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RESUME

By

L'ingénierie du tissu osseux vise a concevoir un substitut tissulaire associant des cellules
ostéoprogénitrices a une matrice tridimensionnelle capable de promouvoir la reconstruction
osseuse, ouvrant la voie au développement de thérapeutiques substitutives a la pratique de la greffe
dont les limitations sont bien connues.

Le but de ce travail a été de développer un nouveau produit d’ingénierie tissulaire (PIT) destiné a la
régénération osseuse constitué i) d'une matrice tridimensionnelle poreuse constituée de
polysaccharides naturels biodégradables, ii) de cellules souches adultes issues du tissu adipeux
humain (ADSCs) et d’identifier les conditions de culture optimales permettant le développement

d’un produit fonctionnel pour une utilisation clinique.

Nos résultats montrent que l'architecture et la composition de la matrice macroporeuse
polysaccharidique permet de guider la différenciation ostéoblastique des ADSCs, en |'absence de
facteurs ostéogéniques, et notamment en conditions de culture dynamique, grace a I'organisation
cellulaire en agrégats promouvant les interactions cellulaires.

Les ADSCs peuvent étre marquées a I'aide de nanoparticules superparamagnétiques et suivies in vivo
de facon non invasive par imagerie par résonnance magnétique (IRM) au sein des matrices apres leur
implantation en site sous-cutané chez la souris. Les images IRM montrent que le matériau permet de
délivrer une partie des cellules au niveau du site d’implantation participant probablement a un
processus de réparation tissulaire.

Enfin, en vue d’applications cliniques, un milieu de culture sans sérum répondant aux conditions
GMP (Good Manufacturing Practices) pour la différenciation ostéoblastique a été développé par un
industriel et validé au cours de ce travail de these.

En conclusion de ces travaux, l'association d’'une matrice macroporeuse composée de
polysaccharides avec des ADSCs dans des conditions de culture spécifiques, en conditions
dynamiques, semble pertinente et prometteuse pour des applications cliniques en ingénierie du
tissu osseux.

Mots-clefs: ingénierie tissulaire osseuse, cellules souches mésenchymateuses adultes issues du tissu
adipeux humain, culture tridimensionnelle, matrice poreuse de polysaccharides, contraintes
mécaniques, différenciation ostéoblastique, imagerie par résonance magnétique, nanoparticules
superparamagnétiques, milieu de culture défini.



ABSTRACT

Bone tissue engineering may associate osteoprogenitor cells to a tridimensional scaffold that can
promote tissue reconstruction in order to replace bone grafting strategies whose limitations are well
known.

This study aims to develop a new tissue-engineered construct for bone regeneration constituted by
i) a tridimensional polysaccharide-based scaffold, ii) adult stem cells extracted from human adipose
tissue and identify the best culture conditions needed to develop a functional construct for clinical
use.

Our results show that this macroporous scaffold offers, without any osteoinductive factors, a suitable
architecture and composition for driving osteoblastic differentiation of ADSCs especially when
placing the tissue-engineered construct in dynamic conditions, thanks to cell aggregate conformation
promoting cell-to-cell interactions.

Thanks to ADSCs labeling, the tissue-engineered construct can be tracked in vivo in a non invasive
way by magnetic resonance imaging (MRI), after their subcutaneous implantation. Results evidenced
that this scaffold behaves as a cell carrier for of holding in its own cell fraction and delivering another
fraction to the site of implantation for inducing a better tissue regeneration process.

Finally, a serum free medium meeting standards GMPs (Good Manufacturing Practices) has been
developed for inducing ADSCs osteoblastic differentiation as a first step towards clinical application.

In conclusion, this polysaccharide-based scaffold associated with ADSCs, cultured under low fluid
flow in a new bioreactor device, could be a relevant and promising tissue engineered construct for
bone tissue engineering applications.

Keywords: bone tissue engineering, adult stem cells extracted from human adipose tissue,
tridimensional culture, polysaccharide-based porous matrix, mechanical stress, osteoblastic
differentiation, magnetic resonance imaging, superparamagnetic nanoparticles, chemically defined
medium.
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INTRODUCTION




L'objectif de ce travail de these a été de développer un produit d’ingénierie tissulaire (PIT) constitué
d’'une matrice poreuse de polymeres, associée a des cellules souches mésenchymateuses,
susceptibles de régénérer un tissu osseux fonctionnel dans des lésions osseuses de grand volume.

Le développement de telles stratégies s’appuient sur les connaissances de la physiologie du tissu
osseux et des acteurs qui contrdlent sa fonction. Le premier chapitre aura pour mission d’identifier
les différents acteurs cellulaires, moléculaires, organiques et non organiques sollicités lors du
développement osseux ou lors de sa réparation.

Dans cette revue bibliographique, nous décrirons la fonction et la structure du tissu osseux, en
détaillant plus particulierement les éléments cellulaires qui le composent, les mécanismes de son
remodelage et sa vascularisation.

La physiologie de la réparation osseuse fera |'objet de la seconde partie de cette revue
bibliographique. Les différentes étapes de la réparation seront décrites ainsi que I'implication des
acteurs cellulaires et du micro-environnement biochimique.

La troisieme partie présentera les différentes stratégies de réparation du tissu osseux, incluant les
greffes osseuses et |'utilisation des biomatériaux de comblement osseux.

Dans une quatriéme partie, nous nous attacherons a présenter les techniques d’ingénierie tissulaire
et ses principaux acteurs.

La cinquieme partie permettra d’aborder les différentes stratégies de vascularisation associées au
développement d’un produit d’ingénierie tissulaire.

Enfin, la derniére partie sera consacrée aux études expérimentales, du petit au gros animal, et aux
méthodes d’investigation du tissu néoformé.

l. Le tissu osseux et sa physiologie

A. Les fonctions du tissu osseux

Le tissu osseux revét une importance capitale pour I'organisme, tant sur le plan biomécanique que
sur le plan métabolique. Il est le support mécanique essentiel du squelette, permet la locomotion. Il
assure la protection des organes internes: le systéme nerveux central est protégé par la boite
cranienne et les vertebres, tandis que le coeur et les poumons le sont grace a la cage thoracique. Le
tissu osseux joue également un réle extrémement important dans le maintien de I’"homéostasie
phosphocalcique. En effet, notre squelette renferme environ 99 % du calcium et 90 % du phosphate
de I'organisme. Enfin, le tissu osseux assure une fonction hématopoiétique grace a la présence de la
moelle osseuse qui contient en particulier les cellules souches hématopoiétiques a I'origine des
cellules sanguines et immunitaires.

Ce tissu conjonctif, hautement spécialisé, est un tissu minéralisé, ce qui lui confere une certaine
dureté et rigidité, bien qu’il ne soit pas pour autant « figé ». En effet, il s’agit d’une structure
dynamique en perpétuel remaniement, capable de s’autoréparer, d’adapter sa densité, son contenu
minéral, sa forme et ses propriétés intrinséques, a des modifications d’ordre biomécanique et
biochimique et de supporter une activité physique.



B. Les structures osseuses
Nous distinguons dans le squelette des vertébrés, les os longs (Figure 1A) (fémur, tibia, ulna ou
cubitus, fibula ou péroné), les os courts (Figure 1B) (vertebres, carpes, tarses) et les os dits plats
(Figure 1C) (os du crane et de la face, le sternum, la scapula ou omoplate).
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Figure 1. Structure des os longs.

Les os longs sont constitués de plusieurs parties (Figure 1A). Les deux extrémités sont appelées
épiphyses, la partie centrale est nommée la diaphyse et la jonction entre ces deux parties est la
métaphyse. La diaphyse se compose d’une cavité centrale occupée par la moelle osseuse et est
tapissée d’une membrane appelée I'endoste. La diaphyse joue un réle fondamental dans
I'accroissement de 'os en épaisseur. Au niveau des métaphyses, se trouve la plaque de croissance,
responsable de la croissance de I'os en longueur.

Du point de vue structural, I'organisation des fibres de collagene de la matrice extracellulaire et du
minéral osseux déterminent des structures élémentaires: I'os fibreux ou tissé et I'os lamellaire
(Figure 2).

Figure 2. Exemple d’os fibreux et lamellaire dans un processus de réparation d’une lésion de I'os cortical chez
la souris. Coloration Hémalun-Eosine-Safran et observation en lumiére polarisée. Os cortical lamellaire (OC), os
fibreux (OF), vaisseau sanguin (V), cellules mésenchymateuses (CM). Les fleches blanches représentent les
ostéocytes, les fleches noires représentent les ostéoblastes. La barre représente 10 um [Monfoulet, 2009]
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1. L’os fibreux ou tissé

Il est caractéristique de I'os embryonnaire et des étapes précoces de la réparation osseuse. C'est un
os composé d’'une matrice extracellulaire rapidement déposée, constituée d’épaisses fibres de
collagéne entrecroisées, sans organisation spécifique et renferme quelques ostéocytes. Ce type d’os
est rapidement remplacé par de I'os lamellaire.

2. L’os lamellaire
Il présente une organisation réguliére constitué de fibres de collagéne organisées de fagon parallele,
lui conferant des propriétés mécaniques supérieures a celles de I'os fibreux.

Chez I'adulte, quel que soit le type d’os, long, court ou plat, deux structures de base sont observées
dans I'architecture du tissu: I'os cortical ou compact et I'os trabéculaire ou spongieux (Figure 3).

Figure 3. Les types d’os et leur organisation. 1: ostéoplastes contenant les ostéocytes ; 2: lamelle; 3:
Canalicule ; 4: Ostéon ; 5: périoste ; 6: Os compact ; 7: Os trabéculaire ; 8: Canaux de Havers; 9: Canaux de
Volkman [Rouwkema, 2007]

3. L’os cortical ou os compact
C’est un os dense, poreux et constitué d’'une matrice minéralisée de type lamellaire. Il est organisé en
structures cylindriques appelés ostéons (Figure 3) [4] constitués de collagene. Les ostéons sont

organisés autour des canaux de Havers (Figure 3) [8], eux-mémes reliés entre eux par les canaux de
Volkmann (Figure 3) [9], ou cheminent les vaisseaux nourriciers de I'os. C'est un tissu riche en
ostéocytes répartis de fagon réguliere. Cette partie de I'os est responsable en particulier de la
réception des stimuli mécaniques et de la transmission de ces informations vers |'os trabéculaire par
des signaux principalement de nature biochimique. L'os cortical est recouvert par le périoste (Figure
3) [5], la paroi la plus externe de I'os.

4, L'os trabéculaire ou os spongieux

Il est formé d'un réseau tridimensionnel de travées osseuses reliées entre elles, et dont |'orientation
est générée par les forces mécaniques qui s'exercent sur |'os. La géométrie et la distribution des
travées conferent a I'os trabéculaire résistance et flexibilité. L'os trabéculaire représente une surface
d’échange considérable avec les liquides interstitiels, présentant un renouvellement plus rapide que
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celui de I'os cortical, jouant ainsi un role majeur dans I'équilibre phosphocalcique. L’os trabéculaire
est également le lieu principal de l'activité métabolique du tissu osseux ou réside I'activité des
cellules osseuses, ostéoblastiques et ostéoclastiques. Ce type d'os est présent principalement au
niveau des épiphyses des os longs, des os courts et dans les vertébres (Figure 3) [7].

C. Les éléments cellulaires dans le tissu osseux
La moelle osseuse est le siege de production de deux grands groupes de cellules progénitrices :
- les cellules souches hématopoiétiques qui vont donner naissance aux cellules sanguines et
immunitaires (érythrocytes, lymphocytes, granulocytes, macrophages, monocytes, mégacaryocytes)
ainsi que les cellules du lignage ostéoclastique (Figure 4).
- les cellules souches mésenchymateuses ou stromales qui sont a l'origine de la lignée
ostéoformatrice (ostéoblastes et chondrocytes) et d'autres lignées progénitrices (fibroblastes,
myoblastes, adipocytes, cellules endothéliales...), selon les stimuli biochimiques et/ou mécaniques
auxquels elles seront soumises (Figure 4).
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Figure 4. La différenciation des cellules souches de la moelle osseuse. HSCs: Hematopoietic Stem Cells
(Cellules Souches Hématopoiétiques) ; MSCs : Mesenchymal Stem Cells (Cellules Souches Mésenchymateuses)
[Yin and Li, 2006]
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1. Les ostéoblastes

lls dérivent de la différenciation des cellules souches mésenchymateuses (Figure 4). Cbfa/runx2,
constitue le géne maitre de la différenciation ostéoblastique. Il induit I'engagement des cellules
mésenchymateuses vers le lignage ostéoblastique par I'activation des promoteurs des genes
spécifiques du tissu osseux, tels que: le collagéne de type 1 alpha-1 (Collal), I'ostéocalcine (OC) la
bone sialoproteine (BSP) (Figure 5).

Cbfa/runx2, ALP, Collal, transforming growth factor-beta 1 (TGF-B1), ostéonectine (ON) et BMP-2
sont des marqueurs précoces de la différenciation ostéoblastique tandis que I'ostéocalcine (OC) et
I'ostéopontine (OPN) sont exprimées plus tardivement. De facon plus précise, |'étape de
minéralisation se traduit par la synthése d’ostéocalcine associée a d’autres protéines matricielles
comme |'ostéopontine ou encore I'ostéonectine.

L’absence totale d’expression de cbfa/runx2 conduit a une inhibition d’ossification [Yamaoka et al.,
2006] a une maturation chondrocytaire altérée [Enomoto et al., 2000], et a une prolifération
adipocytaire [Kobayashi et al., 2000].

Ostérix est un autre facteur de transcription indispensable a la différenciation ostéoblastique et au
développement osseux [Nakashima et al., 2002]. Ostérix agirait en aval de cbfal/runx2,
principalement sur la différenciation terminale des ostéoblastes.
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Figure 5. Expression des marqueurs ostéoblastiques au cours de leur différenciation. H4: Histone H4 ; TGF-(3:
Transforming Growth Factor 8 ; FN: Fibronectine; COL: Collagene; OP: Ostéopontine, AP (et AlkP): phosphatase
alcaline; MGP: protéine Gla-matricielle ; OC: Ostéocalcine ; C'ASE: collagénase ; ECM: matrice extracellulaire
[Bilezikian, 1996]

2. Les cellules bordantes

Les ostéoblastes peuvent s’allonger et former une couche cellulaire alignée le long des surfaces
osseuses inactives, ces cellules sont appelées cellules bordantes. Elles émettent des prolongements
cytoplasmiques qui établissent des contacts avec les ostéocytes superficiels. Elles sont couplées
entre elles et aux ostéocytes par des systemes jonctionnels de type « gap ».
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Les cellules bordantes se comportent comme une barriére fonctionnelle entre la moelle osseuse et
I'os calcifié. Elles jouent un role déterminant dans le remodelage osseux car elles liberent des
substances chimiotactiques reconnues par les précurseurs ostéoclastiques. La résorption de l'os,
assurée par les ostéoclastes, serait en partie facilitée par les rétractations cytoplasmiques de ces
cellules bordantes et par la sécrétion de collagénases, sous I’action de certaines hormones, comme la
vitamine D (principalement son métabolite actif, le 1,25(0H),D;) ou encore la PTH (Hormone
ParaThyroidienne).

Les cellules bordantes constituent également une source de cellules ostéoblastiques de réserve. Sous
I"action de différents stimuli, comme la PTH, elles sont capables de se dédifférencier en ostéoblastes
actifs.

3. Les ostéocytes
Les ostéocytes sont des ostéoblastes matures, dérivant d’une différenciation terminale des

ostéoblastes, emmurés dans la matrice minéralisée au sein de logettes appelées « ostéoplastes ».

De fins prolongements cellulaires (Figure 6)permettent aux ostéocytes d’étre reliés entre eux et aux
cellules de la surface de la travée osseuse par le biais de jonctions communicantes [Civitelli, 2008].
Ce réseau leur permet de transmettre les variations des stimulations mécaniques et biochimiques qui
influencent le métabolisme osseux. Les contraintes mécaniques sont transmises de la partie corticale
vers la partie trabéculaire de I'os ol résident les activités métaboliques. Les ostéocytes ont une
activité métabolique trés faible, ils sont néanmoins capables de synthétiser du collagéne de type | qui
sera minéralisé secondairement.

o o
Figure 6. Culture d’ostéocytes murins issus d’os longs émettant des prolongements cytoplasmiques [Sorkin et
al., 2004]

4, Les ostéoclastes

ls dérivent de précurseurs circulants, apparentés a la lignée monocytaire (Figure 7). Les pré-
ostéoclastes fusionnent pour former des ostéoclastes matures multinucléés. La différenciation des
pro-monocytes en ostéoclastes se fait sous I'influence de différents facteurs de transcription (c-fos,
NF-kB) et de facteurs de croissance. Le « macrophage colony stimulating factor » (M-CSF) qui se lie a
son récepteur (c-fms) agit précocement dans la différenciation et entraine I'engagement des cellules
dans la lignée ostéoclastique. Le « receptor activating NF-kB Ligand » (RANKL), porté par la
membrane des ostéoblastes ou des cellules stromales, se lie a son récepteur RANK et stimule la
différenciation des pré-ostéoclastes en activant leur fusion et leur activation (Figure 7).
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L'ostéoprotégérine (OPG), synthétisée par les ostéoblastes, est un récepteur soluble qui a la capacité
de prévenir la différenciation et la maturation des ostéoclastes en se fixant au RANKL, inhibant ainsi
la reconnaissance RANK-RANKL [Troen, 2003] (Figure 7).
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Figure 7. Différenciation des cellules ostéoclastiques [Marie, 1999]

Les ostéoclastes matures sont des cellules géantes d’environ 100 um de diameétre et multinucléées.
L'ostéoclaste libére de nombreuses enzymes lysosomiales par exocytose entre la surface osseuse et
la membrane « plissée » ostéoclastique (Figure 8). Le pH acide (environ pH 4) dG a la sécrétion
d’acides organiques, tels que des citrates et des lactates par I'ostéoclaste, favorise I'activité des
enzymes hydrolases lysosomiales, comme la Phosphatase Acide Tartrate Résistante (TRAP), la
cathepsine K et I'activité des métalloprotéases matricielles qui vont pouvoir dégrader la matrice
collagénique. L'os résorbé laisse alors peu a peu la place a une lacune de résorption appelée « lacune
de Howship ».
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Figure 8. La résorption de la matrice osseuse par les ostéoclastes (www.merck.fr)
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D. La matrice extracellulaire
L’'os est un tissu conjonctif dont les éléments cellulaires sont inclus dans une matrice extracellulaire
(MEC) occupant environ 90% du volume tissulaire. Elle est composée de deux fractions : une phase
minérale constituée de cristaux d’hydroxyapatite, liée a une phase organique constituée
principalement de collagéne de type | (Figure 9).

Figure 9. Ostéoblastes (OB) entourés de la matrice extracellulaire composée des deux phases : organique
(PO) et minérale (PM). La barre d’échelle représente 2 um [Choi et al., 2002]

1. La matrice minérale

La phase minérale représente 50 a 70 % de la matrice osseuse. La phase minérale est constituée d’un
cristal de phosphate de calcium complexe qui se dépose a I'intérieur des fibres de collagéne de facon
ordonnée. Le principal constituant de la substance minérale des tissus calcifiés est I’hydroxyapatite
(HA) Cayg(PO4)sOH, associée a du carbonate de calcium. Le dépot de la phase minérale des tissus
calcifiés dans I'os est un phénomeéne dirigé par les cellules osseuses et par les interactions entre la
phase minérale et la phase organique de la MEC. La matrice agit ainsi comme un agent de nucléation
du cristal et comme un support servant a I'organisation de ces dép6ts minéraux.

2. La matrice organigue

Elle se compose principalement de protéines collagéniques et de protéines non collagéniques :

a) Les protéines collagéniques

La molécule de collageéne de type I dit fibrillaire, est prépondérante dans la MEC osseuse. Elle est
constituée d’une triple hélice correspondant a un enchevétrement de deux chaines identiques al et
d’une chaine a2 (Figure 10). Les molécules s’alignent ensuite dans la matrice extracellulaire pour
constituer les fibres de collagéne (Figure 10) créant des « vides », servant de sites de nucléation des
premiers cristaux d'hydroxyapatite.

Les fibres de collagene sont stabilisées par des pontages mis en place entre deux ou trois chaines, au
sein méme des molécules mais aussi entre deux molécules. Ces pontages contribuent aux propriétés
mécaniques de la trame matricielle.

Les collagenes de type lll, V et X sont également présents dans le tissu osseux a |’état de trace et plus
particulierement lors de certaines étapes de la formation osseuse. Le collagene de type V
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constituerait avec le type | des fibres hétérotypiques, dont il pourrait réguler I'assemblage et la
croissance [Birk, 2001].
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Figure 10. Schéma représentatif de I'assemblage du collagéne de type | [Rouwkema, 2007]

b) Les protéines non collagéniques
Elles représentent 10 a 15% du contenu protéique total du tissu osseux. Ces protéines participent a
I'organisation macromoléculaire du tissu osseux et peuvent intervenir dans de nombreux aspects de
la physiologie osseuse comme les mécanismes de minéralisation, la migration cellulaire (par
chimiotactisme) ou encore lors de la régulation du couplage formation/résorption de la matrice
osseuse.

L’ostéocalcine est la protéine non collagénique la plus abondante dans le tissu osseux. Elle fait partie
de la famille des Gla protéines. Ce sont des protéines contenant des résidus d’acide gamma-
carboxyglutamique (Gla), résultant d’une modification post-traductionnelle des résidus glutamate.
Elles jouent un role important dans la minéralisation, due a la haute affinité du résidu « Gla » pour le
calcium. Elle est fortement exprimée par les ostéoblastes en différenciation terminale dont elle
constitue le marqueur phénotypique le plus spécifique. Une fois sécrétée par l'ostéoblaste,
|'ostéocalcine est incorporée dans la matrice osseuse. |l a été montré que des souris dont le géne
codant pour l'ostéocalcine a été invalidé, présentent une augmentation progressive de la masse
osseuse, et un contenu minéral osseux plus élevé que les animaux sauvages [Boskey et al., 1998] [Luo
et al.,, 1997] [Ducy et al.,, 1996]. L'ostéocalcine agirait sur la formation osseuse en contrélant
I'activité des ostéoblastes et comme inhibiteur de la minéralisation [Hunter et al., 1996].

L'ostéopontine fait partie de la famille des SIBLINGs (Small Integrin-Binding Ligand N-linked
Glycoproteins). Ces protéines ne sont pas spécifiques du tissu osseux mais elles contrdlent I'activité
des cellules ostéogéniques. Dans |'os, les données de la littérature suggérent des fonctions situées a
I'interface entre les cellules et le minéral [Malaval and De Vernejoul, 2009].

La structure secondaire de I'OPN met en évidence la présence de domaines spécifiques de clivage et
de liaison aux intégrines, au calcium, a I’hydroxyapatite (Figure 11). Grace a son domaine RGD, 'OPN
joue un réle dans I'adhésion et la migration cellulaire.

L'OPN est également connue pour son rdle inhibiteur sur la nucléation et sur la croissance des
cristaux de phosphates de calcium ou d’hydroxyapatite [Pampena et al., 2004] [Hunter et al., 1996]
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[Boskey, 1996] [Hunter and Goldberg, 1994], ainsi que sur la minéralisation de la matrice
extracellulaire produite dans les cultures cellulaires in vitro [Speer et al., 2005]. Des modifications
post-traductionnelles de la protéine vont modifier son role sur la minéralisation. Ainsi Ia
déphosphorylation de I’OPN induit la perte de son effet inhibiteur [Giachelli et al., 2005] [Qin et al.,
2004] [Jono et al., 2000].

L'invalidation du géne OPN chez la souris montre qu’il n’y a pas d’altération du taux de formation
osseuse chez les souris OPN-/- comparé aux animaux OPN+/+ [Ishijima et al., 2006] [Kitahara et al.,
2003]. In vitro, I'étude de la surexpression de I'OPN dans des cultures primaires d’ostéoblastes issus
de moelle osseuse de rat montre que I'OPN est un activateur de la différenciation ostéoblastique et
de la formation de nodules minéralisés [Kojima et al., 2004]. De fagcon contradictoire, Huang et coll.
démontre par invalidation de la protéine dans des pré-ostéoblastes murins MC3T3-E1 que I'OPN est
un inhibiteur de la différenciation [Huang et al., 2004].

L'OPN joue également un réle dans le controle de I'activité ostéoclastique. Ainsi, elle intervient dans
I'ostéoclastogenése [Aitken et al., 2004] [Yamate et al., 1997], dans le recrutement et la migration
des ostéoclastes [Chellaiah et al., 2003] ainsi que dans le controle de leurs activités [Contractor et al.,
2005]. In vivo, la déficience en OPN chez la souris n’altere pas la résorption osseuse en conditions
physiologiques, en revanche, elle protege de la perte de masse osseuse induite par I'ovariectomie, le
traitement a la PTH ou lors de fortes concentrations en phosphate ainsi que lors des expériences de
suspension de I'animal par la queue [Ishijima et al., 2006] [Koyama et al., 2006] [lhara et al., 2001]
[Yoshitake et al., 1999]. Ces données suggerent un réle majeur de I'OPN sur |’activité de |'ostéoclaste
et par conséquent dans la résorption osseuse lors de situations pathologiques [Monfoulet et al.,
2010].
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Figure 11. Structure secondaire de I'ostéopontine [Sodek et al., 2000]

La sialoprotéine osseuse (BSP) est une autre protéine faisant partie également de la famille des
SIBLINGs. La structure de la BSP est relativement similaire a celle de I'OPN, elle possede des
domaines riches en acide aspartique permettant la liaison a I’hydroxyapatite et un peptide RGD
assurant I'adhérence cellulaire, dépendant des intégrines (Figure 12).
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Outre son effet sur la minéralisation du tissu osseux, la BSP participe a la régulation des activités
ostéoblastiques et ostéoclastiques. Par leur liaison aux intégrines, les BSP peuvent réguler la
migration des cellules pré-ostéoblastiques [Karadag and Fisher, 2006]. Grace a la présence du
peptide RGD dans sa séquence, la BSP intervient dans I'adhérence et la migration des cellules
endothéliales humaines in vitro, favorisant I'angiogenese [Bellahcene et al., 2000]. Par ailleurs, les
travaux de surexpression de la BSP, par utilisation d’un vecteur adénoviral ou par supplémentation
en BSP recombinante, conduisent a une expression augmentée dans les cellules ostéoblastiques
MC3T3-E1 de marqueurs spécifiques, tels que la phosphatase alcaline ou encore I'ostéocalcine. A
I'inverse, I'extinction de I’expression de la BSP a l'aide de shRNA provoque la diminution de
I’expression de ces mémes marqueurs, ainsi que de l'incorporation de calcéine et de la formation des
nodules minéralisés, suggérant que la BSP agirait comme un activateur de la différenciation
ostéoblastique [Gordon et al., 2007] et un role majeur dans la minéralisation.

Ces résultats sont concordants avec ceux obtenus lors de la différenciation de cultures primaires de
cellules stromales de moelle osseuse de souris déficientes en BSP vers le lignage ostéoblastique pour
lesquelles une altération de la formation des nodules minéralisés a été décrite [Malaval et al., 2008].
Le phénotype osseux des souris BSP-/- suggére que les deux lignages, ostéoblastiques et
ostéoclastiques, sont affectés par la délétion, entrainant un renouvellement osseux plus lent. La
déficience en BSP engendre un retard de réparation intramembranaire d’'un défaut osseux [Malaval
et al., 2009b] [Malaval et al., 2009a]. La BSP au contraire de I'ostéopontine va jouer un réle positif
dans la formation osseuse au cours de la réparation [Monfoulet et al., 2010]. A I'inverse, les souris
surexprimant la BSP présentent une diminution du volume osseux trabéculaire associée a une
augmentation du nombre d’ostéoclastes, alors qu’il n’y a pas d’altération du nombre d’ostéoblastes,
démontrant ainsi que la surexpression de la BSP entraine le découplage des activités ostéoblastiques
et ostéoclastiques [Valverde et al., 2008].

La phosphatase alcaline, enzyme synthétisée en grande quantité par les ostéoblastes, est une
glycoprotéine initialement attachée a la membrane par un pont phosphoinositol, qui peut étre clivée
et se retrouver dans la matrice minéralisée, lieu probable de son action. Il semble que son role soit
prépondérant dans le processus de minéralisation. En effet, elle permet de concentrer les ions
phosphates inorganiques (Pi) par hydrolyse de substrats organiques phosphorylés (nucléotides
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triphosphates NTP, B-glycérophosphate) dont les pyrophosphates (PPi) qui agissent comme des
inhibiteurs de la minéralisation (Figure 13) [Balcerzak et al., 2003].
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Figure 13. Role de la phosphatase alcaline (PAL) dans la minéralisation [Balcerzak et al., 2003]

L’ostéonectine représente environ 2% des protéines osseuses. C'est une glycoprotéine phosphorylée
fortement exprimée par les ostéoblastes différenciés. Elle présente une affinité élevée pour le
collagene de type |, le calcium et I'hydroxyapatite. Bien que non spécifique du tissu osseux, elle
semble jouer un réle important dans la prolifération ostéoblastique, ainsi que dans la minéralisation
de la MEC, elle est un puissant inhibiteur de la formation des cristaux d’hydroxyapatite.

Les protéoglycanes (PG) sont des glycoprotéines auxquelles sont attachées des chaines de
glycosaminoglycanes (GAG). Les GAG sont des polymeres d’unités disaccharidiques qui s’associent a
une grande variété de protéines, matricielles ou membranaires, dont plusieurs récepteurs de
facteurs de croissance et cytokines. La décorine et le biglycane, appartiennent a la famille des
protéoglycanes riches en leucine (SLRP : small Leucin-Rich Proteoglycan) sont majoritaires dans I'os.
La décorine est impliquée dans la fibrillogenese du collagéne. La délétion du géne du biglycane chez
la souris conduit a une diminution significative de I'os trabéculaire, indiquant son réle positif dans la
formation osseuse [Fleischmajer et al., 1987]. Les PG sont associés aux fibres de collagéne de type |,
ils sont des régulateurs de la mise en place et de la stabilité de la trame collagénique et pourraient
étre impliqués dans le processus de minéralisation de la matrice osseuse. lls jouent également un
tres grand rdle dans le stockage matriciel et la présentation aux cellules de facteurs de croissance,
notamment le TGF-B et de cytokines (IL-1, IL-6) influengant la prolifération et la différenciation
cellulaire.

En ce qui concerne, les autres facteurs protéiques non collagéniques, les protéines plasmatiques et
différents facteurs de croissance peuvent étre séquestrés dans la matrice osseuse. lls ne
représentent que 2 a 4% des protéines totales de la matrice. Parmi les facteurs de croissance, les
BMPs, le PDGF, le TGF-3, les IGF | et Il et le bFGF ainsi que le VEGF ou encore le bFGF jouent un réle
majeur sur l'activité des cellules osseuses et de leurs progéniteurs et ont la capacité de réguler le
remodelage osseux et la réparation tissulaire lorsqu’ils sont libérés de la matrice osseuse [Solheim,
1998].
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E. Leremodelage osseux

Le tissu osseux est un tissu dynamique, il est sans cesse remanié par un mécanisme associant
étroitement les phénoménes de résorption et de formation. Ce remaniement intervient tout au long
de la vie au cours de l'ostéogenese. Ce remaniement permet en particulier au tissu osseux de
s’adapter et de modifier sa structure en fonction des contraintes mécaniques et/ou biochimiques
environnantes. Les cellules impliquées dans le remodelage osseux et présentes au niveau des
surfaces osseuses résorbées sont en contact étroit avec les cellules de la cavité médullaire, qui
produisent de nombreuses cytokines et facteurs de croissance au potentiel ostéotropique. Bien que
la structure et la fonction de I'os cortical different de celles de I'os spongieux, le remodelage obéit
aux mémes principes biologiques.

Lors de la résorption osseuse, les cellules souches ostéoclastiques sont recrutées et se différencient
en ostéoclastes matures. La sécrétion d’enzymes comme la TRAP permet une dégradation osseuse
efficace en résorbant le calcium de la matrice extracellulaire. Puis, les ostéoclastes recoivent un

signal inhibiteur, leurs prolongements dendritiques se rétractent et I'étape de réversion débute. Les
cellules pré-ostéoblastiques sont alors mobilisées et se différencient en ostéoblastes matures qui

assurent la formation de I'os en déposant une matrice minéralisée.
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Figure 14. Cycle du remodelage osseux (Université de Michigan, http://www.umich.edu/)

Le remodelage des structures corticales se fait par des unités de remodelage osseux (BRU). Au sein
de ces unités, résorption, transition, formation osseuse et minéralisation se succedent, conduisant au
remodelage de la MEC. Ce remodelage s’accompagne du remaniement des structures vasculaires
présentes dans le canal haversien (Figure 14) [Parfitt, 2000]. Le remodelage osseux est ainsi un
processus complexe faisant intervenir de nombreuses fonctions cellulaires orientées vers la
coordination de la résorption et de la néoformation osseuse. Ces fonctions cellulaires et leur
coordination sont elles-mémes sous la dépendance de facteurs systémiques (PTH, calcitonine,
glucocorticoides, hormones sexuelles), locaux et de facteurs mécaniques. De multiples facteurs
séquestrés dans la MEC, peuvent également stimuler la formation osseuse. C’est le cas des facteurs
de croissance de la superfamille du TGF-B, les BMPs, le VEGF, le bFGF ou encore I'lGFI et IGFII. Ces
facteurs, liés a la matrice, peuvent étre libérés lors de la résorption de la matrice sous I'action des
métalloprotéinases matricielles (MMPs).
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F. La vascularisation dans le tissu osseux
Le tissu osseux est un tissu vascularisé contrairement aux autres tissus conjonctifs comme le
cartilage. D’un point de vue physiologique, la vascularisation joue un role essentiel lors des
mécanismes de réparation, de développement et de remodelage du tissu osseux.
Il a été montré qu’une vascularisation absente ou défectueuse aboutit a un développement anormal
du tissu osseux, a une réparation incomplete [Glowacki, 1998] et peut engendrer des pathologies
osseuses. Les travaux de Hunter et coll. ont démontré la synergie évolutive entre ostéogenése et
angiogenése dans le cas du rachitisme : I'absence de 1,25(0OH),D; s’accompagne non seulement
d’une diminution de I'ossification endochondrale avec une prolifération anarchique du cartilage qui
demeure avascularisé, mais également d’une atteinte vasculaire tant morphologique, histologique,
gue fonctionnelle, en périphérie du cartilage. Ces phénomenes sont parfaitement réversibles, avec
un retour a la normale, coordonnés dans le temps, dés I'adjonction de 1,25(0OH),D; [Hunter et al.,
1991]. Dans le cas de la maladie de Paget, le couplage résorption/reconstruction osseuse est
anarchique, et cette pathologie s’accompagne d’un développement local anormalement élevé et non
structuré de la vascularisation artério-veineuse a 'origine de graves perturbations hémodynamiques
[Tarquini et al., 1998].
Dés 1953, avec les travaux de Trueta et Harrison [Trueta and Harrison, 1953], la vascularisation
osseuse a pu étre mise en évidence dans la téte fémorale grace a la technique de microangiographie
au sulfate de baryum. Un peu plus tard, Fisher et coll. [Fischer, 1977] ont repris cette technique et
leurs travaux ont permis la visualisation des vaisseaux sanguins dans I’humérus (Figure 15A).
Le systéme vasculaire de I'os se décompose en trois parties : le systeme artériel, capillaire et veineux.
La vascularisation des os longs est assurée par des artéres richement anastomosées qui se ramifient
en artérioles puis en capillaires transcorticales (Figure 15B). Les arteres diaphysaires nourriciéres
sont responsables de l'irrigation de la région médullaire ainsi qu’'une partie des épiphyses. Ces
arteres se ramifient et donnent naissance au réseau endostéal mais rejoignent aussi les capillaires
épiphysaires et métaphysaires. Les artéres situées au niveau des épiphyses et métaphyses forment
un réseau anastomotique dans I'ensemble de I'os trabéculaire. Les artéres sont aussi présentes au
niveau du périoste a la surface de la diaphyse.
La microcirculation de I'os est assurée par les nombreux capillaires et sinusoides présents au niveau
médullaire, cortical et périosté. Les vaisseaux du systéme cortical circulent dans les canaux de
Havers, au centre de I'ostéon mais aussi par les canaux de Volkman servant de passerelle entre les
différentes cellules du micro-environnement osseux.
Enfin, les veines du systéme vasculaire osseux sont trés nombreuses puisqu’elles doublent, voire
plus, le systeme artériel (Figure 15C). Le retour veineux médullaire se fait grace a un volumineux
sinus veineux central, parallele aux arteres nourriciéres. Les veines nourricieres et perforantes
assurent le drainage sanguin des régions épiphysaires et métaphysaires vers I'extérieur de I'os.
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Figure 15. La vascularisation osseuse. A : Visualisation de la vascularisation d’un os long grace a la technique
de microangiographie au sulfate de baryum. Coupe frontale de la moitié supérieure de I'humérus chez un
adulte. Le systéme nourricier centro-médullaire et les vaisseaux périostés sont bien visibles. B et C : Schéma
des systemes artériel et veineux d’un os long, respectivement [Laroche, 2002]

Les liens étroits entre le remodelage osseux et la vascularisation ont été mis en évidence par la
présence de capillaires artériels dans les lacunes de résorption et I'existence de sinus veineux
associés a la néoformation osseuse [Laroche, 2002] [Choi et al., 2002]. Ainsi, la vascularisation intra-
osseuse peut et doit s’adapter au remodelage osseux par production de néovaisseaux, grace a
I'angiogenése et/ou par augmentation du débit sanguin par vasodilatation. De maniére générale,
toute circonstance qui provoque une augmentation du remodelage osseux s’accompagne d’une
augmentation du nombre de vaisseaux et du débit sanguin.

L'importance de la néovascularisation lors du remodelage du tissu osseux, ou de I'ostéogenése est
liée au dialogue intercellulaire entre les cellules responsables de la vascularisation et les cellules
osseuses. Les cellules endothéliales et les cellules ostéoblastiques peuvent communiquer via la
production de facteurs angiogenes tels que le VEGFs; qui reste I'élément clé de ce couplage
cellulaire mais aussi par d’autres facteurs ostéogenes comme les BMPs (BMP2, BMP4, BMP7) qui
peuvent agir de facon autocrine et/ou paracrine. Outres les facteurs sécrétés, d’autres modes de
communication peuvent exister en sollicitant en particulier des jonctions cellulaires. Les cellules
peuvent créer des jonctions intercellulaires (Figure 16) qui peuvent étre communicantes via la
fonction des connexines [Civitelli, 2008] [Villars et al., 2002], adhérentes via I'activité des cadhérines
[Mbalaviele et al., 2006] [Wallez et al., 2006] ou en créant des interactions avec la matrice
extracellulaire, via I'activité des intégrines [Siebers et al., 2005] [Marie, 2002].
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Figure 16. Les modes de communication entre les cellules [Marie, 2002]
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Ce dialogue intercellulaire a des conséquences sur l'activité et la fonction des deux types cellulaires.
Il a été montré que la survie des cellules endothéliales était prolongée en présence de cellules
ostéoblastiques [Unger et al., 2007] ou de cellules mésenchymateuses indifférenciées. Des études
rapportent que le VEGF¢s [Kaigler et al., 2005] [Bouletreau et al., 2002] [Deckers et al., 2002] sécrété
par les ostéoprogéniteurs est capable de stimuler I'angiogenese et la migration des cellules
endothéliales [Athanasopoulos et al., 2007].

Réciproquement, les cellules endothéliales peuvent agir sur le remodelage osseux soit en agissant sur
la fonction ostéoblastique ou de facon moins connue sur la fonction ostéoclastique. La présence de
cellules endothéliales accélere I'expression du phénotype ostéoblastique par les cellules
ostéoprogénitrices [Rouwkema et al., 2006] [Kaigler et al., 2005] [Villars et al., 2002] via la sécrétion
de BMP-2 ou encore par contact direct et |'établissement de jonctions intercellulaires.

D’autres travaux pourraient démontrer un effet inverse selon les types cellulaires utilisés dans des
modeles de coculture directe ou indirecte de ces deux types cellulaires (voir paragraphe IVB1b). En
particulier, certains travaux montrent que les cellules endothéliales pourraient inhiber Ia
différenciation des MSCs en ostéoblastes matures [Meury et al., 2006] et maintenir ainsi les cellules a
un état d’ostéoprogéniteurs. La variabilité de ces résultats semble due aux différentes conditions
expérimentales de coculture: culture statique, culture dynamique, culture en hypoxie (voir
paragraphe 1VB2b). En effet, des conditions hypoxiques permettent de favoriser I'angiogeneése in
vitro [Phillips et al., 1995] mais d’autre part peuvent ralentir la différenciation ostéogénique des
MSCs [Xu et al., 2007] [Grayson et al., 2007] [Martin-Rendon et al., 2007] [Fehrer et al., 2007].

. La physiologie de la réparation osseuse

Le tissu osseux a la capacité de se régénérer spontanément, de restaurer les propriétés
géomeétriques, physiques et fonctionnelles de la zone traumatisée, mais seulement dans le cas de
faibles pertes de substance osseuse.

A. Ontogeneése et réparation osseuse
Quel que soit le type de Iésions osseuses, les mécanismes mis en place pour restaurer |'architecture
et la fonction de l'os, récapitulent les événements cellulaires et moléculaires de la formation
embryonnaire osseuse et du remodelage [Shapiro, 2008] [Gerstenfeld et al., 2003b] [Cullinane et al.,
2002] [Ferguson et al., 1999]. Pour certains auteurs, les mécanismes mis en jeu au cours de la
réparation dépendent des mémes voies impliquées au cours du développement [Vortkamp et al.,
1998] [lwasaki et al., 1997] [Sandberg et al., 1993]. Cependant, deux points majeurs distinguent ces
deux mécanismes. Tout d’abord, au sein du bourgeon embryonnaire, les mécanismes d’ontogenése
sont guidés par des gradients de morphogenes tels que les BMPs, le TGF-f3, la voie Wnt [Gerstenfeld
et al., 2003b]. Dans un environnement fracturaire, I'initiation de |'ossification fait suite a une phase
hémostatique et inflammatoire. L'inflammation et I’'hémostase liberent des facteurs de croissance,
de nombreuses cytokines et chimiokines tels que I'lL-1, I'IL-6, des prostaglandines (PGE2), du TNFa..
L’'ensemble de ces facteurs constiturait un environnement biochimique différent de celui présent
dans le bourgeon osseux embryonnaire [Bruder et al., 1994] [Bolander, 1992]. De plus, I'ostéogenese
embryonnaire se déroule dans un tissu mou, non minéralisé et relativement peu soumis aux
contraintes mécaniques. Au contraire, les mécanismes de réparation osseuse se déroulent, par
24



définition au sein d’une lésion d’un tissu osseux adulte. Ce tissu adulte peut étre soumis a différentes
forces mécaniques, forces de compression, de cisaillement, ou encore d’étirement, qui auront une
forte influence sur le processus de réparation [Henderson and Carter, 2002].

