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RÉSUMÉ 

Les ulcères à pression diabétiques, qui sont l’une des principales complications du diabète, sont 

régulièrement ciblés par des infections résistantes difficiles à traiter. Les infections d’ulcères 

diabétiques sont très majoritairement traitées avec des antibiotiques, mais ces traitements ne sont 

pas toujours efficaces et environ un quart d’entre eux échouent, augmentant ainsi les risques 

d’amputation, de complications et de décès. La morphologie des plaies et des biofilms, ainsi que 

l’augmentation de la circulation des souches résistantes aux antibiotiques dans l’environnement, 

limitent l’efficacité des antibiotiques à traiter efficacement ces pathologies. L’augmentation de 

l’importance de la résistance aux antibiotiques a induit un regain d’intérêt pour les bactériophages 

(des virus infectant spécifiquement les bactéries) dans la médecine occidentale. Des études ont 

montré le réel potentiel des bactériophages à éliminer des biofilms bactériens et à traiter des 

infections d’ulcères diabétiques. Les phages pourraient être une alternative aux antibiotiques pour 

traiter ce type d’infection. L’utilisation d’une matrice polymérique biodégradable comme véhicule 

des bactériophages est une stratégie envisageable, car celle-ci permet une libération prolongée de 

phages sur une plaie tout en les protégeant de cet environnement. Cette technologie a montré des 

résultats très intéressants sur un autre type de plaie chronique. La présente étude porte sur la 

formulation F10, développée par Phagelux Canada, composée de 14 bactériophages à la fois libres 

et micro-encapsulés dans un polymère biodégradable poly(ester amide urée) (PEAU). Les 14 

bactériophages sont spécifiques à un grand nombre de souches de Staphylococcus aureus, Klebiella 

pneumoniae et Pseudomonas aeruginosa. L’objectif principal de ce projet est de mesurer la 

cinétique de dégradation des microcapsules de PEAU de la formulation F10 et sa capacité à détruire 

des biofilms profondément ancrés dans la peau. Les objectifs secondaires sont (1) d’identifier dans 

la composition chimique du polymère PEAU les groupes fonctionnels ester et amide impliqués 

dans sa dégradation, (2) de mesurer la cinétique de dégradation des microcapsules de PEAU, (3) 

de mesurer la diffusion transdermique des bactériophages de la formulation dans un modèle de 

plaie d’ulcère diabétique et (4) de mesurer l’efficacité de la formulation à détruire un biofilm sur 

un modèle de plaie d’ulcère diabétique. 

L’identification des groupes d’intérêt du PEAU est faite par l’analyse de son spectre FTIR. La 

dégradation des microcapsules de PEAU, en suspension dans un tampon, est étudiée en présence 

ou non d’élastase de neutrophile (protéase généralement présente sur les plaies d’ulcères 
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diabétiques), et incubée à 32C pendant 72h. La biodégradation des microcapsules est mise en 

évidence par la libération des phages qu’elles contiennent. Deux modèles de plaie d’ulcère 

diabétique sont développés : le premier, sur peau humaine et dans une cellule de diffusion (cellule 

de Franz), pour mesurer le passage des phages à travers la peau humaine avec ou sans épiderme et 

le deuxième, sur peau de porc, pour évaluer l’efficacité de la formulation. Pour former les modèles, 

des portions de l’épiderme des peaux sont retirées à l’aide d’un poinçon à biopsie et d’un scalpel, 

des puits d’environ 0,5 mm de profondeur sont ainsi formés. Pour l’expérience de perméabilité, de 

l’élastase ou des biofilms de Pseudomonas aeruginosa sont ajoutés sur le modèle de plaie afin 

d’évaluer leurs effets sur la perméabilité de la peau aux phages. Pour l’expérience d’efficacité, les 

plaies formées sont infectées par une souche de Pseudomonas aeruginosa.  

Les pics de transmittance correspondant aux liaisons des atomes des groupes fonctionnels ester et 

amide du PEAU sont clairement identifiés sur les spectres FTIR. Les microcapsules de PEAU se 

dégradent dans le tampon lorsque soumises à une agitation mécanique et libèrent les phages 

qu’elles contiennent, mais aucune différence n’est mesurée en présence d’élastase comparée au 

groupe contrôle. La quantité de bactériophages libérés se maintient à un niveau important pendant 

les 72h d’incubation. Aucun passage de phages à travers les couches de la peau humaine n’est 

détecté lorsque celle-ci possède un épiderme sain. Cependant, un nombre important de phages 

parvient à traverser complètement le derme du modèle d’ulcère diabétique sur peau humaine à 

partir de 24-48h d’incubation. La formulation F10 est efficace contre le biofilm de Pseudomonas 

aeruginosa du modèle sur peau porcine en 72h d’incubation. 

La présence des groupes fonctionnels ester et amide dans le polymère PEAU a été confirmée, ils 

sont les cibles théoriques des protéases retrouvées sur les plaies d’ulcère diabétique, dont l’élastase. 

Cependant, nos résultats in vitro suggèrent que la présence d’élastase n’influence pas la cinétique 

de dégradation des microcapsules de PEAU. Sous l’influence de l’érosion à 32C, la cinétique de 

dégradation des microcapsules leur permet de se dégrader graduellement pendant au moins trois 

jours et de libérer de manière prolongée et soutenue des phages qu’elles contiennent. La diffusion 

transdermique des phages dans la peau est considérablement augmentée lorsque qu’ils sont déposés 

sur le modèle d’ulcère diabétique (peau sans épiderme) : tous les phages en contact direct avec le 

derme ont la capacité de le traverser. De plus, la formulation F10 s’est montrée efficace pour 

détruire un biofilm de Pseudomonas aeruginosa à la surface du modèle d’ulcère diabétique. Les 

bactériophages semblent aussi limiter la diffusion transdermique des bactéries du biofilm. La 
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cinétique de dégradation des microcapsules, la diffusion transdermique importante des phages dans 

le derme ainsi que leur bonne efficacité à détruire un biofilm sur un modèle de plaie d’ulcère 

diabétique, confirment que la formulation F10 est un traitement envisageable pour les infections 

d’ulcères diabétiques. Ces résultats in vitro encouragent la poursuite des travaux de caractérisation 

de la formulation F10 et la réalisation d’essais in vivo et cliniques dans l’objectif de la 

commercialiser. À termes la formulation F10 pourrait proposer une alternative viable aux 

antibiotiques pour traiter les infections d’ulcères diabétiques, en particulier lorsque celles-ci ne 

répondent plus aux traitements conventionnels, pour ainsi diminuer le risque de complications, 

d’amputation et améliorer la survie associée à ces pathologies. 
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ABSTRACT 

Diabetic pressure ulcers are common complications of diabetes and are often targeted by resistant 

and hard to treat bacterial infection.  These infections are usually treated with antibiotics, but these 

treatments aren’t always effective and about a quarter of them fail. Amputation, complications and 

death risks increase with treatment failure. Complex wound and biofilm morphology with the 

increase of multi-drug resistant bacterial strains circulating in the environment limits the overall 

efficacity of antibiotic therapy in the treatment of diabetic pressure ulcers. Increased resistance to 

antibiotics has led to the rediscovery of bacteriophages, or simply phages, (virus that only infect 

bacterial cells) in occidental medicine. Studies show the real potential of bacteriophages in 

destroying bacterial biofilms and to treat diabetic pressure ulcer infections. Phages could be an 

alternative to antibiotics to treat these kinds of infections. The use of a biodegradable polymeric 

matrix as a vehicle for phages is a conceivable strategy because it could allow an extended release 

of phages in the wound environment while protecting them from this harmful environment. This 

technology already showed great results with another type of chronic wound. The present study is 

about formulation F10 developed by Phagelux Canada, a formulation of 14 bacteriophages, free 

and encapsulated in biodegradable poly(ester amide urea) (PEAU) polymer microcapsules. These 

14 bacteriophages are specific to a large specter of Staphylococcus aureus, Klebiella pneumoniae 

and Pseudomonas aeruginosa strains. The main objective is to measure PEAU microcapsules’ 

degradation kinetics and the capacity of F10 formulation to destroy biofilms deeply embedded in 

the skin. Secondary objectives are: (1) identify in the PEAU’s chemical composition the ester and 

amide functional group implicated in its biodegradation, (2) measure PEAU microcapsules’ 

degradation kinetic, (3) measure transdermal diffusion of F10’s bacteriophages in a diabetic 

pressure ulcer wound model and (4) measure F10’s efficacity to destroy a biofilm on a diabetic 

pressure ulcer wound model.  

PEAU functional group are identified with FTIR spectral analysis. Microcapsule biodegradation is 

performed in a buffer under mechanical agitation, with or without human neutrophil elastase 

(protease frequently present in diabetic pressure wound fluid) and incubated during 72h at 32C. 

Microcapsules degradation is highlighted by the release of phages contained in them. Two diabetic 

pressure ulcer wound models are designed for this study: the first one, on human skin and in a 

Franz cell, to measure phage transdermal diffusion with or without the epidermis on the skin, and 



viii 

the second, on porcine skin, to measure F10’s efficacity on a bacterial biofilm. In order to create 

these two models, portions of skin epidermis are removed with a biopsy punch and a scalpel, and 

wells of an approximative depth of 0,5mm are created. For the transdermal diffusion experiment, 

human neutrophil elastase or Pseudomonas aeruginosa biofilm are disposed on the wound 

depending on the conditions. For the efficacity study, the wound is infected with a Pseudomonas 

aeruginosa strain. 

Transmittance peaks corresponding to the chemical bonds of the amide and ester functional groups 

are clearly identified on the FTIR specter. PEAU microcapsules degrade and release encapsulated 

phages in the buffer when mechanically agitated, but there is no difference with or without human 

neutrophil elastase. Encapsulated phages are sustainably released during 72h. No phages 

completely cross the skin are detected in the receptor chamber of the Franz cell when the skin is 

healthy with an epidermis. But an important number of phages are detected in the receptor chamber 

when the skin doesn’t have its epidermis on the wound model. F10 formulation show a good 

efficacity to destroy a Pseudomonas aeruginosa biofilm in the wound model in 72h. 

Ester and amide presence are confirmed in PEAU composition. They are theoretical targets of the 

pressure ulcer wound’s proteases. However, our in vitro results show that human neutrophil 

elastase doesn’t influence microcapsules degradation kinetics. Under the influence of erosion at 

32C, degradation kinetics of the microcapsules allows them to degrade during at least three days 

and sustainably release encapsulated bacteriophages. Phages’ transdermal diffusion is considerably 

increased when they’re put on the diabetic pressure ulcer wound models (skin without epidermis): 

they all have the potential to cross the dermis when in direct contact with the wound. F10 

formulation shows a good efficacity against a Pseudomonas aeruginosa biofilm in our wound 

model. Furthermore, bacteriophages seem to limit bacteria’s transdermal diffusion when they’re 

on the wound. The microcapsules degradation kinetic, the important transdermal diffusion of 

phages across dermis and their good efficacy against a biofilm on the wound model, show the 

potential of the F10 formulation as a diabetic pressure ulcer infection treatment. These in vitro 

results support the pursuit of F10 characterization and future in vivo and clinical trials in order to 

commercialize this product. In the future, F10 formulation could improve diabetic pressure ulcer 

infection treatment, particularly when they don’t respond to traditional antibiotics treatment, to 

reduce complications and amputations risks and to improve survival associated with these 

pathologies. 
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CHAPITRE 1 INTRODUCTION 

 

Le diabète est l’une des maladies les plus répandues dans le monde (World Health Organization, 

2021). Les changements structurels et morphologiques du pied associés à une diminution de 

l’irrigation sanguine dans les extrémités, régulièrement observés chez les personnes diabétiques 

peuvent provoquer le développement d’ulcères diabétiques (UD) aux pieds. On estime 

qu’annuellement, entre 9.1 et 26.1 millions de personnes diabétiques développent des UD dans le 

monde (Armstrong et al., 2017), ce qui en fait l’une des principales complications du diabète. Les 

plaies chroniques que représentent les UD sont très favorables à la colonisation bactérienne qui 

nuit davantage à leur guérison (Prompers et al., 2007). Les infections des UD (IUD) sont 

généralement traitées à l’aide d’antibiotiques, mais ces traitements ne sont pas toujours efficaces 

et 22,7% d’entre eux échouent (Eleftheriadou et al., 2010). La morphologie des plaies d’UD et des 

biofilms bactériens, ainsi que la circulation importante de souches résistantes aux antibiotiques 

dans l’environnement, limitent l’efficacité des traitements à base d’antibiotiques pour traiter les 

IUD (de la Fuente-Nunez et al., 2013; Vardakas et al., 2008). Les conséquences de l’échec d’un 

traitement peuvent être dramatiques et vont de l’amputation mineure au décès du patient (Fincke 

et al., 2010; Lipsky et al., 2012). Les bactériophages (ou phages) sont des virus spécifiques aux 

bactéries qui ont le potentiel de traiter un grand nombre d’infections (Abedon et al., 2011). Ils ont 

été découverts par Félix d’Hérelle et Frederick Twort au début du XXème siècle, mais ont 

rapidement été abandonnés dans la médecine occidentale, malgré des résultats prometteurs, à cause 

de leur efficacité variable, de la faible documentation à leur sujet mais surtout suite à la découverte 

des antibiotiques. Ils ont cependant continué à être utilisés dans les pays de l’ex-URSS, dont la 

Géorgie et la Pologne, c’est d’ailleurs dans ces pays qu’ont été réalisées les principales études 

concernant les phages (Ackermann, 2011; Chanishvili, 2012). Avec l’augmentation globale de la 

résistance aux antibiotiques, qui est un problème de santé publique mondiale, on observe un regain 

d’intérêt pour les bactériophages dans la médecine occidentale (Lin et al., 2017). Les 

bactériophages possèdent un réel potentiel pour détruire les biofilms sur les plaies d’UD infectées, 

mais relativement peu d’études ont été publiées concernant cette application potentielle. Kifelew 

et al. (2020) et Albac et al. (2020) ont montré des résultats encourageants sur modèle murin, alors 

que Fish et al. (2016) et Patel et al. (2021) suggèrent l’efficacité des phages à traiter les IUD dans 
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leurs études cliniques. La phagothérapie pour traiter les IUD en est encore à un stade précoce de 

développement et doit encore être optimisée avant d’être implantée cliniquement. Les plaies d’UD 

sont des milieux défavorables à la stabilité et la survie des phages, le maintien d’une quantité 

suffisante de phages sur la plaie peut alors se montrer difficile (Malik et al., 2017). L’utilisation 

d’un véhicule à base polymère biodégradable semble être une bonne stratégie pour protéger les 

phages qu’il contient des conditions environnementales défavorables de la plaie (pH et enzymes 

par exemple). L’utilisation d’un tel véhicule peut aussi permettre de libérer de manière prolongée 

et soutenue les phages sur la plaie pour en maintenir une quantité suffisante pendant plusieurs jours 

(Pinto et al., 2020). Markoishvili et al. (2002) ont montré l’efficacité d’un traitement composé d’un 

pansement en poly(ester amide) biodégradable imbibé de phages pour traiter des plaies chroniques 

infectées. Dans cette optique, Phagelux Canada a développé une formulation à base de 14 

bactériophages (spécifiques aux Staphylococcus aureus, Klebiella pneumoniae et Pseudomonas 

aeruginosa) libres ou encapsulés dans des microcapsules de polymère poly(ester amide urée) 

(PEAU) biodégradable pour traiter les IUD. 

L’objectif principal de ce projet est de mesurer la cinétique de dégradation des microcapsules de 

PEAU de la formulation F10 et sa capacité à détruire des biofilms profondément ancrés dans la 

peau. Les objectifs secondaires sont (1) d’identifier dans la composition chimique du polymère 

PEAU les groupes fonctionnels ester et amide, impliqués dans sa dégradation, (2) de mesurer la 

cinétique de dégradation des microcapsules de PEAU, (3) de mesurer la diffusion transdermique 

des bactériophages de la formulation dans un modèle de plaie d’ulcère diabétique et (4) de mesurer 

l’efficacité de la formulation à détruire un biofilm sur un modèle de plaie d’ulcère diabétique.  

Le chapitre 2 du mémoire est une revue de littérature présentant les enjeux entourant la 

phagothérapie comme traitement des IUD. Le chapitre 3 résume la problématique de recherche, 

présente la question de recherche et les hypothèses ainsi que les objectifs du projet. Le chapitre 4 

présente le matériel et les méthodes utilisés pour toutes les expériences réalisées dans ce projet. Le 

chapitre 5 expose les principaux résultats des expériences du projet. Le chapitre 6 est une discussion 

et une interprétation des résultats obtenus. Cette section présente aussi les limites et les 

recommandations pour poursuivre les travaux relatifs à la formulation. Pour finir, le chapitre 7 

résume les conclusions obtenues des expériences et les perspectives qu’ouvrent ce projet sur 

l’avenir de la phagothérapie pour traiter les IUD. 
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CHAPITRE 2 REVUE DE LITTÉRATURE 

 

Cette section fait un état de tous les enjeux et problématiques de la phagothérapie en tant que 

traitement d’IUD. Les différents aspects de la résistance bactérienne aux antibiotiques, justifiant 

l’utilisation des bactériophages, sont d’abords exposés. Ensuite, la nature et les fonctionnements 

des bactériophages sont détaillés. La troisième portion de ce chapitre présente les défis associés au 

traitement des IUD ainsi que les limites des antibiotiques dans ce contexte. En terminant, ce 

chapitre montre le potentiel des bactériophages en tant que traitement des IUD en détaillant les 

résultats obtenus par les principales études réalisées à ce sujet et en présentant les différents enjeux 

associés. 

 

2.1 La résistance bactérienne aux antibiotiques, un enjeu mondial pour la 

santé publique  

2.1.1 Les antibiotiques 

Les antibiotiques sont définis comme des substances chimiques produites par des microorganismes 

et ayant des effets antagonistes sur la croissance et la survie d’autres microorganismes. La majorité 

des antibiotiques agit sur les parois ou les membranes bactériennes, d’autres interfèrent avec la 

synthèse de protéines ou d’acides nucléiques et certains ciblent les processus métaboliques des 

bactéries. L’utilisation de microorganismes pour gérer des infections bactériennes est une stratégie 

déjà observée dans la médecine traditionnelle grecque, égyptienne et chinoise. Cependant, l’ère 

moderne des antibiotiques commence réellement en 1928 avec la découverte de la pénicilline par 

Sir Alexander Flemming (Sengupta et al., 2013). Au début du XXème siècle, les infections 

bactériennes comme le choléra, la diphtérie ou la tuberculose par exemple, représentaient les 

principales causes de mortalité dans le monde (Yoshikawa, 2002). La découverte et l’utilisation 

des antibiotiques pour traiter les infections bactériennes a révolutionné la médecine moderne en 

permettant de sauver des millions de vies depuis les années 40. Les antibiotiques permettent aussi 

de traiter des infections associées aux traitement chimio-thérapeutiques, aux maladies chroniques 

(diabète, insuffisance rénale ou arthrite rhumatoïde), ou encore aux chirurgies, améliorant ainsi la 
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gestion des comorbidités associées (Ventola, 2015). Dans les pays en voie de développement ou 

l’assainissement est encore faible, les antibiotiques ont permis de réduire les infections liées à la 

pauvreté et leur utilisation en agriculture a réduit l’incidence des infections d’origine alimentaire 

(Rossolini et al., 2014). Ainsi l’espérance de vie moyenne aux États-Unis est passée de 56,4 ans au 

début des années 20, à presque 80 ans aujourd’hui (Ventola, 2015). 

2.1.2 La diffusion des souches bactériennes résistantes aux antibiotiques 

La pénicilline a été prescrite dès le début des années 40, au début uniquement pour traiter les 

infections graves mais son utilisation s’est rapidement démocratisée durant la deuxième guerre 

mondiale. Les premières souches résistantes à la pénicilline sont apparues quelques années plus 

tard, se sont répandues et ont remis en cause cette révolution médicale. En réponse, d’autres 

antibiotiques ont été développés et utilisés, réglant le problème dans l’immédiat. Cependant, encore 

une fois, des souches résistantes sont apparues dans les années suivant la diffusion des nouveaux 

antibiotiques. Ultimement, l’apparition de RA a concerné la majorité des antibiotiques déployés au 

XXème siècle (Ventola, 2015). 

On parle de résistance bactérienne lorsqu’une bactérie est moins ou pas réceptive à un agent 

antibiotique, réduisant ainsi son efficacité (Sengupta et al., 2013). La résistance implique 

directement le génome : une bactérie devient résistante lorsque l’expression des gènes codant pour 

les molécules ciblées par l’antibiotique, ou des gènes impliqués dans le transport ou le métabolisme 

des antibiotiques, est modifiée (Reygaert, 2018). Ainsi plusieurs mécanismes de RA ont été 

identifiés : limitation de la pénétration cellulaire par la composition de la membrane ou la paroi 

bactérienne, modification de la cible moléculaire, inactivation ou dégradation des agents actifs et 

reflux des antibiotiques hors de la cellule (Reygaert, 2018). La RA peut être naturelle, c’est-à-dire 

que les gènes impliqués sont intrinsèques à la souche bactérienne. Ces gènes peuvent être actifs en 

tout temps ou bien induit par l’exposition à l’antibiotiques. Le caractère en question est indépendant 

à une exposition passée à l’antibiotique et n’est pas dû à un transfert horizontal de gène (Martinez, 

2014). Les bactéries peuvent acquérir un gène de résistance soit par transfert horizontal 

(conjugaison, transduction et transformation) ou bien avec des mutations spontanées de leur ADN. 

La transmission de gènes de résistance par plasmide est le type de transfert horizontal le plus 

courant. Les mutations se produisent à un taux d’environ 1 pour 106-109 divisons cellulaires 

(Reygaert, 2018). Ce taux de mutation peut être augmenté par une exposition à un antibiotique 
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(Martinez, 2014), qui peut induire un état de stress chez les bactéries et la mise en branle de divers 

mécanismes adaptatifs (Poole, 2012). Selon le principe de sélection naturelle, les souches ayant 

acquis des gènes de résistance seront sélectionnées, vont survivre et vont former une colonie 

résistante à l’antibiotique (Martinez, 2014; Sengupta et al., 2013). Plus généralement les souches 

résistantes circulent dans l’environnement et peuvent induire des infections résistantes aux 

antibiotiques, en infectant directement des organismes ou en transférant horizontalement leurs 

gènes de résistance à d’autres souches (Sengupta et al., 2013). Il ne faut pas confondre la résistance 

avec la persistance, qui traduit une baisse de l’efficacité de l’antibiotique induit par l’état 

métabolique de la bactérie (croissance stationnaire ou phase dormante) et qui ne dépend pas d’un 

gène (Reygaert, 2018). 

2.1.3 Surutilisation des antibiotiques 

L’utilisation excessive des antibiotiques est la cause principale de la crise mondiale de résistance: 

de nombreuses études ont montré une corrélation importante entre l’augmentation de leur 

consommation et l’apparition de RA (Costelloe et al., 2010; Goossens et al., 2005). En 1946, Sir 

Alexander Flemming avait déjà appelé à la modération, indiquant qu’avec l’augmentation de la 

demande des antibiotiques, pouvait commencer une ère d’abus (Bartlett et al., 2013). Malgré le fait 

que le problème de RA était bien connu et documenté à la fin du XXème siècle, la consommation 

totale mondiale d’antibiotiques a augmenté de 65% entre 2000 et 2015 pour passer de 21.1 milliards 

DDD à 34,8 milliards DDD respectivement. Le taux de consommation d’antibiotiques par personne 

a aussi augmenté de 39% durant ces années et est passé de 11,3 à 15,7 DDD par 1000 habitants 

(Klein et al., 2018). Selon l’Organisation mondiale de la santé, la consommation mondiale 

moyenne en 2018 était de 19,70 DDD pour 1000 personnes (valeur obtenue avec les données de 

65 pays) (World Health Organization, 2018). C’est dans les pays à faible et moyen revenu que cette 

augmentation est la plus prononcée, alors que leurs besoins en antibiotiques sont loin d’être 

satisfaits, surtout si elle est comparée à celle des pays plus riches (Klein et al., 2018).  

