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RESUME 

 
Un os long est composé de tissus osseux cortical et spongieux. Ces tissus ont des 

structures et des caractéristiques physiques différentes mais ont tous deux la capacité de se 
régénérer de façon naturelle suite à une lésion. Cette régénération ou réparation implique une 
séquence bien caractérisée d’événements contrôlés par l’interaction étroite entre des facteurs 
de croissance, des cellules, l’environnement chimique et dynamique, ainsi que par la matrice 
extracellulaire. L’ostéopontine (OPN) et la sialoprotéine osseuse (BSP) sont des protéines de 
la matrice extracellulaire exerçant des fonctions importantes dans le tissu osseux.  

 
 Le but de ce travail a été d’étudier le rôle de l’OPN et de la BSP dans la réparation 
osseuse par génétique expérimentale. 
 

Les modèles utilisés dans cette études consistent en des lésions, l’un diaphysaire et 
purement cortical, l’autre région épi-métaphysaire mêlant destruction de l’os cortical, 
trabéculaire et de la plaque de croissance. La réparation de ces lésions a été analysée par 
microtomographie haute résolution aux rayons X et par histomorphométrie. 

 
Dans un premier temps, la réparation d’une perforation épi-métaphysaire dans le 

fémur chez la souris, a été caractérisée et comparée à celle de même diamètre réalisée dans la 
diaphyse. Dans cette étude comparative, des profils distincts de réparation ont été mis en 
évidence bien que tous deux mettent en place un mécanisme d’ossification intramembranaire. 
Ainsi, le défect cortical diaphysaire est comblé par une formation osseuse centripète restreinte 
à la zone corticale. Dans le modèle épi-métaphysaire, la formation osseuse est initiée au fond 
du défect et se propager vers le cortex. Ce processus aboutit à une restauration des travées 
mais à une réparation incompléte du cortex. Ainsi, le premier modèle apparaît comme 
pertinent pour l’étude de la réparation corticale alors que le modèle épi-métaphysaire se 
présente plus adapté à l’étude de la réparation de l’os trabéculaire. 

L’OPN et la BSP n’ont pas de fonctions redondantes dans la réparation de ces lésions. 
En effet, l’OPN intervient principalement dans la réparation de l’os trabéculaire, son absence 
entraîne un retard lié à un défaut de progression de l’os au sein de la cavité. L’absence de BSP 
quant à elle, semble intervenir uniquement dans le processus de réparation de l’os cortical 
diaphysaire, provoquant un retard de réparation dû à un défaut de minéralisation de l’ostéoïde. 

 
Les travaux réalisés au cours de cette thèse ont permis de caractériser des modèles de 

lésions osseuses pertinents pour l’étude de la réparation de l’os cortical et spongieux. 
L’utilisation de ces modèles a permis d’améliorer la compréhension du rôle de deux protéines 
de la matrice extracellulaire osseuse dans la réparation de cortical et trabéculaire grâce aux 
modèles de génétique expérimentale. 
 
 
 
Mots clés :  
 
OPN, BSP, défect, réparation osseuse, os cartical, os trabéculaire, minéralisation, 
tomographie, histomorphométrie. 



 
 

SUMMARY 
 

 
Long bones consist of cortical and spongious bone tissue, which have different 

structures and physiological characteristics. Both can heal spontaneously. Bone healing is a 
complex multi-step process which depends on cells, soluble factors, mechanical environment 
and bone matrix. Osteopontin (OPN) and Bone Sialoportein (BSP) are extracellular matrix 
proteins, which have been shown to exert important functions in bone. 

 
The aim of this study is to address the role of OPN and BSP in bone repair using 

experimental genetic strategies. 
 
Injured bone models are drilled-hole defects performed in diaphyseal cortical bone or 

in the epi-metaphyseal region. Bone healing was analyzed by micro-tomography and 
histomorphometry. 

 
Epi-metaphyseal defect healing was characterized and compared to cortical bone 

repair. In this comparative study, distinct patterns of bone repair have been shown while in 
both models repair occurs through intramembranous ossification. Diaphyseal defect was 
rapidly filled with newly bone formed in a centripetal manner within the cortical gap. In 
contrast, bone formation within the epi-metaphyseal defect was initiated from the depth of the 
cavity and spread towards the cortical edges, regenerating cancellous bone and albeit not 
completely cortical wall. Therefore, diaphyseal drill defects appear pertinent for the study of 
spontaneous cortical healing whereas epi-metaphyseal drill defects appear as appropriate 
models to investigate spongy bone regeneration. 

OPN and BSP do not show redundancy in the bone repair process of these two models. 
Indeed, OPN is mainly involved in trabecular bone repair; its deficiency induced a delay due 
to impaired bone progression within the epi-metaphyseal cavity. The lack of BSP only 
delayed cortical bone repair due to an impaired mineralization of the bone matrix. 

 
This study permits to characterize pertinent models of cortical and trabecular bone 

repair. Application of these models added new insights on the involvement of matrix proteins 
in cortical defect healing and trabecular bone repair using experimental genetic models. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Key words:  
 
OPN, BSP, bone repair, cortical defect, trabecular bone, mineralization, µCT, 
histomorphometry. 
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Les travaux effectués au cours de cette thèse ont été réalisés dans l’unité mixte U577, 
Biomatériaux et Réparation Tissulaire, INSERM, Université Victor Segalen Bordeaux 2, dont 
l’objectif scientifique fondamental est de contribuer au développement de nouvelles stratégies 
thérapeutiques utilisables pour la réparation ou le remplacement des organes ou d'un tissu, 
principalement l'os et les vaisseaux, en complément ou en substitution des phénomènes de 
réparation naturelle ou de la greffe de tissus ou d'organes.  
 
 

Le tissu osseux est un tissu conjonctif dynamique caractérisé par sa matrice 
minéralisée. Tout au long de la vie, l’os est soumis aux activités de formation et de résorption 
osseuse assurant son renouvellement et son remaniement. Il est capable en cas de lésions, 
telles que les micro-fractures, les fractures, etc., de se réparer spontanément de façon à rétablir 
son intégrité et ses propriétés physiques. Cette réparation est dite naturelle. Dans certains cas, 
quand les pertes osseuses sont trop importantes, la régénération du tissu est compromise et se 
fait de façon incomplète. Il est alors nécessaire de faire appel à des stratégies visant à aider la 
reconstruction osseuse. Celles-ci consistent en première intention en des greffes. Le terme 
d’autogreffe est utilisé lorsque l’organe greffé provient du même individu, l’allogreffe 
correspond à un greffon provenant d’un individu de la même espèce et la xénogreffe à celui 
provenant d’un individu d’une espèce différente. La disponibilité réduite des autogreffes et les 
risques potentiels d’ordre infectieux et immunologiques des allogreffes conduisent à la 
recherche d’alternatives à ces greffes osseuses. Le recours à l’implantation de biomatériaux 
efficaces et assurant une parfaite biosécurité pour le patient apparaît donc être une solution 
alternative. La régénération n’est alors plus naturelle mais guidée par un biomatériau. 

 
Les principaux matériaux de substitution et/ou de comblement osseux actuellement 

utilisés (alliages métalliques, polymères, céramiques de phosphate de calcium, composites ou 
non) ont, à des degrés divers, une performance insuffisante due à une adaptation incomplète 
aux contraintes de l’environnement des tissus vivants au sein desquels ils sont intégrés. En 
outre, les échecs rencontrés dans le domaine de la substitution osseuse guidée par les 
biomatériaux sont liés à leur faible capacité de colonisation mais surtout à un défaut de 
vascularisation après leur implantation. Ainsi, face aux problèmes rencontrés par ces 
différents types de matériaux, les techniques d’ingénierie tissulaire permettent à ce jour de 
développer de nouvelles stratégies de médecine régénératrice pour le remplacement d’un 
organe. L’ingénierie tissulaire se définit comme l’application des principes d’ingénierie et des 
sciences de la vie afin de développer des substituts biologiques qui vont restaurer, maintenir 
ou améliorer la fonction des tissus. Ce champ interdisciplinaire combine les savoirs et les 
procédés venant de la physique, la biologie cellulaire, l’ingénierie chimique et les sciences de 
la matière. Ces disciplines proposent l’association d’une composante matricielle (le 
biomatériau) à une composante biologique afin de restaurer, d’améliorer ou de remplacer un 
organe défaillant ou un tissu lésé.  
 
 

La réparation, quelle soit naturelle ou guidée par un biomatériau, est la résultante de 
l’action combinée de quatre composantes principales : les cellules, les facteurs solubles 
locaux, les forces mécaniques et la matrice. Cette dernière est au centre de la réparation 
tissulaire. Elle constitue le support physique d’un biomatériau et assure la structure du tissu 
formé au cours de la réparation. Sa composition détermine les propriétés mécaniques du tissu, 
elle intervient dans la séquestration et la diffusion de facteurs. Cette matrice sert également de 
support aux cellules pour leur adhésion, leur migration ainsi que pour leur différenciation et 
leur maturation. 
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 Afin d’étudier le rôle de la matrice ou des autres composantes (cellulaires, mécaniques 
et biochimiques), dans la réparation naturelle ou guidée par un biomatériau, il est nécessaire 
de disposer de modèles d’étude pertinents.  
 
 
 La première partie des travaux présentés dans cette thèse a consisté en la 
caractérisation de modèles de lésions osseuses chez la souris pouvant servir à l’étude de la 
réparation osseuse naturelle ou guidée par un biomatéiau. Ces modèles ont permis de 
caractériser et de comparer les profils de la réparation naturelle de l’os cortical et de l’os 
trabéculaire.  
 Ces travaux ont été utilisés, dans la seconde partie de l’étude, pour étudier le rôle de 
deux protéines de la matrice extracellulaire du tissu osseux, l’ostéopontine (OPN) et la 
sialoprotéine osseuse (BSP) dans la réparation osseuse naturelle. Cette seconde étude a été 
réalisée par génétique expérimentale c’est-à-dire par utilisation de souris déficientes pour ces 
protéines. Ainsi, la réalisation de lésions osseuses chez les souris déficientes en OPN et des 
souris déficientes en BSP ont permis de mettre en évidence le rôle respectif de ces deux 
protéines dans la réparation naturelle de l’os cortical et de l’os trabéculaire.  
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La première partie de cette revue bibliographique présente le tissu osseux en détaillant sa 
fonction, sa structure, les éléments cellulaires qui le composent, sa matrice extracellulaire et 
notamment le mécanisme de biominéralisation, sa formation et son remodelage. 

Le tissu osseux a la capacité, suite à une lésion, de se régénérer. La réparation osseuse fait 
l’objet de la seconde partie de cette revue bibliographique. Ce chapitre met en avant les 
mécanismes de la réparation en fonction des types de lésion osseuse. Il insiste également sur 
les acteurs de la réparation osseuse que sont les cellules, les facteurs locaux, le 
microenvironnement mécanique et la matrice. 

 
 

I. Le tissu osseux  
 

1. Fonction du tissu osseux 
 
Pour le commun des mortels, l’os constitue le squelette des vertébrés. Pour les biologistes, 

c’est en plus un tissu conjonctif hautement spécialisé caractérisé par une matrice 
extracellulaire minéralisée dite calcifiée. Cette composition confère au tissu osseux dureté et 
rigidité. Ces caractéristiques attribuent à l’os de nombreuses fonctions dans l’organisme tant 
au niveau biomécanique que métabolique.  
 

Premièrement, il constitue le squelette et permet ainsi le soutien de l’organisme. Associé 
au tissu musculaire, il permet la posture, les mouvements et la locomotion.  