B. Les différents types de réparation osseuse

De facon générale, les lésions osseuses peuvent étre classées en plusieurs catégories. Les fractures,
formées spontanément suite a une chute par exemple, dans un environnement non stabilisé ou les
forces mécaniques peuvent étre élevées, feront appel a une réparation endochondrale avec mise en
place d’un premier tissu cartilagineux. Pour les fractures stabilisées ainsi que pour les défauts formés
lors de chirurgie (exérése de tumeur, remplacement de ligaments, préléevement de greffon en vue
d’une greffe osseuse autologue,...) la réparation osseuse directe, sans phase cartilagineuse, sera
favorisée.
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Figure 17. Les différents types de réparation osseuse. (A) Réparation osseuse indirecte ou endochondrale (B,
C) Réparation osseuse directe ou intramembranaire [Stroncek and Reichert, 2008]

1. Réparation osseuse indirecte ou endochondrale

La réparation endochondrale est observée uniqguement pour les os longs dans un espace inter-
fragmentaire, large et mobile et met en jeu des phases de prolifération cellulaire, de différenciation,
de migration et de remodelage de la MEC (Figure 17A).

Les cellules mésenchymateuses sont recrutées a partir du périoste et de la moelle osseuse et
synthétisent alors une MEC composée principalement de collagéne de type | et de hyaluronane
(Figure 18). Ces cellules vont proliférer et synthétiser une matrice de collagéne de type |, Ill et de
fibronectine. Elles vont se différencier en chondrocytes entre le 7°™ et le 21°™ jour et vont
synthétiser une matrice cartilagineuse avasculaire constituée de collagéne de type Il, IX et XI,
d’agréganes [Mackie et al., 2008] et de protéoglycanes (Figure 18). Cette matrice va constituer un cal
mou qui va dans un premier temps stabiliser la fracture. Puis, la maquette cartilagineuse s’amplifie,
conduisant a I’hypertrophie des chondrocytes inclus au centre de I'ébauche, et a une calcification de
la matrice cartilagineuse environnante. Ce processus de calcification s’"accompagne de 'apoptose des
chondrocytes hypertrophiques et enclenche le processus de dégradation de la matrice par les
chondroclastes. Les vaisseaux sanguins envahissent la région cartilagineuse calcifiée, forment des
capillaires et établissent un environnement favorable a la différenciation des cellules
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mésenchymateuses en ostéoblastes. Ceux-ci vont déposer le tissu ostéoide le long des travées
cartilagineuses calcifiées, et un second cycle remplacera cet ostéoide par de I'os lamellaire.

prechondrocytes pre-cartilage chondrocyte hypertrophy osteoblast
condensation proliferation, differentiation
differentiation

0o 6B *-—/ a9
OZSRMCIENg ' 1 L

-

o collagen type | o collagen a collagen a collagen type X mineralized

= hyaluronan type |, lll type Il, IX, Xl ~ hydroxyapatite woven bone matrix
e fibronectin = aggrecan = blood vessel

Figure 18. Modifications de la composition de la MEC au cours de la réparation endochondrale [Sundelacruz
and Kaplan, 2009]

2. Réparation osseuse directe ou intramembranaire

La réparation des os plats se fait selon ce mode de réparation (Figure 17B). Elle est observée dans un
environnement stable d’un point de vue mécanique, pour des tailles de Iésions comprises entre 0.25
et 0.5 mm [Stroncek and Reichert, 2008]. Ce mode de réparation ne passe pas par une étape
intermédiaire de type cartilagineuse. Les cellules ostéoprogénitrices provenant de la moelle osseuse
et du périoste se différencient en pré-ostéoblastes puis en ostéoblastes dans une zone
hypervascularisée dans les 24 heures suivant la fracture. Au bout du troisieme jour, ces cellules
synthétisent une matrice dont les fibres collagéniques n’ont pas d’orientation spécifique et dont la
minéralisation n’est pas ordonnée, ce tissu est appelé « cal dur» ou « cal osseux ». Le taux de
prolifération des cellules recrutées sur le site de Iésion est maximal entre le jour 7 et jour 10 et
diminue a partir du quatorzieme jour [Tsiridis et al., 2007]. La minéralisation se fait par zones
disséminées de facon aléatoire, du centre vers la périphérie de la |ésion. Ce type d’os est appelé « os
tissé », il sera remplacé par de I'os lamellaire mature aprés remodelage [Dimitriou et al., 2005]
[Einhorn, 1998].

Un autre type de réparation primaire (Figure 17C) fait intervenir principalement les ostéoblastes et
les ostéoclastes du systeme Haversien. Les ostéoclastes au sein d’unités de remodelage vont
résorber les zones osseuses nécrotiques de chaque coté de la Iésion. Les ostéoblastes du systeme
haversien produiront directement a la suite un os lamellaire paralléle a I'axe de 'os. Ce mode de
réparation se caractérise par I'absence d’une phase cartilagineuse et de remodelage osseux. Il se
réalise dans un environnement sans espace inter-fragmentaire et stable [Shapiro, 2008].

C. Les phases de la réparation osseuse
De facon générale, quel que soit le type de Iésion, le processus de réparation tissulaire est orchestré
selon une cascade d’évenements a laquelle correspondent des activités cellulaires et une production
de facteurs de croissance ou de cytokines trés spécifiques de chacune des étapes (Tableau 1).
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Day 1 Hasmatoma formation, inflammation Cytokines: IL-1, IL-6, TNF-x released
by inflammatory cells
Recruitment of mesenchymal cells PDGF, TFG-beta released from
degranulating platelets
Ostepgenic differentiation of M5Cs from bone marrow BMP-2 expression and restricted to
day 1 expression of GDF-8
Day 3 M5Cs proliferation begins Decline of cytokines levels
Proliferation and dif ferentiation of Expression of TGF-B2, -B3, GDF-10,
preosteoblasts and osteoblasts in regions BMP-5, -6
of intramembranous ossification
Angiogenssis begins Angiopoietin-1 is induced
Day 7 Peak of cell proliferation in intramembranous Peak of TGF-BZ and -B3 expression
ossification between days 7 and 10
Chondrogenesis and endochondral Expression of GDF-5 and probably
ossification begins (days 9—14 maturation GDF-1
of chondrocytes)
Day 14 Cessation of cell proliferation in intramembranous Decreased levels of expression for
ossification, but osteoblastic activity continues TGF-p2, GDF-5, and probably GDF-1
Mineralization of the soft callus, cartilage resorption, Expression of BMP-3, -4, -7, and -8
and woven bone formation
Meo-angiogenesis which infiltrates along VEGFs expression
new mesenchymal cells
Phase of most active osteogenesis until day 21 Second increase of IL-1 and THF-o
which continues during bone
remodelling
Day 21 Woven bone remodelled and subseguently Decreased expression of TGF-{1

replaced by lamellar bone

and TGF-B3, GDF-10, and BMPs (2-8)

Tableau 1. Cinétique des événements cellulaires et expression des molécules de signalisation durant la
réparation osseuse chez la souris [Dimitriou et al., 2005]

1. Phase inflammatoire

La réparation naturelle d’un tissu est toujours précédée d’une succession de mécanismes qui incluent
une réaction inflammatoire avec une sécrétion de cytokines inflammatoires qui jouent un réle
prépondérant dans les mécanismes de néovascularisation du tissu Iésé et dans le recrutement des
différents types cellulaires sollicités dans la reconstruction du tissu. Lors d’une lésion tissulaire, d’une
fracture d’un traumatisme chirurgical, de I"évolution d’un foyer septique il y a effractions vasculaires
qui entrainent l'irruption de sang en dehors des vaisseaux (hémorragie). Aprés I'agrégation et la
dégranulation plaquettaires (libération de cytokines et de facteurs de croissance PDGF, TGF-B), la
coagulation conduit en quelques minutes a la formation d’un caillot ou hématome qui servira de
support a la formation du cal. Il crée une matrice extracellulaire provisoire permettant grace a des
signaux chimiotactiques la migration des différents types cellulaires dont les cellules inflammatoires.
Des cellules phagocytaires comme les macrophages ou les granulocytes sont ainsi recrutées et
permettent |'étape de détersion puis la synthése de collagene par des fibroblastes donnant naissance
a un tissu de granulation ou tissu fibreux. Mais ce tissu n’est pas permanent, il sera dégradé par des
MMPs et remodelé par les cellules ostéogéniques pour laisser la place au tissu néoformé.

Cette phase inflammatoire, associée a un mécanisme de réparation naturelle, peut également
intervenir suite a I'implantation d’un biomatériau. Dans ce dernier cas, cette étape inflammatoire et
le degré d’inflammation seront étroitement liés a la nature de la matrice implantée. Dans tous les
cas, cette étape reste indispensable a tout phénomene de réparation tissulaire et peut faciliter en
outre l'intégration de biomatériaux dans le tissu hote.
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2. Vascularisation
Lors de la réparation naturelle, la formation de vaisseaux doit étre coordonnée au processus de
réparation car elle permet I'acheminement de facteurs de croissance, de cytokines et des différents
types cellulaires au niveau du foyer fracturaire, des facteurs de croissance et des cytokines. Un déficit
vasculaire peut étre a 'origine d’un retard, voire une absence de cicatrisation.
La formation des vaisseaux permet la mise en place du cal osseux en participant a 'acheminement de
progéniteurs ostéoblastiques. Par ailleurs la communication entre les cellules endothéliales et les
ostéoblastes reste importante pour la régulation de la différenciation des cellules
mésenchymateuses vers le lignage ostéoblastique et la formation osseuse [Grellier, 2008] [Ferguson
etal.,, 1999] [Vu et al., 1998].
La teneur en oxygene au sein du foyer de fracture joue également un rbéle majeur dans la
cicatrisation puisqu’elle influe directement sur la différenciation des cellules progénitrices. Les
cellules souches se différencient vers le lignage chondroblastique si la teneur en oxygene est basse et
en ostéoblastes si la teneur est élevée [Gerber and Ferrara, 2000]. Parmi les autres facteurs
essentiels a la néoangiogenése et dont certains sont sensibles a I’"hypoxie, nous citerons le réle du
VEGF 5 [Street et al., 2002] et de I'angiopoietine [Hankenson et al., 2011] [Pacicca et al., 2003].

3. Formation du cal

Le tissu de granulation ainsi formé est sans tenue mécanique et remplace rapidement I’"hématome.
Sous I'action de différents facteurs de croissance (TGF-f3, BMP, FGF, PDGF) présents dans le tissu de
granulation, les cellules mésenchymateuses proliferent au sein de ce tissu qui devient un « cal mou ».
Si le tissu de granulation est appauvri en oxygéne, les cellules mésenchymateuses se différencient en
chondroblastes et permettent la mise en place d’un cal fibro-cartilagineux qui sera remodelé en « cal
dur » ou cal osseux. En présence d’un taux élevé en oxygene, les cellules mésenchymateuses se
différencient en ostéoblastes qui vont alors constituer directement le cal « osseux ».

4, Minéralisation du cal

La minéralisation résulte du dépot d’'une substance minérale au sein de la matrice organique
extracellulaire. Cette matrice agit comme un agent de nucléation du cristal et comme support
servant a l'organisation de ces dépots minéraux. La phase minérale est constituée d’un cristal de
phosphate de calcium complexe, qui se dépose sur l'intérieur des fibrilles de collagéne de fagon
ordonnée. De facon plus précise, la phase d’ostéogenese s’initie par des dépots de matrice
extracellulaire contenant du collagene |, lll, V et XI au sein du cal. La précipitation et la croissance des
cristaux de phosphate de calcium se poursuivent au sein de la matrice par d’autres protéines non
collagéniques, telles que I'ostéopontine, I'ostéonectine, synthétisées par les cellules constituant le
cal. La synthese de ces protéines dépend des facteurs de croissance (TGF-B, IGF1 et IGF2) et des
conditions mécaniques locales, présents dans I’hématome fracturaire [Linkhart et al., 1996].

5. Remodelage
La derniere phase de la réparation est le remodelage de I'os primaire en un os cortical ou

trabéculaire lamellaire. Cette phase est aussi appelée formation osseuse secondaire. Ce processus de
remodelage est conduit par une résorption osseuse, accomplie par les ostéoclastes, suivie d’une
formation osseuse par les ostéoblastes. Cette réorganisation peut s’étendre de 2 a 12 mois. Le tissu
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cicatriciel retrouve alors ses propriétés mécaniques [Claes and Heigele, 1999] grace a la
réorganisation structurale de sa trame collagénique.

D. Les acteurs de la réparation du tissu osseux
Au cours de la réparation osseuse, trois grandes catégories d’acteurs agissent de maniere
coordonnée, afin de favoriser la régénération du tissu osseux. Ces acteurs sont les cellules de
différentes origines, en particulier les cellules ostéogéniques, le micro-environnement biochimique
au travers des facteurs de croissance libérés localement et enfin le micro-environnement mécanique.

1. Les acteurs cellulaires

La néoformation osseuse fait intervenir de nombreux types cellulaires dont les acteurs principaux
sont les cellules ostéogéniques pouvant étre issues de différentes origines [Shapiro, 2008]:

- Les cellules du périoste,

- Les cellules bordantes de I'endoste,

- Les cellules mésenchymateuses non différenciées de la moelle osseuse,

- Les cellules des tissus mous et des tissus conjonctifs environnants.

a) Les ostéoprogéniteurs issus du périoste

Le périoste est un tissu conjonctif ancré a I'os par les fibres de Sharpey. Il se compose d’une couche
fibreuse externe contenant des fibroblastes et les fibres de Sharpey et d’une couche interne (dite
couche cambiale) regroupant des nerfs, des capillaires, des ostéoblastes et des cellules souches
mésenchymateuses. Le périoste est un tissu ostéogénique richement vascularisé dont les capillaires
et artérioles sont directement en contact avec le systéme vasculaire osseux [Schindeler et al., 2009]
[Zhang et al., 2008] [Allen et al., 2004].

Le périoste est une source potentielle de cellules ostéoprogénitrices pour la réparation osseuse. Son
ablation conduit a une altération des processus de réparation [Ozaki et al., 2000]. De plus, les travaux
de Colnot et coll. tendent a montrer qu’au cours de la réparation d’une fracture par ossification
endochondrale, les ostéo-chondroprogéniteurs ne sont pas issus de la moelle osseuse, suggérant une
origine périostée [Colnot, 2009] [Colnot et al., 2006].

b) Les cellules bordantes
Elles se comportent comme une barriere fonctionnelle entre la moelle osseuse et I'os calcifié, elles
tapissent la cavité des canaux haversiens. Les canaux haversiens sont isolés de la moelle, du périoste
et de I'endoste. Par conséquent, ils contiennent leurs propres progéniteurs ostéoblastiques, qui
seront recrutés lors du remodelage de I'os cortical. Les cellules bordantes sont des ostéoblastes qui
interviendraient dans le processus de réparation tissulaire lors de la conversion du cal « mou » en cal
« dur » [Colnot, 2009].

c) Les cellules mésenchymateuses de la moelle osseuse
La moelle osseuse contient des cellules mésenchymateuses capables de se différencier en plusieurs
types cellulaires (chondrocytes, ostéoblastes) [Augello and De Bari, 2010]. Des nombreuses études
prouvent I'implication de cette niche cellulaire dans la réparation tissulaire [Rustad et al., 2011] [Di
Maggio et al., 2011].
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Les travaux de Colnot et coll. démontrent que les cellules ostéoblastiques participent a I'ossification
intramembranaire, survenant lors de la réparation d’une lésion osseuse stabilisée, et sont en partie
d’origine médullaire [Colnot, 2009] [Colnot et al., 2006] [Colnot et al., 2005].

Pendant le processus de cicatrisation, ces cellules sont sensibles a différents facteurs de croissance,
libérés au cours du processus de cicatrisation (voir paragraphe IID2) et sous I'action de contraintes
mécaniques (voir paragraphe 1ID3). Stimulées, ces cellules peuvent étre recrutées et acheminées par
le réseau vasculaire afin de proliférer et de se différencier au sein du foyer fracturaire [Shirley et al.,
2005].

d) Les cellules des tissus mous et des tissus conjonctifs environnants

L'os est entouré de tissus mous. Le tibia, par exemple, est recouvert sur sa face antérieure
majoritairement par du tissu cutané et sur sa face postérieure par du tissu musculaire. Harry et coll.
ont montré que la séparation des tissus mous de l'os fracturé, grace a un film de PTFE
(PolyTétraFluoroEthyléne), entraine une altération de la réparation suggérant un réle du tissu
musculaire et cutané dans le processus de réparation osseuse [Harry et al.,, 2008]. In vitro, le
potentiel ostéogénique des cellules du tissu musculaire a été démontré par leur réponse aux BMPs
[Schindeler et al., 2009] [Musgrave et al., 2002] [Musgrave et al., 2001]. Le tissu musculaire
contiendrait en particulier des cellules stromales capables de se différencier en ostéoblastes sous
I"action du TNFa in vitro [Glass et al., 2011].

2. Le micro-environnement biochimique

a) Les facteurs solubles

De nombreux facteurs solubles sont impliqués dans le mécanisme de réparation tissulaire. Il s’agit de
cytokines inflammatoires ou de facteurs de croissance ayant un profil d’expression temporelle
d’expression bien précis durant le processus de réparation.

Les cytokines proinflammatoires (IL-1, IL-6, TNFa) sont connues pour jouer un réle dans l'initiation
de la cascade de réparation tissulaire. Les cytokines régulent la formation osseuse endochondrale et
le remodelage. Elles sont sécrétées par les macrophages et les cellules de I'immunité mais aussi par
les cellules mésenchymateuses issues du périoste. Elles possedent un effet chimiotactique sur
d’autres cellules inflammatoires, stimulent I'angiogenése et la synthése de matrice extracellulaire.
Parmi elles, Le TNFa induit le recrutement des MSCs, I'apoptose des chondrocytes hypertrophiques
pendant |'ossification endochondrale et stimule la fonction ostéoclastique [Tsiridis et al., 2007]
[Dimitriou et al., 2005]. L'absence de TNFa inhibe la résorption du cartilage altérant donc la
formation osseuse [Gerstenfeld et al.,, 2003a]. Les cytokines proinflammatoires présentent un pic
d’expression dans les premieres 24 heures suivant la fracture qui diminue pendant la période de
formation du cartilage puis augmentent a nouveau lors de la phase de remodelage.

Les facteurs de croissance vont également jouer un role important dans l’initiation du processus de
réparation. Parmi eux nous citerons :

Le PDGF (Platelet Derived Growth Factor) est synthétisé par les plaquettes, les monocytes, les
macrophages, les cellules endothéliales et les ostéoblastes dans les phases précoces de réparation.
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C’est un dimeére codé par deux génes différents, le PDGF-A et le PDGF-B. Le polypeptide peut exister
sous la forme d’'un homodimere PDGF-AA ou PDGF-BB, ou sous la forme d’un hétérodimere: PDGF-
AB. Les ostéoblastes peuvent synthétiser tous les isoformes de PDGF puisqu’ils expriment les deux
genes. |l exerce son effet via un récepteur a activité tyrosine kinase, et sa fixation peut étre modulée
par certaines cytokines inflammatoires dont I'lL1 et le TNFa.. C’est un puissant mitogene pour les
cellules mésenchymateuses. Il intervient dans le chimiotactisme des cellules inflammatoires et dans
le recrutement et la prolifération des cellules mésenchymateuses. De nombreux auteurs ont montré
une augmentation de la densité du volume du cal formé suite a une ostéotomie chez les lapins traités
au PDGF [Fiedler et al., 2002] [Nash et al., 1994] [Bolander, 1992].

L’EGF (Epithelial Growth Factor) peut induire la prolifération des progéniteurs ostéoblastiques mais
inhibe la synthese de collagene de type | par les ostéoblastes matures [Thomas, 2008]. Il peut aussi
stimuler la synthese de prostaglandines, dont la prostaglandine E2 (PGE2), principale prostaglandine
synthétisée par les ostéoblastes. Administrées par voie locale, les prostaglandines augmentent la
formation périostée et la vascularisation. Comme les prostaglandines, les leucotriénes sont associés a
la résorption osseuse ostéoclastique. Ces dérivés de I'acide arachidonique, sous I'action de la 5-
lipoxygénase, activent les ostéoclastes in vitro.

Le TGF-B, dont le poids moléculaire est de 25 kDa, existe sous trois isoformes : TGF-f1, TGF-2, et
TGF-B3. C’'est un polypeptide multifonctionnel produit par de nombreux types cellules dont les
cellules immunitaires mais aussi par les cellules du systéeme ostéo-articulaire (ostéoblastes et
chondrocytes) et les cellules endothéliales. Aprés sa sécrétion, il peut agir directement via ses
récepteurs de type | et Il (TGF-B Rl et TGF-B RIl) ou étre stocké dans la matrice extracellulaire osseuse
jusqu’a sa libération lors du processus de résorption. |l exerce ses effets via ses récepteurs type | et
type Il, des récepteurs sérine/thréonine kinase qui vont activer la voie des Smads (Smad 2 et 3). Les
TGF-B sont libérés tout au long du processus de réparation mais cette cytokine peut avoir des
fonctions opposées selon le type cellulaire et son stade de différenciation. Des souris déficientes en
TGF-B1, TGF-B2, ou encore en TGF-B Rl ou RIl meurent in utero du fait d’une vascularisation
anormale [Lebrin et al., 2005]. Le TGF-B peut agir sur I'angiogenése mais peut induire deux effets
différents suivant la voie de signalisation activée. Dans les cellules endothéliales, le récepteur de type
| (TGF-B RI) existe principalement sous deux formes : ALK 1 et ALK 5 (activin receptor-like kinase 1 et
5). L'activation de ALK 1 induit la phosphorylation de Smad 1/5 qui stimule la synthése de Id-1 qui va
alors activer la prolifération et la migration des cellules endothéliales. A I'opposé, I'activation de ALK
5 entraine la phosphorylation de Smad 2/3 et la synthése de fibronectine et de PAI-1 qui vont inhiber
les processus d’angiogenese [Goumans et al., 2003]. Un modéle de coculture entre des cellules
mésenchymateuses et des cellules endothéliales stimule I'activation de TGF-B1 et active la
différenciation des cellules mésenchymateuses en péricytes et cellules musculaires lisses, acteurs de
la formation de vaisseaux sanguins [Lebrin et al., 2005]. Le TGF-B1 entraine également la libération
de VEGF par des ostéoblastes qui peut alors activer les cellules endothéliales et I'angiogenese
nécessaire a la réparation osseuse [Saadeh et al., 1999].

Le TGF-B est également un élément central du processus de remodelage osseux. Il stimule les cellules
de la lignée ostéoblastique en inhibant I'apoptose des ostéoblastes et en induisant leur
différenciation en ostéocytes [Dufour et al., 2008] [Chua et al., 2002].
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Le TGF-B exerce aussi plusieurs roles sur la fonction des ostéoclastes. Quinn et coll. ont montré que
le TGF-B pourrait stimuler la différenciation des précurseurs ostéoclastiques. Néanmoins, en
présence d’ostéoblastes, le TGF-B est capable d’inhiber la production de RANKL par les ostéoblastes
et inhiberait I'activation des ostéoclastes matures par ce facteur [Quinn et al., 2001]. Ishida et coll.
ont quant a eux, mis en évidence que le TGF-B1 stimule la sécrétion de RANKL par les cellules
endothéliales et non par les ostéoblastes [Ishida et al., 2002]. Il initie la synthése des BMPs par les
cellules ostéoprogénitrices et inhibe [Iactivation ostéoclastique en stimulant ['apoptose
ostéoclastique.

Les protéines morphogéniques BMPs, appartenant a la superfamille des TGF-f3, sont sécrétées par
les cellules mésenchymateuses, les ostéoprogéniteurs, les ostéoblastes, les chondrocytes et les
cellules endothéliales, séquestrées dans la MEC liées a I’'héparine et sont a I'origine d’une stimulation
de formation osseuse deés leur libération [Grunert et al., 2007] [Ryoo et al., 2006]. Une fois clivées par
les MMPs, les BMPs sont sous forme soluble et peuvent alors interagir avec leur récepteur et activer
les voies de signalisation qui leur sont spécifiques.

Les BMPs se lient a deux types de récepteurs le BMP-RI et BMP-RII, I'activation des deux récepteurs
étant nécessaire pour la transduction du signal. Les récepteurs aux BMPs sont des protéines kinases
qui se dimérisent lors de la liaison avec leur ligand (Figure 19). Le récepteur BMP-RIl va ensuite
phosphoryler les protéines Smad-R (mothers against decapentaplegic homolog — receptor regulated)
qui peuvent étre Smadl, 5 ou 8. Puis, Smad4 qui est une Co-Smad (common mediator-Smad) va
permettre la translocation au noyau du complexe. La transcription des géenes codant pour des
protéines ostéoblastiques telles que la PAL, le collagene de type | ou I'ostéocalcine peuvent étre alors
activées [Ryoo et al., 2006].

Les BMPs sont présentes tout au long du processus de réparation. Les BMP2, BMP4, BMP6, BMP7 et
BMP9 sont les principaux agents capables d’induire la différenciation des cellules mésenchymateuses
vers la lignée ostéoblastique. Les BMPs auraient plusieurs roles dans ce processus de régénération
tissulaire : chimiotaxie par des gradients de concentration [Phillips, 2005], prolifération et
différenciation ostéoblastique des cellules mésenchymateuses, angiogenese et synthese de la
matrice extracellulaire, différents selon le stade de la réparation auquel ils interviennent, le type
cellulaire ciblé et de I'interaction avec d’autres facteurs.

De facon plus précise, lors de la réparation de type endochondrale, la BMP6 serait impliquée dans
I’hypertrophie chondrocytaire, et la BMP2 sécrétée précocement pendant la phase de recrutement
des MSCs, agirait jusqu’a la formation de I'os primaire. Cette derniere semblerait étre impliquée dans
la régulation de I'expression des autres morphogénes [Cho et al., 2002]. La BMP4 quant a elle est
principalement présente pendant la phase active d’ostéogenése [Cho et al., 2002] [Sakou, 1998]
[Nakase et al., 1994]. La BMP7 ainsi que I'hétérodimeére BMP-2/-4 sont surexprimés pendant les
phases précoces de la réparation osseuse mais leur expression diminue pendant les phases plus
tardives, correspondant a des cellules présentant des stages de différenciation plus avancés [Sakou,
1998].

Enfin, les BMPs stimulent la formation osseuse en favorisant également I'angiogenése [Cheng et al.,
2003] [Valdimarsdottir et al., 2002] [Fiedler et al., 2002] [Deckers et al., 2002] [Marie, 2000] [Hughes
et al.,, 1995], en particulier en stimulant [I'expression d’autres facteurs de croissance et
angiogéniques comme I'IGF1 et le VEGF.
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Figure 19. Voie de signalisation induite par les BMPs lors de la stimulation de la différenciation
ostéoblastique [Dimitriou et al., 2005]

Le VEGF, Vascular Endothelial Growth Factor, est un promoteur majeur de la formation de nouveaux
vaisseaux, tant physiologique que pathologique. Il appartient a une famille de protéines constituée
de 6 membres: VEGF-A, VEGF-B, VEGF-C, VEGF-D, VEGF-E et Placenta Growth Factor (PIGF) [Cross et
al., 2003] [Ferrara et al., 2003]. Le VEGF45 est la forme la plus abondante et peut étre a la fois soluble
et liée a la matrice [Neufeld et al., 1999].

Les récepteurs au VEGF, VEGFR-1 (Flt-1), VEGFR-2 (KDR/Flk-1) et VEGFR-3, sont des récepteurs a
tyrosine kinase et se dimérisent apres activation [Cross et al., 2003]. Chacun des récepteurs a une
fonction propre.

Flt-1 peut étre activé par le VEGF-A, le VEGF-B ou le PIGF et est impliqué dans le développement des
CSHs (Cellules Souches Hématopoiétiques) ainsi que la migration des macrophages, monocytes. |l est
exprimé par les CSHs, les macrophages et les monocytes mais aussi par les ostéoclastes et les
ostéoblastes. Ce récepteur existe également sous forme soluble. En se fixant au VEGF, il limite
I'accessibilité de ce facteur aux récepteurs membranaires fonctionnels et peut alors réguler
négativement la vasculogeneése.

Le KDR, exprimé par les cellules endothéliales vasculaires et lymphatiques mais aussi les
mégacaryocytes et les CSHs, peut reconnaitre le VEGF-A, le VEGF-C, le VEGF-D et le VEGF-E. Ce
récepteur est considéré comme le médiateur majeur des différents effets physiologiques et
pathologiques du VEGF-A. Ainsi, en se fixant au KDR, le VEGF-A active différentes voies de
signalisation et régule les mécanismes de I'angiogenése [Olsson et al., 2006].

Aprés liaison du VEGF, le récepteur s’Thomodimérise et subit plusieurs phosphorylations situées sur
des tyrosines. Ces phosphorylations entrainent I’activation de plusieurs voies de signalisation dont la
voie ERK1/2 (Extracellular Regulated Kinase ou p42/p44 mitogen-activated protein kinase) qui va
stimuler la prolifération des cellules endothéliales.

Le VEGFR-3 est principalement exprimé par les cellules endothéliales lymphatiques et impliqué dans
le développement du systeme lymphatique. Les formes matures du VEGF-C et du VEGF-D peuvent se
lier a ce récepteur.
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Le VEGF est produit par les ostéoblastes qui vont ainsi réguler le phénotype des cellules voisines
[Clarkin et al., 2008] [Mayer et al., 2005] [Mayr-Wohlfart et al., 2002] [Street et al., 2002] [Villars et
al., 2000]. Le VEGF joue un rOle majeur dans la réparation osseuse en étant libéré au niveau de
I’'hématome engendré par une fracture [Street et al., 2002].

Gerber et coll. ont montré que les chondrocytes hypertrophiques synthétisent des taux élevés de
VEGF, ce qui aurait pour effet, non seulement de favoriser I'invasion capillaire du cartilage calcifié,
mais également de stimuler I'activité chondroclastique et ostéoclastique [Gerber et al., 1999].
L'expression de VEGF peut étre induite par de nombreux de facteurs ayant une double fonction,
angiogene (bFGF, I'lGF-1) ou ostéogéne comme les BMP2, BMP4 et BMP7. Réciproquement, ces
facteurs sont également régulés par la présence de VEGF [Carano and Filvaroff, 2003] [Deckers et al.,
2002]. L'hypoxie joue également un role important dans l'induction de la transcription du géne
codant pour le VEGF. En effet, il est connu que I'hypoxie stimule la liaison de la protéine HIF (Hypoxia
Inducible Factor) a une séquence spécifique présente sur de nombreux genes dont le VEGF,¢5 [Harris,
2002]. Il a été montré que I"hypoxie stimulait I'expression du VEGFs5 par des ostéoblastes murins et
que les os longs de souris surexprimant le HIF1la étaient plus denses et plus vascularisés que les
souris controles [Wang et al., 2007b].

Plusieurs types de FGFs (fibroblast growth factor) ont été identifiés, mais les mieux caractérisés sont
le aFGF (acid FGF ou FGF-1) et le bFGF (basic FGF ou FGF-2) et ont un poids moléculaire d’environ 17
kDa.

Le bFGF, en activant les voies de signalisation impliquant la Protéine Kinase C (PKC) ou les MAPK,
stimule I'expression des marqueurs ostéoblastiques tels que le cbfal/runx2, la PAL, le collagéne de
type | ou encore l'ostéocalcine (Figure 20). Le bFGF favoriserait également la dégradation de la
matrice osseuse en augmentant I'expression des MMPs.

Le bFGF est également un facteur angiogene et favorise la réparation tissulaire en activant la
formation de nouveaux vaisseaux sanguins au site de lésion tissulaire [Distler et al., 2003]. Il stimule
en particulier la prolifération des cellules endothéliales et d’autres cellules nécessaires a la
réparation tissulaire, comme les ostéoblastes pour la réparation du tissu osseux.
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Figure 20. Régulation de I'expression de facteurs ostéoblastiques par la voie de signalisation FGF/FGFR lors
de I'ostéogenése [Marie, 2003]

34



Les IGFs sont des petits polypeptides de poids moléculaire égal a 7,6 kDa. Deux IGFs ont été
caractérisés : I'lGF-1 et I'lGF-2. In vitro, les IGFs stimulent la réplication des cellules de la lignée
ostéoblastique de maniere dépendante de la production de NO [Lagumdzija et al.,, 2004] et
augmentent la synthése du collagéne et d’autres protéines matricielles. Lorsque le geéne codant pour
le récepteur a I'lGF-1 est déficient, le volume d’os spongieux diminue significativement et le dépot de
minéralisation dans la matrice ostéoide est limitée [Zhang et al., 2002].

Le lien entre le VEGF45 et I'IGF a été établi des 1997 par les travaux de Wang et coll. [Wang et al.,
1997]. Cette étude a montré qu’en présence de cellules endothéliales, les ostéoblastes libérent du
VEGF6; qui va alors activer les récepteurs KDR et Flt-1 des cellules endothéliales. En réponse au
VEGF 45 produit, les cellules endothéliales sécretent de I'lGF-1 et de I'ET-1 stimulant ainsi la fonction
des ostéoblastes et probablement I'augmentation de la PAL et de I'ostéocalcine [Wang et al., 1997].

L’endothéline-1 est un peptide synthétisé par de nombreux types cellulaires tels que les cellules
endothéliales ou les cellules musculaires lisses. L'ET-1 peut également agir sur les cellules
ostéoblastiques qui expriment le récepteur a I'ET-1 et peut alors avoir une influence sur le
métabolisme osseux. En effet, il a été montré que ET-1 peut stimuler la synthése d’ostérix, facteur de
transcription impliqué dans la différenciation ostéoblastique, favorisant ainsi la formation osseuse
[Saniger et al., 2006]. Il a aussi été suggéré que ET-1 peut activer |’activité ostéoblastique en bloquant
dickkopf homolog 1 (Dkk1), un inhibiteur de la voie Wnt [Clines et al., 2007]. L'ET-1 peut également
avoir un effet inhibiteur de la différenciation ostéoblastique en diminuant le taux de connexine 43 et
la formation de jonctions communicantes [Niger et al., 2008].

Le SDF-1 (Stromal Derived Factor-1) est une chimiokine, cytokine a fort pouvoir chimioattractant,
dont le récepteur unique est le CXCR4. Le SDF-1 joue un role important dans le recrutement des
cellules progénitrices qui se différencient et se dirigent vers le site de formation osseuse grace a la
circulation sanguine. Otsuru et coll. ont démontré que les cellules endothéliales présentes sur le site
de formation osseuse sont a |'origine de la sécrétion de SDF-1 et du recrutement des progéniteurs
ostéoblastiques circulants [Otsuru et al., 2008]. De la méme maniére, SDF-1 est capable de stimuler
le recrutement de progéniteurs de la lignée ostéoclastique et de favoriser les étapes précoces de leur
différenciation (la fusion cellulaire et I'activation de la TRAP) [Wright et al.,, 2005]. SDF-1 est
également capable d’induire la différenciation de progéniteurs endothéliaux. En effet, des
progéniteurs endothéliaux issus du tissu adipeux mis en coculture avec des cellules endothéliales qui
sécretent du SDF-1, se différencient spontanément en cellules endothéliales matures capables de
former des tubes dans une matrice de matrigel [Sengenes et al., 2007].

L’ HGF (Hepatocyte Growth Factor), synthétisé dans le micro-environnement osseux, peut jouer
plusieurs roles. Il stimule la formation de nouveaux vaisseaux sanguins en favorisant la prolifération
et la migration des cellules endothéliales et leur capacité a former des structures tubulaires in vitro et
in vivo [Marui et al., 2005] [Nakagami et al., 2005].

Il peut également agir sur les cellules osseuses car celles-ci possedent le récepteur a HGF (c-met). Il
est en outre sécrété par les ostéoclastes [Grano et al., 1996]. Le HGF stimule la prolifération des
cellules mésenchymateuses et induit leur différenciation en ostéoblastes plus particulierement
lorsqu’il est associé a la forme active de la vitamine D [Schiller et al., 2001]. Associé a de
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I’hydroxyapatite, il est capable de stimuler la différenciation ostéoblastique des cellules adhérentes
au biomatériau [Hossain et al., 2005].

Les cellules osseuses, tout comme les cellules endothéliales, expriment en particulier la eNOS
(endothelial NO Synthase) responsable de la synthése d’oxyde nitrique (NO). Le NO joue un réle
important dans le remodelage osseux. En effet, une diminution de NO entraine une résorption
osseuse augmentée, due a un recrutement des précurseurs ostéoclastiques plus importante, a une
stimulation de leur différenciation puis de leur activité [Collin-Osdoby et al., 2000]. Suite a certains
types de contraintes mécaniques, le NO peut aussi étre sécrété par les cellules souches
mésenchymateuses et inhiberait la production de RANKL. La différenciation ostéoclastique serait
alors inhibée et la résorption osseuse diminuée [Robling et al., 2006b]. Aprés stimulation mécanique,
les ostéocytes sont également capables de répondre de la méme maniére que les cellules
endothéliales, et sécretent du NO [Klein-Nulend et al., 2005]. C’'est donc en partie par la voie du NO,
sécrété par les deux types cellulaires (endothélial et ostéoblastique), que les contraintes mécaniques
réguleraient le remodelage osseux.

Au cours des stades plus tardifs de la réparation, I'invasion du cartilage par des ostéoclastes, des
cellules ostéogéniques et les vaisseaux sanguins requiert une dégradation des éléments de la matrice
cartilagineuse (collagéne de type Il et protéoglycanes) [Henle et al., 2005]. Cette dégradation est
principalement réalisée par les MMPs. L’activité des MMPs est régulée par les TIMPs (Tissue Inhibitor
Metalloproteinases) qui ont une fonction inhibitrice des MMPs (Figure21).
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Figure 21. Principe de [linhibition de [lactivité des métalloprotéases matricielles par les TIMPs
(http://www.hydroclean.fr/regulation-des-mmp,10448,fr.html)

TIMP

Ces MMPs sont capables de dégrader les composants de la MEC mais aussi des molécules non-
matricielles [Kusano et al., 1998]. De ce fait, les MMPs participent a plusieurs fonctions
cellulaires (Figure 22): elles dégradent la MEC permettant la migration des cellules et elles modulent
I'activité biologique de molécules en les clivant et en les libérant de la MEC.
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Figure 22. Mécanismes d’activation des MMPs conduisant a la protéolyse de la matrice extracellulaire
[Beaudeux et al., 2004]

Dans le tissu osseux, il a été montré que les MMP9 et MMP13 sont les principaux régulateurs clés du
remodelage osseux qui coordonnent la dégradation de la MEC mais permettent aussi le recrutement
de cellules souches et leur différenciation en cellules ostéogéniques et endothéliales [Ortega et al.,
2003].

Cette dégradation matricielle crée un micro-environnement permissif a l'invasion cellulaire et
I'infiltration vasculaire. Deux processus sont alors proposés pour réguler I'angiogenese :

e Une voie angiopoiétine-dépendante: [|'angiopoiétine 1 et 2 sont des molécules
morphogénétiques vasculaires associées a la formation des larges vaisseaux et au
développement de branches collatérales a partir de vaisseaux préexistants.

o Une voie VEGF-dépendante : le VEGF sera le médiateur de la néoangiogeneése en agissant sur
les cellules endothéliales [Li et al., 2011].

b) Les protéines matricielles du tissu osseux

La matrice osseuse, elle-méme, de par sa composition protéique notamment, participe a la
régulation des processus cellulaires et moléculaires de la réparation osseuse. Les protéines
collagéniques jouent un roéle structural et les protéines non collagéniques vont jouer le role de
modulateurs biologiques [Bornstein and Sage, 2002]. L’expression de ces protéines va étre différente
dans un modele de réparation intramembranaire ou endochondrale et va permettre d’orchestrer les
évenements conduisant au rétablissant d’'un os mature [Jingushi et al., 1992]. Ainsi de nombreuses
études ont porté sur I'expression, la cartographie et 'effet des protéines matricielles, collagéniques
ou non, au cours de la réparation osseuse chez les rongeurs [Sato et al., 1998] [Sandberg et al., 1993]
[Hiltunen et al., 1993] [Jingushi et al., 1992].

Ces protéines ont été préalablement décrites dans le paragraphe 1D2.

Les collagénes de types I, IX et I'aggrécane sont caractéristiques de la réparation par ossification
eme

endochondrale. Le collagéne de type | s’exprime dés le 5°™ jour de réparation, au niveau des centres
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d’ossification primaire en bordure des fragments d’une fracture non stabilisée, et au sein des lésions
se réparant par ossification intramembranaire. Dans |’ossification endochondrale, mise en place dans
les fractures non-stabilisées, la composition du cal cartilagineux joue un réle dans le controle du
remodelage du cartilage. Ainsi, I'absence de collagéne IX, dans un modeéle de réparation chez la
souris, induit une persistance du cartilage au niveau du site de fracture et un retard de remodelage
en os primaire [Opolka et al., 2007].

La matrice osseuse contient également des protéines non collagéniques synthétisées par les cellules
ostéogéniques. Le role des protéines matricielles non collagéniques sur la réparation tissulaire a été
étudié chez la souris grace a des modeles de génétique expérimentale [Alford and Hankenson, 2006].
Dans ces modeles, parmi les protéines non collagéniques, I'ostéonectine s’exprime précocement au
cours de la réparation, elle est détectée par immunohistochimie autour du 4°™ jour. C’est une
protéine qui se lie au calcium, elle peut modifier la structure de la matrice extracellulaire en agissant
sur les protéases extracellulaires et sur le collagéne, les peptides issus de cette digestion peuvent
aussi avoir un role angiogéne [Framson and Sage, 2004]. Dans le processus de réparation tissulaire,
c’est un modulateur de la prolifération et de la différenciation des cellules mésenchymateuses.
L’ostéopontine est synthétisée dés le 7°™ jour, localisée a I'interface entre le tissu mou et os
primaire pendant le processus de transition entre le cal cartilagineux et le cal osseux. Dans tous les
cas, I'absence d’ostéopontine diminue la vascularisation et la régression du cal cicatriciel formé lors
d’une fracture, ainsi que le remodelage osseux conduisant a un retard de réparation [Duvall et al.,

éme

2007]. L’ostéocalcine quand a elle s’exprime au-dela du 9™ jour.

3. Les forces mécaniques et leur réle dans le processus de réparation osseuse

Le tissu osseux est le support mécanique essentiel du squelette, il doit s’adapter continuellement aux
forces auxquelles il est soumis. Au sein du tissu osseux les cellules subissent I'action de forces de
tension, de compression, d’étirement et des contraintes de cisaillement dues au déplacement des
fluides lors de la déformation du tissu (Figure 23) [Rubin et al., 2006].