En milieu clinique, la surconsommation d’antibiotiques vient directement de la prescription. Sur 

l’ensemble l’année 2013 aux États-Unis, entre 529 et 1237 traitements antibiotiques pour 1000 

habitants ont été prescrits (Centers for Disease Control and Prevention, 2013). La prescription 

empirique de ces traitements est l’une des principales causes de surutilisation. Le diagnostic des 

infections doit souvent se faire rapidement et il est parfois difficile de le faire avec précision. Par 
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conséquent, il n’est pas toujours possible d’évaluer immédiatement la susceptibilité des souches et 

les choix des traitements peuvent ne pas être bien adaptés (Michael et al., 2014). Ainsi, le choix de 

l’antibiotique, la stratégie employée ou le temps de traitement est inadéquat dans 30% à 50% des 

cas (Luyt et al., 2014). Il y a donc de nombreux points à améliorer au niveau de la prescription des 

antibiotiques et les organismes de santé publique s’acharnent à mieux encadrer la distribution de 

ces médicaments (Centers for Disease Control and Prevention, 2019; World Health Organization, 

2018).  

Les antibiotiques sont aussi très largement utilisés en agriculture. Aux États-Unis, on estime que 

80% des antibiotiques utilisés le sont sur des animaux d’élevage afin de limiter le taux d’infection 

et favoriser leur croissance (Bartlett et al., 2013), et qu’une quantité considérable est aussi utilisée 

sur des produits agricoles végétaux (Golkar et al., 2014). Les antibiotiques utilisés en agriculture 

éliminent les souches bactériennes susceptibles, laissant prospérer les souches résistantes dans leur 

microbiome. Ces souches ou leurs gènes de résistance pourront alors contaminer l’environnement 

et les humains (Centers for Disease Control and Prevention, 2019). Les résidus des antibiotiques 

utilisés en agriculture pourront interagir avec des souches de l’environnement selon des 

concentrations sous-létales et ainsi favoriser le développement de résistance sans les tuer (Sengupta 

et al., 2013). Une fois que des gènes de résistance se retrouvent dans l’environnement, ils pourront 

circuler entre les différentes espèces bactériennes, via des transferts horizontaux, et répandre la 

résistance bactérienne (Ventola, 2015).  

2.1.4 Diminution de la disponibilité de nouveaux antibiotiques 

Malheureusement, depuis la fin du XXème siècle, le nombre de nouveaux antibiotiques 

commercialisés sur le marché ne cesse de diminuer (Spellberg & Gilbert, 2014). Cela s’explique 

par le fait que les compagnies pharmaceutiques n’investissent presque plus dans le champ de 

recherche des antibiotiques qui n’est plus assez lucratif économiquement (Bartlett et al., 2013). 

Plusieurs raisons peuvent expliquer ce déclin. Premièrement, le coût de développement est élevé 

et associé à un risque important de résistance bactérienne qui est imprévisible et presque inévitable 

(Gould & Bal, 2013). Deuxièmement, chez les médecins et les spécialistes des maladies 

infectieuses, la tendance est à l’utilisation restreinte des nouveaux antibiotiques pour ne pas 

exacerber le problème de résistance : les antibiotiques usuels sont utilisés comme traitement de 

première ligne alors que les nouveaux antibiotiques sont utilisés uniquement en cas d’échec des 



7 

premiers (Gould & Bal, 2013; Piddock, 2012). Troisièmement, le prix de vente des antibiotiques 

est relativement faible. Contrairement à un médicament utilisé pour traiter une condition 

chronique, les antibiotiques ne sont généralement utilisés que durant une courte période, ce qui 

restreint encore le profit possible (Piddock, 2012). Par conséquent, sur 18 des plus grandes 

compagnies pharmaceutiques, 15 d’entre elles ont abandonné la recherche sur les antibiotiques 

(Bartlett et al., 2013). 

2.1.5 Conséquences en santé publique 

La progression de la résistance aux antibiotiques a permis aux infections bactériennes de redevenir 

une menace à la santé publique, comme c’était le cas avant l’ère des antibiotiques. Les traitements 

sont de moins en moins efficaces contre des infections communes, en particulier les infections 

nosocomiales difficiles à traiter causées par des bactéries comme Pseudomonas aeruginosa, 

Klebsiella pneumoniae ou Staphylococcus aureus (Lin et al., 2017). En 2019, l’organisation 

mondiale de la santé a d’ailleurs classé la résistance aux antibiotiques comme l’une des 10 

principales menaces à la santé publique (World Health Organization, 2019b). Chaque année aux 

États-Unis plus de 2.8 millions de cas d’infections résistantes aux antibiotiques sont recensés, 

entrainant le décès de 35 000 personnes (Centers for Disease Control and Prevention, 2019). Au 

niveau mondial, ce sont environ 700 000 personnes qui meurent tous les ans de maladies associées 

aux infections résistantes. Ces infections pourraient causer 10 millions de décès par an d’ici 2050 

et entrainer 24 millions de personnes dans la pauvreté extrême en 2030 (World Health 

Organization, 2019a). Le coût associé aux traitements des infections résistantes est extrêmement 

élevé. Pour un seul patient, le prix du traitement peut varier entre 6 000$ et 30 000$ entrainant ainsi 

des dépenses de plusieurs dizaines de milliards de dollars par année pour les gouvernements 

(Maragakis et al., 2008). Ainsi, si la tendance se maintient, ces maladies pourraient avoir des 

conséquences économiques désastreuses, comparables à la crise économique de 2008-2009. Il est 

urgent de répondre à cette menace et d’adopter de nouvelles stratégies afin de réduire la progression 

des maladies associées aux infections résistantes (World Health Organization, 2019a). 
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2.2 Les bactériophages comme alternatives des antibiotiques 

2.2.1 Histoire et nature des bactériophages 

Les bactériophages sont des virus infectant uniquement des cellules bactériennes, ils se répliquent 

en leur sein et peuvent induire leur lyse. Ils représentent l’entité biologique la plus abondante sur 

terre, ils sont omniprésents dans l’ensemble de la biosphère (Suttle, 2007) et retrouvés partout où 

les bactéries existent (Drulis-Kawa et al., 2015). On estime à 1031-1032 le nombre de bactériophages 

sur la terre (Suttle, 2007), soit 10 fois plus important que le nombre de bactéries (Weitz et al., 

2013).  

Les bactériophages ont officiellement été mis en évidence et découverts en 1917 par Félix 

d’Hérelle. Cette découverte fait suite à des observations faites quelques années plus tôt par 

Frederick Twort et Félix d’Hérelle lui-même. Lors de ces observations, ils ont constaté à plusieurs 

reprises l’induction de plages de lyse induites sur un tapis bactérien par un certains agents alors 

inconnus (Chanishvili, 2012). D’Hérelle est le premier à être convaincu de l’existence des 

bactériophages, il les envisage très rapidement comme étant des agents thérapeutiques pour lutter 

contre les infections bactériennes. Il réalisera ensuite plusieurs études cliniques dont les résultats 

furent encourageants et commercialisera les premières préparations de phages (Chanishvili, 2012). 

La nature et l’efficacité des bactériophages a toujours fait débat dans la communauté scientifique. 

La microscopie électronique dans les années 40 a permis de confirmer définitivement leur existence 

(Ackermann, 2011). Malgré des résultats prometteurs, l’efficacité variable des bactériophages, la 

faible documentation les entourant, ainsi que la découverte des antibiotiques, ont provoqué 

l’abandon de l’utilisation des phages comme agent thérapeutique dans les sociétés occidentales 

pendant plus de 80 ans. Cette technologie a cependant persisté dans certains pays de l’ex-Union 

Soviétique, notamment la Géorgie et la Pologne, où elle a continué à être utilisée pour traiter de 

nombreuses maladies infectieuses (Chanishvili, 2012). 

L’évolution de la microscopie électronique et de la génétique ont permis une meilleure 

caractérisation des bactériophages (Clokie et al., 2011; Lin et al., 2017). Ce sont des entités 

biologiques simples, mais qui présentent une très grande diversité sur les plans fonctionnel, 

génétique et morphologique. Les phages sont généralement constitués d’une capside protéique 

formant la « tête » renfermant le matériel génétique (White et al., 2012). Ils peuvent aussi présenter 
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une queue composée d’une gaine et de fibres exprimant des protéines de liaison spécifiques aux 

récepteurs bactériens : c’est le cas des myoviridae et des podoviridae par exemple (Stone et al., 

2019; Yap & Rossmann, 2014). Le matériel génétique des phages peut être composé d’ADN ou 

ARN simple-brin ou double-brins. Dans la majorité des cas il s’agit d’ADN double-brins (Drulis-

Kawa et al., 2015; White et al., 2012). Les phages sont regroupés en familles, en fonction du type 

de matériel génétique et des composantes protéiques qu’ils possèdent. La morphologie et les 

mécanismes d’actions peuvent varier entre ces familles (Stone et al., 2019). 

2.2.2 Mécanismes d’action des bactériophages 

Les bactériophages sont non-vivants, c’est-à-dire qu’ils sont incapables de persister 

indépendamment de leur hôte et en dépendent pour se répliquer (Lin et al., 2017). La spécificité 

des phages pour une bactérie varie : certains sont très spécifiques à une souche précise alors que 

d’autres sont spécifiques à plusieurs souches, voire une espèce complète (Koskella & Meaden, 

2013). Leur habilité à infecter un hôte est permise par des interactions très spécifiques entre les 

récepteurs bactériens et les protéines de liaison des bactériophages. Les phages peuvent reconnaitre 

diverses protéines de la membrane, des peptidoglycanes, acides teichoïques, oligosaccharides, 

lipopolysaccharide, capsules, flagèles, fimbriae de type IV et des pili des bactéries Gram- et Gram+ 

(Drulis-Kawa et al., 2015). En plus de leur grande affinité, ces liaisons sont en général très stables 

(Dowah & Clokie, 2018).  

Malgré leur apparence, les bactériophages ne sont pas motiles et dépendent entièrement des 

mouvements browniens pour se déplacer et rencontrer leurs cibles, c’est-à-dire qu’ils vont se 

mouvoir de manière irrégulière dans un fluide (Dowah & Clokie, 2018). Un phage va 

éventuellement rencontrer son récepteur sur la surface de sa cellule cible mais plusieurs obstacles 

peuvent se présenter. Premièrement, la bactérie peut être entourée de polysaccharides, composantes 

du biofilm ou d’une capsule de protection, masquant ainsi les récepteurs du phage. Ces derniers 

expriment plusieurs enzymes à leur surface, telles que des hydrolases ou des lyases, permettant de 

dégrader ces carbohydrates et ainsi accéder aux récepteurs (Stone et al., 2019). Deuxièmement, la 

paroi bactérienne peut être composée de lipopolysaccharides (si Gram-) ou de peptidoglycanes (si 

Gram+), qui peuvent être un obstacle aux phages mais aussi des récepteurs pour ces derniers. Afin 

d’injecter son matériel génétique dans le cytoplasme bactérien, le bactériophage doit d’abord 

dégrader une partie des peptidoglycanes. Pour se faire, il va sécréter d’autres lysines qui vont 
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localement percer la paroi bactérienne est permettre au phage d’injecter son matériel génétique à 

l’intérieur de la cellule hôte (Latka et al., 2017). Les mécanismes d’injection du matériel génétique 

viral dans le cytoplasme bactérien ne sont encore que partiellement connus et varient en fonction 

de la famille de phages. Par exemple, les myoviridae utilisent un mécanisme contractile utilisant 

l’ATP pour injecter leur ADN (Maghsoodi et al., 2019) et les podoviridae l’injectent via leur queue 

non-contractile (Casjens & Molineux, 2012). 

Il existe plusieurs cycles de vie différents pour les bactériophages. Les cycles lytique et lysogènique 

sont les principaux. Lors du cycle lytique, le bactériophage virulent va s’emparer des mécanismes 

métaboliques de la bactérie afin d’induire la synthèse et la production de dizaines, voire de 

centaines de nouveaux phages (Stone et al., 2019). Dans un premier temps l’ADN du phage (s’il 

s’agit d’un phage à ADN) va être transcrit en ARNm qui sera traduit en protéine en utilisant l’ARN 

polymerase et les ribosomes de l’hôte. Pour favoriser la transcription virale au dépend de la 

bactérienne, l’ARN polymerase peut être modifié par les protéines du phage (Tagami et al., 2014). 

Si le phage virulent est composé d’ARN, alors ce dernier sera traduit pour synthétiser rapidement 

l’ARN replicase qui va se charger de répliquer un grand nombre de fois l’ARN viral.  Lors de la 

traduction, les premières protéines synthétisées vont induire la destruction de l’ADN bactérien, les 

protéines de la capside seront par la suite synthétisées en grand nombre. Le phage va aussi utiliser 

la machinerie métabolique de l’hôte pour répliquer de manière importante son matériel génétique. 

À la fin du cycle de réplication, les protéines de la capside vont se condenser autour de l’ADN ou 

l’ARN viral fraichement synthétisé, pour former les nouveaux virions et parallèlement, des 

endolysines vont être synthétisées depuis l’ARN viral (Schmelcher et al., 2012; Stone et al., 2019; 

Young, 1992). Ces endolysines sont capables de dégrader la paroi de peptidoclycane de la bactérie 

depuis l’intérieur de la cellule, permettant ainsi aux virions nouvellement formés d’être libérés en 

induisant la lyse et la destruction, de la bactérie (Schmelcher et al., 2012). Les phages au cycle de 

vie lysogènique sont dits tempérés. Ils peuvent induire directement la lyse bactérienne lors de 

l’infection, similairement à un cycle lytique, mais leur ADN, alors appelé prophage, peut aussi être 

intégré à l’ADN bactérien et se transmettre aux cellules filles lors des mitoses subséquentes de la 

cellule hôte (Stone et al., 2019). Dans ce cas les bactériophages tempérés peuvent devenir un 

vecteur de transferts horizontaux de gènes pour les bactéries selon un mécanisme de transduction 

(Bello-Lopez et al., 2019). Lorsqu’exposé à certaines conditions environnementales, le prophage 

peut se désolidariser de l’ADN bactérien, entrer en cycle lytique et lyser la bactérie (Stone et al., 
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2019). Certains phages suivent d’autres types de cycle qui combinent différents mécanismes des 

cycles lytique et lysogénique (Lin et al., 2017). 

2.2.3 Diversité et rôle des bactériophages dans la biosphère 

Les bactériophages ont co-évolué avec les bactéries, leurs existences sont interdépendantes. Les 

phages ont permis aux bactéries d’acquérir des gènes favorables à leur survie, mais jouent aussi un 

rôle crucial dans la régulation de leur populations dans l’environnement (Clokie et al., 2011). Des 

écologistes viraux ont d’ailleurs estimé à environ 1023, le nombre d’infections de phages par 

seconde dans le monde (Suttle, 2007). Des études méta-génomiques ont montré la présence 

importante et dominante des bactériophages à tous les niveaux du microbiome humain, suggérant 

leur rôle inconnu dans la santé et la gestion des maladies humaines (De Paepe et al., 2014). De 

nombreuses souches bactériennes sont présentes au niveau de la peau dont Staphylococcus aureus 

qui est la plus abondante (Otto, 2010). Sur la peau, comme ailleurs dans le microbiome, les 

bactériophages auraient un rôle de régulation de la population bactérienne. En effet, ils peuvent 

transmettre des gènes de virulence aux bactéries mais aussi les éliminer si celles-ci prennent trop 

d’importance (Wahida et al., 2016). L’hypothèse « kill the winner » suggère que la probabilité 

qu’une population bactérienne rencontre un phage spécifique augmente lorsque la taille de cette 

population augmente aussi. Ainsi, plus la croissance d’une souche augmente, plus elle risque d’être 

ciblée par des phages spécifiques. Ce rôle régulateur des bactériophages empêcherait qu’une 

souche se développe trop au détriment d’autres souches, ce qui sous-entend un rôle crucial des 

phages dans la gestion bactérienne sur la peau (Rodriguez-Valera et al., 2009). 

2.2.4 Principe de la phagothérapie 

La phagothérapie consiste en l’utilisation de bactériophages pour traiter et éliminer des infections 

bactériennes. Cette stratégie thérapeutique, controversée depuis sa découverte il y a plus d’un 

siècle, a rapidement été laissée de côté au détriment des antibiotiques, dans les sociétés 

occidentales. L’augmentation universelle de la résistance bactérienne aux traitements antibiotiques, 

associée à une baisse générale de leur efficacité, a induit un regain d’intérêt pour les traitements à 

base de bactériophages (Lin et al., 2017). Les traitements utilisés en phagothérapie sont presque 

exclusivement composés de phages au cycle de vie lytique qui ont un potentiel thérapeutique plus 

important, car ceux-ci vont directement lyser les bactéries infectées. Les phages tempérés ont un 
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potentiel plus restreint car ils ne permettent pas toujours d’éliminer l’infection et peuvent en plus 

favoriser le transfert horizontal de gènes entre les bactéries (Lin et al., 2017). Les traitements 

peuvent être composés d’un, ou plusieurs phages spécifiques à la bactérie, ou aux bactéries ciblées. 

Plusieurs phages peuvent infecter la même bactérie via des récepteurs différents et un phage peut 

infecter plusieurs souches bactériennes présentant le même récepteur (Chan et al., 2013). 

Cependant certaines infections bactériennes peuvent être d’une grande complexité dans leur 

composition de sorte que le spectre d’action de bactériophages spécifiques soit trop restreint pour 

l’éliminer efficacement. L’utilisation de cocktails de bactériophages, qui sont des solutions 

regroupant plusieurs phages différents, est une stratégie qui permet de diversifier et améliorer 

l’efficacité d’un traitement de phagothérapie en proposant un plus grand champ d’action. Ainsi, 

selon cette approche, un traitement de phagothérapie pourrait cibler suffisamment de souches 

différentes pour éliminer efficacement une infection donnée (Chan et al., 2013). 

2.2.5 Sécurité de la phagothérapie comparée aux antibiotiques 

Premièrement, les phages possèdent une grande spécificité pour leurs cellules cibles. Ils infectent 

uniquement leur hôte spécifique en laissant intactes les autres bactéries du microbiome. Les 

antibiotiques disposent en général d’un spectre d’action plus grand que celui des phages, ce qui 

peut nuire à la santé du microbiome en détruisant sa portion bénéfique et ainsi provoquer une 

dysbiose. Cet effet secondaire serait atténué par l’usage de bactériophages (Drulis-Kawa et al., 

2015). 

Les antibiotiques peuvent induire de nombreux autres effets indésirables, limitant ainsi leur 

utilisation. Ceux-ci sont bien documentés et comprennent des cas d'anaphylaxie, de néphrotoxicité, 

de cardiotoxicité, d'hépatotoxicité et de neurotoxicité, ainsi qu'un certain nombre de complications 

gastro-intestinales et hématologiques. Ils dépendent du type d’antibiotique, de sa posologie et 

apparaissent lors de l’administration de fortes doses (Granowitz & Brown, 2008). L’avantage de la 

phagothérapie du point de vue de la sécurité, est qu’ils n’interagissent quasiment pas avec les 

cellules et les tissus humain, les risques de provoquer des effets néfastes sont donc réduits (Abedon 

et al., 2011). Les interactions entre le corps humain et les phages se produisent lorsque ces derniers 

entrent en contact avec le système immunitaire (dans la circulation sanguine par exemple). Les 

phages circulants sont susceptibles d’être ciblés à court-terme par les composantes du système 

immunitaire inné et par des anticorps spécifiques du système immunitaire adaptatif à plus long 
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terme. En circulation, la majorité des phages sera rapidement séquestrée ou éliminée, réduisant 

ainsi le risque de potentielles complications (Hodyra-Stefaniak et al., 2015; Kazmierczak et al., 

2014). Cependant, aucun effet anaphylactique substantiel provoqué par des phages n’a été rapporté 

(Abedon et al., 2011). Les données sur la sécurité des phages sont encore limitées et d’autres 

recherches sont requises pour évaluer les effets néfastes que pourrait avoir la phagothérapie sur le 

corps humain (Lin et al., 2017). 

2.2.6 Auto-amplification des phages et capacité à pénétrer les biofilms  

Lors de l’infection d’une bactérie par un bactériophage, des centaines de nouvelles copies du virus 

seront libérées dans l’espace intercellulaire suite à la lyse de la bactérie. Ces phages nouvellement 

formés pourront par la suite infecter les bactéries voisines et répéter ce cycle infectieux à chaque 

nouvelle génération, diffusant ainsi l’infection virale de proche en proche. La fonction d’auto-

amplification des bactériophages lytiques est une caractéristique très intéressante dans le cadre de 

la phagothérapie car celle-ci induit une augmentation locale de leur concentration pour une dose 

administrée plus faible, ce que les antibiotiques ne peuvent pas faire (Lin et al., 2017). On peut dire 

que les phages ont la capacité de « s’auto-doser » localement. En plus de favoriser un effet 

antibactérien prolongé, la production de nouvelles copies à chaque génération leur permet aussi de 

pénétrer plus facilement et profondément les biofilms bactériens (Lin et al., 2017; Stone et al., 

2019). Les biofilms sont des organisations communautaires et souvent symbiotiques de bactéries 

liées entre-elles par une matrice polymérique dense, protectrice et adhésive (Malik et al., 2013). 

Pour dégrader les substances polymériques extracellulaires formant la matrice des biofilms, les 

bactériophages possèdent un certain nombre d’enzymes sur leurs capsides et leurs queues, comme 

la polysaccharide dépolymérase par exemple (Yan et al., 2014), qui vont défaire la structure du 

biofilm, leur permettant ainsi d’accéder aux bactéries auparavant protégées par le biofilm (Donlan, 

2009; Stone et al., 2019). L’effet combiné de cette dégradation enzymatique et de l’auto-

amplification des bactériophages font de la phagothérapie une solution efficace pour dégrader des 

biofilms responsables d’infections pathologiques (Lin et al., 2017). Malgré leur grande efficacité 

contre des bactéries planctoniques (isolées et libres), les antibiotiques ne sont pas toujours adaptés 

pour traiter des infections avec biofilm (Costerton, 1999). Une forte dose d’antibiotique doit 

généralement être administrée pour leur permettre de pénétrer le biofilm et inhiber la croissance 

bactérienne car ces structures en sont parfois imperméables. De plus il est rare d’observer une 
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élimination totale de l’infection et le biofilm peut rapidement se reformer totalement après le 

traitement (Amorena et al., 1999; de la Fuente-Nunez et al., 2013). L’administration de fortes doses 

d’antibiotiques n’est pas recommandée car cela peut induire de la toxicité pour les tissus et induire 

des effets secondaires graves (Granowitz & Brown, 2008). 

2.2.7 Coûts de la phagothérapie 

Le coût de la phagothérapie peut être élevé si le traitement est fait sur mesure mais il est 

relativement faible s’il s’agit de traitements génériques (Lin et al., 2017). Le coût d’un traitement 

de phagothérapie pour traiter des infections aux Staphylococcus aureus semble être inférieur à celui 

d’un traitement antibiotique (Miedzybrodzki et al., 2007). Le prix moyen d’une dose d’antibiotique 

est 9,09$ selon McCue et al. (1985) alors que celui d’une dose de phages serait d’environ 4$ à 5$ 

selon les estimations de Phagelux Canada. D’une manière générale le coût de la phagothérapie peut 

varier, la production des phages est le processus le plus coûteux mais s’apparente aux coût observés 

pour les antibiotiques, alors que les étapes d’isolation et de caractérisation sont moins chères. À 

noter aussi que ces coûts risquent de diminuer avec le développement de la technologie, en 

particulier ceux associés à la purification (Loc-Carrillo & Abedon, 2011). 

2.2.8 Efficacité et potentiel de la phagothérapie 

La phagothérapie possède un potentiel élevé, surtout dans le contexte global de l’augmentation de 

la résistance aux antibiotiques. Des cocktails de bactériophages sont déjà utilisés dans l’industrie 

agro-alimentaire, avec une efficacité et une sécurité satisfaisante (Endersen et al., 2014). Plusieurs 

produits ont déjà été approuvés par la FDA (Food and Drug Administration, États-Unis) et sont 

« généralement considérés comme sécuritaires ». Plusieurs traitements de phagothérapie à 

destination des humains sont en cours d’essais précliniques et cliniques mais aucun n’a encore été 

autorisé à la commercialisation en Union Européenne ou en Amérique du nord (Lin et al., 2017). 

