Safran RAL diagnostics 369200 

Bleu Alcian Reactif RAL 361180 

Rouge nucléaire Diapath C0482 

Rouge sirius LMR CL80115 

Eukitt Sigma Aldrich 03989 

Milieu de montage DAPI Abcam ab104139 

 

VII.4.a) Microscopie 

Les images sont acquises par le logiciel Zen® et traitées par le logiciel ImageJ®. 

 

VII.4.a.i) Analyse par fluorescence 

Les explants de peau des études de libération, à 2h et 4 jours, sont maintenus hydratés grâce 

à l’ajout de quelques gouttes de PBS 1X pour observation microscopie confocale (Zeiss LSM 780, 

objectif 10x). Trois lasers sont utilisés pour les acquisitions : pour la matrice (ex/em : 561/630 nm), 

pour l’actif (ex/em : 488/521 nm) et pour l’ensemble en contraste interférentiel. 

 

VII.4.a.ii) Marquage DAPI 

L’infiltration cellulaire des matrices implantées dans le modèle sous-cutané chez la souris 

(§VII.1.b.i) est évaluée par la présence de noyaux. Les coupes sont montées entre lame et lamelle avec 

du milieu de montage au DAPI et scellées par du vernis (Covergrip®, Coverslip sealant). Les acquisitions 

en fluorescence sont réalisées par microscopie confocale (Zeiss LSM 780, objectif 40x, em/ex 405/538 

nm). La quantification des noyaux dans les zones d’implantation est réalisée après ajustement des 

histogrammes (Otsu) et mesurée automatiquement par le logiciel ImageJ®. Le nombre de cellules est 

donné par 2500µm² et les images présentées en niveaux de gris inversés. 

 

VII.4.b) Colorations histologiques 

Toutes les lames sont séchées 2h à TA puis colorées à la pipette pour préserver l’intégrité des 

coupes. Des colorations hématoxyline/éosine avec ou sans safran et bleu alcian/rouge nucléaire sont 

réalisées. Elles sont ensuite imagées par un scanneur de lames (Nanozoomer 2.ORS, Hamamatsu®). 
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VII.4.b.i) Hématoxyline/éosine (H/E) 

Les explants de peaux de l’étude de cicatrisation à 7 jours, déposés sur les lames recouvertes 

de gélatine, sont fixées par de la FA 10% pendant 10 min. L’excédent de fixateur est enlevé et les 

échantillons sont colorés par la solution d’hématoxyline pendant 15 minutes. Après rinçages par du 

PBS 1X, les lames sont colorées par la solution d’éosine pendant 1 minute puis rincées au PBS 1X. 

 

VII.4.b.ii) Hématoxyline/éosine/Safran (H/E/S) 

Les peaux altérées, utilisées dans les études de PTC (§VI.2), sont observées en coloration HES. 

La triple coloration s’effectue en deux temps : coloration H/E comme décrit au paragraphe précédent 

(§VII.4.b.i) suivi d’une coloration par le safran. Pendant l’étape de déshydratation avant montage 

(§VII.4.b.iv), la solution de safran est ajoutée sur les coupes, après le bain d’alcool 90%, pendant 5 

minutes. Les lames sont rincées dans de l’alcool 100% puis déshydratées par du xylène (voir 

§VII.4.b.iv). 

 

VII.4.b.iii) Bleu alcian/rouge nucléaire (B/R) 

Les explants de peaux d’implantation des matrices en sous cutanée sont colorés par une 

solution de bleu alcian pendant 30 minutes puis rincés au PBS 1X. Les coupes sont ensuite colorées 

par une solution de rouge nucléaire pendant 10 minutes et rincées. 

 

VII.4.b.iv) Déshydratation et montage des lames 

Les coupes sont déshydratées successivement dans 3 bains d’alcools (respectivement 70%, 90% 

et 100%) puis dans trois bains de xylène (respectivement 70%, 90% et 100%) de 1min30 chacun. Les 

échantillons sont montés entre lame et lamelle avec de l’Eukitt® puis laissés à sécher 24h à TA. 

 

VIII] Statistiques 

Toutes les données sont exprimées par leur moyenne ± erreur standard (SD). Les analyses 

statistiques sont réalisées avec le logiciel Graphpad Prism® (V7). Les données sont analysées avec des 

tests non paramétriques de Mann-Whitney pour les comparaisons entre deux groupes ou Kruskal-

Wallis pour les comparaisons de plus de 2 groupes. Les résultats sont considérés comme significatifs 

lorsque la « valeur p » est inférieure à 0,05. Les significativités sont définies par */# pour p<0,05, **/## 

p<0,01 et ***/### p<0,001.





 

95 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

CHAPITRE III : FORMULATION D’UNE 

PLATEFORME DE LIBERATION A PARTIR D’UNE 

MATRICE POREUSE





Chapitre III : Formulation d’une plateforme de libération à partir d’une matrice poreuse 

97 

Dans ce chapitre, le premier axe de travail repose sur le développement d’une plateforme de 

libération pour l’application cutanée. Un hydrogel de pullulane et de dextrane, développé au 

laboratoire [310], a été utilisé comme base technologique pour le chargement et la libération de 

molécules d’intérêt nommées A et B. Dans un premier temps, l’impact de la réticulation et de la 

porosité sur les propriétés des hydrogels ont été analysées. Dans un second temps, ces matériaux ont 

été fonctionnalisés par des composés actifs et les propriétés de libération ont été caractérisées. 

 

I] Optimisation du support par des modifications physico-chimiques 

Le premier objectif de cette étude a été d’étudier la possibilité de moduler les paramètres physico-

chimiques à travers des modifications de réticulation et de porosité des hydrogels de 

pullulane/dextrane. Pour ce faire, des formulations ont été réalisées en faisant varier les 

concentrations en agent réticulant et en utilisant plusieurs agents porogènes. L’impact de ces 

modifications de synthèses sur les propriétés de l’hydrogel a par la suite été évalué. 

 

I.1) Synthèse des formulations 

I.1.a) Analyse de la morphologie 

Des matrices de pullulane et de dextrane, PuD(75 :25), ont été synthétisées avec trois concentrations 

massiques de STMP 3%, 2.25 % et 1.5% (m/v) permettant d’obtenir respectivement les formulations 

PuD(75 :25)3, PuD(75 :25)2.5, PuD(75 :25)1.5. Deux méthodes de formation des pores ont été utilisées : par 

lixiviation des particules avec du NaCl (µ) et par dégagement gazeux avec du Na2CO3 (M). La 

composition finale de chacune des formulations est rappelée dans le Tableau 16. 

 

Tableau 16 : Tableau récapitulatif des dénominations et composition des formulations étudiées 

 Ratio polysaccharides (m/m) 
75 :25 

Agent porogène  Concentration 
STMP (m/v) 

Nom Pullulane (Pu) Dextrane (D) NaCl  Na2CO3  

µPuD(75:25)3 10,8% 3,6% + - 3 % 

µPuD(75:25)2.25 10,8% 3,6% + - 2,5 % 

µPuD(75:25)1.5 10,8% 3,6% + - 1,5 % 

MPuD(75:25)3 12,6% 4,2% - + 3 % 

MPuD(75:25)2.25 12,6% 4,2% - + 2,25 % 

MPuD(75:25)1.5 12,6% 4,2% - + 1,5 % 

 

Toutes les formulations synthétisées ont permis d’obtenir des hydrogels transparents à l’état hydraté 

et des matrices blanches et opaques après lyophilisation (Figure 49). 
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Figure 49 : Aspect macroscopique des matrices lyophilisées pullulane/dextrane 75:25 (PuD(75 :25)) synthétisées avec 
trois concentrations de STMP et deux agents porogènes. 

 

A l’échelle macroscopique les matrices µPuD(75 :25) semblent plus denses que les matrices 

MPuD(75 :25), c’est-à-dire avec une porosité plus faible. Les matrices les plus réticulées (Figure 49a et d) 

apparaissent de diamètre inférieur à celui des matrices les moins réticulées (Figure 49c et f) avec des 

diamètres d’environ 6,0mm, 7,0mm et 7,7mm respectivement pour les µPuD(75 :25)3, µPuD(75 :25)2,25 et 

µPuD(75 :25)1,5. Par ailleurs, le diamètre des hydrogels MPuD(75 :25) est plus important que celui des 

hydrogels µPuD(75 :25) à concentration en STMP équivalente, avec des diamètres de 10,1mm et 7,7mm 

respectivement pour les concentrations STMP1,5% (Figure 49c et f). Ces différences d’aspect entre les 

formulations apparaissent bien que les gels aient été découpés avec le même emporte-pièce après 

réticulation. Les variations en taille et densité s’acquièrent au cours des étapes de rinçage et 

d’élimination des agents porogènes. La conductimétrie des solvants finaux utilisés diffère entre les 

matrices µPuD(75 :25) et MPuD(75 :25). En effet, le NaCl 0,025% et l’eau déionisée, sont respectivement 

utilisés pour le NaCl et le Na2CO3 et n’ont pas les mêmes forces osmotiques (respectivement 540µS.cm-

1 et <10µS.cm-1). La concentration en STMP peut également induire un changement du taux de 

réticulation des matrices. Les capacités de gonflement peuvent alors être impactées et varient en 

fonction de la quantité introduite de STMP. Les structures résultantes seront alors conservées au 

moment de la lyophilisation. 

 

Pour mieux caractériser ces différences macroscopiques, la microstructure interne des 

formulations a été analysée après lyophilisation. Les matrices ont été découpées dans le plan sagittal 

et observées en microscopie électronique à balayage (MEB) (Figure 50). 
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Figure 50 : Coupes sagittales des matrices de pullulane/dextrane observées au MEB (Joel Carryscope) préparées avec 
différentes concentrations de STMP et agents porogènes. Les formulations réalisées avec du NaCl représentent les 

images (a) à (c) et celles avec le Na2CO3 les images (d) à (f). Les formulations les plus concentrées en STMP sont 
représentées par les figures de gauche et les moins concentrées sont à droite. Echelle de 500 µm applicable aux 

images (a) à (f) et échelle de 250µm applicable aux agrandissements (a’) à (f’). 

 

Toutes les conditions possèdent une structure interne ouverte et poreuse (Figure 50). Les pores 

semblent s’ouvrir sur d’autres pores suggérant alors une structure interconnectée (Figure 50 a’ à f’). 

Les matrices synthétisées avec du NaCl, nommées µPuD(75 :25) (Figure 50a à c), présentent une 

distribution homogène de pores de forme circulaire. Les matrices réalisées avec du Na2CO3, nommées 

MPuD(75 :25) (Figure 50d à e) présentent plutôt deux types de porosité : des pores ronds semblables à 

ceux des formulations µPuD(75 :25) et des plus gros pores allongés. Cette dernière porosité est le résultat 

du dégagement gazeux de CO2 après dissociation du Na2CO3 en conditions acides lors du rinçage. 

L’aspect moins dense des matrices MPuD(75 :25) observé macroscopiquement (Figure 49) pourrait 

également être dû à une augmentation de la fraction de porosité liée à cette deuxième architecture 

de pores. 

 

I.1.b) Evaluation du taux de réticulation 

La variation en agents porogènes et de la concentration en agent réticulant ont permis jusqu’ici 

d’observer deux types de porosité. Pour évaluer l’impact de la quantité de STMP introduite sur le taux 

de réticulation des hydrogels, deux paramètres ont été étudiés : la quantité de phosphore retrouvée 

dans les matrices et leur taux de gonflement. 

 

I.1.b.i) Quantification de phosphore 

Le STMP permet de greffer du phosphore sur les fonctions hydroxyles des carbohydrates dans 

des conditions alcalines. Quand il réagit sur deux fonctions hydroxyles, cela forme un pont phosphate 
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entre les chaînes, c’est-à-dire une liaison covalente qui permet ainsi la réticulation chimique des 

polysaccharides [214]. L’évaluation de la quantité en phosphore retenue dans le réseau de polymères 

permet d’apprécier la réactivité du STMP sur les fonctions hydroxyles en fonction de la concentration 

initiale utilisée. La teneur en phosphore finale dans les matrices a été mesurée par dosage 

colorimétrique (Figure 51). 

 

Figure 51 : (a) Quantification du phosphore dans les matrices par dosage colorimétrique. ‘’* et **’’ indiquent une 
différence significative entre les formulations µPuD(75 :25) et MPuD(75 :25) et ‘’## ‘’ entre les concentrations en STMP (p<0,05 

et p<0,01, n=6). (b) Rendement de phosphore retrouvé après synthèse par gramme de polysaccharides (gPS).  

 

La concentration en phosphore présente dans les matrices augmente significativement avec la 

concentration en STMP introduite (Figure 51a). Cette relation est retrouvée pour les deux 

formulations µPuD(75 :25) et MPuD(75 :25). Dans les deux cas, une relation linéaire avec un r²≥0.99 est 

établie entre la quantité de moles de phosphore initiale et celle mesurée dans les matrices (Figure 

51b). Cela suggère que dans les conditions de synthèse, les fonctions alcoolates des polymères ne sont 

pas limitantes.  

 

Six fois moins de phosphore a été dosé dans les matrices µPuD(75 :25) et 7 fois moins dans les 

MPuD(75 :25) par rapport à la quantité initialement introduite. La réaction du STMP avec les fonctions 

alcoolates des carbohydrates conduirait essentiellement à la liaison de groupement monophosphate, 

d’après le mécanisme proposé par Lack et al [300]. Les groupements pyrophosphates libérés ne 

pourraient pas réagir sur les fonctions alcoolates, pouvant expliquer 2/3 de perte de phosphore. Le 

tiers résiduel représente alors la valeur maximale théorique de phosphore capable de se greffer au 

réseau de polymère à partir de laquelle une pente de 325 est obtenue (r²>0,99) pour les deux 

conditions (data non montrées). La quantité de phosphore retrouvée par dosage diminue de près d’un 

facteur 2 par rapport à la valeur théorique (Figure 51b). Il a été démontré que le NaOH et les fonctions 

alcoolates entrent en compétition pour l’ouverture du cycle du STMP. Quand le NaOH hydrolyse le 

cycle, le tripolyphosphate résultant ne serait pas capable se greffer sur les polysaccharides [300]. Les 

groupements phosphates n’ayant pas réagi sont par la suite éliminés au cours des étapes de rinçage. 
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L’excès de NaOH dans la solution de précurseur utilisé pour activer les polymères entrainerait alors 

une diminution de la réactivité du STMP. 

 

D’autre part, les matrices µPuD(75 :25) ont un taux en STMP élevé : 208 ± 21 µmolP/gPS pour 

µPuD(75 :25)2.25 contre 155 ± 14 µmolP/gPS pour les MPuD(75 :25)2.25. Ceci est lié à la différence de 

concentration de STMP dans la solution précurseur, de 1,10 mmol/gPS pour les MPuD(75 :25)2.25 et 1,28 

mmol/gPS pour les µPuD(75 :25)2.25 (Figure 51b). Le rapport quantité finale sur quantité initiale est 

cependant inférieur dans les formulations MPuD(75 :25), 0,144, alors qu’il est de 0,165 pour les 

µPuD(75 :25). Les différents sels entre les formulations modulent l’efficacité de greffage par le 

phosphore. 

 

I.1.b.ii) Taux de gonflement 

La quantité de phosphore dans les matrices augmente avec la concentration de STMP utilisée. 

Pourtant, cela ne permet pas de conclure sur le taux de réticulation des hydrogels. En effet, le 

phosphore greffé ne lie pas forcément deux fonctions hydroxyles. C’est pourquoi, dans un second 

temps, le taux de gonflement des différents hydrogels formulés a été évalué. Les matrices lyophilisées 

ont été placées dans deux solvants de forces ioniques différentes (du PBS 14,30mS.cm-1 et de l’eau 

miliQ <0,01mS.cm-1) jusqu’à atteindre l’équilibre (Figure 52). 

 

Figure 52 : Taux de gonflement des matrices hydratées dans (a) du PBS 1X et (b) de l’eau. La significativité est 
représentée par ‘’* et #’’ avec p<0,05 (n=4). Relation gonflement et phosphore greffé dans (c) du PBS 1X et (d) de 

l’eau. 
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Les polysaccharides hydrophiles, tels que le pullulane et le dextrane, possèdent un nombre élevé 

de fonctions carboxyles et hydroxyles expliquant une capacité d’absorption de solvant aqueux élevée. 

Une relation inversement proportionnelle entre la quantité de phosphore et le taux de gonflement 

est ici mise en évidence : plus la quantité de phosphore introduite est faible, plus les matrices gonflent 

(Figure 52a et b). En effet, le taux de gonflement dans le PBS (Figure 52a) des MPuD(75:25)3 est 

significativement inférieur (14 ± 0,4) à celui des formulations moins réticulées, MPuD(75:25)2.25 et 

MPuD(75:25)1.5 (respectivement 17 ± 0.5 et 24 ± 2). Il est connu que les capacités d’absorption des 

hydrogels sont également fonction du degré de réticulation [217] : plus le taux de réticulation est 

élevé, plus le gonflement est faible et inversement. Les polymères des hydrogels plus réticulés ont une 

mobilité de la chaine macromoléculaire plus réduite et donc un taux de gonflement moins important. 

 

Lorsque le taux de gonflement est comparé à la quantité en phosphore greffée dans les matrices 

(Figure 52c et d), une relation quasiment linéaire est obtenue dans le PBS ou dans l’eau (r² > 0,83 et r² 

> 0.94 respectivement). Le taux de phosphore greffé au réseau de polymère est moins important dans 

les matériaux les plus gonflés (Figure 51). La proportion de ponts formés est donc dépendante de la 

quantité de phosphate greffée et donc de la quantité de STMP utilisée. 

 

On retrouve les mêmes tendances dans l’eau mais avec des pentes 4 à 5 fois plus élevées pour 

chaque condition (Figure 52c et d). Les hydrogels possèdent des charges anioniques liées à la présence 

des groupements phosphates [311]. Dans l‘eau, ils génèrent une répulsion électrostatique entre les 

chaînes voisines des polysaccharides et étendent ainsi le réseau de polymère [312], [313]. Le PBS 

quant à lui, apporte une force ionique dont les ions vont former des interactions électrostatiques avec 

les charges négatives et minimiser l’effet de répulsion. 

 

La même relation entre le taux de gonflement et la quantité de phosphore est constatée pour les 

matériaux formulés avec les deux agents porogènes. Cependant, les matrices synthétisées avec du 

NaCl gonflent moins que celles synthétisées avec du Na2CO3 (respectivement 13 ± 1 et 17 ± 0.5 pour 

les STMP2.25% dans le PBS). Les matrices MPuD(75 :25) gonflent presque deux fois plus que les 

µPuD(75 :25) dans l’eau et dans le PBS. Les hydrogels MPuD(75 :25) possèdent probablement moins de 

points de réticulation avec des polymères plus extensibles. Bien qu’elles soient moins riches en 

phosphore (Figure 51), le comportement du gonflement vis-à-vis de la quantité de phosphore greffée 

n’est pas le même. Il existe en effet un facteur deux entre les pentes des µPuD(75 :25) et MPuD(75 :25). La 

porosité est un facteur qui influence également les propriétés de gonflement. A l’état lyophilisé, des 

différences de porosité avaient par ailleurs déjà été constatées (Figure 50). Si la fraction de porosité 
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dans les hydrogels MPuD(75 :25) est plus importante, les polymères pourraient gonfler de manière plus 

importante dans ces espaces dépourvus de matière. 

 

Dans les conditions de synthèse des formulations étudiées, la variation de la quantité de phosphore 

dans les matrices ainsi que la porosité influencent les capacités de gonflement des hydrogels. 

Différentes densités de réticulation ont ainsi été obtenues. 

 

I.2) Impacts sur les propriétés physico-chimiques 

L’impact de la quantité en STMP et du type d’agent porogène sur les capacités de gonflement a été 

étudié. L’effet sur les paramètres a été approfondi par des études de la porosité, la cinétique de 

dégradation et les propriétés mécaniques des matrices. 

 

I.2.a) Porosité 

La structure microscopique des matrices à l’état hydraté a été analysée sur des matrices 

fluorescentes synthétisées avec du dextrane greffé avec de l’isothiocyanate de fluorescéine (dextrane 

FITC) (Figure 53). Le dextrane FITC a été introduit à 1% en m/m de polymères dans la solution 

précurseur. La quantité de FITC finale est considérée comme négligeable pour ne pas perturber les 

propriétés des formulations. Le pourcentage de porosité et la géométrie des pores ont été analysés 

quantitativement à partir d’acquisitions 3D réalisées en microscopie confocale (Figure 54). 

 

Figure 53 : Images confocales des matrices de pullulane/dextrane préparées avec du dextrane FITC : plans (xy) et 
projections orthogonales en bas (xz) et à droite (yz) de chaque figure (Microscope confocal Zeiss LSM 780, objectif 10x 

(Logiciel Zen®)). Echelle de 250µm applicable à toutes les images. 
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Figure 54 : (a) Fraction de porosité et (b) Circularité des pores calculées à partir des acquisitions de la Figure 53 grâce 
au logiciel ImageJ®. La significativité est indiquée par ‘’* et #’’ (p<0,05, n=4). 

 

Les formulations restent poreuses après hydratation (Figure 53), avec des pores plus petits par 

rapport à l’état lyophilisé (Figure 49), dû au gonflement du réseau de polymères. La visualisation des 

pores en projections orthogonales confirme leur interconnectivité (Figure 53). Une différence de 

porosité est observée entre les taux de réticulation utilisés : moins la formulation est réticulée et plus 

la fraction volumique des pores est grande. Les matrices STMP3% sont moins poreuses que les 

STMP2.25%, elles-mêmes moins poreuses que les STMP1.5% (Figure 54a). Le degré de réticulation a 

des conséquences sur la formation des pores au moment de la lyophilisation. Le processus de 

lyophilisation est une méthode de création de pores à part entière qui repose sur la croissance de 

cristaux de glace dans le réseau de polymères ensuite éliminés par sublimation [314]–[316]. Durant la 

lyophilisation, la nucléation des cristaux de glace, pendant l’étape de congélation, détermine la 

structure polycristalline gelée dans la matrice, responsable de la structure poreuse subséquente. Un 

réseau de polymères plus dense et étendu pourrait influencer la répartition en nombre et en taille des 

cristaux de glace pendant la congélation, alors plus petits. En effet, d’après Shibkov et al. [317] les 

cristaux croissent en forme d’aiguille par embranchements, et sont responsables de l’interconnexion 

des pores. Par ailleurs, dans un hydrogel plus réticulé, les mailles du réseau étant plus serrées, celles-

ci pourraient induire la germination d’aiguilles plus fines et potentiellement plus fragiles. On retrouve 

à ce propos des circularités des pores différentes par rapport au taux de réticulation (Figure 54b). Les 

pores présentent tous une forme allongée (Figure 53) mais plus la concentration en STMP est grande, 

plus l’axe mineur des pores est petit, donnant la forme de fines aiguilles, tandis qu’à l’inverse les pores 

des formulations STMP1.5 ont un axe mineur plus large (Figure 54b). 

 

Par ailleurs, la même tendance est retrouvée entre les matrices MPuD(75 :25) et µPuD(75 :25), avec 

cependant une différence de porosité d’un facteur 2 : 44,4% ± 2,9 et 26,4% ± 3,1 respectivement pour 

les formulations STMP1.5% (Figure 54a). Les formulations µPuD(75 :25) ont été synthétisées avec du NaCl 
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comme agent porogène. Les cristaux de sels, enchâssés dans la matrice, sont dissous pendant les 

étapes de rinçage et forment des pores par processus de lixiviation des sels. Néanmoins, la 

concentration en NaCl n’est pas à saturation dans les conditions de synthèses, les cristaux de sels sont 

vraisemblablement trop petits pour former des pores visibles à l’échelle microscopique [318], [319]. 

La porosité alors observée sur la Figure 53 est certainement celle formée pendant l’étape de 

lyophilisation. Pour les matrices MPuD(75 :25), la porosité se créée lors de la lyophilisation mais 

également par la libération de CO2 pendant la synthèse du matériau. On retrouve plusieurs formes de 

pores dans ces matrices : des pores fins en aiguilles et des pores plus larges. La forme en fines aiguilles 

est similaire aux formes de pores des formulations µPuD(75 :25). A l’état sec (Figure 50), une porosité 

commune avait déjà été constatée et serait imputable à la lyophilisation. L’utilisation de Na2CO3 

permettrait alors de former des pores plus larges que ceux créés pendant la lyophilisation, 

augmentant ainsi la fraction volumique des pores. 

 

I.2.b) Propriétés mécaniques 

La variation des agents porogènes et des concentrations en agent réticulant ont permis de 

moduler la porosité et le degré de réticulation des hydrogels de pullulane/dextrane. L’impact sur les 

propriétés mécaniques a été évalué par des tests de cisaillement (Figure 55). Les études de balayage 

en fréquence ont été réalisées dans le domaine de linéarité des matériaux (annexe 1). Les matrices 

lyophilisées ont été hydratées jusqu’à l’équilibre dans du sérum physiologique (NaCl 0,9%, pendant 

deux semaines) avant d’effectuer les tests. 
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Figure 55 : (a) Balayage en fréquence des matrices µPuD(75:25) , (b) Balayage en fréquence des matrices MPuD(75:25), (c) 
tableaux des valeurs moyennes de G' et (d) Représentation des G’ en fonction de la quantité de phosphore. Les 

différences significatives sont illustrées par # et ** (p<0,05 et p<0,01, n≥5) 

 

Les études de balayage en fréquence ont permis de démontrer que tous les gels synthétisés ont 

un comportement viscoélastique. Un module de stockage (G’) et un module de perte (G‘’) ont été 

enregistrés pour chaque conditions. (Figure 55). Les valeurs de module de stockage (G’) sont 

strictement supérieures à celles du module de perte (G’’) (Figure 55a et b) ce qui prouve que les 

matériaux sont des réseaux percolant. Les valeurs de G’ varient avec la quantité de phosphore qui a 

été greffée dans les matrices : plus la quantité de phosphore est élevée, plus est G’ augmente (Figure 

55d). Par ailleurs, les matrices MPuD(75 :25) ont un G’ moins grand que les µPuD(75 :25) à concentration 

de STMP équivalent (Figure 55b). 

 

Le module de stockage (G’) est un indicateur de la rigidité des matériaux : la rigidité du 

matériau étant plus élevée pour les matrices ayant la plus grande concentration en phosphore. La 

variation de concentration en agent réticulant permet d’obtenir un maillage de réseaux de polymères 

plus ou moins dense. La capacité de déformation est limitée par le nombre de liaisons covalentes 
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[320]. Plus le réseau est réticulé, moins les polymères ont la possibilité de dissiper l’énergie, les 

rendant rigides et moins déformables. Cette différence conforte les résultats obtenus avec les études 

de gonflement (Figure 52) [321] : l’augmentation de l’introduction de STMP augmente la densité de 

réticulation. 

 

Le degré de réticulation est caractérisé par le poids moléculaire moyen en nombre entre deux 

liaisons covalentes (Mc). D’après la théorie de « Rubber elasticity », il dépend du module de 

cisaillement (G) par à la relation suivante [322] : 

𝐺 =
𝑅𝑇𝐶2𝑟

𝑀𝑐
(1 −

2𝑀𝑐

𝑀𝑛
)(

𝑣2𝑟

𝑣2𝑠
)−

1
3 

Avec « R » la constante des gaz parfait, « T » est la température (K), « C2r » la concentration de polymère (kg.m-3) dans 

l’état relaxé, après réticulation, « Mn » le poids moléculaire moyen en nombre du polymère, « v2r » la fraction volumique 

du polymère dans l’état relaxé et «v2s » la fraction volumique du polymère dans l’état hydraté. 