Deuxièmement, il assure la protection d’organes impliqués dans des fonctions vitales : le 
système nerveux central est protégé par la boîte crânienne et les vertèbres ; le cœur et les 
poumons par la cage thoracique ; enfin le tissu hématopoïétique est protégé de par sa 
localisation, au centre des os (os longs principalement).  

Le tissu osseux est un acteur important dans l’homéostasie phosphocalcique. En effet, il 
renferme environ 99% du calcium et près de 90% du phosphore de l’organisme. Il contribue 
fortement à la régulation de la composition minérale des fluides extracellulaires [Parfitt 1987; 
Doyle et al. 2008]. 
 
 

2. Structure du tissu osseux 

 
  

Figure 1 : Différents niveaux de structure du tissu osseux. 
 
 Le tissu osseux est composé d’éléments cellulaires, assurant son modelage et 

remodelage grâce à une balance entre synthèse et dégradation, et d’une matrice organique 
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(produite par les cellules) qui, à l’échelle nanométrique, se compose majoritairement de fibres 
de collagène au niveau desquelles se déposent une phase inorganique. Ces fibres s’organisent 
de façon paralléle pour former un os dit lamellaire. Chez l’homme, l’os lamellaire s’organise 
de manière concentrique, autour d’un canal central, en microstructure nommé ostéon. La 
juxtaposition d’ostéon permet de former l’os cortical et trabéculaire (Figure 1). 
 

 
D’un point de vue macroscopique, nous distinguons dans le squelette des vertébrés, les os 

longs (fémur, tibia, ulna ou cubitus, fibula ou péroné), les os courts (vertèbres, carpes, tarses) 
et les os dits plats (os du crâne et de la face, le sternum, la scapula ou omoplate). 

 
 

  
Figure 2 : Structures des différents types d’os du squelette des vertébrés. 

(A) os long ; (B) os court ; (C) os plat 
http://www-rocq.inria.fr/who/Marc.Thiriet/Glosr/Bio/Locomot/Fig/Os/OsStruct.gif 

 
 

Les os dits longs ont une organisation propre. Ils sont composés à leurs extrémités d’une 
épiphyse, d’une partie centrale appelée la diaphyse, et d’une métaphyse réalisant la jonction 
entre ces deux parties. 
 
En coupe longitudinale, la diaphyse est constituée d’une cavité occupée par la moelle osseuse 
(tissu hématopoïétique). Cette cavité est tapissée d’une couche cellulaire, l’endoste. Chez 
l’homme, au niveau de la diaphyse un accroissement du diamètre osseux est observé au cours 
de la vie. Au niveau des métaphyses, se trouve la plaque de croissance, responsable de la 
croissance de l’os en longueur (Figure 2A). 
 
Chez l’adulte, deux structures de base sont observées dans l’architecture du tissu quel que soit 
le type d’os, long, court ou plat : l’os cortical ou compact et l’os trabéculaire ou spongieux 
(Figure 2). Du point de vue de la nanostructure, l’organisation des fibres de collagènes de la 
matrice extracellulaire et du minéral osseux déterminent des structures élémentaires d’os : l’os 
fibreux ou tissé et l’os lamellaire. 
 
 

A 

C 

B 
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2.1.Les structures osseuses élémentaires 
 

Trois structures élémentaires constituent les os du squelette au cours de la vie. L’os 
fibreux et l’os en faisceau (bundle bone) sont des structures temporaires rapidement 
remplacées au cours du remodelage osseux par de l’os lamellaire [Pritchard 1972].  
 

Le bundle bone possède une matrice dominée par un arrangement régulier de gros 
paquets de fibres de collagène intercalés d’ostéocytes. Il se développe selon une séquence 
temporelle puis spatiale ordonnée, au détriment des tendons ou ligaments, dont les cellules se 
différencient en ostéoblastes puis en ostéocytes au fur et à mesure que les paquets de fibres se 
calcifient. Ce type d’os persiste au point d’attachement des tendons et ligaments, ainsi qu’au 
niveau des sutures des os plats du crâne. 
 

L’os fibreux ou tissé est caractéristique de l’os embryonnaire, des étapes précoces de 
la réparation osseuse et de certaines conditions pathologiques. C’est un os composé d’une 
matrice rapidement déposée, constituée de fibres de collagène entrecroisées et sans 
organisation et dont la matrice est ostensiblement plus calcifiée que dans les deux autres 
structures élémentaires, et renferme quelques larges ostéocytes. Ce type d’os est rapidement 
remplacé par de l’os lamellaire (Figure 3). 

 
 

 
 
Figure 3 : Exemple d’os lamellaire et fibreux dans un processus de réparation d’une lésion de l’os cortical 

chez la souris. 
Coloration Hémalun-Eosine-Safran. Observation en lumière polarisée.  Os cortical lamellaire (OC) et os fibreux 

(OF), ostéocytes (flèche blanche), ostéoblastes (tête de flèche noire), vaisseau sanguin (V), cellules 
mésenchymateuses (CM). La barre représente 10 µm. (Données personnelles) 

 
 L’os lamellaire tire son nom de l’organisation régulière, parallèle, des fibres de la 
matrice osseuse (Figure 3). Son degré de minéralisation est plus faible mais son organisation 
générale lui confère des propriétés mécaniques supérieures à celles de l’os fibreux. 

 
Chez l’homme, l’os cortical est formé d’un mélange d’os fibreux, peu dense, et d’os 
lamellaire de densité élevée. 
 
 
 
 

VV  

OOCC  

OOFF  

OOFF  

CCMM  
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2.2. L’os cortical ou compact 
 
 L’os cortical ou os compact (Figure 4, 1) est un os dense, poreux et constitué de matrice 
minéralisée de type lamellaire. Il est organisé en structures cylindriques appelées ostéons 
(Figure 4, 2) qui sont orientés selon l’axe principal de l’os. Les ostéons sont organisés autour 
des canaux de Havers, eux-mêmes reliés entre eux par les canaux de Volkmann (Figure 4, 4), 
où cheminent les vaisseaux nourriciers de l’os. C’est un tissu riche en ostéocytes répartis de 
façon régulière. Cette partie de l’os est responsable en particulier de la réception des stimuli 
mécaniques et de leur transmission vers l’os trabéculaire (Figure 4, 5). L’os cortical est 
recouvert par le périoste (Figure 4, 6), la paroi la plus externe des os. 
 
 

 

 
 

Figure 4 : Microstructure du tissu osseux. 
 
 

2.3. L’os trabéculaire ou spongieux 
 
 L'os trabéculaire ou os spongieux (Figure 4, 5), est formé d'un réseau tridimensionnel 
anisotrope de plaques osseuses reliées entre elles et dont l'orientation préférentielle est 
déterminée par les forces mécaniques qui s'exercent sur l'os. La géométrie et la distribution 
des plaques confèrent à l'os trabéculaire résistance et flexibilité avec une densité plus faible 
que celle de l’os cortical. L’os trabéculaire représente une surface d’échange considérable 
avec les liquides interstitiels, son renouvellement est plus rapide que celui de l’os cortical. Il 
joue ainsi un rôle majeur dans l’équilibre phosphocalcique. L’os trabéculaire est donc le lieu 
principal de l’activité métabolique du tissu osseux. Ce type d'os est présent principalement au 
niveau des épiphyses des os longs, des os courts et dans les vertèbres. 
 

©2004 Pearson Education, Inc. 
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2.4. La vascularisation du tissu osseux 
 

La vascularisation du tissu osseux est essentielle puisqu’elle participe à la formation et 
au maintien de structures tissulaires présentant des architectures très différentes : les systèmes 
corticaux, spongieux et médullaires. La vascularisation joue également un rôle fondamental 
dans les fonctions du tissu osseux : rôle mécanique, rôle hématologique et hémodynamique, 
rôle métabolique dans l’équilibre phosphocalcique et rôle dans la mobilisation de cellules 
souches. 
 

La vascularisation d’un os long est assurée par un système artériel richement 
anastomosé (Figure 5). L’artère diaphysaire irrigue la région diaphysaire et médullaire de l’os, 
elle se ramifie en artérioles irrigant les zones épiphysaires. Ces artères se ramifient et donnent 
naissance au réseau endostéal. Les artères situées au niveau des épiphyses et des métaphyses 
forment un réseau anastomosé dans l’ensemble de l’os trabéculaire. Les artères sont aussi 
présentes au niveau du périoste à la surface de la diaphyse. 

 

 
 

Figure 5 : Système vasculaire et veineux du tissu osseux. 
(A) Organisation du système artériel et veineux d’un os long. (B) Microvascularisation de l’os en coupe 

transversale. [Rhinelander 1972] 
 

La microcirculation de l’os est assurée par les nombreux capillaires et sinusoïdes présents 
au niveau médullaire, cortical et périosté. Les vaisseaux du système cortical circulent dans les 
canaux de Havers, au centre de l’ostéon mais aussi dans les canaux de Volkman (Figure 5B). 
Ce réseau intracortical a la particularité de se remanier en permanence parallèlement au 
remodelage osseux [Parfitt 2000; Choi et al. 2002; Laroche 2002]. 
 

Le retour veineux est assuré par un sinus veineux central, composé d’une tunique 
endothéliale simple, très malléable, et occupant le centre de la diaphyse. Ils drainent 
l’ensemble des veines métaphysaires, épiphysaires et centromédullaires parallèles au système 
artériel. Le drainage veineux est également assuré par des veines perforantes traversant 
directement l’os cortical et se jetant dans le tronc veineux du membre (Figure 5). 
 

Le réseau artériel d’un os plat est identique à celui des os longs. Par contre les sinus 
veineux sont multiples, ramifiés, anastomosés et délimités par une simple tunique 
endothéliale. Ces sinus drainent directement vers les veines corticales. 

B A 
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3. Les éléments cellulaires 
 

La moelle osseuse est une niche riche en cellules souches permettant la production de 
deux lignées cellulaires principales (Figure 6) :  

 
- les cellules souches hématopoïétiques donneront les cellules sanguines et 

immunitaires (hématies, polynucléaires, macrophages, monocytes, plaquettes, 
lymphocytes) et les cellules ostéoclastiques, qui dérivent de la lignée monocytaire. 

 
- les cellules souches mésenchymateuses ou cellules stromales sont à l’origine de 

différents types cellulaires : cellules endothéliales, adipocytes, myocytes, fibroblastes 
ainsi que progéniteurs ostéochrondraux, qui formeront la lignée ostéoblastique et les 
chondrocytes. 
Au niveau de la niche périvasculaire, les péricytes, cellules sous-endothéliales, 
constitueraient une source de progéniteurs cellulaires équivalents aux cellules 
mésenchymateuses [Doherty et al. 1998; Bianco et al. 2001; Shi et al. 2003; Rajantie 
et al. 2004; Lamagna et al. 2006]. 
 

 

 
 

Figure 6 : Cellules souches de la moelle osseuse. 
Les cellules osseuses dérivent de deux lignées cellulaires souches : les cellules souches mésenchymateuses 

(MSCs Mesenchymal Stem Cells) pour les ostéochondroprogéniteurs et les cellules souches hématopoïétiques 
(HSCs : Hematopoietic Stem Cells) pour la lignée ostéoclastique. 