Plusieurs études ont montré, chez l’animal, des résultats prometteurs quant à l’efficacité de certains 

traitements expérimentaux à éliminer des pathogènes communs développant régulièrement de la 

résistance aux antibiotiques tels que : Pseudomonas aeruginosa (Wang et al., 2006), Klebsiella 

pneumoniae (Anand et al., 2020) et Staphylococcus aureus (Seth et al., 2013). Ces études sur 

modèle animal impliquent des infections sur divers sites tels que le tractus respiratoire supérieur, 

le sang ou la peau. Une étude a aussi montré que l’utilisation de bactériophages pouvait permettre 
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de rétablir la susceptibilité à un antibiotique d’une souche résistante de Pseudomonas aeruginosa 

(Chan et al., 2016). Ces résultats suggèrent que la phagothérapie pourrait être utilisée en 

complément de traitements antibiotiques pour en améliorer l’efficacité. Des résultats encourageants 

ont aussi été obtenus chez l’humain. La majorité des études cliniques portant sur la phagothérapie 

a été réalisée en Europe de l’Est, en particulier à l’institut George Eliava en Géorgie et à l’Institut 

d’Immunologie et des Thérapies Expérimentales de l’Académie Polonaise des Sciences. Ces études 

ont montré que des cocktails de phages ou des préparations monoclonales étaient efficaces pour 

traiter ou prévenir (prophylaxie) des infections des conduits urinaires, du tube digestif, des 

bronches ainsi que d’autres régions du corps. Les résultats de plusieurs autres essais cliniques 

réalisés aux XXème et XXIème siècles n’ont pas été publiés par ces instituts (Kutateladze & Adamia, 

2008). Les traitements à base de bactériophages sont particulièrement prometteurs et ont montré 

des résultats très encourageants pour traiter des infections dermiques résistantes aux antibiotiques, 

telles que des infections de brulures, ulcères veineux ou d’ulcères diabétiques (Fish et al., 2016; 

Markoishvili et al., 2002; Morozova, Kozlova, et al., 2018; Patel et al., 2021).  

Aujourd’hui, la phagothérapie pourrait proposer une solution à la crise mondiale de résistance aux 

antibiotiques. Les bactériophages ont le potentiel d’être utilisés comme alternative ou complément 

aux antibiotiques dans le cadre d’infections résistantes ou non (Lin et al., 2017). 

 

2.3 Les infections d’ulcères diabétiques sont des pathologies graves est parfois 

difficilement traitables avec les antibiotiques 

2.3.1 Les ulcères diabétiques, une comorbidité répandue et associée au diabète 

Le diabète est un groupe de troubles métaboliques. Il représente l’une des maladies les plus 

répandues dans le monde avec une prévalence croissante de 422 millions de malades en 2014, soit 

environ 8,5% de la population adulte mondiale totale (World Health Organization, 2021). 

L’hyperglycémie, caractéristique de ces pathologies, peut induire des neuropathies périphériques 

qui constituent l’un des principaux facteurs de risque pour les UD au pied. Ce type de neuropathie 

induit une baisse des sensations et un assèchement de la peau aux extrémités, ce qui contribue à 

augmenter le risque de trauma, en plus de favoriser un débalancement musculaire et provoquer une 

baisse de la perfusion sanguine locale (Reiber et al., 1999). Les angiopathies diabétiques 
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constituent aussi un facteur de risque additionnel pour le développement d’ulcères diabétiques au 

pied (Hobizal & Wukich, 2012). Ces facteurs favorisent la formation de cals aux pieds qui peuvent 

provoquer des hémorragies sous-cutanées en cas de trauma et/ou de maladie des artères 

périphériques. Ultimement une plaie d’UD se formera (Armstrong et al., 2017). On distingue deux 

grands types d’UD : les neuropathiques, où la neuropathie domine, et les neuro-ischémique dont 

l’ischémie est la principale cause mais où une neuropathie peut jouer un rôle (Pendsey, 2010). 

Selon Armstrong et al. (2017), entre 19% et 34% des patients diabétiques sont susceptibles de 

développer un UD durant leur vie, ce qui correspond à une incidence mondiale annuelle de 9.1 

millions à 26.1 millions nouveaux cas. 

2.3.2 Morphologie, composition et guérison des ulcères diabétiques 

Les UD aux pieds évoluent en gravité avec le temps. On en distingue plusieurs grades : plaie avec 

épithélium, plaie superficielle, atteinte des tendons ou des capsules et atteinte des os ou des 

articulations (Pendsey, 2010). Ainsi, l’épiderme, le derme, l’hypoderme et tous les tissus sous-

jacents jusqu’à l’os peuvent être concernés par la plaie en fonction de son grade. 

Le principal défi physique à la guérison des ulcères diabétiques est leur faible irrigation sanguine 

qui nuit à la cicatrisation et participe au maintien de l’état chronique des plaies (Armstrong et al., 

2017). Qu’il s’agisse de plaies superficielles ou chroniques, les UD contiennent généralement des 

métalloprotéinases et des élastases dans la matrice extracellulaire. Ces enzymes jouent un rôle très 

important dans la dégradation et la formation de cette matrice, et sont donc directement impliquées 

dans le processus de guérison. Une concentration trop importante de ces enzymes peut nuire à la 

guérison de la plaie et caractérise les UD chroniques (Caley et al., 2015; Fadini et al., 2016). 

Chez les patients au diabète mal contrôlé, l’hyperglycémie peut provoquer une déficience du 

processus inflammatoire normal, premièrement en altérant la fonction et la morphologie de certains 

leucocytes impliqués dans l’inflammation tels que les macrophages, et deuxièmement, en 

diminuant la chimiotaxie des cytokines et des facteurs de croissance (Hobizal & Wukich, 2012). 

Ce dernier facteur combiné à la présence en excès de métalloprotéinases, maintient le milieu 

cicatriciel dans un état pro-inflammatoire soutenu, ce qui empêche le processus normal de 

cicatrisation d’avoir lieu. De plus, ce débalancement métabolique compromet aussi la synthèse 

protéique et le recrutement de fibroblaste sur la plaie, essentiels à la guérison (Hobizal & Wukich, 
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2012). Le maintien d’une plaie ouverte qui ne cicatrise pas favorise grandement sa colonisation par 

une espèce bactérienne. 

2.3.3 Les infections des ulcères diabétiques sont des complications communes 

et sérieuses 

Les infections sont les l’une des principales complications des UD et plus de 50% d’entre elles 

vont s’infecter (Prompers et al., 2007). Plusieurs souches bactériennes peuvent les coloniser : 

Staphylococcus aureus et Pseudomonas aeruginosa sont les souches les plus courantes, mais les 

plaies sont aussi parfois colonisées par Klebsiella pneumoniae ou encore Escherichia coli. Ces 

infections peuvent être monomicrobiennes ou polymicrobiennes (Sadeghpour Heravi et al., 2019; 

Wolcott et al., 2016). Les bactéries vont généralement s’organiser en biofilm sur une plaie d’UD 

(Malik et al., 2013). Cette structure peut être imperméable aux composantes du système 

immunitaire de l’hôte, maintenir l’état pro-inflammatoire sur la plaie, mais aussi détruire la barrière 

cutanée ainsi que les tissus mous sous-jacents (Barker et al., 2017). La présence de biofilm nuit 

grandement à la guérison des UD et est l’une des principales causes du maintien de leur état 

chronique (Hurlow et al., 2016). Les IUD peuvent être de gravité variable : infection superficielle, 

abcès, ostéomyélite, infection des articulations et gangrène localisée ou généralisée au pied 

(Wagner, 1981). 

Les IUD représentent 20% des hospitalisations relatives au diabète (Frykberg et al., 2007). Ils ont 

un risque important de récurrence, 40% des cas vont au moins nécessiter une deuxième 

hospitalisation aux États-Unis (Fincke et al., 2010). Les IUD chroniques peuvent avoir de lourdes 

conséquences et augmenter le risque d’amputation et de décès. Environ 20% de ces infections vont 

au moins nécessiter une amputation mineure (Lipsky et al., 2012), ce qui correspond à une 

augmentation du risque de 50% comparé aux UD non-infectés (van Battum et al., 2011). La 

mortalité sur 5 ans est de 74% après une amputation (Robbins et al., 2008). Ultimement, 1 patient 

sur 6 va décéder dans la première année suivant le diagnostic d’IUD (Fincke et al., 2010). 

Aux États-Unis le coût annuel de la prise en charge des UD est d’environ 9 à 13 milliards US$ et 

une partie importante de ce budget est utilisée pour le traitement direct des IUD (Rice et al., 2014; 

Woods et al., 2020). Il y a un donc un réel enjeu économique associé aux traitements des IUD. 
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2.3.4 Résistance aux antibiotiques et infections des ulcères diabétiques 

Les IUD ne font donc pas exception à la tendance actuelle et sont régulièrement concernées par la 

résistance bactérienne aux antibiotiques communs (Richard et al., 2008). Hormis l’augmentation 

générale du nombre de souches bactériennes résistantes circulant dans l’environnement (Sengupta 

et al., 2013), plusieurs facteurs sont impliqués dans le développement de résistance au sein des 

IUD. Premièrement, un grand nombre de transferts horizontaux ont lieu entre les bactéries au sein 

d’un biofilm, ces derniers favorisent la diffusion et l’acquisition de certains gènes dont les gènes 

de RA (Pouget et al., 2020). Il suffit qu’une seule bactérie possède un gène de RA pour que la 

majorité de la colonie d’un biofilm devienne résistante. Deuxièmement, l’aspect chronique de la 

blessure et les hospitalisations récurrentes favorisent le développement de RA. En effet, plus la 

plaie reste ouverte longtemps, plus les chances qu’une souche résistante la colonise augmentent 

(Lipsky et al., 2006). De plus, ces souches circulent régulièrement dans les hôpitaux (Struelens, 

1998). Troisièmement, l’usage inadéquat et prolongé des traitements antibiotiques augmente le 

risque de développement d’infections résistantes (Eleftheriadou et al., 2010; Lipsky et al., 2006). 

Des souches multi-résistantes de Pseudomonas aeruginosa sont régulièrement isolées sur des  

plaies d’UD (Sivanmaliappan & Sevanan, 2011), mais la majorité des infections résistantes des 

UD est due aux souches de Staphylococcus aureus résistantes à la méthicilline (MRSA) (Richard 

et al., 2008). Les infections des UD par des souches résistantes sont un réel problème dans le cadre 

du traitement de ces pathologies et leur nombre ne cesse d’augmenter (Kazmierczak et al., 2014). 

À titre d’exemple, on estime qu’entre 15% et 30% des IUD sont infectées par MRSA, ce qui en 

fait l’une des infections d’UD les plus courantes (Eleftheriadou et al., 2010). 

2.3.5 Les traitements antibiotiques usuels ne sont pas toujours efficaces contre 

les infections des ulcères diabétiques 

Les traitements usuels des IUD sont généralement composés de plusieurs antibiotiques, au 

préalablement choisis avec une évaluation in vitro de la susceptibilité des souches présentes, et 

administrés par voie intraveineuse. Des procédures chirurgicales (débridement, incision et 

drainage) accompagnent régulièrement les antibiotiques (Hobizal & Wukich, 2012). Une méta-

analyse a montré que 22,7% de tous ces traitements échouaient (Vardakas et al., 2008). 
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Le caractère résistant de l’infection est l’une des principales causes d’échec. La seule présence de 

MRSA est significativement associée avec l’échec du traitement (Vardakas et al., 2008). Les 

biofilms bactériens sont aussi un obstacle de taille pour les traitements antibiotiques lorsqu’ils sont 

présents sur les IUD. En plus de conférer aux bactéries les avantages mentionnés plus haut, leur 

organisation leur permet d’être une barrière à la diffusion des antibiotiques, voire d’y être 

imperméables. De plus, lorsqu’elles sont organisées en biofilms, les bactéries développent divers 

mécanismes d’adaptation aux antibiotiques qui leur permettent de les tolérer et d’atténuer les effets 

des antimicrobiens : synthèse d’enzymes dégradant les antibiotiques, réponse de stress, expression 

de gènes de résistance spécifiques au biofilm, changement de l’état de croissance et transition vers 

un phénotype persistant par exemple (de la Fuente-Nunez et al., 2013). Ainsi, que ce soit selon une 

posologie intraveineuse ou topique, l’efficacité des antibiotiques peut être réduite par le biofilm 

(Barker et al., 2017). 

La mauvaise irrigation sanguine, généralement présente chez les patients avec UD, peut mener à 

une diminution de la distribution des antibiotiques dans les tissus profonds du pied et sur le site 

d’infection, lorsque celui-ci est administré par voie intra-veineuse (Raymakers et al., 2001). Cela 

aura pour conséquence de diminuer l’efficacité du traitement, même s’il s’est montré efficace in 

vitro (Fish et al., 2016), mais aussi de promouvoir les souches résistantes à cause des concentrations 

inadéquates dans les tissus (Eleftheriadou et al., 2010). Ainsi, si les molécules d’antibiotiques ne 

peuvent pas atteindre le site d’infection à cause d’une mauvaise circulation sanguine, ou ne peuvent 

pas pénétrer le biofilm, le traitement risque d’échouer même si les souches présentes sur la plaie 

ont montré une susceptibilité in vitro. Les traitements difficiles requièrent généralement des 

administrations de fortes doses d’antibiotiques de manière prolongée qui sont souvent associées à 

des effets indésirables chez les patients diabétiques, surtout lorsque ces derniers souffrent aussi de 

néphropathie et d’insuffisance hépatique. Certains patients trop faibles ne sont même pas éligibles 

à recevoir un traitement si puissant (Morozova, Vlassov, et al., 2018). Les IUD non-réceptives aux 

traitements conventionnels augmentent de manière importante le risque de développement de 

graves complications, voire la mort. Il a été rapporté que la mortalité avec les MRSA sur UD était 

de 43%, comparée à 20% avec des souches non-résistantes (Talon et al., 2002). Si l’infection n’est 

pas bien traitée, des bactéries pourront rejoindre la circulation sanguine et provoquer d’autres 

complications : bactériémie, abcès profonds, pneumonie, endocardite, ostéomyélites, infections 

musculo-squelettiques, colonisation nasopharyngée et/ou d’autres infections de la peau (Chen et 
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al., 2017; Kazmierczak et al., 2014). L’échec du traitement conduit régulièrement à une amputation 

qui est associée à des coûts élevés, à une invalidité et à une mortalité significativement accrue 

(Moulik et al., 2003). En plus de l’enjeu humain, l’enjeu financier est également de taille : le 

rallongement des traitements et les échecs coûtent cher (Woods et al., 2020). Le taux important 

d’échec des traitements des IUD, associé à leurs graves conséquences, souligne l’urgence de 

développer de nouveaux traitements ou des traitements complémentaires aux thérapies actuelles 

afin d’améliorer la prise en charge des IUD. 

 

2.4 Les bactériophages comme traitement des infections d’ulcères diabétiques 

2.4.1 Des résultats prometteurs 

À ce jour, l’étendue de la littérature n’est pas encore très importante au sujet de l’utilisation des 

bactériophages pour traiter les IUD. Sur les humains, la majorité des études publiées rapportent des 

cas cliniques mais peu d’entre-elles sont des études randomisées en double-aveugle et revues par 

les pairs, ce qui limite encore les conclusions que l’on peut en faire. Néanmoins, les résultats 

obtenus par ces quelques études sont très encourageants et suggèrent l’efficacité de la 

phagothérapie pour guérir des IUD qui répondent mal aux traitements antibiotiques.  

Fish et al. (2016) présentent une série de 9 cas de patients diabétiques possédant chacun un UD 

mal perfusé au pied, infecté par Staphylococcus aureus et dont l’infection n’a que peu ou pas 

répondu aux traitements conventionnels. La majorité de ces infections concernent aussi les tissus 

profonds et les os (ostéomyélite). La seule autre option envisagée pour ces patients était 

l’amputation. À la place, ils ont tous reçu un traitement compassionnel composé d’un phage 

spécifique aux Staphylococcus aureus appliqué topiquement chaque semaine, accompagné des 

soins d’usage. Toutes les infections ont répondu au traitement et les ulcères ont guéri en 7 semaines 

en moyenne sans effet indésirable. Des résultats similaires ont été obtenus sur d’autres cas 

rapportés par Fish et al. (2018) et par Morozova et al. (2018).  

Une récente étude prospective, réalisée par Patel et al. (2021), a montré l’efficacité des 

bactériophages à éliminer des biofilms sur des plaies d’ulcères chroniques pour permettre leur 

guérison. L’étude comporte 48 patients présentant divers ulcères chroniques infectés (dont 27 

patients avec des IUD), qui n’ont pas répondus aux traitements antibiotiques. Plusieurs souches ont 
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été isolées de ces plaies dont Staphylococcus aureus, Pseudomonas aeruginosa et Klebsiella 

pneumoniae. Les infections étaient de nature monomicrobienne ou polymicrobienne et ont été 

traitées avec une solution de phages sur-mesure. Toutes les plaies sont devenues stériles après 5 à 

7 semaines de traitements de phages et la guérison a été observée dans 81,2% des cas après 90 

jours. À noter que la durée de traitement était en moyenne plus longue pour les patients diabétiques.  

Les études randomisées en double-aveugle ont surtout été effectuées sur des modèles animaux. Par 

exemple, Kifelew et al. (2020) ont montré qu’un cocktail de phages spécifiques à une souche de 

Staphylococcus aureus multi-résistantes a permis de diminuer significativement la charge 

bactérienne sur un modèle d’UD de souris, avec une efficacité similaire ou supérieure à la 

vancomycine (la souche utilisée est susceptible à cet antibiotique). Les phages ont ainsi permis une 

bonne guérison des plaies. Albac et al. (2020) ont montré des résultats similaires, aussi chez la 

souris mais avec 3 autres phages, sur un modèle d’UD infecté par Staphylococcus aureus. Leurs 

résultats suggèrent même l’efficacité antibactérienne supérieure des phages, comparés à un 

antibiotique (linezolide), lorsque la souris est diabétique.  

La phagothérapie possède donc un réel potentiel pour traiter les IUD n’ayant pas ou peu répondu 

aux traitements antibiotiques traditionnels. On pourrait même envisager utiliser les bactériophages 

en complément des antibiotiques de manière plus générale en clinique. Cela permettrait d’apporter 

un effet antimicrobien complémentaire, de diversifier les points d’attaque sur les bactéries et de 

favoriser l’efficacité des antibiotiques en désorganisant le biofilm. 

2.4.2 Sécurité de la phagothérapie dans le cadre des infections d’ulcères 

diabétiques 

Les bactériophages sont généralement considérés comme sécuritaires pour l’humain car ils 

n’interagissent quasiment pas avec la majorité de ses cellules (Abedon et al., 2011). Les seules 

interactions entre le corps humain et les phages se font lorsque ces derniers rencontrent les 

composantes du système immunitaire, généralement en circulation (Kazmierczak et al., 2014). Or, 

les phages sont des virus qui ne sont pas assez lipophiles pour pénétrer efficacement la peau (Ryan 

et al., 2012), une application topique de ces derniers semblerait alors plus sécuritaire qu’une 

administration intraveineuse. Selon Ryan et al. (2012), le Stratum Corneum est la couche de 

l’épiderme responsable de la faible perméabilité de la peau aux phages. Plusieurs études ont montré 
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par le passé que le passage de phages à travers la peau saine de souris et de lapin était possible mais 

de manière inefficace, irrégulière et à un faible taux (Bennett & Foster, 1966; Keller, 1958). Cette 

perméabilité pourrait être augmentée si la peau est endommagée comme c’est le cas sur une plaie 

d’UD, cependant aucune donnée à ce sujet n’est disponible dans la littérature : la dissémination 

systémique des phages n’est que rarement évaluée dans les études portant sur les UD in vivo 

(Dabrowska, 2019). Même si des phages rejoignent la circulation sanguine après avoir pénétré les 

tissus de la peau, ils seront rapidement éliminés par le système immunitaire de l’hôte, comme l’ont 

montré Ryan et al. (2012) sur un modèle murin. 

Aucun effet secondaire et indésirable n’a été observé dans les différentes études cliniques 

présentées plus haut. De plus, les années d’utilisation des bactériophages en Europe de l’est 

suggèrent aussi leur sécurité (Duplessis & Biswas, 2020). Aucune étude n’a cependant été menée 

chez l’humain pour évaluer la sécurité de la phagothérapie pour traiter les IUD spécifiquement, 

mais plusieurs essais cliniques de phase I ont déjà été réalisés dans le cadre d’autres applications 

comme les ulcères veineux chroniques ou les brûlures. Rhoads et al. (2009) ont publié les résultats 

d’une étude clinique de phase I évaluant la sécurité d’une formulation de 8 bactériophages 

spécifiques à Staphylococcus aureus, Pseudomonas aeruginosa et Escherichia coli, utilisés afin de 

traiter des infections d’ulcères veineux.  Les phages n’ont pas induit d’effet indésirable et il n’y a 

pas de différence entre le groupe contrôle et le groupe traité pour la fréquence d’apparition de ces 

effets. Deux études, portant sur des formulations destinées au traitement de brûlures infectées, et 

réalisées à plus petite échelle, suggèrent aussi l’aspect sécuritaire de la phagothérapie selon une 

application cutanée (Jault et al., 2019; Rose et al., 2014). 

La posologie topique de la phagothérapie est intéressante car elle semble être sécuritaire, simple 

d’utilisation et présente l’avantage d’exposer directement les phages à l’infection (Duplessis & 

Biswas, 2020) leur permettant ainsi de pénétrer rapidement le biofilm et les tissus profonds, ce que 

ne parviennent pas toujours à faire les antibiotiques dans le contexte des IUD (Seth et al., 2013). 

2.4.3 Les limites actuelles de la phagothérapie contre les infections d’ulcères 

diabétiques 

Le manque d’études randomisées en double-aveugle sur les humains limite encore l’implantation 

clinique de la phagothérapie comme traitement des IUD. Certaines études présentées plus haut nous 
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donnent des premières informations encourageantes quant à la sécurité et à l’efficacité des 

bactériophages en tant que traitement des infections de la peau. Cependant ces études restent 

limitées et ne nous permettent pas encore d’évaluer pleinement le potentiel à grande échelle de la 

phagothérapie. Cette affirmation est en particulier vraie dans le contexte des IUD, où aucune étude 

clinique avec groupe contrôle n’a été réalisée selon les critères des principales agences de 

régulation. 

De plus, de nombreuses informations concernant la sécurité de la phagothérapie utilisée pour traiter 

les IUD sont encore manquantes. Premièrement, il faudrait évaluer la capacité des phages à 

rejoindre la circulation sanguine lorsqu’ils sont appliqués topiquement sur une plaie d’UD. 

Deuxièmement, leur potentiel à induire de l’hypersensibilité et d’éventuels effets néfastes sur 

d’autres systèmes du corps devrait aussi être plus étudié. 

Malheureusement, les phages ne sont pas épargnés par l’exceptionnelle capacité des bactéries à 

s’adapter et évoluer. Ces dernières ont montré une faculté à développer divers mécanismes de 

résistance aux bactériophages comme elles l’ont fait avec les antibiotiques (Labrie et al., 2010). 

Dans l’environnement les phages sont aussi capables de s’adapter et développer de nouveaux 

mécanismes pour surmonter et répondre à la résistance bactérienne (Lin et al., 2017). En laboratoire 

et en clinique, la résistance bactérienne aux phages devra être mesurée, adressée et surmontée au 

besoin. Il semblerait que le développement de résistance aux phages soit contrebalancé par 

l’induction d’une « fatigue » bactérienne qui réduirait la virulence d’une souche résistante 

(Oechslin, 2018). Certains auteurs ont aussi évoqué la possibilité de combiner les traitements 

antibiotiques et de phagothérapie pour induire une synergie de leur efficacité antibactérienne. Il 

semblerait que cette utilisation combinée diminue la résistance et augmente la susceptibilité aux 

antibiotiques des bactéries visées (Kamal & Dennis, 2015; Torres-Barcelo et al., 2014; Torres-

Barcelo & Hochberg, 2016). Même si presque aucun cas de résistance aux phages n’a été rapporté 

dans les études présentées précédemment, le développement et l’incidence de résistance 

bactérienne aux phages au sein des IUD doivent être d’avantage étudiés et compris afin de 

viabiliser la phagothérapie pour traiter ce type de pathologies.  