 

Le Mc permet de déduire la taille caractéristique des mailles du réseau (ξ). Ce paramètre de 

maille dépend également de la conformation de la chaîne de polymère entre deux liaisons. Cependant, 

il n’existe pas de modèle qui puisse s’appliquer à un mélange de polymères, en particulier un mélange 

de pullulane (linéaire) et de dextrane (ramifié). Grenier et al. [316] ont pu approximer les distances de 

bout-en-bout d’une chaîne dans l’état non-perturbé (r0
2)1/2 permettant d’obtenir les Mc des 

formulations µPuD(75 :25)3 à 3% de STMP. Pour cela, deux cas limites ont été considérés : un hydrogel 

constitué à 100% de pullulane et un autre constitué à 100% de dextrane. Les (r0
2)1/2 de chacun de ces 

hydrogels, considérés réticulés avec 3% de STMP, ont pu être estimés à (r0
2)1/2

pull= 19nm et (r0
2)1/2

dex = 

22nm [316]. Ces valeurs ont été utilisée ici pour obtenir une gamme de taille de mailles pour les 

µPuD(75 :25)3 dans du NaCl 0,9%, grâce à l’équation suivante [210] : 

𝜉𝑑𝑒𝑥,𝑝𝑢𝑙𝑙 = 𝛼(𝑟0
2)

1
2

𝑑𝑒𝑥,𝑝𝑢𝑙𝑙
 

Avec « α » le facteur d’élongation directement lié à la fraction volumique de l’hydrogel gonflé dans le NaCl 0,9% 

 

Les µPuD(75 :25)3 ont alors des tailles de mailles comprises entre 50 nm et 60 nm, 

respectivement pour le pullulane et le dextrane. Etant la condition étudiée la plus réticulée, elle 

permet d’obtenir la taille minimale des mailles, soit 50nm. Ce modèle ne permet cependant pas de 

prendre en compte la porosité des hydrogels. 

 

Une autre relation décrite par Kujipers, A [323] permet de calculer une longueur de maille 

(rmesh) à partir du module de cisaillement (G) grâce à la relation suivante : 
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𝑟𝑚𝑒𝑠ℎ = (
6𝑅𝑇

𝜋𝑁𝐴𝑉𝐺
)

1
3 

Avec « R » la constante des gaz parfait, « T » est la température (K) et « NAV» le nombre d’Avogadro 

 

Les paramètres de mailles calculés par cette formule sont répertoriés ci-dessous dans le Tableau 17: 

 

Tableau 17 : Valeurs de taille de mailles calculées à partir de G’ grâce à l'équation décrite par Kujipers et al. ‘’# et *’’ 
représentent des différences significatives (p<0,05, n=4) 

 

 

Une augmentation de la taille des mailles est observée avec la diminution de la concentration 

en STMP utilisée. Cependant, les valeurs sont de l’ordre de 10-15 nm et donc plus faibles que celui des 

paramètres de taille trouvés grâce au modèle précédemment décrit. Cette équation permet en effet 

de faire une approximation des tailles de mailles qui ne tient pas compte de la composition physico-

chimique ni des propriétés de gonflement des hydrogels.  

 

L’estimation la plus adaptée du paramètre de maille semble être celle déterminée par la relation 

de Canal et Peppas [210], car non seulement elle a été adaptée aux hydrogels de pullulane/dextrane 

par Grenier et al [316], mais elle prend également en compte plus de paramètres, notamment le 

gonflement et la densité de réticulation. Le paramètre de maille serait alors supérieur à 50nm 

 

I.2.c) Biodégradabilité in vitro 

Lors de travaux précédents, les matrices de pullulane/dextrane ont démontré des capacités de 

dégradation après implantation sous-cutanée chez la souris [296]. Cependant, l’impact de 

l’augmentation de la surface spécifique par la modulation de la porosité reste à déterminer. L’effet de 

la porosité et des différents taux de réticulation sur la cinétique de dégradation des matériaux, a été 

évalué par des études de dégradation in vitro. Pour cela, des glucosidases spécifiques des 

polysaccharides, la pullulanase et la dextranase ont été utilisées (Figure 56). 
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Figure 56 : Cinétique de dégradation enzymatique des (a) µPuD(75 :25) et (b) MPuD(75 :25) avec les régréssions linéaires. 
(c) Tableau des temps auxquels 50% de masse résiduelle est atteint (T1/2) avec une significativité repésentée par *,# 

p>0,05 et **,## p<0,01 (n=4). 

 

L’utilisation d’une concentration plus élevée de STMP a montré une cinétique de dégradation 

moins rapide : les µPuD(75 :25)1.5 se dégradent 1,8 fois plus vite que les µPuD(75 :25)2.25 et 3,2 fois plus 

rapidement que les µPuD(75 :25)3 (Figure 56a et c). Une concentration plus élevée permet d’augmenter 

le nombre de liens phosphates qui ne sont pas la cible des enzymes utilisées. Plus la quantité de ponts 

est élevée, plus la structure du réseau de polymère peut subsister malgré le clivage enzymatique des 

liaisons glycosidiques. De plus, l’augmentation du taux de réticulation affecte les paramètres de 

mailles (Tableau 17), et pourrait rendre l’accès des enzymes à leurs sites d’action plus restreint par 

encombrement stérique [324]. Par ailleurs, la dégradation des matrices MPuD (75 ;25) est environ 1,5 

fois plus rapide que les matrices µPuD(75 :25) à concentration en STMP équivalente (Figure 56c). La 

porosité plus importante permet d’augmenter la vitesse de dégradation vraisemblablement par 

augmentation de la surface spécifique accessible aux enzymes.  

 

Néanmoins, cette étude de dégradation enzymatique ne mime pas les conditions physiologiques 

et ne permet pas de modéliser le temps de dégradation in vivo. En effet les enzymes de cette 

expérience in vitro sont spécifiques des deux polysaccharides. La dextranase, qui clive les liaisons α-

1,6 du dextrane par endohydrolyse, se trouve dans le côlon, la rate, les reins, les poumons [181] et 

dans la salive en bouche [325], [326]. La pullulanase elle, clive les liaisons α-1,6 du pullulane mais 

n’existe pas dans l’organisme. Le pullulane pourrait être dégradé par hydrolyse des liens glycosidiques 

par d’autres processus physiologiques [327], tel que l’α-1.4-amylase présent dans la salive et le 

pancréas [328]. Elle a permis cependant de démontrer que le taux de réticulation et la porosité 

affectent la vitesse de dégradation des hydrogels par des glucosidases. Ce système présente un intérêt 
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particulier pour discriminer au préalable des formulations sur leurs propriétés de dégradabilité en 

fonction des applications considérées : une vitesse de dégradation adaptée est souhaitable afin 

d’éviter de perturber la prolifération tissulaire pendant le processus de régénération, mais le matériau 

doit rester suffisant manipulable. 

 

I.3) Conclusion sur la mise en forme et physicochimie des matrices poreuses 

La variation de la concentration en agent réticulant et en agents porogènes a permis d’obtenir 

des hydrogels avec des densités de réticulation et des porosités différentes. Ces propriétés différentes 

ont d’abord été mises en évidence macroscopiquement, puis microscopiquement (Figure 49, Figure 

50 et Figure 52). La quantité de phosphore greffée dans les matrices couplées à leurs capacités de 

gonflement ont permis de démontrer des taux de réticulation différents : plus la concentration en 

STMP utilisée dans la synthèse est élevée, plus il y a de phosphore et moins les hydrogels gonflent 

(Figure 51). La création de pores supplémentaires a été observée par la méthode de dégagement 

gazeux en plus de celle obtenue par lyophilisation. La fraction volumique des pores a ainsi été 

augmentée par rapport à la méthode de lixiviation des sels. Les propriétés mécaniques et les profils 

de dégradation enzymatique in vitro ont confirmé l’importance et l’impact de ces paramètres sur les 

hydrogels. Les matériaux les plus rigides (Figure 55) avec une dégradation plus lente (Figure 56) étaient 

les formulations les moins poreuses et les plus réticulées. 

 

Les hydrogels sont un système d'administration de molécules particulièrement attractifs et 

largement utilisés dans de nombreuses applications médicales et notamment en cancérologie [329], 

[330], ophtalmologie [331] et dermatologie [332], [333]. Leur capacité de gonflement et leur degré de 

réticulation jouent un rôle primordial dans les propriétés de diffusion et de libération de molécules 

d’intérêt à travers leur réseau [334] vers le tissu cible. La modulation de ces paramètres constitue ainsi 

une stratégie pour maitriser et modifier les propriétés de rétention de composés [252]. Cette étude a 

permis l’élaboration et la caractérisation de plusieurs hydrogels de pullulane/dextrane aux propriétés 

physico-chimiques différentes. Dans la suite de ce travail, elles seront utilisées comme base 

technologique pour proposer une plateforme de libération fonctionnalisée par des ingrédients actifs 

aux propriétés cicatrisantes.
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II] Incorporation de molécules actives dans le support 

Dans cette seconde partie, les matériaux développés précédemment ont été fonctionnalisés avec 

deux molécules extraites de plantes. Ces molécules sont développées et commercialisées par 

l’entreprise Silab. Elles ont démontré des propriétés favorisant la cicatrisation cutanée dans des 

applications cosmétiques et sur des modèles in vitro, et sur des tests d’efficacité cosmétique sur des 

panelistes. Elles diffèrent par leur mécanisme d’action et leur nature : saccharidique et peptidique. 

L’incorporation de ces composés a été étudiée en association avec la modulation des propriétés 

physico-chimiques des hydrogels décrite précédemment. Par la suite, les profils de libération ont été 

déterminés et confirmés sur plusieurs modèles d’étude. Enfin, des études cellulaires ont été réalisées 

pour analyser la non-cytotoxicité des formulations sélectionnées. 

 

II.1) Molécule A 

La molécule A est un oligosaccharide de poids moléculaire de 3kDa capable de promouvoir la 

réparation naturelle de la peau. Testée in vitro sur des kératinocytes et des fibroblastes primaires, 

cette molécule stimule les capacités de migration des cellules et pourrait ainsi favoriser la 

recolonisation d’un site lésé. Son action est médiée par l’augmentation la synthèse de facteurs tels 

que le TGF-β et la différenciation des fibroblastes en myofibroblastes, impliqués dans la migration des 

cellules cutanées. 

 

II.1.a) Caractérisation du composé 

La stratégie est d’incorporer le composé A dans une matrice à base de polysaccharides. La nature 

commune saccharidique de l’ensemble des composants les rend difficilement discernables. Par 

ailleurs la molécule A ne possède pas de propriétés intrinsèques d’absorption ou d’émission de 

lumière qui en permettrait le suivi de libération. Pour remédier à cette problématique, la molécule A 

a été marquée de deux façons : avec un dérivé de la fluorescéine, le 5-DTAF, pour permettre un suivi 

in vitro en fluorescence et par un isotope radioactif, le 99mTc, pour un suivi in vivo. 

 

Le DTAF a été décrit comme étant un dérivé de la fluorescéine capable de se lier  aux fonctions 

alcools primaires des polysaccharides de manière spontanée dans des conditions alcalines [335], 

[336]. L’avantage de cette méthode est qu’elle se fait en une étape dans des conditions douces ; 

l’inconvénient est que le greffage est aléatoire et non prédictible. D’autres méthodes de marquage 

ont été envisagées pour fixer le DTAF en bout de chaine, notamment grâce l’utilisation d’autres dérivés 

de la fluorescéine (ex : hydrazine) [337]. Cependant, les réactifs sont plus toxiques, la réaction se fait 

avec plus d’étapes intermédiaires et de façon tout aussi aléatoire, apportant plus de risque de 

dénaturer le composé A. 
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Afin de s’assurer de la qualité du marquage fluorescent, l’efficacité et la pureté du greffage ont 

été analysées par chromatographie sur couche mince (CCM) (Figure 57a). Pour évaluer si les étapes 

de marquage et de purification ont un impact sur la composition de la molécule A, deux paramètres 

ont été caractérisés : la teneur en sucre finale par dosage de mannose (Figure 57b) et la distribution 

des masses molaires par chromatographie d’exclusion stérique (HPSEC) (Figure 57c et d). 

 

 

 

Figure 57 : Caractérisation des molécules A et A-DTAF (orange). La figure (a) est une photographie de CCM révélée à 
l’UV (365nm) avec la flèche indiquant le sens de migration. La figure (b) représente les résultats du dosage de 

mannose dans les composés. Les figures (c) et (d) sont respectivement les chromatogrammes des molécules et leur 
masse moléculaire (Mn en nombre et Mw en poids) et les aires sous la courbe (AUC) sont obtenues par HPSEC après 

traitement avec le logiciel Astra®. La non significativité est signifiée par « ns » (p>0,05, n≥3). 

 

La chromatographie sur couche mince démontre que le fluorophore libre en solution migre avec 

le front d’élution tandis que le composé A-DTAF reste sur la ligne de dépôt avec une faible migration 

(Figure 57a). Le DTAF est plus soluble dans les solvants organiques et migre alors avec l’acétone. 

Lorsque la molécule A est greffée par le DTAF, le caractère hydrophile est conservé et l’ensemble est 

moins affin pour l’acétone c’est pourquoi il migre peu. Cela se vérifie par ailleurs macroscopiquement 
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quand les poudres sont solubilisées : le A-DTAF se solubilise très facilement dans l’eau contrairement 

au DTAF libre. Enfin, sur la CCM, le composé A-DTAF ne présente pas de tâche qui migre au niveau de 

celle du contrôle, ce qui implique qu’il ne contient pas ou peu de fluorophore libre. Les résultats 

démontrent ainsi, que le DTAF est bien greffé à la molécule A et que la méthode de purification a 

permis d’éliminer le fluorophore qui n’a pas réagi. 

 

Les étapes de lavages utilisent un procédé de séparation de phases et peuvent engendrer des 

changements dans la conformation de la molécule A et notamment l’étape de précipitation du produit 

dans les phases organiques. Le composé A contient 81 ± 2% de mannose de sa matière sèche (Figure 

57b). Après greffage, la molécule marquée A-DTAF contient 88 ± 3% de mannose. La quantité de 

mannose retrouvée dans le produit marqué est équivalente à celle du contrôle. La légère 

augmentation pourrait néanmoins être le résultat d’une précipitation partielle de la fraction non 

saccharidique dans la phase organique ou tout simplement être liée à la sensibilité de la méthode de 

dosage colorimétrique.  

 

Les chromatogrammes obtenus par HPSEC permettent d’obtenir les masses molaires par diffusion 

de lumière (LS) et leur distribution en concentration par l’indice de réfraction (dRi) (Figure 57c). A 

partir de ces courbes ont été déterminées les valeurs des masses moyennes en nombre (Mn), en poids 

(Mw), l’indice de polydispersité (Ip) ainsi que les aires sous la courbe (AUC) par le logiciel Astra® (Figure 

57d). Le chromatogramme de la molécule A montre une polydispersité très élevée des polymères (>2). 

Elle est certainement le résultat des procédés d’extraction et de purification utilisés. Ils comportent 

en effet une succession d’hydrolyses enzymatiques pouvant conduire à l’obtention de fragments de 

tailles variées. Les procédés de greffage et de purification par séparation de phase pourraient alors 

entrainer une modification de cette répartition des tailles, c’est pourquoi la molécule A-DTAF a 

également été analysée en HPLC. Il apparaît que les courbes des composés A et A-DTAF (orange) se 

superposent avec des AUC similaires à 97% (LS) et 95% (dRi). Le fractionnement de cette molécule A 

en taille permettrait d’identifier la fraction active et de l’isoler. De plus, cette purification 

supplémentaire permettrait d’obtenir un oligosaccharide plus proche d’un grade pharmaceutique en 

vue d’une utilisation en clinique, et de mieux contrôler les profils de libération. Ce type d’approche a 

été réalisé pour d’autres composés d’origine naturelle [297], [338]. Des études de fractionnement ont 

été initiées pendant le projet par ultrafiltration et nanofiltration avec des résultats prometteurs 

(Annexe 2) et devraient être poursuivies. 
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Le fluorophore utilisé, le DTAF, a un poids moléculaire de 480Da. Une densité de greffage trop 

importante à la molécule A engendrerait alors une augmentation de taille non négligeable. Les valeurs 

de Mn mesurées par HPSEC indiquent que la taille du composé A-DTAF n’est pas modifiée de manière 

significative avec un Mn de 2,3 ± 0,3 kDa pour la molécule A et 2,6 ± 0,4 kDa pour A-DTAF (Figure 57d). 

Le marquage et la purification ne modifient donc pas de manière significative la taille de la molécule 

A et ne devrait pas avoir de répercussions majeures sur la libération et l’efficacité du composé. 

 

Pour permettre l’observation de la molécule A en temps réel dans des modèles in vivo, un 

radiomarquage a été effectué par du technétium 99mTc. Il permet de suivre la molécule par 

tomographie à émission monophotonique (TEMP) dans l’organisme. Auparavant, le technétium a déjà 

permis de radiomarquer avec succès un polysaccharide biosourcé de petit poids moléculaire (7 kDa) 

[339]. Les similitudes avec le composé A font de cet isotope radioactif un bon candidat pour effectuer 

un radiomarquage. L’efficacité et la stabilité du marquage ont été évaluées par CCM dont la 

radioactivité a été mesurée grâce à un radiochromatographe aux temps T0 et à 5h (Figure 58).  

 

Figure 58 : Chromatogrammes des radioactivités du composé A-99mTc et du technétium libre (99mTc) à T0 
(respectivement (a) et (b)) et à T5h (respectivement (c) et (d)) mesurées à partir de CCM (raytest MiniGITA) 

 

Le technétium libre migre avec l’éluant (Figure 58b et d) tandis que la molécule A-99mTC reste au 

niveau de la ligne de dépôt aux deux temps (Figure 58a et c). Des traces infimes de technétium non lié 

sont visibles à T5h. De la même manière que pour le greffage en fluorescence, lorsque le technétium 

est lié au composé A, le composé greffé conserve l’affinité de la molécule A pour la phase stationnaire. 

Le greffage a donc été réalisé avec succès. La pureté radiochimique est définie comme étant la 

répartition des intensités radioactives sur les chromatogrammes, évaluées grâce aux AUC. La réaction 
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de greffage a permis d’obtenir un produit radiomarqué d’une pureté radiochimique supérieure à 99% 

à T0 (Figure 58a). A 5h, la pureté radiochimique du composé radiomarqué est supérieure à 97% (Figure 

58c). Le radiomarquage est donc stable jusqu’à au moins 5h, permettant d’effectuer des 

expérimentations pendant cet intervalle de temps. 

 

II.1.b) Incorporation dans l’hydrogel 

La molécule A-DTAF a été incorporée dans les formulations réalisées dans la première partie de 

ce travail, dont les dénominations et nomenclatures sont rappelées dans le tableau ci-dessous Tableau 

18 : 

Tableau 18 : Tableau récapitulatif des formulations développées en (§I.1) 

 

 

Trois méthodes d’incorporation ont été étudiées pour introduire ce composé (Figure 59) : (1) 

In situ, (2) diffusion inverse et (3) imprégnation. La méthode « in situ » consiste au chargement de la 

molécule A à 10% (m/m) de la masse sèche en polysaccharide, dans la solution de pullulane et 

dextrane. La méthode incorporation par « diffusion inverse » repose sur l’introduction des hydrogels 

dans une solution concentrée d’actif à 5mg/mL, qui seront ensuite lyophilisés. Enfin, la méthode dite 

« d’imprégnation » comprend l’hydratation d’une matrice lyophilisée par une solution concentrée en 

molécule A. 

 

Figure 59 : Représentation schématique de l’ensemble des méthodes d'incorporation de la molécule A 

 

Dix-huit formulations ont ainsi été synthétisées et résumées dans le Tableau 19. 



Chapitre III : Formulation d’une plateforme de libération à partir d’une matrice poreuse 

116 

Tableau 19 : Tableau récapitulatif des formulations synthétisées avec la molécule A 

 

 

Le rendement d’incorporation de la molécule A dans les différentes formulations a été analysé 

par mesure de fluorescence. Les matrices synthétisées avec la molécule A-DTAF, ont été hydrolysées 

chimiquement en milieu alcalin (NaOH 1M) à 50°C. La fluorescence dans les hydrolysats, a ensuite été 

mesurée pour quantifier le rendement de molécule incorporée (Figure 60). Enfin, les capacités de 

libération des différentes conditions ont été évaluées in vitro (Figure 61). 

 

Figure 60 : Rendement d'incorporation de la molécule A en µg/mg de matrice sèche, histogramme par méthodes 
d’incorpation (a à c) et approximé par la quantité de phosphore retrouvé dans les matrices (a’ à c’). ‘’* et #’’ indiquent des 

différences significatives (p<0.05, n=3) et ’’ns’’ la non significativité (p>0,05). 
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Dans le cas de l’incorporation « in situ » (Figure 60a), plus la concentration en STMP est élevée, 

plus la molécule A est retenue. La même tendance est retrouvée pour les formulations MPuD(75 :25) et 

µPuD(75 :25). Les matrices formulées avec une concentration en STMP 3% sont 1,3 fois plus concentrées 

en molécule A que les STMP1.5%. Dans les études précédentes une relation a été établie entre la 

quantité de phosphore greffé, le taux de réticulation et le taux de gonflement (§I.1.b). La quantité en 

molécule A incorporée a ainsi été rapportée à la quantité de phosphore greffé (Figure 60a’ à c’). La 

relation établie pour la méthode in situ est linéaire avec un r²> 0,97 de la même manière pour les 

µPuD(75 :25) et les MPuD(75 :25) (Figure 60a’). Le composé A est alors soit piégé physiquement dans le 

réseau de polymères au moment de la réticulation, soit lié de manière covalente au pullulane ou au 

dextrane. Dans le premier cas, plus la quantité de phosphore greffé est élevée et plus le réseau est 

dense (§I.2.b), ce qui permettrait de piéger une plus grande quantité de molécule A. Dans le second 

cas, grâce à la nature saccharidique du composé A, une liaison covalente peut s’établir avec les 

polymères du réseau par greffage avec le STMP [312]. Plus la quantité en agent réticulant est élevée 

dans la formulation et plus les probabilités de ponter le composé A seraient élevées (Figure 60a). Par 

ailleurs, les formulations µPuD(75 :25) retiennent près de 1,2 fois plus de molécule A que les formulations 

MPuD(75 :25), à concentration de STMP équivalente. La normalisation au taux de phosphore greffé 

(Figure 60a’) démontre que la tendance est très proche. Les différences sont plutôt dues au rapport 

STMP/concentration de polymère initial, inférieur pour les MPuD(75 :25) (§I.1.b.i) couplé à la formation 

de pores par dégagement gazeux. 

 

Pour les méthodes d’incorporation après réticulation que sont la « diffusion inverse » et 

l’« imprégnation » (Figure 59), la tendance inverse a été observée. En effet, la quantité retenue en 

molécule A est plus grande quand le ratio de STMP est plus faible (Figure 60b et c). Par diffusion 

inverse, la concentration retrouvée en composé est 1,6 fois plus élevée pour le ratio STMP1.5% que 

pour STMP3% (Figure 60b). Une relation linéaire entre le taux de phosphore greffé et la rétention de 

la molécule A est constatée avec un r²> 0,96. Le mécanisme d’incorporation reposerait alors sur le 

taux de réticulation associée aux propriétés de gonflement des matériaux. D’une part, plus le 

paramètre de maille est grand et plus les molécules seraient capables d’y pénétrer. D’autre part, moins 

il y a de ponts de réticulation et plus les chaînes sont capables de s’étendre, permettant une capacité 

de gonflement plus importante, et donc d’absorber plus de solution (§I.1.b.ii). Cependant, les matrices 

µPuD(75 :25) sont capables de retenir 1,8 fois plus de molécule A que les MPuD(75 :25) (Figure 60b’). Cette 

différence repose potentiellement sur la différence d’hydratation finale entre les matériaux au 

moment de l’incorporation. Les formulations MPuD(75 :25) sont hydratées dans le l’eau (conductivité < 

10µS.cm-1) tandis que les µPuD(75 :25) sont hydratées dans du NaCl 0,025% (conductivité 540µS.cm-1). 
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Les matrices gonflent plus dans l’eau car la force ionique est moindre (§I.1.b.ii). La quantité d’eau 

libérée par les matrices MPuD(75 :25) dans la solution d’actif serait plus importante que celle libérée part 

les µPuD(75 :25). Cette différence peut alors modifier l’équilibre osmotique entre l’hydrogel et la solution 

d’actif (ratio 1 :10). De plus, à ce stade de la synthèse, les hydrogels MPuD offrent une porosité visible 

à l’échelle microscopique (§I.2.a). Précédemment, il a en effet été constaté que ces formulations 

avaient une fraction de porosité plus importante. Dans ce cas, ces pores diminuent la fraction solide, 

capables de retenir la molécule.  

 

Dans le cas de la méthode par imprégnation, la même tendance a été observée que pour la 

méthode de diffusion inverse. Toutefois, il n’y a pas de différences significatives entre les formulations 

MPuD(75 :25) et µPuD(75 :25) à ratio de STMP équivalent (Figure 60c). Le rendement de molécule retenue 

est en effet du même ordre de grandeur : µPuD(75 :25)2.25Ai = 76,2 ± 3,4 µg/mg et MPuD(75 :25)2.25Ai = 

81,8 ± 7,8 µg/mg. On note par ailleurs que les formulations µMPuD(75 :25)3Ai retiennent, 1,4 fois moins 

de molécule A que les µMPuD(75 :25)1.5Ai (Figure 60c’). Encore une fois, l’incorporation est dépendante 

du taux de réticulation et de la capacité de gonflement des matrices lyophilisées. Les matrices 

MPuD(75 :25) sont les conditions les plus poreuses et les moins réticulées. Elles avaient montré les 

capacités d’absorption les plus grandes (§I.1.b.ii), et donc les plus propices à retenir un volume plus 

important de la solution concentrée en molécule. Néanmoins, l’écart de rétention de composé entre 

les taux de réticulation STMP1,5% à 3% est un peu plus important pour les MPuD(75 :25) que pour les 

µPuD(75 :25) (1,1 fois) (Figure 60c’). La gamme de fraction de porosité entre les taux de réticulation était 

moins étendue que pour les MPuD(75 :25) à l’état hydraté (15% contre 24%) (§I.2.a). Cette 

caractéristique peut contribuer à intensifier les différences entre les taux de réticulation des 

différentes formulations. 

 

Le rendement d’incorporation a ensuite été comparé à la méthode utilisée (Tableau 20). 

Tableau 20 : Tableau récapitulatif des valeurs de molécule A incorporée dans les différentes formulations. 
Comparaisons entre les méthodes avec ‘’ * ‘’ indiquant une différence significative et ‘’ns’’ une absence de significativité 

(n=3, p<0,05 et p>0,05 respectivement). 
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Pour la méthode « in situ », moins de 50% de la molécule est retrouvé dans les matrices 

(Tableau 20). La quantité initiale introduite correspondait à 90µg/mg de masse sèche de 

polysaccharides tandis que 25 à 40 µg/mg ont été retrouvés dans les lysats (Tableau 20). Les méthodes 

employées d’imprégnation et de diffusion inverse permettent d’obtenir un meilleur rendement avec 

un ordre de grandeur similaire pour les µPuD(75 :25) aux alentours de 75 µg/mg. Le rendement final 

d’incorporation in situ serait lié à l’élimination des molécules non liées pendant les étapes de rinçage. 

Au contraire, les méthodes « post réticulation » ne subissent pas d’étapes de rinçage après 

l’introduction du composé et donc présentent peu de pertes de produit. Les matériaux MPuD, 

retiennent moins de composé que les µPuD par diffusion inverse et la tendance opposée est observée 

par imprégnation. La différence principale repose sur le fait que dans la méthode de diffusion inverse 

les hydrogels sont immergés à l’état hydraté, tandis que par imprégnation la solution est déposée sur 

le matériau lyophilisé. Pour cette dernière, le volume de solution est contrôlé et s’affranchit des 

risques de dilution liés à un apport de solvant par l’hydrogel.  

 

Les propriétés de libération des formulations fonctionnalisées par la molécule A-DTAF ont été 

évaluées par des études de libération in vitro dans du PBS1X à 37°C. La fluorescence libérée dans les 

surnageants, a été mesurée à plusieurs temps. La teneur en composé a été calculée à partir de gamme 

de molécule A-DTAF et la libération cumulée obtenue a été en normalisée aux rendements 

d’incorporation précédemment déterminés (Figure 60). Deux profils distincts ont été observés : un 

pour la méthode « in situ » et un autre pour les méthodes de diffusion inverse et imprégnation (Figure 

61).  