< Strain

Figure 23. Forces mécaniques dans |'environnement cellulaire. Le tissu osseux peut étre soumis a plusieurs
types de stimulation mécaniques : des forces de tension (strain), des forces de compression (pressure) ou des
forces de cisaillement (shear) [Rubin et al., 2006]

Selon le modele et le régime utilisé (amplitude, fréquence, durée, continu, intermittent) la réponse
cellulaire peut étre différente. Parmi les voies de transduction les plus connues, les ostéocytes et les
ostéoblastes répondent aux stimuli mécaniques en sécrétant du NO et des prostaglandines [Burger
and Klein-Nulend, 1999]. Outre ces cellules déja différenciées, les cellules stromales de la moelle sont
également capables de réguler leur taux de prolifération et leur phénotype en réponse a une
stimulation mécanique [Grellier et al., 2009] [Li et al., 2004].
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Les cellules ostéoblastiques et les cellules mésenchymateuses sont capables de percevoir ces
différents stimuli grace a la présence de plusieurs mécanorécepteurs présents a leur membrane,
comme des canaux ioniques ou encore les intégrines (Figure 24). Ces récepteurs vont transformer le
signal mécanique en un signal chimique: c’est le principe de la mécanotransduction [Robling et al.,
2006b].

membrane structure

channels

Activation des voies de signalisation IE 3
intracellulaire par les mécanorécepteurs

Figure 24. Les mécanorécepteurs des ostéoblastes [Rubin et al., 2006]

Le signal est ensuite transmis aux cellules environnantes :

e Parla production de facteurs solubles agissant de facon autocrine et/ou paracrine,

e Par des jonctions intercellulaires communicantes faisant intervenir des connexines [Rubin et
al., 2006] [Robling et al., 2006b], de jonctions adhérentes faisant intervenir des cadhérines
ou,

e Encréant des interactions avec la matrice extracellulaire, via 'activité des intégrines.

Dans le cas d’un processus de réparation tissulaire, les forces mécaniques conditionnent la mise en
place de la réparation du tissu osseux, en orientant celle-ci vers un mécanisme d’ossification
endochondrale ou membranaire selon la stabilité, la géométrie de la lésion, le type de contraintes
existant au niveau des cals fracturaires [Schell et al., 2005]. La combinaison de ces éléments va
déterminer le type d’ossification; I'ossification endochondrale est stimulée par les contraintes
mécaniques, favorisant la chondrogenése, et inhibée par I'immobilisation. Inversement la réparation
intramembranaire est privilégiée lorsque les segments osseux sont stabilisés [Lacroix and
Prendergast, 2002] [Claes and Heigele, 1999].

De facon générale, la néoformation osseuse doit intervenir dans des conditions de stabilité
suffisante, sans quoi le seul tissu capable de se former est un fibro-cartilage peu résistant, peu
évolutif en termes de spécificité tissulaire, et en pérennisant l'instabilité et I'incompétence
mécanique, on s’oriente vers la constitution d’'une pseudarthrose. Apres une fracture importante, le
chirurgien orthopédique peut créer artificiellement cette stabilité par la pause de fixateurs internes
ou externes et dans ce cas, contourner la réparation endochondrale en favorisant une réparation
directe.

Des contraintes mécaniques modérées peuvent étre bénéfiques et étre utilisées comme traitement
non pharmacologique par les chirurgiens orthopédiques afin de potentialiser la réparation tissulaire
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ou prévenir I'ostéoporose [Rubin et al., 2006]. Ceci est appelé « dynamisation ». Ce procédé est
largement utilisé lors du processus d’allongement osseux appelé distraction ostéogénique destiné a
réparer ou a allonger les os longs [Isaksson et al., 2006].
La charge mécanique appliquée est également importante lors du remodelage osseux, une
immobilisation prolongée peut entrainer une activation de la résorption osseuse. A 'opposé,
I’exercice physique est susceptible de promouvoir la synthése osseuse. De facon plus précise, il
apparait d’un point de vue cellulaire que :
= La charge mécanique va augmenter la pression hydrostatique dans la moelle osseuse
qui aura pour conséquence d’interrompre la différenciation ostéoclastique [Robling
et al., 2006a].
= La stimulation mécanique va stimuler la prolifération des précurseurs
ostéoblastiques, activer la différenciation des cellules bordantes en ostéoblastes et la
minéralisation de la matrice [Chow et al., 1998].

. Les stratégies de réparation du tissu osseux

A. Problématique clinique

Comme dit précédemment, le tissu osseux est un tissu conjonctif capable de réparer naturellement
certaines lésions traumatiques ou non traumatiques de petit volume. Dans le cas de pertes de
substance osseuses trop importantes, les chirurgiens doivent avoir recours a d’autres stratégies de
reconstruction ou de comblement osseux afin de stimuler la cicatrisation.

Cette problématique clinique est d’autant plus vraie, compte tenu du vieillissement de la population.
En effet, la moyenne d’age de la population mondiale est en constante augmentation et le nombre
de fractures augmente lui aussi. A titre d’exemple, le nombre de fractures de hanches pourrait
passer de 1,7 millions en 1990 a 6,3 millions dans les années 2050 [Siegbahn et al., 2005]. En outre,
les conséquences de ce type de fractures sont extrémement lourdes: 10 a 20% des patients
décédent, 20 a 60% retrouvent leur niveau initial d'indépendance, 15 a 25% entrent en institution
médicalisée et 25 a 35% rejoignent leur domicile mais restent dépendants d'une aide. Le
remplacement des pertes de tissu osseux reste donc un enjeu d’actualité et un réel probleme de
santé publique. Parmi les solutions qui s’offrent au chirurgien, les greffes osseuses constituent une
premiere approche thérapeutique.

B. Les greffes osseuses
La greffe osseuse est définie comme « un procédé consistant a prélever un fragment d’os d’'une
partie du corps pour réduire une lésion osseuse située dans une autre partie du corps ». Le site
osseux lésé qui va étre réparé est appelé « site receveur » par opposition au site de prélevement
appelé « site donneur ». Le greffon peut provenir du receveur lui-méme, dans ce cas c’est une
autogreffe. S’il provient d’un autre individu de la méme espece, il s’agit d’une allogreffe et si c’est
une espece différente il s’agit d’'une xénogreffe.
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1. Les différents types de greffons

a) Les greffons spongieux

L'os spongieux ou I'os trabéculaire est présent dans les épiphyses et les métaphyses des os longs et
I'intérieur des os plats et courts. Il est au centre du remodelage osseux grace a sa richesse cellulaire.
Ce type de greffon présente l'avantage d’étre ostéogene, de par sa richesse cellulaire,
ostéoconducteur car capable de guider et de supporter la déposition d’'un nouveau tissu osseux, et
ostéoinducteur, par la présence de facteurs de croissance et de protéines apportés par les greffons
induisant la différenciation des cellules souches de I'hote en ostéoprogéniteurs susceptibles de
former un nouveau tissu osseux. |l apporte ainsi la fraction minérale, la fraction protéique et les
sighaux morphogénes favorisant I'ostéogenéese. L'inconvénient majeur de cette méthode est la
morbidité importante au niveau du site de préléevement, la difficulté du chirurgien a récolter
d’importants volumes de tissu spongieux. Cette méthode reste donc adaptée aux lésions de petite
taille (pseudarthroses, arthrodéses ou chirurgie de révision de prothése totale de hanche).

b) Les greffons corticaux
L'os cortical ou os compact constitue la diaphyse des os longs et I’'enveloppe des os courts et plats. Il
est constitué d’ostéons cylindriques et de fibres de collagéne qui lui octroient une importante
résistance mécanique. Cependant, il présente plusieurs inconvénients : il contient peu de cellules et
cette méthode nécessite une stabilité assurée par un matériel d’ostéosynthese. Le greffon idéal
serait un greffon cortico-spongieux associant les propriétés mécaniques de I'os cortical et les
propriétés ostéoinductrices de I'os spongieux.

2. Les différents types de greffes

a) L’autogreffe

C'est la greffe d’os la plus pratiquée, elle consiste a prélever un fragment osseux sur le sujet lui-
méme. Dans ce cas, le prélevement et la pose du greffon sont réalisés lors de la méme séance
chirurgicale Le préléevement est effectué le plus souvent au niveau du tibia ou de la créte iliaque
(bord supérieur de I'os du bassin) [Canady et al., 1993]. Les greffes autologues d’os cortical peuvent
étre réalisées avec le pédicule vasculaire, ce qui permet de disposer d'un greffon osseux vivant,
accélérant la consolidation de la greffe [Soucacos et al., 2011]. Les autogreffes sont employées pour
combler une perte de substance, pour faciliter la consolidation d'un os fracturé, pour favoriser la
bonne évolution d'un cal ou lors d’une arthrodéese (intervention chirurgicale consistant a bloquer
définitivement une articulation, par exemple entre deux vertébres). C'est le greffon idéal car il
n’entraine pas de réaction immunitaire. De plus aucun traitement préalable n’est nécessaire pour
préparer le greffon ce qui permet de préserver la cellularité. L’utilisation des autogreffes offre de tres
bons résultats cliniques, I'incorporation du greffon dans |'os greffé s'effectue dans un délai d'environ
6 semaines. Cependant, les réserves d’os autologues et notamment d’os spongieux sont limitées
dans le corps et un risque non négligeable existe au niveau du site donneur (douleur, risque septique,
fractures secondaires). Enfin, cette technique n’est pas toujours utilisable chez les sujets agés, le plus
souvent des patients déminéralisés ou ostéoporotiques.
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b) Les alternatives a 'autogreffe

L'autogreffe reste la technique de choix mais I'allogreffe est parfois la seule alternative, lorsque la
perte de substance est trés importante ou encore chez les sujets agés, compte tenu de la qualité de
leur tissu [Aro and Aho, 1993]. Le greffon provient le plus souvent de déchets chirurgicaux
(principalement des tétes fémorales) ou a partir de cadavres. Le greffon peut aussi provenir d’'une
espece différente (xénogreffe). Certaines xénogreffes sont a ce jour commercialisées tels que les
produits Surgibone®, Laddec®, Oxbone® qui sont le plus souvent d’origine bovine.

Ces greffons doivent étre traitées pour prévenir des réactions immunitaires et contaminations virales
[Friedlaender and Horowitz, 1992]. La sécurisation bactérienne et virale des greffons est assurée par
une sélection stricte des donneurs [Eastlund, 1995], des conditions aseptiques de préléevement et de
conservation, une mise en quarantaine dans des banques de tissus a -80°C [Friedlaender, 1987]. Les
différents modes de stérilisation sont : la chaleur, l'irradiation gamma ou encore la stérilisation a
I’oxyde d’éthylene. D’autres moyens tels que la délipidation et la déprotéination peuvent étre utilisés
pour les xénogreffes [Chappard et al., 1993]. Cependant les protocoles de préparation des greffons
peuvent affecter leurs propriétés et compromettre les mécanismes d’incorporation de la greffe
[Stevenson et al., 1996] [Dziedzic-Goclawska et al., 1991].

c) Les greffes vascularisées

Dans un contexte tumoral, infectieux, traumatique ou dégénératif avasculaire, des techniques de
reconstruction par des greffes vascularisées sont mises en place. Ces lambeaux offrent une totale
autonomie vasculaire, s'affranchissant en partie du statut des lieux ou ils sont insérés et permettent
une consolidation solide dans le temps avec de faibles complications infectieuses. Cependant, ils
nécessitent des techniques chirurgicales sophistiquées, longues, onéreuses, avec une morbidité
élevée [Finkemeier, 2002]. Le greffon vascularisé le plus utilisé est le péroné (ou fibula) transféré
avec son pédicule vasculaire et anastomosé au réseau du site receveur au niveau de défauts osseux
atteignant les os longs (fémur, tibia) [Beris et al., 2011] [Malizos et al., 2004].

Dans les situations ol I'autogreffe est dépassée, la technique de la membrane induite par du ciment,
décrite par Alain-Charles Masquelet, prend tout son intérét. Dans un premier temps, la perte de
substance osseuse est comblée par une entretoise composée d’un ciment chirurgical
(méthylméthacrylate) et on recouvre I'entretoise par un lambeau musculaire. Cet espaceur géneére
une membrane pseudo-synoviale riche en facteurs de croissance ostéomodulateurs et pro-
angiogéniques (VEGF, TGF-f BMP-2) [Pélissier et al., 2003a]. Dans un second temps, une greffe
osseuse spongieuse autologue est insérée a I'endroit du ciment. La membrane induite protégerait
I'os greffé de la résorption, améliorerait sa vascularisation, et faciliterait son remodelage et son
adaptation aux contraintes mécaniques [Giannoudis et al., 2011] [Viateau and Hannouche, 2010]
[Masquelet et al., 2000].

En résumé, I'utilisation des greffes osseuses représente entre 75 et 90% des indications cliniques
dans le traitement des pertes osseuses [Stevenson, 1998]. Bien que l'autogreffe demeure la plus
utilisée (50% des cas) elle présente des inconvénients liés a son prélevement (Iésions nerveuses,
atteintes cosmétiques, hémorragies, risques de fractures secondaires). L’allogreffe reste une bonne
alternative mais ne possede pas les mémes propriétés biologiques notamment en termes
d’ostéoinductivité et présente des risques potentiels d’ordre infectieux et immunologiques. Toutes
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ces limites liées a I'utilisation des greffes osseuses ont largement contribué a la recherche et au
développement de biomatériaux assurant une parfaite biosécurité pour le patient.

C. Du biomatériau de comblement osseux a I'ingénierie tissulaire osseuse

La Société Européenne des Biomatériaux (ESB) a défini, lors de la conférence de Chester (UK) en
1991, puis a I'occasion de celle de Sorento (Italie) en 2005 un biomatériau comme un « matériau non
vivant utilisé dans un dispositif médical et congu pour interagir avec des systéemes biologiques, qu’il
participe a la constitution d’un appareillage a visée diagnostique ou a celle d’un substitut de tissu ou
d’organe, ou encore a celle d’un dispositif de suppléance ou assistance fonctionnelle. »
On peut distinguer les biomatériaux prothétiques nécessaires pour remplacer une piece squelettique
(prothéses articulaires, implants dentaires) et les biomatériaux de comblement nécessaires pour
combler des lésions osseuses. Parmi ceux-ci, les plus utilisés en cliniques sont des matrices
tridimensionnelles a base de phosphates de calcium, de nature chimique proche de la composition
minérale de l'os, telles que des matrices a base d’hydroxyapatite et/ou de phosphate tricalcique. Ces
derniers seront décrits dans le paragraphe IVA2.
Cependant, ces biomatériaux ont a des degrés divers, des performances insuffisantes dues a une
adaptation incompléte aux contraintes de I'environnement des tissus vivants au sein desquels ils
seront intégrés et n’offrent pas a eux seuls une parfaite biointégration au niveau du site receveur.
Les échecs rencontrés dans le domaine de ces biomatériaux peuvent étre liés a leur faible capacité de
colonisation tissulaire conduisant a une repousse osseuse incompléete, a leur faible résistance
mécanique, a I'absence d’ostéoinductivité, a une dégradation non contrélée et/ou a un défaut de
vascularisation apres leur implantation [Moldovan, 2005]. Les techniques d’ingénierie tissulaire
permettent a ce jour de développer de nouvelles stratégies de médecine régénératrice pour le
remplacement d’un organe. Ce champ pluridisciplinaire combine les savoirs et les procédés venant
de la physique, la biologie cellulaire, I'ingénierie chimique et les sciences de la matiere. Selon ce
principe d’ingénierie tissulaire, les biomatériaux seront associés a des composantes cellulaires et/ou
biochimiques [Vinatier et al., 2011].
Les principaux acteurs sollicités par ces techniques de reconstruction tissulaire sont présentés dans la
Figure 25. Il s’agit :

- d’un biomatériau, d’une matrice tridimensionnelle,

- de cellules présentant une capacité ostéogénique,

- des facteurs bioactifs, comme des facteurs de croissance, capables d’activer la fonction des

cellules hébergées dans la matrice, ou d’activer les cellules hotes,

- des facteurs mécaniques.
Le biomatériau aura pour mission de véhiculer les cellules dites « réparatrices » et de leur permettre
d’initier un processus de régénération. Ce biomatériau peut étre utilisé également comme un
systeme de délivrance de cellules, de facteurs bioactifs afin de stimuler la régénération au niveau du
site |ésé. Ces deux approches ne sont pas exclusives et peuvent étre combinées [Howard et al.,
2008]. Ce produit d’ingénierie tissulaire (PIT) doit étre capable de répondre a des stimulations
mécaniques. Dans ce dernier cas, la culture de ces PIT dans des bioréacteurs est susceptible de
fournir un environnement dynamique de culture et favoriser un meilleur transfert en oxygéne et en
nutriments. Les différents acteurs sollicités dans le développement de ces PIT seront détaillés dans
le chapitre IV.
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Facteurs
bioactifs

Figure 25. Les principaux acteurs de I'ingénierie tissulaire.

Iv. L’ingénierie tissulaire osseuse et ses acteurs

La Figure 26 résume les principales étapes de I'ingénierie tissulaire « de la bofite de culture jusqu’au
lit du patient ». Les cellules peuvent étre prélevées chez le patient, multipliées et/ou différenciées en
culture in vitro puis associées a une matrice ainsi qu’a des molécules actives. Cette structure peut
alors étre cultivée sous contraintes dynamiques et/ou biochimiques pour stimuler la synthése d’une
matrice extracellulaire par les cellules elles-mémes. Enfin, ce produit d’ingénierie tissulaire est
réimplanté chez le patient.

Cell expansion and manipulation

Mechanical and
molecualr sigr{‘alling

2 .
ﬂ Cell sourcing
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Cell seeding and
extracellular matrix
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N\

Figure 26. Les étapes de l'ingénierie tissulaire. Les cellules sont prélevées chez le patient, cultivées in vitro,
associées a une un biomatériau et réimplanté chez le patient [Van Blitterswijk, 2008]
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A. Les biomatériaux
Les biomatériaux destinés a la réparation osseuse doivent étre capables d’assurer un support
structural et mécanique aux cellules « réparatrices » qui vont le coloniser, permettre leur
prolifération et la synthése d’une matrice osseuse minéralisée. lls doivent répondre a un cahier des
charges précis prenant en compte les caractéristiques biologiques du tissu osseux [Sundelacruz and
Kaplan, 2009].

1. Le cahier des charges des matériaux de substitution osseuse

Les principaux parameétres en prendre en considération sont présentés dans la Figure 27.

biological requirements

- support cell proliferation, differentiation
- suitable for implantation in vivo

- support 30 tissue growth

- control morphelogy of the growing tissue

- support cell proliferation

- favor cell differentiation into particular lineage

- support cell differentiation
- support cell recruitmeant

- support cell aggregation

- support vascularization

mechanical properties
sz i =0 - support mechanical loading

- permit new tissue ingrowth
- permit remodeling of the ECM
- match healing rate of the new tissue

biechemical stimuli

Figure 27. Les propriétés du biomatériau doivent correspondre aux considérations biologiques du tissu
osseux [Sundelacruz and Kaplan, 2009]

Un biomatériau doit avant tout étre biocompatible, c'est-a-dire qu’il ne doit pas provoquer de

réaction inflammatoire importante, ni de toxicité envers les tissus receveurs et les cellules qu’il peut

héberger [Tang and Hu, 2005]. Une réelle interface entre le biomatériau et le tissu hote appelée
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bioactivité est clairement requise. Cette propriété permet d’une part, I'établissement de liaisons
entre le matériau et le tissu osseux, permettant son ostéointégration et d’autre part, la
réhabilitation du substitut par les cellules, favorisant la néoformation osseuse. La nature de
I'interface biomatériau/hote va guider le processus d’ostéoconduction qui définit la capacité du
matériau a permettre I'adhésion, la migration des cellules en son sein, le développement d’un réseau
vasculaire et le dépdt de tissu osseux en contact direct avec le matériau sans aucune interposition
fibreuse.

L'ostéoinductivité quant a elle, est la capacité « active » du biomatériau a recruter des cellules
indifférenciées, les orienter vers la voie ostéogénique et induire la formation d’os au sein d’un site
non osseux. L'ostéoinductivité peut étre induite par des facteurs de croissance de type BMPs,
combinés au matériau, ou par la présence de cellules mésenchymateuses ou ostéoprogénitrices
lorsqu’elles sont associées a la matrice. Ces propriétés ostéoconductrices peuvent étre aussi liées aux
propriétés intrinseques du matériau (macro et microstructure), comme certaines céramiques a base
de phosphate de calcium [Habibovic and de Groot, 2007] [Habibovic et al., 2006b].

La porosité est définie par le diameétre moyen des pores et le pourcentage de « vide » qu’il
représente par rapport au volume total de matériau. La porosité est essentielle a I'activité biologique
d’un biomatériau destiné a la régénération osseuse. Cette porosité conditionne in vitro la
colonisation cellulaire et in vivo linfiltration cellulaire et tissulaire, la vascularisation et les
interactions avec le milieu biologique. La macroporosité est obtenue grace a I'ajout d’'un agent
porogene lors de la synthése du matériau (billes de naphtaléne, NaCl, peroxyde d’hydrogene). La
taille des macropores dans le cas des biomatériaux actuellement développés pour la substitution
osseuse est le plus souvent comprise entre 100 um et 600 um. Des pores de petite taille peuvent
favoriser la chondrogenése suivie de I'ostéogenéese alors que des pores de plus grand diameétre
semblent favoriser la formation d’os via un processus de réparation intramembranaire [lJin et al.,
2000]. En dessous de 100 um, la repousse osseuse peut étre limitée [Karageorgiou and Kaplan,
2005].

Un autre type de porosité, la microporosité définit des pores de diamétre compris entre 1um et 10
um. Elle permet la diffusion des fluides biologiques et les échanges ioniques.

La porosité totale est définie comme la somme de la macroporosité et de la microporosité. In vitro,
un faible volume poreux peut stimuler la différenciation ostéoblastique due a une diminution des
capacités prolifératives des cellules. In vivo, un volume poreux élevé permettra une augmentation de
I'ostéogeneése liée, en partie, a I'augmentation de la vascularisation [Karageorgiou and Kaplan, 2005].

Un autre parametre important dans I’élaboration d’un biomatériau est I'interconnectivité des pores.
Celle-ci permet la communication entre les pores de la surface de la matrice et ceux au centre de
celle-ci, la porosité est alors dite « ouverte ». L'interconnectivité va permettre la circulation des
fluides biologiques entre les pores, et une colonisation cellulaire optimale [Guarino and Ambrosio,
2010]. Ainsi l'architecture poreuse d’un biomatériau permet d’orienter la spécificité du tissu
néoformé (cartilage versus os), sa structure (structure trabéculaire ou corticale) et de favoriser un
type de réparation (intramembranaire ou endochondrale).
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Les propriétés mécaniques des matériaux doivent étre adaptées au site d'implantation auxquels ils
sont destinés. Les contraintes dynamiques seront par exemple différentes en site d’implantation
mandibulaire ou en site fémoral. D’un point de vue chirurgical, dans le cas ou la résistance
mécanique des matériaux est insuffisante, ils pourront étre associés a des systémes de fixation
interne ou externe.

Le matériau doit étre résorbable afin de permettre son remplacement progressif par le tissu osseux
néoformé [Williams, 2008] [Baquey et al., 1991].

La dégradation d’un biomatériau peut étre de nature physico-chimique due a l'interaction entre la
surface de I'implant et I'environnement biologique, pouvant étre la conséquence d’un processus de
dissolution ou de précipitation. La dégradation peut également étre liée a une activité cellulaire, en
effet, les ostéoclastes peuvent, de la méme fagon qu’ils dégradent le minéral osseux (voir paragraphe
IC4), résorber certains types de supports tridimensionnels comme certaines céramiques de
phosphate de calcium [Vogel et al., 2004] [Basle et al., 1993].

D’un point de vue pratique, le matériau doit étre disponible sous différentes formes galéniques
(granules, poudre, blocs) qui permettront d’appréhender tous les types de lésions, ou
morphologiques (coins d’ostéotomie ou inserts de cage vertébrale) usinés sur mesure. Enfin, les
biomatériaux injectables sont de plus en plus privilégiés pour rendre les interventions chirurgicales
les moins invasives possibles et offrir une régénération osseuse quelle que soit la forme de la Iésion
osseuse [Rederstorff et al., 2011] [Zhou and Xu, 2011] [Park et al., 2011].

Ainsi le développement d’un substitut osseux réunissant ces propriétés, constitue un véritable défi a
réaliser. Idéalement, I'implant devra fournir une intégrité structurale aux cellules, leur permettant
de synthétiser leur propre matrice, devra se dégrader en méme temps que le néo-tissu se forme et
assurer a son tour les propriétés mécaniques nécessaires. L’évaluation in vitro, et les études
précliniques de ces supports tridimensionnels devront permettre de contrbler ces parametres et
préciser les types d’applications d’un tel substitut.

2. Les différents biomatériaux de substitution osseuse actuels

Les principaux biomatériaux utilisés en ingénierie tissulaire sont des céramiques, des polymeres ou
des matrices composites. Ce sont des matériaux synthétiques ou naturels.

Dans les années 70, les matériaux plus proches de la phase minérale de I'os ont été développé pour
le comblement de défauts osseux : les phosphates de calcium, matériaux les plus utilisés dans les
applications cliniques de comblement [Moore et al., 2001] en alternative a la greffe osseuse.

Les biocéramiques phosphocalciques (Figure 28) sont des matériaux synthétiques produits a partir
d’un minéral naturel. La mise en forme pour l'utilisation clinique nécessite plusieurs étapes : apres
calcination a plus de 900°C, la poudre est compactée sous pression puis chauffée de 1100 a 1500°C,
c’est le frittage. Il y a alors fusion des constituants, puis agglomération des microcristaux qui se
forment au refroidissement et restent soudés. Les interstices entre les cristaux créent la
microporosité qui dépend de la pression et de la température. L’addition d’agents porogenes crée
une macroporosité suite a un mécanisme de sublimation a haute température. Le procédé de
fabrication des céramiques permet de contréler également la taille et la forme de la piéce, ainsi que
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leur granulométrie et leur densité (Figure 28). La famille des biocéramiques phosphocalciques
comprend principalement le phosphate tricalcique (TCP), les apatites avec plus particulierement
I’hydroxyapatite (HA).

L’hydroxyapatite est un minéral dont la formule chimique est Cais(PO.)s(OH),. Ce composé,
naturellement présent dans le tissu osseux est largement utilisé pour le comblement de pertes
osseuses. Néanmoins, I’hydroxyapatite est soumise a une tres faible résorption naturelle. Pour
améliorer la cinétique de leur dégradation, I’hydroxyapatite est souvent associé a un autre
phosphate de calcium, le phosphate tricalcique. Le phosphate tricalcique présente deux formes
cristallines différentes, la forme a et la forme B. La forme a trop soluble n’est pas adaptée a une
cinétique de reconstruction tissulaire. Seule la forme {3 est utilisée en chirurgie osseuse. Ce matériau
est plus soluble et sa biodégradation plus importante in vivo par rapport a I'HA [LeGeros, 1993]. Ainsi
ces céramiques biphasiques allient le potentiel ostéoconducteur de I'HA a la résorbabilité du BTCP.
Les propriétés de ce composite et notamment la vitesse de dégradation vont varier en fonction de la
proportion respective des deux éléments.

Figure 28. Les céramiques phosphocalciques. Différentes formes peuvent étre développées pour correspondre
a tous types de lésions osseuses (http://www.biomatlante.com)

D’un point de vue de leur biocompatibilité, I'ostéointégration des céramiques phosphocalciques est
parfaite, sans interposition de tissu fibreux a l'interface biomatériau / tissu. Certaines des céramiques
phosphocalciques, de par leur architecture, leur porosité, présenteraient un potentiel ostéoinducteur
en site ectopique [Habibovic et al., 2006a] et seraient capables de régénérer des Iésions de taille
critique. De fagon plus précise, dans un modele d’implantation de céramiques en site
intramusculaire, Yuan et coll. [Yuan et al., 2010] ont démontré que la formation osseuse augmente
avec la microporosité. Celle-ci est corrélée a une augmentation des surfaces d’échanges entre les
cellules et le milieu biologique et a un processus de dissolution/précipitation de la céramique. Les
cristaux en contact avec les fluides biologiques vont se dissoudre et vont interagir avec des ions
d’origine biologique pour ensuite précipiter et former des cristaux apatitiques biologiques proches de
ceux de l'os favorisant I'absorption de protéines, dont les BMPs, permettant ainsi d’orienter les
cellules vers une différenciation ostéoblastique et d’initier un processus de minéralisation [Habibovic
et al., 2005].

Des travaux de la littérature démontrent in vitro que les phosphates de calcium favorisent
I'adhérence cellulaire des ostéoprogéniteurs, leur prolifération et la synthése d’une matrice
minéralisée [Granja et al., 2005]. La macroporosité des céramiques de phosphate de calcium permet
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une meilleure colonisation du matériau par les cellules, méme si la vascularisation n’est souvent
observée qu’a la périphérie de ces implants.

Les particules de BTCP peuvent étre associées a un gel d’hydroxypropylméthylcellulose (HMPC) qui
sert de vecteur et constitue un substitut phosphocalcique injectable qui favorise la régénération
osseuse [Daculsi et al., 2010] [Rederstorff et al., 2011]. Cependant, leurs propriétés mécaniques
peuvent étre insuffisantes selon I'application envisagée.

Le corail est un autre substitut osseux résorbable composé de carbonate de calcium issu de la partie
minérale du corail naturel. Sa biocompatibilité et son ostéointégration sont excellentes quel que soit
le type de corail [Demers et al, 2002]. Cependant, la présence d’éléments organiques
(principalement des résidus de protéines collagéniques et non collagéniques) suscitent d’'importantes
réactions inflammatoires. En outre, sa dégradation est trop rapide et limite son utilisation.

Il existe d’autres composés bioactifs qui permettent I'apposition de tissu ostéoide a leur surface, tels
que les bioverres. Ceux-ci (45S5 Bioglass®) se présentent sous forme de granules et sont utilisés en
particulier en orthodontie pour leurs qualités de résorption et de substitution osseuse supérieures
aux hydroxyapatites. Les verres bioactifs les plus étudiés et utilisés sont composés principalement
d’oxydes de silicium, de sodium, de calcium et de phosphore. Ces matériaux présentent une
importante bioactivité due a la capacité du bioverre a former de I’hydroxyapatite carbonatée (HAC)
[Gatti et al.,, 2006]. La bioactivité du bioverre lui confére des propriétés d’ostéoconduction,
d’ostéostimulation et de résorption.

Au coté de ces supports, les polyméres, d’origine synthétique ou naturelle, offrent des
caractéristiques parfaitement adaptées a la régénération osseuse [Liu and Ma, 2004].

Les principaux polymeéres synthétiques sont le poly(lactic acid) PLA et le poly(glycolic acid) PGA. Les
principaux polymeéres d’origine naturelle, synthétisés par des organsimes vivants, sont des
polysaccharides (pullulane, alginate, chitosane) [Venkatesan and Kim, 2010] [Autissier et al., 2007]
[Augst et al., 2006] ou encore des protéines (collagéne, soie, fibrine) [Cen et al., 2008] [Maclntosh et
al., 2008] [Ahmed et al., 2008]. Les polymeres sont aisément fagonnables de part leur composition et
leur structure [Rezwan et al., 2006] [Liu and Ma, 2004]. De maniére générale, les polymeéres sont
biocompatibles, ils permettent ainsi aux cellules de proliférer et de se différencier sans engendrer de
réactions inflammatoires ou cytotoxiques [Lubiatowski et al., 2006].

Leur caractere biodégradable constitue un atout important en ingénierie tissulaire osseuse [Rezwan
et al., 2006] [Lutolf and Hubbell, 2005]. De par leur nature chimique, les polymeéres peuvent étre le
support de nombreuses modifications permettant d’adapter et de moduler leurs propriétés [Liu and
Ma, 2004]. Les biomatériaux composés de polyméres ont la capacité de mimer les propriétés
biochimiques et structurelles de la matrice extracellulaire. lls vont ainsi pouvoir séquestrer les
facteurs de croissance, nécessaires a la régulation de I’activité cellulaire. En ingénierie vasculaire, les
études menées sur le fucoidane ont montré sa capacité a retenir le VEGF 45 et a favoriser la migration
des cellules endothéliales et la formation de structures tubulaires [Lake et al., 2006].

Les polymeres sont utilisés également comme des systemes de délivrance de molécules bioactives ou
encore comme des matrices permettant le transport de cellules et la néoformation d’un tissu [Lee
and Shin, 2007]. De nombreux produits a base de collagene de type | sont commercialisés a ce
jour (Collapatll®, Collagraft®, Biostite®) et permettent la colonisation, la prolifération et la
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différenciation cellulaire. L'incorporation de PGA aux éponges de collagéne permet d’augmenter leur
résistance ainsi que le nombre de cellules mésenchymateuses adhérentes dans des modeles in vitro
[Hosseinkhani et al., 2005] [Hiraoka et al., 2003].

De nombreuses équipes ont également étudié le chitosane, utilisé dans des systémes implantables
ou injectables afin de délivrer en particulier des facteurs de croissance [Akman et al., 2010b] [Akman
et al., 2010a] ou encore des glucocorticoides [Tigli et al., 2009] pour stimuler I'ostéogeneése.

Parmi les autres polymeres a base de polysaccharide, I’alginate, isolé a partir d’algues comme les
Lessonia flavicans, Desmarestia ligulata ou Desmarestia distans [Leal et al., 2008] permet en
particulier I'encapsulation de cellules et/ou de molécules dans un hydrogel [Evangelista et al., 2007].
Grellier et coll. en 2009 [Grellier et al., 2009] ont montré que les cellules mésenchymateuses issues
de la moelle osseuse peuvent former in vitro et in vivo une matrice extracellulaire minéralisée dans
des billes d’alginate.

Le pullulane est un autre polysaccharide neutre et non immunogene produit a partir de la
fermentation de I'amidon par le champignon A. pullulans. Des hydrogels a base de pullulane sont
déja utilisés pour des applications dans le domaine de lingénierie tissulaire cardiovasculaire
[Autissier et al., 2010] [Autissier et al., 2007] [Thébaud et al., 2007]. Ce type de matrice offre une
chimie et une porosité modulable, et d’intéressantes perspectives d’applications pour I'ingénierie
tissulaire osseuse [Park, 2011].

Les principales limites de ces matrices a base de polymeéres sont leur manque de résistance
mécanique pour supporter les forces de |’environnement osseux, et pour certains de ces polymeres,
un mangue d’ostéoconductivité.

A ce jour, de nouvelles matrices composites, associant polymeres et phosphates de calcium sont
développées [Swetha et al., 2010] afin de mimer au plus prés la matrice osseuse, mélange de
composants organiques et inorganiques. Les éléments a base de phosphate de calcium assurent les
propriétés mécaniques et I'ostéoconductivité [Roohani-Esfahani et al., 2010] [Swetha et al., 2010] et
la composante polymere, composée de collagéne [Wahl and Czernuszka, 2006], de chitosane
[Venkatesan and Kim, 2010] [Thein-Han and Misra, 2009] [Wang et al., 2007a], d’alginate [Lee et al.,
2011], de PCL [Guarino et al., 2008] ou de PLGA [Lao et al., 2011], améliore la biocompatibilité et la
biodégradabilité du biomatériau.

B. La composante cellulaire dans les produits d’ingénierie tissulaire osseuse

La production d’un PIT in vitro requiert I'utilisation de cellules dites « réparatrices », capables de
produire une matrice extracellulaire spécifique et de régénérer le tissu natif fonctionnel au sein du
biomatériau.

Le développement du tissu osseux ainsi que sa réparation sont assurés en partie par des progéniteurs
ostéoblastiques en concertation avec les autres cellules du micro-environnement tissulaire. Dans un
contexte de régénération du tissu osseux, les cellules souches mésenchymateuses sont connues pour
s’orienter vers la voie ostéoblastique sous I'action de différents stimuli biochimiques, cellulaires et ou
mécaniques.

Les cellules souches se définissent par leur capacité de différenciation, d’auto-renouvellement, sans
signe de sénescence et présentent une plasticité élevée. Toutes ces qualités en font des cellules de
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choix pour l'ingénierie tissulaire osseuse [Seong et al., 2010]. Les cellules souches utilisées peuvent
étre d’origine adulte ou embryonnaire.

1. Le choix du type cellulaire pour des applications en ingénierie tissulaire

a) Les cellules souches embryonnaires

Les cellules souches embryonnaires sont des cellules souches pluripotentes, elles sont capables de
s’orienter vers tous les types cellulaires des trois feuillets membranaires a I'exception des tissus extra
embryonnaires comme le placenta et le cordon ombilical. Elles proviennent de la masse interne du
blastocyste, composée de 30 a 40 cellules isolées et cultivées sur des revétements nourriciers
spécifiques (Figure 29). Oct4 et nanog sont les deux principaux génes maitres de la pluripotence,
caractérisant les cellules souches embryonnaires. Le facteur LIF (leukemia inhibitory factor) agirait
avec la BMP4 présent dans le sérum et induirait I'expression de facteurs de transcription de la famille
id (inhibiteurs de différenciation) afin de maintenir la pluripotence et I'autorenouvellement de ces
cellules [Ying et al., 2003].
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Figure 29. Culture et différenciation ostéogénique des cellules souches embryonnaires [Seong et al., 2010]
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Les cellules souches embryonnaires ont montré leur intérét en ingénierie osseuse [Zur Nieden, 2011].
Les ES murines peuvent étre efficacement différenciées en cellules ostéogéniques in vitro apres
stimulation par des facteurs ostéogéniques ajoutés au milieu de culture (Figure 29) [Handschel et al.,
2008]. L'utilisation d’ES murines associées a une matrice de collagéne in vivo conduit a la formation
d’os ectopique chez le rat aprés une étape de préinduction ostéogénique in vitro [Kahle et al., 2010]
[Handschel et al., 2010]. Un résultat similaire a été obtenu avec des cellules embryonnaires d’origine
humaine [Tremoleda et al., 2008]. Elles peuvent étre associées a un biomatériau composite a base de
PLGA et d’HA et transplantées en sous-cutané chez la souris nude. Kim et coll. observent alors une
formation osseuse significative au bout de 4 semaines d’implantation comparée aux biomatériaux
non cellularisés [Kim et al., 2008]. De plus, ces mémes travaux montrent aprés analyse par
hybridation in situ, que ce sont les cellules embryonnaires implantées qui sont a I'origine du tissu
osseux néoformé. Une autre étude montre le potentiel régénératif de ces cellules aprés induction
ostéogénique cultivées au sein d’'un biomatériau a base de PLGA, importées au niveau d’un site
orthotopique chez le lapin [Tian et al., 2008].

Cependant, la qualité du tissu osseux formé en termes d’homogénéité et de stabilité semble étre
encore insuffisante. Des améliorations devront étre apportées au niveau du contréle de la
différenciation ostéogénique [Jukes et al., 2010]. De plus, dans un contexte de thérapie cellulaire, ces
cellules souches présentent encore des risques non négligeables d’induction de tumeurs. Enfin, les
lois éthiques en France limitent leur utilisation, bien que les données précliniques précédemment
citées donnent des résultats trés prometteurs [Jukes et al., 2008].

b) Les cellules souches adultes
Les cellules souches adultes ont une capacité a proliférer plus faible que les cellules souches
embryonnaires. Elles peuvent étre isolées en grande quantité a partir de nombreux tissus adultes et
présentent le principal avantage de pouvoir étre utilisées dans des conditions autologues. Elles sont
utilisées en clinique dans plusieurs applications dont le domaine ostéo-articulaire [Vinatier et al.,
2011].

Les cellules souches pluripotentes inductibles (iPS cells)

Elles devraient offrir dans les années a venir un potentiel considérable pour la médecine
régénératrice [Okita and Yamanaka, 2011]. D’un point de vue fondamental et historique, des 1997,
Wilmut et coll. [Wilmut et al., 1997] et Tada et coll. [Tada et al., 2001] ont découvert que les cellules
somatiques peuvent étre reprogrammées et acquérir un état de cellule souche embryonnaire.
Takahasi et coll. en 2006 [Takahashi and Yamanaka, 2006] ont proposé que les facteurs de
maintenance de I'état « souche » des ES peuvent aussi induire la pluripotence dans les cellules
somatiques. Par introduction rétrovirale de quatre facteurs dans des fibroblastes de souris (oct4,
sox2, c-myc et klf-4), ces cellules nommées cellules iPS (induced pluripotent stem cells) acquiérent un
stade pluripotent. Elles présentent la méme morphologie et le méme profil de croissance que les ES.
Aprés implantation en site sous-cutané chez la souris immunodéficiente, ces cellules forment des
tissus originaires des 3 feuillets embryonnaires. Leur orientation vers le lighage ostéoblastique a été
montrée récemment [Li et al.,, 2010]. Cependant, si cette nouvelle source cellulaire permet de
contourner les questions éthiques, permettant de générer des cellules iPS « autologues » a partir des
cellules somatiques du patient, de nombreux verrous technologiques doivent étre levés pour une
utilisation en ingénierie tissulaire. De fagon plus précise, |'efficacité de reprogrammation devra étre
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améliorée, une alternative a I'utilisation de rétrovirus devra étre identifiée pour des applications
cliniques.

Les cellules souches mésenchymateuses

Elles sont les cellules les plus utilisées en ingénierie tissulaire [Griffin et al., 2011] [Granero-Molto et
al., 2008]. Aucune manipulation génétique n’est nécessaire, et ne présentent pas de réels problemes
d’éthique.

Les premieres techniques d’ingénierie tissulaire utilisant des cellules mésenchymateuses ont été
décrites par De Bruyn en 1955 [De Bruyn and Kabisch, 1955] et montrent que l'implantation
ectopique de moelle osseuse entraine une néoformation osseuse. La moelle osseuse totale contient
une population cellulaire hétérogene : elle est composée de cellules souches hématopoiétiques et de
cellules souches stromales mésenchymateuses [Friedenstein and Lalykina, 1970] [Becker et al.,
1963]. Cette derniere population est connue pour étre une source importante d’ostéoprogéniteurs
permettant la formation osseuse in vivo. Les cellules mésenchymateuses de la moelle osseuse,
contenant les ostéoprogéniteurs, ont été isolées par Friedenstein en 1974 grace a leur capacité
d’adhérence au plastique [Friedenstein et al., 1974a] [Friedenstein et al., 1974b]. Elles sont nommées
MSCs. Ce sont des cellules stromales présentant une morphologie fibroblastique qui vont étre a
I'origine de colonies, chacune dérivant d’'une « single colony forming cell » appelées cfu-f (colony
forming unit-fibroblast). Elles sont caractérisées par |'expression de marqueurs membranaires
spécifiques, tels que STRO-1, CD73, CD90, CD105, et par I'absence de CD34 et de CD45 [Arthur et al.,
2009] [Chamberlain et al., 2007] [Gronthos et al., 1994].

Elles présentent une plasticité importante qui leur permet de se différencier en cellules
chondrocytaires, ostéoblastiques, adipocytaires, myoblastiques, tendineuses ou neurales [Pittenger
et al., 1999] (Figure 30).
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Figure 30. Caractére multipotent des cellules souches mésenchymateuses de la moelle osseuse [Grassel and
Ahmed, 2007]
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De part leur potentiel de différenciation ostéoblastique, les cellules mésenchymateuses de la moelle
osseuse pourraient constituer une alternative intéressante a I'autogreffe [Shang et al., 2001]. Elles
sont a ce jour utilisées dans le traitement d’ostéogenese imparfaite chez les enfants [Horwitz et al.,
1999].