La grande spécificité des phages pour leur hôte peut être une limite au traitement d’infections 

complexes. Un phage unique, comme celui utilisé par Fish et al. (2016), est efficace uniquement 

sur un type précis d’infection ce qui restreint son utilisation. Pour avoir un spectre d’action 
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suffisamment grand pour lutter contre un nombre plus important d’infections, la solution est de 

combiner plusieurs phages au sein d’un même cocktail (Chan et al., 2013). Il existe deux grandes 

stratégies pour concevoir un cocktail de phages et chacune possède des avantages comme des 

inconvénients. Premièrement, un cocktail peut être conçu sur mesure en fonction des pathogènes 

retrouvés sur une plaie, c’est le cas du cocktail de Patel et al. (2021). Ce type de cocktail présente 

l’avantage d’être efficace, très spécifique et de pouvoir traiter un grand spectre d’infections, mais 

il est aussi plus complexe à préparer, plus long à concevoir et coûte plus cher. Deuxièmement, un 

cocktail peut être générique, c’est-à-dire qu’il contient plusieurs phages prédéfinis ayant un spectre 

d’action suffisamment grand pour lutter contre les différents types d’infections visés. Ce genre de 

cocktail est généralement moins cher et plus simple à utiliser. La formulation utilisée par Rhoads 

et al. (2009) est de ce type. Sachant qu’un cocktail générique est moins spécifique qu’un cocktail 

sur mesure, il se peut que certaines souches présentes sur l’infection à traiter ne soient pas incluses 

dans le spectre d’action des phages qu’il contient, diminuant ainsi son efficacité. Pour remédier à 

ce problème, on peut augmenter le nombre de phages dans le cocktail pour élargir son spectre 

d’action mais cette augmentation peut être associée à un risque de déstabiliser le microbiote de la 

peau et induire des effets indésirables (Chan et al., 2013). Une autre limite associée à la grande 

spécificité des phages est la diversité des souches bactériennes en fonction des zones 

géographiques. Les bactériophages sont spécifiques aux souches de leur environnement mais 

peuvent être inefficaces contre des souches de la même espèce d’une autre région du monde (Lin 

et al., 2017). D’une manière générale, la grande spécificité des phages pour leurs cibles complexifie 

la conception des cocktails et peut nuire à leur distribution à grande échelle. 

2.4.4 Les polymères biodégradables comme véhicule des bactériophages 

La stabilité des bactériophages peut être menacée par divers facteurs environnementaux. Une plaie 

n’est pas un environnement favorable aux phages : la température importante, le pH et la présence 

de différentes enzymes par exemple, peuvent nuire à la survie des phages (Malik et al., 2017). Afin 

d’améliorer la viabilité des traitements à base de phages pour traiter les IUD, l’utilisation de 

véhicules est une bonne stratégie. Ils permettraient de protéger les phages dans un environnement 

hostile tout en permettant leur libération prolongée à haute concentration. Plusieurs stratégies ont 

été envisagées dans le cadre du traitement des plaies infectées : parmi elles, des patchs de polymère 

biodégradable (Markoishvili et al., 2002), des liposomes (Chhibber et al., 2018), des nanosphères 
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thermosensibles (Hathaway et al., 2015), un adhésif (Rubalskii et al., 2019), des fibres de 

polymères biodégradables (Cheng et al., 2018) et des hydrogels (Kaur et al., 2019). Les liposomes 

constituent une stratégie intéressante car ils sont biocompatibles et capables de libérer efficacement 

les phages qu’ils contiennent. Cependant, ils ont tendance à former des capsules trop grosses et qui 

se dégradent trop vite (Ju & Sun, 2017).  

L’utilisation de véhicules polymériques biodégradables semble être une solution adaptée au 

traitement des IUD et présente aussi de nombreux avantages : biocompatibilité, libération continue 

et contrôlée des phages sur le site d’infection, augmentation de la stabilité des phages et stimulation 

immunitaire bénéfique (Malik et al., 2017; Pinto et al., 2020). La vitesse de dégradation d’un 

polymère biodégradable peut être ajustée avec sa composition. Leur forme et leur taille peuvent 

aussi être ajustées à souhait : pansement, fibres, hydrogel, nanocapsules, microcapsules… (Malik 

et al., 2017). Ces polymères vont se dégrader dans le temps sous certaines conditions (pH, enzymes 

et température) (Malik et al., 2017) et ainsi induire un relargage prolongé des bactériophages qu’il 

contient. Cette stratégie permettrait donc d’appliquer sur une plaie un réservoir de phages qui les 

libérerait de manière continue pour garantir leur persistance et leur rétention sur la plaie (Pinto et 

al., 2020). L’utilisation de polymères biodégradables permettrait aussi de rallonger les périodes 

entre 2 interventions sur la plaie, comparée aux applications topiques traditionnelles, laissant ainsi 

plus de temps au processus de cicatrisation de fonctionner normalement. Les lavages et les 

manipulations successives lors de chaque intervention peuvent aussi éliminer des phages qui ont 

encore un potentiel infectieux et qui sont toujours sur la plaie (Jault et al., 2019). En limitant le 

nombre d’interventions, l’utilisation d’un polymère biodégradable pourrait limiter la perte de 

phages et favoriser la guérison. L’utilisation de polymères biodégradables augmenterait la stabilité 

des phages d’une formulation. En effet, leurs propriétés mécaniques leur confèrent une résistance 

permettant de protéger les phages qu’ils contiennent de tout ce qui pourrait leur nuire dans 

l’environnement en attendant de les libérer (Pinto et al., 2020). La grande malléabilité des 

polymères offre la possibilité de personnaliser des traitements et de, par exemple, combiner les 

phages avec d’autres substances comme des antibiotiques ou des analgésiques par exemple 

(Markoishvili et al., 2002). Un autre avantage de l’utilisation de polymère biodégradable est le fait 

que les débris polymériques, par leurs interactions avec le système immunitaire de l’hôte, peuvent 

induire une production de facteurs de croissance pour favoriser et accélérer la guérison de la plaie 

(Greisler, 1991).  
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Des polymères biodégradables ont déjà été utilisés comme véhicules de phages pour des utilisations 

agricoles ou des administrations gastro-intestinales, mais relativement peu d’études concernent des 

applications cutanées pour traiter des infections de plaies. Les quelques études utilisant un 

polymère biodégradable contenant des phages sur la peau emploient généralement des polyesters 

(Malik et al., 2017). 

Cheng et al. (2018) ont incorporé des phages à des nanofibres de Polycaprolactone-Collagène I et 

ont appliqué leur dispositif sur différentes plaies ouvertes chez le lapin. Ce dernier a montré une 

bonne efficacité antibactérienne et une dégradation totale en 8 semaines. Hathaway et al. (2015) 

ont montré qu’il était possible de concevoir des nano-capsules de polymère thermosensible poly(N-

isopropylacrylamide) contenant des phages et capables de se contracter à une température observée 

lors d’infections bactériennes de la peau. À 37o C les nano-capsules ont collapsé et libéré les phages 

qu’elles contenaient. Ces résultats in vitro sont encourageants mais il faudra s’assurer que, in vivo, 

les conditions sur la plaie en plus de la température élevée, n’induisent pas la dégradation précipitée 

des nano-capsules. Néanmoins, ces deux études soulignent le potentiel des polymères 

biodégradables à être utilisés comme véhicules de phages pour traiter des infections sur les plaies. 

À ce jour, le seul dispositif de la sorte qui a été utilisé cliniquement chez l’humain est 

PhagoBioDerm. Il est utilisé depuis plus d’une vingtaine d’années en Géorgie pour soigner divers 

types de plaie. C’est un pansement dont la matrice est composée d’un polymère poly (ester amide) 

biodégradable imbibé d’un antibiotique, d’une formulation de phages, d’analgésiques et d’autres 

substances usuellement utilisées pour le soin des plaies. Markoishvili et al. (2002) ont testé son 

efficacité sur 96 patients présentant des infections d’ulcères veineux intraitables ou d’autres types 

de plaies qui n’ont pas répondu aux traitements conventionnels. Il n’y a cependant pas de groupe 

contrôle. 70% des ulcères des 96 patients traités ont été totalement guéris avec PhagoBioDerm, ce 

qui suggère son efficacité. Le pansement se dégradait partiellement en quelques jours seulement et 

s’incorporait souvent à la plaie. Ce traitement s’est aussi montré efficace pour guérir 3 patients 

atteints de brulures provoquées par des radiations et infectées par des souches de Staphylococcus 

aureus multi-résistantes (Jikia et al., 2005). Ces résultats, certes encourageants, sont à nuancer car 

ces deux études présentent de nombreuses limites. Premièrement, l’absence de groupe contrôle ne 

nous permet pas de conclure avec certitude l’efficacité de PhagoBioDerm et deuxièmement, les 

effets des bactériophages sont difficiles à isoler car d’autres agents, dont des antibiotiques, ont été 

utilisés en complément et parfois de manière irrégulière. La stratégie employée avec 
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PhagoBioDerm est intéressante, cependant il manque des données pour réellement évaluer la 

pertinence et le potentiel d’un tel véhicule de phages. Les études à son sujet ne quantifient pas 

directement sa dégradation et donc la libération de phages sur la plaie. Les phages parviennent-ils 

à sortir efficacement du polymère ? La libération de phages est-il suffisamment important pour 

justifier l’utilisation d’un polymère biodégradable à la place d’une application sans véhicule ? De 

plus, il y a un manque d’information concernant la pénétration des phages dans la plaie. On ne sait 

pas à quel point les phages ont pénétré les tissus profonds et s’ils sont parvenus à rejoindre la 

circulation sanguine. Aussi, il aurait été intéressant de comparer l’efficacité de la formulation de 

phage avec ou sans PhagoBioderm afin de voir si ce véhicule est pertinent mais aussi pour voir 

l’impact de la présence de fragments de polymères sur la guérison de la plaie. Le potentiel de 

l’utilisation d’un polymère biodégradable comme véhicule de phages est présent, mais des 

recherches supplémentaires sont nécessaires afin de comprendre son impact sur une plaie. 

2.4.5 Une formulation de bactériophages micro-encapsulés dans un polymère 

biodégradable pour traiter les infections d’ulcères diabétiques 

La micro-encapsulation des bactériophages dans un polymère biodégradable est une stratégie 

encore peu envisagée pour traiter des infections de la peau et aucune étude n’a pour l’instant avancé 

l’idée de l’utiliser pour traiter les IUD spécifiquement (Malik et al., 2017).   

La formulation F10 est une solution de bactériophages libres et micro-encapsulés, développée et 

inventée par Phagelux Canada inc. Elle contient 14 phages différents, spécifiques à un grand 

nombre de souches de Pseudomonas aeruginosa, Staphylococcus aureus et Klebsiella pneumoniae.  

Les microcapsules sont composées de poly(ester amide urée). Ce polymère est biodégradable (par 

ses groupes ester et amide), résiste bien à la chaleur et possède une bonne force mécanique permise 

par de fortes interactions moléculaires des groupes amides (Tawil & Arnold, 2017).  

Les bactériophages libres en suspension dans F10 pourront détruire directement un biofilm alors 

que les microcapsules vont permettre une libération continue des bactériophages qu’elles 

contiennent. Les microcapsules devraient se dégrader lorsqu’exposés aux conditions 

physiologiques de la plaie. Le produit final contenant la formulation F10 sera sous forme de spray 

afin de rendre son administration topique facile et précise ainsi que pour garantir sa stérilité. Il a 

été conçu pour traiter des IUD et potentiellement d’autres types de plaies chroniques. L’objectif 
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final est de l’utiliser cliniquement pour traiter des plaies qui n’ont pas bien répondu aux traitements 

antibiotiques classiques, mais aussi en tant que traitement de première ligne, en complément ou 

non d’antibiotiques.  
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CHAPITRE 3 PROBLÉMATIQUES ET OBJECTIFS DU PROJET 

 

3.1 Problématique 

Cette section résume la problématique et les enjeux entourant le traitement des IUD par la 

phagothérapie. 

• La résistance bactérienne aux antibiotiques est une menace grandissante à la santé publique 

mondiale. 

• Le diabète est l’une des maladies les plus répandues dans le monde, 8,5% de la population 

mondiale en est atteinte. Entre 19% et 34% des personnes diabétiques sont susceptibles de 

développer un ulcère au pied. Environ la moitié de ces ulcères s’infecteront.  

• Les IUD sont parfois difficilement traitables avec les thérapies conventionnelles à base 

d’antibiotiques. Environ 22,7% de ces traitements échouent. La morphologie complexe des 

UD, les biofilms à leur surface ainsi que la présence récurrente de souches résistantes 

limitent l’efficacité des antibiotiques à traiter ces infections. 

• Les IUD peuvent avoir de lourdes conséquences lorsque mal traitées : 40% d’entre elles 

nécessitent au moins une deuxième hospitalisation, 20% provoquent une amputation et 1 

personne sur 6 va décéder dans la première année suivant le diagnostic. En plus des 

conséquences humaines, les coûts associés aux traitements des IUD s’élèvent à plusieurs 

milliards de US$ par année. 

• Les bactériophages sont des virus spécifiques aux bactéries ayant montré une faculté 

remarquable à détruire les biofilms. Des études ont déjà montré leur efficacité à traiter des 

infections cutanées sur divers types de plaies, dont les UD. Ils ont le potentiel d’être une 

alternative ou un complément des traitements antibiotiques actuels pour traiter les IUD. 

• Les plaies d’UD sont hostiles aux bactériophages. Plusieurs choix de véhicules ont été 

étudiés pour protéger et délivrer de manière continue et efficace les bactériophages sur des 

plaies infectées. L’utilisation de polymères biodégradables semble être intéressante car 

leurs propriétés mécaniques permettent de protéger les phages et leur nature chimique 

favorise leur dégradation au niveau d’une plaie d’UD.  
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• Cependant, la recherche relative à l’utilisation des polymères biodégradables en tant que 

véhicules des bactériophages n’en est encore qu’à un stade précoce, en particulier dans le 

cadre du traitement d’infections cutanées. L’utilisation de cette stratégie pour traiter les 

IUD est encore trop peu envisagée alors que les besoins pour améliorer les traitements de 

ces infections sont criants. 

 

3.2 Question de recherche 

Une formulation de bactériophages libres et micro-encapsulés dans un polymère PEAU 

biodégradable est-elle un traitement envisageable contre les infections d’ulcères diabétiques ? 

 

3.3 Hypothèses  

Nos hypothèses relatives à la question de recherche sont les suivantes : 

(1) La cinétique de dégradation des microcapsules permet une libération des phages qu’elles 

contiennent pendant au moins trois jours 

(2) La formulation F10 est efficace pour éliminer un biofilm profondément ancré dans une 

plaie d’ulcère diabétique 

 

3.4 Objectifs  

L’objectif principal est de mesurer la cinétique de dégradation des microcapsules de PEAU de la 

formulation F10 et sa capacité à détruire des biofilms profondément ancrés dans la peau. 

 

Les objectifs spécifiques sont : 

(1) Identifier dans la composition chimique du polymère PEAU les groupes fonctionnels ester 

et amide impliqués dans sa dégradation 

(2) Mesurer la cinétique de dégradation des microcapsules de PEAU 
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(3) Mesurer la diffusion transdermique des bactériophages de la formulation dans un modèle 

de plaie d’ulcère diabétique 

(4) Mesurer l’efficacité de la formulation à détruire un biofilm sur un modèle de plaie d’ulcère 

diabétique
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CHAPITRE 4 MATÉRIELS ET MÉTHODES 

 

4.1 La formulation F10 

La formulation F10 a été développée par Phagelux Canada Inc. Elle est composée de 14 phages 

différents et spécifiques à un nombre élevé de souches de Pseudomonas aeruginosa, 

Staphylococcus aureus et Klebsiella pneumoniae. Le tableau 4.1 présente les noms, les familles et 

les espèces bactériennes cibles des 14 bactériophages de la formulation. La quantité de phages dans 

la formulation varie en fonction des lots utilisés. 

 

Tableau 4.1 Présentation des 14 phages de la formulation F10 

 

 

Les microcapsules sont composées d’un polymère biodégradable poly(ester amide urée), dit 

PEAU. La figure 4.1 présente la structure chimique d’une unité de PEAU telle qu’illustrée dans le 

brevet WO2017221201A1 (Tawil & Arnold, 2017). Les processus de synthèse du polymère PEAU 

sont aussi énoncés dans le brevet. Les microcapsules de la formulation F10 sont synthétisées à 
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l’aide d’émulsions multiples (émulsions doubles eau-dans-huile-dans-eau), les bactériophages sont 

ajoutés lors de la deuxième émulsion pour leur encapsulation. La taille des microcapsules peut aller 

d’une dizaine à une centaine de micromètres, la majorité d’entre-elles ont une taille variable entre 

30 m et 50 m (figure 4.2). La photographie de microscopie électronique à balayage 

environnemental (eSEM) présentée dans la figure 4.2 a été réalisé par SWRI (San Antonio, TX, 

USA) avec une machine à eSEM Zeiss EVO ® 50 Series, le détecteur utilisé est rétrodiffusé, la 

pression entre 10 et 20 Pa, la taille d’ouverture 100 m. L’échantillon est placé sur un ruban de 

carbone et séché, un liquide de décantation a été utilisé après le dépôt des microcapsules. Les 

bactériophages libres et les microcapsules sont en suspension dans un tampon TMN pH 7,4 à base 

d’eau stérile pour injection, de Tris-HCl (0,6057 mg/mL), de MgSO4 (0,12037 mg/mL) et de NaCl 

(0,5844 mg/mL). Du poly vinyl alcohol 1%, utilisé lors de la synthèse de microcapsules, est aussi 

retrouvé dans la formulation (10 mg/mL). 

 

4.2 Spectroscopie infra-rouge à transformée de Fourier pour l’analyse de la 

composition chimique du polymère PEAU des microcapsules 

Les analyses FTIR sont effectuées au laboratoire d’enseignement de chimie de l’Université de 

Montréal, avec un spectromètre compact Bruker Alpha-p équipé d’un module de réflectance totale 

atténuée ATR de plaitne (Bruker, Billerica, MA, USA). Le spectromètre est doté d’une diode laser 

et d’un interféromètre RockSolidTM présentant des miroirs rétro-réfléchissants en forme d’angle 

droit liés à un mécanisme de pivot résistant. La réflectance totale atténuée est permise par un 

diamant monolithique dans le module d’ATR. L’échantillon à tester est placé et maintenu sur le 

diamant à l’aide d’un mécanisme de pince. Les mesures sont effectuées à des nombres d’ondes 

situés entre 4000 cm-1 et 800 cm-1 et selon une résolution spectrale maximale de 2 cm-1 à 0,8 cm-1 

(Mwanga et al., 2019). Les pics de transmittance sont identifiés à l’aide des valeurs théoriques de 

transmittance attendues pour chaque type de liaison chimique. Un total de quatre lots de 

monomères et de quatre lots de polymères PEAU sont analysés. 
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Figure 4.1 Structure d’une unité du polymère PEAU 

 

 

Figure 4.2 Microcapsules de la formulation F10 vue par eSEM 

 

4.3 Détermination de la concentration de bactéries ou de bactériophages d’un 

échantillon par la méthode de titration 

4.3.1 Unités formatrices de plages de lyse et unités formatrices de colonies 

La quantité de bactériophages dans un échantillon est mesurée en unités formatrices de plages de 

lyse (PFU). Généralement, leur concentration dans une solution est exprimée en PFU/ml. Cette 

valeur correspond au nombre de plages de lyse que les phages induisent sur un tapis bactérien 

disposé sur une plaque d’agar. Chaque phage contenu dans la solution infecte une bactérie du tapis 
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bactérien, s’amplifie et infecte les autres bactéries situées en périphérie. Après une certaine période 

d’incubation, des petites plaques visibles à l’œil nu apparaissent sur le tapis bactérien. Chaque 

plaque correspond à l’absence de bactéries, induite par la présence initiale d’un phage. Elle est 

alors appelée plage de lyse. Ainsi en comptant le nombre de plages de lyse induites par un 

échantillon sur un tapis bactérien, nous sommes capables de déterminer la quantité de phages qu’il 

contient ainsi que d’en calculer la concentration correspondante. Cette méthode est considérée 

comme le gold standard pour déterminer la concentration en phages d’un échantillon (Anderson et 

al., 2011). La quantité de bactéries dans un échantillon est quant à elle exprimée en unités 

formatrices de colonies (CFU) qui correspond au nombre de colonies bactériennes formées sur une 

plaque de culture. Chaque bactérie d’un échantillon peut être à l’origine de la formation d’une 

colonie si la suspension bactérienne est assez diluée. Le comptage de ces colonies permet donc de 

déterminer la quantité de bactéries en CFU d’un échantillon ainsi que la concentration 

correspondante en CFU/ml s’il s’agit d’un liquide (Brugger et al., 2012). Pour l’entièreté des 

expériences présentées dans ce mémoire, les quantités de phages sont exprimées en PFU et les 

quantités de bactéries en CFU. 

4.3.2 Titration des bactériophages et des bactéries 

Les concentrations de phages et de bactéries au sein d’un échantillon sont déterminées à l’aide 

d’une méthode de titration dite « plaque assay » en anglais. Les concentrations obtenues sont alors 

désignées en tant que titres. La méthode pour titrer les phages diffère un peu de celle pour titrer les 

bactéries. Dans un premier temps, l’échantillon à tester est dilué en série à l’aide d’un robot de 

pipetage Integra Assist Plus (Integra Biosciences Corp., Hudson, NH, USA). La dilution en série 

est nécessaire pour déterminer le titre de phages ou de bactéries d’un échantillon.  

Dans un deuxième temps, les différentes dilutions des échantillons sont disposées sur une plaque 

de culture. Pour déterminer le titre bactérien, il suffit simplement de déposer une goutte de 10 L 

de chaque dilution sur un milieu nutritif semi-solide favorable à la croissance bactérienne qui 

permet la formation des colonies. Les milieux nutritifs utilisés pour les expériences de ce mémoire 

sont le TSA (« Trypticase Soy Agar ») et le Cetramide Agar (Sigma-Aldrich, Saint-Louis, MO, 

USA). Ce dernier est un milieu sélectif pour PSA, c’est lui qui est utilisé pour déterminer tous les 

titres bactériens présentés dans ce mémoire. Le milieu non-sélectif TSA est produit en combinant 

du « Triptic Soy Broth » TSB (Millipore Sigma, Burlington, MA, USA) et de la poudre d’Agar 
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(Sigma-Aldrich, Saint-Louis, MO, USA) et sert de milieu nutritif de bases pour former les tapis 

bactériens pour mesurer le titre de phages. 

La titration des bactériophages nécessite une étape supplémentaire. Avant de déposer les dilutions, 

il faut au préalable préparer le tapis bactérien sur les plaques de culture. Pour cela, 120 L de 

culture bactérienne sont ajoutés à 4 ml de TSA top-agar puis disposés sur une plaque de TSA. Le 

TSA top-agar est semblable au TSA dans sa composition mais est moins concentré en Agar, ce qui 

permet une répartition homogène des bactéries sur toute la surface de la plaque pour former un 

tapis bactérien uniforme. Une fois le TSA top-agar solidifié, les différentes dilutions des 

échantillons à tester sont disposées sous forme de goutte de 10 L sur la plaque. Pour les 

échantillons contenant une plus faible quantité envisagée de phages, 100 L de cet échantillon sont 

directement mélangés avec les bactéries dans le TSA top-Agar puis répartis sur l’ensemble de la 

surface de la plaque.  

Les plaques contenant les échantillons de bactéries ou de phages sont incubés pendant la nuit à 

37C. Les colonies bactériennes formées sur les milieux nutritifs ainsi que les plages de lyse 

induites sur le tapis bactérien par les phages sont comptées visuellement le lendemain (un exemple 

est disponible dans l’annexe A.1). Les concentrations de phages et de bactéries sont calculées en 

fonction des valeurs de PFU et de CFU obtenues ainsi que du volume des gouttes d’échantillon 

déposées (10 L ou 100 L) et sont exprimées en PFU/mL et CFU/mL respectivement. Cette 

méthode possède cependant une limite minimum de détection. Par exemple, si 100 L d’un 

échantillon non-dilué sont déposés sur une plaque, le minimum du titre que nous pouvons détecter 

est 10 PFU/mL (ou CFU/mL) dans le cas où une seule plage de lyse, ou colonie, apparaitrait. 

La méthode de titration utilisée ici ressemble à la méthode employée par Morozova, Kozlova, et 

al. (2018), mais respecte les règles de conformité établies par Phagelux Canada Inc pour toutes les 

étapes de la titration. En effet, toutes les manipulations effectuées dans le cadre de ce projet de 

recherche ont rigoureusement été réalisées selon les Bonnes Pratiques de Laboratoire (GLP) et de 

nombreuses Procédures d’Opération Standard (SOP) exigées par la FDA. 

4.3.3 Culture et souches bactériennes 

Plusieurs souches de SA, PSA et KP sont utilisées pour mesurer le titre des échantillons de phages 

obtenus dans les différentes expériences (tableau 4.2). Les différentes souches sont fournies par la 
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compagnie ATCC (Manassas, VA, USA), la librairie Félix d’Hérelle de l’Université Laval 

(Québec, QC, CA) et l’Institut National de la Santé Publique du Québec (INSPQ, QC, CA). Les 

cultures bactériennes sont incubées un certain temps à 37C de sorte que les bactéries soient 

utilisées dans leur phase exponentielle de croissance. Le temps d’incubation varie pour chaque 

bactérie et a été précédemment défini à l’aide d’une courbe de croissance réalisée dans le cadre des 

SOP. 