 

Figure 61 : Profils de libération de la molécule A des différentes formulations en fonction de la méthode d'incorporation 
utilisée et de leur porosité 
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Les courbes obtenues ont été caractérisées par des modèles mathématiques adaptés aux 

cinétiques observées (Tableau 21). Des modèles mathématiques de régression ont été appliqués aux 

courbes de libération des formulations « in situ », « Diffusion inverse » et « Imprégnation ». Les 

paramètres caractéristiques présentés sont les pentes et les coefficients de régression (r²). Dans le cas 

des formulations « in situ », une régression linéaire a été appliquée. Le T1/2 ne peut être calculé car 

dans le temps de l’étude, ces formulations n’ont pas atteint 50% de composé libéré. Un modèle de 

régression non linéaire a été appliqué aux autres méthodes avec comme valeurs caractéristiques les 

T1/2 et les r². Les valeurs issues de ces modèles sont présentées dans le Tableau 21. L’application de 

modèles différents semble bien adaptée au vu des r² obtenus [340]. 

 

Tableau 21 : Paramètres des courbes de libération de la molécule A calculés après régression linéaire (in situ) ou non 
linéaire (diffusion inverse et imprégnation). Logiciel Graphpad Prism® (V7). 

 

 

Très peu de fluorescence liée à la présence en actif A-DTAF a été détectée dans les 

surnageants des matériaux µPuD(75:25)Ax et MPuD(75:25)Ax (Figure 61a et b). Moins de 0,2% de molécule 

A est libéré par heure quelle que soit la formulation indépendamment de la concentration en STMP 

(Tableau 21). L’hypothèse émise précédemment sur une liaison covalente du composé A au réseau de 

polymère est alors privilégiée. En effet, si la molécule est co-réticulée chimiquement aux hydrogels, 

elle n’est délivrée que par érosion du système [262] : les chaines de polymères sur lesquelles la 

molécule A est liée, clivées par dégradation, en permettraient la libération [262]. Les conditions 

d’expérimentations, pH physiologique à 37°C pendant 24h, n’induiraient donc pas la dégradation des 

hydrogels, à court terme. 

 

Lorsque le composé a été introduit par diffusion inverse ou imprégnation dans les matrices, 

le profil de libération atteint un plateau après 3h de libération (Figure 61c à f). Les deux méthodes 

présentent le même type de profil de libération : la moitié de la quantité d’actif A est libérée en 

moyenne en 35 min (Tableau 21). Le composé est dans un premier temps libéré en « burst release» 

suivi d’une libération plus progressive. Le « burst-release » définit la libération d’une grande quantité 

de composé en peu de temps. La libération suivante, plus progressive, peut être liée à l’infiltration du 
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solvant dans la matrice [341] et au delta osmotique qui diminue au fur et à mesure de la libération de 

la molécule A.  

 

Afin d’identifier le mécanisme de diffusion de la molécule, plusieurs modèles mathématiques 

spécifiques ont été appliqués aux profils de libération [261], [342]. Pour ce faire, les modélisations 

sont normalement réalisées sur les courbes jusqu’à 60% de libération mais sont ici non applicables sur 

les profils obtenus. Elles ont alors été réalisées sur la première phase de la libération rapide qui 

précède le plateau (3 premières heures). Quatre modèles de diffusion ont alors été étudiés, d’ordre 

zéro, de premier ordre, d’Higushi et de Korsmeyer et Peppas. Ils sont présentés dans la Figure 62 pour 

la formulation µPuD(75 :25)2.25Ad. 

 

Figure 62 : Concordance entre les modèles (a) de cinétique d’ordre zéro, (b) de cinétique e premier ordre, (c) d’Higushi 
et (d) de Korsmeyer (lignes pointillées noires) et les résultats expérimentaux (points bleus). 

 

Il apparait que la cinétique de libération correspond le mieux au modèle décrit par Korsmeryer et 

Peppas [343] qui établit la relation suivante : 

𝑀𝑡

𝑀∞
= 𝑘𝑡𝑛 

Avec « Mt » La quantité de molécule libérée dans le temps, « M∞ » la quantité libérée après un temps infini, « n » le 

coefficient de diffusion et « k » la constante de libération de Korsmeyer 
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L’ensemble des profils a alors été modélisé avec la relation de Korsmeyer et Peppas dont les 

différents paramètres sont répertoriés dans le Tableau 22 : 

 

Tableau 22 : Corrélation (r²) et paramètres « k » et « n » issus de la modélisation de Korsmeyer&Peppas 

 

 

La valeur de l’exposant « n » suggère que la libération du composé suit la loi de Fick (n≤0,5 

[344]), c’est à dire de la région la plus concentrée vers la moins concentrée [345] par mécanisme de 

diffusion contrôlée [342], et dépendrait ainsi du delta osmotique entre les deux. La diffusion serait 

indépendante du gonflement de la matrice [261]. En effet, aucun impact majeur de la concentration 

en STMP ou de la porosité n’a été observé sur la cinétique de libération de la molécule A. Les 

différences seraient plutôt dépendantes de la quantité initiale présente dans les formulations. En 

effet, les différences de T1/2 visibles dans le Tableau 21 pourraient être issues de la normalisation par 

le rendement d’incorporation (Figure 60b et c). Ce modèle suggère que les molécules sont 

certainement plus petites que la taille des mailles du réseau de pullulane/dextrane. Le paramètre de 

maille de la formulation avec le taux de réticulation le plus élevé, µPuD(75 :25)3, a été calculé à 50nm 

(§I.2.b). La molécule A, oligosaccharide branché de 3kDa, aurait alors un diamètre de giration inférieur 

au paramètre de maille, sa libération ne serait donc pas perturbée par le réseau de polymères [320]. 

Une solution intéressante pour moduler la libération serait de formuler la molécule A en particules ou 

de la greffer à des polymères de haut poids moléculaire. 

 

Ces caractérisations ont permis de mettre en évidence des différences liées à la méthode 

d’incorporation, sans impact majeur apporté par le changement de porosité ou par le taux de 

réticulation. Les mêmes études d’incorporation et de libération ont été conduites avec la molécule B, 

de nature peptidique, dans les matrices de pullulane/dextrane. 

 

II.2) Molécule B 

La molécule B est extraite du riz et composée de peptides de poids moléculaire inférieur à 3,5 

kDa. Elle représente une source d’acides aminés facilement assimilables par les cellules. Il a été montré 

dans des études in vitro que cet apport permet d’augmenter la synthèse de composants de la MEC 
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par les fibroblastes et de stimuler la différenciation épidermique. Ces activités d’amplification du 

métabolisme protéique sont très intéressantes pour stimuler la reconstruction de l’épiderme et du 

derme ainsi appliquée à un contexte de cicatrisation. 

 

II.2.a) Caractérisation du composé 

Les acides aminés peuvent être chargés ou neutres en fonction du pH de l’environnement. La 

séquence en acide aminés de la molécule B n’étant pas déterminée, la charge globale du composé a 

été mesurée par titration grâce à la mesure du potentiel Zeta (ζ) en fonction du pH comme décrit par 

Salgin et al [346](Figure 63). 

 

Figure 63 : Charge du composé B mesurée par le potentiel ζ en fonction du pH. 

La titration indique qu’au-delà d’un pH de 3,5 la molécule B présente une charge de surface 

négative. 

 

Le composé B ne possède pas de propriétés intrinsèques d’absorption ou d’émission de lumière 

qui en permettrait le suivi sans passer par des dosages. Les méthodes de dosage colorimétriques, ne 

sont pas suffisamment sensibles pour des études de libération. Pour remédier à cela, la molécule B a 

été marquée par un dérivé de la fluorescéine, FITC, pour permettre un suivi de la libération par 

fluorescence. Afin de s’assurer de la qualité du marquage fluorescent, l’efficacité et la pureté du 

greffage ont été analysées. Pour estimer le taux de greffage, le dosage des amines libres a été réalisé 

et la protéine marquée a été analysée par chromatographie sur couche mince (CMM) (Figure 64).  

 

Figure 64 : (a) Tableau des taux d'amines primaires retrouvés dans les composés B et B-FITC avec le rendement du 
greffage. La significativité est représentée par *(p<0,05, n=3). (b) Photographie CCM du FITC libre et du B-FITC révélée 

à l'UV (365nm) avec la flèche indiquant le sens de migration. 
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La quantité en amines primaires présente dans le composé B a été déterminée par dosage TNBS. 

Initialement, le composé B contient 3,42 ± 0.24 µmolNH2/mg de matière sèche. Cette concentration 

est réduite significativement après le greffage des FITC à 2,29 ± 0.09 µmolNH2/mg (Figure 64a). La 

diminution de la quantité d’amines primaires après la réaction de greffage, témoigne de la liaison du 

FITC aux groupements amines. En effet, le FITC se lie aux fonctions amines, présentes en N-terminal 

de la séquence peptidique par formation d’un lien isothiouré, en conditions alcalines [347]. L’amine 

primaire devient alors secondaire et n’est plus détectable au dosage. Cette diminution de 33% suggère 

que le FITC a été greffé aux amines de la molécule avec un ratio de 1 :3. 

 

La chromatographie sur couche mince indique que le fluorophore libre en solution migre avec le 

front d’élution tandis que le composé B-FITC reste sur la ligne de dépôt (Figure 64b). De la même 

manière que le DTAF, le FITC est plus soluble dans les solvants organiques et lorsqu’il est lié à la 

molécule B, l’ensemble conserve l’affinité de la molécule B pour la phase stationnaire et ne migre plus 

avec le solvant. Cela se vérifie par ailleurs macroscopiquement par la solubilité des poudres, car la 

molécule B-FITC se solubilise très facilement dans l’eau contrairement au FITC libre. Enfin, le composé 

B-FITC ne possède pas de signal correspondant au contrôle « fluorophore libre », ce qui implique qu’il 

ne contient pas ou très peu de fluorophore non lié et que l’étape de purification est suffisante. 

 

II.2.b) Incorporation dans l’hydrogel 

La molécule B a été incorporée dans les 6 formulations réalisées dans la première partie de cette 

étude, dont les dénominations et nomenclatures sont rappelées dans le Tableau 18. L’incorporation 

de la molécule B dans les hydrogels a été testée en utilisant deux des trois méthodes exposées en 

(§II.1.b) : les méthodes (1) in situ et (2) diffusion inverse (Figure 59). Les résultats obtenus avec la 

molécule A et la méthode d’imprégnation n’étaient pas très différents de ceux de la méthode de 

diffusion inverse en termes de libération. De plus avec cette méthode, l’homogénéité d’incorporation 

était moins bonne. Douze formulations ont ainsi été synthétisées et sont rappelées ci-dessous 

(Tableau 23) : 

Tableau 23 : Tableau récapitulatif des formulations synthétisées avec la molécule B 
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Le rendement d’incorporation de la molécule B-FITC dans les différentes formulations a été 

analysé par fluorescence. Les matrices synthétisées avec la molécule B-FITC, ont été hydrolysées 

chimiquement en milieux alcalin (NaOH 1M) à 50°C. La fluorescence dans les hydrolysats, témoin de 

la présence de la molécule, a ensuite été mesurée pour quantifier l’incorporation (Figure 65). Ensuite, 

les capacités de libération des différentes conditions ont été évaluées par des études de libération in 

vitro (Figure 66). 

 

Figure 65 : Rendement d'incorporation de la molécule B dans les différentes formulations synthétisées par rapport à la 
méthode utlisée (a et b) et approximé par la quantité de phosphores greffés (a’ et b’). ‘’* et # ‘’ indiquent des 

différences significatives (p<0.05) et « ns » indique une non significativité (p>0,05, n=3). 

 

Comme observé précédemment dans les études réalisées sur la molécule A (voir §II.1.b), des 

différences ont été retrouvées en fonction de la méthode d’incorporation utilisée, de l’agent porogène 

et du taux de réticulation (Figure 65a et Tableau 24). Très peu d’actif B (<10µg/mg de matrice) est 

retenu par le matériau avec la méthode « in situ » (Figure 65a). Cela constitue moins de 10% de la 

quantité ajoutée dans la solution de polysaccharides (90µg/mgPS). Le composé B est très 

certainement éliminé en grande majorité (>90%) pendant les étapes de rinçage ce qui suggère à la fois 

une absence de liaisons covalentes et une diffusion aisée à travers l’hydrogel. Pendant l’étape de 

réticulation, il est peut-être piégé dans le réseau de polymère, sans interactions covalentes. Par 

ailleurs, il semble être éliminé plus facilement pendant les étapes de rinçage que la molécule A 

(Tableau 20). Cela peut être lié à la différence de nature de ces composés. En effet, dans la littérature, 
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le STMP a surtout été décrit comme agent réticulant des carbohydrates [300], [312], [348]. Ceci 

supporte la théorie d’absence de pontage au réseau. La rétention est toutefois modulée par le taux 

de réticulation. La réticulation par la concentration STMP3% a permis d’incorporer 1,5 fois plus de 

molécule B que la concentration STMP1.5% (Tableau 24). Les molécules résiduelles après les étapes 

de rinçages doivent être piégées dans le réseau; leur quantité augmente avec le taux de réticulation. 

Le porogène utilisé ne semble par contre, pas avoir d’impact (Figure 65a’). 

 

Tableau 24 : Tableau récapitulatif des valeurs de molécule B incorporée dans les différentes formulations. 
Comparaisons entre les méthodes avec ‘’*, **’’ indiquant une différence significative (n=3, p<0,05 et p<0,01 

respectivement). 

 

 

La méthode d’incorporation par diffusion inverse a permis de retenir plus de 50µg/mg d’actif 

soit un facteur au moins 5 fois supérieur à la méthode précédente (Tableau 24). Encore une fois, les 

formulations plus réticulées (STMP3%) ont une teneur en molécule B plus faible que pour les 

formulations moins réticulées (STMP1.5%) (Figure 65b). Les capacités de gonflement influencent ici 

aussi les capacités de rétention des composés. De la même manière que pour l’incorporation de la 

molécule A, les matrices µPuD(75 :25) retiennent près de 1,5 fois plus de composé B que les formulations 

MPuD(75 :25) (Figure 65b’). Cette différence découle probablement de l’utilisation de matrices 

hydratées pour l’incorporation. La méthode de diffusion inverse semble introduire la molécule B en 

plus grande quantité dans l’hydrogel que la molécule A (µPuD(75 :25)2.25Ad=69µg/mg contre 

µPuD(75 :25)2.25Bd=102µg/mg). La taille de la molécule B est probablement plus petite que la molécule 

A  ce qui pourrait augmenter son infiltration dans l’hydrogel et en augmenter l’efficacité 

d’incorporation [349]. 

 

Les propriétés de libération des formulations synthétisées avec l’actif B-FITC ont été évaluées 

par des études de libération in vitro comme décrit précédemment (§II.1.b). La fluorescence mesurée 

dans les surnageants a permis d’évaluer la quantité en composé actif libéré en fonction du temps 

(Figure 66). Deux profils sont alors observés par rapport à la méthode d’incorporation employée. 
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Figure 66 : Profils de libération de la molécule B des différentes formulations en fonction de la méthode 
d'incorporation et de la porosité 

 

De la même manière que précédemment (II.1.b), les courbes obtenues ont été analysées à l’aide 

des modèles mathématiques adaptés aux profils observés : les courbes ont été analysées par 

régression linéaire pour la méthode « in situ » et non linéaire pour la méthode de « diffusion inverse » 

(Tableau 25)  

 

Tableau 25 : Paramètres des courbes de libération de la molécule B calculés après régression linéaire (in situ) ou non 
linéaire (diffusion inverse). Logiciel Graphpad Prism® (V7). 

 

 

Très peu d’actif a été libéré des formulations dans lesquelles le composé B a été introduit « in 

situ » (inférieur à 0,3%/h) (Figure 66a et b). Le peu de composé retenu pourrait alors être libéré par 

diffusion lente ou par dégradation de la matrice. Mais ces concentrations libérées ne sont 

probablement pas suffisantes pour permettre un effet au niveau cellulaire. 

 

Pour la méthode de « diffusion inverse », le composé est libéré en « burst release» avec 100% de 

l’actif délivré en 2 à 3h (Figure 66c et d) dont 50% en moins de 20 min (Tableau 25). Le profil des trois 

premières heures de libération, correspond au modèle de libération décrit par Korsmeryer et Peppas 

[343] (Tableau 26), de la même façon que la molécule A (Tableau 22). 
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Tableau 26 : Valeurs de corrélation au modèle (r²), et des paramètres « k » et « n » calculés à partir de l’équation de 
Korsmeyer 

 

 

On retrouve une valeur de l’exposant « n » qui suggère dans ce cas aussi, que la libération du 

composé suit la loi de Fick (≤0,5)[344]. Le système suivrait alors une libération par diffusion contrôlée, 

qui ne dépendrait pas du gonflement de la matrices [261]. Cela correspond à l’absence d’impact 

significatif de la concentration en STMP ou de porosité sur la cinétique de libération. Par ailleurs, les 

peptides sont de taille inférieure à 3,5KDa. En absence d’interactions spécifiques avec le réseau de 

polymères des hydrogels, la libération se fait alors suivant le même profil.  

 

D’autres stratégies pourraient être explorées pour améliorer la rétention du composé B dans 

l’hydrogel par des procédés chimiques ou physiques [252]. Une possibilité serait de greffer le composé 

au réseau de polymère. Pour ce faire, la réaction EDC/NHS[350] permettrait de lier les groupements 

amines primaires du peptide à des fonctions carboxyles préalablement ajoutées sur le pullulane ou le 

dextrane. Une autre méthode serait de créer des interactions électrostatiques avec les charges 

négatives du composé B et des charges positives greffées au réseau de polymère. Ce procédé 

permettrait éventuellement de ralentir la cinétique de libération. Pour cela, des charges positives 

doivent être apportées au support. Cette technique de fonctionnalisation a été étudiée ci-après. 

 

II.2.c) Fonctionnalisation par des charges positives 

Une des caractéristiques de la molécule B est sa charge négative quand le pH est supérieur à 3,5 

(Figure 63). Cette propriété est utilisée pour former des interactions électrostatiques avec le réseau 

de l’hydrogel. Pour cela, les hydrogels doivent alors porter des charges positives. Un procédé possible 

est d’utiliser du dextrane préalablement modifié, nommé « D+ » (Mw 500kDa) pour synthétiser ce 

matériau, non détaillé pour des raisons de confidentialité. Il est introduit en remplacement total du 

dextrane. Cette étude a été menée sur des hydrogels synthétisés avec un agent porogène, le NaCl (µ) 

et un seul taux de STMP (2,25%). Deux ratios de polysaccharides ont été formulés avec ce dextrane 

modifié : 75:25 et 50:50 (respectivement pullulane : dextrane+). Les formulations µPuD+(75:25)2.25 et 

µPuD+(50:50)2.25 ont ainsi été synthétisées. 
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Dans un premier temps, la faisabilité de la synthèse et l’évaluation des caractéristiques qui 

découlent de ces matrices fonctionnalisées ont été analysées. Les solutions avec les différents 

polysaccharides ont été préparées (Figure 67).  

 

Figure 67 : Photographies des solutions de polysaccharides des formulations (a) µPuD(75 :25), (b) µPuD+(75:25) et (c) 
µPuD+(50:50). 

 

Les hydrogels ont ensuite été synthétisés suivant le même procédé que précédemment. Ils ont 

été dans un premier temps observés macroscopiquement, avant et après lyophilisation (Figure 68) 

puis en microscopie électronique à balayage à l’état lyophilisé (Figure 69).  

 

Figure 68 : Photographies de matrices synthétisées sans et avec le Dextrane modifié (D+) à l’état hydraté (a à c) et à 
l’état lyophilisé (d à f).  

 

Macroscopiquement et avant lyophilisation, les matrices fonctionnalisées apparaissent 

opaques et blanches (Figure 68b et c) tandis que les matrices contrôles non fonctionnalisées sont 

translucides (µPuD(75 :25)2.25, Figure 68a). Il est à noter que les matrices s’opacifiaient au fur et à 

mesure des étapes de rinçage. Par ailleurs, les matrices µPuD+(50 :50)2.25 présentent un aspect 

granuleux (Figure 68c) alors que les µPuD+(75 :25)2.25 semblent lisses et homogènes, similaires au 

contrôle (Figure 68b et a). A l’état lyophilisé, les matrices fonctionnalisées conservent un aspect 

différent (Figure 68d à f). Elles semblent en effet plus denses et moins poreuses que le contrôle. Pour 

confirmer cette observation, la surface des matrices lyophilisées a été analysée en MEB (Figure 69). 
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Figure 69 : Images MEB des matrices synthétisées sans (a) et avec du dextrane modifié à 25% (b) et à 50% (c) en ratio 
de polysaccharides. Echelle 200 µm applicable à toutes les images. 

 

Les différences de topographie constatées macroscopiquement ont été confirmées à l’échelle 

microscopique. En effet, la matrice contrôle (Figure 69a) présente une surface relativement lisse avec 

des pores de grandes tailles (grand axe environ 500µm). Les formulations fonctionnalisées possèdent 

une surface rugueuse avec des pores circulaires et de tailles inférieures (environ 50 µm de diamètre) 

(Figure 69b et c). Les matériaux les plus riches en polymère D+ (µPuD+(50 :50)2.25) présentent 

également des aspérités (Figure 69c), qui rappellent la structure granuleuse observée avant 

lyophilisation (Figure 68c). 

 

Pour évaluer l’effet des charges positives sur les capacités d’absorption des hydrogels 

fonctionnalisés, des études de gonflement ont été réalisées par immersion des formulations 

lyophilisées dans du PBS 1X (Figure 70). 

 

Figure 70 : Taux de gonflement des matrices fonctionnalisées ou non dans le PBS 1X. "* et **" indiquent des 
différences significatives avec p<0,05 et 0,01 respectivement (n=4). 

 

Les matrices formulées avec 25% et 50% de dextrane modifié gonflent respectivement 1,7 et 2 

fois que leur contrôle dans le PBS (Figure 70a). Ces charges positives se repousseraient alors et 

étendraient le réseau de polymères, permettant une rétention plus importante de solvant [351]. Le 

taux de réticulation pourrait également être responsable de ces différences de propriétés de 

gonflement. En effet, les groupements porteurs des charges pourraient gêner la réaction de greffage 

par le STMP et former un réseau moins réticulé et avec des chaines plus extensibles. D’une part, ils 
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sont greffés sur des sites de réaction du STMP et en diminuent la disponibilité ; et d’autre part 

l’encombrement stérique et la charge qu’ils apportent pourraient également interférer avec la 

réaction de réticulation. Cependant, la méthode de quantification de phosphore par dosage 

colorimétrique (I.1.b.i) n’a pas permis d’estimer la quantité qui a été greffée dans les formulations 

fonctionnalisées. Le mélange réactionnel a conduit à la formation d’un précipité empêchant l’analyse 

des échantillons. D’autres méthodes sont à envisager pour analyser le greffage du phosphore. 

 

La formulation de matrices à base de pullulane et de dextrane modifié a été réalisée avec 

succès. Ces formulations ont par la suite été chargées en composé B par méthode de diffusion inverse 

(Figure 59). La méthode in situ n’a pas été étudiée de par sa faible incorporation et son profil de 

libération déjà lent dans l’étude précédente. Les matrices contrôles, µPuD(75:25)2.25Bd, et 

fonctionnalisées, µPuD+(75 :25)2.25Bd et µPuD+(50:50)2.25Bd, ont ainsi été synthétisées. Les hydrogels 

µPuD+(50:50)2.25Bd ont rencontré des difficultés de synthèse par rapport au contrôle sans dextrane 

modifié. En effet, des résidus d’eau ont persisté après la lyophilisation. Quelques matrices 

µPuD+(75 :25)2.25Bd présentaient des zones hydratées tandis que certaines matrices µPuD+(50:50)2.25Bd 

avaient complètement repris en humidité. 

 

Le rendement d’incorporation et la libération in vitro ont été caractérisés à partir des 

échantillons les mieux lyophilisés, d’après la méthode décrite précédemment (voir §II.2.b)(Figure 71). 

 

Figure 71 : Incorporation de la molécule B dans les matrices fonctionnalisées par des charges positives (a). Profils de 
libération (b) et caractéristiques calculées par le modèle de Korsmeyer & Peppas (c). Les différences significatives sont 

indiquées par ‘’* et **’’ (p<0,05 et p<0,01, n≥3). 
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La quantité d’actif retenue dans les matériaux lyophilisés a été déterminée après hydrolyse 

alcaline (NaOH 1M, 50°C) (Figure 71a). Le rendement en composé B est 6 fois et 9 fois plus important 

dans les formulations avec le dextrane modifié par rapport au contrôle : respectivement 

µPuD+(75 :25)2.25 Bd = 405,0 ± 55,6 µg/mg, µPuD+(50:50)2.25 Bd = 629,9 ± 69,3 µg/mg contre 

µPuD(75:25)2.25 Bd = 71,7 ± 7,8 µg/mg . Plus la matrice comporte des charges positives et plus elle est 

capable de retenir de molécule B. Le composé B est en effet chargé négativement à pH physiologique 

(Figure 63) formant de liaisons électrostatiques avec les charges positives du dextrane modifié. 

Cependant, ces rendements très élevés peuvent avoir engendré les problèmes rencontrés pendant 

l’étape de lyophilisation. Le peptide trop concentré serait plus affin pour l’eau et affecterait l’efficacité 

de la sublimation [315]. 

 

Toutes les formulations libèrent in vitro 100% du composé en trois heures. Les études témoignent 

d’un profil de diffusion de la molécule en « burst release» suivi d’un plateau (Figure 71c). La première 

phase de libération a été analysée suivant le modèle de Korsmeyer & Peppas (Figure 71d). La présence 

et l’augmentation de charges positives n’impactent pas de manière significative la vitesse de libération 

(Figure 71d). Le modèle de diffusion suit encore une fois la loi de Fick (n≤0,5) supposant une libération 

par diffusion contrôlée, indépendante du taux de gonflement. Les interactions entre les charges 

négatives de l’agent et les charges positives du dextrane modifié ne sont pas assez fortes et sont 

déstabilisées par les forces ioniques apportées par le PBS. 

 

II.3) Sélection des matériaux 

L’incorporation de composés dans les hydrogels de pullulane/dextrane a permis de démontrer 

que plusieurs facteurs en affectaient l’efficacité de chargement et de libération de composés. En effet, 

la variation des paramètres de synthèse, tels que la quantité d’agent réticulant et le type d’agent 

porogène utilisé, a permis de moduler la quantité de molécule d’intérêt retenue. Les formulations 

« µPuD(75 :25)» ont permis d’introduire plus d’agent actif A et B que les « MPuD(75 :25) ». De même, la 

méthode d’incorporation choisie ainsi que la nature du composé étudié, induisent un rendement 

d’incorporation différent. A ce propos, la méthode d’incorporation « in situ » du peptide B n’a pas 

démontré d’intérêt particulier car le rendement d’incorporation était faible (<9%) et insuffisant pour 

provoquer un effet. 

 

Les méthodes de chargement « in situ » et post réticulation (diffusion inverse et imprégnation), 

ont permis d’obtenir deux profils de libération : lent et rapide. Dans le premier cas, les molécules 

suivent un modèle de libération contrôlé par la chimie (c’est à dire par érosion du matériau) tandis 
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que le deuxième repose sur un modèle de libération contrôlé par diffusion. Cependant, aucune 

différence n’a pu être mise en évidence entre les taux de réticulation ou la porosité. De plus, la 

cinétique de libération était similaire pour les méthodes « diffusion inverse » et « imprégnation ». 

Cette dernière nécessite une étape supplémentaire de lyophilisation. Elle est donc plus contraignante 

et sans apport sur les performances. C’est pourquoi seule la méthode par « diffusion inverse » est 

conservée en plus de la méthode « in situ ». 

 

Le taux de réticulation a néanmoins démontré des modifications sur les propriétés physiques 

des hydrogels. Le taux le plus élevé, STMP3%, présente les capacités de gonflement les plus faibles. 

Cela impacte la rétention en composé, et est moins intéressant pour l’apport d’un environnement 

hydraté dans un contexte de plaie. Le taux le plus faible de réticulation, STMP1.5%, entraine des 

propriétés mécaniques plus faibles de l’hydrogel, le rendant moins maniable, peu adapté à 

l’implantation. La concentration intermédiaire, STMP2.25%, constitue donc un bon compromis et est 

retenue pour les études d’incorporation sur les molécules A et B, les études in vitro de caractérisation 

cellulaire, ex vivo et une partie in vivo. 