Néanmoins, outre les résultats qui semblent dépendant du donneur, en particulier de son age, la

variabilité des résultats obtenus aussi bien in vitro qu’in vivo, démontre la nécessité de standardiser
les protocoles d’expansion cellulaire et/ou de différenciation cellulaire, afin de pouvoir les utiliser de
maniére efficace et reproductible en clinique [Chatterjea et al., 2010].

S’agissant des sources de cellules mésenchymateuses, celles issues de la moelle osseuse requiérent
un prélevement assez invasif, le volume est limité et le taux de rendement reste assez faible (0,001%
a 0,0001% du nombre total de cellules nucléées [Fraser et al., 2006]

Les autres sources de cellules mésenchymateuses sont le périoste [Ball et al., 2011], le cordon
ombilical [Wang et al., 2011b], la synovie [Fan et al., 2009], le muscle squelettique [Jankowski et al.,
2002], la pulpe dentaire [Estrela et al., 2011], les péricytes vasculaires [Feng et al., 2010].

Le tissu adipeux est également une source importante de cellules souches mésenchymateuses
[Gimble et al.] [Bunnell et al.,, 2008] [Zuk et al., 2002]. En effet, ce tissu contient des cellules
mésenchymateuses possédant les mémes propriétés que celles issues de la moelle osseuse. Elles
sont nommeées ADSCs (Adipose-derived Stem Cells). Le tissu adipeux peut étre prélevé en grande
guantité sous simple anesthésie générale, lors de résections abdominales ou de liposuccion, sans
considération éthique car le prélévement est assimilé a un déchet opératoire. Son prélévement est
moins invasif que la ponction de moelle osseuse. De plus, 1 g de tissu donne environ 5x10° de
cellules mésenchymateuses c’est a dire 500 fois plus que dans la moelle osseuse [Gimble et al.].

En ce qui concerne le mode d’isolement des ADSCs, (Figure 31), aprés centrifugation, le culot
cellulaire est appelé fraction vasculaire stromale (SVF). Cette fraction, tres hétérogéne contient de
nombreux types cellulaires incluant les ADSCs, les cellules endothéliales et les cellules
hématopoiétiques. Des travaux récents démontrent I'intérét de la fraction SVF totale, qui présente
des qualités ostéogéniques et endothéliales attractives [Scherberich et al., 2007] [Mdiller et al., 2010]
pour I'ingénierie osseuse et vasculaire.
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Figure 31. Procédure d’extraction des ADSCs a partir du tissu adipeux. D’apres [Seong et al., 2010]
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Cette fraction SVF peut étre mise en culture et permet d’obtenir des cellules appelées ADSCs
sélectionnées par leur capacité d’adhérence au plastique. Ces cellules peuvent alors étre orientées
vers différents lignages selon les conditions de culture.

La qualité et la quantité d’ADSCs vont étre différentes en fonction du tissu a partir duquel elles sont

purifiées selon s’il s’agit de tissu adipeux sous-cutané ou viscéral [Prunet-Marcassus et al., 2006]. La
localisation précise des ADSCs au sein méme du tissu adipeux est encore controversée. Une étude
montre qu’elles présenteraient des caractéristiques péricytaires au méme titre que les MSCs
[Traktuev et al., 2008], résultats infirmés par Maumus et coll. qui ne montre aucune expression de
marqueurs péricytaires tels que NG2, CD140b ou l'a-actine [Maumus et al., 2011]. Les ADSCs sont
d’origine mésodermale, elles peuvent se différencier préférentiellement en adipocytes, ostéoblates,
chondrocytes, muscle squelettique [Zuk et al., 2001]. Mais elles sont capables de se différencier
également en cellules d’autres lignages non mésodermiques : neuronal [Fujimura et al., 2005],
endothélial [Planat-Benard et al., 2004], épithelial [Brzoska et al., 2005], hépatocytaire [Banas et al.,
2007], cellules pancréatiques [Timper et al., 2006].

Les ADSCs in vivo présentes d’importantes propriétés immunomodulatrices [Puissant et al., 2005],
elles sont utilisées pour contréler la GVHD (Graft Versus Host Disease) [Fang et al., 2007] [Yanez et
al., 2006].

La thérapie cellulaire basée sur I'utilisation d’ADSCs autologues a fait ses preuves dans plusieurs
applications autres que dans le domaine ostéo-articulaire et notamment dans le traitement des
fistules liées a la maladie de Crohn [Garcia-Olmo et al., 2008] [Garcia-Olmo et al., 2005] [Garcia-
Olmo et al., 2009a] [Garcia-Olmo et al., 2009b] ou encore pour le traitement des affections
cardiovasculaires [Madonna et al., 2009] [Mazo et al., 2008] [Li et al., 2007]. La fraction totale SVF est
également employée en clinique, notamment pour des comblements de |ésions craniennes et des
reconstructions mammaires. En effet, cette application ne nécessite pas un passage préalable par
une culture 2D et fait intervenir une chirurgie avec prélevement et traitement du tissu puis une
réinjection au cours de la méme séance.

Le tissu adipeux s’avere étre une source tissulaire abondante, riche en cellules mésenchymateuses.
Les ADSCs remplissent tous les critéres d’une cellule souche « idéale » décrits par Gimble [Gimble et
al., 2007] [Gimble, 2003]. Leurs nombreuses qualités en font des cellules de choix pour I'ingénierie
tissulaire osseuse.

Les cellules mésenchymateuses en coculture

Les techniques d’ingénierie du tissu osseux, associant des matrices 3D avec une composante
cellulaire évoluent depuis plusieurs années vers des cocultures de cellules mésenchymateuses avec
d’autres types cellulaires susceptibles de participer a la formation d’un tissu osseux fonctionnel, a
savoir un tissu remodelé et vascularisé.

Plusieurs travaux ont intégré le parametre de remodelage osseux (voir paragraphe IE) dans leurs
constructions 3D, en cocultivant des ostéoblastes et des ostéoclastes matures ou des progéniteurs
ostéoclastiques. Les premiéres études in vitro d’un systéme de coculture en 3D, permettent de mieux
comprendre les interactions et le dialogue entre les 2 types cellulaires. Elles montrent que les
ostéoclastes stimulent la différenciation ostéoblastique des MSCs avec une diminution de
I'expression des marqueurs adipocytaires [Bernhardt et al., 2010] et une augmentation de
I’expression de la Bone SialoProtéine (BSP), marqueur tardif de la différenciation ostéoblastique

[Sinclair and Burg, 2011]. Un support tridimensionnel de collagene de type | a été utilisé comme
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support a la coculture de cellules ostéoblastiques et ostéoclastiques. Domaschke et coll., en 2006
[Domaschke et al., 2006] montre ainsi que les ostéoclastes sont capables d’envahir et de dégrader
cette structure collagénique tandis que les ostéoblastes proliféerent et synthétisent de la matrice
extracellulaire minéralisée.

D’autres modeles de coculture développés en ingénierie du tissu osseux, sont les cocultures de
cellules mésenchymateuses avec des cellules du lignage endothélial pour générer in vitro et in vivo
des structures vascularisées. Cette partie sera détaillée dans le chapitre V.

Une autre équipe est allée encore plus loin dans la génération de systemes hybrides, en développant
une stratégie de coculture associant les trois types cellulaires : des cellules endothéliales, des cellules
ostéoblastiques et ostéoclastiques [Papadimitropoulos et al., 2011]. Dans cette étude, les cellules
endothéliales et ostéoblastiques, sont issues de la fraction vasculaire stromale (SVF) du tissu adipeux,
et sont préalablement cultivées au sein d’'une céramique poreuse avant d’y ajouter les progéniteurs
ostéoclastiques CD14+ issus du sang périphérique. Ils sont ensemencés dans un deuxieme temps
apres une premiere phase de culture de la SVF du tissu adipeux contenant les cellules endothéliales
et les ostéoprogéniteurs permettant la formation d’'une matrice extracellulaire stimulant leur
adhérence, leur différenciation et leur activité ostéoclastogénique. Des facteurs tels que le MCSF
(macrophage colony-stimulating factor) et le RANK-ligand peuvent également étre ajoutés au milieu
de culture permettant de stimuler I'adhérence, la prolifération et la différenciation ostéoclastique
des monocytes CD14+ [Papadimitropoulos et al., 2011]. Le mécanisme de résorption est alors
observé in vitro et semble dépendre du dépo6t de matrice extracellulaire par les ostéoblastes. La
formation de structures osseuses et vasculaires associée a une activité ostéoclastique in vivo aprés
implantation ectopique démontre et valide la fonctionnalité du systeme hybride.

Des études expérimentales approfondies chez le gros animal, restent encore a mener afin de mettre
en évidence un réel bénéfice par rapport a un systéme « classique » de monoculture sur la
néoformation osseuse et sur la réparation.

2. Les facteurs d’induction de la différenciation des cellules souches

mésenchymateuses

Aprés isolement des cellules mésenchymateuses, une premiére étape d’expansion en deux
dimensions est parfois nécessaire afin de disposer d’'un nombre de cellules suffisant pour stimuler
leur différenciation. Ces méthodes d’amplification, selon le milieu et le nombre de passages
effectués peuvent diminuer les capacités d’autorenouvellement et de différenciation de ces cellules
[Nguyen et al., 2011].

a) Les milieux d’expansion
lIs contiennent de fagon générale des facteurs promouvant I'adhérence des cellules sur des supports
de cultures tels que la fibronectine ou encore des facteurs impliqués dans la prolifération cellulaire
comme I'IGF-1 et le bFGF. Ce milieu d’expansion doit préserver le phénotype des cellules souches
indifférenciées : I'expression des marqueurs de surfaces CD73, CD90, CD105, et absence d’expression
de CD34 et de CD45 [Arthur et al., 2009] [Chamberlain et al., 2007] [Gronthos et al., 1994].
Cependant, plusieurs équipes s’affranchissent de cette étape d’expansion et transplantent les
cellules immédiatement aprés leur isolement [Boos et al., 2011] [Rhee et al., 2011] [Kretlow et al.,
2010]. Si plusieurs travaux montrent |'utilisation des cellules mésenchymateuses a I'état non
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différencié [Parrilla et al., 2011] [Jeon et al., 2008] [Petite et al., 2000], la plupart des études sont
réalisées avec des cellules préalablement ostéoinduites.

b) Les milieux de différenciation
lls contiennent des facteurs de croissance spécifiques du lignage d’intérét. Dans le cas du lignage
ostéogénique, plusieurs facteurs biochimiques sont connus pour orienter les cellules souches
mésenchymateuses vers la différenciation ostéoblastique. La méthode classique d’induction de la
différenciation ostéoblastique consiste en un milieu de culture contenant une combinaison de
dexaméthasone, de B-glycérophosphate et d’acide ascorbique pendant plusieurs semaines.

La dexaméthasone est un glucocorticoide, identifié¢ comme un élément clé de la différenciation
ostéoblastique des MSCs, utilisé a des concentrations bien définies [Herbertson and Aubin, 1995]
[Leboy et al., 1991]. Une culture continue des MSCs en présence de dexaméthasone a 10 nM
pendant environ 3 semaines permet d’induire la différenciation ostéoblastique [Song et al., 2009b].
La dexaméthasone induit d’une part, la transcription de genes ostéoblastiques [Beloti and Rosa,
2005] [Yamanouchi et al., 2001] dans des cellules mésenchymateuses via sa fixation a un élément de
réponse aux glucocorticoides (GRE) situé dans la région promotrice de ces génes [Ogata et al., 1995].
D’autre part, la dexaméthasone stimule I'expression de la molécule TAZ (f catenine-like)
(transcriptional coactivator with PDZ-binding motif) ainsi que de l'intégrine a5 qui favorisent la
différenciation ostéoblastique des cellules mésenchymateuses par [I'activation du facteur de
transcription cbfal/runx 2 [Hamidouche et al., 2009] [Hong et al., 2009] [Hamidouche et al., 2008].
Cependant, I'utilisation de glucocorticoides a des concentrations supra-physiologiques peut exercer
un effet inverse, inhiber la fonction ostéoblastique et la formation osseuse in vivo [Jorgensen et al.,
2004].

Le B-glycérophosphate (3GP) : 'utilisation de BGP permet la formation d’'une matrice extracellulaire
minéralisée, car il constitue un substrat de choix pour activer en particulier la phosphatase alcaline
(PAL) des cellules mésenchymateuses [Chang et al., 2000] [Chung et al., 1992]. De facon générale, le
BGP est utilisé dans le milieu de différenciation ostéogénique des MSCs de 5 a 10 mM [Hildebrandt
et al., 2009].

L’acide ascorbique joue également un réle important dans la synthése de la matrice extracellulaire et
de facon précise sur I’hydroxylation des résidus proline et lysine du collagéne, principal composant
de la MEC [Takamizawa et al., 2004] [Royce, 2003] [Prockop and Kivirikko, 1995]. Des études
montrent que I'addition d’acide ascorbique dans le milieu de culture entraine une augmentation de
la synthese matricielle, tandis que I'absence d’acide ascorbique conduit le plus souvent a la
réduction de I'expression de la PAL et a I'inhibition de I'accumulation de calcium [Fernandes et al.,
2010].

La vitamine D3, hormone calcitrope antimitotique, ou plus précisément son métabolite actif la 1,25
OH, Di, peut également étre ajouté au cocktail de facteurs pour stimuler la différenciation
ostéoblastique des MSCs [Maehata et al., 2006] [Verlinden et al.,, 1998] [Wang et al., 1996].
L'utilisation de ce facteur seul ne permet pas la production d’'une matrice minéralisée, son utilisation
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est souvent associée a la dexaméthasone et a la BMP-2 afin de promouvoir I'expression des
marqueurs spécifiques du lignage ostéoblastique.

L’addition de facteurs de croissance au milieu de différenciation stimule la différenciation
ostéoblastique des MSCS in vitro. Parmi eux, le TGF-B1 influence la prolifération cellulaire et joue un
role essentiel dans le contréle de la formation osseuse en régulant la synthése de protéines
matricielles telles que le collagene de type | [Centrella et al., 1987]. Les BMPs dont la BMP2 et BMP7
jouent également un role important dans le controle de l'ostéogenése [Hanada et al.,, 1997]
[Knippenberg et al., 2006]. Ces facteurs sont souvent ajoutés dans les milieux de différenciation
comme facteurs ostéoinducteurs et jouent un réle tout aussi important dans la formation osseuse
ectopique in vivo [Kawai et al., 2006]. Les concentrations utilisées in vitro peuvent varier du nM au
1M selon le modele cellulaire utilisé.

Dans un contexte d’ingénierie tissulaire et afin de transférer ces technologies a la clinique, il est
nécessaire de respecter les conditions GMP (Good Manufacturing Products) de développement de
ces milieux [Bieback et al., 2008] [Schallmoser et al., 2007]. L'utilisation de sérum animal dans les
cultures de cellules mésenchymateuses pose de nombreux problémes. Une grande variabilité entre
les différents lots peut étre mise en évidence et, de plus, la composition chimique exacte est
inconnue. Le sérum animal peut également contenir des immunoglobulines, des facteurs de
croissance ou des facteurs de transcription pouvant modifier le comportement cellulaire [Jochems et
al., 2002]. Cependant, plusieurs alternatives sont a ce jour développées grace a I'utilisation de sérum
d’origine humaine [Tekkatte et al., 2011] [Bieback et al., 2009] [Kobayashi et al., 2005] [Stute et al.,
2004]. Les MSCs cultivées dans ces conditions présentent des caractéristiques similaires a des MSCs
cultivées en sérum animal, une morphologie similaire mais un taux de doublement de population
inférieur par rapport aux cultures en sérum animal [Shahdadfar et al.,, 2005]. D’autres études
montrent que les cellules adhérent et proliférent plus difficilement en présence de sérum humain et
n’atteignent jamais plus de 60% de confluence, suggérant d’un effet inhibiteur de facteurs
allogéniques dans le sérum humain, sur la prolifération et la survie cellulaire. La différenciation
ostéogénique semble étre favorisée dans un milieu de culture supplémenté en sérum humain,
soulignant l'intérét de cette alternative dans un contexte d’ingénierie tissulaire osseuse et
d’applications cliniques [Berger et al., 2006]. Enfin, le sérum humain semble garantir une meilleure
stabilité génomique dans le temps, parametre important pour la thérapie cellulaire.

Le sérum issu du sang de cordon humain allogénique (hUCBS) est une source également attractive
car il contient une quantité importante de facteurs de croissance et de protéines nécessaires a la
prolifération et a la survie des MSCs [Sankaranarayanan et al., 2011] [Song et al., 2009a]. De plus, la
culture de MSCs en présence de hUCBS augmente les capacités prolifératives et le potentiel de
différenciation ostéogénique [Jung et al., 2009].

Les substituts sériques a base de dérivés plaquettaires humains autologues constituent également
une bonne alternative au sérum animal [Johansson et al., 2003]. En effet, les plaquettes synthétisent
et liberent de nombreux facteurs de croissance tels que le TGF-B, FGF, IGF-1, EGF, VEGF, Platelet
Factor-4 (PF-4), des molécules d’attachement (fibronectine, vitronectine) permettant le recrutement
des cellules souches au niveau du site lésionnel ainsi que leur différenciation et activant également
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I’angiogenése [Schallmoser et al., 2009]. Les lysats plaquettaires stimulent la survie, I'adhérence, la
prolifération et la différenciation des MSCs ainsi que celles des cellules endothéliales [Kilian et al.,
2007] [Lange et al., 2007] [Doucet et al., 2005]. De plus, les propriétés immunomodulatives des MSCs
conservées permettent I'utilisation de cette alternative de maniére allogénique, réduisant les risques
de GVHD [Lange and Zander, 2008]. Ainsi, des dérivés humains, le lysat plaquettaire reste
|"alternative au sérum animal la plus adaptée [Schallmoser et al., 2008]. Cependant, la composition
chimique de ces différents sera est tout aussi inconnue que celle des sera animaux. De plus, la
variabilité de composition des lots ainsi que leur disponibilité limitée, en font des inconvénients
majeurs ouvrant la voie a la recherche d’autres alternatives.

A la différence du sérum, les milieux définis contiennent des facteurs de croissance, des molécules
d’attachement et différents composants protéiques a des concentrations précises rendant
reproductible I'élaboration d’un milieu de culture. La sélection des additifs et notamment des
facteurs de croissance est trés importante car ils peuvent considérablement affecter la fonction
cellulaire. A titre d’exemple, une augmentation de bFGF dans le milieu peut orienter les MSCs vers
une différenciation ostéoblastique [Sotiropoulou et al., 2006]. Le TGF-f influence la prolifération et la
survie cellulaire s’il est utilisé de fagcon synergique avec le bFGF, PDGF [Chase et al., 2010] [Ng et al.,
2008].

En présence de ces milieux définis, un revétement spécifique est souvent nécessaire pour la culture
des MSCs. Le plus souvent il s’agit de la fibronectine ou du collagéne de type | et lll, imitant la
matrice extracellulaire et permettant I'adhérence des cellules ainsi que leur expansion et leur
différenciation [Tekkatte et al., 2011].

Parmi les autres facteurs, I'albumine sérique est un facteur couramment utilisé dans les milieux sans
sérum permettant le transport des lipoprotéines dans la cellule. Les hormones sont également
essentielles a la croissance cellulaire, telle que I’hydrocortisone. Certains minéraux et autres
molécules agissant comme cofacteurs dans de nombreuses voies de signalisation sont également
retrouvés dans la composition de ces milieux définis. Ces éléments sont présents a |'état de traces
mais peuvent réguler la prolifération et la différenciation cellulaire [Hill and Treisman, 1995].

De nombreux milieux définis sans sérum, utilisés pour la culture des MSCs, sont commercialisés
(STEMPRO MSC SFM, Invitrogen ; MesenCult-ACF Culture Kit ; STEMCELL) [Brunner et al., 2010]. Ces
milieux commerciaux permettent de maintenir le potentiel de différenciation des MSCs tout en
augmentant leurs capacités prolifératives [Agata et al., 2009] dues a certains facteurs de croissance
tels que le bFGF ou encore le LIF [Marshak and Holecek, 1999].

En conclusion, I'avantage des ces milieux définis reste leur composition chimique précise. Ils sont
produits, soit pour I'expansion cellulaire, soit pour la différenciation. Elaborés selon les conditions
GMP, ils sont parfaitement adaptés a une utilisation en clinique.

Les conditions environnementales peuvent également modifier le devenir des cellules
mésenchymateuses.

Parmi ces conditions, la tension en oxygéne peut influencer la fonction des MSCs. L’hypoxie est le
principal activateur du facteur HIF1 qui va agir comme facteur de transcription au niveau de
séquences promotrices des genes cibles de la survie et de la prolifération cellulaire [Tredan et al.,
2008] (Figure 32). En effet, plusieurs études ont montré que de basses tensions en oxygene (5%)
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pouvaient ralentir la prolifération des MSCs et permettraient de maintenir un état non différencié en
culture in vitro [Basciano et al., 2011] [Tamama et al., 2011] [Holzwarth et al., 2010].
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Figure 32. Régulation de I'activité du facteur de transcription HIF-1 et génes activés transcriptionnellement
par HIF-1 [Tredan et al., 2008]

L'hypoxie joue un réle important dans la différenciation ostéogénique. Il semblerait que des
conditions de culture en hypoxie stimuleraient la différenciation chondrogénique des cellules
mésenchymateuses issues du tissu adipeux au profit d’une différenciation ostéogénique [Merceron
et al., 2010]. L'implantation de MSCs transfectées par un plasmide codant pour le gene HIF montre
une augmentation de I'expression de protéines angiogéniques et ostéogéniques in vitro et une
amélioration significative de la réparation de lésions osseuses de taille critique traduite par une
augmentation du volume osseux, de la densité minérale osseuse et du nombre de vaisseaux [Zou et
al.,, 2011]. Ces données confirment I'importance de I’hypoxie et du facteur HIF dans le couplage
angiogenése/ostéogenése.

La culture en trois dimensions (3D) constitue également un facteur essentiel a la différenciation
cellulaire [He et al., 2010] [Tian et al., 2008]. A titre d’exemple, la différenciation ostéoblastique des
cellules souches embryonnaires [Tian et al., 2008] et de MSCs [Frohlich et al., 2010] [Naito et al.,
2011] cultivées en 3 dimensions est stimulée par rapport a celles cultivées en deux dimensions.
D’autre part, la composition méme du matériau permet d’orienter la différenciation cellulaire.
Marino et coll. montrent ainsi que des ADSCs sont capables d’exprimer les marqueurs de
différenciation ostéoblastique lorsqu’elles sont cultivées sur une céramique phosphocalcique sans
ajout de facteurs ostéoinducteurs [Marino et al., 2010]. Un autre exemple concerne la culture de
MSCSs dans une matrice de polymeére qui favorise la phase de minéralisation par rapport aux cultures
bidimensionnelles [Thimm et al., 2011]. La rigidité du matériau est un parametre tout aussi
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important, permettant également d’orienter la différenciation cellulaire [Tse and Engler, 2011]
[Discher et al., 2005]. L’augmentation de la rigidité d’un matériau peut favoriser la différenciation
ostéoblastique des MSCs [Kim et al., 2011] sous la dépendance de I'activation de la voie des MAP
kinases [Khatiwala et al., 2009] [Khatiwala et al., 2007].

La culture en conditions dynamiques constitue un autre facteur environnemental essentiel a
I’expansion des cellules, au maintien de leur survie et de leur fonction cellulaire. Les données
cellulaires de mécanotransduction ont largement contribué au développement de bioréacteurs
permettant la culture dynamique des matériaux cellularisés favorisant ainsi une meilleure
distribution cellulaire, |'établissement d’interactions intercellulaires et une activation de Ila
différenciation [Frohlich et al., 2010] [Sikavitsas et al., 2005] [Bancroft et al., 2002]. Cette partie sera
présentée dans le paragraphe IVD.

C. Les facteurs bioactifs en ingénierie du tissu osseux
Des stratégies de fonctionnalisation des structures tridimensionnelles ont largement été décrites
dans la littérature afin d’améliorer le processus de régénération, en stimulant I'activité biologique
des cellules qu’elles hébergent ou bien celle des cellules de I’héte.

Parmi ces molécules bioactives, des facteurs ostéogéniques impliqués dans le processus de
réparation peuvent controler la différenciation ostéoblastique et de facon plus générale I'activité des
cellules recrutées au sein de la matrice. Les facteurs ostéogéniques comprennent les BMPs, le TGF-3
ainsi que des facteurs de croissance fibroblastiques, comme le bFGF ou encore le PDGF.

Ces facteurs ostéogéniques peuvent étre délivrés localement au niveau du site lésé grace a des
systemes de délivrance, basés sur l'utilisation de biomatériaux dégradables, le plus souvent des
polymeéres (voir paragraphe IVA2). Ces facteurs protéiques ou encore des peptidomimétiques de ces
facteurs, peuvent étre également greffés de fagcon covalente a la matrice 3D pour activer les cellules
qui seront recrutées dans ce support. En ce qui concerne la cinétique de délivrance de facteurs
ostéoinductifs, celle-ci [Luginbuehl et al., 2004] doit étre en adéquation avec la cinétique de
reconstruction osseuse, les concentrations délivrées doivent étre physiologiques et adaptées de
facon spatiale et temporelle. Les biomolécules peuvent étre incorporées aux matériaux ou adsorbées
a leur surface permettant une libération locale et limitée dans le temps. Cette stratégie permet de
mimer la sécrétion de facteurs solubles dans le micro-environnement Iésionnel.

Les exemples les plus documentés dans la littérature concernent la délivrance de BMP2 qui est un
puissant facteur de différenciation ostéogénique. Il s’agit de la molécule la plus utilisée en ingénierie
tissulaire osseuse dans les systéemes de délivrance. Yang et coll. en 2004 ont montré que la BMP2
peut étre incorporée au sein d’un polymere synthétique biodégradable permettant une libération de
la molécule, promouvant la différenciation des ostéoprogéniteurs et la formation osseuse in vitro et
in vivo [Chu et al., 2007] [Yang et al., 2004]. Une bibliographie trés abondante a largement confirmé
que la BMP2 et la BMP7 associées a un matériau ostéoconducteur stimulaient de maniere
significative la cicatrisation osseuse [Laflamme and Rouabhia, 2008] [Chu et al., 2007]. La
combinaison de BMP2 et de TGF-B3 permet également d’améliorer la formation osseuse [Simmons
et al., 2004].

Ces mémes biomolécules peuvent également étre associées aux biomatériaux par couplage chimique
grace a l'utilisation de différents groupes fonctionnels.
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Un autre facteur bioactif, largement utilisé en ingénierie tissulaire pour activer la régénération
osseuse dans les matrices, est le VEGF. De nombreux travaux de la littérature décrivent une telle
fonctionnalisation afin de stimuler la fonction des cellules endothéliales et ostéogéniques [Wernike
et al., 2010] et ainsi le couplage entre I'angiogenése et I'ostéogénése. De la méme facon que celle
décrite pour la BMP2, le VEGF, et principalement I'isoforme VEGF45 peut étre adsorbé ou délivré par
des polymeres. D’autres travaux décrivent l'utilisation des peptidomimétiques du VEGF. Ces
peptidomimétiques peuvent étre greffés de fagcon covalente au biomatériau. Cette technique de pré
vascularisation de matériaux de substitution osseuse sera développée dans le chapitre V.

Les matériaux peuvent également étre modifiés par des séquences peptidiques spécifiques
impliquées dans I'adhérence cellulaire afin de stimuler la colonisation cellulaire. L'adhésion des
cellules a un biomatériau peut étre essentielle a la création d’un tissu en 3D et peut jouer un role
crucial dans la progression de la formation tissulaire. Des séquences peptidiques impliquées dans
I'adhésion cellulaire peuvent donc étre adsorbées ou greffées de maniére covalente a un
biomatériau telles que les séquences contenant des motifs peptidiques RGD (Arg-Gly-Asp) [Zhang et
al., 2011] [Porte-Durrieu et al., 2004]. Si le couplage RGD/polymére peut permettre d’améliorer in
vitro, I'adhérence et la prolifération des MSCs ainsi que la cinétique de formation d’'une matrice
extracellulaire minéralisée par rapport a une matrice non modifiée, I'intérét de ces modifications in
vivo dans un modeéle expérimental n’est toujours pas démontré.

Enfin, un dernier mode de fonctionnalisation concerne l'introduction de genes d’intérét pour la
régénération de tissu osseux [Betz et al., 2008]. Ce gene peut étre introduit directement dans les
cellules mésenchymateuses, par des méthodes de thérapie génique. Les cellules modifiées
génétiquement seront ensuite ensemencées dans la matrice tridimensionnelle et transférées in vivo
au niveau de la |ésion osseuse ou elles pourront secréter la protéine d’intérét de facon continue ou
non. Mais les matériaux peuvent étre également développés comme des vecteurs de ces acides
nucléiques, considérés alors comme de véritables outils de transfection cellulaire [Dupont et al.,
2011] [De Laporte and Shea, 2007] [Jang et al., 2004]. Les genes d’intéréts concernés sont ceux
codant pour les BMP 2, 4 et/ou BMP7 [Guo-ping et al., 2010]. A ce jour, cette approche reste encore
difficilement applicable en clinique.

D. Les contraintes mécaniques

Le tissu osseux est un tissu soumis continuellement a différent types de contraintes mécaniques (voir
paragraphe IID3). A I'échelle tissulaire, ces contraintes jouent un réle important dans le maintien de
la densité osseuse et dans le remodelage osseux. A I'échelle cellulaire, elles jouent un réle essentiel
sur la mécanotransduction et I'orientation de la différenciation des cellules mésenchymateuses.
Hébergées dans des structures tridimensionnelles, ces cellules devront coloniser la totalité de
I'implant, au sein duquel un apport en nutriments, en oxygene et une évacuation des déchets
métaboliques seront des facteurs essentiels a la survie et a la fonctionnalité de ces cellules. Pour ce
faire, la culture dynamique de ces structures tridimensionnelles cellularisées dans des bioréacteurs
va permettre une meilleure distribution cellulaire et assurer un développement tissulaire plus
homogene [Olivier et al., 2007] [Xie et al., 2006] [Wendt et al., 2006] [Wendt et al., 2003] alors que
les cultures en conditions statiques conduisent, dans de nombreuses cas, a la formation d’un centre
nécrotique, lié a la présence d’'un foyer hypoxique [Potier et al., 2007a] [Potier et al., 2007b].

Les cellules hébergées dans ces matrices 3D vont répondre différemment en culture statique et en
culture dynamique [Altman et al., 2002]. Dans ses travaux, Braccini et coll. [Braccini et al., 2005]

62



utilise un bioréacteur pour ensemencer, multiplier et différencier les cellules, en s’affranchissant de
|’étape d’expansion en deux dimensions. Cette simple culture en dynamique est capable d’activer les
cellules mésenchymateuses vers la voie ostéoblastique et d’augmenter la formation osseuse apres
transfert in vivo de cette construction chez le petit animal. En effet il est connu que I'application de
contraintes mécaniques va étre percue par des mécanorécepteurs au niveau notamment des
membranes cellulaires [Robling et al., 2006a] [Robling et al., 2006b] et vont transformer le signal
mécanique en un signal chimique: c’est la mécanotransduction. Selon le modele et le régime utilisé
(amplitude, fréquence, durée, continu, intermittent) la réponse cellulaire sera différente (activation
des voies de signalisation pour la différenciation, prolifération...).

Les bioréacteurs a perfusion ont montré leur efficacité pour augmenter la croissance, la
différenciation cellulaire et le dép6t de matrice minéralisée par les cellules osseuse sans ajout de
milieu contenant des facteurs ostéoinductifs [Sikavitsas et al., 2005] [Bancroft et al., 2002]. A ce jour,
de nombreux types de bioréacteurs ont été développés et commercialisés. lls répondent a un cahier
des charges trés complexe : étre pratiques d’utilisation, stérilisables, régulés (température et CO,), ils
doivent contenir des volumes faibles de milieux de culture, doivent étre adaptés a la forme et a la
taille des matériaux qu’il y aura lieu d’'implanter [Janssen et al., 2006] et adaptés aux conditions GMP
de culture. Le plus simple de ces bioréacteurs est le « spinner-flask » ou « flasque a remous » (Figure
33A). Ces bioréacteurs permettent ainsi un transfert de nutriments efficace pour le développement
des tissus. Les structures en 3D peuvent étre également cultivées dans un « rotating-wall vessel »
bioréacteur rotatif ol les contraintes dynamiques sont principalement des contraintes de
cisaillement (Figure 39B) ou dans un bioréacteur a perfusion (C). Des cellules mésenchymateuses
cultivées dans ce type de bioréacteur et sous l'influence de milieux spécifiques sont capables de se
différencier en tissu osseux [Yeatts and Fisher, 2011].
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Figure 33. Les différents types de bioréacteurs. A) Spinner flask (ou flasque a remous) (B) vaisseau rotatif (C)
bioréacteur a perfusion [Yeatts and Fisher, 2011]

V. Les stratégies de vascularisation des implants osseux

En dépit de I'effet positif des facteurs dynamiques sur I'amélioration de la colonisation tissulaire des
produits d’ingénierie tissulaire de grand volume, la vascularisation des implants reste encore un
facteur limitant de cette régénération osseuse [Bramfeldt et al., 2010]. Plusieurs stratégies de
vascularisation des produits d’ingénierie osseuse sont actuellement proposées et résumées dans la
Figure 34. Celles-ci incluent des techniques in vivo et in vitro de vascularisation des matériaux.

63



In Vivo Pre- GF- Induced In Vivo In Vitro Pre-

Vascularization Vasularization Vascularization
N AGF : .o ® g
) A - . .E
e ' || oc ,
) EC
‘ ocr

' ‘mm\omﬂlanun l
In scaffold

Extended Cultivation Period

i}

Figure 34. Stratégies de pré-vascularisation de I'implant osseux (A) in vivo grace a une boucle artério-veineuse
(B) in vitro par immobilisation de facteurs angiogéniques sur le biomatériau ou (C) in vitro par la mise en place
de coculture de cellules ostéogéniques et endothéliales au sein d’une structure tridimensionnelle [Frohlich et
al., 2008]

A. La pré-vascularisation in vivo de matrices 3D

Cette approche a pour objectif d’assurer une connexion vasculaire entre I’'hGte et I'implant. La
vascularisation peut étre induite grace a un vaisseau disposé au centre de l'implant (Figure 35)
[Sever et al., 2010]. Par exemple, I'utilisation de I’artére carotidienne ou de la veine jugulaire au sein
de biomatériaux ostéoconducteurs a base d’hydroxyapatite associés a des MSCs, entraine une
néoformation osseuse et une néovascularisation du greffon qui peut alors étre transplanté au niveau
du site orthotopique d’intérét [Kawamura et al., 2006]. Selon une approche similaire, |’association
d’un pédicule vasculaire et de cellules ostéoprogénitrices a un biomatériau a base de corail permet
d’augmenter la vascularisation d’environ 60% ainsi que |'ostéogenése, aprés implantation en site
ectopique chez le rat en site intramusculaire [Pélissier et al., 2003b].

Figure 35. Implantation sous-cutanée chez le rat d’un bloc d’hydroxyapatite avec insertion de I’artére et de la
veine épigastrique inférieure dans le tunnel du biomatériau afin d’assurer sa vascularisation in vivo [Sever et
al., 2010]
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B. Fonctionnalisation de matériaux par des facteurs angiogéniques
La vascularisation d’un implant peut étre assurée par la libération locale de facteurs de croissance
angiogéniques par différents types de biomatériaux (voir paragraphe IVA2). Ces facteurs de
croissance tels que le VEGF, le PDGF et le FGF jouent un réle crucial dans les processus d’angiogenése
et de surcroit dans le processus de réparation osseuse [Jain, 2003]. L’association de ces facteurs aux
biomatériaux peut se faire de différentes facons (voir paragraphe V). De nombreux travaux de la
littérature démontrent I'efficacité de cette stratégie. Des biomatériaux fonctionnalisés tels que des
biocéramiques ou des hydrogels capables de libérer des facteurs angiogenes ont été implantés et
permettent de stimuler la réparation osseuse [Wernike et al., 2010]. Des biomatériaux a base de
polymeéres PLGA délivrant du VEGF implantés au sein de lésions craniennes chez le rat montrent une
augmentation importante de la vascularisation ainsi qu’une augmentation de la production de tissu
minéralisé, comparé aux biomatériaux implantés seuls [Geiger et al., 2005] [Murphy et al., 2004].
Le VEGF peut également étre produit par des MSCs transfectées, permettant alors d’augmenter la
vascularisation et la résorption d’un substitut osseux corallien [Geiger et al., 2007]. Dans ce méme
domaine, le potentiel du bFGF a également été démontré aprés transfection des MSCs par un
plasmide codant pour le gene du bFGF. Ces cellules modifiées génétiquement, placées au sein d’une
céramique phosphocalcique, induisent une cinétique de régénération osseuse accélérée et une
vascularisation plus importante par rapport aux MSCs contréles implantées dans ces mémes matrices
[Qu et al., 2011].
Ces facteurs angiogenes peuvent étre associés seuls a la matrice, ou avec d’autres facteurs
ostéogenes [Leach et al., 2006] [Huang et al., 2005]. De facon plus précise, Richardson et coll.
[Richardson et al., 2001] ont développé un systeme de délivrance basé sur une matrice de polymeére
(PLA/PLGA) libérant du PDGF et du VEGF 165, initiant la formation et la maturation de vaisseaux
sanguins, et ce, avec des cinétiques de délivrance différentes et contrélées. Un double systeme de
délivrance (VEGF et BMP-2) a été également développé par Kanczler et coll. [Kanczler et al., 2010] et
par Xiao et coll. [Xiao et al., 2011] et leur implantation au niveau d’une |ésion de taille critique chez le
rat a montré une amélioration significative de la reconstruction tissulaire (Figure 36).

Figure 36. Microtomographies aux rayons X. 28 jours aprés implantation au sein d’une lésion fémorale chez la
souris d’un PIT composé d’alginate seul (A, B) associé a du VEGF et de la BMP-2 (C, D) associé a du VEGF et de la
BMP-2 et a des MSCs de moelle osseuse (E, F). L’association de biomatériaux a des facteurs bioactifs
(angiogéniques et ostéogéniques) et a une composante cellulaire assure une importante régénération osseuse
comparée a l'utilisation d’un seul de ces éléments [Kanczler et al., 2010]
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L'ajout de cellules a ces structures 3D fonctionnalisées, permet d’augmenter encore ces effets: la
combinaison de facteurs ostéogéniques (BMP-4) et de VEGF associés a des MSCs permet
d’augmenter la formation osseuse en site ectopique [Huang et al., 2005]. Les travaux de Peters et
coll. confirment ces données et montrent également qu’une matrice de PLGA délivrant du VEGF
associé a des cellules endothéliales microvasculaires, stimule la formation d’un réseau vasculaire
fonctionnel au bout d’une semaine d’implantation chez la souris [Peters et al., 2002].

C. Pré-vascularisation in vitro

Afin d’obtenir un implant osseux vascularisé, une autre approche consiste a réaliser des cocultures
de cellules ostéogéniques et de cellules du lignage endothélial [Koob et al.,, 2011] [Kanczler and
Oreffo, 2008] [Unger et al., 2007] [Kaigler et al., 2006].

Cette stratégie de reconstruction tissulaire, développée depuis une dizaine d’années pour le tissu
osseux, repose sur des données fondamentales obtenues sur la communication ostéo-endothéliale.
Ces travaux ont permis de mieux comprendre le réle de la vascularisation dans la réparation osseuse
et de mettre en évidence les mécanismes moléculaires impliqués dans cette coopération.

Dans ces modeles de coculture, les cellules endothéliales matures peuvent étre d’origine humaine,
comme les HUVECs, issues de la veine du cordon ombilical [Guillotin et al., 2004] [Villars et al., 2002],
des cellules endothéliales issues de micro-vaisseaux présents dans la peau (HDMECs) [Kaigler et al.,
2005] ou encore des cellules issues de la veine saphéne (HSaVECs). Peu de travaux rapportent des
cocultures avec des progéniteurs endothéliaux. Il est connu que la présence de progéniteurs
endothéliaux circulant dans les tissus adultes participent a la néovascularisation chez I'adulte
[Kawamoto et al., 2001] [Asahara et al., 1997]. Ces progéniteurs endothéliaux peuvent étre isolés de
la moelle osseuse, du sang périphérique [Dong and Ha, 2010], du sang de cordon ombilical [Paprocka
et al., 2011] ou encore du tissu adipeux [Miranville et al., 2004]. En effet, la fraction SVF totale
contient plusieurs populations cellulaires avec parmi elles des cellules endothéliales matures
CD34+/CD31+ [Guven et al., 2011] et une population CD34+/CD31- qui correspondrait aux
progéniteurs endothéliaux [Miranville et al., 2004]. Les travaux de Scherberich et coll. en 2007
[Scherberich et al., 2007] ont montré que la culture de la SVF totale issue du tissu adipeux au sein
d’une matrice poreuse d’HA, conduit a la formation d’un tissu osseux d’une part et d’autre part a la
formation de structures vasculaires. Ces structures sont constitués de cellules CD34+/ CD31-
différenciées ou de CD34+/CD31+ matures sont fonctionnelles et s’anastomosent avec le réseau
vasculaire de I'hbte.

Du coté du lignage ostéoblastique, les cellules utilisées sont soit des ostéoblastes différenciés [Dohle
et al., 2010] [Fuchs et al., 2010] soit des cellules mésenchymateuses indifférenciées [Wang et al.,
2011a). Les cellules endothéliales se servent de la matrice extracellulaire produite par ces cellules
ostéogéniques ou mésenchymateuses comme support permettant leur adhérence et leur fonction
cellulaire.

Dans ces différents modeles de cocultures si le dialogue intercellulaire utilise de fagon générale, les

mémes acteurs moléculaires, la réponse des cellules en termes de signalisation intracellulaire et de
fonction cellulaire sera différente.
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Par ailleurs, lorsque les cellules sont associées en coculture, plusieurs paramétres restent a définir,
notamment le rapport entre les deux types cellulaires et le milieu de culture a utiliser. Ces
paramétres vont différer en fonction des types cellulaires utilisés. Grellier et coll. utilisent un ratio
MSC/HUVEC de 1 :2 dans des billes d’alginate [Grellier et al., 2009]. En ce qui concerne le milieu, les
travaux de Bidarra et coll. [Bidarra et al., 2010] ont montré que celui-ci pouvait influencer fortement
le dialogue intercellulaire et la réponse des cellules en coculture. Lorsque les cellules utilisées sont
des progéniteurs endothéliaux et non des cellules différenciées, la stabilisation de leur phénotype
étant plus difficile a obtenir, le milieu utilisé pour la coculture est un milieu riche en facteurs de
croissance (VEGF, hFGF-B, IGF-1).