 

Tableau 4.2 Souches bactériennes utilisées pour les titrations de phages et pour la formation des 

biofilms sur les modèles d’UD infecté 

 

 

4.4 Dégradation des microcapsules et mesure des bactériophages libérés 

Pour mesurer in vitro la dégradation des microcapsules de PEAU nous mesurons la quantité de 

bactériophages libérés suite à l’exposition des microcapsules à différentes conditions physico-

chimiques durant l’incubation.  

Dans un premier temps, les microcapsules de la formulation sont lavées avant chaque nouvelle 

expérience afin de retirer un maximum de phages libres accrochés sur les microcapsules, puis re-

suspendues dans un tampon TMN frais. Ce lavage est nécessaire car il nous permet de diminuer la 

marge d’erreur et d’isoler les phages libérés des microcapsules. Pour laver les microcapsules, ces 

dernières sont filtrées à l’aide d’un filtre Überstrainer 30 µm (pluriSelect Life Science, Leipzig, 

Allemagne). Les microcapsules sont retenues dans le filtre et séparées des phages libres de la 

formulation qui passent à travers le filtre, puis rincées avec du TMN. Pour chaque expérience, la 

formulation est filtrée un total de 3 fois. 
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Les microcapsules filtrées issues de 1 mL de formulation sont re-suspendues dans 1 mL de tampon 

TMN frais dans des tubes en verre de 1,7 mL puis placées sous agitation mécanique afin de mimer 

l’effet d’érosion mécanique qu’on pourrait retrouver au contact d’une plaie. Les échantillons sont 

incubés pendant 72h, à 32C ou 37C, sur un agitateur rotatif à 12 RPM (Benchmark Scientific, 

Sayreville, NJ, USA). Puapermpoonsiri et al. (2009) utilisent une méthode d’agitation mécanique 

similaire. La température de 32C est semblable aux températures mesurées au niveau de plaies 

d’UD (Armstrong & Lavery, 1996; Armstrong et al., 1997). Cette température d’incubation est 

aussi suggérée par les lignes directrices de la FDA (FDA, 2019) et l’Organisation de Coopération 

et de Développement Économique (OCDE) (OCDE, 2004). La température de 37C correspond à 

la température moyenne du corps humain (Walker et al., 1990) et est uniquement utilisée pour la 

première expérience de dégradation, la température de 32C est utilisée pour toutes les expériences 

suivantes. Dépendamment des conditions, des enzymes sont ajoutées au milieu. Quatre protéases 

sont utilisées pour la première expérience de dégradation des microcapsules : les 

métalloprotéinases MMP-2 (215 ng/mL), MMP-8 (140 ng/mL) et MMP-9 (215 ng/mL) ainsi que 

la HNE (1 g/mL) (MilliporeSigma, Burlington, MA, USA). Ces enzymes sont sélectionnées car 

elles sont régulièrement retrouvées sur des plaies d’UD, en particulier lorsque ces dernières ne 

guérissent pas (Caley et al., 2015; Fadini et al., 2016; Jindatanmanusan et al., 2018). Les 

concentrations d’enzymes sont choisies de sorte qu’elles soient légèrement supérieures aux 

concentrations retrouvées sur les plaies d’UD afin de surestimer leurs effets potentiels sur les 

microcapsules (Fadini et al., 2016; Lobmann et al., 2002). MMP-2 et MMP-9 sont toutes les deux 

des gélatinases alors que MMP-8 une collagénase. Ces trois protéases sont capables d’hydrolyser 

le groupe amide d’une protéine (Massova et al., 1998; Yager et al., 1996). La HNE est aussi une 

protéase capable de cliver le groupe amide, mais aussi le groupe ester d’une protéine (Berg JM, 

2002; Hung & Hedstrom, 1998; Kafienah et al., 1998). Lorsque les metalloprotéinases sont 

utilisées, du calcium et du zinc sont ajoutés au milieu car ils sont des cofacteurs de ces enzymes 

(Tezvergil-Mutluay et al., 2010). Des enzymes fraiches sont ajoutées au milieu toutes les 24h selon 

les mêmes concentrations, car la majorité d’entre-elles s’inactivent ou se dégradent après plusieurs 

heures. Seulement la HNE est conservée dans la deuxième expérience d’induction de la dégradation 

du polymère des microcapsules. 

Deux méthodes différentes de prélèvement sont utilisées. La première expérience de dégradation 

est réalisée selon une méthode cumulative alors que la deuxième expérience est réalisée selon une 
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méthode soustractive. Dans les deux cas, plusieurs prélèvements sont réalisés au cours des 72h 

d’incubation. La méthode cumulative est réalisée de la manière suivante. Plusieurs échantillons 

sont prélevés au cours de l’incubation dans le même milieu. Hormis les enzymes ajoutées aux 24h, 

aucun autre élément n’est ajouté au milieu qui est laissé intact. Ainsi le volume total dans le tube 

diminue au fur et à mesure des prélèvements. Les valeurs de titres présentées correspondent donc 

à l’accumulation des phages libérés tout au long de l’incubation. 

Pour la méthode soustractive, lors de chaque prise d’échantillons, un prélèvement est fait pour 

retirer tout le surnageant et pour déterminer le titre de phages libérés. Ensuite, les microcapsules 

sont re-suspendues dans du TMN frais (avec ou sans enzymes selon la condition) et un deuxième 

prélèvement est tout de suite réalisé afin d’établir une valeur de référence pour le prochain 

échantillon qui sera effectué plusieurs heures plus tard. Ainsi, selon cette méthode soustractive, on 

va pouvoir soustraire la valeur obtenue après incubation avec la valeur obtenue avant incubation 

pour déterminer le titre de phages libérés entre 2 prises échantillons. Les échantillons contenant 

des microcapsules sont filtrés à l’aide d’un filtre 0,22 m (Ultident Scientific, Saint-Laurent, QC, 

Canada) afin de retirer toutes les microcapsules restantes et d’isoler les phages. Toutes les valeurs 

de titre de phages obtenues après la titration (en PFU/mL) sont normalisées en fonction de la masse 

moyenne des microcapsules de chaque expérience. Le titre ainsi obtenu est exprimé en PFU/mg. 

Lors de la deuxième expérience les microcapsules seules sont comparées aux microcapsules en 

présence de HNE afin de mesurer la dégradation des microcapsules de PEAU induite par l’érosion 

et par l’action enzymatique de la HNE. Des contrôles sont réalisés en complément afin d’évaluer 

les potentiels effets néfastes de la HNE sur les phages libres de la formulation. Chaque condition a 

été réalisée en triplicata. 

 

4.5 Évaluation de la diffusion transdermique des phages de la formulation F10 

dans le modèle d’UD sur peau humaine 

4.5.1 Modèle in vitro d’ulcère diabétique sur peau humaine 

Le protocole du test de la perméabilité de la peau humaine à la formulation F10 est développé selon 

les documents de conseils pour les industries publiés par la FDA (FDA, 2019) et l’OCDE (OCDE, 
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2004). Afin de construire le modèle d’UD pour mesurer la faculté des phages de la formulation 

F10 à passer à travers la peau humaine, de la peau abdominale féminine, obtenue après une 

procédure d’abdominoplastie, est utilisée (BioIVT, Westbury, NY, USA). La peau est de pleine 

épaisseur (épiderme, derme, résidus d’hypoderme), la majorité de la couche adipeuse sous-jacente 

a été préalablement retirée et elle a été stérilisée dans la mesure du possible par BioIVT. Un test de 

stérilité est effectué par nos soins afin de déterminer la présence de charge bactérienne sur la peau, 

à l’aide de milieux spécifiques pour les PSA, SA et KP (Sigma-Aldrich, Saint-Louis, MO, USA). 

De plus, les petites portions de tissus adipeux restantes sous le derme sont retirées à l’aide d’un 

scalpel afin de réduire le risque que ces poches de gras absorbent et stockent des phages ayant 

traversé la peau, ce qui fausserait les résultats. La peau humaine, épaisse d’environ 1 mm, est 

découpée en morceaux de 1,5 x 1,5 cm à l’aide d’un scalpel chirurgical numéro 10 (Feather, Osaka, 

Japon). Lorsque l’épiderme et le derme sont laissés intacts et que le gras sous-jacent est retiré, on 

parle d’un modèle de peau d’épaisseur complète (Abd et al., 2016). La peau d’épaisseur complète 

n’est utilisée que pour une seule condition expérimentale, dont l’objectif était de mesurer la 

perméabilité des phages dans la peau saine.  

Un modèle d’épaisseur partielle est développé afin de recréer in vitro une plaie sans-épiderme se 

rapprochant des plaies d’UD in vivo. Le modèle d’UD d’épaisseur partielle est utilisée pour toutes 

les expériences de perméabilité présentées dans ce mémoire. Pour créer ce modèle, une portion de 

l’épiderme de la peau humaine est retirée à l’aide d’un poinçon de biopsie Acu-Punch de 7 mm de 

diamètre (Acuderm, Fort Lauderdale, FL, USA) et d’un scalpel chirurgical numéro 10. Des 

méthodes d’excision similaires ont déjà été réalisées sur la peau de porc (Myhrman et al., 2013; 

Yeung et al., 2016). La portion de l’épiderme retirée correspond à un disque de 7 mm de diamètre 

dont l’aire est 0,3848 cm2 exposant ainsi le derme sous-jacent sur la même surface. Le puit formé 

dans la peau a une profondeur d’environ 0,5 mm (figure 4.2.A). La majorité des morceaux de peau 

est mesurée et pesée. 

4.5.2 Cellules de diffusion 

Des cellules de Franz de 9 mm de diamètre (PermeGear, Hellertown, PA, USA) sont utilisées pour 

mesurer le passage des phages à travers la peau humaine. Ce dispositif (figure 4.2.B et C) est une 

cellule de diffusion comportant 2 compartiments : un compartiment donneur contenant 

l’échantillon à tester et un compartiment receveur contenant un tampon, dans lequel les éléments 
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ayant traversé complétement la peau vont être recueillis. Le compartiment receveur contient aussi 

une cheminée et une petite barre magnétique permettant d’homogénéiser son contenu. Un volume 

de 800 L de formulation F10 est placé dans la compartiment donneur et 5 mL de tampon PBS 

« Phosphate Bufferd Saline » pH 7,4 (ATCC, Manassas, VA, USA). La peau humaine préparée et 

placée entre ces deux compartiments. 800 L de formulation pour une surface de peau de moins 

de 1 cm2, correspond à un ratio bien supérieur à ce qui est envisagé pour l’application clinique. 

Nous avons choisi d’utiliser un plus grand volume de formulation afin de surestimer le passage des 

phages et d’augmenter les chances d’en détecter des petites quantités ayant traversé la peau. 

L’ensemble de la cellule de Franz est retenu par une pince. Le compartiment donneur ainsi que 

l’extrémité de la cheminé sont recouverts de feuilles d’aluminium stériles, maintenues en place par 

du parafilm, afin de limiter la contamination et l’évaporation des échantillons pendant l’incubation. 

Ryan et al. (2012) utilisent une stratégie similaire afin d’évaluer la perméabilité d’un phage dans 

la peau de porc. 

4.5.3 Biofilms et enzymes 

Selon l’expérience, d’autres éléments peuvent être ajoutés dans les puits formés sur le modèle 

d’UD : des bactéries, pour former un biofilm et évaluer l’efficacité de la formulation, ou des 

enzymes retrouvées cliniquement sur les plaies d’UD, pour étudier leur effet sur la dégradation des 

microcapsules sur la peau. Plusieurs souches bactériennes ont été testées lors d’études préliminaires 

au sein de la compagnie, afin d’évaluer leur capacité à former efficacement un biofilm sur la un 

modèle in vitro d’UD. Les souches de SA et KP testées n’ont pas montré une capacité suffisante à 

s’organiser en biofilm sur la peau. En revanche, la souche PSA ATCC-15442 parvient à croître et 

à former un biofilm, c’est donc cette dernière qui est retenue pour être utilisée dans notre modèle 

d’UD infecté. Lors de la préparation des peaux pour les expériences de perméabilité, un volume 

50 L de culture bactérienne fraiche et de concentration connue est inoculé dans les puits présents 

sur la peau. Ce volume est séché pendant 30 minutes afin de laisser le temps aux bactéries de 

commencer à s’organiser en biofilm. Le volume de 50 L est choisi car il permet à la goutte de 

sécher rapidement tout en permettant aux bactéries de s’étaler sur toute la surface du puit. La 

quantité de bactéries, en CFU, à inoculer sur la peau est déterminée en fonction du titre de phage 

et du volume de formulation F10 déposé dans le compartiment donneur. En effet, nous voulons un 

rapport quantité de phages/quantité de bactéries (appelé la multiplicité d’infection, MOI) de 1000 



42 

afin de favoriser l’efficacité de la formulation. La MOI de 1000 est choisie car de précédentes 

études réalisées au sein de la compagnie ont montré qu’elle favorisait l’efficacité de la formulation, 

comparée à une MOI de 100 par exemple. Le titre des phages anti-PSA de la formulation utilisée 

pour cette expérience est 4,37x108 PFU/mL, ce qui correspond à une quantité de 3,50x108 PFU de 

phages anti-PSA pour 800 L. Pour atteindre une MOI de 1000 il faut alors déposer exactement 

3,50x105 CFU de PSA sur la peau. 

De la HNE est aussi ajoutée au modèle. L’objectif de cette condition expérimentale est de 

déterminer si l’ajout d’enzymes sur la peau, comme c’est le cas in vivo, favorise la libération des 

phages des microcapsules et influence leur perméabilité dans notre modèle. 8 L de HNE (0,1 

mg/mL) pour 800 L de formulation sont ajoutés sur chaque peau afin d’obtenir une concentration 

de 1 g/ml de HNE (Fadini et al., 2016). Le volume d’enzymes déposées est séché 30 minutes sur 

la plaie. 8 L de HNE fraiche sont ajoutés sur les peaux toutes les 24h. Ce renouvellement quotidien 

va permettre de maintenir une quantité suffisante d’enzymes sur la plaie. 

4.5.4 Conditions et échantillons 

Plusieurs conditions expérimentales sont étudiées avec le modèle de plaie d’UD : peau d’épaisseur 

totale, peau sans épiderme, peau sans épiderme avec biofilm de Pseudomonas aeruginosa et peau 

sans épiderme avec HNE. La diffusion transdermique de 800 L de formulation en suspension 

dans le compartiment donneur, est évalué en mesurant la quantité de phages retrouvés dans le 

compartiment receveur. Chaque condition de chaque expérience est réalisée en triplicata. Une fois 

préparées, les cellules de Franz sont placées sur leurs socles (figure 4.2.C) et sont incubées pendant 

72h à 32o C sous agitation magnétique (Thermo Fisher Scientific, Waltham, MA, USA). Lors des 

72h il y a 7 prises d’échantillons (0h, 2h, 4h, 6h, 24h, 48h et 72h). À chaque prise d’échantillon 

une cellule de Franz au complet est retirée définitivement de l’incubateur, il y a donc 7 cellules au 

total, incubées en même temps, une pour chaque prise d’échantillon. Cette expérience est répétée 

à l’identique trois fois afin d’avoir un triplicata pour chaque échantillon. Lors du retrait d’une 

cellule de Franz, trois prélèvements sont effectués : compartiment donneur, compartiment receveur 

et un dernier prélèvement sur la peau. Pour extraire tous les phages ou toutes les bactéries présentes 

sur, ou dans la plaie, le protocole d’extraction suivant est utilisé : (1) la peau est plongée dans 30 

ml de tampon TMN, (2) agitée 1 minute au vortex (Thermo Fisher Scientific, Waltham, MA, USA), 

(3) agitée 1 minutes à vitesse 3 à l’aide d’un sonicateur Sonicator3000 (Misonix, Farmingdale, NY, 
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USA), (4) agitée encore 1 minute au vortex et pour finir (5), un prélèvement est fait et est filtré à 

l’aide d’un filtre 0,22 m (sauf pour les échantillons contenant des bactéries). Milho et al. (2019) 

ont utilisé une méthode de sonication semblable. Les échantillons contenant des phages sont ensuite 

dilués en série et titrés sur ATCC-15442. Les échantillons contenant des bactéries sont titrés sur du 

Cetramide Agar (sélectif pour PSA). Les titres de phages et de PSA obtenus sont normalisés en 

fonction de la masse moyenne des peaux utilisées (en g). Les titres finaux sont exprimés en PFU/g 

pour les phages et en CFU/g pour les bactéries (Bowler et al., 2001). 

Lorsque la HNE est ajoutée sur la plaie afin d’évaluer son effet sur la dégradation sur la peau, le 

titre de phages libérés est déterminé selon la méthode cumulative (voir le chapitre 4.4 pour plus 

d’explications) et est aussi normalisé par la masse de microcapsules (en plus d’être normalisé par 

la masse de la peau). 

Pour les conditions avec un biofilm de PSA sur le modèle de plaie, la susceptibilité des souches 

présentes sur la peau aux phages de la formulation est vérifiée. Lorsque des bactéries sont détectées 

sur la peau, une colonie est isolée de la plaque de Cetramide agar utilisée pour mesurer le titre 

bactérien et inoculée sur une autre plaque de ce milieu sélectif. Cette 2ème plaque est incubée à 

37C. L’une des colonies formées est isolée de nouveau sur une autre plaque de Cetramide agar. 

Cette isolation est réalisée trois fois au total afin de purifier la colonie à analyser. Ensuite un tapis 

bactérien est formé sur une plaque de TSA à partir de la souche purifiée, et la formulation est 

appliquée sur ce tapis afin d’évaluer son efficacité sur cette souche. 

Tous les débris retrouvés dans le compartiment receveur sont analysés au microscope optique afin 

d’évaluer la perméabilité de la peau aux microcapsules de la formulation (entières ou fragmentées). 

Pour ce faire, la totalité du volume du compartiment receveur est prélevée et centrifugée à 2000 

RPM pendant 5 minutes. Ensuite, la majorité du surnageant est retiré, 10 L sont prélevés au fond 

du tube et déposés sur une lame qui est observée sous un microscope optique. L’identification et le 

décompte des différents débris trouvés sont réalisés visuellement. 
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Figure 4.3 Présentation du modèle de plaie d’UD sur la peau humaine (A) et des cellules de Franz 

utilisées pour les tests de perméabilité (B et C) 

 

4.6 Test de l’efficacité de la formulation F10 sur un biofilm de PSA formé sur 

un modèle d’UD porcin 

4.6.1 Modèle in vitro d’ulcère diabétique sur peau porcine 

Pour mesurer l’efficacité de la formulation F10 sur un biofilm de PSA, nous construisons un autre 

modèle d’UD mais cette fois sur peau de porc. Ce type de peau est choisi car les tests d’efficacité 

nécessitent une plus grande surface. Sachant que la peau humaine est très chère, la peau de porc lui 

est préférée. En plus de son faible coût, la peau de porc est histologiquement similaire à la peau 

humaine, elle possède une densité folliculaire semblable, est facile à obtenir, a largement été 

utilisée pour des test de perméabilité dans la peau et surtout, elle possède des propriétés de 

perméabilité semblables à celle d’une peau humaine (Abd et al., 2016). Pour notre modèle d’UD, 

de la peau de dos de porcs âgées de 3 à 4 ans obtenue d’un abattoir local est utilisée. Du prélèvement 

à l’utilisation, les peaux sont congelées pendant plusieurs jours. La charge bactérienne (SA, PSA 

et KP) présente à la surface des différents lots de peaux est évaluée avant chaque expérience. 

L’épaisseur moyenne des peaux est de 1 mm. Des morceaux de 5 x 5 cm sont coupés avec un 

scalpel chirurgical numéro 10. Les peaux de porc sont préparées avec une méthode similaire à celle 

utilisée par Milho et al. (2019) sur la peau humaine sauf que ces derniers font des incisions plus 

profondes. L’épiderme est retiré avec un poinçon de biopsie de 7 mm sur une profondeur d’environ 
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0,5 mm, de la même manière que sur la peau humaine. Sur chaque peau, 16 puits au total sont 

formés sur l’épiderme. Les peaux sont pesées. 

4.6.2 Préparation du biofilm 

Pour former les biofilms bactériens sur les peaux nous utilisons la souche PSA HER-1391 de la 

Librairie Félix d’Hérelle de l’Université Laval. La souche ATCC-15442 avait été utilisée pour les 

expériences de perméabilité, mais une étude menée par la suite par d’autres employés de Phagelux 

Canada a montré que l’apparition de résistance bactérienne aux phages était plus fréquente sur la 

souche ATCC-15442 comparée à la souche HER-1391. C’est donc cette dernière qui est 

sélectionnée pour cette véritable première expérience d’efficacité. Avant d’inoculer les peaux avec 

HER-1391 pour former le biofilm, les peaux sont disposées sur des plaques de TSA, comme l’ont 

fait Milho et al. (2019), afin de créer un environnement qui ne nuira pas à la croissance bactérienne. 

Un volume de 250 L de culture de PSA dont la concentration est 1,00x107CFU/mL, est déposé 

sur chaque peau, étalé sur toute sa surface puis séché 30 minutes. Comme pour l’expérience de 

perméabilité, la concentration de la culture est ajustée au titre de phage du lot de formulation F10 

utilisée afin d’obtenir une MOI de 1000. 

4.6.3 Conditions et échantillons 

Après les 30 minutes de séchage, un volume de 1,1 ml de formulation F10 est disposé sur chaque 

peau puis étalé. Les conditions expérimentales sont les suivantes : peau de porc seule, peau avec 

formulation F10, peau avec HER-1391 et peau avec formulation F10 et HER-1391. Toutes les 

conditions sont réalisées en triplicata et incubées à 37o C (pour favoriser la croissance bactérienne) 

durant une durée de 72h. Il y a 4 prises d’échantillons durant cette période : 0h, 24h, 48h et 72h. 

Comme dans l’expérience de perméabilité, lors de chaque prise d’échantillons 3 peaux de la même 

condition sont définitivement retirées de l’incubateur. Les peaux sont récupérées et plongées dans 

30 ml de TMN afin d’y extraire les bactéries et/ou les phages qui y sont accrochés, selon la même 

procédure qu’utilisée pour l’expérience de perméabilité (vortex-sonicateur-vortex). Cependant une 

étape de centrifugation est ajoutée à la fin de cette procédure, afin de récupérer la charge 

bactérienne, si applicable, de manière plus efficace. Les échantillons de bactéries sont titrés sur 

Cetramide Agar alors que les échantillons de phages le sont sur des tapis bactériens de la souche 
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PSA HER-1391. Les valeurs de titres de phages et de bactéries sont ajustées par la masse des peaux 

de porc (en g) et sont exprimées en PFU/g et CFU/g respectivement. 

 

4.7 Tests statistiques 

Toutes les conditions ont été répétées en triplicata (n=3). Les analyses statistiques sont réalisées à 

l’aide du logiciel Prism 9 (Graphpad Software, San Diego, CA, USA). La distribution des données 

est testée au préalable avec un test de Shapiro-Wilk. Les données sont comparées avec des analyses 

de variance à deux-facteurs (2-way ANOVA) suivi d’un test de Šidák ou de Tuckey pour corriger 

les valeurs de p des comparaisons multiples. Le test de Šidák est utilisé pour la comparaison des 

valeurs de deux groupes différents alors que le test de Tuckey permet de corriger la valeur de p 

pour la comparaison de valeurs du même groupe. Une différence est considérée comme 

significative pour p<0,05. 
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CHAPITRE 5 RÉSULTATS 

 

5.1 Identification des groupes fonctionnels chimiques du polymères PEAU 

La figure 5.1 présente le spectre FTIR du lot de polymère PEAU utilisé pour former les 

microcapsules de la formulation F10 elle-même utilisée pour les expériences présentées dans ce 

mémoire. D’autres lots du polymère PEAU et de monomères sont aussi analysés avec la même 

technique, les résultats des analyses ne sont pas présentés car ils sont très similaires à ceux de la 

figure 5.1. 