 

De plus, la fonctionnalisation par des charges positives a permis de retenir plus de molécules B 

sans impact significatif sur la cinétique de libération. Les formulations fonctionnalisées enrichies en 

peptide B (µPuD+(75 :25)2.25Bd et µPuD+(50 :50)2.25Bd) ont rencontré des difficultés de synthèse et ne 

sont pas conservées pour la suite des caractérisations. 

 

Les justifications évoquées précédemment ont permis de sélectionner les formulations 

suivantes µPuD(75 :25)2.25 Ax, µPuD(75 :25)2.25 Ad et µPuD(75 :25)2.25 Bd, pour poursuivre les études 

suivantes. 

 

II.4) Caractérisation des matériaux sélectionnés 

Pour évaluer les propriétés de libération des formulations sélectionnées, des tests de libération 

sur des modèles ex vivo et in vivo ont été mis en place, suivis par des études d’interactions 

cellules/matériaux in vitro. 

 

II.4.a) Etudes de libération sur des modèles de peau 

La libération et les capacités des molécules à pénétrer dans des substrats ont été évaluées sur 

des modèles de peau ex vivo et dans des modèles de plaie chez l’animal. 
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I.1.a.i) Pénétration transcutanée 

L’étude de pénétration transcutanée est une étude recommandée pour évaluer la pénétration 

d’ingrédients cosmétiques et de substances pharmaceutiques à travers la peau (OCDE 428[352]). Elle 

s’intègre à la règle des « 3R »[353] liée à l’expérimentation animale, notamment pour « réduire » le 

nombre d’animaux par une sélection des échantillons au préalable. L’utilisation de peaux 

compromises présente un réel intérêt pour étudier le comportement des molécules à travers des 

barrières altérées. 

 

Les travaux de PTC ont été réalisés sur de la peau de porc explantée. Deux procédés de 

dégradation des peaux ont été mis en place. Dans un premier temps, la dégradation du tissu cutané 

est réalisée par un cycle de congélation/décongélation. Cette dégradation est associée, dans un 

second temps, à des microperforations à l’aide d’un dermaroller. Les peaux saines et compromises 

ont été analysées pour étudier l’intégrité de la barrière cutanée (Figure 72). 

 

Figure 72 : Coupes histologiques de peau de cochon (a) saine, (b) congelée/décongelée et (c) 
décongelée/microperforée après coloration HES. Microperforation représentée par la flèche noire. Echelle 50 µm 
applicable à toutes les images. (d) Valeurs de la résistance transépithéliale des peaux saines et compromises (n=3) 

 

Le résultat microscopique de cette dégradation a été observé sur des coupes histologiques après 

coloration hématoxyline/éosine/safran (HES) (Figure 72a à c). Seul l’effet de la microperforation est 

facilement identifiable sur les coupes (Figure 72c) avec une perforation de la couche épidermique 

jusqu’au début du derme. L’altération de la fonction barrière a été mise en évidence dans des 

pathologies chroniques et inflammatoires de la peau grâce l’utilisation de méthodes spécifiques [354]. 

Ces méthodes telles que la résistance transépithéliale (TEER) permettent de suivre la perméabilité de 
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la peau. Elle consiste à appliquer un courant électrique à travers un échantillon pour en évaluer 

l’intégrité [304] et est facilement applicable à des explants de peaux. Les valeurs de TEER des différents 

modèles de peau ont été mesurées (Figure 72d) et diminuent avec les étapes d’altération : 11,4±2,4kΩ 

pour les peaux saines, 4,6±1,0 kΩ pour les peaux congelées/décongelées et 0,6±0,1kΩ pour les peaux 

décongelées/microperforées. La congélation préalable des peaux à -20°C sans cryoprotectant semble 

altérer la perméabilité des échantillons par la formation de cristaux de glaces dans le tissu. Les tissus 

de la peau semblent moins denses ce qui expliquerait la diminution de la valeur de TEER. Ajoutée à 

cette étape de congélation/décongélation, la perforation de l’épiderme augmente la diminution de la 

TEER. La couche cornée de l’épiderme est la couche la plus externe de la peau dont les cellules, les 

cornéocytes, constituent la barrière la plus efficace contre les agents extérieurs [355]. L’application 

du dermaroller a engendré une rupture de l’intégrité de cette couche et donc une valeur de TEER plus 

faible. Ces données ont permis de valider l’efficacité des méthodes de dégradation des peaux. Le 

modèle le plus compromis, par congélation/décongélation + microperforations, a été sélectionné pour 

analyser la libération et la pénétration des composés A et B à partir des formulations sélectionnées. 

 

La libération et la pénétration des composés actifs fluorescents A-DTAF (Figure 73) et B-FITC 

(Figure 74) ont donc été étudiées sur ces peaux altérées. Les formulations des hydrogels sélectionnés 

ont été confrontées à une formulation en crème « Cr-A » et « Cr-B ». Il s’agit ainsi de comparer les 

propriétés d’échantillons sous forme d’agent topique et de biomatériau. La distribution des molécules 

dans les compartiments de la cellule de Franz a été mesurée 15h après le dépôt des échantillons. A la 

fin de l’expérience, les différents compartiments ont été récupérés : les formulations résiduelles, les 

couches de la peau (derme et épiderme) ainsi que les sous-nageants (Figure 46). La fluorescence liée 

à la molécule d’intérêt a été mesurée après traitement de chacun des échantillons (Figure 73 et Figure 

74).  

 

Dans un premier temps, les formulations réalisées avec la molécule A ont été analysées (Figure 

73). 
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Figure 73 : Quantité de molécule A retrouvée dans la peau (encadré orange) et dans la cellule de Franz après 15h. Les 
différences significatives sont indiquées par ‘’*, ** et ***’’ (p<0,05, p<0,01 et p<0,001 respectivement) et « ns » 

indique une absence de différence significative (p>0,05) (n≥6). 

 

Pour les matrices µPuD(75 :25)2.25Ax dont la molécule A a été incorporée par la méthode « in situ » 

(orange foncé), près de la totalité du composé a été retrouvé dans la matrice (95,6 ± 9,4%). Une 

quantité infime de fluorescence a pu être mesurée dans la peau (épiderme = 0,2 ± 0,1% et derme = 

0,9 ± 0,4%) et dans le sous-nageant (0,55 ± 0,1%). Ces résultats concordent avec ceux observés dans 

les essais de libération in vitro (Figure 61). Comme envisagé dans les études précédentes, la molécule 

A est potentiellement liée de manière covalente au réseau de polymères. Elle ne peut diffuser à moins 

d’une dégradation de l’hydrogel.  

 

Contrairement à la méthode in situ, lorsque le composé a été chargé dans l’hydrogel par diffusion 

inverse (µPuD(75 :25)2.25Ad, orange clair) ou formulé en crème (Cr-A), il est en partie libéré et capable 

de traverser toutes les couches de la peau. En effet, 62,0 ± 14,9% de la molécule A est retrouvé dans 

la matrice µPuD(75 :25)2.25Ad après 15H. Elle a pénétré dans la peau à hauteur de 2,8 ± 0,8% dans 

l’épiderme, 5,5 ± 2,7%, dans le derme et jusque dans le sous-nageant (2,2 ± 0,7%). Le composé a été 

libéré de façon similaire pour la formulation Cr-A à l’exception de l’épiderme où il est deux fois plus 

retenu que la formulation hydrogel. Le caractère lipophile de la crème doit potentialiser la rétention 

de la molécule A par les lipides intercellulaires de la couche cornée de l’épiderme [356]. Toutefois, 
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28% du composé A ne sont pas retrouvés pour les formulations crème Cr-A et matrices 

µPuD(75 :25)2.25Ad. Cette perte est probablement le résultat des multiples étapes de récupération et 

de traitement des différents compartiments. La molécule A présente ainsi des propriétés de diffusion 

à travers un modèle de peau compromise similaire entre une formulation crème et hydrogel. Les 

matrices µPuD(75 :25)2.25Ad présentent cependant l’avantage de fournir et maintenir un 

environnement humide, crucial pour le traitement des plaies cutanées [142], [191], [193]. 

 

Dans un second temps, la diffusion de la molécule B à partir des hydrogels (µPuD(75 :25)2.25Bd) a 

été comparée à une formulation topique en crème (Cr-B) dans un modèle de peau compromise (Figure 

74). 

 

Figure 74 : Quantité de molécule B retrouvée dans la peau (encadré orangé) et dans la cellule de Franz après 15h. Les 
différences significatives sont indiquées par ‘’** et ***’’ (p<0,01 et p<0,001) et ’’ns’’ indique une absence de 

différence significative (p>0,05) (n≥6). 

 

Environ 60% de molécule B est retrouvé dans les formulations (Cr-B = 56,3 ± 5,9% et 

µPuD(75 :25)2.25Bd = 60,72 ± 12,8%) après 15h d’incubation. De la fluorescence a été mesurée dans le 

sous-nageant dans les deux cas : Cr-B = 8,5 ± 3,5% et µPuD(75 :25)2.25Bd = 2,5 ± 1,0%. La molécule B est 

donc capable de traverser les couches de la peau à partir des deux types de formulations. Cependant, 

la molécule est présente en quantité plus élevée dans la peau quand elle diffuse à partir de la crème 

(épiderme = 9,1 ± 2,6% et derme = 13,8 ± 3,4%) qu’à partir de la matrice µPuD(75 :25)2.25Bd (épiderme 

= 1,8 ± 0,5% et derme =5,1 ± 2,0 %). Elle est également retrouvée à des concentrations 4 fois 

supérieures dans le sous-nageant. La diffusion serait améliorée grâce à l’association des propriétés 

lipophiles de la crème et la nature peptidique du composé B [357], [358]. 
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Les formulations fonctionnalisées avec les molécules A et B par diffusion inverse 

(µPuD(75 :25)2.25Ad et Bd) présentent des profils de libération de leurs agents similaires à travers les 

différents compartiments de la peau. Les composés n’ont cependant pas complètement diffusé à 

l’extérieur des hydrogels après 15h, à la différence de ce qui avait été démontré par les études de 

libération in vitro (Figure 61 et Figure 66). Il a été montré que la diffusion des composés A et B se 

faisaient suivant la loi de Fick, indépendamment du gonflement des matrices (§II.1.b) et II.2.b)). La 

relation indique que la diffusion des solutés repose sur l’équilibre des concentrations entre les 

compartiments considérés [359]. Ce phénomène est alors régulé par la quantité de milieu présent 

dans l’environnement et capable d’hydrater les matrices. Les conditions diffèrent entre le modèle de 

pénétration transcutanée et celles des études in vitro. Dans ce dernier, les hydrogels sont immergés 

dans un seul compartiment liquide, en large excès dans lequel les composés diffusent sans barrière. 

Dans les cellules de Franz, les matrices sont hydratées par un petit volume de solvant et sont 

maintenues dans un environnement humide. Les molécules diffusent de la matrice vers la peau. Le 

compartiment de diffusion est ainsi multiple et plus complexe, plus proche des conditions 

d’application visées. La diffusion du modèle d’étude ex vivo repose ainsi principalement sur la quantité 

de milieu du compartiment receveur, et correspondant à l’exsudat dans le cadre de plaie cutanée. 

 

II.4.a.i) Modèles de plaie cutanée 

Des études de libération ont ensuite été réalisées dans des modèles de plaies cutanées chez 

l’animal. Pour ce faire, des plaies ont été réalisées par abrasion chimique et/ou par excision cutanée 

de profondeur totale chez le rongeur. La libération des composés a pu être suivie par radioactivité 

(Figure 75) et en fluorescence (Figure 76 et Figure 77)  

 

La manipulation d’éléments radioactifs est contraignante du point de vue de la sécurité et 

limitée par leur stabilité dans le temps. La seule méthode d’incorporation qui permette d’effectuer 

une étude de suivi en radioactivité est la méthode d’incorporation par « imprégnation », similaire à la 

diffusion inverse dans les études in vitro (Figure 61). En effet, la molécule A radiomarquée peut être 

ajoutée directement dans la matrice et l’ensemble est implantable directement au sein des plaies, 

sans étape de synthèse intermédiaire. Pour confirmer les résultats in vitro, différents taux de 

réticulation ont été étudiés in vivo. Pour ce faire, les formulations ont été réalisées avec les 

concentrations extrêmes de STMP étudiées (3% et 1,5% m/v). Elles ont ensuite été imprégnées par le 

A-99mTC pour obtenir les conditions µPuD(75 :25)3Ai et µPuD(75 :25)1.5Ai. Ces matrices ont été comparées 

à une solution d’A-99mTc après apposition dans deux types de plaies chez le rat : abrasion chimique 
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et excision totale de peau. Les échantillons ont été retirés et les zones décontaminées après 2H 

d’incubation. Les animaux ont enfin été analysés par imagerie TEMP (Figure 75). 

 

 

Figure 75 : Suivi de la libération de la molécule A-99mTc dans des plaies réalisées par abrasion chimique (images a à c) 
et excision totale (a’ à c’) avec les acquisitions en TEMP (images à droite). L’échelle de couleur représente l’intensité 

de la radioactivité (faible en bleu et intense en rouge) et l’échelle en noir et blanc représente la densité des tissus 
(faible en noir et intense en blanc). 

 

L’intensité de la radioactivité liée à la présence de la molécule A dans les lits de la plaie (Figure 75) 

est plus forte que lorsqu’elle a été déposée en solution. Cela s’applique aux deux modèles de plaies, 

que cela soit dans le cas des brûlures (Figure 75 Figure 77a à c) ou de perte de substance totale (Figure 

75a’ à c’). La formulation en hydrogel semble apporter une pénétration plus importante dans les zones 

brulées (Figure 75a et b). De plus, dans le modèle d’excision, le composé A est localisé au niveau des 

berges des plaies (Figure 75a’ et b’). Le contact des matrices avec les zones lésées doit permettre une 

meilleure diffusion de la molécule A grâce à l’apport et au maintien d’un environnement humide 

pendant les deux heures d’incubation. De plus, l’utilisation d’un support tridimensionnel permet de 

combler la perte de substance des plaies. Ce contact direct entre les matériaux et les berges de la plaie 

permet ainsi la diffusion plus efficace du composé (Figure 75a’ à b’) par rapport à la solution seule 

(Figure 75c’). La formulation en matrice démontre ainsi un réel intérêt par rapport à l’application 

topique de composés. A partir de ces résultats, il n’a cependant pas été possible de déterminer si le 

taux de réticulation avait un effet. Il faudrait poursuivre ces études sur un plus grand nombre 

d’animaux et développer une méthode de quantification adaptée pour pourvoir conclure. 

 

Ensuite, les dispositifs précédemment sélectionnés (§II.3), ont été étudiés dans des modèles de 

plaies d’excision totale de peau chez la souris. Ils ont été déposés au sein des plaies et les zones 

d’intérêt ont été explantées après 2h (Figure 76) et 4 jours (Figure 77). Les coupes histologiques 

obtenues ont été observées en fluorescence grâce au marquage préalable de la matrice avec du 
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dextrane TRITC (rouge), des composés greffés avec du DTAF/FITC (vert). L’observation en contraste 

interférentiel (photomultiplicateur, PMT) de l’ensemble de l’échantillon a également été réalisée. 

 

Figure 76 : Etude de libération in vivo dans un modèle de plaie d’excision totale chez la souris. Coupes histologiques 
de tissus frais 2H après aposition des formulations et observation au microscope (Zeiss LSM 780). Les matrices sont 

représentées en rouge (images a à d), les composés actifs en vert (images a’ à d’). Ces images ont été superposées au 
signal PMT (images a’’ à d’’). Diffusion des molécules dans le lit de la plaie (flèches blanches). Echelle : 500µm ; 

applicable à toutes les images. 

 

Après 2h d’implantation, tous les hydrogels ont été observés dans le lit des plaies (Figure 76a à d 

et a’’ à d’’). Le signal fluorescent de la molécule A incorporée par la méthode « in situ » (µPuD(75 :25)Ax), 

est colocalisé avec celui de l’hydrogel (Figure 76b’’) mais pas au niveau de la peau (Figure 76b’). Le 

signal des molécules A et B incorporées par diffusion inverse, était colocalisé avec celui de l’hydrogel 

mais également retrouvé au niveau du lit et des berges de la plaie (respectivement Figure 76c’’ et d’’). 

Ces résultats corroborent les profils de libération observés in vitro (Figure 61 et Figure 66) et ex vivo 

(Figure 73 et Figure 74). Par ailleurs, comme dans les études sur les peaux compromises de cochon, 

les matrices des formulations µPuD(75 :25)2.25Ad et µPuD(75 :25)2.25Bd contiennent encore des 

composés après de 2h d’incubation. 

 

Les matrices ont été implantées pendant quatre jours dans des plaies d’excision totale chez la 

souris. Les explants ont aussi été analysés en microscopie, comme décrit précédemment (Figure 77).  
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Figure 77 : Etude de libération in vivo dans un modèle de plaie d’excision totale chez la souris. Coupes histologiques 
de tissus frais 4 jours après aposition des formulations et observation au microscope (Zeiss LSM 780). Les matrices 

sont représentées en rouges (images a à c), les composés actifs en vert (images a’ à c’). ces images ont été 
superposées au signal PMT (images a’’ à c’’).). Echelle 500µm applicable à toutes les images. Encarts de zooms des 

images c, c’ et c’’ avec, échelle de 50µm appliquable aux trois images. 

 

La formulation µPuD(75 :25)2.25Bd n’a pas pu être analysée au 4e jour d’implantation car le composé 

B-FITC n’a pas été bien toléré par la plaie. Toutefois, il n’y a pas eu de réaction similaire pour les 

matrices contrôles et formulées avec le composé A. Elles ont ainsi pu être analysées. La fluorescence 

des matrices et des actifs a été maintenue après 4 jours d’implantation cutanée (Figure 77). Les 

matrices sont restées dans les lits de plaies et semblent en avoir adopté la forme (Figure 77a’’ à c’’). 

Le composé A est encore présent dans les matrices des conditions µPuD(75 :25)2.25Ax et 

µPuD(75 :25)2.25Ad (Figure 77b’ à c’) dont le signal se superpose à celui des hydrogels dans les deux cas. 

Bien qu’il n’y ait pas de diffusion visible de la molécule A pour la formulation µPuD(75 :25)2.25Ad (Figure 

77c’), des particules fluorescentes ont été retrouvées dans l’épaisseur du tissus sous-jacent (Figure 

77c’ encart). Le composé qui a pu être délivré comme observé à 2h a pu pénétrer dans les tissus. 

Cependant les niveaux d’exsudat et d’humidité du milieu de la plaie n’ont pas été suffisants pour 

permettre la diffusion du composé A dans sa totalité. Au contraire, pour la formulation 

µPuD(75 :25)2.25Ax il n’y a pas de traces de fluorescence liée à la molécule A en dehors de l’implant 

(Figure 77b’’). 

 

Les études de libération ex vivo et in vivo ont ainsi permis de corréler les observations de libération 

dans les études in vitro. Les principales différences sont conservées. Des cinétiques de diffusion sont 

toutefois différentes du fait de la différence entre les modèles étudiés. 
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II.4.b) Interactions cellules/matériaux 

Les biomatériaux destinés à être au contact d’un organisme vivant doivent engendrer une 

réponse appropriée de l’hôte. Ils peuvent alors être soumis à plusieurs essais in vitro, normés (ISO 

10993-5 [360]), qui permettent de déterminer la sécurité biologique et étudier leur potentielle 

cytotoxicité [361]. Il existe pour cela des tests de mise en contact, de manière directe ou indirecte, 

entre des cellules et les matériaux étudiés. Le contact indirect permet d’évaluer si les dispositifs 

libèrent des composés toxiques. Le contact direct permet en plus, d’observer les modifications 

morphologiques et d’activité métabolique des cellules au contact des matériaux. L’évaluation de la 

toxicité a ainsi été évaluée après mise en contact indirect (Figure 78) et direct (Figure 79) entre des 

fibroblastes dermiques humains normaux (FHN) en culture primaire et les matériaux sélectionnés. 

 

Pour les études de cytotoxicité par contact indirect (Figure 78), du milieu de culture a été 

incubé avec les matériaux pendant 24h puis mis en contact avec des tapis cellulaires de fibroblastes 

dermiques humains. Les échantillons ont été comparés à deux contrôles : le contrôle de survie « Ctrl 

positif » représente les tapis cellulaires incubés avec du milieu non traité et le contrôle de mort « Ctrl 

négatif » dont les puits ont été incubés 10 min avec du triton 0,1%. Après 24h de contact, les tapis 

cellulaires ont été marqués avec un kit de viabilité (live/dead assay®) (Figure 78a à g) et les surnageants 

ont été prélevés pour évaluer la libération de la lactate déshydrogénase (Figure 78h). 

 

 

Figure 78 : Etude de cytotoxicité par contact indirect de tapis cellulaire 2D et des formulations. Images (a à f’) 
acquisition des tapis cellulaires après marquage de vie cellulaire par de la calcéin (vert, images a à f) et de mort par du 
bromure d'éthidium (rouge, images a’ à f’), (Zeiss Axiocam 208). Echelle 500 µm applicable à toutes les acquisitons (a 
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à f’). Figures (g) et (f) représetent respectivement le taux de survie cellulaire par quantification vie/mort et le taux de 
lactate déshydrogénase libérée dans le milieu (n≥3). Les lignes pointillées représentent les limites minimale de 

viabilité (vert) et maximale de mortalité (rouge) qui déterminent la cytotoxicité des matériaux. 

 

Après 24H d’incubation, les cellules du contrôle de survie sont étalées (Figure 78a) avec plus de 

98% de cellules vivantes (Figure 78g). Les cellules du contrôle de mort (Figure 78b et b’) ont une 

morphologie ronde (Figure 78b’) avec un taux de mortalité supérieur à 95% (Figure 78g). Les tapis 

cellulaires incubés avec du milieu préconditionné par les matériaux (Figure 78c à f’) ont démontré le 

même comportement que le contrôle de survie avec une survie cellulaire supérieure à 99% (Figure 

78g). Ces résultats ont été confirmés après l’évaluation de la quantité de lactate déshydrogénase (LDH) 

libérée par les cellules. Cette enzyme est libérée quand la paroi des cellules est endommagée et 

témoigne de la mort cellulaire. Moins de 4% de LDH a été retrouvée dans les surnageants (Figure 78c) 

pour le contrôle de survie et les formulations testées. Ces études de cytotoxicité indirect permettent 

de confirmer l’absence de produits cytotoxiques libérés par les matrices de pullulane/dextrane 

(µPuD(75 :25)2.25). De plus, les formulations capables de libérer les ingrédients actifs A et B (voir II.1.b) 

et II.2.b), n’ont pas provoqué de toxicité cellulaire. 

 

Les fibroblastes ont par la suite été ensemencés dans les matrices par hydratation des matériaux 

lyophilisés avec une suspension cellulaire. La morphologie des cellules a été observée après 4 jours de 

culture (Figure 79a à d’’) par un marquage du noyau (DAPI) et du cytosquelette (Phalloïdine) dans 

l’hydrogel synthétisé avec du dextrane FITC. L’activité métabolique a également été évaluée après 4 

et 8 jours de culture cellulaire (Figure 79d). Elle a été normalisée à l’activité mesurée à 24h pour 

s’affranchir des différences liées à l’ensemencement. 
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Figure 79 : (a à d’’) Projection Z en moyenne d’intensité (ImageJ®) des images des cellules après 4 jours de culture 
dans les matrices (LSM Zeiss 780). Les images (a à d) représentent le noyau marqué par du DAPI (bleu), les images (a’ à 
d’) le cytosquelette avec la phalloïdine (rouge). Les images (a’’ à d’’) sont la superposition des images (a à d’) avec les 

matrices marquées au FITC. Echelle 100µm applicable à toutes les images. (d) Activités métaboliques des cellules 
mesurées aux jours 4 et 8 après ensemencement et normalisées par rapport au jour 1. Les différences statistiques 

sont indiquées par * et # (p<0,05, n≥3). 

 

Après ensemencement dans les matériaux, peu de cellules étaient présentes dans les hydrogels 

pour toutes les formulations (Figure 79). Les cellules sont réparties dans la profondeur des matériaux 

et sont localisées à l’intérieur des pores des matrices. Les cellules sont rondes et regroupées sous 

forme d’agrégats. Cette morphologie peut s’expliquer par un défaut d’adhésion à l’hydrogel. La 

présence de composés A ou B (Figure 79b à d) ne semble ni affecter la morphologie ni la colonisation 

des cellules dans les hydrogels. Après 4 jours de culture, les cellules ensemencées dans la formulation 

µPuD(75 :25)Ax possèdent l’activité métabolique la plus élevée (107 ± 12%) par rapport aux autres 

conditions. Les formulations µPuD(75 :25)Ad et µPuD(75 :25)Bd (respectivement de 81 ± 11% et 67 ± 10%) 

ont une activité similaire à la formulation sans actif (µPuD(75 :25) = 83 ± 7%). Il a été démontré que les 

molécules incorporées par diffusion inverse dans les matériaux (µPuD(75 :25)2.25Ad et Bd), étaient 

rapidement libérées dans les surnageants (Figure 61 et Figure 66). Dans les conditions de culture, le 

milieu nutritionnel doit être changé et les composés ne sont alors plus en contact avec les cellules. Au 

contraire, dans la formulation µPud(75 :25)2.25Ax, la molécule A est retenue dans l’hydrogel et permet 

un contact prolongé avec les cellules, cela peut ainsi affecter leur activité métabolique (Figure 61). 

Néanmoins, l’activité métabolique diminue significativement pendant les 4 jours de culture suivants 

jusqu’à atteindre 35% de l’activité initiale à J8 , et ce malgré la présence des molécules actives (Figure 

79e). Bien que les molécules aient démontré des effets sur les cellules de la peau, elles n’apportent 

pas les éléments nécessaires aux hydrogels pour supporter la colonisation cellulaire. Les cellules 

adoptent alors cette morphologie ronde et en agrégat. Dans cette conformation, les cellules ne 

doivent pas être capables de migrer, de se diviser ni de sécréter les facteurs nécessaires à la 

cicatrisation. Par ailleurs, si les FHN sécrètent des protéines pour construire de la MEC malgré leur 

morphologie, celles-ci ne doivent pas pouvoir s’adsorber au matériau pour permettre leur étalement 
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et leur migration. De plus, l’absence d’adhésion aux hydrogels peut conduire à une diminution possible 

du nombre de cellules retenues dans les matériaux au cours du temps. Ces différents phénomènes 

pourraient expliquer la diminution d’activité métabolique. 

 

III] Conclusion sur l’incorporation et la libération de molécules actives 

Dans la première partie de ce travail, six hydrogels possédant des propriétés physicochimiques 

différentes ont été formulés. Leurs propriétés mécaniques, leur capacité de gonflement et leur 

dégradabilité ont été modulées par la variation de leur concentration en agent réticulant et du 

porogène utilisé.  

 

Dans la seconde partie, des composés A et B, dont les activités pourraient favoriser la réparation 

cutanée, ont été ajoutés à l’aide de plusieurs méthodes dans ces formulations. Le rendement de 

l’incorporation des molécules dépend de leur nature, des propriétés physico-chimiques des matrices 

et de la méthode d’incorporation utilisée. Deux profils de libération in vitro ont été mis en évidence à 

partir des formulations obtenues. Ces deux profils ont été retrouvés dans des modèles ex vivo et in 

vivo. Ils sont dépendants de la méthode d’incorporation utilisée. La méthode « in situ » a permis 

d’introduire des composés avant l’étape de réticulation, probablement liés de manière covalente au 

réseau de polymères pour la molécule A. La libération de la molécule A est lente et dépend de l’état 

de dégradation de l’hydrogel. Lorsque les composés ont été introduits par les méthodes de « diffusion 

inverse » et d’« imprégnation », ils sont présents de manière physique dans le réseau sans interactions 

spécifiques avec les polymères. Les molécules peuvent alors diffuser librement dans le solvant, lorsque 

le delta osmotique est favorable.  