[Yin et al. 2006] 
 
 

3.1.Les cellules ostéoblastiques  
 

3.1.1. Les ostéoblastes 
 

La notion de cellules ostéoblastiques a été décrite dès 1845 par Goodsir et Goodsir 
[Carnoy 1884]. Le nom d’ostéoblaste n’a été proposé qu’en 1864 par Gegenbaur pour décrire 
les cellules présentes à la surface de l’os. Goodsir (1845), Tames et De Morgan (1853) ainsi 
que Müller (1864) décrivirent ces cellules comme aplaties, allongées et plus ou moins 
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ampoulées [Pritchard 1972]. Keith en 1919 écrivit que l’ostéoblaste semble conduire le travail 
de construction de l’os. C’est en 1951 que Cartier affirma définitivement que l’ostéoblaste est 
la cellule qui élabore et intervient dans la minéralisation de l’os [Chappard 1989]. 
 

Actuellement, l’ostéoblaste est décrit comme étant issu de la différenciation des 
cellules souches mésenchymateuses. Il a une morphologie cuboïde, le corps cellulaire est 
polarisé avec un noyau en position basale. Il est caractérisé entre autre par une activité 
phosphatase alcaline membranaire importante, liée à son rôle dans la minéralisation de la 
matrice extracellulaire. L’ostéoblaste se situe initialement à la surface de l’os, il synthétise la 
matrice appelée ostéoïde et en contrôle la minéralisation. Trois devenirs s’offrent à lui : au 
cours de la synthèse de la matrice il peut s’emprisonner dans sa propre matrice et ainsi former 
un ostéocyte ; il peut entrer dans une phase de quiescence et ainsi s’aplatir sur l’os en cellules 
bordante ; enfin, il peut entrer en apoptose. 

L’ostéoblaste représente seulement 5% des cellules du tissu osseux. Sa durée de vie 
n’est que de quelques semaines. Cependant, c’est lui qui assure la formation et la régénération 
du tissu osseux. 
 

3.1.2. Les ostéocytes 
 

Seulement 10% des ostéoblastes se retrouvent enrobés dans leur matrice et forment 
des ostéocytes. Pourtant, du fait de leur longue durée de vie, ces ostéocytes représentent près 
de 95% des cellules dans un os mature. Ils ont une durée de vie longue (quelques années).  

L’ostéocyte est une cellule avec de longs prolongements cytoplasmiques qui 
cheminent dans la matrice minéralisée au travers de canaux ou canaliculi. Ces prolongements 
permettent de faire des contacts intercellulaires entre ostéocytes et cellules bordantes de l’os 
[Civitelli 2008].  

De par sa position dans l’os, l’ostéocyte joue un rôle important dans la physiologie du 
tissu osseux. Il est impliqué dans la réponse aux contraintes mécaniques, dans le contrôle de la 
résorption et dans l’homéostasie [Knothe Tate et al. 2004; Bonewald 2007; Noble 2008]. 
 

3.1.3. Les cellules bordantes 
 

Les cellules bordantes sont des ostéoblastes devenus progressivement aplatis pour 
former une couche cellulaire à la surface de l’os. Ces cellules constituent une barrière entre 
l’os et la moelle osseuse. Elles sont en contact et peuvent communiquer avec les ostéocytes et 
les cellules stromales. Elles constituent une réserve de cellules ostéoblastiques pouvant être 
mobilisées suite à l’action de facteurs locaux ou systémiques notamment au cours du 
remodelage et de la réparation osseuse. Ces cellules bordantes sont impliquées dans la 
réponse directe aux contraintes mécaniques [Mullender et al. 1997; Chow et al. 1998] et aux 
stimulations hormonales, par la PTH (hormone parathyroïdienne) notamment [Dobnig et al. 
1995].  
 
 

3.2. Les ostéoclastes 
 

L’étude des cellules ostéoclastiques a débuté entre 1849 et 1864 avec les travaux de Robin 
qui fut capable d’observer ces cellules. Kolliker en 1873 suggère leur rôle dans la résorption. 
 

La physiologie de l’ostéoclaste est actuellement bien connue. L’ostéoclaste est issu de la 
lignée myélomonocytaire et résulte de la fusion de précurseurs mononucléés [Teitelbaum 
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2000]. Deux facteurs sont essentiels à l’ostéoclastogenèse, le M-CSF (Macrophage Colony 
Stimulating Factor) et le ligand RANK-L (Receptor Activator of Nuclear Factor  B Ligand). 
Ces facteurs sont synthétisés par les cellules du microenvironnement osseux et se fixent à la 
surface des progéniteurs ostéoclastiques. Ceux-ci fusionnent pour donner des ostéoclastes 
multinucléés qui se polarisent au contact de l’os et forment une membrane plissée, siège de la 
résorption osseuse. La différenciation ostéoclastique est contrôlée par l’ostéoprotégérine 
(OPG) qui bloque le récepteur au RANK-L. (Figure 7) 

 
 

 
 

Figure 7 : Etapes de la différenciation des ostéoclastes. 
[Blin-Wakkach et al. 2004] 

 
 
 L’ostéoclaste est caractérisée par le fait qu’elle est géante (100µm) et multinucléée, et 
qu’elle présente de marqueurs spécifiques comme la phosphatase acide résistante au tartrate 
(TRAP, Tartrate Resistant Acid Phosphatase) et la cathepsine K.  

L’ostéoclaste est la cellule osseuse responsable de la résorption lors du remodelage osseux 
qui intervient tout au long de la vie et lors du remaniement de la matrice au cours de la 
réparation osseuse.  
 
 

4. La matrice extracellulaire du tissu osseux 
 

4.1. Composition de la matrice osseuse 
 

L’os est un tissu conjonctif dont les éléments cellulaires sont inclus dans une matrice 
extracellulaire composée de 20-40% d’éléments organiques (fibres de collagène, peptides, 
lipides, protéines, polysaccharides, etc…) et de 50 à 70% d’éléments inorganiques  (calcium, 
phosphate, magnésium, etc…) [Hing 2004]. 
 
 

4.1.1. La phase organique 
 

 Le collagène de type 1

Les protéines collagéniques sont les constituants majeurs de la matrice extracellulaire. Une 
chaîne de collagène se caractérise par la présence dans sa séquence de répétitions du motif 
Gly-X-Y, dans lequel un tiers environ des X sont des prolines et un tiers des Y des 
hydroxyprolines, acide aminé spécifique des collagènes (Figure 8A). Ce motif permet à trois 
chaînes de s’associer en triple hélice, grâce à la répétition régulière des glycines et à l’action 
stabilisante des hydroxyprolines. 
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La molécule de collagène de type I, prépondérante dans la matrice extracellulaire osseuse, est 
constituée d’une triple hélice correspondant à un enchevêtrement de deux chaînes identiques 
α1 et d’une chaine α2 (Figure 8 B). 
Les molécules s’alignent ensuite dans la matrice extracellulaire, l’extrémité C-terminale 
contre l’extrémité N-terminale, pour constituer des fibres, séparées par un espace d’environ 
45 nm, et décalées par rapport à leurs voisines d’environ 1/4 de leur longueur (Figure 8C). Il se 
constitue ainsi au sein des fibres, des « vides » qui fixent les métaux lourds et expliquent 
l’aspect strié caractéristique des collagènes fibrillaires en microscopie électronique. Ces « 
vides » jouent un rôle très important dans la minéralisation de la matrice osseuse, comme site 
de nucléation des premiers cristaux d'hydroxyapatite. Le collagène de type I est dit fibrillaire 
car il est organisé en fibres au sein de la matrice extracellulaire (Figure 8D). 
 

 
 

 Figure 8 : Organisation hiérarchique des fibres de collagène de la matrice extracellulaire. 
(A) Séquence primaire en acides aminés avec répétition de la séquence Gly-X-Y (Gly=Glycine, X=proline, 

Y=hydroxy proline). (B) Association de trois chaînes en triple hélices de type (1)22 pour former une molécule 
de collagène de type 1. (C) Molécules de collagène regroupées en fibrilles puis en fibre (D). 

[Rouwkema 2007] 
 
 

 Les protéines non collagéniques


Les protéines non collagéniques de la matrice osseuse (Tableau 1) représentent 10 % 
environ des protéines totales de la matrice, et peuvent être regroupées en différentes familles. 
Ces molécules participent à l’organisation macromoléculaire du tissu osseux et pourraient 
intervenir dans de nombreux aspects de la physiologie osseuse comme les mécanismes de 
minéralisation, de migration cellulaire (par chimiotactisme) ou encore la régulation du 
couplage formation/résorption de la matrice osseuse. 
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Tableau 1 : Protéines non collagéniques de la matrice osseuse et leur pourcentage respectif par rapport au 

total des protéines non collagéniques. 
D’après [P.D. Delmas 1989]. 

 
 
Les Gla protéines :  

 
Protéines contenant des résidus d’acide -carboxyglutamique (Gla), la famille des Gla 

protéines regroupe trois membres essentiels : l’ostéocalcine ou bone gla protein (OCN / 
BGP), la matrice Gla protéine (MGP) et la protéine S.  Les résidus Gla confèrent à ces 
protéines une forte affinité pour le calcium (Ca2+). 
 

L’ostéocalcine et la MGP sont produites respectivement par les ostéoblastes et les 
chondrocytes [Luo et al. 1995].  La protéine S quant à elle est exprimée par de multiples types 
cellulaires (hépatocytes, ostéoblastes, cellules endothéliales). 
L’ostéocalcine est la protéine non collagénique la plus abondante dans le tissu osseux. Il a été 
montré que des souris dont le gène 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 [Ducy et al. 1996; Luo et al. 1997; Boskey et al. 1998]. L’ostéocalcine 
agit sur la formation osseuse en contrôlant l’activité des ostéoblastes et comme inhibiteur de 
la minéralisation [Hunter et al. 1996], tout comme la MGP [Luo et al. 1997]. 
 
  Les glycoprotéines (non SIBLINGs) 
 

La phosphatase alcaline, enzyme marqueur des ostéoblastes, est une glycoprotéine 
initialement attachée à la membrane par un pont phosphoinositol, qui peut être clivé et se 
retrouver dans la matrice minéralisée. Il semble que son rôle soit prépondérant dans le 
processus de minéralisation. En effet, elle permet de concentrer les ions phosphates par 
hydrolyse de substrats organiques phosphorylés (nucléotides triphosphates, -
glycérophosphate) dont les pyrophosphates qui agissent comme des inhibiteurs de la 
minéralisation (Figure 9) [Balcerzak et al. 2003]. 
 
 

 
 

Figure 9 : Rôle de la phosphatase alcaline (PAL) dans la minéralisation. 
La PAL permet de concentrer les ions phosphate (Pi) par hydrolyse de substrats organiques phosphorylés (Nucléotides 
tri-phosphate NTP), ainsi que des pyrophosphates (PPi) qui agissent comme des inhibiteurs de la minéralisation. Les Pi 
en présence de Ca2+ et d’eau formeront des cristaux d’hydroxyapatite. D’après [Balcerzak et al. 2003] 

 

Protéines non collagéniques Protéines plasmatiques
Ostéocalcine 15-25% -HS glycoprotéines 5-10%
Gla-protéines matricielles 2% Albumine 30%
Ostéonectine 15-25% Immunoglobulines <1%
Sialoprotéines 10%
Protéoglycanes 4% Facteurs de croissance <1%
Phosphoprotéines 9%
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L’ostéonectine, encore appelée SPARC, représentant environ 2% des protéines 

osseuses, est une glycoprotéine phosphorylée non spécifique du tissu osseux. Elle présente 
une forte affinité pour l’hydroxyapatite et le calcium ainsi que pour le collagène de type I. 
 
  Les SIBLINGs  
 
 Les protéines de la famille des SIBLINGs vont l’objet d’une revue bibliographique 
dans l’introduction des articles 2 et 3 de cette thèse en page 85. 
 
  Les protéoglycanes.  
 