Des constructions pré-vascularisées pourront ainsi étre générées in vitro en cocultivant ces cellules
du lignage endothélial avec des cellules ostéogéniques au sein de différents types de biomatériaux
(Figure 37). Elles pourront présenter la formation d’un réseau vasculaire tridimensionnel dont
|"anastomose avec le tissu hote pourra étre optimisée selon la matrice, selon le mode de cocultures
(dynamique, hypoxique) ou encore selon les types cellulaires utilisés pour réaliser ces cocultures
[Rouwkema et al., 2006].

Figure 37. Coculture en contact direct de cellules endothéliales et ostéoblastiques. Sphéroide créé par des
cellules mésenchymateuses en coculture avec des cellules endothéliales. Des cellules mésenchymateuses et
des cellules endothéliales sont mises en coculture dans un tube a fond conique et des sphéroides se forment
spontanément. Le marquage anti-CD31 (marron a gauche ou en vert a droite) et le marquage des noyaux (bleu)
montrent la formation d’une pré-vascularisation par les cellules endothéliales dans ces sphéroides, aprés 10
jours de culture. Barre d’échelle = 100um [Rouwkema et al., 2006]

Seules les études expérimentales dans un modele animal pertinent, permettra de valider, I'intérét de
ces structures pré-vascularisées in vitro et d’optimiser leur intégration osseuse et vasculaire avec le
tissu hote.

VI. Validation préclinique des biomatériaux et des produits d’ingénierie tissulaire :
études expérimentales du petit au gros animal

La validation expérimentale de ces produits d’ingénierie tissulaire reste essentielle pour évaluer
I'efficacité de ces nouveaux produits. Le choix du modeéle animal est critique pour le succes de
I’expérimentation mais aussi pour I'extrapolation des résultats. Ce modele sera sélectionné en
fonction de I'application clinique envisagée et des critéres a évaluer [Schmidt-Nielsen, 1961].
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A. Les modeéles animaux et les Iésions osseuses
De nombreux parameétres doivent étre considérés dans le choix de I'animal comme la capacité
d’extrapoler les résultats a I’'Homme, les similarités génétiques avec 'Homme, les données connues
sur son métabolisme, la morphologie du squelette de I'animal, le co(t, la disponibilité, I'adaptabilité
aux conditions de laboratoire, et enfin les considérations éthiques.
Le modele murin (rat et souris) est le plus utilisé grace aux techniques d’imagerie du petit animal
associées, et permettant en particulier d’utiliser des modéles de génétique expérimentale.
L’évaluation de produits d’ingénierie tissulaire associant des cellules humaines nécessite I'utilisation
d’animaux immunodéficients (nude), limitant I'expérimentation aux petits animaux tels que la souris
et le rat [Srouji et al., 2011].
Cependant, les études d’ingénierie tissulaire doivent étre validés chez de gros animaux en utilisant
des cellules autologues ou allogéniques [Field et al., 2011] [Zhao et al., 2009] [Petite et al., 2000]. Ces
gros animaux (chiens, brebis, chévre, cochon, primates non humains) [Buma et al., 2004] présentent
pour certains un métabolisme, des propriétés mécaniques et une microarchitecture osseuse plus
proches de 'Homme et ces modeles permettent de réaliser des lésions osseux de taille plus
importante, incapable de se réparer naturellement (lésion de taille critique). L'utilisation de ces
modeles présente toutefois des difficultés concernant le colt, la disponibilité et parfois des
problémes éthiques.

B. Les sites d’implantation et leur fonction
Il existe 2 types de site d’'implantation des matériaux de substitution osseuse ou des produits
d’ingénierie tissulaire osseuse :

- Implantation ectopique au niveau d’un site non osseux ou aucune formation osseuse ne se
produit en conditions physiologiques. Elle permet d’évaluer [I'ostéoinductivité du
biomatériau, c'est-a-dire sa capacité a recruter des cellules mésenchymateuses, a les orienter
vers une différenciation ostéoblastique et a induire la formation d’os. Les sites
d’implantation ectopique peut étre sous-cutané [Boos et al., 2011] ou intramusculaire [Le
Nihouannen et al., 2005].

- Implantation orthotopique au niveau d’un site osseux [Kim et al., 2008]. Elle permet en
particulier d’évaluer un processus d’ostéoconduction a savoir si le biomatériau est capable
de permettre la réparation osseuse a son contact et de développer ainsi des modeles de
|ésion de taille critique.

La « lésion osseuse de taille critique » [Hollinger and Kleinschmidt, 1990] caractérise une lésion qui,
non traitée, présente moins de 10 % de réparation au cours de la vie de I'animal.

La calvaria (Figure 38) constitue un modéle en ingénierie osseuse pour évaluer les effets de PIT sur la
réparation osseuse [Rhee et al., 2011] [Keriquel et al., 2010]. A titre indicatif, la taille critique au
niveau du crane est de 4 mm chez la souris [Aalami et al., 2004], 8 mm chez le rat [Schmitz et al.,
1990] et 15 mm chez le lapin [Frame, 1980].
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Figure 38. Lésion osseuse de taille critique au niveau de la calvaria [Keriquel et al., 2010]

Ce site est facilement accessible pour la chirurgie et ne nécessite aucun systeme de fixation.
Cependant, I'épaisseur du crane et le diametre de la Iésion osseuse limitent la taille et la forme des
biomatériaux utilisés. De plus, la calvaria fait partie des os plats a formation osseuse membranaire et
n’est pas soumis a un environnement mécanique, ce qui limite les étapes de remodelage osseux. Ce
modele permet en particulier I'étude préclinique de matériaux dédiés a la chirurgie maxillofaciale,
alors que les études précliniques pour la chirurgie orthopédique vont nécessiter |'utilisation de
modeles de |ésions osseuses au niveau des os longs dans des situations de charge mécanique [Horner
et al.,, 2010].

Ces lésions osseuses dans les os longs (Figure 39) peuvent-étre réalisées au niveau des diaphyses (os
cortical) tibiales ou fémorales [Srouji et al., 2011] de maniére segmentaire [Field et al., 2011] [Chu et
al., 2007] [Petite et al., 2000], partielle [Colnot et al., 2005] ou au niveau des condyles (os
trabéculaire) [Shao et al., 2006a] [Shao et al., 2006b]. De maniére générale, la procédure opératoire
est plus invasive que pour les lésions craniennes. Les Iésions segmentaires nécessitent la plupart du
temps une fixation externe ou interne [Zhao et al., 2009].

Figure 39. Modeéle de lésion fémorale segmentaire stabilisé chez le rat. Groupe contréle (matériau a base de
polypropylene fumarate, sans BMP) 1 semaine apres la chirurgie : la Iésion osseuse est stabilisée a I'aide d’un
dispositif interne fixé au niveau de la cavité médullaire et reliant les deux fragments osseux [Chu et al., 2007]
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Des lésions de taille importante sont également réalisées chez le gros animal au niveau mandibulaire
(Figure 40). Il s’agit d’'un modele de chirurgie réparatrice maxillo-faciale qui ne nécessite pas de
systéme de fixation [Parrilla et al., 2011] [Zhao et al., 2009] [Schliephake et al., 2008].

first molar

mental foramen

resial root

Figure 40. Lésion osseuse mandibulaire chez le chien. (A) Illustration schématique de la région d’intérét : la
lésion osseuse mandibulaire est localisée sous la prémolaire et entre le foramen mental et la racine de la
premiére molaire. (B, C) Lésion mandibulaire de taille critique 2cm x 1cm. (D) La Iésion est comblée par un PIT a
base de soie contenant des MSCs canines autologues (E) et fixée par une tige de titane [Zhao et al., 2009]

C. Les méthodes d’investigation du tissu néoformé

Aprés implantation du produit d’ingénierie tissulaire, plusieurs méthodes d’investigation peuvent
étre utilisées pour suivre le devenir du matériau, la réaction inflammatoire, la nature du tissu
néoformé et le devenir et /ou la fonction des cellules associées au produit d’ingénierie tissulaire dans
la régénération tissulaire.

Aprés quelques semaines ou quelques mois d’implantation selon le modeéle et I'information
recherchée, les animaux peuvent étre sacrifiés, les constructions prélevées, fixées le plus souvent en
paraformaldéhyde permettant la conservation des échantillons puis inclus en résine de
méthylméthacrylate ou en paraffine apres décalcification pour une analyse histologique.

L’histologie est I'une des méthodes les plus utilisées pour évaluer de fagcon qualitative et quantitative
(par histomorphométrie) la néoformation osseuse et vasculaire. L’histologie permet de décrire la

morphologie cellulaire et tissulaire en termes d’architecture et d’éléments cellulaires grace a
I'utilisation de colorations spécifiques. La coloration au trichrome de Masson permet de révéler la
présence de tissus collagéniques en vert (Figure 41A). Un marquage au Von Kossa sur des coupes en
résine non décalcifiées permettra de mettre en évidence la minéralisation de la MEC par une

coloration marron foncée (Figure 41B).
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Figure 41. Colorations de coupes histologiques au trichrome de Masson et au Von Kossa. A) Coloration au
trichrome de Masson d’une coupe histologique aprés 8 semaines d’'implantation ectopique de SVF associée a
de la fibrine, chez la souris nude. Une matrice dense est observable (dm) proche du tissu ostéoide (ot) au
niveau du matériau [Muller et al., 2010] B) Coloration au Von Kossa de coupe histologique aprés 3 semaines
d’implantation métaphysaire fémorale chez la souris nude de billes d’alginate contenant des MSCs humaines
[Grellier et al., 2009]

L’histomorphométrie [Calvo-Guirado et al., 2011] est basée sur I'étude des coupes histologiques,
elle permet I'analyse de paramétres tels que les aspects structuraux, cellulaires et permet ainsi de
guantifier la néoformation osseuse.

Les cellules implantées pourront étre différenciées des cellules hotes :

- Sielles sont préalablement transfectées par le géne codant pour la GFP (Figure 42A)

- Par hybridation in situ qui permet de mettre en évidence des séquences génomiques
spécifiques de I'espéce considérée. Par exemple, les séquences ALU permettront d’identifier
les cellules humaines au sein d’un implant (Figure 42B). La séquence ALU est un court
fragment d'ADN de type SINE (short interspersed element) caractérisé par la présence d'un
site de restriction de I'endonucléase de restriction Alu I, elle est spécifique de I'Homme et
des primates proches dans I'évolution.

Figure 42. Visualisation des cellules implantées A) Cellules exprimant la GFP au sein du tissue néoformé
[Kadowaki et al., 2004] B) Cellules d’origine humaine par hybridation in situ révélant les séquences ALU
[Papadimitropoulos et al., 2011]

Des marquages cytochimiques de la PAL peuvent également étre réalisés sur lames (Figure 43) afin
de mettre en évidence la différenciation ostéoblastique et la présence de structures vasculaires par
un immunomarquage du CD34.
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Figure 43. Immunomarquage sur des coupes histologiques aprés implantation d’un PIT de la A) sialoprotéine
osseuse (marquage rouge) [Miller et al., 2010] et du CD34 mise en évidence de la présence d’érythrocytes
dans les structures vasculaires (marquage rose) [Papadimitropoulos et al., 2011]

Pour compléter I'étude de la minéralisation du tissu néoformé in vivo, la composition chimique du
tissu formé pourra étre analysée et caractérisée en diffraction X ou en spectroscopie RAMAN et
permettra d’identifier par exemple la présence de cristaux d’hydroxyapatite.

Bien que seules les analyses histologiques et histomorphométriques permettent de conclure de
facon définitive sur la nature du tissu néoformé, les méthodes d’investigation du tissu néoformé
évoluent a ce jour vers des techniques d’imagerie non invasives permettant un suivi longitudinal.

La bioluminescence est une technique non invasive qui va permettre d’observer les cellules
implantées, préalablement transfectées par le géne codant pour la luciférase [Geuze et al., 2010]
[Olivo et al., 2008] [Degano et al., 2008]. Apreés injection du substrat dans I'animal, la luciférine va se
complexer a la luciférase et va s’oxyder provoquant I’émission d’un photon.

La production de luminescence par les cellules va étre détectée et quantifiée par un capteur
photonique. Cette méthode permet de suivre les cellules dans le temps et lintensité de
luminescence, proportionnelle au nombre de cellules. Elle permet d’apprécier en particulier le taux
de prolifération cellulaire in vivo (Figure 44).
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Figure 44. Détection de la luminescence produite par différentes densités d’ADSCs ou de BMSCs humaines
(de 5x10> 3 10° cellules) exprimant le géne luc et implantées en site osseux au niveau de la calvaria de souris
nude [Degano et al., 2008]
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Le signal de luminescence produit par les cellules peut étre observable sur plusieurs mois [Degano et
al., 2008] (Figure 45).

A Day 0

Figure 45. Suivi longitudinal sur 90 jours de la luminescence produite par des BMSCs exprimant le géne luc et
implantées en site osseux au niveau de la calvaria [Degano et al., 2008]

Cependant, cette technique peu résolutive ne permet pas une visualisation tridimensionnelle de
I’objet, ni une analyse de la formation osseuse.

Afin de mettre en évidence la formation osseuse au sein d’'un implant de maniére non invasive, la
méthode la plus utilisée est la microtomographie aux rayons X. Les structures minéralisées étant
radio-opaques, cette technique non destructrice va permettre de recréer une image 3D de
I’échantillon affichant les différents degrés d’ossification de I'implant. Elle permet de quantifier le
contenu minéral et/ou la densité minérale de I’échantillon. Cette technique non invasive permet un
suivi longitudinal de I’évolution de la minéralisation (Figure 46) et offre une résolution d’environ 50
pKm pour la microtomographie in vivo et de 8 um pour la microtomographie ex vivo. Des études ont
montré que des quantifications morphologiques sont significativement corrélées avec
I’histomorphométrie conventionnelle sur coupes décalcifiées [Malinvaud, 2008].

Figure 46. Analyse de la reconstruction osseuse au sein de lésions craniennes chez la souris par
microtomographie aux rayons X A) 1 semaine et B) 1 mois apres impression laser d’hydroxyapatite
nanocristaline. Les fleches vertes représentent la lésion contrdle, la fleche rouge représente la lésion comblée,
un mois apres impression laser de nHA. La barre d’échelle représente 3 mm [Keriquel et al., 2010]

La tomographie par émission monophotonique (TEMP) est une autre technique permettant la mise
en évidence de la croissance osseuse. Il s’agit d’une technique d'imagerie médicale nucléaire basée
sur la scintigraphie et qui permet de réaliser des images et des reconstructions en trois dimensions
des organes et de leur métabolisme. Pour effectuer une TEMP, il est nécessaire d'injecter
préalablement au patient un produit radioactif émetteur de rayonnements gamma (constitués de
photons). Ce radiopharmaceutique, de par ses propriétés chimiques est choisi pour se fixer
sélectivement dans le tissu ou I'organe et ainsi mettre en évidence certains processus biologiques. Le
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dans la phase organique de I'os et permet de visualiser la croissance osseuse.

Tc) est un radioisotope utilisé en imagerie osseuse, il s’Taccumule

A la différence des techniques présentées précédemment, 'IRM est une technique d’imagerie non
invasive, non irradiante, résolutive basée sur le phénoméne physique de résonance magnétique
nucléaire. Il s'agit d'observer la résonance magnétique nucléaire (RMN) des protons de l'eau
contenue dans le tissu, c'est a dire la réponse des noyaux soumis a un champ magnétique extérieur
et a une excitation électromagnétique.

L'IRM permet d’obtenir une reconstruction tridimensionnelle de la zone d’intérét sur laquelle il est
possible de distinguer le signal de I'os par rapport au signal des tissus mous environnants. Des
travaux du laboratoire en interaction avec 'lUMR 5536 de I’'Université Bordeaux Segalen ont permis
I’obtention d’'images par IRM de structures osseuses, au niveau du condyle fémoral de souris dans un
processus de réparation tissulaire. La cinétique de formation osseuse peut étre suivie et quantifiées
par un suivi longitudinal [Malaval et al., 2009b] (Figure 47).

Figure 47. IRM du condyle fémoral de souris 21 jours aprés induction de la Iésion osseuse corticale. A) Souris
BSP+/+ et B) Souris BSP-/-. La fleche indique la Iésion osseuse qui ne se reconstruit pas chez la souris dont le
géne codant pour la BSP a été invalidé (B). La barre d’échelle représente 1 mm [Malaval et al., 2009b]

La technique d’IRM permet de visualiser également la présence d’une réaction inflammatoire suite a
I'implantation d’un biomatériau (Figure 48) [Keriquel et al., 2010].

Figure 48. Visualisation par IRM d’un cedéme de la dure mére au niveau de sites irradiés. (A) apres une
semaine et (B) apres 2 semaines (B) I'inflammation a régressé [Keriquel et al., 2010]

L'IRM est une méthode qui permet également de suivre longitudinalement le devenir des cellules
implantées au sein d’un produit d’ingénierie tissulaire, si elles sont préalablement marquées a 'aide
d’agents de contraste [Riviere et al., 2005] [Bulte et al., 2004] [Bos et al., 2004] [Frank et al., 2002]. Il
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existe deux types d’agents de contraste, les agents paramagnétiques ou T1 a base de gadolinium, et
les agents T2 ou superparamagnétiques a base de fer. Les agents T2 sont préférentiellement utilisés
pour le marquage cellulaire car ils sont plus biocompatibles [Hyafil et al., 2006]. Le marquage des
cellules mésenchymateuses [Rice et al., 2007] [Bos et al., 2004] a I'aide de nanoparticules ferriques
permet d’augmenter leur contraste et de les suivre par IRM. L'IRM permet alors de contrdler
I'efficacité de la colonisation d’un biomatériau et de suivre les cellules au sein de la structure
tridimensionnelle apres implantation pendant plusieurs jours [Poirier-Quinot et al., 2010].

Trois parameétres essentiels devront étre pris en compte pour décrire les performances des
techniques d’imagerie : la sensibilité, la résolution temporelle et la résolution spatiale. Alors que la
médecine nucléaire présente la sensibilité la plus importante, son utilisation est limitée par une
faible résolution spatiale et temporelle, I'IRM présente le plus de potentialités, malgré une sensibilité
inférieure. L'apparition de machines hybrides comme le TEP-CT et plus récemment I'IRM-TEP permet
de combiner la visualisation d’une information moléculaire a I'imagerie anatomique ou fonctionnelle.

Pour finir, I'’évaluation clinique d’un produit d’ingénierie tissulaire ainsi que des tests mécaniques
pourront compléter ces expérimentations et permettront d’évaluer la qualité mécanique du tissu
néoformé et sa résistance a I'étirement, a la compression, a la tension et a la torsion [Naito et al.,
2011] [Reyes et al., 2007] [Bloemers et al., 2003]. Le développement de polymeéres composites, leur
association avec des facteurs cellulaires ou biochimiques pourront contribuer a 'amélioration des
propriétés mécaniques de I'os néoformé.
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Les données de la littérature dans le domaine de la régénération de lésions osseuses de grand
volume mettent en évidence a ce jour, a c6té des autogreffes et des allogreffes, deux types de
stratégies de reconstruction osseuse :

» La premieére propose le développement et 'utilisation de nouveaux matériaux innovants,
efficaces sans ajout d’éléments cellulaires,

» La deuxiéme stratégie repose sur l|'association de support tridimensionnel avec une
composante cellulaire,

L'implantation de cellules souches autologues dans un biomatériau ouvre une voie au
développement de thérapies substitutives a la pratique de la greffe dont les limites ont été
présentées. Néanmoins, I'amélioration de ces stratégies thérapeutiques ne pourra étre permise
gu'avec une meilleure connaissance des interactions entre les différents acteurs de cette
reconstruction tissulaire. Identifier les facteurs matriciels, biochimiques et dynamiques qui
controlent au mieux 'interface entre la composante cellulaire et la structure tridimensionnelle et qui
conduisent a une régénération tissulaire, constituent les principaux objectifs de ce champ
disciplinaire.

Ce travail de these a eu pour mission de développer un nouveau produit d’ingénierie tissulaire,
destiné a la régénération osseuse, constitué d’'une matrice de polymeres et des cellules
mésenchymateuses humaines issues du tissu adipeux, d’identifier les conditions de culture
optimales, permettant le développement d’un produit fonctionnel.

Les principales étapes de ce travail ont été définies comme suit :

» Réaliser la culture tridimensionnelle des ADSCs dans une matrice macroporeuse de
polysaccharides naturels a base de pullulane et de dextrane,

A\

Etudier leur différenciation ostéoblastique en 3D,

» Utiliser un nouveau modeéle de bioréacteur a perfusion pour appliquer des contraintes
dynamiques a ces matrices cellularisées, et moduler la différenciation ostéoblastique des
ADSCs en 3D,

» Réaliser un marquage magnétique des ADSCs a Il'aide de nanoparticules
superparamagnétiques pour permettre leur suivi longitudinal in vivo par IRM apres
implantation chez le petit animal,

» Valider un nouveau milieu de culture défini, sans sérum, permettant la différenciation

ostéoblastique des ADSCs pour des applications cliniques en ingénierie du tissu osseux.

Ce travail a été réalisé au sein d’un consortium composé de quatre laboratoires académiques et de
deux industriels, dans le cadre d’une ANR « Technologies pour la Santé » (TECSAN) intitulée
Ingénierie du Tissu Osseux Vascularisé (ITOV). Les résultats de cette thése sont articulés autour de
trois articles présentés ci-apres, suivis d’une discussion et des perspectives du travail.

77



Article 1:
ENHANCED OSTEOBLASTIC DIFFERENTIATION OF ADIPOSE-DERIVED STEM CELLS SEEDED IN A
MACROPOROUS POLYSACCHARIDE-BASED SCAFFOLD CULTURED IN DYNAMIC CONDITIONS
C. Lalande, S.M. Derkaoui, Y. Knapp, E. Bertrand, R. Bareille, C. Bourget, C. Le Visage, V. Deplano, D.
Letourneur, J. Amédée
Soumis a ECM (European Cells and Materials)

En collaboration avec la société ICELLTIS (Toulouse), nous avons mis au point un protocole
d’extraction et une méthode de mise en culture des ADSCs.

Ces cellules ont été associées a une matrice tridimensionnelle macroporeuse composée de
polysaccharides naturels, le dextrane et le pullulane, matrice développée par I'lnserm U698 (Paris),
partenaire du programme ANR ITOV.

L’objectif du premier article a été d’étudier le devenir de ces cellules progénitrices dans cette matrice
tridimensionnelle de polysaccharides en termes d’adhérence, de prolifération et de phénotype
cellulaire. Nous avons étudié la différenciation ostéoblastique de ces cellules souches adultes au sein
de la structure tridimensionnelle en présence de différents stimuli biochimiques (milieux de culture)
et dynamiques. Nous avons en particulier étudié I'effet de contraintes dynamiques sur la culture
tridimensionnelle des ADSCs et sur leur différenciation ostéoblastique, grace a I'utilisation d’un
nouveau bioréacteur a perfusion, développé par I'équipe IRPHE (Institut de Recherche sur les
Phénomenes Hors Equilibre), UMR CNRS 6594 (Marseille), partenaire du programme ANR ITOV. Ces
contraintes de perfusion permettent une meilleure circulation du flux nourricier, favorisent les
échanges cellulaires au sein de la matrice 3D et devraient ainsi réguler la fonction des cellules
hébergées dans cette structure.

Ces résultats ont été soumis a publication dans « European cells and Materials ».

Article 2:
MAGNETIC RESONANCE IMAGING TRACKING OF HUMAN ADIPOSE-DERIVED STROMAL CELLS
WITHIN THREE-DIMENSIONAL SCAFFOLDS FOR BONE TISSUE ENGINEERING
C. Lalande, S. Miraux, S.M. Derkaoui, S. Mornet, R. Bareille, J.C. Fricain, J.M. Franconi, C. Le Visage, D.
Letourneur, J. Amédée and A.K. Bouzier-Sore
Publié dans ECM (European Cells and Materials)
[Lalande et al., 2011]

Aprés analyse et caractérisation in vitro, ces PIT devront étre évalués pour leur capacité de
régénération osseuse, apres implantation chez I'animal en site ectopique, non osseux, pour évaluer
leur potentiel ostéoinducteur, puis en site osseux afin de mettre en évidence un processus
d’ostéoconduction.

L'implantation de cellules chez I'animal, souléve plusieurs questions: quel est leur devenir apres
implantation? Restent-elles viables? Restent-elles au sein de la structure? Quelle est leur fonction
dans le processus de régénération tissulaire ?

Nous avons voulu répondre aux premieres questions en suivant de facon longitudinale, le devenir

des cellules hébergées dans ce PIT et implantées chez le petit animal par une technique d’imagerie
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non invasive, I'imagerie par résonnance magnétique. Ce travail a été mené en collaboration avec le
RMSB (centre de Résonnance Magnétique appliquée aux Systémes Biologiques), UMR CNRS 5536
(Bordeaux), partenaire du programme TECSAN ITOV, et a fait I'objet d’une publication dans
« European Cells and Materials ».

Pour ce faire, nous avons élaboré un protocole de marquage des ADSCs a I'aide de nanoparticules
paramagnétiques de type USPIO (Ultrasmall SuperParamagnetic Iron oxide), et suivi in vivo de
maniere longitudinale, I’évolution de ces cellules au sein du PIT par IRM, aprés implantation en site
sous-cutané chez la souris sur une durée de 28 jours.

Article 3:
DEVELOPMENT OF A DEFINED MEDIUM FOR OSTEOBLASTIC DIFFERENTIATION OF ADIPOSE-
DERIVED STEM CELLS (ADSCs)
C. Lalande, L. Caillot, C. Conway, R. Bareille, G. Uzan, J. Amédée
Article en préparation

A terme, ces PITs, élaborés a partir de polymeres naturels et de cellules mésenchymateuses
autologues, pourraient étre utilisés pour des applications cliniques. Or dans ce contexte, il est
nécessaire gqu’ils répondent aux conditions GMP (Good Manufacturing Practices) de développement
et de préparation, garantissant la reproductibilité de leur préparation, I'absence de toxicité
potentielle liée aux composants de ce produit (cellulaires ou non) et une parfaite innocuité pour le
patient. Parmi les criteres identifiés dans la reglementation autour des PITs, 'utilisation d’un milieu
de culture parfaitement défini, constitué de facteurs protéiques autorisés par I'Afssaps (Agence
Frangaise de Sécurité Sanitaire des Produits de Santé) reste un pré-requis.

Ainsi, I'objectif de cette troisieme étude a été de développer et de valider un nouveau milieu de
culture sans sérum, permettant de stimuler la différenciation ostéoblastique des ADSCs. Ce travail a
été mené en collaboration avec la société ABCell-Bio (Paris). Nous avons dans le cadre de ce travail
de thése, évalué plusieurs lots de milieux de culture. Nous avons identifié une composition, capable
de stimuler I'expression des marqueurs précoces et tardifs de la différenciation ostéoblastique des
ADSCs, ainsi que la minéralisation de la MEC. Ces résultats font I'objet d’un article en préparation.

La derniére partie du manuscrit est consacrée a la discussion et les perspectives de ce travail en
présentant des données préliminaires sur I'apport de la coculture de cellules mésenchymateuses et
de cellules du lignage endothélial pour modifier la cinétique de la différenciation ostéoblastique. Ces
cocultures cellulaires, grace au dialogue qu’elles peuvent mettre en place, pourraient contribuer a la
formation d’un tissu osseux minéralisé et vascularisé.

Enfin, les études expérimentales réalisées chez le petit animal, puis chez le gros animal, seront les
seuls criteres permettant de conclure sur lintérét de ces nouveaux produits d’ingénierie
tissulaire. Ces études sont actuellement en cours d’évaluation.
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l. Etude de la différenciation ostéoblastique des ADSCs associées a une matrice

by

tridimensionnelle, composée de polyméres naturels et soumises a des contraintes
mécaniques

A. Introduction
L'ingénierie tissulaire consiste a associer des cellules « réparatrices » a un biomatériau capable de
véhiculer et de délivrer ces cellules au niveau du site 1ésé afin d’initier un processus de réparation
tissulaire [Howard et al., 2008].
Les cellules mésenchymateuses adultes (MSCs) sont des cellules de choix pour I'ingénierie tissulaire.
Elles se définissent par leur capacité d’autorenouvellement, leur potentiel prolifératif et leur
plasticité importante permettant leur différenciation en plusieurs lignages (ostéoblastique,
adipocytaire, chondrocytaire, endothélial...) [Pittenger et al., 1999]. Les cellules mésenchymateuses
ou stromales peuvent étre isolées a partir de plusieurs tissus dont le plus utilisé est la moelle
osseuse.
Cependant, depuis quelques années, la communauté scientifique assiste a I'émergence d’une
nouvelle source de cellules souches adultes, le tissu adipeux, plus facilement accessible et présent en
plus grande quantité que le tissu médullaire [Bunnell et al., 2008] [Zuk et al., 2002]. Les ADSCs
présentent les mémes propriétés que celles extraites de la moelle osseuse et apparaissent comme de
bons candidats pour des applications en ingénierie tissulaire [Sterodimas et al., 2009].
Dans cette étude, les ADSCs ont été associées a une matrice macroporeuse composée de
polysaccharides naturels, le dextrane et le pullulane [Poirier-Quinot et al., 2010] [Robert et al., 2010]
[Le Visage, 2009a] [Le Visage, 2009b]. Cette matrice a été sélectionnée ici pour ses propriétés de
biocompatibilité, sa biodégradabilité et sa capacité a mimer les fonctions biochimiques et
structurales de la matrice extracellulaire et en particulier la rétention de facteurs bioactifs tels que
les facteurs de croissance nécessaires a la régulation de I'activité des cellules hébergées.
De plus, plusieurs études démontrent I'importance de I'architecture de la matrice sur les fonctions
biologiques des cellules telles que I'adhérence, la prolifération et la différenciation [Kumar et al.,
2011]. Un environnement tridimensionnel peut ainsi orienter un phénotype cellulaire notamment
vers une voie ostéoblastique [Keogh et al., 2010a] [Keogh et al., 2010b] [Ravindran et al., 2011].
D’autre part, le développement de telles matrices macroporeuses colonisées par des cellules souches
autorise la culture en dynamique, dont on connait I'effet sur la différenciation ostéoblastique,
principalement connue dans le cas de matrices phosphocalciques. Les contraintes de perfusion
permettent ainsi une meilleure circulation du flux nourricier, favorisent les échanges cellulaires au
sein de la matrice 3D et favorisent la différenciation ostéoblastique des MSCs [McCoy and O'Brien,
2010] [Frohlich et al., 2010].
Cependant, si les ADSCs ont été tres bien caractérisées in vitro en deux dimensions, peu d’études se
sont intéressées au comportement de ces cellules, notamment en termes de différenciation
ostéogénique dans une matrice tridimensionnelle de polyméres associée a des contraintes
mécaniques.

L’objectif de cette premiére étude a été d’évaluer la capacité d’'une matrice a base de pullulane et

de dextrane a induire la différenciation ostéoblastiques des ADSCs en conditions statiques et
dynamiques et en absence de facteurs ostéoinducteurs.
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B. Article 1: Stimulation de la différenciation ostéoblastique des cellules souches
issues du tissu adipeux humain associées a une matrice macroporeuse de polysaccharides
et cultivées en conditions dynamiques

Abstract

Adipose tissue Derived Stem Cells (ADSCs) are proposed here to be associated with a macroporous
polysaccharide-based scaffold for bone tissue engineering. The aim of this study was to evaluate in
vitro the osteogenic differentiation of ADSCs seeded in this matrix under static and dynamic culture
conditions. Microscopy analyses revealed that this porous scaffold induces the generation of viable
and metabolically active multicellular aggregates inside the pores of the tridimensional (3D)
structure. Cells were harvested at different times of culture and osteogenic differentiation was
assessed by real-time PCR analysis, immunostaining of bone-matrix related proteins, Alkaline
Phosphatase (ALP) cytochemistry, and Von Kossa staining. Phenotype analysis showed that this 3D
matrix activates expression of differentiation markers and upregulates them relative to 2D culture,
without the need for added osteoinductive factors. We also observed widespread osteogenic
induction after five days of 3D dynamic culture conditions, with 100-fold higher levels of ALP and
osteocalcin mRNA. The junctional protein Cx43 is also greatly increased thanks to improved cell-to-
cell contacts and controlled perfusion within the 3D porous matrix. In conclusion, this macroporous
scaffold offers a suitable architecture and composition for stimulating osteoblastic differentiation of
ADSCs in a multicellular aggregate conformation and the differentiation is greatly enhanced when
the tissue-engineered construct is placed in dynamic conditions.

Keywords: Bone tissue engineering, adipose-derived stem cells, 3D culture, macroporous
polysaccharide-based scaffold, flow perfusion bioreactor.

Introduction

Bone tissue engineering uses methods from material engineering and life sciences to create an
engineered construct for regeneration of tissue. The common approach is to isolate appropriate cells
through a biopsy from a patient and to grow them within a 3D scaffold under controlled culture
conditions [Dimitriou et al., 2011] [Zippel et al., 2010] [Van Blitterswijk, 2008]. Cell-free and cell-
based approaches for bone tissue regeneration have been discussed by Bueno et al. [Bueno and
Glowacki, 2009] and specific limitations still remain, mainly concerning the source of the reparative
cells, the growth factors used for cell expansion and cell induction, and their ability to produce bone-
related matrix proteins within the scaffold [Lichte et al., 2011] [Seong et al., 2010].

The choice of the cell source is influenced by their proliferative and differentiation capacity [Seong et
al.,, 2010] [Zhu et al., 2009]. The multi-lineage potential of adult human mesenchymal stem cells
(MSCs) was identified many years ago and these stem cells are popular candidates for tissue
regeneration [Griffin et al., 2011] [Jones and Yang, 2011] [Zippel et al., 2010] [Chatterjea et al., 2010].
They may be isolated from various tissues including bone marrow [Pittenger et al., 1999] and adipose
tissue [Zuk et al., 2002]. Extensive reports on differentiation of MSCs from bone marrow (BMSCs)
have been described both in two- (2D) and three- (3D) dimensional culture [Dutta and Dutta, 2009]
[Costa-Pinto et al., 2009]. Adipose-derived mesenchymal cells have been demonstrated to exhibit
functional characteristics in 2D cultures close to those arising from bone marrow stromal tissue
[Kachgal and Putnam, 2011] [Hayashi et al., 2008] [Puissant et al., 2005]. They express several Cluster
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Differentiation (CD) markers identical to those expressed in BMSCs [Gimble and Guilak, 2003]. The
main advantages of using these adipose-derived stem cells include reduced morbidity, easy
harvesting and a greater abundance of mesenchymal cells compared to those from bone marrow.
Their ability to differentiate towards osteoprogenitor and/or vascular endothelial cells has already
been proved [Fischer et al., 2009] mainly in 2D cultures, so they have been proposed as a cell source
for vascularized bone tissue engineering strategies [Liu et al., 2011] [Neofytou et al., 2011].

It is now accepted that stem cells in 2D cultures can differ considerably in their morphology, cell
adhesion, cell proliferation and differentiation from those growing in a 3D scaffold [Pennesi et al.,
2011] [Dutta and Dutta, 2009]. Recently, it has been demonstrated that cell shape controls stem cell
fate in a 3D scaffold [Kumar et al., 2011]. In this context, it has been shown that 3D culture could
support osteogenic differentiation of primary human osteoblasts [Keogh et al., 2010a] [Keogh et al.,
2010b] and BMSCs [Costa-Pinto et al., 2009] [Ravindran et al., 2011]. Only a few reports have
described the cell behavior of adipose-derived stem cells in a 3D microenvironment and their
orientation to the osteogenic lineage within the scaffold [Marino et al., 2010] [McCullen et al., 2009]
[Liu et al., 2008] [Leong et al., 2008].

To mimic a 3D microenvironment, biomaterials are designed to create a favorable physical and
chemical structure for cells in order to promote their differentiation and the production of a specific
mineralized extracellular matrix [Lichte et al., 2011] [Lu et al., 2011]. Scaffolds for bone tissue
engineering should be biocompatible, biodegradable, promote cell interactions, mineralized
extracellular matrix formation and finally possess mechanical properties. A further requirement for a
scaffold for bone tissue engineering is interconnected porosity so as to direct the cells to grow into
the scaffold and to support vascularization of the ingrown tissue [Gleeson et al., 2010] [Karageorgiou
and Kaplan, 2005].

Today, scaffolds for bone tissue engineering are bioactive ceramics such as calcium phosphate,
bioactive glasses or metallic implants, and are mainly used for maxillo-facial surgery and orthopedic
applications [Lew et al., 2011]. Besides these bone substitutes, polymers exhibit great design
flexibility in terms of composition and their structure can be tailored to specific needs [Li et al., 2010]
[Liu and Ma, 2004] [Gunatillake and Adhikari, 2003]. Another property of polymer systems is their
capacity to retain and thereafter deliver growth factors [Geckil et al., 2010] [Richardson et al., 2001],
a likely requirement for driving differentiation of MSCs and tissue development.

To date, few polymer-based scaffolds have been proposed as carriers for transplanted cells or as
delivery systems for growth factors including vascular endothelial growth factor [Des Rieux et al.,
2011] or osteoinductive factors [Yu et al., 2010] [Lin et al.]. The hydrophilic properties of natural-
based polysaccharides and their biochemical similarity with the extracellular matrix make them good
candidates for bone tissue engineering, for instance, with chitosan for orthopedic/periondontal
applications [Costa-Pinto et al., 2011], delivery of growth factors [Akman et al., 2010] [Rajam et al.,
2011] and corticosteroids [Tigli et al., 2009], and activation of osteogenesis with osteoblastic cell
lines or MSCs [Chesnutt et al., 2009] [Costa-Pinto et al., 2009]. Our previous work [Grellier et al.,
2009] indicated that human bone marrow stromal cells encapsulated in RGD-functionalized alginate
microspheres produced in vitro a bone specific mineralized extracellular matrix. However, in vivo
implantation of these cellularized microspheres into a critical size bone defect does not lead to
complete bone tissue regeneration of the defect.

In the present work, we have used a pullulan-based hydrogel that has been developed for
cardiovascular tissue engineering applications [Autissier et al., 2007] [Thébaud et al., 2007]. Pullulan
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is a neutral, linear and non-immunogenic polysaccharide produced from starch fermentation by the
fungus A. pullulans. Moreover, it is also highly biocompatible and biodegradable. Dextran with a high
molecular weight was also selected for the preparation of these 3D matrices. The suitability of these
polysaccharide-based hydrogels has already been proved for vascular tissue engineering, but they
offer a high flexibility, including a variable macroporosity and/or composition for other tissue
engineering applications [Park, 2011] [Hayashi et al., 2009] [Ahmed et al., 2008] [Augst et al., 2006]
[Granja et al., 2005] including bone tissue regeneration.

In addition to the 3D microenvironment, bioactive factors could be required for activating
osteoblastic differentiation of MSCs. Among these factors, besides the osteoinductive factors (Bone
Morphogenetic Proteins or BMPs), corticosteroids such as dexamethasone, B-glycerophosphate and
ascorbic acid are also well known for activating osteogenic differentiation of MSCs and producing a
mineralized extracellular matrix in 2D and 3D structures. However, the exact role played by the 3D
matrices on cell differentiation could be masked by the presence of numerous osteogenic factors
that induce osteoblast differentiation, whatever the mode of cultivation of these MSCs. In contrast to
this mode of culture mentioned above, the present study involves a macroporous matrix that serves
as scaffold for 3D cultivation of ADSCs, in a medium totally deprived of osteoinductive factors.
Moreover, the use of bioreactors allowing a controlled perfusion of the cellularized macroporous
system is one of the major advantages over other systems mentioned above. Mechanical forces
generated by fluid flow were shown to have a significant influence on osteogenic cells [Yeatts and
Fisher, 2011] [Carpentier et al., 2011] [Rauh et al., 2011] [McCoy and O'Brien, 2010].

The objective of this study was to evaluate the potential of a macroporous polymer matrix such as a
3D microenvironment to drive osteogenic differentiation of human MSCs from adipose tissue under
static and dynamic cultures. Data obtained here showed that in the absence of osteogenic medium,
this macroporous architecture induces the formation of muticellular aggregates, promotes cell
interactions and stimulates osteoblastic differentiation of ADSCs. In addition, development of a new
perfusion bioreactor makes it possible to apply mechanical forces to this tissue-engineered construct,
allowing enhancement of osteoblastic differentiation of ADSCs and cell interactions.

Material and methods

Preparation of 3D porous polysaccharide-based scaffold

Porous polysaccharide-based scaffolds (6 mm diameter, 2 mm thickness) were prepared using
pullulan/dextran as previously described [Robert et al., 2010] [Poirier-Quinot et al., 2010] [Le Visage,
2009a][Le Visage, 2009b]. Pores were created by a patented gas-foaming technique.

Isolation and culture of hADSCs

Human ADSCs were isolated and cultured as previously described [Bunnell et al., 2008] with minor
modifications. Briefly, human adipose tissue was obtained from patients undergoing liposuction.
Tissue samples were minced and digested in a solution of 0.1% (w/v) collagenase type |
(Worthington, Lakewood, NJ, USA) for 1.5 h at 37 °C with vigorous shaking. After filtration and
centrifugation, the top lipid layer was removed and the remaining Stromal Vascular Fraction (SVF)
was treated for 10 min with ELB (Erythrocyte Lysis Buffer; 155 mM NH,CI (Sigma- Aldrich, St. Louis,
MO, USA), 5.7 mM K;HPO,, 7.4 mM K;HPO,-3H,0, 0.1 mM EDTA (all Sigma-Aldrich)) and then
centrifuged. The pellet was resuspended in basal medium (BM): DMEM F12 medium (Invitrogen/Life
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Technologies, Cergy Pontoise, France) supplemented with 10% (v/v) Fetal Bovine Serum (FBS) (Lonza,
Basel, Switzerland) and sequentially filtered through 100, 70 and 40 um cell strainer (BD Falcon,
Franklin Lakes, NJ, USA). Culture medium was replaced every three days. Osteogenic medium (OM)
contained IMDM (Invitrogen) supplemented with 10 % (v/v) FBS, 10 mM B-glycerophophate, 10°*M
dexamethasone, and 50 pg/ml ascorbic acid (Sigma-Aldrich). This medium was used as control to
induce osteoblastic differentiation.

ADSCs seeding in the 3D scaffolds and cell imaging

Immunocytochemistry

Dried scaffolds (6 mm diameter, 2 mm thickness) were submitted for 30 minutes to UV radiation and
seeded with 20 ul of 5x10° ADSCs arising from passage two, then exposed to BM. One day after cell
seeding, in static conditions, cell distribution within the scaffold was assessed by optical microscopy.
Staining of actin fibers of paraformaldehyde fixed and permeabilized cells was performed by
incubation with Alexa 488-conjugated phalloidin (Molecular Probes, 1:40). Nuclei were
counterstained with 10 pg/mL Hoechst-33342 (Invitrogen). Observations were made on a Leica TCS
SP5 confocal microscope (Leica Microsystems, Wetzlar, Germany).