 

Des matériaux ont été fonctionnalisés par des charges positives pour établir des liaisons 

électrostatiques avec le composé B chargé négativement. La rétention de la molécule B a été 

améliorée mais sans pour autant parvenir à moduler sa cinétique de libération in vitro. Toutefois la 

topographie de surface et les capacités d’absorption obtenues restent intéressantes à explorer dans 

des études ultérieures.  

 

La biocompatibilité des formulations sélectionnées a été testée sur des fibroblastes primaires. 

Les matériaux ne libèrent pas de composés cytotoxiques à 24h. Cependant, ils ne permettent pas de 

supporter l’adhésion cellulaire malgré la présence des agents A et B. Dans l’objectif d’applications 

comme plateforme de libération, l’absence d’adhésion cellulaire n’est pas un inconvénient. En effet, 

le dispositif peut ainsi être retiré pour le renouvellement du traitement, sans endommager le nouveau 
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tissu en formation. Par ailleurs, l’incorporation de la molécule A in situ semble avoir un effet sur 

l’activité métabolique des cellules après 4 jours de culture.  

 

A l’issu de ce travail, plusieurs formulations d’hydrogels à base de pullulane, de dextrane et de 

molécules biosourcées ont pu être mises au point. Ces différents matériaux ont démontré des 

capacités de libération adaptables de molécules sur des modèles in vivo pouvant favoriser la 

cicatrisation. L’absence d’adhésion cellulaire à la surface des matériaux permet leur changement 

régulier sans risque d’endommager un tissu en formation et permettre un renouvellement régulier du 

traitement. Cependant, ils ne peuvent permettre de soutenir la reformation de tissu en tant que 

matrice provisoire et servir de substitut cutané. Un nouvel axe d’étude a donc émergé pour 

développer ce type de matériaux. Pour ce faire, deux types de modifications ont été abordés. Dans un 

premier temps une protéine de la MEC a été ajoutée pour former un matériau biohybride. L’utilisation 

de constituants de la MEC native est très décrite dans la littérature pour améliorer les propriétés 

actives des hydrogels au niveau cellulaire [362], [363]. Dans un second temps, la fonctionnalisation 

des hydrogels par les charges positives va être approfondie. Il a en effet été rapporté que la présence 

de charges positives permettait une adhésion et une prolifération accélérée des fibroblastes [364], 

[365]. 
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Dans le chapitre précédant, les hydrogels ont été formulés avec des molécules d’origine naturelle 

pour former une plateforme de libération. L’incorporation des composés a été réalisée avec succès, 

formant des dispositifs non cytotoxiques, capables d’agir comme un pansement pour recouvrir les 

plaies et délivrer leurs molécules. Une autre application possible de ces hydrogels est le comblement 

de la perte de substance au niveau des plaies, apportant une structure 3D capable d’être colonisée 

par les cellules de l’hôte. Ces hydrogels auraient ainsi vocation à être utilisés en tant que substitut 

cutané. Cependant, l’ensemencement de fibroblastes à l’intérieur des matériaux a démontré qu’en 

l’état, ceux-ci ne permettaient pas l’infiltration cellulaire. Un nouvel axe de recherche a alors été 

exploré pour améliorer le comportement cellulaire au sein des matériaux d’intérêt. Deux stratégies 

ont été étudiées pour fonctionnaliser les matériaux : l’addition d’une protéine de la MEC, et 

l’introduction de charges. Les propriétés physico-chimiques obtenues après ces modifications, les 

interactions avec les cellules par contact direct et indirect ont été étudiés. Les matériaux sélectionnés 

à partir des essais précédents ont été étudiés in vitro et in vivo, par comparaison à un produit 

commercial. 

 

I] Fonctionnalisation des hydrogels de pullulane/dextrane 

I.1) Addition d’une protéine de la matrice extracellulaire 

La protéine choisie pour améliorer les propriétés bioactives des hydrogels est le collagène de 

type I. Ce collagène est le composant majoritaire de la MEC dermique et participe aux propriétés 

mécaniques et à la migration cellulaire [34], [366]. Il s’agit ici d’un télocollagène, c’est-à-dire qu’il a 

qu’il a conservé ses télopeptides, après traitement acide, présents en N et C-terminal impliqués dans 

la formation des fibres [367]. Ce collagène, extrait de tendons bovins, est déjà couramment utilisé en 

clinique car il est bien toléré par l’Homme.  

 

Il se présente sous forme de triple hélice et est soluble en condition acide. Le collagène de type 

I à la propriété de s’auto-assembler en fibrilles puis en fibres, c’est la fibrillogénèse. Plusieurs facteurs 

impactent ce processus : la température, le pH, la force ionique et la concentration de collagène [368]. 

 

Le collagène a ensuite été introduit dans des matrices MPuD, c’est-à-dire synthétisées avec du 

Na2CO3 comme agent porogène. Cette formulation a été sélectionnée pour sa fraction poreuse plus 

importante (Chapitre III, §I.2.a). Cette propriété est nécessaire pour d’une part favoriser la pénétration 

cellulaire et d’autre part obtenir une capacité de dégradation plus rapide en augmentant les surfaces 

spécifiques (Chapitre III, §I.2.c). De plus, le ratio 50 :50 en pullulane/dextrane a été préféré car des 

études préliminaires réalisées au laboratoire ont démontré que les formulations avec une teneur plus 
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importante en dextrane se dégradaient plus rapidement in vivo. Les substituts cutanés sont destinés 

à être laissés dans la plaie et doivent être capables de se dégrader avec une cinétique adaptée afin 

d’être remplacés progressivement par le tissu néoformé. Enfin, un seul taux de réticulation a été 

choisi : 2,25% de STMP pour obtenir un compromis entre dégradabilité in vivo et propriétés 

mécaniques adéquates. 

 

I.1.a) Synthèse et caractérisation 

Dans un premier temps, l’addition de collagène a été réalisée suivant deux méthodes 

d’incorporation déjà utilisées pour les molécules A et B (Chapitre III, §II]) : (1) l’incorporation in situ et 

(2) l’imprégnation (Figure 80). Le mélange de polysaccharides, pullullane/dextrane en poudre a été 

solubilisé dans une solution de collagène, avant réticulation selon la méthode (1). Pour la méthode 

(2), la matrice lyophilisée a été hydratée dans une solution de collagène. L’incorporation du collagène 

et les propriétés physico-chimiques des matériaux synthétisés ont été analysées. Des études 

cellulaires 3D ont ensuite été menées pour étudier le comportement des fibroblastes au sein des 

différents matériaux ainsi obtenus. 

 

Figure 80 : Représentation schématique des méthodes d'incorporation par le collagène 

 

Les formulations contrôles et les formulations fonctionnalisées au collagène ont été synthétisées. 

Ces formulations sont référencées : MPuD(50 :50), MPuD(50 :50)COLLx1% et MPuD(50 :50)COLLi1% 

respectivement pour la méthode in situ et par imprégnation. Il est à noter que l’utilisation d’une 

solution doublement plus concentrée en collagène a été testée avec la méthode (1), nommée 

MPuD(50 :50)COLLx2%. La solution obtenue étant trop visqueuse et non homogène, cette concentration 

n’a pas été retenue pour la suite des études. 

 

I.1.a.i) Organisation du collagène 

La présence et l’organisation du collagène au sein des matériaux lyophilisés et hydratés ont 

été étudiées. Tout d’abord les échantillons lyophilisés ont été observés en MEB (Figure 81), après 
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revêtement par une fine couche d’or. La surface (Figure 81a à c) et la structure interne (Figure 81d à 

f), obtenue après une découpe transversale, ont été analysées. 

 

Figure 81 : Observation des surfaces (a à c) et des sections transversales (d à f) en microscopie électronique à balayage 
(Joel Carryscope, zoom 30x), échelle 500 µm applicable aux images (a à f). Agrandissements (c’) et (f’), échelle 150 µm 

applicable aux deux images. Les flèches blanches indiquent la présence de collagène. 

 

A l’état lyophilisé, toutes les matrices possèdent des pores en surface (Figure 81a à c) avec une 

structure interne ouverte et poreuse (Figure 81d à f). Les pores semblent interconnectés, résultat du 

processus de lyophilisation [317] (Figure 81 d à f). Comme observé précédemment (Chapitre III, §I.2.a), 

deux types de porosités sont présents : des petits pores ronds et des pores plus grands allongés, 

probablement formés par le dégagement de CO2. Entre la matrice contrôle MPuD(50 :50) et la 

formulation collagène incorporé in situ MPuD(50 :50)COLLx1%, aucune différence de topographie n’est 

observable que ce soit en surface (Figure 81a et b) ou à l’intérieur de celles-ci (Figure 81d et e). Le 

collagène n’est pas identifiable. La formulation MPuD(50 :50)COLLi1% semble quant à elle avoir des 

pores plus petits par rapport aux deux autres formulations (Figure 81c et f) mais présente une 

distribution de pores similaire. Cela est probablement la conséquence de la lyophilisation dans du PBS 

1X, utilisé pour neutraliser la solution de collagène imprégnée. La force ionique du PBS, plus élevée 

que l’eau pour les conditions in situ, entraine un taux de gonflement plus faible des matrices qui est 

maintenu ensuite par la lyophilisation. Par ailleurs, des formes géométriques comparables à des sels 

sont visibles en MEB à la surface des matrices, il est probable que cela corresponde à des sels apportés 

par le PBS pendant l’étape de neutralisation (Figure 81c’). L’appréciation de présence ou d’absence de 

collagène est alors rendue plus difficile (Figure 81c et c’). En revanche, des fibres sont facilement 
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identifiables dans la structure interne de l’hydrogel (Figure 81f et f’), tapissant la paroi des pores. Ces 

fibres sont vraisemblablement du collagène qui s’est associé en fibrilles. 

 

La présence de collagène a ensuite été évaluée dans les matériaux hydratés. Pour cela, des 

hydrogels ont été synthétisés avec du dextrane FITC afin d’évaluer la localisation du collagène dans 

les matrices. Le collagène a été marqué par un colorant spécifique, le rouge Sirius (RS). Ce marquage, 

couramment utilisé en histologie, a été observé en fluorescence par microscopie confocale, comme 

décrit par Vogel et al [302] (Figure 82). 

 

Figure 82 : Observation en microscopie confocale (LSM Zeiss 780, objectif 10x) après coloration au rouge Sirius (en 
jaune) (a à c) et superposée au signal fluorescent des matrices FITC (en vert) (a’ à c’). Echelle 200 µm applicable à 

toutes les images. 

 

La présence de collagène dans les formulations MPuD(50 :50)COLLx1% et MPuD(50 :50)COLLi1% (Figure 

82b et c) a été confirmée par la coloration au rouge Sirius par rapport au matériau non fonctionnalisé 

MPuD(50 :50) (Figure 82a). Le signal RS superposé au signal FITC de la matrice, montre une répartition 

différente des fibres en fonction de la méthode d’incorporation (Figure 82b’ et c’). Le collagène semble 

être imbriqué dans le réseau de polymères lorsqu’il a été introduit in situ (Figure 82b’) avec une 

répartition inhomogène. Les fibres de collagène semblent en effet être de taille et d’épaisseur 

variables et indépendantes de la porosité de la matrice. Par imprégnation (Figure 82c’), le collagène 

est réparti de façon plus homogène dans le matériau, à l’interface des pores. Cette observation 

confirme celle faite en MEB (Figure 81f et f’). Par ailleurs, la différence de la taille des pores, n’est plus 

significative à l’état hydraté entre les formulations MPuD(50 :50) et MPuD(50 :50)COLLi1% (Figure 82a’ et 

c’). Cela confirmerait que les différences d’aspect des pores observés à l’état sec en MEB (Figure 81) 

seraient dues au gonflement dans le dernier solvant utilisé avant lyophilisation, mais ces différences 

ne sont pas conservées à l’état hydraté. 
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L’évaluation de l’organisation du collagène dans les matrices à l’état hydraté a été réalisée par 

microscopie biphotonique. Afin d’étudier l’état du collagène dans les matrices, la technique de 

génération de seconde harmonique (SHG) a été utilisée (Figure 83). La SHG est un phénomène optique 

non linéaire généré lorsqu’un laser, utilisant des excitations femtosecondes, est en contact avec un 

milieu présentant des symétries non centrales. Dans le cas du collagène, un signal SHG est généré 

lorsque le collagène est sous forme organisé (fibrillaire) et non dénaturé [303]. 

 

 

Figure 83 : Observation du signal SHG en microscopie biphotonique des matrices (Leica SP8, objectif 20x), (a) MPuD(50 

:50) (b) MPuD(50 :50)COLLx1% et (c) MPuD(50 :50)COLLi1%. Echelles 100 µm. 

 

Le signal SHG est absent dans les matrices MPuD(50 :50)COLLx1% (Figure 83b), similaire au contrôle 

sans collagène MPuD50 :50) (Figure 83a), alors que dans les formulations MPuD(50 :50)COLLi1% des fibres 

sont identifiables (Figure 83c). Lorsqu’il est imprégné, le collagène semble alors s’auto-assembler en 

fibrilles de manière native sans dénaturation. L’organisation et la répartition du collagène au sein des 

hydrogels semble donc être conditionnée par la méthode d’incorporation utilisée. 

 

Dans la méthode in situ, la présence de collagène dans les conditions MPuD(50 :50)COLLx1% n’a pu 

être mise en évidence que par coloration au rouge Sirius (Figure 82). Des fibres ont été retrouvées 

dans l’ensemble de l’hydrogel avec cette méthode d’incorporation mais ne semblent pas avoir adopté 

une conformation native, comme en témoigne l’absence de signal SHG (Figure 83). Dans les conditions 

de synthèse, la protéine en solution est mélangée avec les précurseurs, incubée à TA pendant l’étape 

de réticulation. Le pH alcalin, les sels [369], [370] et les espèces ioniques [371], présents dans le 

mélange réactionnel, sont des facteurs favorables à la fibrillogénèse. Cependant, le collagène peut 

avoir été dénaturé par le pH très élevé de la solution nécessaire à la réticulation, (pH>13 mesuré sans 

collagène), bien supérieur au pI du collagène (7-9) [372]. De plus, la fibrillogénèse est concomitante à 

l’étape de réticulation des polysaccharides. La formation des fibres pourrait ainsi être perturbée par 

la formation du réseau de l’hydrogel. 
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Le collagène introduit par la méthode d’imprégnation dans la formulation MPuD(50 :50)COLLi1%, est 

quant à lui, observé en MEB, RS et SHG pour les conditions MPuD(50 :50)COLLi1% (Figure 81, Figure 82 

et Figure 83). Il est retrouvé essentiellement à l’interface des pores (Figure 81 et Figure 82). La 

méthode d’incorporation consiste à hydrater la matrice par la solution de collagène soluble (pH acide) 

qui diffuse à l’intérieur des pores de l’hydrogel. Après l’imprégnation, les échantillons subissent une 

étape de rinçage avec du PBS 1X pour neutraliser le pH acide apporté par la solution de collagène (HCl 

0,01M). Le PBS comporte une force ionique et un pH suffisants pour permettre l’assemblage des 

triples hélices (NaCl 155mM et pH7,4) [372]. De plus, le collagène est en suspension dans les pores, et 

non piégé dans le réseau de polymères. Il peut donc s’organiser sans contraintes stériques à la 

différence du collagène de la méthode in situ, emprisonné dans la matrice de polysaccharides. Cela 

pourrait expliquer qu’il soit visible en SHG et localisé à la surface des pores (Figure 83). Pendant la 

lyophilisation, les cristaux de glace croissent dans les hydrogels de pullulane/dextrane, au moment de 

la congélation. Ils concentrent ainsi les fibres de collagène et les repoussent contre les parois des 

polymères [373], [374]. La répartition du réseau de collagène sera ensuite conservée lors de la 

sublimation, comme en témoignent les images en MEB (Figure 81). 

 

I.1.a.ii) Impact sur les propriétés physico-chimiques 

La présence de collagène dans les matériaux fonctionnalisés ayant été confirmée, l’impact de 

cette addition et de la méthode d’incorporation sur le taux de réticulation a été étudié par évaluation 

du gonflement. Les éventuelles répercussions sur la cinétique de dégradation et les propriétés 

mécaniques ont été également étudiées. 

 

Dans un premier temps, les matrices lyophilisées ont été placées dans deux solvants de forces 

ioniques différentes (14300µS.cm-1 et <10µS.cm-1 respectivement pour le PBS pour l’eau miliQ) jusqu’à 

atteindre l’équilibre. Les taux de gonflement sont ensuite mesurés. La dégradation enzymatique in 

vitro de ces matrices est ensuite étudiée à 37°C, dans un mélange d’enzymes spécifiques (Figure 84). 
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Figure 84 : Caractérisation des matériaux fonctionnalisés avec du collagène. (a) Capacité de gonflement des matériaux 
dans l’eau et le PBS et (b) cinétique de dégradation des hydrogels. (c) T1/2 et coefficient de corrélation (r²) déterminés 
après régression linéaire. Les différences significatives ou non sont indiquées respectivement par ‘’*’’ ou ‘’ns’’ (p<0,05 

ou p>0,05 ; n=4). 

 

Les taux de gonflement mesurés dans le PBS ne sont pas significativement différents entre les 

formulations (MPuD(50 :50)= 11,2±1,6 ; MPuD(50 :50)COLLx1%= 11,8±0,1 ; MPuD(50 :50)COLLi1%=11,0±0,4) 

(Figure 84a). Les valeurs sont également semblables dans l’eau et près de 4 fois plus élevées que dans 

le PBS. Comme décrit précédemment (Chapitre III, §I.1.b.ii), la rétention d’un plus grand volume d’eau 

par rapport au PBS est due à la différence de force ionique. Le taux de gonflement étant un indicateur 

du taux de réticulation [217], l’addition de collagène dans les formulations ne semble pas avoir affecté 

cette propriété. De même, les études de dégradation in vitro des matériaux ne montrent pas de 

différences significatives entre les différentes conditions (Figure 84b). En effet, que les matrices soient 

riches en collagène ou non,  la masse résiduelle mesurée après 100 minutes d’incubation n’était pas 

significativement différente. Environ 50 minutes d’incubation sont nécessaires pour que la moitié de 

la masse des matériaux soit dégradée (Figure 84c). Les formulations fonctionnalisées ou non 

présentent les mêmes cinétiques de dégradation par des glucosidases, ce qui renforce l’hypothèse 

d’un taux de réticulation inchangé entre les conditions. 

 

Ces caractérisations ont été poursuivies par l’impact de la présence de collagène sur les propriétés 

mécaniques des matrices (Figure 85). Les études de balayage en fréquence ont été réalisées dans le 

domaine de linéarité des matériaux. Les matrices lyophilisées ont été hydratées jusqu’à l’équilibre 

dans du sérum physiologique (NaCl 0,9%, 14 jours à TA) avant d’effectuer les mesures. 

 

Figure 85 : Propriétés mécaniques des matrices fonctionnalisées avec du collagène. (a) Balayage en fréquence des 
matrices MPuD(50 :50) avec et sans collagène. (b) Tableau des valeurs de G' et du domaine de déformation linéaire à 

1Hz. La non significativité statistique des valeurs est représentée par ‘’ns’’ (p>0,05, n≥4) 
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Comme observé précédemment (Chapitre III, §I.2.b), ces tests rhéologiques ont permis de 

démontrer que tous les hydrogels synthétisés avec et sans collagène ont un comportement 

viscoélastique correspondant à un réseau percolant (G’>G’’) (Figure 85a). Les valeurs des modules de 

stockage (G’) ont été calculés suite à des sollicitations à 1Hz et 0,1% de déformation (Figure 85c). La 

formulation MPuD(50 :50)COLLx1% tend cependant à être plus rigide avec une valeur de G’ légèrement 

plus élevée mais reste du même ordre de grandeur et non différent statistiquement. L’introduction 

de collagène ne semble pas avoir affecté de manière significative les propriétés mécaniques des 

hydrogels et confortent les résultats obtenus avec les études de gonflement et de dégradation (Figure 

84). Pour conclure, le collagène retenu dans les hydrogels et les méthodes d’incorporation ne 

semblent pas impacter leurs propriétés physico-chimiques. 

 

I.1.a.iii) Interactions cellules/matériaux 

Pour évaluer l’effet de la fonctionnalisation par le collagène sur l’adhésion et l’infiltration 

cellulaire, les matériaux synthétisés avec du dextrane FITC ont été ensemencés en 3D avec des FHN. 

Après 4 jours de culture, le noyau et le cytosquelette des cellules fixées ont été marqués. Les matrices 

ont été observées en microscopie confocale. Des projections 3D des acquisitions ont permis d’analyser 

la morphologie cellulaire et leur répartition au sein des matériaux étudiées (Figure 86). 

 

Figure 86 : Projection Z en moyenne d’intensité de 380 µm d’épaisseur des matrices ensemencées avec des FHN. Les 
photos (a) à (c) représentent les cellules marquées au DAPI (bleu) et à la phalloïdine (rouge), superposées au signal 

FITC de la matrice (vert). Les photos (a’) à (c’) représentent ces images superposées (LSM Zeiss 700). Les vues 
orthogonales des axes yz et zx sont représentés respectivement à droite et en bas de chacune des images. Echelle de 

250 µm applicable à toutes les images. 
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Après 4 jours de culture, les FHN présentent des morphologies et des répartitions différentes selon 

les formulations. Les cellules ensemencées dans les matrices MPuD(50:50), ont une forme ronde, en 

agrégat, localisées dans les pores sans adhésion apparente à l’hydrogel (Figure 86a et a’). La 

colonisation cellulaire est plus importante dans les matrices fonctionnalisées au collagène (Figure 86b 

et c). Les formulations MPuD(50:50)COLLx1% présentent des FHN regroupés en amas et plus étalés 

(Figure 86b) que le contrôle non fonctionnalisé. Ils semblent également répartis en profondeur et dans 

les pores de la matrice (Figure 86b’). En revanche, dans les matrices MPuD(50:50)COLLi1%, les cellules 

tapissent entièrement les pores en profondeur et semblent être réparties à travers l’ensemble de la 

porosité de l’hydrogel. En prenant en compte l’étude de la répartition du collagène, les différences de 

colonisations cellulaires entres les matrices fonctionnalisées semblent reposer sur l’accessibilité au 

collagène par les cellules. En effet, les observations en microscopie ont montré que la protéine était 

imbriquée dans le réseau de polymère pour l’incorporation in situ (Figure 82). Elle n’était pas aisément 

visible en MEB (Figure 81) ce qui suggère une faible disponibilité pour les cellules au niveau des pores. 

Par ailleurs, dans les matrices MPuD(50:50)COLLi1%, le collagène est réparti à l’interface des pores 

(Figure 81 et Figure 82), le rendant plus accessible aux cellules et permettant une meilleure 

colonisation du matériau.  

 

Ces matrices ont par la suite été incubées dans du milieu de culture pendant 24h. L’extrait ainsi 

obtenu a ensuite été mis au contact d’un tapis cellulaire 2D comportant une zone sans cellules, 

standardisée. La proportion de FHN ayant migré dans cette zone après 24h d’incubation a été 

comptabilisée à partir d’acquisitions réalisées en microscopie (Figure 87). 

 

Figure 87 : Images (a) à (c) des tapis cellulaires en contact avec les matériaux (a) MPuD(50 :50), (b) MPuD(50 :50)COLLx1% 
et (c) MPuD(50 :50)COLLi1% (Zeiss Axiocam 208). Echelle 500µm applicable à toutes les images. (d) Quantification de la 

migration cellulaire avec significativité indiquée par "**" (p<0,01) et non significativité "ns" (p>0,05) (n≥5) 

 

La migration des FHN est similaire entre les conditions non fonctionnalisées MPuD(50 :50) et 

contenant du collagène incorporé in situ MPuD(50 :50)COLLx1% (Figure 87a et b). En effet, le nombre de 

cellules comptabilisées dans l’aire de migration n’est pas significativement différent (Figure 87d). En 
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revanche, les matrices imprégnées de collagène, MPuD(50 :50)COLLi1% , présentent une zone mieux 

colonisée par les FHN. Cette observation est vérifiée par la quantification (Figure 87c et d). Une 

hypothèse envisagée est que du collagène serait présent dans le milieu de culture : le collagène non 

assemblé ou les fibrilles non intégrées au reste du réseau formé, diffuseraient dans le milieu pré-

incubé. Il pourrait interagir directement avec les fibroblastes ou recouvrir la zone sans cellule et 

favoriserait leur migration [34], [375]. Le fait que les cellules migrent plus est une propriété favorable 

dans un contexte de cicatrisation. 

 

En conclusion, l’addition de collagène dans les hydrogels a permis d’améliorer l’infiltration des 

cellules dans les matériaux sans pour autant en modifier les propriétés physico-chimiques. L’impact 

sur l’invasion cellulaire de l’ajout du collagène ajouté par méthode d’imprégnation a été plus 

important que par la méthode in situ. L’effet de la méthode d’incorporation se retrouve aussi bien sur 

les tests directs qu’indirect. La formulation MPuD(50:50)COLLi1% a fait l’objet d’une étude de variation 

en concentration de collagène imprégné pour en évaluer les impacts au niveau cellulaire. 

 

I.1.b) Modulation de la concentration en collagène 

Les matrices précédemment testées étaient imprégnées par une solution en collagène référencée 

MPuD(50:50)COLLi1%. Deux autres concentrations de collagène 2 fois et 10 fois plus faibles ont 

également été testées, respectivement référencées MPuD(50:50)COLLi0,5% et MPuD(50:50)COLLi0,1%. 

L’incorporation du collagène et sa répartition dans l’hydrogel ont été analysées après marquage au 

rouge Sirius (Tableau 27). 

 

Tableau 27 : Dénominations et concentrations initiales en collagène des formulations impregnées. L’intensité de la 
coloration au RS a été observée macroscopiquement puis en fluorescence par microscopique confocale (Zeiss LSM 

780, objectif 10x). Echelle 200µm. 
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Le colorant se lie aux groupements basiques des acides aminés [376] et est donc représentatif 

de la teneur en collagène. Macroscopiquement, l’intensité de la coloration au RS est liée à la 

concentration en collagène. Cette tendance se retrouve en microscopie (Tableau 27) et a été 

confirmée par la mesure semi-quantitative de la surface de collagène liée au signal fluorescent (Figure 

88).  

 

Figure 88 : Surface occupée par le signal fluorescent du collagène mesurée par ImageJ® à partir des acquisitions 
réalisées en microscopie confocale. Différences significatives indiquées par ‘’*’’ et ‘’**’’ (p<0,05 et p<0,01, n=3). 

 

La quantité de collagène retenue dans les matrices semble varier avec la concentration de la 

solution de collagène : la surface occupée par le signal décroît avec la concentration en collagène. 

 

L’impact de la quantité de collagène sur le comportement des FHN a ensuite été étudié après 

4 jours de culture (Figure 89). 

 

Figure 89 : Projection Z en intensité maximale de 370 µm d’épaisseur pour les matrices (a) MPuD(50:50)COLLi 1% (b) 
MPuD(50:50)COLLi 0,5% et (c) MPuD(50:50)COLLi 0,01% ensemencées avec des FHN. Les cellules sont marquées au DAPI 

(bleu) et à la phalloïdine (rouge). Echelle de 250 µm applicable à toutes les images. 

 

Une relation directe entre la concentration en collagène et la quantité de cellules présentes sur le 

matériau est observée. Les formulations moins riches en collagène, MPuD(50 :50)COLL0,5% et 

MPuD(50 :50)COLL0,1% (Figure 89b et c), sont moins colonisées par les cellules que la formulation 

MPuD(50 :50)COLLi1% (Figure 89a). Gobeaux et al, ont démontré que la concentration des solutions en 
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collagène impactait la conformation des fibrilles pendant la fibrillogénèse : plus la concentration de 

collagène est élevée, plus les fibres sont denses [377]. Cependant, les concentrations utilisées dans 

ces synthèses sont bien inférieures à celles décrites dans leur étude (<5mg/mL). Une concentration 

inférieure induit un réseau moins dense en collagène [368], ceci ayant des répercussions directes sur 

la capacité des cellules à adhérer et à migrer au sein des matériaux, avec un effet dose dépendant. Le 

collagène concentré à 1% en masse de polymères (MPuD(50 :50)COLLi1%) constitue la condition pour 

laquelle la colonisation cellulaire est la plus optimale et sera donc conservée pour les études suivantes. 