Les protéoglycanes sont des macromolécules contenant des chaînes latérales de 
glycosaminoglycanes [Lamoureux et al. 2007]. Durant les premiers stades de développement 
de l’os, versicane, chondroitine sulfate et hyaluronane, non attachés à un corps protéiques sont 
produits et servent à délimiter les zones qui deviendront de l’os. Dans l’os adulte, la décorine 
et le biglycane, appartenant à la famille des protéoglycanes riches en leucine (SLRP : small 
Leucin-Rich Proteoglycan) sont majoritaires. La décorine est impliquée dans la fibrillogenèse 
du collagène. La délétion du gène du biglycane chez la souris conduit à une diminution 
significative de l’os trabéculaire, indiquant son rôle positif dans la formation osseuse 
[Fleischmajer et al. 1987]. Cet effet pourrait être lié à la capacité du biglycane, comme de la 
décorine, à fixer et moduler l’activité des molécules de la famille TGF- [Yamaguchi et al. 
1990; Takeuchi et al. 1994]. Par cette propriété, ces protéoglycanes peuvent moduler 
indirectement la prolifération et la différenciation cellulaire. 
 
 

Les facteurs de croissance et protéines sériques 
 

Les protéines plasmatiques et les différents facteurs de croissance sont séquestrés dans 
la matrice osseuse et ne représentent que 2 à 4% des protéines totales de la matrice. 
Cependant, les facteurs de croissance comme le TGFβ, le VEGF, le bFGF ou encore l’IGF ont 
la capacité de réguler le remodelage osseux lorsqu’ils sont libérés [Solheim 1998]. 

 

 
Figure 10 : Fonctions des protéines non collagéniques (PNC) de la matrice extracellulaire du tissu osseux. 

[P.D. Delmas 1989] 
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4.1.2. La phase minérale 
 
 La phase minérale représente 50 à 70 % de la masse de la matrice osseuse. Ce 
pourcentage est variable en fonction de différents facteurs tels que l’âge, la localisation sur le 
squelette, l’alimentation, l’activité physique, ainsi que de nombreux paramètres métaboliques, 
endocrinologiques.  
La phase minérale est constituée essentiellement de cristaux voisins de l’hydroxyapatite de 
calcium de formule générale Ca10(PO4)6(OH)2. Ces derniers ont la forme de petites aiguilles 
de quelques centaines d’angströms de longueur, conférant à l'os sa solidité et ses propriétés 
mécaniques. Ils contiennent en faible quantité de nombreuses espèces ioniques qui lui 
confèrent une structure et des propriétés sensiblement différentes de celles de 
l’hydroxyapatite. 
Le dépôt du minéral entre les fibres de collagène, ou minéralisation, est un phénomène 
complexe impliquant des processus biologiques et physico-chimiques (voir paragraphe 4.3. 
La biominéralisation de la matrice osseuse). 
De par sa composition en minéraux, cette phase inorganique joue un rôle important dans 
l’homéostasie (Tableau 2). 
 
 

 
Tableau 2 : Composition de la phase minérale de la matrice osseuse. 

D’après [Hing 2004] 
 
 

4.2. La biominéralisation de la matrice 
 

4.2.1. La biominéralisation 
 

Le processus de minéralisation peut être divisé en l’établissement d’une matrice 
minéralisée primaire dans laquelle la nucléation du minéral peut se faire de novo, suivie d’une 
croissance, d’une expansion et d’une maturation du cristal afin de produire une structure 
voisine de l’hydroxyapatite.   
La biominéralisation est un mécanisme complexe combinant un processus physico-chimique 
dit passif et un biologique qualifié d’actif. Il y a deux étapes essentielles dans la 
minéralisation. La première étape consiste en la nucléation d’un cristal de 100 nm, la seconde 
est la propagation ou la phase de croissance du minéral. 

Différentes structures cellulaires ou organelles ont été proposées dans l’initiation et le 
contrôle de la nucléation du minéral : les vésicules matricielles [Anderson 1995], les 
biomineralization foci (BMF), les cristaux fantômes (crystal ghosts) [Bonucci 2002], les 
calcosphérulites [Aaron et al. 1999] et les fibrilles de collagène [Glimcher 1989]. 
 
 

- La minéralisation de la matrice par vésicules matricielles (Figure 11 et Figure 12) 
Ce mécanisme a été très étudié et résumé dans les travaux d’Anderson [Anderson 1995; 

Anderson et al. 2005]. Deux phases se succèdent dans le dépôt du minéral osseux. La phase 1 
débute par la génération de vésicules dites vésicules matricielles, de 100 nm de diamètre, à 

Ca P Mg Na K CO3 F Cl Sr, Zn, Cu Ratio Ca:P
McConnel (1973) 26,7 12,5 0,44 0,73 0,06 3,48 0,07 0,08 Sr = 0,04 1,66

Driessens (1980) 36,7 16,0 0,46 0,77 ― 8,00 0,04 ― ― 1,77

Aoki (1991) 34,0 15,0 0,50 0,80 0,20 1,60 0,08 0,20 ― 1,75

LeGreos (1993) 24,5 11,5 0,55 0,70 0,03 5,80 0,02 0,10 traces 1,65
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l’interface entre l’ostéoblaste et l’ostéoïde. Ces vésicules contiennent des enzymes 
(Phosphatase alcaline, anhydrase carbonique, pyrophosphatase), des protéines membranaires 
(annexine V, transporteur sodium/phosphate) et des protéines de la matrice extracellulaire 
(ostéopontine, sialoprotéine osseuse, ostéonectine, ostéocalcine). L’exocytose de ces vésicules 
est dépendante de l’annexine V [Balcerzak et al. 2003; Kirsch 2005]. Les vésicules s’attachent 
au collagène matriciel, collagène I dans l’os et collagène II et IX pour le cartilage.  
 
La première phase conduit à la formation d’une vésicule contenant un cristal de phosphate de 
calcium. La phosphatase alcaline va produire un gradient de phosphate PO4

3- en périphérie de 
la vésicule et permettre ainsi son entrée dans la vésicule via un transporteur 
Sodium/phosphate [Montessuit et al. 1995]. Le calcium emprunte un canal formé par un 
complexe d’annexine V. Lorsque la concentration intra-vésiculaire en ions est suffisamment 
élevée, un précipité, non cristallin, amorphe, de phosphate de calcium (CaPO4) se forme. Ce 
précipité va ensuite donner du phosphate octacalcium puis un premier cristal 
d’hydroxyapatite. La croissance du cristal se poursuit jusqu’à que celui-ci transperce la 
membrane de la vésicule et se retrouve au niveau de la matrice extracellulaire. Commence 
alors la phase II de la minéralisation. La membrane vésiculaire est complètement dissociée 
grâce à l’action des phospholipides et protéases libérées lors de l’éclatement de la vésicule.  
 
La propagation du cristal d’hydroxyapatite va dépendre des paramètres physico-chimiques du 
fluide matriciel (pH, concentration ionique) et de sa composition protéique. La présence de 
certaines calciprotéines comme la BSP [Hunter et al. 1993], l’ostéonectine [Boskey et al. 
2003], l’ostéocalcine [Ducy et al. 1996] ou certains protéoglycanes acides [Dziewiatkowski et 
al. 1985] peut moduler la minéralisation. Les phosphoesters comme l’ATP [Garimella et al. 
2006], l’AMP ou le pyrophosphate peuvent inhiber la croissance du cristal. La nature même 
des fibres de collagène influe sur la calcification de la matrice [Kirsch et al. 1994].  
 

 
 

Figure 11 : Minéralisation de la matrice osseuse par les vésicules matricielles.  
La minéralisation débute par une phase passive due à la concentration élevée en Pi et Ca2+ au sein des vésicules 

matricielles sécrétées par l’ostéoblaste (Phase I). La croissance du cristal se poursuit jusqu’au sortir de la 
vésicule. Dans la matrice extracellulaire, la nucléation et l’ancrage sur les fibres de collagène est régulée par 

différents facteurs dont des protéines non-collagéniques comme l’ostéopontine et la BSP (sialoprotéine osseuse) 
(phase II). http://www.rndsystems.com/rnd_page_objectname_mr07_p2.aspx 
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- Les cristaux fantômes 
Ils ont été décrits par Bonucci comme des structures organiques masquées par le minéral et 
qui ne sont identifiables qu’après décalcification. Des structures sphériques calcifiées d’une 
taille inférieure au millimètre appelées calcosphérulites ou agrégats de cristaux fantômes ont 
été décrites par Boyde en 1978 et dans des cultures primaires d’ostéoblastes [Nanci et al. 
1996]. Ces structures ont aussi été identifiées comme des microsphères calcifiées dans l’os 
bovin [Aaron et al. 1999]. 
 
 

- Les calcosphérulites 
Ces structures vésiculaires formées à partir des corps cellulaires et des prolongements ont été 
observées dans les ostéoblastes et les ostéocytes [Barragan-Adjemian et al. 2006]. Elles 
semblent se minéraliser avant de se séparer du corps cellulaire (Figure 12). 
 
 

- Les Biomineralization foci (BMF) 
Structures larges, de taille proche de celle d’une cellule, les BMF (Figure 12) ont été décrits 
dans différentes lignées ostéoblastiques [Midura et al. 2004]. Des structures analogues sont 
observées lors du développement du périoste et dans la formation d’os après ablation de la 
moelle osseuse [Gorski et al. 2004]. Elles interviennent dans l’initiation de la minéralisation 
au cours l’ostéogenèse intramembranaire. Les BMF se composent de fines fibres et de 
vésicules incluant des molécules marqueurs comme la BSP ou BAG-75 qui sont associées à la 
minéralisation [Gorski et al. 2004; Midura et al. 2004]. Après l’initiation de la minéralisation, 
les BMF sont désassemblés et la propagation se fait au sein de la matrice extracellulaire. 
[Midura et al. 2007] 
 

 
 

Figure 12 : Contrôle de la nucléation et de la propagation du minéral osseux par différents systèmes 
d’organelles dérivant des cellules osseuses. 

[Bonewald et al. 2009] 
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- Les fibrilles de collagène 
Glimcher a proposé que les fibres de collagène, associées aux phosphoprotéines matricielles 
(OPN, BSP…) initient la nucléation dans des régions de trous. Ces trous correspondraient à 
des zones moins riches en acides aminés liés au décalage des fibrilles de collagène où les ions 
Ca2+ et PO4

3- s’accumulent et forment les premiers cristaux d’hydroxyapatite [Glimcher 
1989]. 
 
 

4.2.2. Les modulateurs de la minéralisation 
 

Les ions Ca2+ et PO4
3- et leur concentration, jouent un rôle crucial dans la régulation de la 

minéralisation. Des problèmes d’homéostasie phospho-calcique entraînent des pathologies 
associées à des défauts de minéralisation comme l’ostéomalacie [Harmey et al. 2004]. 

 
De nombreuses protéines matricielles interviennent dans la régulation de la minéralisation 

de par leur propriété sur la nucléation du minéral, sur le métabolisme ionique ou sur la 
formation de la matrice organique.  

Du fait que leur inactivation entraîne une hypo- ou une hyper-phosphatémie, il a été 
proposé que les protéines PHEX, MEPE, DMP1 sont impliquées dans la régulation de la 
minéralisation du tissu osseux. La délétion chez la souris des gènes codant pour PHEX ou 
DMP1 induit un phénotype appelé Hyp, correspondant à une hypophosphatémie reliée à une 
élévation de la concentration sérique en FGF23 et à une diminution de la masse osseuse, 
suggérant un rôle activateur de ces protéines sur la minéralisation [Quarles 2003; Liu et al. 
2008]. La déficience en MEPE entraîne une hyperphosphatémie et un phénotype 
d’hyperminéralisation du tissu osseux [Gowen et al. 2003]. 