Plusieurs pics de transmittance correspondant aux vibrations des élongations ou déformations des 

liaisons des atomes des groupes fonctionnels d’intérêt de PEAU apparaissent dans le spectre 

montré ci-dessous. Pour associer les pics de transmittance aux liaisons chimiques correspondantes, 

nous prenons en compte une marge d’erreur de ± 2 cm-1 dans les valeurs des nombres d’ondes, 

comme avancé par Mwanga et al. (2019) sur le même appareil. Premièrement, les liaisons 

chimiques du groupement ester de PEAU peuvent être identifiées : la liaison C=O à 1739 cm-1 

(élongation) et la liaison C-O à 1191 cm-1 (élongation asymétrique) et 1155 cm-1 (élongation 

symétrique). Deuxièmement, le groupement amide peut formellement être identifié sur le spectre 

FTIR. En effet, les pics à 3290 cm-1 et 1548 cm-1 correspondent à la liaison N-H (élongation et 

déformation respectivement), le pic à 1641 cm-1 à sa liaison C=O (élongation), et le pic à 1244 cm-

1 à sa liaison C-N (élongation). 

Le spectre FTIR nous donne aussi des informations sur la chaine de carbones de PEAU. Les 

liaisons C-H du méthyl peuvent être détectées à 2954 cm-1 (élongation asymétrique), à 2870 cm-1 

(élongation symétrique) et 1365 cm-1 (déformation). Les liaisons C-H du méthylène peuvent quant 

à elles être identifiées à 2935 cm-1(élongation asymétrique) et 1470 cm-1 (déformation).  
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Figure 5.1 Spectre de spectroscopie infrarouge à transformée de Fourier du polymère PEAU 

composant les microcapsules de la formulation F10 

 

5.2 Biodégradation des microcapsules de PEAU et libération des phages 

qu’elles contiennent 

Le niveau de dégradation des microcapsules est évalué en fonction de la quantité de bactériophages 

qu’elles libèrent. Le titre de bactériophages libérés est ajusté en fonction de la masse de 

microcapsules de l’échantillon (en mg). Nous obtenons ainsi un titre de bactériophage exprimé en 

PFU/mg. Lors d’une première expérience (non représentée), la formulation est mise en contact 

avec 4 enzymes: MMP-2, MMP-8, MMP-9 et HNE, pendant 72h et à 37o C. Quatre groupes sont 

comparés : phages libres de la formulation avec enzymes, phages libres sans enzymes (contrôle 

négatif), microcapsules lavées de la formulation avec enzymes et microcapsules sans enzymes 
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(contrôle négatif). L’évolution du titre de phages dans le milieu est déterminée selon la méthode 

cumulative. Le titre de phages libres (sans enzymes) diminue de manière significative après 72h 

d’incubation à 37o C (de 8,47x108 PFU/mg à 1,13x108 PFU/mg ; p<0,01). Le titre des phages libres 

diminue d’avantage lorsqu’ils sont contact des quatre enzymes (de 7,46x108 PFU/mg à 4,98x106 

PFU/mg, p<0,01). Le titre de bactériophages libérés des microcapsules reste stable lorsqu’ils ne 

sont pas en contact avec des enzymes, mais diminue significativement lorsque les enzymes sont 

présentes dans le milieu et passe de 7,02x105 PFU/mg au temps 0h, à 4,66x103 PFU/mg après 72h 

(p<0,01). 

Une expérience contrôle a été réalisée pour évaluer l’effet des différents paramètres expérimentaux 

sur les phages libres de la formulation F10. L’incubation de 72h à 32C n’a pas entrainé de 

diminution significative du titre de phages (p=0,19). De plus la présence de HNE seule n’a pas non 

plus induit de diminution significative du titre de phage après 72h d’incubation à 32C (p=0,14). 

C’est donc la HNE qui est utilisée pour la deuxième expérience de dégradation des microcapsules 

de la formulation et les échantillons sont incubés à 32C.  

La figure 5.2 présente les résultats de cette 2ème expérience, dont l’objectif est de mesurer la 

libération des phages encapsulés suite à la dégradation des microcapsules de PEAU. Les résultats 

pour les trois groupes de phages de la formulation sont présentés : les phages anti-PSA (5.2.A), les 

phages anti-KP (5.2.B) et les phages anti-SA (5.2.C). Deux groupes sont comparés : microcapsules 

+ HNE et microcapsules seules (contrôle négatif) afin d’isoler l’effet de la HNE et de l’érosion. 

Les barres d’histogramme de la figure 5.2 correspondent à la valeur de libération réelle entre 2 

prises d’échantillon calculée selon la méthode soustractive détaillée dans la méthodologie. Les 

deux courbes présentes sur chaque panneau de la figure cumulent les valeurs de libération obtenue 

à chaque échantillon et nous donnent une idée du titre total de phages encapsulés libérés au cours 

de 72h.  

Pour les figures présentées dans ce mémoire, différents signes sont utilisés pour indiquer les 

différences statistiques. « * » indique une différence significative entre 2 conditions différentes au 

même temps (p<0,05), « † » indique une différence significative entre 2 échantillons de la même 

condition à des temps différents et « ‡ » indique une différence significative entre 2 échantillons 

de la condition contrôle à des temps différents. Les barres d’erreurs présentes sur les histogrammes 

indiquent la déviation standard de chaque valeur. 
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Figure 5.2 Libération des phages anti-PSA (A), anti-KP (B) et anti-SA (C) encapsulés de la 

formulation suite à la dégradation des microcapsules de PEAU 

 

Globalement il n’y a que peu de différences entre les deux groupes « Microcapsules + HNE » et 

« Microcapsules » (Figure 5.2). Cependant, à 24h la libération des phages anti-PSA semble plus 

importante dans le groupe contrôle (p<0,01), il en va de même pour la valeur cumulée après 72h 

d’incubation (p<0,01) (figure 5.2.A). À 4h la quantité de phages anti-KP est plus importante en 

présence de HNE (p=0,01) (figure 5.2.B). La libération de phages encapsulés est significative à 

partir de 4h d’incubation pour les phages anti-PSA et anti-KP des deux groupes. Elle est 

significative à partir de 24h pour les phages anti-SA (sans HNE seulement). Le titre de phages 

libérés baisse significativement entre 4h et 24h pour les phages anti-PSA avec HNE (5.2.A) alors 

qu’il baisse entre 24h et 48h sans HNE. Le taux de libération des phages anti-KP baisse quant à lui 

entre 24h et 48h (avec ou sans HNE) (5.2.B). La libération des phages anti-SA diminue de manière 

significative à partir de 24h sans HNE seulement (5.2.C). 

La troisième observation que nous pouvons faire est qu’entre 48h et 72h d’incubation a 32C, entre 

104-105 PFU/mg de phages anti-PSA, anti-KP ou anti-SA sont encore libérés par les microcapsules. 
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En combinant les trois groupes de phages, on obtient une libération de 2,82x105 PFU/mg entre 48h 

et 72h. 

La libération des bactériophages encapsulés suite à la dégradation des microcapsules est aussi 

testée sur le modèle d’UD sur peau humaine. La figure 5.3.A présente l’évolution de la libération 

des phages encapsulés au cours du temps sur la peau humaine avec ou sans HNE. L’étude de la 

dégradation des microcapsules sur la peau a été faite dans le cadre des expériences de perméabilité. 

À noter que les valeurs de libération des phages sont présentées selon une méthode cumulative. 

Comme nous le montre la figure 5.3.A, l’évolution du titre des phages sur la peau humaine est très 

similaire entre les deux groupes (avec ou sans HNE), malgré une seule différence significative à 

0h (p<0,01). La seule augmentation significative du titre de phages a été détectée dans le groupe 

sans HNE entre 0h et 2h (p<0,01). À part cette augmentation, la quantité de phages semble décliner 

légèrement durant 72h. Le titre diminue dès le début de l’incubation pour le groupe avec HNE 

(passant de 2,64x106 PFU/mg à 1,06x106 PFU/mg ; p<0,01) et à partir de 2h d’incubation en 

absence de HNE (passant de 2,88x106 PFU/mg à 1,03x106 PFU/mg ; p<0,01). 

 

5.3 Mesure du passage des phages libres et encapsulés à travers la peau 

humaine 

Les tests de la stérilité effectués sur les différents lots de peau humaine ont montré la présence 

d’une faible quantité de SA sur sa surface : 51 CFU détectés sur un morceau de peau de 4,7 cm2. 

Aucune charge bactérienne de PSA, ni de KP n’a été détectée. 

Le titre de phage le plus bas que nous pouvons détecter dans les expériences de perméabilité est de 

10 PFU/ml, ce qui équivaut à 107 PFU/g, sachant que la masse moyenne des peaux utilisées, ajustée 

à la surface de contact dans la cellule de Franz, est de 93,5 mg. 

Le passage de la formulation à travers la peau humaine est d’abord testé sur une peau saine avec 

son épiderme intact. Aucun phage n’est détecté au-dessus de la limite de détection dans le 

compartiment receveur de la cellule de Franz lorsqu’une peau saine sépare les deux compartiments 

(non-représenté).  

Toutes les expériences de perméabilité suivantes sont réalisées avec des peaux humaines sans 

épiderme pour créer un modèle de plaie d’UD. La figure 5.3 présente les résultats de l’expérience 
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de perméabilité lorsque de la HNE a été ajoutée sur le modèle de plaie. Pour cette expérience avec 

HNE, les valeurs des titres de phages obtenues sont normalisées par la masse moyenne des 

microcapsules en plus d’être ajustées en fonction de la masse moyenne de la peau. Le panneau 

5.3.A correspond à l’évolution du titre de phages sur la peau et le panneau 5.3.B représente 

l’évolution du titre de phages dans le compartiment receveur en fonction du temps. Le titre initial 

moyen de la formulation déposée dans le compartiment donneur est 7,40x106 PFU/g, car cette 

formulation a préalablement été lavée. 

La figure 5.4 présente les résultats de l’expérience de perméabilité lorsqu’un biofilm de PSA est 

disposé sur la plaie. L’évolution du titre de phages dans le compartiment receveur est représentée 

dans le panneau 5.4.A. Le groupe « Phages (avec PSA) » correspond aux phages qui passent à 

travers la peau lorsqu’un biofilm de PSA est présent sur elle, alors que le groupe « Contrôle 

Phages » est un contrôle négatif se référant aux phages passant à travers la peau sans biofilm. Le 

panneau 5.4.B correspond aux titres des PSA dans le compartiment receveur. Ici aussi deux groupes 

sont présentés : le groupe « PSA (avec Phages) » qui se rapporte aux bactéries passées à travers la 

peau lorsque des phages sont appliqués dans le compartiment donneur et le groupe « Contrôle 

PSA » qui est un contrôle positif où seul un biofilm est formé sur la plaie sans application de 

phages. Le titre initiale moyen de la formulation déposée dans le compartiment donneur est de 

3,50x108 PFU (soit 3,74x109 PFU/g). Le titre initial de bactéries déposé sur la peau est 3,50 x105 

CFU, mais seulement 1,71x105 CFU/g sont mesurés. 

 



53 

 

Figure 5.3 Titre de phages sur la peau (A) et dans le compartiment receveur (B) en fonction du 

temps et de la présence de HNE 

 

Avec le modèle avec HNE, aucun phage n’est détecté dans le compartiment récepteur lors des 6 

premières heures d’incubation (avec une limite de détection de 107 PFU/g) (figure 5.3.B). Les 

phages du groupe contrôle sont détectés dans le compartiment donneur à partir de 48h : une 

moyenne de 6,89x105 PFU/g de phages passe à travers la peau de 24 à 48h (p=0,03), pour un titre 

initial de 7,40x106 PFU/g dans le compartiment donneur. En présence de HNE des phages sont 

détectés dans le compartiment receveur à partir de 24h mais de manière irrégulière (1 ou 2 



54 

triplicatas sur 3) et non-significative. La quantité de phages ayant traversé la peau semble inférieure 

en présence de HNE comparée au contrôle négatif, cette différence est significative à 48h (p=0,01). 

 

 

Figure 5.4 Titre de phages (A) et de PSA (B) dans le compartiment receveur en fonction du 

temps 

 

Sur le modèle de plaie infectée, des phages sont détectés dans le compartiment receveur des 3 

triplicatas des deux conditions à 24h (figure 5.4.A). Le passage des phages à travers la peau est 

significatif à partir de 48h en présence de PSA (p<0,01) : 1,41x108 PFU/g dans le compartiment 

receveur pour un titre initial de 3,74x109 PFU/g dans le compartiment donneur. Sans biofilm de 

PSA, le passage des phages à travers la peau est significatif uniquement après 72h 
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d’incubation (2,05x108 PFU/g ; p=0,01). La quantité de phages étant passés à travers la peau 

semble similaire entre les deux groupes, la seule différence significative intervient à 72h (p=0,01). 

Les PSA formant le biofilm ne sont pas détectées dans le compartiment donneur en présence de 

phage (figure 5.4.B). Lorsque les bactéries sont seules sur la peau, certaines d’entre-elles 

parviennent à passer au travers, de manière irrégulière et non-significative cependant. La différence 

entre les deux groupes (avec ou sans phages) est significative à 72h (p=0,02). 

En complément, une observation au microscope optique du contenu du compartiment receveur est 

réalisée afin de détecter la présence d’éventuelles microcapsules ou débris de microcapsules ayant 

traversé la peau. Aucune portion de microcapsule n’est détectée dans les compartiments receveurs 

des cellules de Franz utilisées pour les différentes expériences de perméabilité réalisées. Les seuls 

éléments solides observés sont des cellules de peau qui se détachent occasionnellement de la peau 

séparant les deux compartiments. 

 

5.4 Évaluation de l’efficacité de la formulation à détruire un biofilm de PSA 

Pour l’évaluation de l’efficacité de la formulation, l’évolution conjointe du titre de phages et de 

bactéries sur la peau humaine et porcine est mesurée tout au long de la période d’incubation. À 

chaque prise d’échantillon, les phages et les bactéries sur la peau sont extraits avec une procédure 

de vortex/sonicateur/vortex, décrite plus tôt dans la méthodologie. Un contrôle est effectué afin 

d’évaluer l’effet de cette procédure sur les phages et les bactéries. Aucun effet néfaste significatif 

n’est détecté sur les phages libres de la formulation (p=0,3), sur les phages encapsulés (p=0,99) et 

sur les PSA (p=0,95). 

L’efficacité de la formulation est évaluée dans un premier temps lors de l’expérience de 

perméabilité utilisant le modèle d’UD infecté par PSA sur la peau humaine, présentée plus tôt. Un 

biofilm de PSA est alors présent sur la peau entre les deux chambres de la cellule de Franz et 

l’évolution du titre bactérien nous permet d’obtenir des premiers résultats quant à l’efficacité de la 

formulation. La figure 5.5 présente l’évolution des titres de phages anti-PSA de la formulation et 

des PSA sur la surface de la peau humaine. Dans cette expérience l’efficacité de la formulation a 

été évaluée sur la souche ATCC-15442 de PSA. Le contrôle négatif pour les phages et le contrôle 

positif pour les bactéries sont aussi représentés. 
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Figure 5.5 Évolution conjointe du titre de phages anti-PSA et de PSA (ATCC-15442) sur le 

modèle d’UD sur peau humaine 

 

Au temps 0h, 3,74x109 PFU/g de phages anti-PSA de la formulation F10 sont déposés dans le 

compartiment donneur et 3,16x107 PFU/g de ces phages se retrouvent directement au contact des 

bactéries sur la plaie après la décantation des microcapsules. 1,71x105 CFU/g de PSA sont 

mesurées sur la plaie (contrairement aux 3,74x109 CFU/g appliquées initialement) Ainsi, en 

comparant les titres de bactéries et de phages moyens sur la plaie on obtient une MOI moyen de 

185. Une MOI de 1000 était attendue. La quantité moyenne de bactériophages augmente de 

manière significative sur la peau durant les 6 premières heures d’incubation, pour passer de 

3,16x107 PFU/g à 5,03x108 PFU/g (p<0,01). À 6h, le titre de phages sur la peau est 

significativement plus élevé en présence de PSA comparé au groupe contrôle sans PSA : 5,03x108 

PFU/g vs 1,51x108 PFU/g (p<0,01). Entre 6h et 24h le titre de phages diminue significativement 

jusqu’à 1,52x108 PFU/g (p<0,01). Le titre de bactérie augmente tout au long des 72h en présence 

de phages. La quantité de bactéries sur la peau humaine augmente cependant moins vite en présence 

de phages comparée au contrôle positif. À 24h et 48h, le titre bactérien est significativement 
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inférieur en présence de phages : 1,42x107 CFU/g vs 2,72x109 CFU/g à 24h (p<0,01) et 2,28x108 

CFU/g vs 2,03x109 CFU/g à 48h (p<0,01). 

Entre 0h et 6h, 10 peaux sur 12 (83%) présentent des biofilms de PSA à leur surface après 

l’incubation avec les phages. 5 d’entre-elles possèdent des PSA totalement sensibles aux phages 

alors que les PSA présentes sur les 5 autres peaux sont partiellement résistantes. La résistance 

partielle des PSA commence à apparaitre après 2h d’incubation. Entre 24h et 48h, les PSA sont 

détectées sur les 9 peaux (100%) : 1 présente des PSA sensibles, 1 présente des PSA partiellement 

résistantes alors que les biofilms des 7 autres peaux sont composées de PSA totalement résistantes. 

Les première PSA totalement résistantes sont apparues après 24h d’incubation, à 72h toutes les 

bactéries composant les biofilms sont résistantes. Les résultats de l’évaluation de la résistance 

bactérienne aux phages sont disponibles dans l’annexe A. 

La deuxième expérience d’efficacité est réalisée sur un modèle d’UD sur peau porcine. Cette fois 

l’efficacité de la formulation est étudiée sur la souche PSA HER-1391. Le test de stérilité sur la 

peau de porc montre que cette dernière est uniquement colonisée par des souches de SA. La figure 

5.6 présente les résultats de cette étude d’efficacité, l’évolution des titres de phages et de bactéries 

sur la peau de porc sont représentés, de mêmes que leurs contrôles respectifs. Les titres de phages 

et de bactéries sont normalisés en fonction de la masse moyenne des peaux, qui est de 3,59 g. 
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Figure 5.6 Évolution conjointe du titre de phages anti-PSA et de PSA (HER-1391) sur le modèle 

d’UD sur peau porcine 

 

Au temps 0h les titres moyens de phages et de PSA sont respectivement 9,48x106 PFU/g et 

2,50x103 CFU/g. Ce ratio correspond à une MOI moyenne de 3792. Contrairement aux 

observations faites sur la peau humaine, la quantité de phages anti-PSA n’augmente pas durant les 

premières heures de contact avec les bactéries. Le titre de phage semble augmenter entre 24h et 

48h mais de manière non-significative. La quantité de bactéries à la surface de la peau de porc est 

moins importante lorsque les PSA sont mises au contact de la formulation en comparaison avec le 

groupe contrôle. Cette différence est significative à 48h (3,15x105 CFU/g vs 2,15x107 CFU/g, 

p<0,01). À 72h, aucune bactérie n’est détectée sur les peaux de porcs traitées avec la formulation 

F10, alors que les peaux non-traitées présentent en moyenne 6,54x107 CFU/g de PSA à leur surface. 

Cette différence entre les peaux traitées et non-traitées est significative (p<0,01). 
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CHAPITRE 6 DISCUSSION GÉNÉRALE 

 

6.1 Identification des groupes fonctionnels du polymère PEAU par FTIR 

L’analyse des spectres FTIR (figure 5.1) nous a permis d’identifier clairement les deux groupes 

fonctionnels du polymère PEAU impliqués dans sa biodégradation : le groupe ester et le groupe 

amide. Plusieurs composantes de chaque groupe fonctionnel ont été identifiées. De plus, la chaine 

carbonée étai aussi identifiée, notamment grâce aux pics de transmittance correspondant aux 

élongations symétriques et asymétriques ainsi qu’aux déformations des groupes méthyl et 

méthylène. Le seul pic attendu qui n’est pas détecté sur les spectres FTIR est celui de l’élongation 

symétrique de la liaison C-H du méthylène, normalement situé autour de 2850 cm-1. Cependant la 

présence du pic correspondant à l’élongation asymétrique de la liaison C-H du méthylène (2935 

cm-1) ainsi que celui correspondant à sa déformation (1470 cm-1) suffisent à confirmer sa présence. 

Katsarava et al. (1999) ont analysé un polymère poly(ester amide) à l’aide de la spectroscopie 

FTIR. Ces auteurs ont aussi trouvé les deux pics de déformation des liaisons C=O du groupe ester 

et amide (1739 cm-1 et 1641 cm-1 respectivement dans notre spectre), ainsi que le pics d’élongation 

de la liaison N-H de l’amide (3290 cm-1) qui sont des pics caractéristiques des FTIR de poly(ester 

amide). 

Les groupes amide et ester identifiés avec l’analyse FTIR, peuvent être ciblés par les protéinases. 

Katsarava et al. (1999) ont utilisé l’-chymotrypsine, une protéinase, afin de dégrader leur 

polymère poly(ester amide), et ont montré une dégradation efficace. La HNE et les 3 

metalloprotéinases utilisées dans la présente étude sont aussi des protéinases : MMP-2, MMP-8 et 

MMP-9 sont des amidases alors que HNE est aussi une esterase en plus d’être une amidase (Berg 

JM, 2002; Hung & Hedstrom, 1998; Kafienah et al., 1998; Massova et al., 1998; Yager et al., 1996). 

Nos analyses FTIR confirment donc la présence des groupes fonctionnels ester et amide sur le 

polymère PEAU. Ces groupes peuvent être ciblés par les enzymes MMP-2, MMP-8, MMP-9 et 

HNE pour induire la dégradation des microcapsules de PEAU. 
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6.2 Dégradation des microcapsules de polymère PEAU 

Nous envisageons que la cinétique de dégradation des microcapsules de PEAU, en solution ou sur 

notre modèle d’UD, est accélérée par l’action de différentes protéases. Nous envisageons aussi que 

les microcapsules se dégradent graduellement et permettent une libération prolongée et soutenue 

pendant trois jours des phages qu’elles contiennent. 

Les résultats de la première expérience de dégradation des microcapsules ne correspondent pas aux 

résultats attendus. Lorsque les 4 enzymes (MMP-2, MMP-8, MMP-9 et HNE) étaient en contact 

avec les phages libres de la formulation, le titre de ces derniers a diminué de manière importante 

et significative. Un contrôle réalisé par la suite a montré que seule la HNE n’a pas d’effet néfaste 

sur les phages libres. Les métalloprotéinases semblent nuire aux phages de la formulation et réduire 

la quantité de phages actifs. Nous envisageons que des interactions se produisent entre les enzymes 

et les phages libres, c’est d’ailleurs en partie pour protéger les phages des enzymes qu’une stratégie 

d’encapsulation est pertinente (Malik et al., 2017). Cependant, l’inactivation des phages par les 

enzymes mesurées durant cette première expérience, n’était pas attendue avec une telle intensité. 

La méthode de titration traditionnelle, utilisée pour nos expériences, permet uniquement de détecter 

les phages actifs et infectieux car elle implique l’infection des bactéries par les phages. Si un phage 

est inactif, il ne peut pas infecter les bactéries du tapis bactérien et ne peut donc pas être détecté 

avec la méthode de titration.  Sachant que les enzymes inactivent une portion des phages libres, il 

nous est impossible de détecter de potentiels phages libérés suite à la dégradation des 

microcapsules. Notre méthode de titration ne nous permet donc pas de mettre en évidence la 

dégradation des microcapsules dans ces conditions expérimentales. De plus, les effets de la 

température sur les phages sont bien documentés (Jończyk et al., 2011). Les résultats de la première 

expérience de dégradation des microcapsules nous montrent qu’une température de 37C ne 

favorise pas la stabilité des phages de la formulation F10. En effet, le titre de phages libres (sans 

enzymes) diminue après 72h à 37C. Les effets combinés des metalloprotéinases et de la 

température de 37C ont grandement nui à la stabilité des phages libres et nous ont empêché 

d’isoler la potentielle libération des phages encapsulés suite à la dégradation des microcapsules. 