La concentration en collagène ne sera plus précisée dans les dénominations des formulations pour 

plus de simplicité. 

 

I.1.c) Co-incorporation molécule A/collagène 

La molécule A a démontré in vitro des effets sur l’amélioration de la migration des deux types 

cellulaires majoritaires de la peau : les fibroblastes et les kératinocytes. Dans le but d’améliorer 

l’activité cellulaire des hydrogels, elle a donc été utilisée en association avec le collagène. Pour ce faire, 

les méthodes d’incorporation in situ et d’imprégnation ont été utilisées pour combiner la molécule A 

et le collagène. Quatre combinaisons ont ainsi été obtenues, schématisées dans la Figure 90 

conduisant à la synthèse de 4 formulations, répertoriées dans le Tableau 28. 

 

Figure 90 : Schémas récapitulatifs de l’association des méthodes d'incorporation molécule A/collagène 

 

Tableau 28 : Dénominations des formulations issues de la combinaison des méthodes d’incorporation de la molécule 
A et du collagène 
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Pour les matrices MPuD(50:50)AxCOLLi et MPuD(50:50)AiCOLLi (Figure 90, combinaisons 1&3), le 

collagène a été imprégné dans les matériaux, et la molécule A a été introduite respectivement in situ 

et par imprégnation. Pour les formulation MPuD(50:50)AxCOLLx  et MPuD(50:50)AiCOLLx (Figure 90, 

combinaisons 2&4), le collagène a été introduit in situ et la molécule A a été incorporée 

respectivement in situ et par imprégnation. Toutes ces formulations ont été positives à la coloration 

au RS (non montré) confirmant la présence de collagène dans toutes les formulations. 

 

Les différentes combinaisons ont été ensemencées avec des FHN et mises en culture en 3D 

pendant 4 jours. Le noyau et le cytosquelette d’actine ont été marqués puis observés en fluorescence 

(Figure 91). 

 

Figure 91 : Projection Z en intensité moyenne de 380 µm d’épaisseur des matrices (a) MPuD(50:50)AxCOLLi (b) 
MPuD(50:50)AxCOLLx (c) MPuD(50:50)AiCOLLi et (d) MPuD(50:50)AiCOLLx. Les FHN sont marquées au DAPI (bleu) et à la 

phalloidine (rouge). Les vues orthogonales des axes yz et zx sont représentées respectivement à droite et en bas de 
chacune des images. Echelle de 500 µm applicable à toutes les images. 

 

Le nombre de FHN à la surface du matériau est lié à la méthode employée pour incorporer le 

collagène. Cette observation est en adéquation avec les résultats précédents (Figure 86). En effet, 

dans les combinaisons où le collagène a été imprégné, les cellules se répartissent dans les pores (Figure 

91a et c), tandis que lorsqu’il est introduit in situ, les cellules adoptent une conformation étalée mais 

sont moins nombreuses et en amas isolés (Figure 91b et d). Des deux formulations dont le collagène 

a été incorporé in situ, il semble que la condition MPuD(50:50)AiCOLLx (Figure 91d), présente une 
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colonisation cellulaire légèrement supérieure à son équivalent avec la molécule A ajouté in situ 

MPuD(50:50)AxCOLLx (Figure 91b).  

 

La colonisation cellulaire est favorisée dans les matrices où le collagène a été imprégné. De plus, 

l’invasion cellulaire semble être améliorée quand la molécule A est incorporée in situ 

(MPuD(50:50)AxCOLLi, Figure 91a) plutôt qu’imprégnée (MPuD(50:50)AiCOLLi, Figure 91c). Les études 

antérieures de fonctionnalisation par la molécule A (Chapitre III, §II.1.b) avaient montré des résultats 

similaires. En effet, lorsqu’elle était imprégnée dans la matrice, la molécule A était totalement libérée 

dans le surnageant après 2-3h. Il est à noter que dans les conditions de culture, le milieu est changé 

tous les deux jours. Le composé A diffuse vraisemblablement dans le premier milieu d’incubation et 

reste alors en contact avec les cellules pendant une courte durée. A l’inverse, quand il est incorporé 

in situ, le composé A est retenu dans le réseau de polymères. Les cellules ensemencées dans cette 

condition (incorporation in situ) avaient l’activité métabolique la plus importante à 4 jours (Chapitre 

III, §II.4.b). La combinaison d’incorporation molécule A/collagène imprégné serait donc moins efficace 

que la combinaison avec la molécule A incorporée in situ. 

 

Afin d’analyser les effets sur un tapis cellulaire apportés par le collagène et la molécule A, des 

matrices MPuD(50 :50) ont été produites comme décrit précédemment (Figure 90). Ces matrices ont par 

la suite été incubées dans du milieu de culture pendant 24h. De la même manière que décrit en 

§I.1.a.iii), les extraits obtenus ont ensuite été mis au contact d’un tapis cellulaire comportant une zone 

sans cellules et la migration des FHN a été quantifiée après 24h d’incubation (Figure 92). 

 

Figure 92 : : Images (a) à (d) : des tapis cellulaires en contact avec les extraits des matériaux (a) MPuD(50 :50), (b) 
MPuD(50 :50)Ai, (c) MPuD(50 :50)COLLi et (d) MPuD(50 :50)AiCOLLi (Zeiss Axiocam 208). Echelle 500µm applicable à toutes 
les images. (e) Quantification de la migration cellulaire avec significativité indiquée par "**" (p<0,01) et la valeur p 

‘’p=0,11’’ (n≥4) 

 

La migration des FHN observée est différente entre chacune des conditions. Les milieux 

préconditionnés avec les formulations MPuD(50:50)Ai présentent un nombre de cellules 
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significativement plus élevé dans l’aire de migration (Figure 92b) par rapport à la condition non 

fonctionnalisée MPuD(50 :50) (Figure 92a et e). Dans les études ultérieures, il a été démontré que la 

molécule A incorporée par imprégnation était totalement libérée dans le milieu en quelques heures 

(Chapitre III, §II.1.b). La molécule se retrouve alors dans le milieu de culture puis mise en contact avec 

le tapis cellulaire. Le composé A peut ainsi interagir avec les fibroblastes et améliorer leur migration. 

De la même façon, le collagène imprégné dans les formulations MPuD(50 :50)COLLi présentent une zone 

plus colonisée (Figure 92c). Cependant les cellules migrent plus qu’avec le composé A (Figure 92e). 

Cela peut être dû à la différence d’activité exercée par les composés. En effet, la molécule A aurait 

plutôt une activité métabolique sur les cellules cutanées tandis que le revêtement formé par le 

collagène servirait plutôt de support mécanique aux fibroblastes, comme évoqué plus haut (§I.1.a.iii). 

Enfin, on retrouve nettement plus de cellules dans les zones en contact avec les extraits de la 

formulation combinée MPuD(50 :50)AiCOLLi (Figure 92d et e) que dans les conditions traitées avec 

MPuD(50 :50)Ai. Bien que la différence ne soit pas statistiquement significative avec la condition 

MPuD(50 :50)COLLi, le nombre de fibroblastes ayant migré dans la zone d’intérêt semble plus élevé pour 

la formulation combinée. Cela pourrait être dû à un effet synergique, résultat de l’association 

collagène/molécule A. Des travaux supplémentaires seraient nécessaires afin d’étudier cet effet 

potentialisateur. 

 

En conclusion, le collagène a été incorporé avec succès dans les matrices de pullulane/dextrane, 

que ce soit in situ dans la solution de polysaccharides ou par « imprégnation » du matériau lyophilisé 

(Figure 82). L’addition de cette protéine de la MEC ne semble pas avoir d’impact sur le taux de 

gonflement, la dégradation et les propriétés mécaniques des matériaux par rapport à la condition sans 

collagène (Figure 84 et Figure 85). Cette fonctionnalisation a permis d’améliorer la colonisation des 

hydrogels par les fibroblastes primaires. La méthode d’incorporation la plus efficace est l’imprégnation 

de collagène avec une solution concentrée à 1% (Figure 86 et Figure 89). La combinaison avec la 

molécule A incorporée in situ semble améliorer la colonisation et la migration cellulaire (Figure 91 et 

Figure 92). 

 

I.2) Fonctionnalisation par des charges positives 

Dans les études précédentes, le dextrane modifié avait été utilisé dans le but d’améliorer la 

rétention du composé B (Chapitre III; §II.2.c). Cette fonctionnalisation avait engendré des 

modifications structurelles de l’hydrogel de pullulane/dextrane, visibles après observation en MEB 

(Figure 69). Dans la littérature, l’addition de charges dans les biomatériaux est également une 

stratégie employée pour permettre l’adhésion cellulaire [378]–[380]. Dans cette partie, le rôle de ces 
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charges sur les propriétés physico-chimiques et le comportement de cellules ensemencées dans la 

formulation µPuD+(50 :50) ont été étudiés et comparés à un contrôle non fonctionnalisé µPuD(50 :50). 

 

I.2.a) Impact sur les propriétés physico-chimiques 

Après observations macroscopiques et microscopiques de la surface des matrices 

fonctionnalisées lyophilisées, (Chapitre III, §II.2.c), celles-ci semblaient plus denses et moins poreuses 

que le contrôle (Figure 69). Pour approfondir ces études, la microstructure interne des formulations 

synthétisées avec et sans dextrane modifié a été analysée en MEB après découpe transversale (Figure 

93 a et b). Ensuite, la surface des hydrogels à l’état hydraté a été analysée en MEB environnementale 

(Figure 93c et d). 

 

Figure 93 : Etude en microscopie électronique à balayage des matériaux fonctionnalisés et non fonctionnalisés par des 
charges positives. (a) et (b) Observations en MEB (Joel Carryscope) des coupes transversales des matrices lyophilisées, 
synthétisées avec et sans dextrane modifié, échelle 500µm. Images (c) et (d) Observations en surface en MEB (Philips 

Xl30), après hydratation dans l’eau, échelle 300µm. Images (a’) à (d’) correspondent aux agrandissements, échelle 
100µm. 

 

Les matrices µPuD(50 :50) lyophilisées, révèlent une structure interne ouverte et poreuse (Figure 

93a) similaire aux autres formulations à base de pullulane/dextrane. En revanche, les matrices 

µPuD+(50 :50) semblent présenter des tailles inférieures de pores (Figure 93b). Ces observations 

confirment les conclusions faites d’après leur aspect macroscopique (Figure 68). Ces différences de 

porosité sont également observées à l’état hydraté (Figure 93c et d). La lyophilisation est couramment 

utilisée pour la création de pores dans les hydrogels [232]. Le procédé de formation des pores a été 

décrit dans les hydrogels à base de pullulane/dextrane préparés au Laboratoire U1148 [316] mais 

pourrait se dérouler différemment dans cet hydrogel. Par ailleurs, des aspérités avaient été 

remarquées à la surface des matériaux lyophilisés (Figure 69). Elles sont ici retrouvées dans la 

structure interne des matériaux lyophilisés (Figure 93b) et persistent après hydratation (Figure 93d). 
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Afin de mieux comprendre la formation de ces aspérités, la structure microscopique des matrices 

à l’état hydraté a été analysée sur des matrices fluorescentes synthétisées avec du dextrane FITC 

(Figure 94). Les matrices ont été observées hydratés dans du PBS avant lyophilisation (Figure 94a et c) 

et après lyophilisation (Figure 94b et d). 

 

Figure 94 : Observation de plans des matrices préparées avec du dextrane FITC et hydratées avec du PBS 1X, avant (a 
et c) et après (b et d) lyophilisation. Les sections sont acquises à partir de 50 µm de profondeur. Echelles 150µm 

applicables à toutes les images. 

 

Les matrices non fonctionnalisées, µPuD(50 :50), ne présentent pas de pores avant lyophilisation 

(Figure 94a). Après lyophilisation, elles présentent une porosité, déjà observée dans les autres 

formulations à base de pullulane/dextrane (Figure 94b). Toutefois, les matrices µPuD+(50 :50) n’ont pas 

le même aspect. En effet, l’hydrogel non lyophilisé présente déjà une microstructure en son sein 

(Figure 94c). Cette caractéristique est retrouvée après lyophilisation (Figure 94d) avec une structure 

générale qui semble différente. Les zones sans signal fluorescent pouvant être une phase riche en 

pullulane sans FITC. Icoz et al ont étudié la miscibilité entre des dextranes modifiés [381]. Ils ont 

démontré que la présence de sels (≥2M) en quantité suffisante favorisait les interactions 

intramoléculaires plutôt qu’intermoléculaires, ce qui diminuerait la miscibilité entre les polymères. 

 

Pour évaluer l’effet de la fonctionnalisation par des charges sur les propriétés physico-chimiques 

des matériaux, le taux de gonflement, la vitesse de dégradation in vitro (Figure 95) ainsi que les 

propriétés mécaniques ont été étudiées (Figure 96). 
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Figure 95 : Caractérisation des matériaux fonctionnalisés avec dextrane modifié (a) Capacités d’absorption dans l’eau 
et le PBS et (b) cinétique de dégradation avec (c) leur t1/2 calculé après régression non linéaire. Les différences 

significatives ou non sont indiquées respectivement par ‘’* et #’’ (p<0,05) et ‘’ns’’ (p>0,05), (n=4). 

 

Comme observé dans les études précédentes, (Chapitre III, §II.2.c) les matrices comportant des 

charges positives, µPuD+(50 :50), absorbent deux fois plus la solution de PBS que le contrôle non 

fonctionnalisé, µPuD(50 :50) (Figure 95a). Cette différence de gonflement est exacerbée dans l’eau. En 

effet, les matrices µPuD(50 :50) retiennent 3 fois plus d’eau par rapport au PBS alors que les µPuD+(50 :50) 

gonflent plus de 3,7 fois.  

 

L’état de dissociation des charges portées par le dextrane modifié pourrait être conditionné 

par le pH et des ions présents dans le solvant. En effet, entre les pH 5,5 (eau) et pH 7,4 (PBS), le degré 

de ionisation des groupements greffés pourrait différer. Ainsi, dans l’eau, le dextrane modifié serait 

très majoritairement ionisé. Les charges se repousseraient et étendraient le réseau de polymères. Ceci 

pourrait alors expliquer que les matrices ont des capacités d’absorption plus élevées, et plus 

particulièrement dans l’eau. Par ailleurs, la présence d’un nombre élevé de charges positives doit 

favoriser les interactions avec les molécules d’eau.  

 

Comme évoqué précédemment, ces différences pourraient également être le résultat d’un 

taux de réticulation plus faible. La réticulation du dextrane modifié par le STMP se déroule très 

certainement comme avec les autres polysaccharides [311]. Bien que la quantité de STMP introduite 

dans les différentes formulations soit identique, il peut ne pas réagir de la même manière quand 

l’hydrogel est fonctionnalisé. En effet, la fonctionnalisation pourrait interférer avec le greffage du 

STMP que ce soit par la présence des charges ou par diminution des fonctions hydroxyles disponibles 

après substitution des groupements d’intérêt sur le dextrane. La quantification de phosphore par la 

méthode de dosage colorimétrique, précédemment utilisée, ne permet pas ici d’évaluer la teneur en 
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phosphore finale dans l’hydrogel. D’autres méthodes telles que l’analyse élémentaire du phosphore 

ou de l’ICP (Spectrométrie à plasma à couplage inductif) seraient à envisager pour vérifier le taux de 

réticulation. 

 

Les cinétiques de dégradation obtenues après digestion enzymatique révèlent des profils 

similaires entre les différentes conditions : les matrices se dégradent en moins de 50 min (Figure 95b). 

La présence de ces charges positives n’empêche donc pas la dégradation par les glucosidases (Figure 

95c). Les vitesses de dégradation sont similaires entre les deux formulations étudiées (Figure 95c). 

Dans l’hypothèse où les hydrogels fonctionnalisés seraient moins réticulés, il était attendu qu’ils se 

dégradent plus vite (Chapitre III, §I.2.c). Le taux de réticulation pourrait donc être similaire entre les 

formulations fonctionnalisées, ou bien la différence de porosité pourrait contrebalancer la 

dégradation. En effet, les matrices fonctionnalisées sont moins poreuses que leur contrôle (Figure 93) 

ce qui restreindrait la surface spécifique accessible aux enzymes, diminuant alors la vitesse de 

dégradation. Ces hypothèses restent à confirmer. 

 

L’impact sur les propriétés mécaniques a ensuite été évalué par des tests de cisaillement en 

balayage en fréquence réalisés sur les matrices hydratées dans du NaCl 0,9% (Figure 96). 

 

Figure 96 : Propriétés mécaniques des matrices fonctionnalisées avec du DEAE (a) Balayage en fréquence des matrices 
µPuD(50 :50) avec et sans dextrane modifié. (b) Tableau des valeurs de G' et du domaine de déformation linéaire à 1Hz. 

La significativité statistique des valeurs est représentée par ‘’*’’ (p<0,05, n=4) 

 

Les hydrogels synthétisés avec le dextrane modifié ont un comportement viscoélastique avec un 

réseau percolant (G’>G’’), comme observé pour les formulations non fonctionnalisées (Figure 96a). 

Les matrices µPuD+(50 :50) ont un module de stockage (G’) significativement inférieur à celui des 

matrices µPuD(50 :50) (Figure 96b). Par ailleurs, la plage du domaine de déformation linéaire est 



Chapitre IV : Synthèse d’un substitut cutané par fonctionnalisation des hydrogels 

168 

beaucoup plus étendue pour les hydrogels µPuD+(50 :50) (12%) (Figure 96b). Abbadessa et al ont étudié 

les propriétés rhéologiques d’hydrogels dont le module de stockage G’ était modifié lorsqu’il y avait 

une séparation de phase, et dépendait du ratio en polymère. Dans la formulation avec la séparation 

de phase la plus prononcée et la plus concentrée en polymères, le G’ était diminué avec une 

augmentation de la température de gélification [382]. Il est probable que la microstructure observée 

dans les matrices de pullulane/dextrane modifié (Figure 94c et d) ait un impact sur la capacité du 

système à stocker l'énergie et par conséquent sur les propriétés rhéologiques. Elle rendrait l’hydrogel 

plus apte à dissiper l’énergie, le rendant moins rigide avec une valeur de G’ plus faible. 

 

I.2.b) Interactions cellules/matériaux 

Pour évaluer l’effet de la fonctionnalisation par les charges positives sur les cellules, les matériaux 

ont été ensemencés par des fibroblastes humains. Des observations en microscopie confocale ont été 

effectuées après 4 jours de culture par marquage du noyau avec du DAPI et du cytosquelette avec la 

phalloïdine (Figure 97). 

 

Figure 97 : Projection Z en intensité maximale de 200 µm d’épaisseur dans les matrices (a) µPuD(50:50) et (b) 
µPuD+(50:50) ensemencées avec des FHN. Représentations des vues orthogonales à droite et en bas de chacune des 
projections. Les cellules sont marquées au DAPI (bleu) et à la phalloïdine (rouge). Echelle de 200 µm applicable aux 

images (a) et (b) et projections orthogonales et échelle de 50µm applicable aux agrandissements (a’) et (b’). 

 

Les cellules dans le matériau µPuD(50 :50) sont rondes et en amas isolés, et elles sont réparties dans 

la profondeur de l’hydrogel (Figure 97a). Les formulations µPuD+(50 :50) présentent une colonisation 

cellulaire bien plus dense mais répartie à la surface (Figure 97b). Les cellules sont étalées (Figure 97b’) 

mais ne semblent pas pénétrer à l’intérieur du matériau. Il se peut que les cellules rencontrent des 

difficultés à pénétrer en profondeur dans le matériau à cause de la plus petite taille des pores et que 

par la suite, la monocouche de FHN limite l’infiltration cellulaire. Ces résultats sont en accord avec 

d’autres études où la fonctionnalisation de surfaces par différentes méthodes avaient permis 

d’améliorer l’adhésion de certains types cellulaires (CHO, HUVEC) [365], [383]. Plusieurs mécanismes 

peuvent être impliqués dans l’adhésion cellulaire sur une surface chargée. Parmi les hypothèses 



Chapitre IV : Synthèse d’un substitut cutané par fonctionnalisation des hydrogels 

169 

possibles, les membranes cellulaires, chargées globalement négativement, pourraient interagir par 

liaisons électrostatiques avec des surfaces cationiques [319], [384]. Une autre hypothèse serait que 

l’adhésion des cellules serait médiée par l’adsorption de protéines sur le matériau fonctionnalisé. Ces 

protéines peuvent provenir du milieu de culture ou être sécrétées par les cellules elles-mêmes [384], 

[385]. Les cellules adhèrent alors sur les protéines qui se sont adsorbées à la surface des matériaux 

[386]. 

 

I.3) Conclusion sur la fonctionnalisation des hydrogels 

Le collagène a pu être incorporé dans les hydrogels avec les deux méthodes d’incorporation 

étudiées, sans modification des propriétés physico-chimiques des matériaux. La répartition du 

collagène à l’interface des pores obtenue par la méthode d’imprégnation permet la meilleure 

adhésion et colonisation cellulaire. La concentration des solutions de collagène utilisées ont un effet 

dose-dépendant sur l’adhésion cellulaire avec une valeur optimale à 1% m/m de PS. La co-

incorporation du collagène imprégné avec la molécule A introduite in situ semble améliorer la 

répartition cellulaire. 

 

La fonctionnalisation du réseau par des charges positives a permis d’obtenir un aspect et des 

propriétés du matériau très différents de ceux observés sur les matrices précédentes. En effet, ces 

hydrogels semblent plus denses avec une taille de pores inférieure et comporte une micro architecture 

particulière. Les matériaux, sont également moins rigides avec un taux de gonflement plus élevé. Ils 

restent néanmoins dégradables par les enzymes spécifiques avec la même cinétique que les 

formulations non fonctionnalisées. La présence de ces charges a permis l’adhésion et la colonisation 

de fibroblastes à la surface des hydrogels de pullulane/dextrane, et ce, sans avoir recours à la 

fonctionnalisation par des protéines de la MEC. 

 

La répartition cellulaire étant différente entre les fonctionnalisations par addition de protéine de 

la MEC et de charges, les deux stratégies ont été plus amplement étudiées pour discriminer la 

méthode la plus efficace. A cet effet, les formulations MPuD(50 :50)COLLi, MPuD(50 :50)AxCOLLi et 

µPuD+(50 :50) ont été sélectionnées pour poursuivre les études sur l’invasion cellulaire et explorer la 

réaction à leur implantation à travers deux modèles animaux.
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II] Preuve de concept 

Les matériaux fonctionnalisés par du collagène (MPuD(50 :50)COLLi et MPuD(50 :50)AxCOLLi) et par 

des charges positives (µPuD+(50 :50)) induisent de meilleures réponses cellulaires par rapport aux 

matériaux non fonctionnalisés. La preuve de concept de leur utilisation en tant que substituts cutanés 

a été évaluée à travers plusieurs essais précliniques et comparée à un produit commercial, Intégra®. 

La matrice de régénération dermique Intégra® (Ref. 62021) a été choisie car il s’agit du traitement de 

référence des brûlures. C’est une matrice poreuse, formée d’un réseau de fibres réticulées de 

collagène de type I et de chondroïtine-6-sulfate [387], [388]. Ses composants sont d’origine animale 

et respectivement extraits de tendon bovin et de cartilage de requin [388]. Ce dispositif médical est 

indiqué dans la prise en charge des plaies avec une perte partielle ou totale du derme post-excision 

[387]. Ce substitut cutané acellulaire constitue ainsi un bon référentiel pour évaluer les performances 

des biomatériaux qui ont été développés. Afin d’étudier la biocompatibilité des formulations, des 

études in vitro et in vivo ont été réalisées. 

 

II.1) Interactions cellules/matériaux 

L’interaction entre les matériaux et les cellules a été évaluée, comme précédemment (Chapitre 

III, §II.4.b), après contact indirect à court terme (24h) et contact direct à moyen terme (8 jours). Le 

contact indirect permet d’évaluer la toxicité de produits éventuellement libérés par les échantillons 

sur un tapis cellulaire de FHN (Figure 98). Le contact direct, quant à lui, permet d’observer la 

répartition et la colonisation des cellules ensemencées sur les hydrogels. La morphologie adoptée par 

les FHN a été étudiée comme précédemment, de même que la synthèse de protéines de la MEC 

(Figure 99 et Figure 100). Les matériaux ont également été ensemencés avec des kératinocytes (KHN), 

cellules majoritaires de l’épiderme, afin d’évaluer la possibilité de la reformation d’une barrière 

cutanée (Figure 101).  

 

II.1.a) Contact indirect 

Les études de cytotoxicité ont été réalisées par contact indirect du milieu de culture pré-incubé 

avec les matériaux pendant 24h puis avec des tapis cellulaires (Figure 98). Elles ont été comparées au 

contrôle non incubé « Ctrl positif » et au contrôle incubé 10 minutes avec du triton 0,1% « Ctrl 

négatif ». Après 24h d’incubation, les tapis cellulaires ont été marqués à l’aide d’un kit de viabilité 

(live/dead assay ®) et le nombre de cellules vivantes et mortes a été décompté (Figure 98a). Les 

surnageants ont également été prélevés pour évaluer la quantité de LDH libérée dans le milieu (Figure 

98b). 
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Figure 98 : Etude de cytotoxicité par contact indirect. La figure (a) représente le taux de survie cellulaire par 
dénombrement des cellules vivantes (vert) et mortes (rouge) et la figure (b) le taux de lactate déshydrogénase libérée 

dans le milieu (n≥3). Les lignes pointillées représentent les limites minimale de viabilité (vert) et maximale de 
mortalité (rouge) qui déterminent la cytotoxicité des matériaux. 

 

Après 24H d’incubation, plus de 99% de cellules étaient vivantes pour le contrôle positif et moins 

de 5% l’étaient pour le contrôle négatif. Les milieux préconditionnés avec les matériaux ont démontré 

la même proportion de survie cellulaire que le contrôle positif (supérieure à 90%). Ces résultats sont 

corrélés par la quantité de lactate déshydrogénase (LDH) mesurée dans les milieux après 24H au 

contact des cellules. Cette enzyme est un marqueur d’intégrité des membranes cellulaires. Moins de 

4% de LDH a été retrouvée dans les surnageants du « ctrl positif » et des formulations testées.  

 

Le collagène utilisé dans la synthèse est d’origine animale. Il est de grade clinique (GMP) et stérile. 

La modification chimique du dextrane pourrait être toxique pour les cellules, c’est pourquoi il était 

important d’étudier les effets des hydrogels après contact avec les cellules. Ces études de cytotoxicité 

par contact indirect témoignent de l’absence de produits toxiques libérés par les formulations contrôle 

et de référence. Par ailleurs, si les éléments qui ont servi à la fonctionnalisation des matériaux sont 

libérés dans le milieu (collagène et le dextrane modifié) ceux-ci ne provoquent pas de mort cellulaire 

(% de cellules vivantes >20%). De plus, le dextrane modifié qui n’aurait pas réticulé dans l’hydrogel au 

cours de la synthèse aura certainement été éliminé lors des étapes de rinçages. 

 

II.1.b) Contact direct 

Les matériaux ont été ensemencés avec des fibroblastes primaires (FHN) et mis en culture jusqu’à 

8 jours. La répartition et la morphologie des cellules dans les matériaux ainsi que la présence de 

composants de la MEC ont été analysés. Des anticorps spécifiques ont permis d’observer la présence 

de collagène de type III, de fibronectine et d’acide hyaluronique. Ces paramètres ont été étudiés à 4 

jours (Figure 99) et 8 jours (Figure 100). 
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Figure 99 : Culture de fibroblastes ensemencés dans les matériaux. Acquisitions projetées en Z, en intensité maximale 
réalisées en microscopie confocale (Zeiss, LSM 750) et traitées par le logiciel ImageJ®. Observations après 4 jours des 
FHN par marquage du noyau (DAPI, Bleu) associé de gauche à droite à la morphologie des cellules par marquage de 
l’actine (phalloïdine, rouge) et à la synthèse de composants de la MEC : collagène III (vert), de la fibronectine (jaune) 
et de l’acide hyaluronique (blanc) avec échelle de 250 µm applicable aux images. Agrandissements des marquages 

spécifiques (haut à droite), échelle de 100µm applicable à tous les encarts. 