La localisation de la BSP dans le processus de calcification (vésicules matricielles 
notamment) suggère son implication dans la minéralisation. Hunter a montré in vitro que la 
BSP est un activateur de cette dernière [Hunter et al. 1996; Gordon et al. 2007]. 

De nombreuses protéines de la matrice extracellulaire sont impliquées dans le contrôle et 
la régulation de la minéralisation du tissu osseux comme résumé dans le Tableau 3. 

 
 

 
 

Tableau 3 : Régulateurs de la minéralisation osseuse. 
[Bonewald et al. 2009] 
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5. Origine et formation du tissu osseux 
 

Au cours de l’ontogenèse, les cellules participant à la mise en place du squelette 
dérivent de trois lignages cellulaires différents [Couly et al. 1993; Olsen et al. 2000] (Figure 
13) :  

- les cellules de la crête neurale donnent le squelette crâniofacial  
- le mésoderme paraxial contribue à la fois au squelette crâniofacial et à la majorité 

du squelette axial (vertèbres), ceci en formant les somites qui donneront le 
sclérotome, tissu qui se différencie en tissu osseux ; 

- la lame latérale du mésoderme forme le squelette des membres.  
 
 

 
 

Figure 13 : Origines embryonnaires des os du squelette dans un embryon de stade précoce.  
Dans l’embryon : Ectoderme (rouge), Endoderme (Jaune), Mésoderme (Bleu). 

 
 
Quelle que soit l’origine embryonnaire, des régions où se forment les os, les cellules à 
l’origine de l’os sont des cellules mésenchymateuses. Ces cellules se condensent puis se 
différencient soit en ostéoblastes soit en chondrocytes (Hall & Miyake 1992). Deux procédés 
permettent de construire les différents os du squelette :  

- l’ossification intramembranaire concourt à la formation des os dits plats  
- l’ossification endochondrale est à la base de la formation des os dits longs. 
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5.1. Ossification intramembranaire  
 

L’ossification intramembranaire concourt à la formation des os plats tels que la voûte 
du crâne, le maxillaire, le corps de la mandibule et la clavicule. Elle se caractérise par la 
condensation de cellules mésenchymateuses dans une zone richement vascularisée. Ces 
cellules vont proliférer puis se différencier progressivement en pré-ostéoblastes puis en 
ostéoblastes. Cette différenciation est concomitante de la production de matrice constituée de 
fibres de collagène non orientées, en amas non réguliers. Les ostéoblastes situés au cœur de ce 
centre d’ossification se retrouvent progressivement emprisonnés dans leur matrice, formant 
ainsi des ostéocytes larges (Figure 14). La matrice osseuse va progressivement être 
minéralisée. L’os ainsi formé est qualifié d’os tissé (woven bone). A la périphérie, les cellules 
mésenchymateuses continuent de se différencier selon ce processus d’ossification primaire. 
Par la suite l’os tissé sera remodelé pour générer un os lamellaire mature dans lequel les fibres 
de collagène seront orientées parallèlement et les ostéocytes disposés de façon régulière 
(ossification secondaire). Au cours du remodelage, les vaisseaux sanguins s’orientent dans 
l’axe de l’os et le tissu hématopoïétique se met en place entre les travées d’os présents au 
centre de la structure. A l’extérieur de celle-ci est formé un os compact. [Baron 1996; Olsen et 
al. 2000; Olsen 2006] 
 
 
 
 

  
Figure 14 : Mécanisme d’ossification primaire (ossification intramembranaire). 

Les cellules mésenchymateuses se condensent (1) puis se différencient en pré-ostéoblastes puis en ostéoblastes 
sécrétant une matrice collagénique d’organisation tissée formant de l’os dit tissé (2). Cet os est remodelé et 
envahit par des vaisseaux (3). En périphérie le remodelage forme de l’os lamellaire mature compact bordé d’un 
périoste et d’un endoste. Des travées persistent au centre, entre lesquelles se forment progressivement le tissu 
hématopoïétique (4).  

Image tirée de http://croissancedesos.ifrance.com/dossier.html 

2 

1 3 
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5.2. Ossification endochondrale  
 

L’ossification endochondrale est à l’origine des os longs (fémur, tibia, etc). Ces 
derniers se développent à partir d’une ébauche cartilagineuse formée à la suite de la 
condensation de cellules mésenchymateuses puis à leur différenciation en chondrocytes 
(Figure 15). La forme de l’agrégat de cellules condensées préfigure celle du futur os 
(Figure 16). Contrairement à l’ossification intramembranaire la mise en place de l’ébauche 
osseuse se fait dans une matrice  non vascularisée. Au centre, les chondrocytes 
s’emprisonnent progressivement dans leur propre matrice. Ils ne prolifèrent plus et 
s’hypertrophient. Ils sécrètent alors des facteurs angiogéniques. En surface du manchon 
cartilagineux, les cellules mésenchymateuses du périchondre se différencient en ostéoblastes 
qui formeront par la suite le périoste et la diaphyse. Cette zone constitue le premier centre 
d’ossification. Les cellules du périoste envahissent la zone de chondrocytes hypertrophiques, 
en même temps que les vaisseaux sanguins et des cellules hématopoïétiques. Au cœur de la 
matrice cartilagineuse, les chondrocytes hypertrophiques meurent par apoptose, le cartilage 
est ainsi dégradé puis remplacé par de l’os trabéculaire déposé par les ostéoblastes. La 
dégradation de la matrice laisse place à l’expansion des cellules stromales formant la moelle 
osseuse. L’ossification endochondrale se poursuit de façon centrifuge en direction des 
épiphyses dans lesquelles apparaissent des centres d’ossification secondaire. La plaque de 
croissance, formée par des colonnes de chondrocytes, se met en place entre la diaphyse et 
l’épiphyse. La régulation synchronisée de la prolifération, de la différenciation, de 
l’hypertrophie des chondrocytes, del’angiogenèse et l’ossification intramembranaire permet la 
croissance de l’os. [Baron 1996; Olsen et al. 2000; Olsen 2006; Kanczler et al. 2008; Shapiro 
2008] 

 
 
 

 
 

Figure 15 : Premiers stades de l’ossification endochondrale. 
Le développement du tissu osseux par ossification endochondrale commence par la condensation de cellules 
mésenchymateuses exprimant du collagène de type II (bleu). Ces cellules se différencient en chondrocytes qui 
s’hypertrophient et expriment du collagène de type X (violet). Le périchondre est riche en ostéoprogéniteurs 
exprimant le collagène de type I (jaune). La mise en place du premier centre d’ossification s’accompagne de la 
vascularisation de la structure (rouge). [Ornitz et al. 2002] 
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Figure 16 : Formation d’un os long par ossification endochondrale.  
(A) Condensation des cellules mésenchymateuses. (B) Différenciation des cellules en chondrocytes dans un 
environnement non vascularisé et formation d’une ébauche cartilagineuse. (C) Prolifération et hypertrophie des 
chondrocytes. (D) Différenciation des cellules adjacentes au cartilage hypertrophique en ostéoblastes. Libération 
de facteurs pro-angiogéniques, calcification de la matrice cartilagineuse, apoptose des chondrocytes. Formation 
d’un centre d’ossification primaire. (E) Vascularisation et formation d’une spongieuse primaire au centre de l’os. 
Croissance de l’os par séquence de prolifération et hypertrophie des chondrocytes. Remplacement de la 
spongieuse primaire par un os fibreux primaire formé par les ostéoblastes. Elaboration d’os cortical en périphérie 
et d’os trabéculaire dans la spongieuse primaire. (F) Développement de centres d’ossification secondaire dans les 
épiphyses, des plaques de croissance avec colonne de chondrocytes prolifératifs. Expansion de cellules stromales 
dans la cavité osseuse. [Kanczler et al. 2008] 
 
 
 

5.3. Régulation de l’ossification intramembranaire et endochondrale 
 

Au cours de la squelettogenèse, la différenciation des cellules mésenchymateuses en 
ostéoblastes ou en chondrocytes est contrôlée par la voie canonique Wnt. Ainsi la liaison d’un 
ligand de la famille Wnt au récepteur membranaire Frizzled et au corécepteur Lrp5/6 protège 
de la dégradation par la -caténine. Celle-ci s’accumule dans le cytoplasme des cellules 
mésenchymateuses, entre dans le noyau et contrôle la transcription de gènes cibles. La -
caténine active ainsi l’expression de gènes nécessaires à la différenciation ostéoblastique [Day 
et al. 2005; Phillips 2005] et inhibe ceux de la chondrogenèse [Zhu et al. 2005; Davis et al. 
2008].  
 

L’un des facteurs transcrits lors de l’activation de la voie Wnt est CBFA1/RUNX2. En 
retour CBFA1 induit l’expression d’un second facteur de transcription ostéoblastique Osterix 
(OSX) conduisant à la différenciation des cellules mésenchymateuses en cellules 
ostéoblastiques [Luo et al. 1997; Otto et al. 1997]. 
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Figure 17 : Rôle de la voie canonique Wnt/-caténine dans la balance entre ossification endochondrale / 
intramembranaire. 

L’activation de la voie canonique Wnt inhibe la différenciation des cellules mésenchymateuses du bourgeon 
osseux en chondrocytes (bleu) et favorise la formation des ostéoblastes (rouge) et l’ossification 
intramembranaire. Wnt/-caténine inhibe l’expression du facteur de transcription chondrogénique Sox9 et 
favorise celle du facteur ostéoblastique Runx2/CBFA1.  

[Day et al. 2005; Day et al. 2008] 
 
 

La différenciation en chondrocytes se produit en présence de faible concentration de 
-caténine cytoplasmique. Il en résulte une augmentation de l’expression du géne maître 
(master gene) contrôlant la chondrogenèse, le facteur de transcription SOX9 [Akiyama et al. 
2002; Akiyama 2008]. Le facteur SOX9 permet d’activer l’expression de gènes marqueurs 
des cellules chondrogéniques tels que l’aggrécane [Sekiya et al. 2000] et le collagène de type 
21 [Zhou et al. 1998]. 
 
 

Le FGF (Fibroblast Growth Factor) pourrait également jouer un rôle important dans 
l’induction des ostéochondroprogéniteurs au cours de l’ossification endochondrale. La famille 
du FGF comporte vingt-deux ligands et quatre isoformes de récepteurs [Ornitz et al. 2002; 
Ornitz 2005].  
Au cours de l’organogenèse, la formation du bourgeon mésenchymateux est associée à une 
modification de l’expression des récepteurs au FGF (FGFR). Ainsi les cellules au centre du 
bourgeon expriment les isoformes 2 et 3 (FGFR2 et FGFR3) alors que celles de la périphérie 
expriment FGFR1. Par ailleurs, Jacob et Iwata  rapportent respectivement que FGFR1 est 
impliquée dans la maturation des ostéochondroprogéniteurs mésenchymateux en ostéoblastes 
et que FGFR3 est un marqueur précoce dans la chondrogenèse [Iwata et al. 2000; Jacob et al. 
2006]. FGF apparaît dès lors comme un acteur potentiel dans le switch entre une 
différenciation chondrale et ostéoblastique.  
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6. Physiologie osseuse 
 
 

La balance entre formation et résorption osseuse (Figure 18) varie au cours de la vie et 
en fonction de nombreux paramètres (activités physiques, alimentation, pathologies,…). Cette 
balance est fortement déséquilibrée au moment de la croissance et par la pratique d’une 
activité physique régulière en faveur de la formation osseuse ou induisant un gain de masse 
osseuse. A l’inverse, la résorption peut être favorisée par des désquilibres hormonaux, comme 
c’est le cas dans l’ostéoporose induite par la ménopause, conduisant à des pertes osseuses. 
Dans des conditions d’équilibre, la formation et la résorption sont toujours actives, elles 
assurent de concert le remodelage osseux, sans perte ni gain de masse osseuse. 