Environmental scanning electron microscopy (ESEM)

ADSCs were cultured for 1 day in static conditions within the scaffolds in BM. Cells were fixed with
2.5% (w/w) glutaraldehyde/cacodylate for 18 minutes at room temperature for ESEM analysis. Fixed
materials were washed twice into cacodylate 0.1 M buffer for 5 minutes. Samples were observed on
a QUANTA 200 (FEI Company) scanning electron microscope with controlled pressure. Environmental
conditions in ESEM modality were 7 torr, 7 Kv, 6 mm WD. For the ESEM way, a specific detector
“GSED” (gas secondary electron detector) and the Peltier platine at 4°C were used during the
observations. Image acquisition was done using SIS Scandium software.

Time lapse videomicroscopy

ADSCs were seeded into the matrix in basal medium in static conditions, and samples were deposited
one hour later in a specific chamber settled on a thermostable plate on the microscope at a constant
temperature of 37°C and constant CO, flux (10L/min). Video-microscopy experiments were done on
an inverted Leica DMI 6000 microscope (Leica Microsystems, Wetzlar, Germany) equipped with a
Quantem camera (Roper Scientific, Evry, France). The objective used was a HC PL APO CS 20X dry 0.7
NA. The microscope was programmed to take a picture every 10 min for 8 hours to detect ADSCs.
The resulting film was reconstructed with the LAS-AF (Leica Advanced Suite-Advanced Fluorescence)
software.

Dynamic culture experiments

A new perfusion bioreactor system was used for culturing hADSCs within a polysaccharide-based
scaffold under dynamic culture conditions [Knapp et al., 2011]. In this patented bioreactor system, a
pulsatile vertical flow ensures the sustentation of the porous soft scaffolds. During the experiments,
basal culture medium flowed through the system where twelve scaffolds were placed and
continuously cultured in suspension. The pulsatile flow was generated using a peristaltic pump (AB1-
CAN, AB Pompes). The conditions, 2Hz, 0-6.8L/min with average 3.5L/min flow rate through the
system ensured proper suspension of the scaffolds. Such flow conditions resulted in dynamic
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perfusion of the porous scaffolds with an average flow rate of about 6x10™* mL/min. The medium was
equilibrated with respect to 5% oxygen and 37°C. Briefly, cellularized scaffolds were deposited in the
perfusion chamber after 48 hours of static culture, allowing the cells to settle and the bubbles to
drain. The perfusion system was carried out for 5 days. Control scaffolds were also kept in static
culture in the same basal medium. Afterwards, scaffolds were harvested for gene expression analysis
by Q-PCR and for cell viability after 5 days of dynamic culture conditions.

Cell viability assessment and metabolic activity in the 3D scaffold

Cell viability

The viability of cells cultured within the 3D matrix in static or in dynamic conditions was investigated
at different culture times using a L3224 LIVE/DEAD® viability/cytotoxicity kit according to the
manufacturer’s protocol (Molecular Probes). The 3D cultured cells were stained with calcein AM and
ethidium homodimer-1. Membrane-permeant calcein AM is cleaved by esterase in live cells to yield
cytoplasmic green fluorescence and membrane-impermeant ethidium homodimer-1 Ilabels
membrane-compromised cells with red fluorescence. Images were recorded with a fluorescence
microscope (Nikon Diaphot 300 inverted microscope).

Metabolic activity

Metabolic activity of 3D static seeded cells was quantified by measuring endogenous enzyme
hexosaminidase activity [Landegren, 1984]. Cells were cultured in the matrices in basal medium (BM)
at day 1, 7 and 15 and then rinsed with Phosphate Buffer Saline (PBS) 0.1 M pH 7.4 before addition of
the substrate solution (sodium citrate 0.1M, p-Nitrophenyl-N-Acetyl BD glucosaminidine 7.5 mM,
Triton X 100) diluted twice in distilled water for 2 hours at 37°C. After addition of the blocking
solution (EDTA 5mM, glycin 50mM, distilled water, pH 10.4), absorption at 405 nm was measured
spectrophotometrically.

Immunostaining of osteoblastic specific markers

ADSCs cultured inside the 3D porous matrix, in static culture conditions, in BM or in OM, were fixed
in 4 % (w/v) paraformaldehyde for 40 min at 4°C and permeabilized in Triton X 100 0.1% (v/v) for 30
min at 4°C. Fixed cells were incubated for 1 hour in PBS 0.1 M pH 7.4 (Gibco) containing 1% (w/v) BSA
(bovine serum albumin), then overnight at 4°C with primary antibodies (Table 1). Subsequently, cells
were washed in PBS 0.1 M pH 7.4 (Gibco) and incubated with Alexa fluor 488-conjugated rabbit anti-
mouse 1gG 1:4000 (Molecular probes) for 2 hours at 37°C. Cells were incubated with the nuclear
probe DAPI (4', 6’-diamidino-2-phenylindole, FluoProbes 5mg/ml, dilution 1:5000) for 30 min at room
temperature to label the nucleus and were thereafter observed with a fluorescence microscope
(Nikon Diaphot 300 inverted microscope).

Alkaline phosphatase cytochemistry

Intracellular alkaline phosphatase (ALP) activity was detected in ADSCs cultured in scaffolds, using
the conversion of a colorless p-nitrophenyl phosphate to a colored p-nitrophenol (Sigma diagnostic
kit (85L-2), Aldrich). Tissue-engineered constructs were fixed with paraformaldehyde 4% (v/w) for 40
min at room temperature. Cells were then stained with alkaline dye (Fast blue RR salt supplemented
with Naphtol AS-MX phosphate alkaline solution 0.25%, Sigma, Aldrich) for 30 min. Samples were
observed with an optical microscope (Zeiss, Axiovert 25).
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Von Kossa staining

Von Kossa staining was performed to assess the level of calcium deposition by the ADSCs seeded on
the 3D matrix in static culture conditions. After 15 days of culture as previously described, in BM or in
OM, samples were fixed in 4% (w/v) paraformaldehyde for 30 min at room temperature, rinsed with
distilled water, and incubated with silver nitrate 2.5% (w/v) for 30 min at room temperature in the
dark. Silver nitrate was removed and samples were rinsed with distilled water. Carbonate
sodium/formalin solution (25mL formalin, 5g Na,CO;, 100mL distilled water) was added to the
scaffolds for 1 min and rinsed with tap water. The scaffolds were then imaged using an optical
microscope (Zeiss, Axiovert 25).

Quantitative Real Time Polymerase Chain Reaction (Q-PCR)

Cells were harvested from 2D culture by trypsin-EDTA treatment and from the matrix by Phosphate
Buffer Saline (PBS) 0.1 M pH 7.4. Total RNA was extracted using the Nucleospin ® RNA kit (Macherey-
Nagel, Diren, Germany). One pg was used as a template for single-strand cDNA synthesis with the
Superscript preamplification system (Gibco, Paisley, UK) in a 20 ul final volume containing 20 mM
Tris-HCl pH 8.4, 50 mM KCl, 2.5 mM MgCl,, 0.1 mg/ml BSA, 10 mM DTT, 0.5 mM of each dATP, dCTP,
dGTP, dTTP, 0.5 pg oligo(dT), and 200 U of reverse transcriptase. After incubation at 42 °C for 50 min,
the reaction was stopped at 70 °C for 15 min. Five pL of cDNA diluted at a 1:80 ratio were mixed with
MESA-green (2X, Fisher Scientific, Pittsburgh, PA, USA) and 10 uM each of forward and reverse
primers (Table 2) in a 25 L final volume and loaded in a 96-well plate. Amplification was performed
using the thermocycler (ICycler, Biorad, Hercules, CA, USA). Data were analyzed with the iCycler IQ™
software and compared by the AACt method. Each Q-PCR was performed in duplicate. Briefly, the
mean Ct value of the target gene was normalized to its averaged Ct values of the housekeeping gene
PO to give a ACt value, which was then normalized to control samples to obtain a AACt value.

Statistical analysis

Data are represented as the mean * standard deviation resulting from independent experiments.
Statistical significance of differences between data from experimental groups was tested using a non-
parametric Mann Whitney test. A p<0.05 (*) was considered to be statistically significant.

Results

ADSCs form multicellular aggregates within the 3D porous scaffold in static conditions
Polysaccharide-based scaffolds (6 mm diameter, 2 mm thickness) were prepared with a gas-foaming
technique resulting in large pores (200 um) and a total porosity around 60% (Figure 1A). We first
examined the behavior of ADSCs in this 3D porous polysaccharide-based scaffold under static culture,
without osteogenic factors in the culture medium. Dried scaffolds allowed easy seeding of cells in
suspension (5x10° hADSC here). Microscopic observation of the tissue-engineered constructs after 24
hours of culture under static conditions in a basal medium showed that human ADSCs did not spread
within the scaffold but formed round multicellular aggregates in the matrix pores (Figure 1B). Their
size ranged from 20 to 200 um and they appeared homogeneously distributed within the scaffold
(Figure 1B).

Environmental scanning electron microscopy (ESEM) performed after 24 hours of culture confirmed
that these cell clusters were integrated within the porous structure of the scaffold (Figure 1C) and
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surrounded by an extracellular matrix. Actin/phalloidin and DAPI staining indicated that the
aggregates were composed of numerous cells exhibiting actin fibers (Figure 1D).

Time lapse videomicroscopy revealed that ADSCs, previously dispersed within the 3D structure after
cell seeding (Figure 21omin), had migrated during the first eight hours of culture to form well-organized
aggregates after 8 hours of culture (Figure 2450min)-

Cell viability assessment in ADSC aggregates cultured under static conditions in the 3D scaffold
Live/dead assay (Figure 3A-D) evidenced that the vast majority of ADSCs under static 3D culture
conditions were alive inside the aggregates after 3 days (Figure 3A, 3C), 15 days (Figure 3B, 3D) and
until 70 days of culture (data not shown). The cell aggregates were distributed in the border (Figure
3A, 3B) as well as in the center of the scaffold (Figure 3C, 3D). Few dead cells were observed in the
center of the matrix, especially inside the multicellular aggregates (Figure 3C, 3D), indicating that this
mode of cultivation of ADSCs in static conditions could be further improved by increasing the
nutrients and gas exchanges inside the construct. However, quantification from day 1 to day 15 of
the metabolic activity of ADSCs seeded in this polymer matrix in a basal medium (BM) revealed that
the cells remained metabolically active (Figure 3E) and that the activity increased significantly with
time of culture.

Osteogenic differentiation of ADSCs cultured in the 3D scaffold under static conditions

The mRNA levels of early osteoblastic markers, i.e. alkakine phosphatase (ALP), collagen type 1 al
(Col1A1), a predominant collagen in mineralized bone matrix, and late osteoblast differentiation
markers, i.e. osteocalcin (OCN) and osteopontin (OPN) were quantified after 1 (D1), 7 (D7) or 15 days
(D15) of static 3D culture in a basal medium (BM). Three-dimensional cultures were also performed
in the osteogenic differentiation medium (OM) used here as positive control for osteoblastic
differentiation.

Figure 4 (A-D) revealed that this new 3D polymer matrix enhanced the expression of early
osteoblastic differentiation markers (ALP, Col1A1) after 7 days (D7) of 3D culture in the absence of
osteogenic factors (BM) in comparison with their corresponding expression at day 1. The mRNA
levels of ALP and CollA1l at day 7 compared to day 1 were 1.84 £ 0.32 and 2.78 * 0.06 fold higher
respectively, and the expression at day 15 compared to day 1 was 1.85 + 0.87 and 6.73 + 0.32 fold
higher respectively.

Although OPN mRNA was weakly expressed by ADSCs in this 3D scaffold, the expression of OCN,
another late specific osteoblastic marker, was 4.36 + 0.1 fold higher in a basal medium (BM) at day 7
compared to day 1, and reached the same level of expression as in induced culture (OM) conditions.
OCN expression level in ADSCs decreased after 15 days of 3D culture in BM and remained
comparable to the corresponding 3D cultures in OM culture conditions.

As expected for numerous substitutes, the osteogenic differentiation medium (OM) stimulated the
expression of early and late osteoblast differentiation markers in the 3D cultures of ADSCs.
Immunostaining confirmed that ADSCs in the aggregate conformation were able to synthesize early
and late osteoblastic proteins (Col1A1, OPN and OCN) from day one to day 15 under static culture
conditions in a basal medium (BM) (Figure 4E). This expression was also detected after 7 days of 3D
culture (data not shown) and was easily detectable after 15 days of culture. Three-dimensional
cultures in the osteogenic culture medium (OM) under static conditions used as positive control
confirmed the deposition of bone-related matrix proteins inside the 3D multilayered aggregates.
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On the other hand, ALP cytochemistry analysis of ADSCs in the matrix showed that multicellular
aggregates in non-induced conditions (BM) demonstrated an elevated ALP activity at day 15 (Figure
4E) compared to day 1. All the aggregates were positive for ALP activity (Figure 4E). Furthermore,
Von Kossa staining (Figure 4E) at day 15 (D15) indicated the presence of calcium deposits in the
extracellular matrices in non-induced (BM) conditions compared to day 1. As expected, addition of [3-
glycerophosphate, dexamethasone and ascorbic acid in the culture medium (OM) activated the
mineralization process (Figure 4E).

Taken together, these data suggested that this 3D macroporous polysaccharide-based scaffold offers
a suitable microenvironment for initiating osteogenic differentiation of human ADSCs, under static
culture configuration, without any of the additional factors used for driving osteoblastic
differentiation.

Osteoblast differentiation of ADSCs in 3D scaffold compared to 2D

To check the role of this 3D scaffold, we compared osteogenic differentiation of ADCSs in 2D
conventional cultures on plastic culture dishes and in 3D cultures in the macroporous polysaccharide-
based matrix. 2D and 3D cultures were performed both in basal (BM) and in osteogenic
differentiation (OM) media for 15 days. Quantification of mRNA levels of osteoblast differentiation
markers (ALP and OCN) showed that, whatever the medium used, the polysaccharide-based matrix
stimulated significantly the early (ALP) and late osteoblastic differentiation marker (OCN) compared
to 2D cultures. Expression of ALP and OCN of ADSCs in the 3D matrix relative to 2D culture was about
1.71 £ 0.12 and 2.33 £ 0.05 fold higher in BM conditions, and 4.42 + 0.96 and 10.39 + 0.76 fold higher
in OM conditions, respectively.

Effect of dynamic conditions on ADSCs cultured in the 3D matrix

We applied dynamic strain to this tissue-engineered construct using a new bioreactor device [Knapp
et al., 2011] at an average flow rate of about 6x10™ mL/min to increase the mass exchange inside the
scaffold for nutrient and gas supply of ADSCs. After 5 days of dynamic culture in basal media,
Live/Dead assay showed that multicellular aggregates of similar size as in static culture conditions
were present in the matrix and were distributed homogeneously within the 3D scaffold (Figure 6A-B).
In addition, there were no dead cells in the center of the scaffold (Figure 6B). mRNA levels of
osteoblastic markers (ALP, OPN, OCN) and the gap junctional protein (Cx43) were quantified after 5
days of static and dynamic cultures in the basal medium. Data revealed that cells cultured in the
scaffold under fluid flow presented a massive increase in osteoblast differentiation marker
expression compared to static conditions (Figure 6C-6F). The expression of ALP, OPN and OCN in
hADSCs cultured in dynamic conditions compared to static conditions was 99.87 + 33.6, 14.07 *
11.01, 104.22 + 10.19 fold higher respectively, while the junctional protein (Cx43) was expressed 7.54
+ 1.46 fold higher than in static condition. These data demonstrated that perfusion of the tissue-
engineered constructs strongly activates cell interactions and osteoblastic differentiation of human
ADSCs.

Discussion
A major challenge facing the field of bone tissue engineering is the development of scaffolds capable
of promoting the differentiation of immature progenitor cells down an osteoblastic lineage, without
additional biochemical factors that could hamper industrial developments and clinical applications. It
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is now accepted that the composition and the tridimensional structure of a scaffold can direct stem
cell differentiation [Kaivosoja et al., 2011] [Fu et al., 2011] [Lutolf et al., 2009]. Despite the fact that
ceramics are the most widely used biomaterials for bone, polymers are promising for tissue
regeneration thanks to their similarities with the extracellular matrix, chemical versatility, biological
performance, inherent cellular interactions. This provides an innovative platform influencing cell
differentiation, including bone cell differentiation.

In this study, we demonstrate that a biocompatible and biodegradable natural scaffold composed of
pullulan and dextran offers a suitable 3D microenvironment, designed here to drive osteoblastic
differentiation of human MSCs from adipose tissue without an osteogenic differentiation medium.
Although the static culture configuration of this new tissue engineered scaffold initiates both early
(ALP, Col1A1) and late osteoblastic markers (OCN) involved in bone matrix mineralization, the fate of
these human MSCs is greatly oriented to osteoblastic lineage when this cellularized porous scaffold is
submitted to dynamic culture thanks to cell-to-cell contact in aggregate conformation.

We used a macroporous matrix with an interconnected porosity of 60 % and pore size between 40
and 200 um. The porosity allows cell colonization while preserving the mechanical properties of the
scaffold. Based on the literature, the minimum requirement for pore size is considered to be
approximately 100 um, due to cell size, cell migration and metabolite transport. In addition, high
porosity may promote osteogenesis due to the larger surface area, resulting in higher nutrient and
gas exchange, especially under dynamic culture conditions [Karageorgiou and Kaplan, 2005] [Holtorf
et al.,, 2006]. The versatility of this matrix in terms of porosity and composition offers a great
potential for numerous tissue engineering applications. Functionalization with proteins, including
growth and osteoinductive factors or with calcium phosphate components, constitutes an alternative
to modify its properties for bone tissue regeneration. All our results validate this polysaccharide-
based porous scaffold as a new construct for inducing osteoblastic differentiation of MSCs for bone
tissue engineering, without the need for exogenous biochemical stimuli in the culture medium or for
functionalization of the 3D matrix.

This effect on osteoblastic differentiation of ADSCs could be due to the cell distribution inside the
matrix. Human ADSCs were organized in the 3D matrix in multicellular aggregates within the large
pores. This process occurred during the first eight hours of culture and remained for at least two
months thereafter. Cell viability as assessed over 70 days revealed that these multicellular aggregates
exhibited high survival and metabolic activity.

According to the literature, cell morphology and cell function are strongly linked [Kumar et al., 2011].
For many years, cell spreading of MSCs into the scaffold and cell/matrix interactions were a
prerequisite for driving intracellular signals through integrin activities in order to induce osteoblast
differentiation. The concept of spheroids or multicellular aggregates and their role for cell
differentiation developed once cell to cell communication was identified as a key factor for cell
differentiation and extracellular matrix production. Moreover, the formation of these cell aggregates
inside a 3D structure for tissue regeneration has received some attention [Saleh and Genever, 2011]
[Foty, 2011] [Frohlich et al., 2010] [Burns et al., 2010]. This spheroid configuration may promote
interactions between cells by way of cellular junctional proteins (cadherins and connexins), thereby
promoting osteogenic differentiation and stimulating the production of a mineralized matrix. This
was observed with mesenchymal stem cells [Burns et al., 2010] [Frohlich et al., 2010] and embryonic
stem cells [Handschel et al., 2011] [Gothard et al., 2010]. In this context, Cx43, a gap junctional
protein that appeared to be a critical parameter regarding osteoblastic differentiation of
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mesenchymal stem cells in 2D conventional structures [Civitelli, 2008] [Guillotin et al., 2004] [Villars
et al., 2002], probably plays a major role in osteoblastic differentiation of hADSCs in this new 3D
matrix. The massive increase in Cx43 mRNA level in human ADSCs cultured in these 3D matrices
under dynamic cultures correlates with the osteoblastic differentiation markers (ALP, OPN and OCN)
to support this hypothesis. Moreover, in comparison with 2D cultures, 3D cultures of human ADSCs
represent an innovative tool for establishing physiologically oriented in vitro models for
osteogenesis. The expression level of osteoblastic markers (ALP, OCN) remained higher after 15 days
of culture than in 2D cultures, even when cells were not activated by B-glycerophosphate, ascorbic
acid or growth factors. Therefore, human stem cells grown in 3D scaffolds could display tissue
development patterns distinct from their 2D counterparts, which do not reproduce the complexity of
a tissue [Di Maggio et al., 2011].

The direct osteogenic differentiation of ADSCs seeded on a scaffold is one of the key issues
determining the success of bone regeneration leading to clinical applications [Miller et al., 2010].
Our results show that after seven days of culture, the polysaccharide-based scaffold initiates the
expression of both early (ALP, CollAl) and late osteoblastic markers (OCN) involved in the
mineralization matrix. Calcium deposition in the matrix observed in the absence of -
glycerophosphate and ascorbic acid confirmed the mineralization of the ECM. In such a scaffold, the
increased expression of CollAl after one week of culture provides a structural framework for
inorganic deposition and constitutes a major determinant of the biomechanical strength of bone
tissue [Liu et al., 2008]. Osteocalcin is also an established indicator of osteogenic differentiation and
is synthesized only by mature osteoblasts to bind both collagen and calcium in the ECM of bone
tissue. The expression profiles of these osteogenic markers are in agreement with other reports
describing osteogenic differentiation of 3D cultured ADSCs in several bone substitutes [Vergroesen et
al., 2011] [Marino et al., 2010] [Liu et al., 2008]. Indeed, those data were obtained after addition of
osteogenic factors in the culture medium, such as dexamethasone, 3-glycerophosphate, ascorbic acid
or bone morphogenetic proteins which stimulate cell bone differentiation, whatever the osteoblastic
cell type and scaffold used [Lu et al., 2011] [Kang et al., 2011] [Ryu et al., 2011] [Marino et al., 2010]
[Leong et al., 2008] [Liu et al., 2008]. In contrast, the osteoblastic differentiation of human ADSCs in
our scaffold was initiated without adding osteogenic factors.

Besides these biochemical stimuli which could influence the fate of mesenchymal stem cells, it is
widely recognized that mechanical stimulation of tissue-engineered scaffolds, including shear stress,
can enhance osteogenic differentiation and stimulate new bone matrix deposition within a 3D
scaffold [Brindley et al., 2011] [Yeatts and Fisher, 2011] [McCoy and O'Brien, 2010]. Physical cues can
be provided by other cells or matrix components and be passive in nature, or may result from applied
forces through the use of specific bioreactors. Numerous publications address the question of
whether bioreactors used to create bone grafts have the potential to be implemented in clinical
approaches for bone repair and regeneration [Yeatts and Fisher, 2011] [Salter et al., 2011] [Naing and
Williams, 2011]. Recently, Salter et al. assessed the usefulness of bioreactor-based approaches for
extended in vitro cultivation of cells in functional bone grafts within a perfused scaffold when set
against the cost of the additional cultivation time and the recourse to numerous expensive growth
factors [Salter et al., 2011].

The macroporous architecture and interconnected pores of the scaffold allow cultivation under
dynamic culture conditions using a new device especially developed for this matrix [Knapp et al.,
2011]. It has been previously shown that, by creating a pulsatile flow perfusion through a three-
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dimensional scaffold, some bioreactors could improve cell seeding efficiency, cell viability, cell
functionality and in vivo engraftment [Yeatts and Fisher, 2011] [Rauh et al, 2011]
[Papadimitropoulos et al., 2011] [Du et al.,, 2009] [Holtorf et al., 2006] [Sikavitsas et al., 2005]
[Cartmell et al., 2003]. For polysaccharide-based scaffolds, the challenges to ensure such perfusion
are numerous and cannot be solved by traditional rotating wall or direct perfusion bioreactors, which
have been considered until now as the reference systems for such tissue engineering [Martin et al.,
2004]. The main specification of the bioreactor here is to provide a culture environment for a large
number of soft scaffolds through which pulsatile flow perfusion should take place. Indeed, a large
number of scaffolds can be cultured simultaneously in rotating wall bioreactors in which scaffolds are
freely suspended. In such systems, scaffolds can be perfused since they exhibit porosity. However,
such bioreactors are difficult to drive at typical biomimetic 1Hz frequencies because of the
mechanical inertia of the rotating walls and fluid. Moreover, the simultaneous culture of many
scaffolds usually clamped in frame can be envisaged but is difficult to implement. Our novel patented
bioreactor system takes advantage of both standards by using the sustentation of porous soft
scaffolds within a controlled pulsatile vertical flow environment. The differential pressure between
the upper and lower faces of the scaffolds results from the balance between apparent weight and
viscous forces and ensures the perfusion of the scaffolds. Because of the shape of the pulsatile
velocity profiles generated in the culture chamber, the scaffold position and orientation vary slowly
over time. Wall contacts are limited and random reversal of the scaffolds is observed.

To date, few studies have been conducted to assess the impact of mechanical forces on human stem
cell populations [Bjerre et al., 2011] [Papadimitropoulos et al., 2011] [Grayson et al., 2011]. Here, we
analyzed the impact of flow perfusion on human adipose-derived stem cell survival and
differentiation capacity in vitro once loaded into the polysaccharide-based scaffold. Our data show
that multicellular aggregates remained in dynamic culture conditions and exhibited better survival in
comparison with static culture conditions, especially inside the aggregates in the center of the
scaffold. In addition, the 3D dynamic culture induces the massive expression of ALP and late
osteoblastic marker (OPN and OCN) in comparison with static culture conditions. Furthermore, only 5
days were necessary to activate cell signaling and promote osteoblastic differentiation in basal
culture medium. Ban et al. [Ban et al., 2011] showed that the response of osteoblasts to low fluid
shear stress (Iml/min which is about 1 dyne/cm?) is time-dependent, and they demonstrated the
role of continuous flow perfusion for initiating osteoblast activity compared with intermittent flow
perfusion [Ban et al., 2011]. They used differentiated osteoblastic cells and cultured them in 3D for 4,
8 and 12 days before analysis. Here, we used undifferentiated ADSCs cultured for 5 days under
pulsatile flow perfusion in basal culture medium at a fluid flow rate of only 6x10™* mL/min which is
about 5x10” Pa, a very low flow rate compared to those used in the literature for inducing osteogenic
differentiation [Ban et al., 2011] [Bancroft et al., 2002] but in the range of those used in other studies
[Cartmell et al., 2003]. This mode of cultivation appears very efficient for enhancing the expression of
osteogenic genes and increasing cell-cell interactions. This hypothesis is supported by the high
expression of Cx43 in dynamic conditions compared to static ones. Cx43 is one of the components of
gap junctions that allows cell-to-cell communications and is known to stimulate osteoblastic
differentiation of stem cells [Civitelli, 2008] [Villars et al., 2002] [Niger et al., 2008]. This very low fluid
flow might thus activate intercellular junctional activities and subsequent intracellular pathways.
Taken together, these results show that this biodegradable porous scaffold allows osteoblastic
differentiation of ADSCs in a basic culture medium under static culture conditions. The dynamic
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cultures in our innovative perfusion bioreactor greatly enhanced this differentiation. ADSCs colonize
the porous scaffold homogeneously and form during the first eight hours of culture numerous
aggregates of living cells, which express both early and late osteoblastic markers within one week.
The exact role of these aggregates and the cell signaling mechanisms activated inside these cell
clusters remain to be studied in detail.

In conclusion, this polysaccharide-based scaffold associated with ADSCs cultured under low fluid flow
in a bioreactor could be a relevant tissue-engineered construct for cell-based bone tissue engineering
applications.
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Figures and legends

Table 1: Primary antibodies used for immunostaining

Primary antibodies Clone/reference Source Dilution
Anti-pro collagen-1
Takara PC5-5 Mouse monoclonal 1:500
Type | C-peptide (PIP)
Anti-OPN (AKm2A1) | Santa Cruz sc-21742 | Mouse monoclonal | 1:100
Anti-OCN Takara OCG2 Mouse monoclonal 1:100
Table 2: Primer sequences used in Q-PCR
Gene Primers sequences TM (°C) GenBank
forward 5' ATG CCC AGG GAA GAC AGG GC 3’
PO 65 BC015690
reverse 5' CCATCA GCACCA CAGCCTTC3
forward 5' AGC CCT TCA CTG CCATCC TGT 3’
ALP 65 BC021289
reverse 5' ATT CTC TCG TTC ACC GCC CAC 3'
forward 5" GGA ATG AGG AGA CTG GCA ACC 3’
Col1A1 65 NMO000089
reverse 5 TCA GCA CCA CCG ATG TCC AAA 3’
forward 5 ACC ACA TCG GCT TTC AGG AGG 3’
OCN 65 NM 199173
reverse 5 GGG CAA GGG CAA GGG GAA GAG 3’
forward 5 TGG ATG ACC AGA GTG CTG AAA 3’
OPN 58 BC007016
reverse 5 ATCTTCTTC CTT ACT TTT GGG 3’
forward 5 GGG CGT TAA GGA TCG GGT TAA GG 3’
Cx43 65 NMO000165
reverse 5 GTT GGT GAG GAG CAG CCATTG AA 3’
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Figure 1: 3D porous polysaccharide-based scaffold after 24 hours of culture in basal medium. A)
ESEM observation of the hydrated porous scaffold without cells (magnification x600). Scale bar: 300
pum. B) Optical microscopy observation of cell clusters inside the matrix (objective x10). Scale bar: 200
pum C) ESEM observation of a cell aggregate in a hydrated construct (magnification x2400). Scale bar:
50 um D) Actin/phalloidin (green) and DAPI staining (blue) of cells in a cluster (objective x40). Scale
bar: 50 um.

120 min

Figure 2: Analyses of cell behaviour inside the matrix after seeding in basal medium. Time lapse
videomicroscopy recorded during the first 8 hours after seeding of ADSCs inside the scaffolds. Images
show cells at 10, 90, 120 and 460 minutes after seeding (objective x20). Scale bars: 50 pm.
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Figure 3: Cell viability and metabolic activity in 3D scaffold in basal medium. Cell viability was
revealed by live/dead staining of ADSCs on the edges of the scaffold (A, B) or in the center (C, D) at
day 3 (A, C) and 15 (B, D) (objective x10). Scale bar: 200 um E) Metabolic activity of 3D seeded cells
was assessed by hexosaminidase activity assay at day 1, 7 and 15 (n=4).
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Figure 4: Osteogenic differentiation of ADSCs cultured in 3D over time. Relative expression of mRNA
levels of bone-specific markers ALP (A), Col1A1 (B), OPN (C) and OPN (D) in 3D ADSCs after 1, 7 and
15 days of culture in basal medium (BM) or in osteoinductive medium (OM). Data were quantified
relative to ALP, Col1A1 and OPN gene expression of hADSCs after 1 day of culture standardized to 1,
(n=3 or 4). E) Immunostaining of bone specific markers (Col1A1, OPN, OCN), ALP and Von Kossa
staining in 3D cells after 1 or 15 days of culture in basal or in osteoinductive medium (objective x10
and x20). Scale bars: 200 and 100 um.
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Figure 5: Osteogenic differentiation of 3D cultured cells versus 2D ones. Relative expression of
MRNA levels of bone specific markers ALP (A) and OCN (B) in 3D and 2D ADSCs after 15 days of
culture in basal medium (BM) or in osteoinductive medium (OM). 2D = dishes cultures; 3D =
polysaccharide-based scaffold. Data were quantified relative to ALP and OCN gene expression of
hADSCs cultured in 2D at day 15 normalized to 1 (n=3 or 4).
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Figure 6: Viability assessment and osteogenic differentiation of cells cultured in 3D static or
dynamic conditions. Cell viability was revealed by live/dead staining of ADSCs inside the matrix after
5 days of dynamic culture in basal medium on the edges of the scaffold (A) or in the center (B)
(objective x10). Scale bar: 200 um. Relative expression of mRNA levels of bone-specific markers ALP
(C), OPN (D), OCN (E) and Cx43 (F) in 3D cells after 5 days of static or dynamic culture in basal
medium. Data was quantified relative to ALP, OPN, OCN and Cx43 gene expression of hADSCs
cultured in static conditions normalized to 1 (n=2).
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C. Conclusion

Dans ce travail, les cellules mésenchymateuses issues du tissu adipeux humain ont été associées a
une matrice macroporeuse synthétisée a partir de polysaccharides naturels, le dextrane et le
pullulane. Le but de cette étude était d’analyser la différenciation ostéoblastiques des ADSCs au sein
de la matrice tridimensionnelle en condition statique et dynamique et en I'absence de facteurs
ostéoinducteurs.

Cette matrice de polymeéres présente une porosité permettant une colonisation cellulaire homogene
dans tout le matériau. Apres ensemencement, les ADSCs envahissent toute la structure, migrent et
forment des agrégats multicellulaires intégrés dans les pores de la matrice et présentent une viabilité
et une activité métabolique importante, pendant les 15 jours de culture. Nos résultats montrent que
cette matrice offre un environnement tridimensionnel capable d’orienter la différenciation des
ADSCs vers la voie ostéogénique sans adjonction de facteurs ostéoinducteurs au milieu de culture.
De fagon plus précise, quel que soit le milieu de culture utilisé, la culture tridimensionnelle stimule
I’expression des marqueurs ostéoblastiques par rapport a une culture bidimensionnelle. Apres 15
jours de culture, les cellules cultivées en trois dimensions sont capables d’exprimer les marqueurs
osseux spécifiques précoces (PAL, Col1A1) ou tardifs (OCN, OPN) et présentent une minéralisation de
la matrice extracellulaire, méme en absence de facteurs ostéoinducteurs. Enfin, cette différenciation
est augmentée de facon trés importante aprés seulement 5 jours de culture en conditions
dynamiques au sein d’un bioréacteur, en absence de tous facteurs ostéogenes, a une vitesse de flux
extrémement faible.

L'effet du matériau sur la différenciation ostéogénique des ADSCs pourrait étre dii a la conformation
que les cellules adoptent lorsqu’elles sont hébergées dans cette matrice 3D sous forme de

sphéroides. Depuis des années, 'adhérence et I'étalement cellulaire était un pré-requis nécessaire a
I’établissement de signaux cellulaires, via I'activité des intégrines, initiant un processus de
différenciation ostéoblastique. Or, depuis peu, le concept d’agrégats composés de plusieurs cellules
semble étre recherché et prometteur. En effet, dans le domaine de l'ingénierie tissulaire, la
communication intercellulaire a montré son importance dans la différenciation cellulaire et la
production de matrice extracellulaire et de nombreuses études soulignent l'intérét de cette
conformation cellulaire au sein de structure tridimensionnelles pour la régénération tissulaire [Saleh
and Genever, 2011] [Foty, 2011] [Frohlich et al., 2010] [Burns et al., 2010]. Cet assemblage favorise
les contacts entre cellules via des protéines jonctionnelles (cadhérines et connexines) stimulant la
différenciation ostéogénique et la production de matrice extracellulaire minéralisée [Frohlich et al.,
2010] [Burns et al.,, 2010] [Gothard et al., 2010]. Dans ce contexte, la connexine 43, protéine
constituant les jonctions communicantes, connue pour stimuler la différenciation ostéoblastique en
deux dimensions, semble également jouer un réle essentiel au sein de cette matrice 3D. Les résultats
montrant une augmentation importante de I'expression de cette protéine par les ADSCs cultivées en
3D en conditions dynamiques, associées a une expression de marqueurs de différenciation
ostéoblastique pourraient supporter cette hypothese.

L'orientation ostéogénique des cellules préalable a I'implantation, semble étre un pré-requis pour le
succes de la régénération osseuse in vivo et les applications cliniques [Miiller et al., 2010]. Si de
nombreuses publications font état de l'induction ostéoblastique au sein de biomatériau, c’est
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toujours en présence de facteurs ostéogenes tels que la dexaméthasone, le B-glycerophosphate,
|"acide ascorbique ou encore les BMPs [Lu et al., 2011] [Ryu et al., 2011] [Kang et al., 2011] [Marino
et al.,, 2010] [Leong et al., 2008] [Liu et al., 2008]. Dans notre étude, la stimulation ostéogénique

provient uniquement de I'organisation cellulaire liée a la structure de la matrice de polymeres.
L'application d’un stress mécanique permet d’augmenter cette induction ostéoblastique en
favorisant la circulation du flux nourricier et les échanges intercellulaires. En effet, dans ces
conditions, nos résultats montrent que les agrégats présentent une meilleure survie aussi bien sur les
bords qu’au centre du matériau, sensibles au phénomene d’hypoxie en condition statique. De plus,
seulement 5 jours de culture en conditions dynamiques en absence de facteurs ostéogénes sont
nécessaires pour activer la différenciation ostéoblastique des ADSCs.

En conclusion, ces résultats montrent que la matrice de polysaccharides permet de cultiver les ADSCs
et de les engager vers une voie de différenciation ostéoblastique, dans un milieu de culture basal, en
conditions statiques, phénomene largement amplifié par la culture en conditions dynamiques au sein
d’un bioréacteur a perfusion. La communication cellulaire au coeur des agrégats multicellulaires via
I’expression de la connexine 43 semble étre un des facteurs majeurs de l'induction de cette
différenciation. Cependant, le réle exact de ces agrégats et des mécanismes de signalisation cellulaire
impliqués restent encore a démontrer.

Ces PITs sont actuellement en cours d’évaluation chez la souris aprés implantation en site ectopique,
non osseux (sous-cutané), afin de démontrer un potentiel ostéoinducteur, puis, ces mémes matrices
cellularisées seront implantées en site osseux afin de mettre en évidence un processus
d’ostéoconduction.
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. Etude du suivi longitudinal des ADSCs au sein de la matrice tridimensionnelle de
polyméres, par imagerie par résonnance magnétique

A. Introduction
L'implantation de cellules hébergées dans une matrice 3D chez I'animal souléve de nombreuses
guestions quant au devenir des cellules aprés implantation, leur viabilité, leur différenciation ainsi
que leur participation et leur implication dans le processus de régénération. Pour ce faire, il est
nécessaire de pouvoir les suivre chez I'animal de maniéere longitudinale et non invasive. De méme, le
devenir du matériau, la réaction inflammatoire qu’il peut éventuellement engendrer mais aussi sa
dégradation qui pourra étre corrélée avec une formation osseuse, constituent d’autres parameétres
gu’il est nécessaire d’évaluer.

Dans ce cadre, I'imagerie par résonance magnétique est une méthode de choix pour répondre a ces
questions et pour le suivi longitudinal des cellules implantées. Il s’agit d’une technique non invasive,
non irradiante, qui présente un fort potentiel, en terme de résolution spatiale et temporelle, et
permet une observation tridimensionnelle [Poirier-Quinot et al., 2010] [Rogers et al., 2006].

L'IRM est une technique basée sur le phénoméne physique de résonance magnétique nucléaire
(RMN). Il s'agit d'observer la RMN des protons de I'eau contenus dans I'organisme, c'est a dire la
réponse des noyaux soumis a un champ magnétique extérieur et a une excitation électromagnétique.
Les protons de I'organisme (le corps humain est constitué a 70% d'eau) s’alignent dans le méme sens
qgue le champ magnétique de I'appareil. Une antenne Radio-Fréquence (RF) émet des ondes a la
fréquence de résonance des protons. Ceux-ci entrent alors en résonance. Les protons absorbent une
partie de I'énergie des ondes radio et lorsque I'émission de I'antenne s'interrompt, les atomes
d’hydrogéne reprennent leur position d'équilibre dans le champ magnétique en restituant de
I'énergie (suivant deux constantes de temps, les temps de relaxation T1 et T2). Les temps de
relaxations « T1 » et « T2 » dépendent de la nature des tissus. C'est a partir de ces différences en
fonction des tissus que I'on peut obtenir des images de contraste différent. Ces images sont appelées
images pondérées « T1 » ou « T2 ». En IRM, il n'existe pas d'échelle de densité. On parle alors «
d'hyper-intensité » ou « d'hypo-intensité » en « T1 » ou en « T2 », défini par rapport a I'aspect d'un
tissu quelconque adjacent.

Afin d’étre suivies par IRM, les cellules implantées doivent étre préalablement marquées a |'aide
d’agents de contraste [Riviére et al., 2005] [Bos et al., 2004] [Bulte et al., 2002]. Il existe deux types
d’agents de contraste, les agents paramagnétiques ou T1 a base de gadolinium, et les agents T2 ou
superparamagnétiques a base de fer. Les agents T2 sont préférentiellement utilisés pour le
marquage cellulaire car ils sont biocompatibles et permettent d’obtenir un signal magnétique plus
important qu’avec les agents T1 [Hyafil et al., 2006]. Le marquage des cellules mésenchymateuses a
I'aide de nanoparticules ferriques permet d’augmenter leur contraste, et permet de les suivre sur
plusieurs jours par IRM [Rice et al., 2007] [Bos et al., 2004].

Les agents utilisés dans cette étude sont des nanoparticules a base d’oxyde de fer encapsulées dans
une coque de dextran et fonctionnalisées au PEG (PolyEthyléneGlycol) [Duguet et al., 2006] [Mornet
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et al.,, 2005]. Comparés aux autres agents T2 tels que les SPIONs (SuperParamagnetic Iron Oxide
Nanoparticle) ou les MIONs (Monocristalline Iron Oxyde Nanoparticles), ces USPIO (Ultrasmall
SuperParamagnetic lron Oxyde) présentent des liaisons covalentes entre leurs différentes couches
permettant d’accroitre leur stabilité, faisant de ces nanoparticules des outils intéressants pour le
suivi cellulaire in vivo par IRM. De plus, ces agents magnétiques sont fonctionnalisés par un
fluorochrome permettant une analyse multimodale associant la microscopie a fluorescence a I'|RM.
Plusieurs travaux de la littérature présentent le marquage magnétique de cellules
mésenchymateuses, mais a notre connaissance, aucune publication ne fait état du marquage des
ADSCs humaines a I'aide de nanoparticules ferriques dans un contexte d’ingénierie osseuse.

Le but de cette étude, réalisée en collaboration avec le RMSB (centre de Résonnance Magnétique
appliquée aux Systémes Biologiques), a été de réaliser le marquage magnétique des ADSCs par des
nanoparticules T2 et de les suivre in vivo de maniére longitudinale au sein de la matrice de
polysaccharides par IRM, aprés implantation en site sous-cutané chez la souris nude.
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B. Article 2: Suivi par IRM des ADSCs associées a une matrice polysaccharidique pour
I'ingénierie tissulaire osseuse

Abstract

For bone tissue engineering, human Adipose-derived Stem Cells (hADSCs) are proposed to be
associated with a scaffold for promoting bone regeneration. After implantation, cellularized scaffolds
require a non-invasive method for monitoring their fate in vivo. The purpose of this study was to use
Magnetic Resonance Imaging (MRI)-based tracking of these cells, labelled with magnetic agents for in
vivo longitudinal assessment. ADSCs were isolated from humanadipose tissue and labelled with
USPIO-rhodamine (Ultrasmall SuperParamagnetic lron Oxide). USPIO internalization, absence of
toxicity towards hADSCs, and osteogenic differentiation of the labelled cells were evaluated in
standard culture conditions. Labelled cells were then seeded within a 3D porous polysaccharide-
based scaffold and imaged in vitro using fluorescence microscopy and MRI. Cellularized scaffolds
were implanted subcutaneously in nude mice and MRI analyses were performed from 1 to 28 days
after implantation. /n vitro, no effect of USPIO labeling on cell viability and osteogenic differentiation
was found. USPIO were efficiently internalized by hADSCs and generated a high T2* contrast. In vivo
MRI revealed that hADSCs remain detectable until 28 days after implantation and could migrate from
the scaffold and colonize the area around it. These data suggested that this scaffold might behave as
a cell carrier capable of both holding a cell fraction and delivering cells to the site of implantation. In
addition, the present findings evidenced that MRI is a reliable technique to validate cell seeding
procedures in 3D porous scaffolds, and to assess the fate of hADSCs transplanted in vivo.