 

Après 4 jours de culture, les FHN se répartissent différemment au sein des formulations, comme 

observé dans les études précédentes (Figure 99, colonne de gauche). En effet, les cellules dans les 

formulations non fonctionnalisées, MuD(50 :50) (Figure 99a) adoptent une conformation ronde en 

agrégat. Les formulations MPuD(50 :50)COLLi et MPuD(50 :50)AxCOLLi (Figure 99b et c) montrent des 

cellules étalées qui tapissent les pores, vraisemblablement grâce à l’adsorption du collagène de type 

I. Par ailleurs, l’infiltration des cellules au sein des matériaux est directement liée à leur porosité. En 

effet, les formulations à base de MPuD, fonctionnalisées ou non, présentent des pores de grande taille 
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et interconnectés dans toute la matrice (Figure 93). Au contraire, les matrices µPuD+(50 :50) quant à 

elles sont plus denses et moins poreuses (Figure 93). Les cellules y sont d’ailleurs réparties à la surface 

avec une morphologie étalée. L‘adhésion cellulaire serait directe ou indirecte (par l’intermédiaire de 

protéines) sur le matériau grâce à la présence de charges positives [384]. Les cellules se répartissent 

de la même manière sur le matériau Intégra® (Figure 99c et d) que sur µPuD+(50 :50). Les fibroblastes 

sont capables d’adhérer et de migrer grâce au collagène de type I et à la chondroïtine sulfate qui 

composent la matrice Intégra® [389]. Bien que Intégra® soit décrit comme étant une matrice poreuse 

[390], dont la taille n’est pas précisée dans la documentation, les cellules restent préférentiellement 

en surface. La porosité doit avoir un ordre de grandeur similaire ou inférieur à celui des matrices 

chargées. 

 

La capacité des fibroblastes à sécréter des composants matriciels après 4 jours de culture a pu 

être évaluée (Figure 99). Dans les conditions non fonctionnalisées MPuD(50 :50), du signal lié à la 

présence des composés a été observé. Cependant, quels que soient les éléments, ils sont très peu 

présents, localisés autour des noyaux des agrégats et répartis de façon similaire à l’actine (Figure 99a). 

Cette répartition suggère une présence intracellulaire et sans présence de sécrétion structurée. Les 

formulations fonctionnalisées et la référence présentent toutes une sécrétion de matrice (Figure 99b 

à e). De même que précédemment, le signal semble être localisé près des cellules et est maintenu 

même en profondeur du matériau pour les matrices fonctionnalisées avec du collagène (Figure 99b et 

c). Le marquage de la MEC est présent à la surface des matrices chargées positivement et d’Intégra® 

(Figure 99d et e). Les molécules matricielles sont qualitativement présentes en plus grande quantité 

dans les hydrogels fonctionnalisés et Intégra® (Figure 99b à e) que dans les matériaux non 

fonctionnalisés (Figure 99a). La capacité des fibroblastes à synthétiser ces protéines et 

glycosaminoglycanes est dépendante de leur adhésion au substrat. 

 

Dans les formulations MPuD(50 :50)COLLi, MPuD(50 :50)AxCOLLi, µPuD+(50 :50) et Intégra®, de la MEC a 

pu être sécrétée et conservée sur les matériaux. Diverses interactions ont pu jouer un rôle. Dans les 

matrices riches en collagène de type I, des affinités avec la fibronectine et l’acide hyaluronique ont pu 

permettre de maintenir les protéines - sécrétées par les cellules ou issues du SVF - les rendant 

accessibles à un remodelage matriciel par les FHN [37], [391]. Quant aux matrices µPuD+(50 :50) les 

charges positives présentes dans le réseau [392] permettent des interactions, notamment 

électrostatiques, pouvant entrainer la rétention de la MEC excrétée [364], [393], [394]. 
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Les différentes conditions ont également été analysées après 8 jours d’ensemencement (Figure 

100). 

 

Figure 100 : Culture de fibroblastes ensemencés dans les matériaux pendant 8 jours. Acquisitions projetées en Z, en 
intensité maximale réalisées en microscopie confocale (Zeiss, LSM 750) et traitées par le logiciel ImageJ®. Observation 

après 8 jours des FHN par marquage du noyau (DAPI, Bleu) associé de gauche à droite à la morphologie des cellules 
par marquage de l’actine (phalloïdine, rouge et à la synthèse de composant de la MEC : collagène III (vert), de la 

fibronectine (jaune) et de l’acide hyaluronique (blanc), échelle 250 µm applicable aux images. Agrandissements des 
marquages spécifiques (haut à droite), échelle de 100µm applicable à tous les encarts. 

 

Les mêmes tendances de colonisation des matériaux par les FHN sont retrouvées après 8 jours de 

culture (Figure 100). Il n’y a pas de diminution apparente du nombre de cellules par rapport aux 

acquisitions réalisées à 4 jours, à l’exception des matrices non fonctionnalisées MPuD(50 :50) (Figure 

100a). Ces matériaux ne possèdent pas de constituants capables de supporter l‘adhésion des cellules 
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et la diminution du nombre peut être liée à des phénomènes d’anoïkis par défaut d’adhésion. Les trois 

composants de la MEC recherchés sont également présents à 8 jours sur les matériaux fonctionnalisés 

(Figure 100c à d).  

 

La sécrétion de MEC semble similaire entre les matériaux MPuD(50 :50) enrichis en collagène, avec 

et sans molécule A, respectivement MPuD(50 :50)AxCOLLi et MPuD(50 :50)COLLi (Figure 99b et c et Figure 

100b et c). Les matrices chargées présentent quant à elles une adhésion protéique dans les hydrogels 

plus importante tout en restant inférieure à la référence commerciale (Figure 99c et d et Figure 100c 

et d). La quantité d’éléments constitutifs de la MEC semble augmenter après 8 jours de culture par 

rapport à 4 jours, à l’exception de la condition non fonctionnalisée MPuD(50 :50) (Figure 99 et Figure 

100). 

 

La présence de ces molécules dans les matériaux d’intérêt atteste d’une activité cellulaire 

compatible avec la formation et le remodelage d’une nouvelle MEC ce qui est nécessaire dans le cadre 

d’utilisation en tant que substitut cutané. En effet, le collagène de type III, la fibronectine et l’acide 

hyaluronique sont des molécules structurales constitutives de la MEC dermique saine mais également 

de la matrice provisoire mise en place pendant la cicatrisation [34]. La fibronectine et le collagène de 

type III apparaissent dès les premières phases de cicatrisation [30] et l’acide hyaluronique pendant la 

phase de réparation [34]. Ces éléments sont d’autant plus importants qu’ils sont impliqués dans la 

régulation autocrine du métabolisme des fibroblastes dans les différentes étapes de la cicatrisation 

[395]. 

 

Par la suite, les matériaux ont été ensemencés par des KHN et mis en culture jusqu’à 8 jours. La 

répartition et la morphologie des cellules dans les matériaux ont été analysées en microscopie 

confocale à 4 et 8 jours (Figure 101).  
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Figure 101 : Projection Z en intensité maximale d’épaisseur de 200 µm des différentes conditions ensemencées avec 
des KHN. Représentations des vues orthogonales à droite (y ;z) et en bas (x ;z) de chacune des projections. Les cellules 

sont marquées au DAPI (bleu) et à la phalloïdine (rouge) après 4 jours (ligne du haut) et 8 jours (ligne du bas) de 
culture. Echelle de 250 µm applicable à toutes les images et leur projection orthogonale. Encarts zoomés des cellules 

en haut à droite de chaque image avec une échelle de 50 µm applicable à tous. 

 

Après 4 et 8 jours de culture, les kératinocytes sont présents pour toutes les conditions. Les 

cellules adoptent une conformation ronde dont on distingue le noyau (Figure 101) La morphologie des 

KHN dans les matrices est proche de sa conformation dans l’épiderme : cubique à prismatique. Les 

cellules sont réparties dans la profondeur de la formulation contrôle MPuD(50 :50) (Figure 101a et b), 

probablement logées à l’intérieur des pores (vues orthogonales Figure 101a à b). Les KHN se 

répartissent de la même manière dans les matrices enrichies en collagène, MPuD(50 :50)COLLi et 

MPuD(50 :50)AxCOLLi (Figure 101c à f). Les cellules semblent toutefois plus nombreuses, ce qui pourrait 

être dû à une interaction avec le collagène présent à l’interface des pores. Bien que les kératinocytes 

de l’épiderme interagissent avec du collagène de type IV de la lame basale [7], [8], il a déjà été montré 

in vitro que les KHN étaient capables d’adhérer sur du collagène de type I [397], [398]. Cette adhésion 

au collagène de type I interviendrait pendant l’étape de réépithélialisation après une lésion cutanée 

permettant la migration des kératinocytes [30]. La répartition des cellules dans la formulation 

MPuD(50 :50)AxCOLLi (Figure 101e et f) paraît plus diffuse que pour la formulation MPuD(50 :50)COLLi 

(Figure 101c et d), ce qui pourrait être en lien avec la présence du composé A.  

 

Les hydrogels formulés avec du dextrane modifié (Figure 101g et h) et Intégra®(Figure 101i et j) 

présentent des cellules à la surface des matériaux (vues orthogonales Figure 101g à j). Cette différence 

de répartition en surface et en profondeur est similaire à celle observée précédemment avec les FHN. 

Encore une fois, la taille des pores ou l’inhibition de contact ne permettraient pas aux KHN de pénétrer 

en profondeur. Par ailleurs, il se peut que ce type cellulaire interagisse moins avec les charges 
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présentes dans les formulations µPuD+(50 :50). Cependant, dans le cas des kératinocytes, leur 

pénétration dans le matériau n’est pas nécessaire, car dans l’épiderme les kératinocytes se 

répartissent en couches qui reposent sur le derme par l’intermédiaire de la lame basale. La 

formulation µPuD+(50 :50) présente moins de cellules que la référence Intégra®. Les constituants 

d’Intégra® favorisent l’adhésion cellulaire, notamment grâce au collagène qui agit de la même manière 

que dans les matériaux fonctionnalisées MPuD(50 :50)COLLi et MPuD(50 :50)AxCOLLi.  

 

Aucune différence significative entre les deux temps n’est visible, la colonisation cellulaire des 

hydrogels 4 jours après l’ensemencement apparait semblable à 8 jours. A 4 jours, les cellules ont 

colonisé les matériaux et leur quantité ne semble pas diminuer avec le temps. Il serait intéressant 

d’approfondir ces études avec une analyse de la prolifération cellulaire accompagnée de l’état de 

différenciation des KHN à ces deux temps pour déterminer si les formulations ont des impacts 

différents. 

 

En conclusion, les matériaux sélectionnés ont été comparés à une matrice non fonctionnalisée 

et à un produit commercial. Ces études ont démontré qu’ils étaient capables d’être colonisés par les 

deux types cellulaires majoritaire de la peau, en surface ou en profondeur et supportent la sécrétion 

de composants matriciels en fonction de leur porosité et leurs fonctionnalisations. Les matrices 

chargées positivement induisent un comportement cellulaire similaire à Intégra®. La caractérisation 

de ces hydrogels s’est poursuivie par des études de biocompatibilité après implantation chez l’animal. 

 

II.2) Interactions hôte/matériau 

La biocompatibilité des dispositifs médicaux destinés à être implantés doit être évaluée avant 

d’envisager une application chez l’homme. Elle repose sur les événements biologiques se produisant 

aux interfaces entre les biomatériaux et les tissus environnementaux. Cette réponse peut varier 

considérablement et conduire à l'intégration ou au rejet des matériaux testés. Bien qu’in vitro les 

réponses cellulaires observées soient encourageantes, il est difficile de les corréler à une réponse in 

vivo car le système est plus complexe et implique plus de variables. Il est nécessaire de déterminer la 

réponse d’un organisme vivant à l’implantation des biomatériaux développés pour s’assurer de leur 

sécurité et de leur efficacité [399]. Dans un premier temps, les différentes formulations ont ainsi été 

implantées en sous-cutané chez des souris pour évaluer leur dégradation et leur intégration. Dans un 

second temps, les formulations ont été implantées chez la souris dans des plaies d’excision de 

profondeur totale de la peau pour observer leur devenir dans un contexte de cicatrisation. 
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II.2.a) Implantation sous-cutanée 

Les différents hydrogels ont été implantés en sous-cutané pour évaluer l’intégration et la 

dégradation des matériaux in vivo. Les zones d’intérêt ont été explantées après 8 semaines, fixées, 

congelées, coupées et montées sur lames. Les coupes ont ensuite été colorées par du bleu alcian pour 

visualiser les glucides et contre-colorées au rouge nucléaire pour marquer les noyaux. L'intégration de 

l'hydrogel, l’état de sa dégradation et la densité cellulaire l’ayant colonisée ont été évalués à partir 

des explants de peau (Figure 102 et Figure 103). 

 

Figure 102 : Implantation sous-cutanée des différents matériaux. Colonne (a) aspect macroscopique des hydrogels 
implantés indiqué par une flèche noire, échelle 3mm applicable à toutes les images de la colonne (a). Colonne (b) les 
explants de peau avec les matériaux implantés après 8 semaines, échelle 500 µm applicable à toutes les images de la 
colonne (b). Colonne (c) grossissement d’une zone des matériaux implantés à 8 semaines, marqués au DAPI (noir et 

blanc, inversion des couleurs), échelle 50 µm applicable à toutes les images de la colonne (c). 
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Dans les premiers jours après l'implantation, des renflements se sont formés sous la peau quelle 

que soit la condition, mais de façon beaucoup moins importante pour Intégra®. Ce phénomène 

pourrait s’expliquer par l’implantation des matrices à l’état lyophilisé, qui s’hydratent avec les liquides 

de l’environnement sous-cutané. Intégra® est implanté hydraté car conditionné et utilisé ainsi en 

clinique. Le gonflement des hydrogels conduit à une augmentation de leur taille après implantation 

ce qui peut contribuer à l’aspect observé [400] mais également participer à l’apparition d’une réaction 

inflammatoire. Ces renflements disparaissent à partir d’une semaine post implantation, témoignant 

d’une inflammation transitoire, aiguë, physiologique à la suite à l’introduction d’un corps étranger 

[401]. 

 

Après 8 semaines d’implantation, toutes les matrices étaient encore visibles macroscopiquement 

(Figure 102a). Les matrices à base de pullulane/dextrane sont entourées de tissus conjonctifs, 

comparable à Intégra, sans présence de capsule fibrotique ni de cellules géantes (Figure 102b). Le 

mélange de pullulane et de dextrane utilisé pour former des biomatériaux a déjà montré une bonne 

réponse de l’hôte, après implantation chez le rat, avec une réaction inflammatoire et fibrotique moins 

importante par rapport aux hydrogels 100% pullulane et 100% dextrane [296]. L’apparence 

macroscopique des hydrogels MPuD(50 :50), MPuD(50 :50)COLLi, MPuD(50 :50)AxCOLLi et µPuD+(50 :50) (Figure 

102a) est semblable à l’état observé au cours des expériences de dégradation in vitro ((§I.1.a.ii) et 

(I.2.a)). Ces derniers semblent avoir perdu leur intégrité, apparaissant déformés, avec une géométrie 

mal détourée. En revanche, la référence Intégra® conserve des délimitations plus nettes. Ces 

observations sont retrouvées en microscopie après coloration au bleu alcian/rouge nucléaire (Figure 

102b). Les matrices de pullulane/dextrane prennent une coloration bleue marquée tandis qu’Intégra® 

prend une coloration bleue beaucoup plus claire. Il est possible que les charges positives du bleu alcian 

[402] interagissent avec les charges négatives des phosphates issus des ponts de réticulation et 

donnent cette coloration plus intense. Les matrices étudiées semblent en effet moins denses, ne 

présentent par la forme rectangulaire initiale de la coupe frontale d’un disque tandis que les contours 

d’Intégra® sont plus homogènes. De plus, les implants présentent tous des noyaux cellulaires dans la 

cavité d’implantation (Figure 102c).  

 

La densité de matière et la colonisation cellulaire présentes dans les zones d’implantation ont été 

mesurées à partir des coupes histologiques et représentées dans la Figure 103. 
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Figure 103 : (a) Surfaces résiduelles d’hydrogel rapportées à l'aire occupée par l'implant en (%) mesurée à partir de la 
Figure 102b. (b) Nombre de noyaux présents dans la zone occupée par l'implant par 2500 µm² mesurée à partir de la 

Figure 102c. La significativité est représentée par ‘’ * ‘’ avec p<0,05 et la non significativité par ‘’ ns ‘’ (n≥4). 

 

La quantification de la densité de matière résiduelle (Figure 103a) montre que 8 semaines post-

implantation, les matrices à base de pullulane/dextrane sont moins denses qu’Intégra®. En effet, elles 

présentent environ 30% de surface résiduelle contre 66% pour Intégra®. Les hydrogels à base de 

pullulane et de dextrane ont une fraction poreuse élevée (30 à 50%, Chapitre III, §I.2.a) et seraient 

donc potentiellement moins denses que le produit commercial à l’état initial. Ces résultats devront 

cependant être normalisés par la densité de matière dans les jours suivant l’implantation afin de 

confirmer leur dégradation. Les aspects macroscopiques et microscopiques corrélés avec les densités 

de matière suggèrent que les hydrogels sont dégradés lorsqu’ils sont implantés en sous-cutané. Cette 

caractéristique constituerait un avantage pour des formulations développées en termes de 

biodégradabilité des matériaux dans le cadre du traitement de plaies profondes. En effet, les 

biomatériaux utilisés comme matrice provisoire pour combler la perte de substance doivent 

idéalement se dégrader progressivement, au profit du tissu en formation. De plus, les conditions 

enrichies en molécule A et collagène (MPuD(50 :50)AxCOLLi) sont celles présentant la plus faible densité 

de matière (20 ± 6%) par rapport aux conditions non fonctionnalisées (29 ± 9%) et fonctionnalisées 

par du collagène seul (29 ± 4%). Cette différence pourrait être liée à la présence du composé A. En 

effet, la molécule A pourrait favoriser le processus de dégradation. Cependant, pour affirmer que ces 

différences existent, il serait nécessaire de comparer les cinétiques de dégradation par rapport à leur 

état initial. 

 

Par ailleurs le nombre de noyaux observé est plus élevé dans les matrices MPuD(50:50)AxCOLLi 

(3,1 ± 0,5 noyaux/2500µm²) et µPuD+(50 :50) (3,2 ± 0,7 noyaux/2500µm²) que dans les MPuD(50 :50) et 

MPuD(50 :50)COLLi (respectivement 1,8 ± 0,2 et 2,1 ± 0,2 noyaux/2500µm²). L’incorporation de la 

molécule A couplée au collagène se démarque encore une fois de ses contrôles, avec une colonisation 
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cellulaire plus importante, similaire à la formulation chargée positivement. Une synergie des actions 

de ces deux composés constitue une hypothèse, évoquée auparavant lors de l’évaluation de 

l’infiltration cellulaire dans les combinaisons collagène/molécule A (§I.1.c). La présence de charges 

positives semble également être plus favorable à la pénétration cellulaire, vraisemblablement en lien 

avec les propriétés observées dans les études in vitro. Le nombre de noyaux comptabilisés dans la 

zone matricielle reste néanmoins 1,5 fois plus élevé dans la condition commerciale (Figure 103b). Ces 

observations peuvent en partie s’expliquer par la densité de matière de l’implant et sa composition. 

Intégra® possède une densité plus importante que les autres échantillons et est majoritairement 

constitué de collagène de type I propice à l’adhésion cellulaire et à la migration des fibroblastes. 

 

Ces résultats mettent en évidence l’infiltration par les cellules de l’hôte des biomatériaux. De 

plus, les matériaux étudiés semblent être dégradés par l’organisme, indiquant un remodelage et signe 

d’intégration par les tissus [401]. Dans le cas d’Intégra, l’invasion cellulaire semble plus marquée que 

dans les formulations testées avec une biodégradation moindre. Il serait intéressant de compléter ces 

résultats par une évaluation de l’état des hydrogels et de la présence de différents marqueurs à 

différents temps jusqu’à dégradation complète. La sécrétion de composés matriciels ainsi que la 

cinétique de dégradation permettront de mieux discriminer les étapes inflammatoires et de 

remodelage dans chacune des conditions.  

 

II.2.b) Implantation dans un modèle de plaie cutanée 

La biocompatibilité et l’efficacité des hydrogels étudiés ont ensuite été évaluées dans des 

modèles de plaie cutanée d’excision totale chez la souris. Une différence physiologique majeure à 

prendre en compte entre la cicatrisation chez l’homme et chez les rongeurs sont que ces derniers 

possèdent un tégument mobile responsable d’une peau « lâche ». De plus, la contraction est présente 

pendant presque tout le processus de fermeture de la plaie, tandis que chez l'homme c’est une étape 

qui arrive plus tardivement au moment de la phase de prolifération [59]. Dans le modèle de 

cicatrisation étudié, un anneau de silicone a été suturé sur chaque plaie afin d’éviter la cicatrisation 

par contraction [309]. Cette précaution permet d’induire une cicatrisation par formation de tissus de 

granulation et ré-épithélialisation avec une faible contraction, plus comparable au processus de 

cicatrisation physiologique humain [403].  

 

Les implants ont été déposés dans la plaie, et laissés pendant 7 jours. L’aspect macroscopique du 

lit de la plaie a été suivi quotidiennement, conformément aux règlementations du bien-être animal, 

afin de surveiller le changement de couleur signe de nécrose, d’inflammation, d’infection ou 
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d’épithélialisation. L’évolution des plaies a été mesurée à partir de photographies étalonnées (Figure 

104). Les aires des plaies ont été calculées à partir de ces images et rapportées à l’aire initiale (Figure 

105). Après 7 jours d’implantation, l'ensemble du lit de la plaie et des tissus adjacents aux implants a 

été excisé, fixé, congelé et coupé pour coloration histologique (Figure 106).  

 

Figure 104 : (a) Aspect macroscopique des plaies immédiatement (T0), à 3 et 7 jours après excision. (b) 
Représentations schématiques des aires de la plaie (gris) et des implants (en pointillés). (c) Superposition des 

représentations des aires à T0 et J7. Echelle 2,5mm applicable à toutes les images. 

 

Les hydrogels ont été apposés au sein du lit des plaies. Afin de prévenir un assèchement de la 

zone, l’ensemble plaie/silicone a été recouvert par un film transparent semi-perméable (Tégaderm®) 

permettant les échanges gazeux, la protection et l’observation des plaies. Les matrices à base de 

pullulane/dextrane ont été implantées à l’état lyophilisé. Intégra® quant à lui est conditionné à l’état 

hydraté et doit être rincé par du sérum physiologique plusieurs fois avant utilisation. Les matériaux 

développés dans ce projet sont destinés à être conditionnés et utilisés à l’état lyophilisé. Cette forme 

permet en effet une bonne conservation, une manipulation simple et une utilisation immédiate. Le 

fluide corporel sécrété par la plaie a été absorbé par l'hydrogel. Ce changement d’état est susceptible 

de réduire la perte de liquide et engendrer un environnement humide, favorable à la régénération 

cutanée [6].  

 

Les échantillons ont été implantés pendant 7 jours sans qu’aucun signe macroscopique de rejet, 

de nécrose ou d’inflammation sévère n’ait été discernable au cours de l'expérience. Néanmoins 

certaines plaies avaient présenté des signes d’infection dans des expériences précédentes. La 
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survenue de ces infections a pu être diminuée grâce à la mise en place d’actions correctrices au niveau 

du mode opératoire chez les animaux et de l’environnement. La coloration des plaies est rouge à rose 

pâle (Figure 105a), et correspond à une coloration physiologique d’après la classification des lits de la 

plaie [404]. Comme représenté sur la Figure 104b (zones grises), toutes les plaies semblent diminuer 

au cours du temps, avec une aire plus petite à 7 jours qu’à T0 (Figure 104c, zones noires).  

 

Par ailleurs, tous les implants ont été retrouvés au sein des plaies, dans un état hydraté à 3 jours 

et hydraté ou sec à 7 jours, en fonction de l’intégrité du système suture/silicone/Tegaderm®. En effet, 

comme énoncé précédemment, la peau des souris est lâche et la tension exercée par les points de 

suture semble induire un relâchement du tissu, accompagné d’une perte d’étanchéité de 

l’environnement de la plaie. Cette perte d’étanchéité rend le site plus sensible à la dessiccation et à 

l’infection. Les matrices à base de pullulane/dextrane sont transparentes tandis qu’Intégra® est plus 

opaque. Cette différence de couleur semble intrinsèque au matériau et a également été observée en 

sous-cutané (Figure 102a). Il est à noter que les hydrogels de pullulane/dextrane ne recouvrent pas 

complètement la plaie, contrairement à Intégra®. Ce phénomène est lié à la rétraction de la matrice 

au moment de l’hydratation, qui diminue en diamètre (diamètre sec ≈ 5mm). Les hydrogels implantés 

doivent recouvrir toute la plaie pour une protection et une efficacité optimale. Pour ce faire, il a été 

envisagé de les implanter avec un diamètre plus important, mais cela aurait rendu difficile 

l’introduction des matrices à travers le diamètre interne du silicone (6mm). De plus, prédire les 

variations de taille entre l’état hydraté et l’état sec avant application rendrait son utilisation en 

clinique plus fastidieuse. Afin d’ajuster au mieux l’implant, une solution serait d’hydrater juste avant 

implantation les matériaux pour les découper à la taille de la plaie. Dans cette optique, il serait alors 

possible de les hydrater simplement avec du sérum physiologique ou avec des solutions antiseptiques, 

antibactériennes ou encore avec un agent thérapeutique pour en renforcer l’efficacité. Ces stratégies 

seront testées lors d’expérimentations ultérieures. Les implants ne semblent pas changer de place 

dans la plaie entre les jours 3 et 7, et seraient donc possiblement intégrés dans le lit de la plaie. 
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Figure 105 : (a) Suivi de l’aire des plaies rapportée à l’aire initiale de chacune des conditions (n≥5 pour biomatériaux et 
n=1 pour contrôle négatif). (b) Suivi du diamètre des implants au cours du temps rapporté au jour 1 (n=5). 

 

Les profils de fermeture de la plaie ont été suivis pendant 7 jours après la création des plaies 

(Figure 105a). La présence des implants ne semble pas gêner la fermeture quand on la compare au 

contrôle sans implant. La variabilité entre les échantillons d’une même condition est importante, avec 

des écart-types à chacun des temps compris entre 2 et 10%, ne permettant pas de conclure 

définitivement sur des différences significatives. Pourtant, une tendance se dégage à J7 avec une 

fermeture plus rapide pour les matrices µPuD+(50 :50) (violet, 36±4%), par rapport aux matrices co-

incorporées collagène/molécule A MPuD(50 :50)AxCOLLi (orange, 29±8%), celles contenant du collagène 

seul MPuD(50 :50)COLLi (jaune, 26±10%), et Intégra® (noir et blanc, 23±7%) et aux hydrogels non 

fonctionnalisés MPuD(50 :50) (noir, 24±6%). Il a été observé dans d’autres études que les différences 

statistiques entre les fermetures étaient visibles 9 jours après incision chez la souris [400] et le rat 

[289]. Il serait intéressant de réaliser l’étude jusqu’à fermeture complète (temps d’implantation 

supérieur à 15 jours) [400]. Des essais préliminaires ont été effectués jusqu’à 10 jours mais les points 

de suture des silicones cisaillaient la peau conduisant à la fois à l’asséchement et à la contraction des 

plaies. Afin améliorer la fixation du silicone, de la colle pourrait être utilisée [405]. Cette approche a 

préalablement été testée au laboratoire mais les colles provoquaient des irritations cutanées et les 

silicones finissaient par se décoller avant la fin de l’expérience.  

 

Les expériences de cicatrisation pourraient être réalisées sans utiliser d’anneaux de silicone [153], 

[289], [406]. Ces modèles sont plus éloignés du processus de cicatrisation humaine, mais suivraient le 

mécanisme de réparation physiologique de l’animal sans les inconvénients apportés par les dispositifs 

pour empêcher la contraction. Cela pourrait diminuer les variations inter échantillons tout en limitant 

l’induction de points d’entrées aux infections formés par les sutures. Ces modèles murins restent 

cependant utiles pour effectuer une sélection préliminaire des formulations avant d’utiliser une 

espèce plus proche pour obtenir des données transposables à l’homme. 
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La mesure des diamètres des matériaux, confirme ce qui avait été observé macroscopiquement. 