 
 

 
 

Figure 18 : Balance entre formation et résorption osseuses. 
 
 
 

6.1. Le modelage et remodelage du tissu osseux 
 
 

6.1.1. Le modelage osseux 
 

Le modelage décrit le processus de formation de l’os par l’action indépendante des 
ostéoblastes de celle des ostéoclastes. Il apparaît notamment lors de la croissance ou en 
réponse à un stress mécanique. C’est l’exemple bien connu des sportifs dont le squelette des 
membres les plus sollicités et subissant des contraintes mécaniques régulières et répétées, 
présente une augmentation de masse osseuse [Haapasalo et al. 2000]. 
 
 

6.1.2. Le remodelage osseux 
 

Le tissu osseux est un tissu dynamique, il est sans cesse remanié par un mécanisme 
associant étroitement les phénomènes de résorption et de formation. Ce remaniement 
intervient tout au long de la vie et au cours des processus de réparation de lésions. 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, il permet aussi 
d’éliminer un os usé, présentant des microcracks par exemple, et de le remplacer. Le 
remodelage se réalise par un mécanisme en quatre étapes (Figure 19).  
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- L’activation : elle permet l’activation des cellules quiescentes de la surface osseuse et 
le recrutement de précurseurs ostéoclastiques mononucléés de la circulation sanguine. Les 
pré-ostéoclastes se fixent à la matrice organique par interaction de récepteurs membranaires 
via des peptides RGD de protéines matricielles. Cette interaction va conduire à la formation 
d’un anneau de scellement caractérisé par la polymérisation de l’actine squelettique 
[Nakamura et al. 2003]. Il se crée alors entre la matrice osseuse et l’ostéoclaste un 
compartiment ou cavité de résorption. La formation des ostéoclastes, leur activation et le 
contrôle de leur activité de résorption sont régulés par des cytokines locales telles que 
RANKL , IL-1 et IL-6, CSFs et par des hormones systémiques, PTH, 1-25-dihydroxyvitamine 
D3 et calcitonine [Roodman 1999; Boyle et al. 2003]. 

 
 
- Durant la phase de résorption, les pompes à protons de la membrane dite basale de 

l’ostéoclaste, transfèrent des protons vers la cavité de résorption, diminuant considérablement 
le pH de celle-ci. Le pH atteint une valeur de 4 [Silver et al. 1988]. Cette acidification 
s’accompagne de la sécrétion d’enzymes lysosomales telles que la TRAPC, la cathepsine K, 
la métalloprotéase MMP-9 et la gélatinase [Delaisse et al. 2003]. Acidité et enzymes vont 
permettre la digestion de la matrice organique et la dissolution du minéral. La résorption a 
depuis longtemps été décrite comme le résultat de l’action de cellules polynucléées. Des 
études menées in vitro et in vivo suggèrent également le rôle de cellules mononucléées. La 
résorption s’achève par l’apoptose des ostéoclastes, elle est suivie d’une phase de réversion. 
 
 
 

 
 

Figure 19 : Le cycle du remodelage osseux. 
[Marie et al. 2008] 
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- Pendant la réversion, la lacune est comblée par des cellules mononucléées incluant des 
monocytes et des ostéocytes libérés de leur matrice par l’action des ostéoclastes, et par des 
pré-ostéoblastes recrutés pour initier la formation osseuse [Dempster et al. 2005].  
 

- La formation osseuse se réalise par un processus durant lequel l’ostéoblaste synthétise 
la matrice organique, l’ostéoïde, puis en régule la minéralisation (voir paragraphe 4.2 La 
biominéralisation de la matrice page 24). 
 
 
 

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 
succédent conduisant au remodelage des ostéons. Ce remodelage s’accompagne du 
remaniement des structures vasculaires présentes dans le canal haversian (Figure 20). [Parfitt 
2000] 
 
 

 
 

Figure 20 : Bone Remodeling Unit (BRU) et mise en place d’un vaisseau sanguin. 
La flèche indique le sens de progression de l’unité de remodelage dans le tissu osseux et au cours de duquel se 

succèdent activation des ostéoclastes,  résorption du tissu osseux, puis une phase de réversion qui permet de 
mettre en place l’unité de formation osseuse conduisant à la formation d’une nouvelle matrice (ostéoïde) qui 

progressivement sera minéralisée. L’avancée de cette unité de remodelage s’accompagne de la progression d’un 
vaisseau sanguin central dont les cellules endothéliales jouent un rôle dans la régulation du couplage 

ostéoclaste/ostéoblaste. 
D’après [Parfitt 2000; Robling et al. 2006]. 

 
 
 
 Le cycle de remodelage osseux nécessite l’initiation de l’ostéoclastogenése puis un 
couplage entre la résorption assurée par les ostéoclastes et l’activité de formation osseuse par 
l’ostéoblaste. (voir pour revue [Matsuo et al. 2008])  
L’initiation repose sur l’activiation des ostéoclastes. Deux types cellulaires sont succeptibles 
d’être impliqués dans cette activation : les cellules bordantes osseuses et les ostéocytes. 
Toutes deux sont capables de sécréter du RANKL stimulant les précurseurs ostéoclastiques. 
Le rôle de ces deux types cellulaires à notamment été proposé dans l’initiation d’un 
remodelage ciblé aux zones où les propriétés mécaniques de l’os sont altérées [Everts et al. 
2002; Matsuo et al. 2008].  
Le couplage ostéoclaste-ostéoblaste peut être assuré par contact direct en les ostéoclastes et 
les ostéoblastes ou via la sécrétion de facteurs paracrines. Les contacts directs peuvent être de 
type ligand-récepteur, c’est notamment le cas avec l’intéraction entre l’EphrinB2 de 
l’ostéoclaste et EphB4 de l’ostéoblaste qui conduit à l’inhibition des fonctions ostéoclastiques 
et l’activation de la différenciation ostéoblastique [Zhao et al. 2006]. La présence de jonctions 
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communicantes entre les deux types cellulaires, jonctions composées de connexine, 
permettrait également la différenciation des ostéoblastes et la formation osseuse [Jiang et al. 
2007]. L’une des théories postule que le couplage est assuré par les facteurs diffusibles libérés 
lors de la dégradation de la matrice par les ostéoclastes. Ces facteurs agiraient comme des 
chimioattractants pour les précurseurs ostéoblastiques. Les facteurs de la matrice susceptibles 
de jouer ce rôle sont le TGF- [Bonewald et al. 1990; Mundy et al. 1990], l’IGF-I [Mohan et 
al. 1996], la BMP2 et le PDGF [Fiedler et al. 2002]et le bFGF [Tanaka et al. 2003].  
L’ostéoclaste lui-même interviendrait dans la régulation du couplage avec l’ostéoblaste, 
notamment via son activité de resorption. L’enzyme TRAP agirait comme activateur de la 
différenciation ostéoblastique [Angel et al. 2000; Karsdal et al. 2005; Martin et al. 2005; 
Matsuo et al. 2008].  
Enfin, les forces mécaniques de pression pourraient réguler le couplage ostéoclastes-
ostéoblastes. La diminution de celles-ci activerait les ostéoclastes, alors qu’une augmentation 
de la pression induirait une activité ostéoblastique [Smit et al. 2002]. Cette théorie serait 
responsable de l’alignement des ostéons avec les lignes de forces. 
 
 
 
 La résultante de l’action des ostéoclastes et des ostéoblastes d’une unité de remodelage 
est appelée la « balance osseuse ». Avec le vieillissement, la balance osseuse à la surface du 
périoste devient positive, induisant une croissance de la circonférence du cortical. A l’inverse 
au niveau de l’endoste, les unités de remodelage ont une balance négative conduisant à 
l’élargissement de la cavité médullaire. Le bilan des balances périostéale et endostéale aboutit 
à une diminution de l’épaisseur du cortex. De même la balance osseuse à la surface des 
travées tend à devenir négative avec l’âge, provoquant un rétrécissement des travées 
fragilisant la structure de l’os.  
 
 
 

6.2. Le tissu osseux et son rôle dans l’homéostasie 
 

L’homéostasie est assurée par l’interaction coordonnée de plusieurs tissus : l’intestin, 
site d’absorption des minéraux ; le rein, site d’excrétion et de réabsorption ; et enfin l’os qui 
est un site de stockage (Tableau 4). L’ajustement et le maintien de l’homéostasie sont médiés 
par des hormones et des facteurs solubles (PTH, 1-25dihydroxyvitamine D3, FGF23, 
calcitonine).  

 
 

 
 

Tableau 4 : Distribution des ions Calcium (Ca2+), Phosphate (PO4
3-), Magnésium (Mg2+) en pourcentage 

respectif du contenu total de chaque ion dans l’organisme. 
D’après [Favus et al. 2006]. 

 
 

Os Compartiment 
extracellulaire 

Compartiment 
intracelluaire

(phase minérale) (fluides) (cytosol)

Calcium >99% 0,10% Négligeable

Phosphate 85% 0,10% 15%

Magnesium 66% 1% 33%



37 

6.2.1. L’homéostasie calcique 
 

La concentration sérique de calcium est contrôlée par des récepteurs-senseurs de 
calcium présents dans la thyroïde et les parathyroïdes (Figure 21). Lors d’une chute de la 
concentration en calcium, les parathyroïdes sécrètent la PTH. La PTH va agir sur des 
récepteurs présents à la surface des cellules du tubule rénal et ainsi stimuler une réabsorption 
du calcium filtré [Friedman et al. 1995]. La PTH va également agir sur les ostéoclastes et 
activer la résorption osseuse assurant ainsi une libération de calcium du minéral osseux. Au 
niveau du tubule proximal rénal, elle induit la sécrétion de 1-25,dihydroxyvitamine D3 qui va 
provoquer une augmentation de l’absorption calcique intestinale [Brenza et al. 1998].  

Lors d’une élévation de la concentration sérique en calcium, la thyroïde sécrète de la 
calcitonine. La calcitonine va agir sur un récepteur couplé aux protéines G présent sur 
l’ostéoclaste et inhiber la résorption. Au niveau du tubule rénal elle augmente la natriurèse 
provoquant une hausse de l’excrétion rénale de calcium [Chakraborty et al. 1994]. 
 
 

 
 

Figure 21 : Contrôle de l’homéostasie calcique par la PTH et la calcitonine. 
PTH (hormone parathyroïdienne) / calcitonine sont les deux hormones sécrétées pour réguler l’homéostasie 

calcique. Elles agissent sur trois organes effecteurs : le rein, l’os et l’intestin. 
D’après http://scienceblogs.com/clock/upload/2006/06/calcium%20regulation.jpg 

 
 
 

6.2.2. L’homéostasie du phosphate 
 

Le modèle de contrôle de la concentration sérique de phosphate était depuis longtemps 
basée sur la même boucle de régulation que celle du calcium. Des études cliniques du début 
des années 2000 ont montré qu’une hypophosphatémie ou une hyperphosphatémie n’était pas 
corrélée à une variation de la calcémie et de la PTH sérique. Ce sont principalement les 
travaux de Shimada qui ont montré le rôle d’un nouveau facteur soluble, le FGF23, dans la 
régulation de la phosphatémie (Figure 22) [Shimada et al. 2001; Shimada et al. 2004; 
Shimada et al. 2005].  