Pour la deuxième expérience de dégradation, les microcapsules de PEAU sont uniquement mises 

en contact avec la HNE et incubées pendant 72h à 32C afin de limiter les effets de la température 

et des métalloprotéinases observés dans l’expérience précédente. Suite à la première expérience, 
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des contrôles sont réalisés et montrent que les phages restent stables pendant 72h à 32C en 

présence de HNE. La première conclusion que nous pouvons tirer des résultats de cette expérience 

(figure 5.2) est que la présence de HNE ne favorise pas la dégradation des microcapsules selon nos 

conditions expérimentales, contrairement à ce qui était envisagé. La présence d’HNE ne semble 

pas non plus nuire à la libération des phages encapsulés sachant qu’il n’y a que peu de différences 

significatives entre les deux groupes. Seulement deux différences significatives sont trouvés : à 4h 

pour les souches KP (figure 5.3.B) et à 24h pour les souches PSA (figure 5.3.A). Ces différences 

ne se reproduisent pas aux mêmes moments sur les autres souches, on peut donc considérer que 

globalement la cinétique de dégradation des microcapsules est similaire avec ou sans HNE. Même 

si nous avons peu d’études publiées sur lesquelles nous appuyer, nous nous attendions à ce que la 

HNE induise une dégradation plus importante des microcapsules de PEAU, de manière similaire 

aux observations faites par Katsarava et al. (1999) sur l’effet de la -chymotrypsine sur un 

polymère poly(ester amide) ou par Bean et al. (2014) qui ont étudié l’effet de la hyaluronidase sur 

un polymère biodégradable à base d’acide hyaluronique. Plusieurs raisons peuvent expliquer nos 

résultats comme la faible activité de la HNE dans nos conditions expérimentales ou bien 

l’adsorption des enzymes à la surface des microcapsules comme l’ont suggéré Tsitlanadze et al. 

(2004) en étudiant la dégradation enzymatique de leur poly(ester amide). L’adsorption des enzymes 

à la surface du polymère réduirait ainsi leur disponibilité et donc leur effet sur les microcapsules. 

Cependant, nos résultats ne nous permettent pas de conclure quant aux mécanismes expliquant 

l’effet limité de la HNE sur les microcapsules. 

La deuxième conclusion que nous pouvons faire est que la dégradation des microcapsules de PEAU 

semble majoritairement provoquée par leur érosion dans le tampon à une température de 32C. 

Lorsque les microcapsules sont en suspension dans le tampon TMN sans HNE et incubées à 32C 

pendant 72h sous agitation mécanique, elles libèrent continuellement les phages qu’elles 

contiennent, suite à leur dégradation. Sachant que le pH du tampon TMN est de 7,4, nous pouvons 

considérer que l’effet du pH sur les microcapsules est négligeable. De plus, de précédentes études 

réalisées dans la compagnie ont montré que la formulation était stable dans le tampon TMN ph 7.4 

à 4C. Les 2 facteurs pouvant alors être impliqués dans la dégradation des microcapsules sont le 

mécanisme d’érosion dans leur solvant aqueux et la température de 32C. Nos expériences ne nous 

permettent pas de différencier l’importance de ces deux facteurs, mais nous confirment que leur 

combinaison est favorable à la dégradation des microcapsules. Puapermpoonsiri et al. (2009) ont 
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montré une dégradation comparable de microcapsules de poly(DL-lacticco-glycolic acid) induite 

par l’érosion mécanique d’un tampon à température pièce.  

Nos résultats nous montrent que les trois classes de phages (anti-PSA, anti-KP et anti-SA) ont tous 

montré une capacité satisfaisante à sortir des microcapsules pendant les 72h d’incubation. Nos 

résultats suggèrent aussi que la dégradation des microcapsules est plus prononcée lors des 24 

premières heures d’incubation. Cependant le taux de libération des phages reste soutenu durant les 

3 jours complets d’incubation, bien que légèrement moins prononcé après 24h. Entre 48h et 72h 

une quantité importante de phages (2,82x105 PFU/mg) est encore libérée des microcapsules suite à 

leur dégradation. La troisième conclusion que nous pouvons donc faire suite à cette expérience est 

que les microcapsules de PEAU se dégradent de manière efficace pendant 72h et que leur cinétique 

de dégradation permet une libération de phages importante pendant les trois jours d’incubation. 

Ces résultats confirment ainsi que les microcapsules de PEAU ont le potentiel de former une 

réserve de phages sur la peau et permettre une libération prolongée de phages sur le site d’une 

infection. Les polymères biodégradables présentent l’avantage d’être très malléables, on peut ainsi 

ajuster leurs paramètres, comme la densité par exemple, afin de contrôler leur vitesse de 

dégradation. Par exemple, les microcapsules utilisées par Puapermpoonsiri et al. (2009) se 

dégradent plus rapidement que les nôtres (en 6h environ mais surtout pendant les 30 premières 

minutes). Cette durée de dégradation est satisfaisante pour transporter les phages dans les poumons, 

comme le suggèrent les auteurs. Dans notre cas les microcapsules de PEAU peuvent se dégrader 

pendant au moins 3 jours, ce qui est adapté à l’utilisation que nous voulons en faire, soit traiter les 

IUD. Ces premiers résultats in vitro sont encourageants et suggèrent que l’érosion associé à une 

température de 32C sont favorables à la dégradation des microcapsules à une vitesse leur 

permettant de libérer graduellement leur contenu pendant plusieurs jours. 

La troisième expérience de dégradation des microcapsules a été effectuée sur un modèle d’UD sur 

la peau humaine, dans le cadre de l’évaluation de la perméabilité de la peau à la formulation. 

L’objectif secondaire de cette expérience était de déterminer si le mécanisme d’érosion des 

microcapsules à 32C, observé dans la précédente expérience, est aussi présent sur notre modèle 

in vitro d’UD. De plus, nous avons cherché à savoir si la HNE avait un effet sur les microcapsules 

sur la peau malgré le fait que cet effet n’a pas été mis en évidence dans l’expérience précédente. À 

titre d’exemple, Markoishvili et al. (2002) ont observé une dégradation graduelle de leur pansement 

PhagoBioDerm de poly(ester amide) après moins d’une semaine de contact avec des plaies 
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cliniques d’UD. Nous envisagions une dégradation similaire de nos microcapsules. Le fait que les 

mesures doivent être faites sur la peau est une contrainte car nous ne pouvons pas utiliser une 

méthode soustractive et remplacer le milieu présent sur la peau tout en laissant les microcapsules. 

Ainsi, nous ne pouvons pas déterminer le titre exact de phages libérés entre chaque prise 

d’échantillon, mais un titre global et cumulatif durant les 72h d’incubation, ce qui n’est pas idéal 

pour détecter les faibles quantités de phages libérés. Cela étant dit, la seule augmentation du titre 

de phages sur la peau est détectée entre 0h et 2h, en absence d’HNE. Nous ne pouvons pas expliquer 

cette augmentation du titre de phages par la dégradation des microcapsules car cette observation 

ne s’est pas répétée en présence de HNE et aucune libération de phages n’est mise en évidence 

après 2h, alors que notre expérience précédente suggère la capacité des microcapsules à se dégrader 

pendant au moins 3 jours. Ainsi, le mécanisme d’érosion des microcapsules à 32C, observé dans 

des tubes en verre dans l’expérience précédente, n’est pas détecté sur notre modèle de plaie d’UD. 

Notre incapacité à détecter les petites augmentations du titre de phages et l’absence d’actions 

mécaniques de la peau sur les microcapsules peuvent expliquer ces résultats. La conclusion que 

nous pouvons tout de même tirer de cette expérience est qu’en présence de microcapsules, les 

phages persistent à un niveau satisfaisant sur la peau humaine durant les 72h d’incubation. 

 

6.3 Diffusion transdermique des phages de la formulation F10 dans la peau 

humaine 

Concernant la diffusion transdermique des phages dans la peau humaine, nous envisagions qu’une 

très faible quantité de phages peut traverser la peau saine mais que la diffusion transdermique des 

phages augmente considérablement lorsque la peau n’a plus d’épiderme, tel que c’est le cas sur une 

plaie d’UD. 

La première expérience de perméabilité a été réalisée sur une peau humaine saine, avec un 

épiderme intact, et dont l’objectif était de mesurer sa perméabilité aux phages de la formulation. 

Comme le rappellent Ryan et al. (2012), les bactériophages ne sont pas des particules assez 

lipophiles pour pénétrer de manière efficace la peau humaine. Les auteurs concluent aussi que le 

Stratum Corneum est la couche de l’épiderme qui confère à la peau sa quasi-imperméabilité aux 

phages. Relativement peu d’études mesurent clairement la diffusion transdermique des phages dans 
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la peau et encore moins chez l’humain spécifiquement.  Keller (1958) et Bennett & Foster (1966) 

ont montré que certains phages pouvaient passer à travers la peau de souris mais de manière 

irrégulière (pas chez tous les sujets) et selon une faible quantité. Nous nous attendons donc à 

détecter quelques phages ayant traversé la peau de manière sporadique. Suite à 72h d’incubation à 

32C, aucun phage n’a été détecté dans le compartiment receveur de la cellule de Franz. Pour 

rappel, la limite de détection des phages dans toutes nos expériences de perméabilité est 107 PFU/g. 

Selon nos résultats, la peau humaine ne semble donc que très peu, voir non perméable aux phages 

de la formulation lorsqu’elle possède un épiderme sain. En effet, même en admettant que 107 

PFU/g de phages puissent passer à travers la peau, il s’agit d’une quantité relativement faible 

comparée aux résultats obtenus par Keller (1958) et Bennett & Foster (1966). 

Ryan et al. (2012) ont montré que sur la peau porcine, l’utilisation de micro-aiguilles pour 

transpercer le Stratum Corneum de l’épiderme, permettait aux phages de pénétrer et traverser les 

autres couches de la peau. Ainsi, en enlevant l’épiderme de la peau humaine afin de créer un modèle 

de plaie d’UD, nous envisagions que la quantité de phages traversant la peau augmente de manière 

considérable. La première observation que nous pouvons faire est qu’aucun phage n’est détecté au-

dessus de la limite de détection dans le compartiment receveur durant les 6 premières heures 

d’incubation. Les premiers phages à traverser la peau sont détectés à partir de 24h d’incubation à 

32C (figure 5.4.A). Ce passage devient significatif à 48h (figure 5.3.B) et à 72h aussi (figure 

5.4.A). Ces résultats suggèrent que les phages de la formulation F10 ont la capacité de traverser 

complètement le derme de la peau humaine en moins de 24h lorsqu’elle n’a pas d’épiderme, mais 

ce passage est d’avantage significatif entre 24h et 72h. Le passage est détecté à partir de 24h avec 

le contrôle négatif (sans PSA) de l’expérience présentée par la figure 5.4 (modèle d’UD avec PSA) 

alors qu’il est détecté à partir de 48h avec le contrôle négatif (sans HNE) de l’expérience de la 

figure 5.3 (modèle d’UD avec HNE). Cette différence pourrait s’expliquer par le fait que le titre 

de la formulation déposé dans le compartiment donneur est inférieur dans l’expérience sur modèle 

avec HNE (7,40x106 PFU/g suite à son lavage) comparé à celui de l’expérience sur modèle avec 

PSA (3,74x109 PFU/g, la formulation n’a pas été lavée). Ce dernier titre de phages correspond à 

celui qui va être utilisé dans le produit final. Ces résultats suggèrent que le passage des phages à 

travers le derme est détectable plus rapidement et à un taux plus élevé lorsque le titre de la 

formulation déposé dans le compartiment donneur est plus élevé.  
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Pour un titre initial de 3,74x109 PFU/g déposé dans le compartiment donneur, entre 1,80x108 

PFU/g et 4,80x108 PFU/g de ces phages passent à travers le derme de la peau de 24h à 72h, ce qui 

correspond à un taux situé entre 4,8% et 12,8%. Le titre de phages mesuré directement sur la peau 

durant cette même période (entre 1,34x108 et 1,58x108 PFU/g) est similaire au titre de phages ayant 

traversé la peau. Ainsi, il semblerait que les phages directement au contact du derme peuvent le 

traverser au niveau de notre modèle d’UD. La différence entre la quantité de phages étant passé à 

travers la peau par rapport à la quantité déposée dans le compartiment donneur (entre 4,8% et 

12,8%) peut s’expliquer par le fait que la majorité des phages du compartiment donneur sont restés 

en suspension dans le milieu (selon des mouvements browniens) et ne sont pas rentrés en contact 

direct avec la peau. 

Nous pouvons trouver des similarités mais aussi des différences entre nos résultats et ceux obtenus 

par Ryan et al. (2012). Les auteurs ont aussi détécté un passage significatif des phages à travers la 

peau lorsque ceux-ci sont directement mis en contact avec le derme, après que les micro-aiguilles 

aient transpercé l’épiderme. Cependant les premiers phages ayant traversé la peau ont été détectés 

plus rapidement par les auteurs, après 1h d’incubation seulement. Cette différence peut s’expliquer 

par le fait que lors de l’injection des phages dans le derme par les micro-aiguilles, une pression est 

maintenue dans la seringue afin d’expulser les phages qu’elle contient. Cette pression pourrait 

favoriser et accélérer la diffusion des phages dans le derme. De plus, l’injection se fait sur une 

surface plus importante (1,77 cm2 contre 0,38 cm2 sur notre modèle). L’autre différence majeure 

est que la proportion de phages ayant traversé la peau trouvée par les auteurs est inférieure à celle 

observée dans nos expériences : 4x103 PFU/mL détecté pour un maximum possible de 4,5x107 

PFU/mL. Il s’agit d’un ratio de 0,009% alors que nous trouvons un ratio entre 4,8% et 12,8% avec 

nos résultats. Les différences entre les méthodes d’administration peuvent expliquer les différences 

entre les observations : une quantité importante de phages est maintenue à la surface de la peau 

grâce au compartiment donneur et la plaie reste ouverte durant toute l’expérience, alors que selon 

les conditions expérimentales des auteurs, une portion de la formulation injectée ressort des puits 

formés par les aiguilles et ces derniers se referment rapidement. Globalement nos résultats 

suggèrent la même conclusion que les auteurs : la diffusion transdermique efficace des phages est 

rendue possible par l’absence d’épiderme. Pour rappel, l’étude de Ryan et al. (2012) a été effectuée 

sur une peau porcine, similaire dans sa morphologie à la peau humaine (Abd et al., 2016). Nous 
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n’avons pas trouvé d’étude mesurant la perméabilité de la peau humaine aux phages avec laquelle 

comparer nos résultats.  

La diffusion transdermique des phages de la formulation est mesurée en présence de HNE ou d’un 

biofilm de PSA afin d’évaluer l’effet de ces conditions sur la perméabilité de la peau.  

La présence d’un biofilm de PSA ne semble pas influencer de manière importante la faculté des 

phages à traverser la peau humaine (figure 5.4.A). En effet, la quantité de phages mesurée dans le 

compartiment donneur est semblable entre les deux groupes comparés (avec et sans biofilm de 

PSA). La seule différence significative entre les deux groupes est présente à 72h, mais cette 

différence est relativement faible (2,53x108 PFU/g avec PSA contre 4,80 x108 PFU/g sans PSA) et 

ne s’est pas répétée à 24h et 48h. Cette différence peut s’expliquer par des variations dans la mesure 

du titre de phages avec la méthode de titration. Le fait que la présence d’un biofilm n’influence pas 

la diffusion des phages à travers la peau suggère aussi leur faculté à pénétrer les biofilms bactériens. 

L’auto-amplification des phages au contact des PSA à la surface de la plaie ne s’est pas traduite 

par une quantité plus importante de phages à travers la peau lorsqu’on compare avec le groupe 

contrôle.  

D’avantage de différences sont observées en comparant les phages de la formulation en présence 

ou sans HNE sur la peau. En présence de HNE, le passage des phages est plus irrégulier : passage 

dans 1 triplicata sur 3 à 24h, 1 sur 3 à 48h et 2 sur 3 à 72h. En comparaison, les 3 triplicata du 

groupe contrôle à 48h et 72h montrent tous un passage de phage uniforme. Les raisons de cette 

irrégularité sont obscures, il peut s’agir de variations dans la préparation de la plaie sur la peau ou 

bien d’interactions de la HNE avec les phages dans les couches inférieures du derme par exemple. 

De plus, l’évolution du titre de phages dans le compartiment receveur n’est jamais significative en 

présence de HNE.  

La conclusion que nous pouvons tirer de nos expériences de perméabilité est que les phages de la 

formulation F10 sont capables de traverser le derme de la peau humaine sur un modèle d’UD à un 

taux important. Entre 4,8% à 12,8% des phages déposés dans le compartiment donneur de la cellule 

de Franz et la majorité des phages en contact direct avec la plaie vont traverser le derme. Nous 

pouvons donc envisager que les phages peuvent traverser le derme et diffuser profondément dans 

les tissus sous-cutanés sur une plaie d’UD in vivo. La pénétration des tissus profonds par les phages 

est l’une des raisons expliquant le réel potentiel de la phagothérapie pour traiter des infections 



67 

d’UD. Si les phages de la formulation sont capables de diffuser dans les tissus sous-jacents à une 

plaie d’UD infectée, ils pourraient trouver les bactéries les plus inaccessibles et profondément 

ancrées dans le tissu comme l’ont évoqué Fish et al. (2016) et Patel et al. (2021). Cela pourrait 

potentiellement permettre à la formulation d’atteindre des infections profondes associées aux IUD 

comme les ostéomyélites ou les infections des articulations, de la même manière que l’ont observé 

Fish et al. (2016) dans les cas qu’ils ont rapportés. De plus, lorsqu’un biofilm de PSA est présent 

sur le modèle d’UD sans phages, les bactéries le composant ont tendance à traverser le derme : des 

bactéries sont détectées dans le compartiment receveur à partir de 24h (figure 5.4.B). Cependant, 

lorsque les phages sont appliqués sur le biofilm, les bactéries ne sont plus détectées dans le 

compartiment receveur lors des 72h d’incubation, alors que leur titre sur la peau augmente avec le 

temps (figure 5.5). Cette observation est à mettre en contexte avec le potentiel des phages de la 

formulation F10 à pénétrer profondément le tissu sous-cutané pour détruire les bactéries difficiles 

d’accès. Cependant les méthodes utilisées ne nous permettent pas de déterminer le titre de bactéries 

dans le derme avec ou sans phages. Nous ne pouvons pas conclure sur le fait que les phages de la 

formulation F10 sont efficaces contre les PSA dans le tissu dermique, mais ils semblent diminuer 

la diffusion des PSA à travers le derme. 

 

6.4 Efficacité de la formulation à éliminer un biofilm sur un modèle de plaie 

d’UD 

Nous supposions que la formulation F10 était efficace pour éliminer totalement un biofilm de PSA 

sur un modèle d’IUD. 

L’efficacité de la formulation F10 a été testée dans un premier temps sur le modèle d’UD sur la 

peau humaine, dans le cadre de l’expérience de perméabilité. L’efficacité a été testée sur la souche 

PSA ATTC-15442. À noter que cette expérience a été conçue principalement pour mesurer la 

diffusion transdermique de la formulation, l’évaluation de son efficacité sur le biofilm sur la peau 

est un objectif secondaire. Le modèle d’UD utilisé propose un bon support pour former un biofilm 

et la topologie de la plaie favorise son ancrage. Le modèle permet aussi aux bactéries de coloniser 

en profondeur les tissus du derme (Milho et al., 2019). Après 72h d’incubation, les phages de la 

formulation n’ont pas été efficaces pour éliminer le biofilm de PSA sur la peau humaine : aucune 
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différence dans la charge bactérienne entre le groupe traité et le groupe contrôle n’a été mesurée à 

la fin de l’incubation (figure 5.5). Malgré cela, nos résultats ont montré tout de même une 

interaction entre les phages et les bactéries sur la plaie. Premièrement, nous avons mesuré une 

augmentation claire et significative, d’un facteur légèrement supérieur à 10, du titre de phage sur 

la peau lors des 6 premières heures de contact dans le groupe phages + PSA comparée au contrôle 

négatif (phages seuls). Cette augmentation suggère l’auto-amplification des phages suite à 

l’infection des bactéries. Deuxièmement, nos résultats ont aussi montré que les phages ralentissent 

la croissance bactérienne durant 48h. En comparant l’évolution du titre bactérien sur la peau avec 

ou sans phages, ce dernier était constamment inférieur lorsque des phages sont sur la peau durant 

48h. Cette différence est significative à 24h et 48h. La quantité de PSA (sans phages) sur la peau a 

fortement augmenté durant les 6 premières heures comparée à l’évolution des PSA (avec phages) 

qui est plus faible durant cette même période. Malgré l’effet modéré des phages sur les PSA observé 

dans cette expérience, la formulation ne s’est pas montrée assez efficace pour éliminer le biofilm 

sur le modèle d’IUD. Plusieurs facteurs peuvent expliquer le manque d’efficacité de la formulation 

dans les conditions expérimentales. 

Le développement de résistance aux phages de la formulation par les PSA ATCC-15442 du biofilm 

peut expliquer nos résultats. Nous avons évalué la susceptibilité des souches retrouvées sur la peau 

car nous avons remarqué une modification de la morphologie et de la couleur des colonies, laissant 

présager une modification du phénotype des PSA. Alors que les souches de PSA sont totalement 

susceptibles aux phages de la formulation, différents degrés de résistance, allant de partielle à 

totale, sont observés. La résistance partielle aux phages est caractérisée par la baisse de la 

susceptibilité des PSA du biofilm aux phages de la formulation qui induit une baisse de l’efficacité 

des phages. De plus la morphologie des plages de lyses induites par les phages anti-PSA sur un 

tapis bactérien des souches PSA varie lorsque les bactéries sont partiellement résistantes (annexe 

A.2). Les premières PSA partiellement résistantes sont apparues après seulement 2h d’incubation, 

ce qui suggère que les mécanismes de résistance des bactéries aux phages peuvent se développer 

rapidement après la mise en contact. La résistance totale se caractérise quant à elle par l’absence 

d’efficacité de la formulation sur les souches résistante. Aucune plage de lyse n’est induite par les 

phages anti-PSA de la formulation (annexe A.3). Les souches totalement résistantes sont apparues 

entre 6h et 24h d’incubation, la résistance totale semble donc plus longue à se développer que la 

résistance partielle. Nos expériences ne nous permettent pas de savoir quels sont les mécanismes 
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de résistances impliqués parmi ceux proposés par Nilsson (2019). La supposition que nous pouvons 

faire est que la résistance partielle d’une souche bactérienne PSA aux phages anti-PSA de la 

formulation s’explique par le fait que cette souche développe la capacité de résister à seulement 

une partie des 5 phages anti-PSA de la formulation. Le maintien de l’efficacité, même réduite, de 

la formulation serait alors permise par les autres phages anti-PSA. Selon cette logique, la résistance 

totale impliquerait alors les 5 phages anti-PSA de la formulation et les souches résistantes seraient 

sélectionnées positivement pour rendre l’infection résistante. Pour évaluer les différents grades de 

résistances nous aurions pu tester l’efficacité des 5 phages anti-PSA séparés sur les souches 

bactériennes résistantes. Cette manipulation supplémentaire nous aurait permis d’avoir d’avantage 

d’informations quant à la résistance bactérienne aux phages de la formulation, et devra être réalisée 

dans les futures expériences si le développement de résistance est observé. L’apparition de 

résistance bactérienne aux phages au cours de l’incubation a contribué à la limitation de l’efficacité 

de la formulation de la même manière qu’observée par Jault et al. (2019) dans leur étude clinique. 

Les auteurs ont aussi observé une diminution de l’efficacité de leur formulation contre des 

infections de brulures suite au développement de résistance bactérienne aux phages. 

L’utilisation de cellules de Franz, servant initialement pour des études de perméabilité, n’est pas 

adaptée pour évaluer adéquatement l’efficacité antibactérienne de notre formulation. La principale 

limite qu’impose ces dispositifs est la difficulté à obtenir un titre précis de bactéries et de phages à 

la surface des peaux, et donc d’obtenir la MOI voulue. Pour former le biofilm à la surface de la 

peau, une quantité précise de bactéries est déposée dans le puit de la plaie. Malgré les 30 minutes 

de séchage, nous remarquons que le dépôt des 800 L de formulation soulève une partie des 

bactéries du biofilm qui se retrouvent par la suite en suspension dans le compartiment donneur. La 

quantité de bactéries sur la peau en est ainsi diminuée. De plus, la quantité de bactéries appliquées 

sur la peau est déterminée en fonction de la quantité de phages déposés dans le compartiment 

donneur. Cependant la grande majorité des phages reste en suspension dans le compartiment 

donneur sans jamais entrer en contact avec la peau : le titre de phage sur la peau est inférieur au 

titre de phages dans le compartiment donneur d’environ 2 log. Ces deux facteurs combinés font en 

sorte que la MOI obtenue sur la peau au temps 0h est 185 alors qu’une MOI de 1000 était 

recherchée. Ainsi le rapport phages/PSA est largement inférieur au rapport envisagé pour étudier 

l’efficacité de la formulation : sur la peau, la quantité de bactéries est trop importante comparée à 
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la quantité de phages. La MOI trop faible peut aussi expliquer la faible efficacité de la formulation 

mesurée dans cette expérience.  