En effet, la taille des matériaux à base de pullulane/dextrane diminue avec le temps pour les 

différentes conditions. Intégra® conserve globalement la même taille (Figure 105). Cette variation 

pourrait s’expliquer par une dessiccation progressive diminuant le gonflement ou alors résultant d’une 

dégradation. Par ailleurs, dans les études de caractérisation précédentes, il a été observé que le 

gonflement des hydrogels à base de pullulane et de dextrane dépendait du pH et de la force ionique 

(§I.1.a.ii) et §I.2.a)). La composition du liquide présent dans la plaie [95] diffère en fonction de l’étape 

de la cicatrisation et pourrait aussi moduler le gonflement de l’hydrogel. Le diamètre des hydrogels 

diminue avec l’aire des plaies, ce qui laisse envisager que les hydrogels à base de pullulane/dextrane 

seraient capables de se déformer sous l’action des différents acteurs de la cicatrisation. 

 

L'examen histologique fournit des informations importantes sur l'état d'une plaie. Les explants de 

peau ont alors été coupés puis colorés pour analyse. Les coupes histologiques ont été réalisées sur 

échantillons congelés afin de préserver les hydrogels, sensibles aux étapes de déshydratation pour 

l’inclusion en paraffine. Cependant, lors des colorations, les échantillons de peau se détachaient 

partiellement voire totalement des lames, rendant leur lecture impossible. Différents revêtements de 

lames ont donc été testés afin de résoudre ce problème. Le revêtement le plus efficace a été celui à 

base d’une solution de gélatine et a permis d’obtenir une meilleure intégrité des échantillons. Grâce 

à ce revêtement, les échantillons ont été colorés et rincés à la pipette pour éviter des pertes 

supplémentaires de matière liées aux bains successifs. Cependant, cette technique est moins 

standardisée et pourrait expliquer les différences d’intensités visibles entre les échantillons. Grâce à 

ces mises au point, des coupes histologiques ont pu être obtenues pour observation préliminaire et 

sont présentées dans la Figure 106. 

 

L’excision de profondeur totale est une plaie de type III induisant une cicatrisation secondaire [20]. 

Différents paramètres peuvent être évalués à 7 jours pour comparer les cicatrisations : la réponse 

inflammatoire, la ré-épithélialisation à partir des berges de la plaie et l’apparence du tissus de 

granulation [277], [287]. Seule une coloration hématoxyline et éosine permettant d’observer 

respectivement les noyaux et le cytoplasme a pu être réalisée pour le moment. Les marqueurs de 

l’inflammation et de vascularisation n’ont pas pu être étudiés à partir de ces coupes. Le tissu de 

granulation n’a pas non plus pu être clairement délimité. 
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Figure 106 : Coupes histologiques coloration H/E de l’ensemble du tissu (a à f). N/A pour « non applicable » car dans le 
contrôle négatif il n’y a pas de matrice. Les berges de la plaie sont représentées par les zones avec l’annotation ‘’b’’ 

sur les images (a à f). Le lit de la plaie est indiqué par l’annotation ‘’p’’ et la matrice par l’annotation ‘’m’’ sur les 
images (a à f) avec une échelle pointillée de 1mm applicable à toute la colonne. Les agrandissements des berges de la 
plaie sont représentés sur les images (a’ à f’) et des matériaux implantés (b ‘’ à f’’) avec des échelles noires de 250 µm 
applicables aux images de leur colonne respective. La flèche noire représente une couche entre la matrice et le lit de 

la plaie, et la flèche blanche une langue épithéliale. 

 

La langue épithéliale, que l’on peut observer dans le contrôle négatif (Figure 106a’, flèche blanche) 

est difficile à discerner dans les plaies avec les implants. Une couche de cellules séparant le matériau 

du lit de la plaie est remarquée pour la condition non fonctionnalisée MPuD(50 :50), (Figure 106b, flèche 

noire) absente du contrôle négatif (Figure 106a). D’après la littérature, il pourrait s’agir de cellules du 

sang et de cellules inflammatoire ou d’accumulation de protéines [407]. Certains échantillons, 

MPuD(50 :50)COLLi, MPuD(50 :50)AxCOLLi et µPuD+(50 :50),  ont présenté des réactions similaires. Cette 

observation est moins marquée pour Intégra® (Figure 106f’’). L’apparition de cette couche pourrait 

être la conséquence de la déshydratation de l’échantillon pendant le temps de l’expérimentation ou 

du recouvrement partiel des plaies par les matrices de pullulane/dextrane des plaies.  
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De manière générale, il n’y a pas ou peu de colonisation cellulaire visible sur la partie en contact 

avec l’extérieur. La migration cellulaire semble donc se faire entre les matériaux et le tissu de 

granulation [30]. Les matériaux enrichis en collagène (Figure 106c’’ et d’’), et Intégra® semblent avoir 

intégré le lit de la plaie avec une colonisation cellulaire plus importante, probablement liée à la 

formation de tissu. Cette différence peut être à la fois le résultat de la présence de collagène de type 

I, commune aux trois formulations, et à la porosité plus importante des formulations MPuD(50 :50). En 

effet, dans les études cellulaires 3D (Figure 99à Figure 101) ces conditions avaient démontré une 

infiltration cellulaire en profondeur des matrices. Au contraire, la formulation µPuD+(50 :50) semble 

moins intégrée car plus fine que les autres conditions avec une colonisation cellulaire. La différence 

d’aspect de l’échantillon pourrait être due à une dégradation par les cellules de la même manière 

qu’après implantation en sous-cutané (Figure 102d). 

 

Les différentes difficultés rencontrées pendant ces expérimentations dans des modèles de plaies 

n’ont pas permis de finaliser ces études au cours de ce travail de thèse. Elles ont tout de même permis 

de mettre en évidence que le modèle ainsi que la méthode d’application des biomatériaux devaient 

être optimisés. Par ailleurs, les paramètres évoqués (marqueurs de l’inflammation, de la 

néoangiogénèse, du collagène etc.) doivent être analysés avec d’autres colorations et 

immunomarquages spécifiques [33] des différentes étapes de la cicatrisation. Enfin, utiliser un modèle 

avec des comorbidités associées (diabète, obésité) [408], [409] ou générer des plaies chroniques tels 

que les ulcères [410] constitueraient des modèles plus pertinents. Les échantillons étudiés ici ont pour 

objectif d’être utilisés en tant que substitut dermique. Il serait alors intéressant d’adapter le processus 

de soin à ce qui est réalisé actuellement en clinique : ajouter une couche superficielle au dispositif 

temporaire [411] ou les recouvrir par une greffe autologue épidermique [388], [412]. De plus, l’espèce 

animale choisie pour ces premiers tests peut également être mieux adaptée. En effet, l’idéal serait 

d’appliquer ces procédures dans un modèle dont la cicatrisation physiologique est similaire à celle de 

l’homme, comme le porc [273], [413]. 

 

III] Conclusion de la preuve de concept des fonctionnalisations 

Afin d’améliorer les capacités des matrices de pullulane et de dextrane à être colonisées par les 

cellules cutanées, il a été choisi de les fonctionnaliser dans un premier temps avec du collagène de 

type I et enrichi ou non avec le composé A. Dans un second temps, les charges positives ont été 

greffées au réseau de polymère. La caractérisation physico-chimique et cellulaire de ces composés ont 

conduit à la sélection de 3 matériaux : MPuD(50 :50)COLLi, MPuD(50 :50)AxCOLLi et µPuD+(50 :50). 
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Ces hydrogels et leur contrôle non fonctionnalisé ont été comparés à une référence commerciale, 

Intégra®. Des études in vitro et in vivo ont été menées pour en évaluer l’efficacité et la sécurité. Les 

études de cytotoxicité ont démontré qu’aucun des matériaux ne libérait des composants toxiques 

pour les cellules. Les cellules du derme et de l’épiderme ensemencées en 3D étaient capables 

d’adhérer dans la profondeur ou en surface des matériaux fonctionnalisés. Certains composants 

communs à la MEC native et provisoire du derme, sécrétés par les fibroblastes, ont été retrouvés dans 

les trois conditions et le produit commercial. L’incorporation de la molécule A dans les hydrogels 

semble apporter une amélioration dans la colonisation cellulaire dont l’efficacité et le mécanisme 

d’action doivent être plus amplement explorés. 

 

Par la suite, une étude préclinique des hydrogels réticulés de pullulane/dextrane a été réalisée 

sur un modèle d'implantation sous cutanée et de plaie profonde. Les études d'implantation sous-

cutanée ont révélé que les hydrogels avaient une bonne biocompatibilité avec une colonisation par 

les cellules hôtes accompagnée d’une dégradation progressive des matrices. Le collagène associé à la 

molécule A semble améliorer l’infiltration de cellules et la dégradabilité du matériau avec une densité 

de matière résiduelle plus faible. L’addition de charges positives au matériau ne semble pas empêcher 

sa dégradation et présente la colonisation cellulaire la plus élevée après le produit commercial. En 

effet, Intégra® avait la meilleure colonisation cellulaire mais avec la densité de matière la plus élevée 

et donc probablement une dégradation et un remaniement plus lents. Une étude préliminaire 

d'application des hydrogels dans des modèles de plaies cutanées chez la souris a permis d’observer le 

comportement des formulations dans un contexte de cicatrisation. Bien que la mise en œuvre ait été 

difficile et nécessite d’être optimisée, les hydrogels de pullulane/dextrane ne semblent pas provoquer 

de réaction inflammatoire excessive, de nécrose ou d’infections. Les plaies étaient capables de se 

fermer avec une tendance plus rapide pour la condition µPuD+(50 :50) et une meilleure intégration 

tissulaire pour la formulation MPuD(50 :50)AxCOLLi. 

 

Des résultats très prometteurs ont été obtenus en comparaison au produit commercial le plus 

utilisé à savoir Intégra®. En effet, par rapport à ce produit, une matrice de collagène très dense et 

moins dégradable, les formulations MPuD(50 :50)AxCOLLi et µPuD+(50 :50) à base de polysaccharides 

fonctionnalisés, ont démontré de très bonnes propriétés en tant que support de migration cellulaire. 

Dans le cas de la formulation MPuD(50 :50)AxCOLLi, ces matrices ne comportent qu’une très faible 

quantité de collagène en comparaison à Intégra® et l’utilisation de la molécule A, d’origine végétale, 

a permis d’en potentialiser l’action. De l’autre côté, les hydrogels fonctionnalisés par des charges 

positives, avec des propriétés physico-chimiques et une topographie modifiées, ont donné des 
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résultats comparables à la référence commerciale sans la présence de protéines issues de tissu animal. 

De plus, ces formulations semblent présenter une meilleure dégradation et potentiellement une 

meilleure intégration. Ces formulations constituent des candidats prometteurs pour la cicatrisation 

des plaies, dont l’évaluation de l’efficacité pré-clinique doit être poursuivie. 
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Les plaies cutanées correspondent à une interruption de la continuité de la peau et de ses 

fonctions. Elles sont d’étiologies diverses et dans la plupart des cas, sont réparées grâce au processus 

de cicatrisation qui se met en place immédiatement après la lésion. Cependant, des facteurs locaux 

ou systémiques peuvent allonger le délai de cicatrisation. Lorsque les plaies ne guérissent pas, elles 

deviennent chroniques. La cicatrisation est alors pathologique et les fonctions de la peau ne sont pas 

restaurées. Les personnes atteintes sont exposées au risque de développer de graves complications. 

 

Le traitement thérapeutique des plaies chroniques nécessite l’application de dispositifs 

capables d’apporter des facteurs permettant de restaurer la cicatrisation altérée et/ou d’apporter un 

support pour combler la perte de substance. Dans ce dernier cas, le matériau sert de matrice 

provisoire pour les cellules environnantes. Il existe de nombreux biomatériaux pour l’ingénierie 

tissulaire cutanée mais la plupart restent aujourd’hui des traitements provisoires pour préparer le site 

de la plaie en vue d’une greffe de peau. Le développement de biomatériaux à base d’hydrogel est très 

prometteur et est largement étudié pour tenter d’apporter un traitement optimal à ce type de plaie. 

Le développement de ces biomatériaux repose sur plusieurs stratégies dont deux ont été développées 

dans ce travail de recherche. En effet, deux applications de dispositifs à partir d’hydrogels de pullulane 

et de dextrane ont été étudiées, sous la forme d’une plateforme de libération pour des ingrédients 

actifs favorisant une activité métabolique et de substituts cutanés servant de matrice provisoire pour 

la régénération. 

 

Dans la première partie de ce travail, des formulations reposant sur une base technologique 

de polysaccharides réticulés par du STMP ont été développées dans le contexte de réparation cutanée 

en tant que plateforme de libération pour des composés extraits de plantes. Ces derniers sont 

actuellement produits par l’entreprise Silab et utilisés en cosmétique. Ils ont démontré in vitro une 

action sur le métabolisme des cellules de la peau et ont potentiellement la capacité d’accélérer la 

réparation cutanée. Les molécules ont pu être incorporées par trois méthodes différentes dans les 

matériaux et deux profils de libération ont été mis en évidence : l’un, très lent, basé sur la dégradation 

du matériau et l’autre, rapide, basé sur une diffusion contrôlée par les forces osmotiques. Les 

cinétiques de libération ont pu être confirmées à travers plusieurs modèles : in vitro, ex vivo et in vivo. 

 

La deuxième partie de ce travail a consisté à formuler un substitut cutané. L’axe de recherche 

a été d’améliorer les interactions cellules/matériaux afin de servir de matrice provisoire et ainsi 

favoriser la cicatrisation de plaie profonde. Pour cela, les matrices polysaccharidiques issues de la 

première partie de cette étude ont été fonctionnalisées. Dans cette optique, ces matériaux ont été 
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enrichis soit en collagène de type I, soit avec des charges positives. Ces modifications ont permis 

d’améliorer la colonisation par les deux types cellulaires majoritaires de la peau et acteurs principaux 

de la cicatrisation que sont les kératinocytes et les fibroblastes. En effet, leur adhésion a été améliorée 

et la production de composants de la MEC a pu être observée. Par ailleurs, les résultats in vivo ont 

montré des résultats préliminaires prometteurs par rapport à un produit commercialisé largement 

utilisé, Intégra®. Ces études sont à approfondir notamment avec une optimisation de l’analyse 

histologique des échantillons. Des études complémentaires sur des modèles in vivo plus proches de la 

cicatrisation humaine seront également nécessaires afin de mieux comprendre l’impact des 

fonctionnalisations des différentes formulations développées dans cette étude.  

 

Suite à ce projet de thèse, de nombreuses pistes restent à explorer pour approfondir ce sujet 

de recherche. 

 

Dans un premier temps, la caractérisation des ingrédients actifs de grade cosmétique pourrait 

être améliorée, notamment avec l’identification de la fraction active du produit A et sa purification. 

Ces études complémentaires permettraient d’optimiser l’efficacité et de mieux contrôler la synthèse 

du produit final. Des études de biodistribution après administration locale ou systémique, notamment 

grâce à des études de radioactivité pour la molécule A, permettraient de déterminer les voies 

d’élimination de ce composé. L’étude de marqueurs cellulaires supplémentaires tels que des 

marqueurs d’adhésion, de différenciation (myofibroblastes) et de prolifération apporteraient plus 

d’informations quant à l’activité des cellules ensemencées en 3D au sein des matériaux. De plus, l’effet 

synergique de l’association de la molécule A avec le collagène serait intéressant à analyser pour une 

meilleure compréhension des mécanismes impliqués. Des essais de coculture avec différents types 

cellulaires, fibroblastes/kératinocytes à l’interface eau/air et également avec des cellules 

endothéliales, permettraient d’étudier les bénéfices de ces matériaux sur une éventuelle 

vascularisation et mise en place du tissu de granulation. Cette étude est en cours au sein de la société 

Siltiss. 

 

Dans un second temps, démontrer les performances de ces matrices composites constituerait 

un véritable défi dans le domaine de la médecine régénérative. Des améliorations de protocole 

pourraient être apportées comme par exemple mimer les implantations chirurgicales réalisées en 

clinique (traitement des plaies, méthode d’implantation) ou travailler dans un environnement plus 

adapté au traitement de plaies ouvertes (conditions aseptiques, zone EOPS) afin de diminuer les 
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risques infectieux. L’étude de ces différents matériaux dans des plaies chez le porc serait pertinente 

et permettrait d’approfondir les effets sur les interactions entre ces matériaux et les tissus cicatriciels.  

 

Enfin, les matériaux de pullulane/dextrane pourraient être synthétisés suivant différentes 

formes selon l’application visée. Pour la libération des composés actifs, il serait intéressant d’utiliser 

un gel topique formé de billes hydratées par une solution d’intérêt. Pour l’application en tant que 

substitut dermique, une seconde couche, en face externe, pourrait être ajoutée pour restaurer la 

fonction de barrière et maintenir l’hydratation de l’hydrogel. Ces biomatériaux devraient subir une 

étape de stérilisation terminale, pour assurer leur innocuité et respecter les exigences en vue d’une 

utilisation en clinique. La stérilisation gamma étant déjà mise en œuvre pour ce type de biomatériaux 

à base de polysaccharides, il sera intéressant d’en étudier l’impact sur ces matériaux.  

 

En conclusion, les hydrogels à base de pullulane et de dextrane sont des plateformes versatiles 

pour la mise au point de biomatériaux. Ils sont très prometteurs pour des applications cutanées, soit 

pour délivrer des facteurs permettant l’amélioration de la cicatrisation, soit pour agir comme matrice 

provisoire dans les plaies. Ce travail de thèse a été transversal, commençant par la synthèse d’un grand 

nombre de formulations, suivie de leurs analyses physico-chimiques, de l’évaluation des propriétés 

biologiques et de la confirmation de ces résultats sur des modèles in vitro, ex vivo et in vivo. Ce projet 

offre des perspectives dans le domaine de l’ingénierie tissulaire cutanée et dans le développement de 

nouvelles matrices pour le traitement de plaies chroniques. 

 

Dès lors que les essais précliniques complémentaires pourront attester de leur sécurité et leur 

efficacité, le transfert technologique de ces matrices de polysaccharides pourra alors être initié. La 

société Siltiss, avec laquelle ce travail a été fait en partenariat, pourra reprendre ces résultats, et 

prendre alors en charge le transfert et l’industrialisation des procédés. La mise en place d’une 

production en conditions GMP permettra des études pré-cliniques à plus grande échelle pour aboutir 

à une application clinique.
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Annexe 1 : Tests mécaniques complémentaires 

 

Figure 107 : Tests de compression mécanique. Augmentation progressive de la force normale appliquée de 0,1 à 1N. A 
chaque étape, une déformation de 0,1% est appliquée à une fréquence de 1Hz (n=3). Les résultats ont permis de fixer 

la force axiale de travail à 0,3 ± 0,1N. Cette valeur est celle pour laquelle un plateau de G’ est obtenu, signe de 
compression de l’échantillon et non plus de maintien et comprend les limites de sensibilité de l’appareil (0,1N). 

 

 

Figure 108 : Test de déformation d’oscillation. Un balayage d’oscillations d’amplitudes croissantes, comprises entre 
0,01 et 10%, appliquées à une fréquence constante de 1 Hz (n=3) ont permis de déterminer le domaine de 

déformation linéaire. Lorsque la valeur de G’ décroit de plus de 10%, on considère que la valeur correspondante est la 
limite supérieure du domaine de linéarité. Les résultats ont permis de fixer la contrainte appliquée à 0,1% 

d’amplitude, valeur pour laquelle tous les échantillons sont dans le domaine de déformation linéaire. 
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Annexe 2 : Etude de fractionnement de la molécule A 

 

Méthode 

La molécule A étant un produit très polydisperse (Idp>2), son fractionnement a été exploré 

par filtration tangentielle (Figure 109). La filtration tangentielle est un procédé de filtration destiné à 

séparer les particules d'un liquide par leur taille. Le flux du liquide est parallèle au filtre avec une 

pression appliquée perpendiculairement qui permet à la solution de traverser la membrane de 

filtration. Les particules plus petites que la taille de la membrane passent au travers tandis que les plus 

grandes continuent leur route avec le flux. Dans le cadre de cette étude, deux tailles de membranes 

ont été utilisées : 5kDa pour l’ultrafiltration et la 1 kDa pour la nanofiltration. 

 

Figure 109 : Schéma explicatif du principe de la filtration tangentielle 

 

Un rétentat et un filtrat sont obtenus. Les produits du fractionnement et le produit non fractionné 

ont été filtrés sur presse (FP, 101.H pour l’ultrafiltration et AF9 pour la nanofiltration) puis subit une 

filtration stérilisante (FS, 0,45 et 0,2µm) avant d’être lyophilisés. Les produits obtenus par les deux 

méthodes de filtration ont été caractérisés par un bilan de matière (Tableau 29 et Tableau 31) et par 

UPLC (Tableau 30, Figure 110 et Tableau 32, Figure 111). 
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Résultats : Ultrafiltration 

Tableau 29 : Bilan des matières des produits de référence, du filtrat et du retentât. 

  Référence Filtrat Retentât 

Indice de réfraction (IR) 3,5 3 9 

Matières sèches (MS) 35,6 g/L 22,9 g/L 92 g/L 

Dosage sucres totaux 33,9 g/L 19,0 g/L 88,5 g/L 

Pureté = 
[𝐒𝐮𝐜𝐫𝐞𝐬]

[𝐌𝐒]
 𝐱 𝟏𝟎𝟎 95,2 % 83,0 % 96,2 % 

Bilan 
matière 

Volume 1L 5,3 L 2 L 

Quantité MS 35,6 g 115 g 184 g 

Rendement 75,4 % 
FS : 27 % 

FP/FS : 36 % 
FS : 43,3 % 

FP/FS : 57,5 % 

 

 

Figure 110 : Chromatogrammes des produits (a) référence, (b) filtrat et (c) retentât issus de l’ultrafiltration 
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Tableau 30 : Valeurs des poids moléculaire en nombre (Mn) et des aires sous la courbe (AUC) des fractions 
correspondantes calculés à partir des chromatogrammes 

 Référence Filtrat Retentât 

Temps de 
rétention 

Mn AUC Mn AUC Mn AUC 

16 min 19,6 kDa* 10x103* - - 18716 kDa* 58x103* 
26 min 3,2 kDa 2231x103 - - 5,4 kDa 6603x103 

27 min 1,5 kDa 554x103 1,1 kDa 1059x103 - - 
>28 min <0,7kDa 532x103 <0,7 kDa 504x103 <0,7 kDa 539x103 

*valeurs hors gamme de calibration 

L’IR de la molécule A donne un indice sur sa concentration : IRx10 équivaut à la concentration 

en g/L avec une pureté en sucre >80% (Tableau 29). 

 

Un pic de faible intensité à Tr = 16 min a été observé pour les échantillons (Figure 110 et 

Tableau 30): Référence et Retentât. Ce temps de rétention est hors gamme mais il correspond à un 

très haut poids moléculaire. Le profil du filtrat présente de plus petits sucres et plus dilué. Tandis que 

le profil du retentât présente de plus gros sucres plus concentrés. Les produits ont bien été séparés 

en deux gammes de taille par rapport à la référence. 

 

Résultats : nanofiltration 

Tableau 31 : Bilan des matières des produits de référence, du filtrat et du retentât. 

  Référence Filtrat Retentât 

Indice de réfraction (IR) 5,0 0,4 12,8 
Matières sèches (MS) 47,2 g/L 1,8 g/L 117,7 g/L 

Dosage sucres totaux (CQ) 41,4 g/L 2,7 ± 0,2 g/L 119 g/L ± 10 g/L 

Bilan 
matière 

Volume 4,5 L 5 L 0,9 L 

Quantité sucres 186,3 g 13,5 g 107,1 g 

Rendement 100 % 7,25 % 57,5 % 
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Figure 111 : Chromatogrammes des produits (a) filtrat et (b) retentât issus de la nanofiltration 

 

Tableau 32 : Valeurs des poids moléculaire en nombre (Mn) et des aires sous la courbe (AUC) des fractions 
correspondantes calculés à partir des chromatogrammes 

 Filtrat Retentât 

Temps de 
rétention 

Mn AUC Mn AUC 

18 min - - 5,3 kDa* 50x103* 
26 min - - 3,7 kDa 9482x103 

28 min 0,8 kDa 24x103 - - 
29 min 0,5 kDa 58x103 - - 
30 min 0,3 kDa 126x103 0,2 kDa 55x103 

*valeurs hors gamme de calibration 

 

Le filtrat obtenu à un Mn inférieur à 1 kDa et est bien constitué de sucres comme démontré 

par le dosage des sucres totaux (Tableau 31). Les profils chromatographiques obtenus du retentât et 

du filtrat correspondent bien à une coupure à 1kDa étant celle du filtre utilisé (Figure 111 et Tableau 

32). 

 

Conclusion 

Ces études de fractionnements ont permis d’obtenir plusieurs fractions de la molécule A de poids 

moléculaires moyens différents. La suite de ces études consisterait à réaliser des tests d’efficacité 

cellulaire de chacune des fractions isolées. 
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Annexe 3 : Publications scientifiques 
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Résumé :  

Les plaies chroniques sont des lésions cutanées dont le processus de cicatrisation normal est 

altéré. Elles peuvent avoir de graves conséquences pour les patients. Le projet de cette thèse 

CIFRE repose sur le développement de matrices de polysaccharides (pullulane/dextrane) 

tridimensionnelles poreuses, qui ont été modifiées dans le but d’améliorer la cicatrisation de 

ces plaies sévères et chroniques. Ces matrices ont été dans un premier temps fonctionnalisées 

pour délivrer des molécules d’origine végétale utilisées en cosmétique avec une efficacité 

potentielle pour la cicatrisation. Trois méthodes ont été étudiées pour incorporer ces molécules 

dans les matrices. Deux profils de libération ont pu être mis en évidence: l’un, très lent, basé sur 

la dégradation du matériau et l’autre, rapide. Ces cinétiques ont été confirmées à travers des 

modèles in vitro, ex vivo et in vivo. Dans un second temps, les matrices ont été enrichies soit 

avec un constituant naturel de la matrice extracellulaire (MEC), soit avec des charges pour 

améliorer les interactions cellulaires. Ces modifications ont permis d’améliorer l’invasion des 

deux types cellulaires majoritaires de la peau (kératinocytes et fibroblastes) et l’adhésion de 

composants de la MEC au matériau. Des études préliminaires in vivo ont montré des résultats 

encourageants par rapport à un produit commercialisé largement utilisé, Intégra®. Les 

différentes formulations d’hydrogels qui ont été synthétisées au cours de ce travail ont permis 

la mise au point d’une plateforme libérant des composés pour accélérer la cicatrisation, et de 

substituts cutanés qui agissent comme une matrice provisoire pour améliorer le processus de 

réparation. 

Mots clés : plaies chroniques, cicatrisation cutanée, hydrogels, plateforme de libération, 

substitut cutané 

 

Abstract:  

Chronic wounds are skin lesions with an impaired healing process that can have serious 

consequences for patients. This CIFRE thesis is based on the development of porous three-

dimensional polysaccharides (pullulan/dextran) matrices, that have been modified in order to 

improve the healing of severe and chronic wounds. The matrices were first functionalized to 

deliver molecules originating from plants which are used in the cosmetics domain and have 

potential effect to heal the wounds. Three methods have been studied to incorporate these 

molecules into the matrices. Two release profiles have been highlighted: a very slow one, based 

on the degradation of the material and another more rapid one. The kinetics have been 

confirmed through in vitro, ex vivo and in vivo models. In a second step, these matrices were 

enriched with either a natural component of the extracellular matrix (ECM), or with charges in 

order to improve interactions with the cellular environment. These modifications improved 

adhesion of two major skin cell types (keratinocytes and fibroblasts) and of ECM components 

onto the matrix. Preliminary studies, conducted in vivo, have shown encouraging results in 

comparison to a widely used commercial product: Integra®. The various hydrogel formulations 

that have been synthesized have enabled the development of: a platform to deliver active 

compounds accelerating the healing process, and skin substitutes that act as a temporary matrix 

to improve skin repair. 

Key words: chronic wounds, wound healing, hydrogels, delivery platform, cutaneous substitute 

 