Keywords: Bone tissue engineering, adipose-derived stromal cells, magnetic resonance imaging,
human stem cell magnetic labeling, ultrasmall superparamagnetic iron oxide, 3D porous scaffold.

Introduction

Regeneration of large bone defects represents a major challenge for orthopedic and reconstructive
surgeons. Until recently, the use of autologous bone grafts has been the gold standard method for
bone repair (Brown and Cruess, 1982). However, the concept of bone tissue engineering has
emerged in response to tissue reconstruction problems involved with autologous bone grafts such as
lack of donor, donor site morbidity and immune reaction (De Boer, 1988). The concept consists in
developing a hybrid substitute that combines the osteogenic potential of autologous cells with a
biocompatible three-dimensional scaffold to generate a new bone tissue that must be structurally
and functionally similar to the surrounding bone. Such a scaffold is implanted in a bone defect,
remodeled in vivo and results in newly formed tissue (Frohlich et al., 2008).

Human adult mesenchymal stem cells (MSCs) are an interesting cell source of autologous osteogenic
cells thanks to their properties of self-renewal and differentiation towards many lineages
(adipogenic, osteogenic, chondrogenic, endothelial, neurogenic) and have a clinical potential for
tissue engineering (Hodgkinson et al., 2009; Kwan et al., 2008). For bone regeneration, MSCs from
bone marrow aspirates are usually used (Pittenger et al., 1999), but account for only for 0.001% to
0.0001% of total nucleated cells (Fraser et al., 2006). Recently, human Adipose-derived Stem Cells
(hADSCs) have been described as an alternative source with easier accessibility, higher abundance
and osteogenic differentiation potential (Gimble et al., 2007; Hattori et al., 2004), making them
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attractive for bone tissue engineering and clinical applications (Dudas et al., 2006; Kakudo et al.,
2008).

In the context of tissue engineering, cells must be associated with a biocompatible scaffold able to
carry and deliver them in vivo (Logeart-Avramoglou et al., 2005). These scaffolds should create a 3D
environment suitable for allowing cell expansion, osteogenic differentiation, extracellular matrix
production and, ultimately, supporting tissue reconstruction (Jeon et al., 2008; Leong et al., 2008).
Numerous papers describe the efficiency of polymers as scaffolds (Rezwan et al., 2006; Swetha et al.,
2010) for bone tissue engineering applications. Among polymers, some natural polysaccharides with
biocompatibility, ability to mimic extracellular matrix and trap growth factors, have been tested as
scaffolds for transplanted cells to promote regeneration of mineralized and vascularized tissues.
Here, we used a 3D porous scaffold made of pullulan and dextran polysaccharides (Le Visage, 20093;
Le Visage, 2009b) for bone tissue engineering applications. This biomaterial has already been
successfully used in vitro for cardiovascular engineering applications (Autissier et al., 2007; Autissier
et al., 2010; Thébaud et al., 2007). Furthermore, its porosity is compatible with the ingrowth of bone
tissue (Karageorgiou and Kaplan, 2005) and our preliminary data showed that human ADSCs were
able to differentiate into osteogenic cells within these 3D matrices and to express in vitro bone
specific markers.

With the promising data from tissue engineering strategies and the potential of these scaffolds for
carrying cells, the critical issues are to monitor the engraftment efficiency, temporal and spatial
migration of implanted cells, as well as their viability and functional capability in vivo. To track in real-
time changes of cell location and the functional status of transplanted cells, non-invasive cell imaging
techniques have been introduced. Magnetic Resonance Imaging (MRI) is a method of choice for in
vivo longitudinal assessments since it is a non-invasive and non-irradiant technique offering high
spatial and temporal resolution (Poirier-Quinot et al., 2010; Rogers et al., 2006). To produce an
identifiable change in signal intensity, the cells of interest must be labelled with MR contrast agents
(Bos et al., 2004; Bulte et al., 2002; Riviere et al., 2005). These agents cause hydrogen relaxivity
changes and create contrast modifications. They include paramagnetic agents or T1 agents mainly
based on Gadolinium and superparamagnetic agents or T2 agents based on iron oxide core.
Superparamagnetic T2 agents are preferentially used for cellular MRI (Hyafil et al., 2006) since they
are more biocompatible than T1 agents. Furthermore, they are highly magnetic, resulting in high
contrast modification on MRI with lower concentration than T1 paramagnetic agents. T2-agents
based on maghemite cores bonded to dextran and functionalized with poly(ethylene glycol) have
been used here (Duguet et al., 2006; Mornet et al., 2005). Compared to the other T2 agents (USPIO,
SPIO, MION), they possess covalent bonds between dextran layers that increase their stability and
make them an ideal tool for in vivo cell MRI tracking. Furthermore, they possess high relaxivity, and
have already been used in another study with microglias in which it was demonstrated that these
nanoparticles allow in vitro and in vivo MRI cell tracking (Bouzier-Sore et al., 2010). However, the
uptake of these particles could vary largely between different cell types, and some non-phagocytic
cells need the combination of particles with transfection agents for efficient cell labeling (Frank et al.,
2003; Kustermann et al., 2008).

Regarding mesenchymal stem cells, numerous papers described the high labeling efficiency in
labeling bone marrow stromal cells from different sources, while only few data were published with
ADSCs, and mainly from animal sources. To our knowledge, no papers describe the use of USPIO for
labeling human adipose-derived stromal cells and tracking them in a tissue engineered construct.
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Since our macroporous polysaccharide-based scaffold allowed osteogenic differentiation of hADSCs,
we conducted here in vivo studies to examine the cellular behavior of hADSCs within this scaffold for
developing new bone tissue-engineered constructs.

First, we studied the cytocompatibility of USPIO and their effect on metabolic activity and
osteoblastic differentiation capability of labelled hADSCs. We also evaluated in vitro the nuclear
magnetic resonance properties of labelled cells. Finally, we performed in vivo MRI cell tracking up to
one month after implantation in a subcutaneous site in nude mice of the scaffold loaded with
labelled cells. Our results demonstrate that high-resolution 4.7-T MRI shows promise for non-invasive
3D visualization of labelled hADSCs within a macroporous polysaccharide-based scaffold before and
after in vivo implantation. In addition, images revealed that transplanted hADSCs could migrate
within the scaffold, and could colonize the surrounding area of the scaffold. This suggests that these
scaffolds act as carriers and cell delivery structures for tissue regeneration.

Material and methods

Isolation and culture of hADSCs

hADSCs were isolated and cultured as previously described (Bunnell et al., 2008) with minor
modifications. Briefly, human adipose tissue was obtained from patients undergoing liposuction.
Tissue samples were minced and digested in a solution of 0.1% (w/v) collagenase type |
(Worthington) for 1h30 at 37°C with vigorous shaking. After filtration and centrifugation, the top lipid
layer was removed and the remaining Stromal Vascular Fraction (SVF) was treated for 10 minutes
with ELB (Erythrocyte Lysis Buffer; 155 mM NH,4CI (Sigma), 5.7 mM K,HPO, (Sigma), 7.4 mM K,HPO,-
3H,0 (Sigma), 0.1 mM EDTA (Sigma)) and then centrifuged. The pellet was resuspended in basal
medium, DMEM F12 medium (Invitrogen) supplemented with 10% (v/v) Fetal Bovine Serum (Lonza)
and sequentially filtered through 100, 70 and 40 pm cell strainer (BD Falcon). Cells were plated (10*
cells/cm?) and cultivated at 37°C in 5% CO,. Culture medium was replaced every three days.
Osteoinductive medium contains IMDM (Invitrogen) supplemented with 10% (v/v) FBS, 10 mM J
glycerophophate (Sigma), 10®M dexamethasone (Sigma) and 50ug/ml ascorbic acid (Sigma).

Synthesis of USPIO nanoparticles

USPIO magnetic particles are composed of maghemite cores modified on their surface by
aminosilane coupling agents and covalently embedded by a dextran corona. Their surface was
functionalized with homo and heterobifunctionnal poly(ethylene glycol) (PEG) to improve their
colloidal stability and stealth. Moreover, they were dye-labelled with a rhodamine derivative (5(6)-
carboxy-X-rhodamine N-succinimidyl ester). All the synthesis details have already been reported
(Duguet et al., 2006; Mornet et al., 2005). The mean diameter of the maghemite (y-Fe,0;) cores was
7.5 £ 0.27 nm as determined by transmission electron microscopy and was increased to a
hydrodynamic diameter determined by photon correlation spectroscopy of 50-80 nm as dextran and
PEG modifications occurred.

Cell labeling and flow cytometric experiments

Adherent cell cultures (around 80% confluence) were incubated with USPIO (15 mM Fe**) associated
with protamine sulfate (PS) at 1 pg/ml (USPIO-PS) in a serum-free DMEM F12 medium (Invitrogen).
After 24 hours of incubation, cells were washed with PBS 0.1M pH 7.4 and harvested by
trypsinization for flow cytometric analysis using a FacScan (BD-Bioscience) flow cytometer equipped
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with an argon laser (A=488nm). Labeling of hADSCs with rhodamine-coupled USPIO-PS was checked
by conventional fluorescent microscopy (ZEISS AXIOVERT 25). The percentage of internalized
nanoparticles in hADSCs was quantified by flow cytometry according to our previous paper (Bouzier-
Sore et al., 2010). Three samples were analyzed: USPIO-PS nanoparticles alone, hADSCs alone and
hADSCs after USPIO-PS incubation. Nanoparticles were easily distinguished from hADSCs on the dot-
plot (SSC versus FSC) since they appeared in two different gates in which distribution and
fluorescence intensity were quantified.

Transmission electronic microscopy for analysis of nanoparticle uptake

To assess the uptake and localization of the nanoparticles in hADSCs, transmission electron
microscopy was performed. After washing with Sgrensen buffer 0.1 M (Pottu-Boumendil, 1989)
labelled cells were fixed with glutaraldehyde 25% (v/v) and 0.2M PBS pH 7.4 for 2 hours at 4°C and
rinsed with 0.1 M PBS pH 7.4. Cells were post-fixed with 4% (v/v) osmium tetroxide in 0.2 M PBS pH
7.4 for 1.5 hours at room temperature, and then rinsed twice in 0.1 M PBS pH 7.4 and once in
distilled water. Dehydration was then performed by successive incubations in the following order:
alcohol 50°, 70°, 95° and 100° and then embedding in a mix of resin and alcohol 100° (1:1) for 2 hours
at room temperature and thereafter in pure resin overnight at room temperature. Samples were
transferred to a new bath of pure resin for 5 hours at room temperature and included in the resin.
Polymerization occurred at 60°C for 48 hours. Ultrathin sections (thickness 70-72 nm) were produced
on an ultramicrotome (LEICA, ULTRACUTE) using a diamond knife. Sections were stained in uracyl
acetate or in ethanol 50° for 25 minutes, washed with distilled water, dried, incubated for 8 minutes
in lead citrate, rinsed and dried. The specimens were imaged using a transmission electron
microscope (HITACHI H7650) with high contrast, saturation filament and an acceleration voltage of
80KV. Digital images were obtained with a camera (GATAN, ORIUS 11M pixels).

Assessment of USPIO-PS cytotoxicity and labelled hADSCs metabolic activity

The biocompatibility of USPIO-PS complexes was investigated by flow cytometry. Different
fluorochromes were used to assess the viability of labelled and non-labelled hADSCs. Cells were
incubated with USPIO associated with protamine sulfate for 24 hours. Viable cells were determined
using propidium iodide (Pl, Asps= 546 nm, A.,= 590 nm, Molecular Probes). Pl was added to the
medium (3 pg/ml) of labelled and unlabelled cells for 10 min at 37°C, then cells were harvested by
trypsinization for flow cytometric measurements. Mitochondrial membrane potential was
investigated with 3,3’ dihexyloxacarbocyanine iodine (DIOCg(3), Aex= 488 nm, A= 522 nm, Molecular
Probes). Labelled and non-labelled cells were incubated for 10 minutes at 37°C in 0.1M DIOC¢(3)
before flow cytometric measurements.

To determine the effect of the cell labeling on metabolic activity, cells were plated at 2x10* cells/cm?
in a 96-well plate and USPIO associated with protamine sulfate were added to the cells for 24h.
Metabolic activity of labelled and unlabelled cells was evaluated using the MTT (3-[4,5-
dimethylthiazol-2-yl]-2,5-diphenyl tetrazolium bromide) assay (Roche Molecular Biochemicals,
Indianapolis, IN) at day 1, 6, 11, 14 and 20. MTT was added (1mg/ml) at 37°C for 3 hours. Then, cells
were washed with PBS and the insoluble formazan salt accumulated inside the cells was solubilized
with DMSO and quantified spectrophotometrically at 540 nm.
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Quantitative real time polymerase chain reaction (Q-PCR)

Unlabelled cells were harvested by trypsin-EDTA treatment at day 1 of culture for negative reference.
Cells were then labelled or not and harvested in the same way after 15 days of culture in basal or
osteoinductive medium. Total RNA was extracted using the Nucleospin®RNA kit (Macherey-Nagel).
One pg was used as template for single-strand cDNA synthesis with the Superscript preamplification
system (Gibco) in a 20 pl final volume containing 20 mM Tris-HCI pH 8.4, 50 mM KCl, 2.5 mM, MgCl2,
0.1 mg/ml BSA, 10 mM DTT, 0.5 mM of each dATP, dCTP, dGTP, dTTP, 0.5 g oligo(dT), and 200 U of
reverse transcriptase. After incubation at 42°C for 50 min, the reaction was stopped at 70°C for 15
min. Five pL of cDNA diluted at a 1:80 ratio were mixed to MESA-green (2X, Fischer scientific) and 10
UM each of forward and reverse primers (Table 1) in a 25 uL final volume and loaded in a 96-well
plate. Amplification was performed using the thermocycler (ICycler, Biorad). Data were analyzed with
the iCycler IQ™ software and compared by the AACt method. Each Q-PCR was performed in
duplicate. Data was normalized to PO mRNA expression for each condition and was quantified
relative to cbfal/runx2, ALP and type | collagen gene expression of hADSCs after 24 h of culture
standardized to 1.

Alkaline phosphatase (ALP) assay

Labelled and unlabelled hADSCs were plated at 2x10* cells/cm? and cultured for 15 days in an
osteoinductive medium, or in basal medium. ALP activity was detected using a diagnostic kit (85L-2,
Sigma). Samples were fixed with paraformaldehyde 4% (w/v) then stained with alkaline dye (Fast
blue RR salt supplemented with Naphtol AS-MX phosphate alkaline solution 0.25%, Sigma) for 30
min. Samples were observed with an optical microscope (Zeiss, AXIOVERT 25).

Intracellular ALP activity was quantified on cell lysates as described by Ackerman (1962). Cells were
harvested with trypsin-EDTA (0.125 %( w/v) - 0.0625 % (v/w), Sigma) then lysed by freezing/thawing
steps and by SDS addition (Sodium Dodecyl Sulfate, Biorad) 0.1% (w/v). Alkaline buffer (Alkaline
buffer solution 1.5M, (Sigma) and Triton X100 and p-nitrophenyl phosphate substrate (Sigma)) was
added to the sample and incubated at 37°C for 30 minutes. Then, after addition of 0.1 M NaOH to
stop the enzymatic reaction, the absorption at 410 nm was measured by spectrophotometry. ALP
activity levels were normalized to the amount of protein in each sample. The protein quantification
was performed according to the BCA (BicinChoninic Acid) protein assay protocol (Thermoscientific)
described by Smith PK et al. (1985). Absorbance was read at 550 nm. ALP activity was expressed as
nanomoles of inorganic phosphate (Pi) cleaved in 30 minutes per microgram of proteins (n=3).

Von Kossa staining

Extracellular matrix mineralization was analyzed by Von Kossa staining. After 15 days of culture in
basal or osteoinductive medium, labelled and unlabelled cells were fixed in 4% (w/v)
paraformaldehyde for 10 min at room temperature. Fixed cells were then rinsed with distilled water,
and incubated with silver nitrate 2,5% (w/v) for 30 min at room temperature in the dark. Silver
nitrate was removed, cells were rinsed with distilled water. Carbonate sodium/formalin solution (25
mL formalin, 5g Na2CO3, 100 mL distilled water) was added to the cells for 1 min and cells were
rinsed with tap water. Extracellular matrix coloration was observed with an optical microscope.
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Preparation of 3D scaffold and hADSCs seeding

Porous polysaccharide-based scaffolds were prepared using a mixture of pullulan/dextran 75:25.
Chemical cross-linking of polysaccharides was carried out with sodium trimetaphosphate (STMP) and
pores were created by a patented gas-foaming technique (Le Visage, 2009b). Resulting scaffolds
were washed extensively with 0.1 M PBS pH 7.4 and then with distilled water. After a freeze-drying
step, porous scaffolds were stored at room temperature until use. Here, scaffolds of 6-mm diameter,
2-mm thickness (20 mm?) were used for cell seeding in basal or in osteoinductive medium. For in
vitro and in vivo MRI experiments, hADSCs were induced for 15 days in osteoinductive medium and
5x10* or 5x10° cells were seeded onto the porous scaffolds.

MRI analyses

MRI experiments were performed on a 4.7 T Biospec system (Bruker, Ettlingen, Germany) equipped
with a 6-cm BG6 gradient system capable of 950 mT/m maximum strength. Measurements were
performed with a birdcage resonator (35-mm diameter and 80-mm length) tuned to 200.3 MHz.
5x10° labelled or unlabelled cells were collected in PBS 0.1M, pH 7.4 and spun down. The pellet was
trapped in small tubes between two layers of agarose gel 1% (w/v) in PBS 0.1M, pH 7.4 (n=3). T2*
measurements were performed at 25°C with a multi gradient echo sequence (TR = 500 ms;
Interecho-time: 1.0 ms; Number of echo images: 20; Field-OF-View (FOV): 20 x 20 mm; Matrix: 128 x
128; Slice thickness: 1mm).Relaxation data were analyzed with home-made software developed on
Igor Pro (Wavemetrics, Lake Oswego, OR, USA). For each sample, they were fitted according to a
mono-exponential function. MRI analyses were also done with control and labelled cells seeded
inside scaffolds (5 x10* or 5x10° cells / disk of 20 mm?®) and cultured for 48 hours before experiments
(n=3). T2* gradient echo experiments were performed with the following parameters: (TE/TR: 5/42
ms; flip angle: 7°; Bandwidth: 16 Hz/Pixel; FOV: 30 x 35 x 35 mm; Matrix: 256 x 192 x 192; Spatial
Resolution: 117 x 182 x 182 (um)*; Number of averages: 4).

In vivo experiments

Both the procedure and the animal treatment complied with the Principles of Laboratory Animal
Care formulated by the National Society for Medical Research. The studies were carried out in
accredited animal facilities at the University of Bordeaux 2, under authorization (N°: 3300048 of the
Ministere de I'Agriculture, France). Nude mice (n=4) weighing 20g (Charles River Laboratories,
France) were anesthetized by isoflurane inhalation (1%-1.5% in air), the back was disinfected, a mid
vertical incision was made, and tissue-engineered constructs prepared with two cell densities (5x10*
or 5x10° hADSCs/scaffold) were introduced subcutaneously, one side with labelled hADSCs-seeded
scaffolds and the other side with the unlabelled hADSCs-seeded scaffold. The skin was then sutured
(Vicryl 4/0).

In vivo MRI experiments were performed at 1, 7, 14, 21 and 28 days after scaffolds implantation.
Mice were anesthetized with isoflurane (1%—-1.5% in air) and maintained at a constant respiration
rate of 75 * 15 respirations/min. The animals were positioned prone within the magnet with the liver
at the center of the NMR coil. A 3D T2*-weighted TrueFISP (Oppelt, 1986) imaging with alternating
RF phase pulse method (43) and Sum-Of-Square reconstruction were used as already described
(Vasanawala et al., 2000; Miraux et al., 2009) (TE/TR: 5/10 ms; flip angle: 35°, Bandwidth: 203
Hz/Pixel; FOV: 32 x 27.5 x 25 mm; Matrix: 256 x 128 x 110; Spatial Resolution: 125 x 215 x 227 (mm)3;
Number of averages: 4; Total acquisition time: 38 min).
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Statistical analysis

Data are represented as the mean % standard deviation resulting from independent experiments.
Statistical significance of differences between data from experimental groups was tested using a non-
parametric Mann-Whitney. The level of significance was set at *: p<0.05.

Results

Analysis of USPIO internalization inside the hADSCs

We first tested the ability of hADSCs to internalize USPIO in vitro. hADSCs were incubated for 24h
with fluorescent USPIO associated with 1 pg/ml of protamine sulfate and the efficiency of
internalization was checked by flow cytometry. Figure 1a shows an increase in fluorescence when
USPIO-PS concentrations increased. We also observed that cell labeling efficiency increased with
time since fluorescence intensity was 10-fold higher after 24h of incubation compared to 4h (data
not shown). Fluorescent microscopic images (Fig. 1b, 1c) show a positive labeling of hADSCs after 24
hours of incubation with fluorescent USPIO-PS. Transmission electron microscopic images of labelled
cells (Fig. 1d-f) revealed USPIO-PS internalization by hADSCs, and demonstrated the presence of iron
aggregates inside cytoplasmic vesicles (from 0.5 to 1.5 um diameter), typical of nanoparticle
endocytosis.

The amount of free nanoparticles remaining in the cellular sample after washing was quantified by
flow cytometry. Data indicated that 91.26 + 1.82 % of nanoparticles were internalized by hADSCs,
while 0.13 + 0.007 % of the signal after USPIO-PS incubation was due to the remaining free
nanoparticles.

USPIO-PS are not cytotoxic for ADSCs

The influence of labeling on the immediate cell survival and on long-term metabolic activity was
determined for labelled cells compared to unlabelled cells (Fig. 2). Using flow cytometric analyses,
cellular mortality was checked using propidium iodide (Fig. 2a), and the mitochondrial redox
potential was studied by assessing the mitochondrial DiOCs probe accumulation (Fig. 2b). Three sets
of samples were analyzed: hADSCs before and after USPIO and USPIO-PS internalization. There was
no difference between these three conditions: neither the cellular viability (Fig. 2a) nor the redox
potential (Fig. 2b) were modified, indicating that the USPIO-PS complex internalization was not toxic
for these cells. The metabolic activity of labelled cells was checked by MTT assay for up to 20 days
(Fig. 2c). There was only a slight, but significant, loss of metabolic activity at day 11 and 14 for
hADSCs labelled with USPIO-PS compared to unlabelled cells.

Osteogenic differentiation of labelled hADSCs

mMRNA levels of bone specific markers (cbfal/runx2, ALP, type | collagen), quantified after 15 days of
culture in osteoinductive medium, revealed no significant difference between labelled and
unlabelled hADSCs (Fig. 3a). After 15 days of culture of labelled hADSCs in osteoinductive medium,
the expression at day 15 relative to day 1 is about 8 fold higher for cbfal/runx2, 1,5 fold higher for
ALP m RNA level and 100 fold higher for type 1 collagen. ALP cytochemical staining (Fig. 3b1-b4) and
enzymatic activity quantification (Fig. 3b5) in labelled hADSCs were also assessed. After 15 days of
induction, labelled cells exhibited a similar enzymatic activity to that of unlabelled cells, confirming
the results of gene expression (Fig. 3a). In addition, Von Kossa staining (Fig. 3c) reveals at day 15 the
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presence of black calcium deposits in the extracellular matrices showing that labelled cells with
USPIO, kept their ability to mineralize in vitro.

Taking together, these data indicate that labeling with USPIO does not alter the capability of hADSCs
to differentiate in vitro toward the osteogenic lineage.

Labelled hADSCs within 3D scaffold and MRI images

Labelled cells within the macroporous polysaccharide-based scaffold were first imaged by fluorescent
microscopy. When the suspension of labelled cells was added to the scaffold, cells immediately
colonized the scaffold (Fig. 4a, b), and formed after 8 hours numerous clusters (from 50 to 200 um-
diameters) inside the pores (Fig. 4c, d).

In vitro MRI analyses (Fig. 5a) were performed on labelled and unlabelled hADSCs embedded in
agarose gels. Labelled cells presented a higher relaxivity compared to the unlabelled ones on MRI
T2* measurements, corresponding to a decrease in the T2* value (35 £ 6 ms for unlabelled cells vs 2
+ 2 ms for labelled cells). MRI T2* imaging was thereafter performed with labelled and unlabelled
hADSCs seeded at two cell densities (5x10* or 5x10°) within the macroporous scaffolds (Fig. 5b). The
highest contrast was obtained in 3D scaffolds seeded with 5x10° labelled cells compared to the
unlabelled ones. A contrast was still visible in scaffold loaded with 5x10* labelled cells. Furthermore,
images evidenced that with increasing cell density in the scaffold, the signal appeared more
widespread.

In vivo MRI after subcutaneous implantation of tissue-engineered constructs in nude mice

Labelled or unlabelled cells were seeded within the scaffolds at the same cell densities than for in
vitro MRI studies (5x10* or 5x10°) and were implanted in nude mice for 28 days (Fig. 6 and 7). A 3D
T2*-weighted TrueFISP MRI experiment was performed at day 1, 7, 14, 21 and 28. Tissue-engineered
construct with 5x10° labelled cells creates a hyposignal with distinguishing labelled cells (Fig. 6a) from
unlabelled cells (Fig. 6b). The signal was still detectable until 28 days after implantation (Fig. 6b), but
decreased with time. Further time points were not investigated.

For the lowest cell density (5x10* hADSCs/scaffold) (Fig. 7a, b), the signal remains visible during the
first two weeks (Fig. 7a) and then seems to locate more at the periphery of the scaffold with time
(see arrow). It could suggest that some cells remain in the scaffold, while some other cells could
migrate and colonize the area around the matrix (Fig. 7a). This event is clearly observed for the
scaffolds cellularized with the two cell densities after 14 days of implantation (Fig. 6a, 7a; see
arrows). Regarding the fate of the scaffold, here seen as a rectangular shape, it was still visible at the
same location 28 days after subcutaneous implantation.

Discussion
The novelty of this study was to combine the use of i) adipose-derived stromal cells from human
tissues, ii) an innovative scaffold as a cell carrier and iii) biocompatible superparamagnetic
nanoparticles, internalized by hADSCs, to follow their in vivo location by MRI in a non-invasive way, in
the context of a new bone tissue engineered construct. Taking together, fluorescence analysis, flow
cytometry, TEM and in vitro MRl demonstrated an efficient internalization of the contrast agents in
human mesenchymal stem cells. Moreover, neither the cell viability, nor the osteogenic
differentiation capacity of labelled hADSCs was modified. The high relaxivity of USPIO allowed to
monitor as few as 5x10* labelled hADSCs both in vitro and in vivo by T2*-weighted MRI during one
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month. Interestingly, the location of the signal within the scaffold changes with time of implantation
suggesting that some hADSCs were able to migrate to the periphery of the scaffold for participating
to tissue regeneration.

Indeed, MRI is a method of choice to track stem cells in a tissue-engineered construct, because of its
excellent spatial resolution, high tissue contrast and lack of ionizing radiation. However, magnetic
labeling of cells is a prerequisite for their visualization. Many studies have investigated USPIO-based
labeling protocols for monocytes (Oude Engberink et al., 2007), neural stem cells (Politi, 2007) and
mesenchymal stem cells (Farrell et al., 2008). Few papers used ADSCs (Rice et al., 2007; Wang et al.,
2009) a relevant cell source for bone tissue engineering applications. However, these data were
performed on ADSCs arising from animal tissues and revealed that a 24-hour incubation time was
required for their labeling (Rice et al., 2007; Wong et al., 2009). In another study (Bouzier-Sore et al.,
2010) performed with highly phagocytic microglia cells, a 4-hour incubation was sufficient to obtain a
high efficiency for particle internalization. Therefore, for each cell type, these parameters have to be
determined and optimized for monitoring transplanted cells after their implantation. In our study,
human ADSCs were efficiently labelled after a 24 hour-incubation with USPIO at 15 mM Fe**
associated with 1pg/ml PS. The efficiency of USPIO internalization increased with time but beyond 24
hours of incubation, cell division occurred, inducing labeling dilution. Fluorescence microscopy, TEM
observations and flow cytometric analyses confirmed that the nanoparticles preferentially localized
in vesicles inside the cytoplasm, either via phagocytosis (Cousin et al., 1999; Villena et al., 2001) or by
endocytosis involving or not specific receptors (Raynal et al., 2004).

Several transfection agents can be used to increase cellular nanoparticle uptake (Arbab et al., 2004;
Frank et al., 2003). Arbab et al. (2004) used protamine sulfate, a positively charged surfactant, to
improve USPIO internalization. With the addition to USPIO of PS at a non-cytotoxic concentration
before incubation with hADSCs, we observed homogenization of the labelled population (data not
shown) and a decrease in T2* values after MRI analyses (T2* values: 35 + 6 ms for USPIO-PS
compared to 2 + 2 ms for USPIO alone). We hypothesized that after incubation, some nanoparticles
attached to the cell membrane (Ribot et al., 2009) could no longer enter the cells. PS might facilitate
this internalization, which does not occur spontaneously. Therefore, we decided to use PS at 1ug/ml
because beyond this concentration there was no longer any beneficial effect, while the toxicity for
cells starts at 10ug/ml (data not shown).

In a first step, we analyzed the behavior of these labelled hADSCs in standard two dimensional
cultures. The viability of hADSCs was not modified after labeling, as already demonstrated with
USPIO in microglias (Bouzier-Sore et al., 2010). Moreover, the hADSC osteogenic differentiation
capacity in vitro was not altered after labeling, and they kept their ability to calcify the extracellular
matrix. Mesenchymal stem cells usually maintain their properties of multi-lineage differentiation
after magnetic labeling (Arbab et al., 2005), except for one report indicating inhibition of the human
chondrogenic differentiation potential (Kostura et al., 2004).

In a bone tissue engineering context, MSCs are associated with a biocompatible scaffold allowing
their functionality and the production of a new bone tissue. In this study, we choose to develop a
tissue-engineered construct using a natural polymer, a macroporous polysaccharide-based scaffold
(Le Visage, 2009a; Le Visage, 2009b). Here, the use of fluorescent USPIO-PS allowed monitoring in
vitro the behavior of labelled hADSCs after seeding within the scaffold. Results showed that cells
colonized the scaffold and were organized in clusters in the pores after 8 hours of 3D culture. We
hypothesized that this cluster configuration may favor interactions between cells, thereby promoting
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osteogenic differentiation (Frohlich et al., 2010) and then production of mineralized matrix, as
recently observed with embryonic stem cells (Gothard et al., 2009).

USPIO displayed a high relaxivity that allowed visualizing labelled cells in vitro and in vivo by MRI.
However, T2* of labelled cells associated within the scaffold could not be measured owing to
external parameters related to the scaffold (presence of air bubbles and various water densities
within the scaffold). Although a direct quantitative analysis by MRI on the scaffold was not possible,
5x10° cells containing nanoparticles were distributed within the entire scaffold and created a high
contrast on T2*-weighted images. Interestingly, this contrast was still visible for the lowest cell
density (5x10%) loaded on the scaffold.

According to these in vitro data, 5x10% and 5x10° labelled cells were loaded in the scaffolds before
the subcutaneous implantation in nude mice. We selected the 3D T2*-weighted TrueFISP method
instead of a 3D FLASH gradient echo for in vivo studies. The 3D T2*-weighted TrueFISP combines a
higher intrinsic contrast and a higher T2* sensitivity (Heyn et al., 2006; Mohammadi-Nejad et al.,
2010) compared to classical gradient echo methods.Hence, 5x10° labelled cells were detectable for
up to 28 days after implantation. For both cell densities, we observed a loss of signal in the center of
the biomaterial from day 7. Several assumptions are issued from these data. It could be due to cell
division of labelled cells, leading to a signal dilution, but it would be surprising to observe this
phenomenon only at the center of the scaffold. It could be also due to cell death in the center of the
biomaterial, leading to nanoparticles release and their diffusion to the periphery of the implant. We
could also hypothesize that if cells are suffering in the center because of hypoxia environment they
could migrate at the periphery as happens in vitro. However, if free nanoparticles relocate at the
periphery of the implant, we should observe a high increase of the signal, which is not the case. The
most probable hypothesis is that labelled cells migrate from the region of implantation and escape
from the scaffold and thus could participate to tissue regeneration and implant integration within a
bone defect. However, despite the signal loss observed from day 7, the signal remained detectable in
vivo within the scaffold until at least 14 or 28 days for scaffolds cellularized with 5x10* or 5x10° of
hADSCs, respectively. Then, the scaffold might therefore behave as a cell carrier capable of holding
its own cell fraction and delivering another fraction to the site of implantation for inducing a better
tissue regeneration process. This would throw light on their contribution to tissue reconstruction and
biomaterial integration within the host tissue. Further studies should address the outcome of
implanted scaffolds and cells over time. For instance, the fluorescence of the labelled cells could help
in determining their distribution and in discriminating host cells from implanted cells. MRI allowed
also monitoring the implanted biomaterial and surrounding tissues. Indeed, at no time point we
detected a change on the location of the biomaterial, degradation or an inflammatory reaction at the
site of implantation.

In conclusion, we have established conditions for labeling hADSCs with USPIO nanoparticles without
affecting metabolic activity and osteogenic differentiation capacity. Furthermore, the present
findings show that labelled hADSCs within a 3D scaffold can be monitored in vivo by MRI for at least
28 days. In the near future, MRI-based cell tracking could be used for in vivo longitudinal assessment
of bone tissue engineered constructs, although MRI should be combined with other methods, like
micro-computer tomography (micro-CT) and histomorphometry, to evaluate the capability of this
new tissue-engineered construct to generate mineralized bone tissue.
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Figures and legends
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Figurel: USPIO internalisation. (a): flow cytometric measurement of fluorescence of hADSCs before
and after USPIO-PS labelling with various concentrations of USPIO. (b, c): fluorescent microscopy of
labelled hADSCs. (d-f): electronic transmission microscopy on labelled hADSCs; arrows indicate USPIO
particles taken up by the cells inside cytoplasmic vesicles.
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Figure 2: Assessment of potential USPIO toxicity. (a,b): hADSCs viability was analyzed 24 hours after
labelling by flow cytometry. Histograms represent the fluorescence of Pl (a) and DIOC; (b); unlabelled
hADSCs (—), hADSCs + USPIO (----), hADSCs + USPIO-PS {(....). (c): Metabolic activity of unlabelled and
USPIO-PS labelled hADSCs was assessed by MTT assay from day 1 to day 20. A difference between
labelled and unlabelled hADSCs was observed at day 11 and day 14.
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Figure 3: Osteogenic differentiation capability of cells after USPIO labelling. (a): relative expression
of mMRNA levels of bone specific markers (cbfal/runx2, alkaline phosphatase or ALP and type |
collagen) in USPIO-labelled and unlabelled ADSCs after 15 d of induction. (b) ALP cytochemical
staining of unlabelled hADSCs (b1, b2) and labelled hADSCs (b3, b4), either non-osteo-induced (b1,
b3) or cultured in the osteoinductive medium (b2, b4). ALP quantitative enzymatic activity (b5) was
quantified in labelled and unlabelled hADSCs, osteo-induced or not. (c) Von Kossa staining of
unlabelled hADSCs (c1, c2) and labelled hADSCs (c3, c4), either non-osteoinduced (c1, c3) or cultured
in the osteoinductive medium (c2, c4).
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Figure 4: 3D culture of labelled hADSCs. Optical (a, c) and fluorescence (b, d) microscopy of labelled
hADSCs seeded into a porous polysaccharide-based scaffold, 1 h (a, b) and 8 h (c, d) after seeding
where cells are organized in clusters inside the pores of the 3D structure. Scale bar: 200 um.
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Figure 5: In vitro MRI analyses of unlabelled and labelled hADSCs. (a): T2* values obtained for
unlabelled and labelled hADSCs in agarose gel (n=3) . (b) T2*-imaging obtained for 5 x 10° unlabelled
hADSCs and for 5 x 10* and 5 x 10’ labelled hADSCs associated to the disk-shaped scaffold (20 mm?).
Images were obtained at 4.7 T.
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Figure 6: In vivo MR imaging of scaffolds loaded with 5x10° labelled (a) or unlabelled hADSCs (b) per
20 mm?® disk at different times (days 1, 7, 14, 21 and 28) after implantation. On the left, macroscopic
MR images obtained at day 1 showing both scaffold loaded with labelled and unlabelled cells seeded
with 5 x 10°. The arrows indicate the position of the scaffold with labelled (small arrow on the right)
and unlabelled cells (large arrow on the right). Images were obtained at 4.7 T with a T2*-gradient
echo sequence.
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Figure 7: In vivo MR imaging of scaffolds loaded with 5 x 10* labelled (a) or unlabelled hADSCs (b)
per 20 mm?® disk at different times (days 1, 7, 14, 21 and 28) after implantation. On the left,
macroscopic MR images obtained at D1 showing both scaffold loaded with labelled and unlabelled
cells seeded with 5 x 10*. The arrows indicate the position of the scaffold with labelled (small arrow
on the right) and unlabelled cells (large arrow on the right). Images were obtained at 4.7 T with a
T2*-gradient echo sequence.
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C. Conclusion
L'originalité de ce travail a été de combiner l'utilisation de cellules souches adultes issues du tissu
adipeux humain a une matrice poreuse innovante a base de polysaccharides naturels et des
nanoparticules biocompatibles permettant leur suivi cellulaire in vivo non invasif par IRM.

Les résultats de cette étude montrent que les nanoparticules USPIO sont efficacement internalisées
par les ADSCs aussi bien en 2D qu’en 3D dans les matrices de polymeéres. La présence de ces agents
de contraste dans les cellules cultivées en 2D est mise en évidence par microscopie électronique a
transmission au niveau de vésicules cytoplasmiques. Ce marquage n’affecte en rien les propriétés de
viabilité, de prolifération et de différenciation ostéogénique de ces cellules qui préservent leur
capacité a minéraliser leur matrice extracellulaire. De plus, les cellules marquées avec les USPIOs
associées au matériau, peuvent étre observées par microscopie a fluorescence et révelent la
formation d’agrégats multicellulaires au sein de la structure poreuse, comme cela a pu étre montré
dans l'article 1. Ces agrégats cellulaires présentent un fort contraste par rapport au matériau apres
imagerie par résonance magnétique (IRM) in vitro. Le signal est détectable pendant un mois apres
implantation des constructions au niveau d’un site sous-cutané chez la souris immunodéficiente. De
facon intéressante, nous avons pu observer une perte de signal au centre du biomatériau a partir du
septiéme jour.

L’hypothese la plus probable est que les cellules marquées migrent au sein de la matrice et diffusent
en périphérie, pouvant éventuellement participer au processus de régénération. Le biomatériau,
servirait de véhicule, capable de conserver une partie des cellules en son sein, mais aussi comme
systeme de délivrance d’éléments cellulaires au niveau du site d’'implantation.

La fluorescence liée aux USPIOs des ADSCs marquées ainsi que I"hybridation in situ des séquences
ALU sur coupes histologiques pourraient permettre de discriminer les cellules implantées des cellules
de I’'hote. De méme, ces approches méthodologiques seront utiles pour identifier le réle exact de ces
cellules humaines implantées dans un processus de formation osseuse. Comme cela peut étre
visualisé dans les images IRM, le matériau apparait en hypersignal, contrasté par rapport aux cellules
marquées et aux tissus environnants. Il est donc possible de suivre son évolution, les réactions
inflammatoires qu’il peut déclencher ainsi que sa dégradation.

En conclusion, nous avons établi un protocole de marquage des ADSCs efficace pour I'IRM, sans
affecter les propriétés biologiques de ces cellules, ni leur fonction. Dans cette étude, les cellules
marquées associées a la matrice peuvent étre suivies in vivo par IRM, au moins pendant 28 jours. La
matrice utilisée constituerait un excellent transporteur de cellules in vivo.

Cependant, ces méthodes d’imagerie non invasives doivent étre couplées a des techniques
d’investigations permettant I'observation et la quantification du tissu néoformé minéralisé. La
microtomographie aux rayons X ainsi que I’histomorphométrie restent les techniques de référence
pour I'analyse du tissu osseux néoformé.

Cette méme approche devra étre réalisée en site osseux afin de confirmer si ces cellules ont la

capacité de migrer in vivo dans cette matrice de polysaccharides et de participer a la réparation d’un
tissu osseux, en son sein et a la périphérie de I'implant.
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1. Développement d’un milieu défini pour la différenciation ostéoblastique des ADSCs

A. Introduction
Le développement de produits de thérapie cellulaire et de produits d’ingénierie tissulaire destinés a
la clinique comporte de nombreuses contraintes reglementaires afin d’assurer I'efficacité et
I'innocuité du produit pour le patient. Les produits d’ingénierie tissulaire sont a ce jour considérés
comme des produits thérapeutiques annexes (PTAs).
L'afssaps définit les PTAs comme « tout produit, a I'exclusion des dispositifs médicaux, entrant en
contact avec des organes, tissus, cellules ou produits issus du corps humain ou d’origine animale au
cours de leur conservation, de leur préparation, de leur transformation, de leur conditionnement ou
de leur transport, avant leur utilisation thérapeutique chez I’'homme ».
Par ailleurs, les PTAs sont soumis aux régles de bonnes pratiques de fabrication (BPF) dont les
principes sont définis par I'afssaps. Ces normes permettent « d’assurer la qualité de ces produits,
garantissent qu’ils soient fabriqués et contrélés de facon uniforme et selon des normes de qualité
adaptées a leur utilisation et spécifiées dans I'autorisation de mise sur le marché » (OMS). Dans ce
cadre, les conditions d’isolement, d’expansion et de différenciation des cellules composant un
produit d’ingénierie tissulaire doivent étre effectuées dans un milieu de culture complétement défini
et contr6lé afin de limiter les risques pathogénes et renforcer la reproductibilité de ces milieux
d’expansion et/ou de différenciation [Sensebe, 2008] [Sensebe et al., 2011].