L’utilisation de cellules de Franz nous est très utile pour mesurer le passage des phages et des 

bactéries à travers la peau mais ces dispositifs ne sont pas bien adaptés pour étudier l’efficacité de 

notre formulation dans des conditions optimales. Les phages de la formulation ont interagi avec les 

PSA du biofilm et ont limité leur croissance, mais ils n’ont pas permis d’éliminer l’infection. 

 

La deuxième expérience d’efficacité a été spécifiquement conçue pour étudier ce paramètre. Le 

deuxième modèle de plaie d’UD a aussi été réalisé en formant des puits à l’aide d’un poinçon, mais 

cette fois sur de la peau porcine. Les résultats obtenus avec ce type de modèle in vitro ont déjà 

montré une bonne corrélation avec ceux obtenus des modèles in vivo (Andersson et al., 2021). Pour 

cette expérience, les biofilms ont été formés avec une autre souche PSA, la souche HER-1391, car 

une expérience menée par d’autres membres du laboratoire a montré que cette dernière développe 

moins fréquemment de la résistance aux phages, comparée à la souche ATCC-15442. Ce modèle 

est plus adapté pour évaluer l’efficacité car nous avons appliqué tous les phages à la surface de la 

peau, et non dans un compartiment donneur, afin de reproduire des conditions in vivo plus réalistes 

et l’application envisagée cliniquement. Ainsi tous les phages appliqués pourront rentrer en contact 

avec les PSA sur la peau ce qui va nous permettre d’obtenir plus justement la MOI voulue.  

Suite à l’inoculation des PSA et de la formulation F10 sur les peaux de porc nous avons obtenu 

une MOI moyenne de 3792, qui est relativement proche de la MOI de 1000 attendue. Suite à 72h 

de contact avec les phages de la formulation, aucune bactérie formant initialement le biofilm n’a 

été détectée sur la peau. Au contraire, sans phages, les PSA ont poussé sur la peau afin d’atteindre 

un titre de 6,54x107 CFU/g après 72h d’incubation. Ces résultats suggèrent donc l’efficacité des 

phages anti-PSA de la formulation à détruire un biofilm de PSA et éliminer les bactéries qu’il 

contient sur un modèle in vitro d’UD sur peau porcine. Milho et al. (2019) ont aussi étudier 

l’efficacité d’une formulation de phages anti-PSA sur une souche de PSA appliquée sur un modèle 

très similaire au notre, selon une MOI de 100 et un temps de contact de 24h. Les auteurs ont montré 

que la présence de phages limite la croissance bactérienne du biofilm sur la peau comparée au 

groupe contrôle. Le titre de PSA en présence de phages a décliné pendant les 4 premières heures 

d’incubation mais a montré une augmentation entre 4h et 24h pour revenir à une valeur semblable 
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à celle du titre initial du temps 0h. À 24h le titre de PSA était significativement plus bas en présence 

de phages comparé au groupe contrôle. À 24h nos résultats sont semblables à ceux obtenus par les 

auteurs, entre 24h et 48h le titre de PSA semble augmenter mais entre 48h et 72h le titre diminue 

pour devenir nul à la fin de l’incubation. Il semblerait donc que les phages puissent prendre 

plusieurs jours pour détruire une infection. Ainsi, c’est possible que 24h d’incubation n’étaient pas 

suffisante à Milho et al. (2019) pour mesurer pleinement l’efficacité de leurs phages. De plus les 

auteurs ont utilisé une MOI de 100 alors que celui obtenu dans notre expérience est 3792. La 

différence de MOI peut aussi expliquer que nous ayons observé une meilleure efficacité. 

Nos résultats montrent que le titre bactérien en présence de phages est constamment inférieur au 

titre bactérien sans phages (significatif à 48h et 72h), de manière similaire à la précédente 

expérience d’efficacité et aux résultats de Milho et al. (2019). Entre 48h et 72h, les phages de la 

formulation appliqués sur la peau ont permis de détruire toutes les PSA du biofilm au-dessus du 

seuil détectable. La résistance des souches du biofilm n’a pas été évaluée au cours de l’expérience 

car aucune modification morphologique des colonies ne laisse présager le développement de 

résistance. De plus la fait qu’aucune bactérie n’a été détectée à 72h suggère la bonne susceptibilité 

des PSA formant le biofilm. 

À part l’augmentation non-significative du titre de phages entre 24h et 48h, nous n’avons pas 

détecté pas d’auto-amplification des phages lors des premières heures de contact, comme nous 

l’avons observé lors de la première expérience d’efficacité. Une variabilité dans la manipulation 

ou les interactions microbiologiques entre phages et PSA pourraient expliquer ces résultats. Notre 

expérience ne nous permet pas de déterminer la raison exacte de cette observation.  

En conclusion, nos résultats suggèrent que la formulation F10 est efficace pour détruire un biofilm 

de PSA HER-1391 sur un modèle d’UD sur peau porcine. 

Les deux modèles d’UD, créés sur peau humaine et porcine permettent de reproduire fidèlement 

les conditions qu’on retrouverait sur des plaies ouvertes in vivo. Premièrement, en imitant la 

topographie de la surface d’une plaie, qui est propice à l’attachement bactérien et au développement 

d’un biofilm. Et deuxièmement, en proposant un milieu contenant de nombreux nutriments 

bénéfique à la croissance bactérienne (Milho et al., 2019). Dans notre cas, les incisions dans le 

derme permettent aussi aux bactéries de pénétrer et de se nicher profondément dans le tissu, tel 

qu’observé lors d’IUD. Le modèle sur la peau humaine possède tous ces avantages, sauf que les 
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conditions expérimentales utilisées ne sont pas propices à l’unique évaluation de l’efficacité. Cette 

expérience nous permet d’observer des phénomènes pertinents pour l’évaluation de l’efficacité de 

la formulation : auto-amplification des phages, ralentissement de la croissance bactérienne, 

limitation du passage des bactéries à travers la peau et résistance aux phages ; mais l’évaluation de 

l’efficacité totale de la formulation est limitée. Notre deuxième expérience, sur peau porcine, nous 

a permis de combler les lacunes de l’expérience sur peau humaine. Les paramètres expérimentaux 

permettent d’évaluer l’efficacité de la formulation selon les conditions envisagées cliniquement 

pour le produit final. Notre modèle est encore incomplet, mais est suffisamment proche des 

conditions in vivo pour une première évaluation de l’efficacité de la formulation dans des 

conditions expérimentales proches de la réalité clinique. 

Nous avons mesuré l’efficacité de la formulation avec notre modèle uniquement sur deux souches 

de PSA : la ATTC-15442 et la HER-1391. Ces deux souches de PSA sont caractérisées par leur 

bonne sensibilité aux phages de la formulation. Elles ne suffisent pas à elle deux à généraliser 

l’efficacité de la formulation sur notre modèle, surtout que nous n’avons pas pu tester l’efficacité 

sur des souches de SA ou KP. Lors de précédents tests, les phages de la formulation ont montré 

une bonne efficacité in vitro (sur des tapis bactériens) contre un très grand nombre de souches de 

PSA, SA et KP fournis par le centre américain de contrôle des maladies, l’institut de santé publique 

du Québec ainsi que sur de nombreuses souches chinoises. Notre modèle d’UD s’est montré 

satisfaisant et constitue un bon support pour l’évaluation future de l’efficacité généralisée de la 

formulation sur un plus grand nombre de souches.  

 

6.5 Limites et perspectives de l’étude 

La présente section résume les principales limites de nos expériences, les solutions potentielles, les 

recommandations pour les futurs travaux ainsi que les perspectives d’avenir de la formulation F10. 

6.5.1 Limites expérimentales 

La première limite expérimentale concerne la méthode de mesure du titre de phages. La méthode 

de titration dite « plaque assay » est facile à utiliser, rapide, peu coûteuse et est considérée comme 

le « gold standard » pour mesurer le titre en phages infectieux d’une solution. Cependant, cette 

méthode possède des limites et est propice aux variabilités entre les résultats causés par des erreurs 
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de pipetage, des biais dus à l’opérateur, des changements dans les paramètres de croissance 

bactérienne et des contaminations possibles par d’autres bactéries ou d’autres phages. La revue de 

littérature Ács et al. (2020) présente les principales méthodes utilisées pour déterminer la quantité 

de phages ainsi que leurs avantages et inconvénients. Aucune méthode n’est parfaite et les résultats 

sont parfois difficiles à standardiser, mais certaines méthodes, comme la qPCR (réaction en chaine 

par polymérase quantitative), la cytométrie de flux ou la spectrométrie de masse, proposent une 

meilleure précision associée à des coûts plus élevés. Ce genre de méthode pourrait aussi nous 

permettre de détecter des phages potentiellement inactivés par les conditions environnementales, 

ce que la méthode de titration traditionnelle ne permet pas de faire. 

Au sujet de la dégradation des microcapsules de PEAU dans les tubes, la principale limite est que 

la quantité de phages toujours encapsulés n’est pas déterminée aux différents temps d’incubation. 

Nous aurions pu développer un protocole d’extraction de ces phages toujours encapsulés par 

l’induction de la dégradation totale des microcapsules. Cela nous aurait permis dans un premier 

temps d’évaluer la capacité des microcapsules à protéger les phages qu’elles contiennent lorsque 

les métalloprotéinases (MMP-2, MMP-8 et MMP-9) sont présentes dans l’environnement. Pour 

répondre partiellement à cette question nous aurions pu comparer l’évolution des titres de phage 

de groupes « phages libres + enzymes » avec « microcapsules + enzymes » mais leurs titres initiaux 

sont trop différents : le titre initial du groupe avec microcapsules est 100 fois inférieur à celui du 

groupe avec phages libres à cause de l’étape de lavage. De plus, l’extraction des phages encapsulés 

nous aurait aussi permis de déterminer la quantité exacte des phages dans les microcapsules à 

différentes heures d’incubation. Nous aurions pu faire des ratio phages libérés/phages encapsulés 

qui nous auraient fournis plus de renseignements sur la cinétique de dégradation des microcapsules. 

L’expérience de dégradation des microcapsules sur notre modèle d’UD présente deux limites. 

Premièrement, l’activité enzymatique de la HNE n’a pas été testée sur la peau. Une vérification de 

l’activité enzymatique lorsqu’en solution dans un tube avait déjà été effectuée par d’autres 

employés de la compagnie, mais aucun protocole n’a été développé pour s’assurer de la bonne 

activité de la HNE sur la peau. Nous ne sommes donc pas en mesure de confirmer l’activité de la 

HNE sur le modèle d’UD. Deuxièmement la méthode utilisée ne nous permet pas de laver les 

microcapsules entre chaque échantillonnage afin de déterminer avec précision le titre de phages 

libérés des microcapsules selon la méthode soustractive. L’utilisation de peaux nous impose 
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l’usage de la méthode cumulative qui ne nous permet pas de mesurer avec précision la libération 

des phages. 

La principale limite de nos expériences de perméabilité est la limite de détection imposée par notre 

méthode. Ce seuil nous empêche de détecter des quantités minimes de phages étant passés à travers 

la peau et limite donc nos interprétations. Ainsi, nous ne pouvons pas confirmer que la peau 

humaine avec son épiderme est totalement imperméable aux phages de la formulation. De la même 

manière, nous ne pouvons pas savoir si les phages pénètrent la peau sur le modèle de plaie d’UD 

durant les 6 premières heures d’incubation et si oui, à quel taux. L’utilisation de la qPCR nous 

donnerai une meilleure précision et sensibilité mais cette méthode est aussi plus chère. 

L’autre limite provient de la conception de l’expérience et des cellules de Franz. Chaque dispositif 

cellule de Franz-peau est uniquement incubé pour la période qui lui est désignée (0h, 2h, 4h, 6h, 

24h, 48h ou 72h) et donc utilisé une seule fois. Cette méthode a été choisie car elle nous permet de 

mesurer le titre de phages sur la peau à chaque temps voulu, mais est plus propice à la variation 

entre les dispositifs et donc entre les valeurs mesurées. Pour pallier cette limite il faudrait laisser 

un dispositif cellule de Franz-peau durant les 72h d’incubation et prendre uniquement un 

échantillon dans le compartiment receveur, à l’aide de la cheminée, à chaque temps voulu. 

Cependant cette solution ne nous permettra pas de mesurer le titre de phages sur la peau. 

Au sujet de nos modèles d’UD sur peau humaine et peau porcine, la principale limite est la 

variabilité dans la formation des plaies. En effet, comme le rappellent Andersson et al. (2021) le 

découpage des peaux et leur poinçonnage sont difficiles à reproduire, ainsi la profondeur, la largeur 

et la topographie des plaies peut varier d’une peau à l’autre. Cette limite est plus importante dans 

le cadre des expériences de perméabilité. Si le puit dans une peau est plus profond alors les phages 

auront moins de distance à traverser dans le derme. Il se peut aussi que la peau soit micro-perforée 

dans toute sa longueur. L’intégrité des peaux utilisées n’a pas été vérifiée. Un protocole de 

vérification de l’intégrité de la peau devra être réalisé pour les futures expériences. Andersson et 

al. (2021) proposent une méthode plus standardisée pour créer des plaies sur la peau, nous 

pourrions nous inspirer de la méthode proposée et la modifier pour nos besoins pour les prochaines 

expériences. 
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6.5.2 Recommandations pour la poursuite des travaux et perspectives d’avenir 

Dans un premier temps, d’autres expériences in vitro pourraient être réalisées pour confirmer et 

approfondir les résultats obtenus dans ce mémoire. Si ces résultats in vitro se montrent favorables, 

la formulation F10 pourra être testée in vivo sur un modèle animal puis cliniquement par la suite. 

Premièrement, en développant un protocole d’extraction des phages encapsulés, il serait pertinent 

dans l’avenir de faire une autre expérience de dégradation enzymatique, dont l’objectif serait 

d’évaluer la capacité des microcapsules à protéger les phages qu’elles contiennent. On pourrait 

ainsi exposer les microcapsules de la formulation à des conditions difficiles comme la présence de 

metalloprotéinases ou d’un pH similaire à celui des plaies d’UD cliniques (variant de 6,2 à 8,5 

selon (McArdle et al., 2015)). Ainsi nous pourrions mesurer la quantité de phages toujours 

encapsulés après 72h d’incubation pour évaluer la capacité des microcapsules à protéger les phages 

qu’elles contiennent, mais aussi mesurer la libération des phages induite par ces conditions. Pour 

ce deuxième objectif il faudrait comparer un groupe « phages libres » avec un groupes « phages + 

microcapsules » dont les titres sont égaux et mesurer systématiquement le titre de phages à l’aide 

d’une méthode de qPCR par exemple, pour détecter les phages inactivés par l’environnement. 

Deuxièmement, notre expérience de perméabilité nous permet de mesurer la quantité de phages 

passés à travers la peau. Les résultats de cette expérience suggèrent aussi que les phages 

interagissent avec les bactéries dans le derme pour limiter leur diffusion à travers la peau. 

Cependant notre expérience ne nous permet pas de visualiser où et dans quelles mesures les phages 

et les bactéries interagissent dans le derme. Il serait très intéressant d’étudier ces interactions. Pour 

ce faire, on pourrait former un biofilm à la surface de notre modèle d’UD puis traiter l’infection 

avec des phages comme nous l’avons fait pour étudier l’efficacité de la formulation. Cependant 

chaque peau serait récupérée et découpée dans son épaisseur en de nombreuses coupes sur toute la 

largeur de la plaie. Ensuite nous pourrions utiliser une méthode d’hybridation in situ en 

fluorescence (FISH) ou de microscopie à immunofluorescence pour détecter les bactéries dans un 

tissu comme le propose Jensen et al. (2015). La détection des bactériophages est plus limitée par 

cette méthode à cause du faible nombre de copies d’acides nucléiques. Mais il serait possible de 

différencier les bactéries infectées des bactéries non-infectées en ciblant une région du génome des 

phages hautement exprimée durant la transcription du cycle infectieux (Vilas-Boas & Melo, 2021). 
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Cette expérience in vitro nous permettrait de récolter des données précieuses justifiant l’utilisation 

de bactériophages pour traiter des infections profondes dans les tissus. 

Troisièmement, l’efficacité de la formulation est testée sur notre modèle d’UD sur peau humaine 

ou porcine qui est adéquat pour l’évaluation de ce paramètre. Cependant nos expériences étudient 

uniquement l’efficacité de la formulation sur 2 souches de PSA séparées. Il serait très intéressant 

de généraliser l’efficacité de la formulation en l’évaluant sur un plus grand nombre de souches 

(dont la susceptibilité a déjà été prouvée in vitro) dans des conditions plus réalistes, c’est-à-dire sur 

notre modèle d’UD. De plus, les IUD sont généralement multi-souches en clinique. Il serait donc 

pertinent d’essayer de former des biofilms composés de plusieurs souches de PSA, SA et KP sur 

notre modèle. Pour cela, il faudrait d’abord trouver une solution pour favoriser la croissance des 

souches de KP et SA, que nous n’avons pas réussi à faire pousser sur notre modèle d’UD. Le 

modèle pourrait potentiellement être complété en ajoutant des enzymes (protéases et HNE) sur la 

peau et en ajustant le pH à la surface si la viabilité du biofilm n’est pas compromise.  

Après les autres expériences in vitro énoncées plus haut, une étude in vivo de l’efficacité et de la 

perméabilité de la formulation F10 sur un modèle de plaie d’UD animal pourra être réalisée. Les 

modèles de lapin (Seth et al., 2013) et de souris (Kifelew et al., 2020) se sont montrés satisfaisants 

pour évaluer l’efficacité de formulations de phages. Pour évaluer l’efficacité de la formulation, 

l’évolution de la charge bactérienne sur la peau devra être évaluée tout au long de la durée du 

traitement. L’aspect de plaie devra aussi être pris en compte pour évaluer la guérison. Pour 

favoriser la guérison, il sera important de soigner les plaies avec les soins usuels, similairement 

aux soins utilisés par Markoishvili et al. (2002). Il serait aussi intéressant de comparer l’efficacité 

d’un traitement à base de la formulation F10 à un traitement antibiotique ou en combinant les deux.  

De plus, une évaluation de la capacité des phages à atteindre la circulation sanguine dans cette 

future étude in vivo est recommandée. Nos résultats in vitro montrent que les phages de la 

formulation sont capables de traverser le derme lorsque la peau n’a plus d’épiderme. Les phages 

pourraient ainsi rejoindre la circulation sanguine. Les effets potentiellement néfastes que peuvent 

avoir des phages en circulation ne sont pas encore tout à fait connus, même si aucun effet 

anaphylactique substantiel n’a été rapporté Abedon et al. (2011). Ryan et al. (2012) ont montré 

chez le rat que certains des phages injectés dans le derme avaient rejoint la circulation sanguine 30 

minutes après l’injection mais que leur titre diminuait rapidement les 6 premières heures et 
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qu’aucun phage n’a été détecté après 24h dans le sang. Hodyra-Stefaniak et al. (2015) et 

Kazmierczak et al. (2014) rappellent aussi que les phages sont rapidement séquestrés et éliminés 

dans la circulation sanguine. Les données de pénétration des phages dans le sang au niveau d’une 

plaie d’UD sont très limitées dans la littérature. Les quelques études d’efficacité de traitements de 

phagothérapie sur des IUD ne vérifient quasiment jamais si des phages sont présents dans la 

circulation sanguine (Fish et al., 2016; Markoishvili et al., 2002; Patel et al., 2021). Ainsi, 

l’évolution du titre de bactériophages dans la circulation sanguine, s’il y a lieu, devrait être mesurée 

très régulièrement dans cette future étude in vivo. La mesure continue de la quantité de 

bactériophages dans le sang nous permettra aussi de savoir à quelle vitesse ils sont éliminés ou 

séquestrés, de la même manière que Ryan et al. (2012). Il faudra aussi s’assurer qu’aucun effet 

secondaire ne se développe chez les animaux. 

Si les tests menés in vivo sur les animaux montrent des résultats favorables, la formulation F10 

pourra être testée sur l’humain pour évaluer sa sécurité et son efficacité. Cette étude randomisée en 

double-aveugle pourrait être l’une des premières à évaluer chez l’humain l’efficacité d’une 

formulation de bactériophages pour traiter des IUD. Ultimement, la formulation F10 pourrait être 

autorisée à la commercialisation à grande échelle. Elle pourrait ainsi proposer une solution 

supplémentaire pour traiter les IUD n’ayant pas répondu aux traitements antibiotiques usuels, ou 

bien compléter les antibiotiques pour les traitements courants des IUD. 
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CHAPITRE 7 CONCLUSIONS 

 

Le besoin de nouveaux traitements pour la prise en charge des IUD est clair. Les bactériophages 

présentent le potentiel d’être utilisés en alternative ou en complément des antibiotiques pour traiter 

les IUD. Phagelux Canada a développé une formulation de 14 bactériophages spécifiques à un 

grand nombre de souches de PSA, SA ou KP, libres ou encapsulés dans des microcapsules de 

PEAU.  

Les groupes fonctionnels ester et amide du polymère PEAU ont clairement été identifiés par FTIR. 

Ils sont les cibles théoriques des différentes protéases présentes sur les plaies d’UD.  

Cependant nos résultats ne montrent pas d’effet prédominant de la HNE sur la cinétique de 

dégradation des microcapsules, contrairement à ce qui était attendu. Ce constat est le même lorsque 

les microcapsules sont en suspension dans leur tampon ou déposées sur le modèle de plaie d’UD. 

L’érosion mécanique à 32C semble être le principal mécanisme responsable de la dégradation des 

microcapsules lorsqu’elles sont en suspension dans le tampon. Cependant, ce mécanisme n’est pas 

retrouvé sur le modèle d’UD et la dégradation des microcapsules n’est pas détectée sur la peau. 

Sous l’influence de l’érosion à 32C, la cinétique de dégradation des microcapsules leur permet de 

se dégrader graduellement pendant au moins trois jours et de libérer de manière prolongée et 

soutenue des phages qu’elles contiennent. 

La diffusion transdermique des phages dans la peau n’a pas été détectée lorsque l’épiderme est 

intact. Cependant, la diffusion transdermique des phages dans la peau est considérablement 

augmentée lorsque qu’ils sont déposés sur le modèle d’UD. Ainsi, de 4,8% à 12,8% des phages 

déposés dans le compartiment donneur de la cellule de Franz vont traverser le derme. Nos résultats 

suggèrent également que tous les phages en contact direct avec le derme au niveau du modèle de 

plaie ont la capacité de le traverser. Cette faculté des phages de la formulation à diffuser à travers 

le derme leur donne le potentiel de détruire des biofilms profondément ancrés, ce que les 

antibiotiques ne sont pas toujours capables de faire. Le fait que la présence des bactériophages de 

la formulation sur le modèle d’UD limite la diffusion des bactéries à travers les tissus du derme de 

la peau humaine souligne également leur potentiel.  



79 

La formulation F10 est efficace pour détruire un biofilm de PSA HER-1391 sur un modèle d’UD 

sur peau porcine en 72h. Malgré ce résultat encourageant, l’efficacité à plus grande échelle de la 

formulation doit encore être confirmée. Notre modèle d’UD est un bon support pour évaluer 

l’efficacité de la formulation sur des biofilms. 

Ces résultats confirment le potentiel de la formulation F10 pour traiter les IUD : la cinétique de 

dégradation des microcapsules de PEAU favorise la libération prolongée des phages qu’elles 

contiennent, la diffusion transdermique des phages est importante au niveau du modèle d’UD et la 

formulation s’est montrée efficace contre un biofilm de PSA sur le modèle d’UD. Ces résultats in 

vitro encouragent la poursuite des travaux de caractérisation de la formulation F10 et la réalisation 

d’essais in vivo et cliniques dans l’objectif de la commercialiser. À terme, la formulation F10 

pourrait proposer une alternative viable aux antibiotiques pour traiter les IUD, en particulier lorsque 

celles-ci ne répondent plus aux traitements conventionnels, pour ainsi diminuer le risque de 

complications, d’amputation et améliorer la survie associée à ces pathologies.
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ANNEXE A  RÉSISTANCE BACTÉRIENNE AUX PHAGES OBSERVÉE 

LORS DE L’ÉVALUATION DE L’EFFICACITÉ DE LA FORMULATION 

 

 

 

Le panneau A.1 correspond au contrôle négatif (PSA susceptible), le panneau A.2 présente deux 

types de résistance partielle, le panneau A.3 montre la morphologie des tapis bactérien totalement 

résistants à la formulation et le panneau A.4 résume l’apparition de résistance au cours de 

l’expérience (vert : susceptibilité, jaune : résistance partielle, orange : résistance totale).  