Bone Tissue Intestine Kidney 
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L’administration de FGF23 chez la souris induit une diminution de l’absorption rénale de Pi à 
cause d’une diminution de l’expression du co-transporteur Na/Pi de type Iia au niveau du 
tubule rénal. De plus, elle induit une diminution de la synthèse de 1-25(OH)2-D3 résultant en 
une hypophosphatémie [Shimada et al. 2004]. Par ailleurs, le modèle génétique murin 
surexprimant FGF23 présente une diminution de 1-25(OH)2-D3 circulante associée à une 
hypophosphatémie [Bai et al. 2004; Shimada et al. 2004], contrairement aux animaux 
déficients en FGF23, chez qui il est observé une hausse de 1-25(OH)2-D3 et une 
hyperphosphatémie sans modification de la calcémie [Shimada et al. 2004; Sitara et al. 2004]. 
 
 

 
 

Figure 22 : Régulation de l’homéostatie du phosphate. 
D’après [Quarles 2003] et [Shimada 2009] 

 
 
 

6.3. Les modulateurs du tissu osseux 
 

6.3.1. Les facteurs locaux  
 

Différents facteurs, notamment des facteurs de croissance, présents dans le 
microenvironnement peuvent moduler l’activité des ostéoblastes et des ostéoclastes.  
 

- L’Insulin-like Growth Factor (IGF) 
Les IGFs, IGF I et IGF II, sont produits dans de nombreux tissus (musculaire, nerveux, 
lymphoïdes, endothélial, osseux). Dans l’os, les IGFs sont des régulateurs importants [Baker 
et al. 1993]. Ils sont synthétisés par les cellules ostéoblastiques. Ils stimulent la prolifération 
des ostéoblastes et augmentent la synthèse du collagène [Machwate et al. 1994]. Les effets 
sont modulés par des protéines porteuses (IGF binding protein, IGFBP) qui les séquestrent 
dans la matrice. Il existe des protéases d’IGFBP capables de les libérer. Au niveau du tissu 
osseux, c’est l’IGFBP5 qui est exprimée [Richman et al. 1999]. IGF-I semble jouer un rôle 

FGF23(*) 
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dans la réparation osseuse, car après fracture son expression est augmentée dans l’os 
néoformé [Wildemann et al. 2004]. 
 

- Le Transforming Growth Factor : TGF- 
Le TGF- est un facteur local fondamental dans le contrôle de l’ostéogenèse. Il 

stimule la formation osseuse, la prolifération des pré-ostéoblastes ainsi que la production de 
collagène de type 1 et de l’ostéopontine. Il inhibe la dégradation de la matrice. Il contrôle 
également la différenciation ostéoclastique de façon indirecte en augmentant la production 
d’OPG par les cellules stromales et les ostéoblastes [Suda et al. 1999]. Enfin, il joue 
également un rôle au cours de la réparation osseuse [Bolander 1992; Beck et al. 1993]. 

 
- Les Bone Morphogenetic Proteins (BMPs) 

Les BMPs appartiennent à la famille du TGF-Elles sont synthétisées par les 
ostéoblastes différenciés et agissent de façon autocrine sur leur fonction [Hughes et al. 1995]. 
Elles induisent la différenciation des cellules souches mésenchymateuses vers le lignage 
ostéochondral [Marie 2000]. Ce sont des protéines ostéoinductives, elles activent l’expression 
des marqueurs ostéoblastiques RUNX2, PAL, OCN, et du collagène. Par ailleurs, elles jouent 
un rôle important dans l’initiation de la réponse cellulaire lors de la cicatrisation du tissu 
osseux (notamment la BMP2). 
 

- Le Fibroblast Growth Factor (FGF) 
Les facteurs de croissance de type FGFs forment une famille de polypeptides d’une 

vingtaine de membres [Mirams et al. 2004]. Certains d’entre eux agissent au niveau osseux 
(FGF2, 4, 18 et 9). Il existe quatre récepteurs de haute affinité nommés FGFR. Dans l’os, on 
retrouve les isoformes FGFR1, 2 et 3. Comme de nombreux facteurs de croissance, les FGFs 
sont piégés dans la matrice extracellulaire. Ils agissent essentiellement sur la lignée 
ostéoblastique en contrôlant la prolifération et l’apoptose des ostéoblastes. [Ornitz et al. 2002; 
Ornitz 2005] 
 
 

6.3.2. Les facteurs systémiques 
 

Le tissu osseux est sensible à de nombreuses hormones. Certaines d’entre elles 
participent à la régulation de l’homéostasie et agissent sur l’os afin de moduler la libération et 
le stockage des ions dans le minéral via la résorption ou la formation osseuse. C’est le cas de 
la PTH, de la calcitonine et du calcitriol (ou 1-25(OH)2-D3, vitamine D3). 
 
 
 La calcitonine est un peptide de 32 acides aminés produit par les cellules C (para 
folliculaires) de la glande thyroïde. Cette hormone est hypocalcémiante et 
hypophosphatémiante. Elle agit directement au niveau des ostéoclastes qui expriment son 
récepteur (Calcitonin Receptor, CTR) en les inhibant (voir pour revue [Inzerillo et al. 2002; 
Zaidi et al. 2002]). Son rôle dans la régulation de la résorption reste discuté. En effet, in vivo 
la délétion du géne de la calcitonine ou de son récepteur n’entraine pas de diminution de la 
masse osseuse comme attendu mais une augmentation [Hoff et al. 2002; Dacquin et al. 2004]. 
 
 Le calcitriol ou 1,25(OH)2D3 est le métabolite actif de la vitamine D. Cette vitamine 
est d’origine alimentaire et endogène. Elle est produite au niveau cutané sous l’action des 
ultraviolets, et nécessite pour être active deux hydroxylations successives l’une par le foie, 
l’autre par le rein. La sécrétion endogène de 1,25(OH)2D3 est augmentée par l’action de la 
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PTH, et s’autorégule par rétrocontrôle négatif. Une hypercalcémie induit l’augmentation de sa 
sécrétion et inhibe l’hydroxylase rénale afin d’en contrôler la concentration sérique. En plus 
de son rôle dans l’homéostasie osseuse, 1,25(OH)2D3 induit la différenciation des 
ostéoclastes dans un modèle de co-culture ostéoblastes-ostéoclastes. Cet effet est indirect, il 
passe par la sécrétion de ligand RANKL par l’ostéoblaste [Takahashi et al. 1988; Suda et al. 
1999]. In vivo, l’injection de doses importantes de 1,25(OH)2D3 augmente la résorption 
osseuse [Suda et al. 2003]. La délétion chez la souris du gène codant pour le recepteur 
nucléaire de la vitamine D (VDR) induit un retard de croissance après sevrage et la mort des 
animaux par hypoclacémie [Li et al. 1997; Yoshizawa et al. 1997]. 
 

L’hormone parathyroïdienne (PTH) est une hormone peptidique de 84 acides animés 
sécrétée par les glandes parathyroïdiennes. La sécrétion de PTH est principalement modulée 
par la concentration sérique en calcium via un récepteur au calcium (CaSR) [Tfelt-Hansen et 
al. 2005]. La PTH agit sur deux organes cibles, le rein et l’os, induisant une hypercalcémie et 
une hypophosphatémie. Les effets de la PTH dependent du type même de la stimulation : en 
continu, elle favorise la résorption osseuse, alors qu’appliquée de façon intermittante elle 
induit un effet anabolique net sur l’os [Tam et al. 1982; Horwitz et al. 2005]. Au niveau de 
l’ostéoblaste, elle augmente la formation de nodules minéralisés, la prolifération et favorise la 
transition des cellules bordantes quiescentes vers des cellules osseuses actives. De plus, elle 
permet la production de RANKL par les ostéoblastes et certaines cellules stromales de la 
moelle, favorisant ainsi l’ostéoclastogenèse. Enfin, administrée de façon quotidienne, la PTH 
favorise la formation du cal osseux lors d’une fracture par stimulation de l’ossification 
endochondrale [Alkhiary et al. 2005]. (voir pour revue [Silve 2009]) 

 
Le cortisol est un glucocorticoïde sécrété par la glande surrénale. Les cellules osseuses 

expriment son récepteur [Chen et al. 1977]. Toutefois, les résultats obtenus in vitro varient en 
fonction de la dose et du modèle cellulaire. A dose physiologique, le cortisol induirait la 
différenciation des ostéoblastes et la formation osseuse. A l’inverse de fortes concentrations, 
il serait un inhibiteur de l’activité ostéoblastique [Chen et al. 1977; Wong 1979]. In vivo, le 
traitement prolongé et à forte dose de cortisol, ainsi que de glucocorticoïdes, entraine une 
ostéoporose [Altman et al. 1992; Turner et al. 1995]. (voir pour revue [Orcel 2009]) 

 
Les cellules osseuses expriment également les récepteurs  et  aux estrogènes. Les 

oestrogènes jouent un rôle prépondérant dans le contrôle de la croissance. Ils initient la 
poussée de croissance observée au début de la puberté, assurent la maturation du squellette 
osseux et enfin sont responsables de l’arrêt de croissance à la fin de la puberté. A l’âge adulte, 
la principale fonction des oestrogénes est de préserver le capital osseux en contrôlant le 
remodelage osseux. Ainsi, les oestrogènes favorisent la différenciation en ostéoblastes plutôt 
qu’en adipocytes des précurseurs cellulaires [Okazaki et al. 2002]. In vitro, ils favorisent la 
prolifération des ostéoblastes [Fujita et al. 2002]. Ils tendent à avoir un effet anabolique sur 
les ostéoblastes isolés, et inhibent l’appoptose des ostéocytes [Tomkinson et al. 1997] et des 
ostéoblastes [Gohel et al. 1999]. In vivo, cependant, les traitements aux oestrogénes sont 
généralement associés à une diminution du nombre d’ostéoblastes et de leurs activités [Vedi 
et al. 1996]. Cet effet serait lié au couplage de l’activité des ostéoblastes à celles des 
ostéoclastes qui par conséquent se retrouve également reduite et induit une diminution de la 
résorption osseuse. Les estrogènes ont un effet majeur sur les ostéoclastes [Kato 2009]. Ils 
inhibent leur formation [Srivastava et al. 2001], protégent de la perte osseuse induite par 
l’ovariectomie [Most et al. 1995; Nakamura et al. 2007]. En l’absence d’estrogènes, l’activité 
des ostéoclastes n’est plus inhibée conduisant à une perte osseuse [Jilka et al. 1992], comme 
c’est le cas chez la femme ménopausée.  
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6.3.3. Les forces mécaniques 
 

Au sein du tissu osseux les cellules subissent l’action des forces de tension, de 
compression et des contraintes de cisaillement dues au déplacement des fluides lors de la 
déformation du tissu [Robling et al. 2006; Rubin et al. 2006]. Les cellules osseuses sont 
capables de percevoir ces différents stimuli grâce à la présence de mécanosenseurs exprimés 
au niveau de la membrane plasmique (Figure 23). 
 
 

 
 
 

Figure 23 : Forces mécaniques dans l’environnement cellulaire et systèmes mécanosenseurs des 
ostéoblastes. 