Actuellement, le sérum de veau feetal est le principal complément nutritif présent dans les milieux de
culture cellulaire. Il contient un grand nombre de facteurs de croissance et d’adhérence, essentiels
pour la croissance cellulaire. Cependant, le sérum peut étre une source importante d’agents
infectieux ou pathogenes, sa composition chimique reste incontrolée et sa production non
reproductible, rendant son utilisation clinique impossible [Tekkatte et al., 2011] [Heiskanen et al.,
2007] [Tuschong et al., 2002]. Des sera ou des alternatives d’origine humaines ont vu le jour comme
des substituts au sérum d’origine animale [Schallmoser et al., 2007] [Schallmoser et al., 2009]
[Bernardo et al., 2011] mais présentent néanmoins de nombreux autres inconvénients. Dans le cadre
du sérum humain hétérologue, le risque de contamination ne peut étre exclu. Le probleme
d’hétérogénéité entre les lots persiste et nécessite le prélevement d’'une importante quantité de
sang chez le patient. Toutes ces limites privilégient le développement d’un milieu de culture défini
c'est-a-dire dont la composition chimique est connue, élaboré de facon reproductible et exempt
d’éléments pathogenes ou infectieux. Les milieux définis sont composés d’un milieu de base auquel
sont ajoutés plusieurs éléments tels que des facteurs de croissance, des protéines, des lipides, des
facteurs d’adhérence a des concentrations tres précises. La mise au point d’'un milieu sans sérum doit
s’adapter a chaque lignage cellulaire et nécessite une connaissance approfondie du métabolisme
cellulaire propre a chaque type cellulaire.

Dans un contexte d’ingénierie tissulaire osseuse présenté dans ce travail de theése, les ADSCs doivent
étre amplifiées dans cette matrice 3D, voire orientées vers le lignage ostéoblastique, si la matrice 3D
ou les contraintes mécaniques ne paraissent pas suffisantes a elles seules, pour activer la fonction
ostéogénique de ces cellules. Nos résultats (article 1) montrent que la matrice macroporeuse de
polysaccharides, stimule la différenciation ostéoblastique des ADSCs grace a la conformation et la
distribution que les cellules adoptent dans cette structure 3D. Néanmoins, les résultats ont montré
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gue I'addition d’un milieu de culture supplémenté en sérum de veau foetal et en facteurs inducteurs
(dexaméthasone, B-glycérophosphate, acide ascorbique) renforce le potentiel ostéogénique de ces
ADSCs cultivées en 3D. Dans ce méme sens, |'apport de contraintes mécaniques active d’autant plus
cette cinétique de différenciation ostéoblastique des ADSCs.

L’élaboration d’un milieu défini, élaboré en conditions GMP, ne peut étre qu’une valeur ajoutée dans
ce contexte d’ingénierie osseuse, pour activer la cinétique de régénération osseuse, et la formation
d’un tissu minéralisé fonctionnel.

Le but de ce troisieme article, en collaboration avec I'industriel ABCell-Bio, a été de développer un
milieu défini pour favoriser la différenciation ostéoblastique des ADSCs, répondant aux conditions
GMP et permettant un transfert clinique de ces cellules associées a une matrice tridimensionnelle
pour la reconstruction osseuse.

Ce milieu doit étre aussi efficace que les milieux « standards » contenant des sera animaux
classiquement utilisés en recherche. Dans cette étude I'effet du milieu défini sur la différenciation
ostéoblastique des ADSCs sera donc comparé a celui du milieu standard composé d’'IMDM, 10% de
SVF, dexaméthasone, 3-glycérophophate et d’acide ascorbique.

Quels que soient les résultats obtenus in vitro, en 2 ou 3 dimensions, en statique ou en dynamique,
seules les études expérimentales chez I'animal permettront de valider ces nouveaux produits,
élaborés ou non dans un milieu défini, avec ou sans contraintes mécaniques.
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B. Article 3: Développement d’un milieu défini pour la différenciation ostéoblastique
des ADSCs

Abstract

Mesenchymal stem cells extracted from adipose tissue are of increasing interest in cell-based bone
tissue engineering. Animal serum is widely used for their culture, but its use in clinical applications is
associated with too many risks. In this study we tried to develop a defined serum free medium (SFM)
devoid of xenogenic components for osteogenic differentiation of ADSCs in order to use them in
clinical applications. SFM is elaborated with a precise concentration of growth factors and cytokines.
Cells are cultured during 15 days in basal medium (BM, negative control), standard osteogenic
medium (OM, positive control) and in SFM. Data show that SFM induces a better cell vitality and
metabolic activity than OM. Furthermore, SFM increases osteogenic differentiation of ADSCs relative
to OM, as evidenced by cbfa/runx 2 expression which is a specific bone marker, ALP cytochemical
coloration, enzymatic quantification and Von Kossa staining. In conclusion, defined serum free
medium is suitable for replacement of medium containing animal serum for the osteogenic
differentiation of ADSCs, providing a feasible alternative for tissue engineering with GMP-compatible
protocols.

Keywords: adipose-derived stem cells, bone tissue engineering, animal serum, defined serum free
medium, osteogenic differentiation

Introduction

There is an increasing interest of using stem cells in bone tissue engineering strategies [Seong et al.,
2010]. Human mesenchymal stem cells (hMSCs) represent a particularly attractive source for cellular
therapy because of their high proliferation rate, their self renew and multipotent differentiation
capability (adipocytes, chondrocytes, osteoblasts, myocytes...) in presence of specific culture
conditions [Jones and Yang, 2011] [Slater et al., 2008]. Mesenchymal stem cells can be extracted
from several tissues including bone marrow, adipose tissue (Adipose-derived Stromal Cells) where
there are present in large quantities [Utsunomiya et al.] [Zhu et al., 2008] [Zuk et al., 2002]. Their
isolation, their expansion and their differentiation to a lineage required specific culture conditions
associating biochemical and /or mechanical stimuli [Kim and Ma, 2011] [Vater et al., 2011].

However, for their clinical use, it is important to develop protocols in agree with good manufacturing
practice (GMP) regulations, ensuring safety of medicinal products [Sensebe and Bourin, 2011]
[Sensebe and Bourin, 2008].

Fetal calf serum (FCS) and fetal bovine serum (FBS) contain high levels of growth stimulating factors
sothey are widely used as supplements in cell culture. However, animal serum containing potentially
xenogenic compounds and polypeptides which could induce potential risks of immunologic reaction
and viral or prions disease transmission making it unsuitable for clinical applications [Tekkatte et al.,
2011] [Heiskanen et al., 2007] [Tuschong et al., 2002]. To overcome these drawbacks, various human
alternative products for hMSCs cultures have been considered [Sankaranarayanan et al., 2011]
including human cord blood serum [Jung et al., 2009] and serum substitutes based on platelet
derivatives [Bernardo et al.,, 2011] [Salvade et al., 2010] [Schallmoser et al., 2009]. A serum
alternative should sufficiently mimic the properties of the serum in culture. However, few studies
demonstrated that cell proliferation rate of the hMSCs is reduced in these alternative culture
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conditions [Shahdadfar et al., 2005]. The composition and content of growth factors vary quite
considerably in plasma and platelet concentrates, depending on the donor and preparation
techniques used [Weibrich et al., 2002] and the exact chemical composition of these substitutes can’t
be known making them undesirable for clinical applications and also hampers analysis of the cell
biological mechanisms that control cell behavior.

To date, there are a lot of defined media for hMSCs expansion [Bernardo et al., 2011] [Hudson et al.,
2011] [Jung et al., 2011] [Brunner et al., 2010] which unlike serum, contain growth factors and
various protein components at specific concentrations. These commercially available media claim to
be able to maintain the basic characteristics of MSCs while sustaining differentiation potentials and
colony formation potentials and also exhibiting superior proliferation potentials [Agata et al., 2009].
In the bone tissue engineering context, cells associated with a three dimensional (3D) scaffold could
be either, osteogenically induced prior to their reimplantation [Schubert et al., 2011], or induced in
situ in the 3D scaffold.

However, literature suggest that the nature, the composition of the scaffold, its 3D architecture
could induce osteogenic differentiation of hMSCs, without osteoinductive and adhesive factors.
However, according to the cell carriers, the use of specific growth factors as well as adhesive factors
could be required for maintaining their cell viability, their adhesion and their function inside the
scaffold. Then, with aiming to establish a cell bank, and to drive their phenotype in 2D or 3D cultures
using GMP culture conditions, there is a real need to extend these investigations to the development
of a serum free medium for osteogenic differentiation. As described in literature, only medium with
human substitutes are developed for osteogenic differentiation to replace FBS and chemical
composition is also unknown in this case [Felka et al., 2010] [Sun et al., 2008] while chemically
defined medium are only used for expansion and just preserve cell osteogenic potential [Mimura et
al., 2011] [Jung et al., 2011].

The aim of this study is to develop a new defined medium for osteogenic differentiation of human
ADSCs, as a cell source for osteoprogenitor cells. The main advantages of using these adipose-derived
stem cells include a reduced morbidity, an easy harvest and a greater abundance of mesenchymal
cells compared to those from bone marrow. Their ability to differentiate towards osteoprogenitor
and/or vascular endothelial cells has already been proved [Fischer et al., 2009] [Liu et al., 2011]
[Neofytou et al., 2011]. The development of a new specific serum-free medium used for driving
osteoblastic differentiation of these human ADSCs could offer important advances for bone tissue
engineering and clinical applications.

In this work we have compared standard osteoinductive medium (OM), containing FBS and additive
osteogneic factors with a new defined serum free medium for culturing and driving human ADSCs in
conventional 2D cultures. Data obtained here shows that this new defined serum- free medium is
more efficient than OM one for driving osteogenic differentiation of hADSCs and thereafter suitable
for the clinical use of ADSCs in a bone tissue engineering context.

Material and methods
Isolation and culture of hADSCs
Human ADSCs were isolated and cultured as previously described [Bunnell et al., 2008] with minor
modifications. Briefly, human adipose tissue was obtained from patients undergoing liposuction.
Tissue samples were minced and digested in a solution of 0.1% (w/v) collagenase type |
(Worthington, Lakewood, NJ, USA) for 1.5 h at 37 °C with vigorous shaking. After filtration and
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centrifugation, the top lipid layer was removed and the remaining Stromal Vascular Fraction (SVF)
was treated for 10 min with ELB (Erythrocyte Lysis Buffer; 155 mM NHA4CI (Sigma- Aldrich, St. Louis,
MO, USA), 5.7 mM K2HPO4, 7.4 mM K2HPO4-3H20, 0.1 mM EDTA (all Sigma-Aldrich)) and then
centrifuged. The pellet was resuspended in basal medium (BM): DMEM F12 medium (Invitrogen/Life
Technologies, Sergy Pontoise, France) supplemented with 10% (v/v) Foetal Bovine Serum (FBS)
(Lonza, Basel, Switzerland) and sequentially filtered through 100, 70 and 40 um cell strainer (BD
Falcon, Franklin Lakes, NJ, USA). Culture medium was replaced every three days. hADSCs are selected
by their adhesion properties on culture dishes plastic.

Cell culture conditions for osteoblastic differentiation of hADSCs

A defined serum free medium (SFM) was developed for inducing hADSCs osteoblastic differentiation.
Its exact composition cannot be revealed, but it contains human albumin, antioxydant, minerals,
nucleosids, recombinant insulin, aMEM and osteogenic factors: TGF-f1 (Transforming Growth Factor
B1) 5ng/ml, IGF1 (Insulin Growth Factor 1) 50ng/ml, dexamethasone 10”M, B-glycerophosphate 1
mM, Vitamin C-2 phosphate 50 mg/L.

After expansion in basal medium in presence of serum, hADSCs were plated at a cell density of 2 x
10* cells/ cm? on culture dishes coated with 2.5 pug/ml fibronectine (from human placenta, Millipore
and 2.5 pug/ml type I/1ll collagen (from human placenta, ABCell-Bio) and osteogenically induced with
this serum free medium during 15 days. Culture medium was replaced every three days.

In parallel, ADSCs were osteogenically induced with the conventional osteogenic medium (OM)
containing IMDM (Invitrogen) supplemented with 10 % (v/v) FBS, 10 mM B-glycerophophate, 10°*M
dexamethasone, and 50 pg/ml ascorbic acid (Sigma-Aldrich). This medium was used as positive
reference for hADSCs osteoblastic differentiation.

Cell viability assessment and metabolic activity in the serum free medium

Cell viability

The viability of cells cultured within the serum free medium was investigated at different times of
culture (1, 4, 7, 10 and 15 days) using neutral red which easily penetrates the cell membranes and
accumulates in lysosomes of viable cells but excluded from dead cells. Briefly, cells were rinsed with
Hank’s buffer 0.1 M pH 7.4 and incubated with diluted neutral red solution (1/80° in DMEM+10%
FBS) for 3 hours at 37°C. Supernatant was removed and cells were rinsed in Hank’s buffer. Cells were
lysed with acetic acid solution (acetic acid 1% (v/v) and ethanol 50% (v/v)) and absorbance was
measured spectrophotometrically at 540 nm.

Metabolic activity

Metabolic activity of cells cultured in SFM was quantified using the MTT (3-[4,5-dimethylthiazol-2 yl]-
2,5- diphenyl tetrazolium bromide) assay (Roche Molecular Biochemicals, Indianapolis, IN, USA) at
different times of culture (1, 4, 7, 10 and 15 days). Culture medium was removed and cells were
rinsed with PBS 0.1 M pH 7.4. MTT was added (1mg/ml) at 37 °C for 3 h. Cells were washed with PBS
and the insoluble formazan salt accumulated inside the cells was solubilized with DMSO and
guantified spectrophotometrically at 540 nm.
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Quantitative Real Time Polymerase Chain Reaction (Q-PCR)

hADSCs were harvested with trypsin-EDTA (0.125 % (w/v) — 0.0625 % (v/w), Sigma-Aldrich) after 7
days of culture. Total RNA were extracted using the Nucleospin ® RNA kit (Macherey- Nagel, Diren,
Germany). One pg was used as template for single-strand cDNA synthesis with the Superscript
preamplification system (Gibco, Paisley, UK) in a 20 ul final volume containing 20 mM Tris-HCI pH 8.4,
50 mM KCl, 2.5 mM MgCl2, 0.1 mg/ml BSA, 10 mM DTT, 0.5 mM of each dATP, dCTP, dGTP, dTTP, 0.5
ug oligo(dT), and 200 U of reverse transcriptase. After incubation at 42 °C for 50 min, the reaction
was stopped at 70 °C for 15 min. Five pL of cDNA diluted at a 1:80 ratio were mixed to MESA-green
(2X, Fischer Scientific, Pittsburgh, PA, USA) and 10 uM each of forward and reverse primers of
cbfa/runx2 (forward 5" TCA CCT TGA CCA TAA CCG TCT 3’ reverse 5" CGG GAC ACC TAC TCT CAT ACT
3’, TM 58°C) in a 25 L final volume and loaded in a 96-well plate. Amplification was performed using
the thermocycler (ICycler, Biorad, Hercules, CA, USA). Data were analyzed with the iCycler IQ™
software and compared by the AACt method. Each Q-PCR was performed in triplicate. Briefly, the
mean Ct value of target gene was normalized to its averaged Ct values of the housekeeping gene PO
to give a ACt value, which was further normalized to control samples to obtain a AACt value.

Alkaline phosphatase (ALP) assay

Intracellular ALP activity was detected in hADSCs according to the technical support of the SIGMA
diagnostic kit (85L-2) using the conversion of a colorless p-nitrophenyl phosphate to a colored p-
nitrophenol (Sigma, Aldrich). After 15 days of culture in BM, OM or SFM, cells were fixed with
paraformaldehyde 4% (v/w) and stained with alkaline dye (Fast blue RR salt supplemented with
Naphtol AS-MX phosphate alkaline solution 0.25%, Sigma, Aldrich) for 30 min. Samples were
observed with optical microscope (Zeiss, Axiovert 25).

Intracellular ALP activity was quantified on cell lysate as described by [Ackerman, 1962]. After 1, 7 or
15 days of culture in BM, OM or SFM, cells were harvested with trypsin-EDTA (0.125 % (w/v) — 0.0625
% (v/w), Sigma-Aldrich) and lysed by sonication. Alkaline buffer (Alkaline buffer solution 1.5M,
(Sigma-Aldrich) and Triton X100 and p-nitrophenyl phosphate substrate (Sigma-Aldrich)) was added
to the sample and incubated at 37 °C for 30 min. Then, after addition of NaOH 0.1 M to stop the
enzymatic reaction, the absorption at 410 nm is measured spectrophotometrically. ALP activity
levels were normalized to the amount of protein in each sample. The protein quantification was
performed according to the BCA (BicinChoninic Acid) protein assay protocol (Thermo Scientific,
Fremont, CA, USA) described by Smith et al. [Smith et al., 1985]. Absorbance was read at 550 nm. ALP
activity was expressed as nanomoles of inorganic phosphate (Pi) cleaved in 30 min per microgram of
proteins.

Von Kossa staining

Von Kossa staining was performed to assess the level of calcium deposition by the hADSCs cultured in
different medium. After 15 days of culture in BM, OM or SFM, cells were fixed in 4% (w/v)
paraformaldehyde and incubated with silver nitrate 2.5% (w/v) for 30 min at room temperature in
the dark. Silver nitrate was removed then cells were rinsed with distilled water. Carbonate
sodium/formalin solution (25 mL formalin, 5 g Na2CO3, 100 mL distilled water) was added to the
cells for 1 min and cells were rinsed with tap water. Extracellular matrix coloration was observed
with an optical microscope (Zeiss, Axiovert 25).
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Statistical analysis

Data are represented as the mean % standard deviation resulting from independent experiments.
Statistical significance of differences between data from experimental groups was tested using a non-
parametric Mann Whitney test. A p<0.05 (*) was considered to be statistically significant.

Results
Cell morphology
After 15 days of culture, hADSCs cultured in SFM appear in a more cuboidal shape (Figure 1C) than
cells cultured in BM (Figure 1A) or OM (Figure 1B) exhibiting a fibroblastic shape. Furthermore, cells
cultured in SFM seem to produce more extracellular matrix than in the other condition (Figure 1C).

Cell viability and metabolic activity

Neutral red assay (Figure 2A) reveals that SFM culture contains significantly more viable cells than
cultures in BM and OM from day 4 to 10. At day 15, the number of viable cells increases in OM
relative to BM but there is no significant difference between the number of viable cells in OM than in
SFM culture conditions.

Quantification of the metabolic activity of hADSCs (Figure 2B) revealed that, from day 4 to 15, cells
exhibit a higher metabolic activity in SFM culture conditions than in BM and OM ones. Until day 10,
there is no significant difference between metabolic activity of cells cultured in BM and those
cultured in OM. After 15 days of culture, OM increases the metabolic activity of hADSCs compared to
BM conditions but the cell activity remains lower than in SFM culture conditions.

Osteogenic marker expression

The mRNA level of cbfa/runx2 was quantified after 7 days of culture in BM, OM and SFM. Figure 5
revealed that SFM culture conditions induce a higher expression of the early bone specific
osteoblastic differentiation marker, cbfa/runx2, considered as the master gene of osteoblastic
differentiation. The mRNA level of cbfa/runx2 at day 7 relative to BM conditions at day 1, is about
1.75+0.25,2.22 £+ 0.1 and 8.04 + 1.17 fold higher in BM, OM and SFM conditions, respectively.

Alkaline phosphatase cytochemistry

ALP cytochemistry analysis of hADSCs after 15 days of culture demonstrated an elevated ALP activity
in SFM conditions with more positive cells, organized in cell clusters (Figure 3C) compared to BM
(Figure 3A) and to OM culture conditions (Figure 3B).

ALP enzymatic activity quantification reveals that cells cultured in SFM conditions exhibit a higher
ALP activity than cells cultured in the two others conditions at each time of culture. The ALP activity
reaches the maximal of activity after 7 days of cultures in SFM (Figure 3D). In contrast, from day 1 to
7, there is no significant difference between ALP activity of cells in BM and in OM, the positive effect
of the OM appears only at day 15 (Figure 3D).

Mineralisation assay

Von Kossa staining (Figure 4) reveals that cells cultured in SFM conditions during 15 days exhibit
higher presence of black calcium deposits in the extracellular matrices, in comparison with BM and
OM culture conditions.
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Discussion
Human Mesenchymal stem cells are cell material of choice for bone tissue engineering. In this
context, cells have to be osteogenically induced in GMP conditions for their use in clinical
applications [Sensebe et al., 2011] [Sensebe, 2008].
In this study, we have developed a chemically defined serum-free medium for the osteogenic
differentiation of mesenchymal stem cells isolated from human adipose tissue. The ideal serum-free
chemically defined must be able to promote adhesion, proliferation and expansion without altering
their inherent cellular characteristics or permitting the cells to enter an early replicative senescence
[Tekkatte et al., 2011]. In general, chemically defined medium for culturing adherent cell lines such as
hMSCs are made with a basal medium such as DMEM a-MEM supplemented with albumin, FDA
approved growth factors, attachment factors, hormones, lipoproteins, and trace elements. These
components are essential for proliferation, maintenance of phenotype and cellular functions and for
differentiation. The selection of the additives and their concentrations, especially the growth factors,
is crucial since they can considerably modify the cellular functions. For example, bFGF can enhance
proliferation and osteogenic differentiation [Sotiropoulou et al., 2006], although TGF-3 does not play
a significant role in cell proliferation, only the synergistic effect with PDGF and bFGF results in better
growth and survival of hMSCs [Ng et al., 2008] [Chase et al., 2010]. So it will be necessary to develop
a medium for each cell type considered and for each application. In this study, the serum free
medium contains a specific cocktail of growth factors known to induce osteogenic differentiation.
Serum naturally contains proteins allowing cell adhesion on plastic flasks, but with serum free
medium, a specific coating of culture dishes is needed. Its most often fibronectin or collagen type | or
[l mimicking MEC promoting cell attachment, expansion and differentiation [Tekkatte et al., 2011].
Other cost-effective solution consists in gelatin coating [Yang et al., 2009] [Mimura et al., 2011]. But
solutions have to be found to avoid the use of these animal proteins, like use of recombinant protein
or peptidic sequence like RGD known to promote cell adhesion. Among others factors, serum
albumin is the most commonly added protein in chemically defined medium, which transports
lipoproteins into cells. Hormones such as hydrocortisone are also added since they are also essential
for cell growth. Mineral and others molecules involved in cellular pathways are also required as
additives in chemically defined media for the in vitro culture of cells, there are present in trace but
can regulate cell division and differentiation [Hill and Treisman, 1995].
When being differentiated into osteoblasts, MSCs evolve in a fibroblastic to a cuboidal morphology,
produce extracellular matrix (ECM), mainly composed of type | collagen, cells exhibit ALP activity, an
enzyme involved in the ECM mineralization, and in a later stage of osteogenic differentiation, cells
form aggregates or clusters that can be stained positively by Von Kossa techniques [Vater et al.,
2011].
In this study it appears that cells cultured in SFM have a cuboidal morphology and produce more
ECM than in OM condition. Human ADSCs cultures in SFM conditions contain higher number of
viable cells than in BM and OM conditions and the cell number significantly increases over culture
time, suggesting a proliferation activity. Furthermore, cells in SFM conditions present an increase of
their metabolic activity over time and relative to OM conditions. Here, the metabolic activity reflects
the activation of osteogenic differentiation.
At the molecular level, the osteogenic differentiation is controlled by transcription factors.
Cbfal/runx 2 is an osteoblastic transcriptional activator, identified as a key regulator of osteoblastic
differentiation. By binding to specific promoters, it stimulates activation of mostly osteoblastic genes
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(type | collagen, osteopontin, osteocalcin) [Nakashima et al., 2002]. In the present study, we found
that cbfal/ runx 2 is upregulated in SFM cultures after only 7 days of culture. In the same context,
ALP activity, en enzyme considered as an early bone marker, detected here by cytochemical staining
and quantified by colorimetric assay, is higher in hADSCs cultured in SFM culture conditions than in
OM ones. Furthermore, the higher deposition of calcium in the SFM culture conditions, confirmed
the mineralization of the ECM. Shortening the time required to initiate osteogenic differentiation in
SFM is a major asset for clinical transfer.

Taking together, both metabolically activity, and phenotype analysis demonstrated that this new
defined serum-free medium induces both early and late osteoblastic marker expression, better than
an osteoinductive does.

In conclusion, this defined culture serum-free medium provides safe and therapeutic-quality for
hADSCs cultures, increasing their biological properties, their proliferation and osteogenic
differentiation capabilities. We have clearly demonstrated that SFM can fully replace OM as
osteogenic culture medium for clinical-scale human ADSCs differentiation in a bone tissue
engineering context.

In this study, ADSCs expansion is made in basal medium containing serum so further studies will be
need to develop serum free medium for isolation and expansion and animal protein-free products for
passaging cells before clinical use [Carvalho et al., 2011] [Mimura et al., 2011]. Moreover, in case of
cells cryopreservation, serum free congelation medium must be also developed.

To date, this study has been conducted only in 2 dimensional configuration and to our knowledge no
studies tried to assess the osteogenic differentiation of ADSCs in three dimensional scaffolds adapted
for bone tissue engineering in serum free conditions. In previous studies we have shown that 3D
culture of ADSCs associated with a macroporous polysaccharide-based scaffold under dynamic
conditions enhance their osteogenic differentiation without any osteogenic additives, thanks to the
cell aggregate conformation in the matrix favoring cell to cell interactions. Preliminary results
demonstrate that this cell conformation is not altered by their culture in presence of this chemically
defined medium even in absence of scaffold coating with adhesion molecules. Further studies are
needed to highlight a benefice on cell osteogenic differentiation in this serum free culture conditions.
However, Hee et al. [Hee et al., 2006] succeed in osteogenically differentiate dermal fibroblast in
aggregate conformation within a three dimensional scaffold which encourages us for the
development of a bone tissue engineering product composed of ADSCs associated with a
polysaccharide based scaffold and cultured in GMP conditions for clinical application. But a major
drawback of these chemically defined serum free medium is their elevated price which could be
overcome by synthesizing the cytokines as clinical-grade recombinant proteins on a large scale, while
at the same time optimizing the economy of production of these therapeutic-quality reagents.
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Figures and legends

Figure 1: ADSCs morphology. Optical microscopy observations of primary ADSCs after 15 days of
culture in A) BM, B) OM and C) SFM (objective x10). Scale bar = 200um.
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Figure 2: Cell viability and metabolic activity. After different time of culture (1, 4, 7 and 15 days) in
BM (grey), OM (grey grey) and SFM (black), ADSCs viability was revealed by neutral red staining (A),
(n=5) and metabolic activity was assessed by MTT assay (B), (n=5).
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Figure 3: Osteogenic marker expression. Relative expression of mRNA levels of bone specific marker,
cbfa/runx2 in ADSCs after 7 days of culture in BM (grey), OM (grey grey) and SFM (black). Data was
quantified relative to cbfa/runx2 gene expression of hADSCs cultured in BM at day 1 standardized to
1, (n=2 or 3).
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Figure 4: Alkaline phosphatase assay. ALP cytochemical staining of ADSCs after 15 days of culture in
BM (A), OM (B), and SFM (C) (objective x 10). Scale bar = 200 um). (D) ALP enzymatic activity was

quantified in ADSCs after 1, 7 and 15 days of culture in BM (grey), OM (grey grey) and SFM (black),
(n=4).
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Figure 5: Extracellular matrix mineralization assay. Von Kossa staining of ADSCs culture after 15 days
in BM (A), OM (B) and SFM (C) (objective x10). Scale bar = 200 um.
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C. Conclusion
Dans cette étude, nous avons validé, en collaboration avec I'industriel ABCell-Bio, un milieu défini
pour la différenciation ostéoblastique des ADSCs en condition GMP.
Ce milieu contient un cocktail de facteurs de croissance spécifiques a la différenciation
ostéoblastique. Le choix de ces facteurs et leur concentration sont des parametres essentiels pour
assurer la fonction et la spécificité cellulaire.
Cependant, l'inconvénient majeur d’un milieu dépourvu de sérum est I'absence de protéines
permettant I'adhérence cellulaire. Il est donc indispensable d’utiliser un revétement spécifique sur
les plastiques de culture afin de promouvoir I'adhérence cellulaire. Il s’agit en général de
revétements composés de protéines, telles que la fibronectine ou le collagéne de type | et/ou llI
recréant les propriétés structurales et fonctionnelles de la matrice extracellulaire. Dans notre étude,
les concentrations des protéines utilisées ont été optimisées.

Les résultats de cette étude montrent que les ADSCs sont capables de s’orienter vers la voie
ostéoblastique en présence de ce milieu défini, de fagcon plus importante et plus rapide qu’en
présence d’un milieu de différenciation contenant du sérum animal, et des facteurs ostéogéniques
tels que la dexaméthasone, I’acide ascorbique et le B-glycérophosphate.

Ces résultats devraient donner lieu a la création d’une fiche technique par la société ABCell-Bio.

Cependant, afin de permettre une utilisation clinique, I’extraction des cellules a partir du tissu, ainsi
gue leur expansion, doivent également se faire dans des conditions de culture dépourvues de sérum.
Il sera donc nécessaire de développer un milieu défini adapté a ces deux étapes.

En ce qui concerne les perspectives de ce travail, I'efficacité et I'influence de ce milieu défini sur la
différenciation ostéoblastique des ADSCs devra étre démontré dans un systéme tridimensionnel. Des
résultats préliminaires (Figure 49) montrent qu’en présence de ce milieu défini, les ADSCs adoptent
le méme comportement au sein du biomatériau, a savoir I'organisation en agrégats dans les pores de
la matrice. Dans ce cas, aucun revétement préalable n’est a réaliser sur la matrice. La différenciation
ostéogénique en 3D des ADSCs dans ce milieu défini devra étre confirmée.

Enfin, 'implantation de ce produit d’ingénierie tissulaire, cultivé dans des conditions de culture GMP,
sera une étape essentielle pour valoriser sa capacité de néoformation osseuse en site orthotopique.

Figure 49. Observations microscopiques de cellules ADSCs au sein de la matrice polysaccharidique en présence de milieu
défini a JO (A) et aJ1 (B).
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Dans ce travail, nous avons développé un nouveau produit d’ingénierie tissulaire (PIT) destiné a la
régénération osseuse, composé de cellules souches adultes issues du tissu adipeux humain associées
a une matrice macroporeuse de polysaccharides.

Les principaux résultats de ce travail sont les suivants :

Dans un premier temps, l'interface entre les cellules souches humaines mésenchymateuses issues
du tissu adipeux avec la matrice de polymeére a été caractérisée. Les résultats de l'article 1
montrent que la structure et la composition de cette structure 3D macroporeuse, permettent aux
cellules de s’organiser en agrégats au sein des pores du matériau et activent la différenciation
ostéoblastique des ADSCs. Dans cette conformation, les échanges entre les cellules semblent
favorisés grace a des jonctions intercellulaires, faisant intervenir des protéines, telles que Ia
connexine 43 connue pour réguler la différenciation ostéoblastique. Cette conformation en agrégats
multicellulaires pourrait étre a l'origine d’une activation de la différenciation ostéoblastique
(collagene de type 1, phosphatase alcaline, ostéocalcine, minéralisation de la matrice extracellulaire),
observée en absence de tout facteur ostéogénique et tout facteur inducteur de la minéralisation. Le
réle de ces jonctions intercellulaires sur I'induction des marqueurs ostéoblastiques dans les cultures
3D au sein de ces matrices de pullulane et de dextrane, devra étre démontré par des essais
d’inhibitions de ces protéines de jonctions. Ceci nous permettra d’établir une relation entre la
formation de ces sphéroides et un phénomeéne de différenciation ostéoblastique.

De plus, lorsque ces biomatériaux cellularisés sont placés dans I’enceinte d’'un bioréacteur a
perfusion, nous avons pu observer une tres forte augmentation de I'expression des marqueurs
ostéoblastiques, par rapport a la culture statique de ces mémes matrices. La perfusion a travers les
matrices cellularisées permettrait en particulier une meilleure circulation des nutriments, une
oxygénation, une élimination des déchets et pourrait ainsi renforcer les interactions cellule-cellule,
comme le prouve I'expression augmentée de la connexine 43 dans ces conditions dynamiques de
culture.

Ainsi, nous avons créé un environnement structurel et dynamique propice a la culture et a la
différenciation ostéoblastique des ADSCs, en absence de facteurs ostéogéniques. Cette matrice peut
ainsi servir de vecteur cellulaire pour l'ingénierie osseuse ou comme systeme de délivrance de
cellules.

Afin de suivre in vivo le devenir des ADSCs implantées, nous avons mis au point un marquage
cellulaire a 'aide de nanoparticules superparamagnétiques permettant un suivi non invasif par
IRM. Les résultats de 'article 2 montrent que I'IRM permet de suivre les cellules au sein du produit
d’ingénierie tissulaire pendant un mois aprés implantation en site ectopique. Par ailleurs, cette
méme technique d’imagerie permet de montrer que la matrice est capable de délivrer les cellules
au niveau du site implantatoire. Ces mémes techniques d’imagerie devront étre utilisées apres
implantation de ce produit d’ingénierie tissulaire en site osseux. Il faudra également utiliser d’autres
approches méthodologiques, telles que I'immunohistochimie ou I’hybridation in situ pour visualiser
les cellules humaines implantées, les cellules du tissu hote et leur réelle participation a un processus
de régénération osseuse.
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Des études in vivo devront étre réalisées afin d’évaluer la capacité de régénération osseuse de ce
produit d’ingénierie tissulaire, aprés implantation chez le petit animal :

- ensite non osseux pour évaluer leur potentiel ostéoinducteur,

- ensite osseux afin de mettre en évidence un processus d’ostéoconduction.
Ces essais sont actuellement en cours chez la souris nude. Une premiere série d’expérimentations a
été réalisée a partir des produits d’ingénierie tissulaire générés en conditions statiques de culture. Ces
résultats devront étre comparés a une deuxieme série d’implantation des produits d’ingénierie
tissulaire générés en conditions dynamiques, compte tenu des différences d’induction ostéoblastique
observées in vitro.

Enfin, avant d’envisager une utilisation clinique des ADSCs en ingénierie du tissu osseux, qu’elles
soient ou non véhiculées par une structure 3D, il était nécessaire de développer un milieu défini,
élaboré en condition GMP, permettant de stimuler la différenciation ostéoblastique de ces cellules
souches mésenchymateuses.

Ce milieu défini, sans sérum, a été développé par la société ABCell-Bio. Nous avons au cours de ce
travail de these, étudié la capacité de différents lots de milieux a induire la différenciation
ostéoblastique des ADSCs. Nous avons validé I'efficacité d’un de ces lots, les résultats sont
présentés dans le troisieme article. Ce milieu défini, sans sérum, appelé SPE- IV, semble tout aussi
efficace pour activer la différenciation des ADSCs humaines, que des milieux de culture contenant du
sérum de veau feetal, des facteurs ostéogéniques ou ceux favorisant la minéralisation osseuse. La
prochaine commercialisation de ce milieu de culture SPE-IV constitue un premier pas vers l'utilisation
clinique de ces ADSCs pour des applications en ingénierie osseuse.

Ainsi, dans ce travail, nous avons essayé de réunir les différents paramétres qui contribuent au
développement d’un produit d’ingénierie tissulaire. Cette matrice macroporeuse de polyméres
permet la culture d’ADSCs, leur orientation vers le lignage ostéoblastique grace a I'action synergique
de contraintes :

- structurales (matrice 3D),

- mécaniques (bioréacteur a perfusion),

- et biochimiques (milieux de différenciation).
Cependant, un des parameétres n’a pas été étudié dans ce travail : il concerne I'apport vasculaire,
essentiel a toute activité ostéogénique et a tout phénomene de régénération osseuse.

Comme nous I'avons décrit dans I'introduction, les échecs rencontrés lors de la régénération osseuse
guidée par les biomatériaux sont en partie liés a un défaut de vascularisation de ces implants. Une
des stratégies pouvant étre mise en place afin de pallier a ce probléme est la pré-vascularisation des
biomatériaux in vitro, avant implantation. Cette technique consiste a associer des cellules
endothéliales progénitrices ou matures avec des ostéoprogéniteurs. Des études in vitro ont montré
gue ces matrices utilisées dans ce travail permettraient la culture de cellules endothéliales [Thébaud
et al.,, 2007]. Enfin, des études in vivo chez le petit animal ont démontré que ces matrices
permettaient la formation d’un néo-tissu vasculaire [Chaouat et al., 2006]. Cette structure 3D semble
donc adaptée a cette application.
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Dans ce contexte, plusieurs voies sont actuellement explorées au laboratoire.

Des progéniteurs endothéliaux issus de sang de cordon humain (EPCs) ont été associés a des CSMs de
moelle osseuse au sein des matrices de polysaccharides. Ce travail a fait I'objet du stage de Master 2
de Biologie Cellulaire et Physiologie de J. Guerrero. Des cellules exprimant la TdTomato (EPCs—
TdTomato) ou encore la Green Fluorescent Protein (GFP) (HBMSCs-GFP) ont été préparées par
infection lentivirale afin de distinguer ces deux types cellulaires en 3D, dans des modeéles de
coculture. Comme dans le cas des monocultures, ces deux types cellulaires forment des agrégats
dans les pores de la matrice de pullulane et de dextrane (Figure 50). De facon surprenante, les EPCs
s’organisent dans ces agrégats, autour des cellules mésenchymateuses (HBMSCs) (Figure 50B). Le
réle de cette distribution cellulaire devra étre clarifié, en particulier par les interactions cellule-cellule
gu’elle peut susciter. Un immunomarquage de la Cx43 entre ces EPCs et ces HBMSCs laisse présager
de ces interactions en 3D (Figure 51). Ces résultats devront étre confirmés et poursuivis a la fois dans
des conditions statiques de culture et surtout dynamiques.

Figure 50. Observation microscopique de la distribution des cellules souches mésenchymateuses issues du
stroma de la moelle osseuse humaine (HBMSCs) en monoculture (A) et en coculture avec des progéniteurs
endothéliaux issus du sang de cordon humain (EPCs) (B) au sein de la matrice, 24h aprés 'ensemencement.
Dans ce travail, Les EPCs-TdTomato apparaissent en rouge et les HBMSCs-GFP apparaissent en vert.

Figure 51. Observation au microscope confocal de I'immunomarquage de la Cx43 sur une cryocoupe de
matériau cellularisé par les deux types cellulaires (HBMSCs et EPCs). Les noyaux sont marqués au DAPI et
apparaissent en bleu. Les EPCs -TdTomato apparaissent en rouge, et quelques points de marquage alignés,
spécifiques du marquage de la Cx43 appraissent en blanc.
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De plus, les premiers résultats d’étude de la différenciation cellulaire démontrent que I’addition des
progéniteurs endothéliaux dans ce produit d’ingénierie tissulaire stimule d’autant plus, la
différenciation ostéoblastique des cellules mésenchymateuses humaines (synthése accrue de
collagéne, activité de la PAL stimulée, cinétique de minéralisation de la MEC plus rapide) par rapport
a la monoculture en 3D des HBMSCs.

Néanmoins, dans un contexte d’application clinique en ingénierie osseuse, I'idéal serait d’associer
des progéniteurs endothéliaux et ostéoblastiques issus de la méme source tissulaire, capables de se
différencier in situ dans la matrice 3D, sous I'action de facteurs biochimiques et/ou dynamiques.

Il a été montré que la population de cellules CD34+/CD31- issues du tissu adipeux, était capable de se
différencier en cellules endothéliales en 2D (expression de CD31 et de vWf{) [Miranville et al., 2004].
Ce travail a été confirmé par M. Lavergne au cours de son doctorat réalisé dans le cadre du
partenariat ITOV, a l'interface entre les unités Inserm U691 et U972.

In vivo, Miranville et ses collaborateurs ont démontré que ces cellules CD34+/CD31- issues de la SVF
du tissu adipeux, participaient a la revascularisation d’'un membre inférieur ischémié, dans un
modele de souris, par simple injection intraveineuse [Miranville et al., 2004].

Ainsi, ces données in vitro et in vivo présagent de I'intérét de la fraction vasculaire stromale (SVF) en
ingénierie osseuse, cette fraction contenant a la fois des progéniteurs CD34+ /CD31- mais également
des cellules endothéliales matures.

Des résultats trés préliminaires obtenus au laboratoire ont mis en évidence la présence d’un réseau
vasculaire CD31 positif, apres 10 jours de culture de la fraction vasculaire stromale en 2D (Figure 52).

Figure 52. Immunomarquage du CD31 de la fraction vasculaire stromale du tissu adipeux aprés 10 jours de
culture en 2D.

Ces premiers résultats semblent donc tres prometteurs pour I'établissement d’un réseau vasculaire
in vitro avant implantation. L’association de ces deux types cellulaires et leur communication
devraient étre accrues par I'application de contraintes dynamiques.
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En conclusion, le développement d’un nouveau produit d’ingénierie tissulaire, doit tenir compte
de plusieurs parametres :

- matriciels (nature et structure du vecteur cellulaire),

- cellulaires (source et composantes cellulaires, interface avec la structure 3D),
- biochimiques (milieux de culture défini, élaboré en conditions GMP),

- mécaniques (intérét de la perfusion pour la survie et fonction cellulaire).

Seule la validation chez le petit animal, puis chez le gros animal dans des modeles de régénération
osseuse pertinents (modeéles de lésion osseuse de taille critigue ou non) adaptées a une
problématique clinique, permettront de valider ces nouveaux produits, a base de pullulane et de
dextrane.

En fonction de ces données expérimentales, cette nouvelle matrice pourra ainsi évoluer vers de
nouvelles formulations, permettant d’améliorer la cinétique de reconstruction osseuse pour des
applications cliniques bien définies.
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au bout du monde, j'ai apprécié passer du temps a tes cotés. Tu as toujours été la pour moi merci
pour tout et bien plus encore.

Patou, merci pour tout, du fond du coeur.

Merci a tous mes camarades et en particulier Robinou. Partager ton bureau a été un vrai calvaire
mais ¢ca me manque déja ! J'espére qu’on restera amis encore longtemps, merci pour tous ces bons
moments passés au labo et en dehors !! Céline, ma deuxieme coloc’, merci pour tout, merci d’avoir
été la pour moi, dans les bons comme dans les mauvais moments. Ces trois années n’auraient pas
été les mémes sans vous ! Sans oublier ma néphrologue préférée, Claire, merci de m’avoir écoutée et
soutenue je te souhaite bonne chance pour la fin de ta thése et plein de bonheur dans ta vie
familiale !

Merci a tous les autres membres du laboratoire qui ont participé de prés ou de loin a ce travail et qui
ont rendu trés agréables ces trois années.

Mon chéri, merci de ton amour et de ton soutien sans faille, je n’y serais jamais arrivé sans toi.

Merci aux deux meilleures amies qu’on peut espérer avoir, Marlou et Rhiannon merci de votre
immense soutien et merci d’étre la tout simplement.

Bibou, merci d’avoir cru en moi.
Merci a toute ma famille, papi, mamie, j’espére que vous auriez été fiers de moi.
Papa, maman, merci de m’avoir permis d’en arriver la aujourd’hui.

Papa, merci d’avoir été la, merci pour tes encouragements et pour la motivation que tu m’as toujours
insufflée.

Maman, merci de m’avoir donné la force, c’est grace a toi si j'en suis 13, je ne sais pas comment te
remercier si ce n’est qu’en te dédiant cette thése.
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