(A) Le tissu osseux peut être soumis à plusieurs types de stimulations mécaniques : des forces de tension (strain), 
des forces de compression (pressure), des forces créées par des champs électriques (electric field) ou des forces 

de cisaillement (shear). (B) Systèmes mécano senseurs de l’ostéoblaste. 
[Rubin et al. 2006; Malone et al. 2007; Malone et al. 2007; Whitfield 2008] 

 
 

La réponse du tissu osseux aux forces mécaniques est particulièrement bien décrite dans 
deux situations opposées :  

- en cas d’absence de stimulation mécanique, comme dans le modèle de suspension des 
rongeurs par la queue, une diminution de la masse osseuse et du BV/TV (Bone 
Volume / Tissue Volume) sont observées au niveau du squelette des membres 
inférieurs [Ishijima et al. 2006; Malaval et al. 2008]. 

- chez les sportifs de haut niveau, il a été décrit une augmentation de la masse osseuse et 
notamment de l’épaisseur corticale de l’humérus chez le joueur de tennis [Haapasalo 
et al. 2000; Vico et al. 2009]. Une augmentation de la formation osseuse est 
provoquée par des stimulations mécaniques dans des modèles de rongeurs. 

 
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 intramembranaire (voir 
chapitre II-3. Les forces mécaniques et leur rôle dans le contrôle de la réparation osseuse). 
 
 
 
 

Il apparaît clairement que la connaissance de la structure, de la composition, de la 
formation et de la physiologie du tissu osseux est un pré-requis à l’étude et à la 
compréhension des mécanismes impliqués dans sa réparation. En effet, les cellules, les 
protéines matricielles et les facteurs régulateurs impliqués dans la physiologie de ce tissu sont 
également responsables de sa régénération suite à une fracture ou à une lésion. 

Cilium 

A B 
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II. La réparation naturelle du tissu osseux 
 
 La cicatrisation constitue l’ensemble des phénomènes cellulaires, moléculaires, 
physiologiques et biochimiques grâce auxquels l’organisme répare les lésions accidentelles 
survenues dans un tissu. Là où de nombreux tissus mettent en place un tissu cicatriciel, 
généralement de type fibreux, le tissu osseux est capable de restaurer les propriétés 
géométriques, physiques et fonctionnelles de la zone traumatisée. On parle alors de 
régénération ou de réparation osseuse. [Einhorn 1998; Dimitriou et al. 2005; Shapiro 2008] 
 
 

1. Mécanisme général de la réparation osseuse 
 

1.1. Les différents types de lésions osseuses et modes de réparation 
 

Shapiro propose une classification des lésions osseuses et de leur réparation en fonction de 
la stabilité de la lésion, de la taille du défaut créé et de l’origine des cellules réparatrices 
[Shapiro 2008].  

 
- La réparation endochondrale, ou réparation par formation d’un cal, est réalisée suite au 

recrutement de cellules de la couche interne du périoste et de la moelle osseuse. Elle conduit à 
la formation de cartilage puis d’os tissé et lamellaire dans un espace inter-fragmentaire, large 
et mobile (Figure 24C). 
 
 

 
 

Figure 24 : Réparation osseuse primaire versus secondaire. 
(A) Quand une petite fracture osseuse survient et que l’os reste stabilisé, les ostéoblastes déposent de l’os 

perpendiculairement à l’axe de l’os, remplissant le trou et servant de support au remodelage. 
(B) Dans le modèle où les fragments osseux sont en contact direct, aucun cal n’est formé. Des cônes identiques 

aux unités de remodelage se forment pour résorber l’os endommagé et réparer la lésion. 
(C) Les fractures non stabilisées sont réparées par ossification endochondrale. 

[Stroncek et al. 2007] 
 

- La réparation osseuse primaire ou de contact direct, fait intervenir des ostéoclastes 
résorbant les zones osseuses nécrotiques de chaque côté de la lésion. Les ostéoblastes du 
système haversien produiront directement un os lamellaire parallèle à l’axe de l’os. Ce mode 
de réparation se caractérise par l’absence de phase cartilagineuse et de remodelage osseux. Il 
se réalise dans un environnement sans espace inter-fragmentaire et stable (Figure 24B). 
 
Ce mode de réparation est proche de celui mis en place pour la réparation des micro-
dommages osseux. Un micro dommage osseux est une micro fracture intra osseuse de 
quelques centaines de micrométre. Il peut survenir dans l’os cortical comme dans l’os 
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trabéculaire. L’accumulation de micro dommages osseux fragilise l’os et augmente le risque 
de fracture.  
L’initiation de la réparation de ce type de lésion reste encore mal connue. Les hypothèses 
proposées sont basées sur la perception des changements mécaniques engendrés par le 
dommage soit par les cellules du canal haversien, soit par les cellules bordantes soit par 
l’ostéocyte [Everts et al. 2002; Hazenberg et al. 2009; Heino et al. 2009]. Dans les deux cas, 
la réparation se fait par la mise en place localement d’une unité de ramodelage osseux (Figure 
25). Les travaux de Hazenberg suggérent que l’ostéocyte, en réponse au changement des 
contraintes mécaniques, sécréte du RANKL permettant l’activation des ostéoclastes. 
[Donahue et al. 2006; Hazenberg et al. 2009] 
 
 

 
 

Figure 25 : Régulation des micro-fractures (micro dommage). 
(A) Les activités quotidiennes causent des forces de tension, de torsion et de compression. (B) Accumulation de 

micro dommages osseux. (C) Le réseau d’ostéocytes localisés dans la matrice osseuse sont stimulés par la 
modification des forces mécaniques suite aux dommages. (D) Formation locale d’une unité de remodelage 

osseux. (E) Le micro dommage est réparé. 
[Hazenberg et al. 2009] 

 
 

- La réparation dite « réparation osseuse directe » (direct bone repair, gap repair) ne 
passe pas par une étape intermédiaire cartilagineuse. Les cellules ostéoprogénitrices provenant 
de la moelle osseuse produisent un os primaire, perpendiculaire à l’axe de la pièce osseuse, 
qui sera remodelé pour donner un os mature lamellaire. Ce mode de réparation survient dans 
le cas de lésions créant un espace de plus de 0,1 mm, dans un environnement très stable 
[Perren 1979; Shapiro 1988] (Figure 24A).  
La distraction ostéogénique, proche de la réparation osseuse directe, fait intervenir les cellules 
mésenchymateuses de la couche interne du périoste, de l’endoste et de la moelle osseuse. Ces 
cellules différenciées en ostéoblastes produiront un os primaire (os tissé) dans l’espace créé 
par l’écartement des bords du défaut. Cet os sera secondairement remodelé en os lamellaire. 
Cette réparation se fait dans un environnement sans contraintes mécaniques (Figure 24A). 
 
 

(A) 

(B) 

(C) 

(D) 

(E) 
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 D’une façon plus concise, les lésions osseuses peuvent être classées en trois grandes 
catégories. Les fractures, formées spontanément suite à une chute par exemple, dans un 
environnement non stabilisé où les forces mécaniques sont fortes, feront appel à une 
réparation endochondrale. Lorsqu’elles seront stabilisées, la réparation osseuse directe sera 
favorisée. Enfin, les défauts ou défects formés lors de chirurgie (exérèse de tumeur, 
remplacement de ligaments, prélèvement de greffon en vue d’une greffe osseuse autologue, 
…) se réparent eux aussi par réparation osseuse dite directe.  
 
 
Histologiquement, deux mécanismes de réparation sont distinguables : 
 

- l’ossification primaire dans laquelle la lésion est rapidement comblée par formation 
d’un os primaire formé par ossification intramembranaire et qui sera par la suite 
remodelé ;  

 
- la réparation dite secondaire dans laquelle ossifications endochondrale et 

intramembranaire sont combinées. 
 

Quel que soit le type de lésion et le mode de réparation, le processus de réparation se fait 
selon une séquence d’évènements cellulaires et moléculaires bien définis plus ou moins 
intriqués. 
 
 
 

1.2. Les phases de la réparation osseuse (Tableau 5) 
 
 

 
 

Tableau 5: Cinétique des événements cellulaires et expression des molécules de signalisation durant la 
réparation osseuse chez la souris. 

[Dimitriou et al. 2005] 
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- L’hémostase et la phase inflammatoire 
 
Le tissu osseux étant richement vascularisé, une lésion va induire la rupture des vaisseaux 

périostés, intracorticaux et médullaires nécessitant ainsi une phase d’hémostase. Celle-ci va 
produire un clou hémostatique puis un tissu de granulation qui va servir de support à la 
formation du cal [Brighton 1984], la fonction de ce cal étant de stabiliser les fragments 
osseux. 
Au sein du caillot les plaquettes activées libérent des cytokines et des facteurs de croissance 
contenus dans leurs granules  (PDGF, TGF-). Ces facteurs ont une activité 
chimioattractante pour les macrophages, monocytes et polynucléaires. Ces cellules de 
l’immunité innée jouent également un rôle important dans le nettoyage de la plaie et dans la 
sécrétion de nombreux facteurs (prostaglandines, IL1 et 6, TNF , interferon-, 
ostéoprotégérine, RANK-L) [Bolander 1992]. 
 

- La vascularisation  
 
La réparation naturelle d’une lésion osseuse nécessite la coordination des mécanismes 

moléculaires qui régulent le remodelage de la matrice extracellulaire et la pénétration des 
vaisseaux.  

Il est nécessaire de distinguer que dans l’ossification endochondrale, la formation des 
vaisseaux se fait après la formation du cartilage, alors qu’elle apparaît avant le cal dur dans 
l’ossification intramembranaire. 

La vascularisation au cours de la réparation est stimulée par l’activation de deux voies, 
celle dépendante du VEGF (Vascular endothelial Growth Factor) et celle de l’angiopoïétine 
[Pacicca et al. 2003]. Par ailleurs, la progression des vaisseaux au sein de la matrice est 
étroitement liée à l’action spécifique de métalloprotéinases. [Gerber et al. 1999; Street et al. 
2002; Leach et al. 2006; Page-McCaw et al. 2007] 
La formation des vaisseaux permet la mise en place du cal dur en participant à 
l’acheminement de progéniteurs ostéoblastiques. Par ailleurs la communication entre les 
cellules endothéliales et les ostéoblastes est importante pour la régulation de la différenciation 
des ostéoblastes et la formation osseuse [Grellier 2008]. [Vu et al. 1998; Ferguson et al. 1999; 
Yamagiwa et al. 1999; Zhou et al. 2000; Carano et al. 2003; Colnot et al. 2003; Lehmann et 
al. 2005; Behonick et al. 2007] 
 

- Formation d’un cal mou puis d’un cal dur 
 
Sous l’action des facteurs solubles libérés au cours de la phase inflammatoire (TGF- et 

PDGF), les cellules mésenchymateuses non différenciées se condensent, prolifèrent et 
forment un cal mou. Ces cellules ont différentes origines (voir paragraphe 2 page 46).  
Dans un modèle de réparation primaire, au sein du cal fibreux, les cellules prolifèrent et se 
différencient rapidement en ostéoblastes avec un pic de production entre 7 et 10 jours. A 
partir d’environ 10 jours, les cellules cessent de proliférer, le cal se convertit en cal dur avec 
formation d’os primaire minéralisé par ossification intramembranaire. 
Dans un modèle endochondral, la prolifération cellulaire est plus longue, conduisant à un cal 
cartilagineux de grande taille. L’ossification endochondrale se met en place autour du 9ème 
jour avec maturation des chondrocytes. Le cartilage est peu à peu remplacé par de l’os tissé 
dès le 14ème jour après la fracture.  
D’une façon générale, la formation de l’os primaire se poursuit jusqu’au 21ème jour après la 
lésion.  
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- Remodelage osseux 
 
La dernière phase de la réparation est le remodelage de l’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. Ce cycle est identique à 
celui décrit au cours de l’ostéogenèse. 
 
 

1.3. Réparation et embryogenèse 
 

Les mécanismes sous-jacents de cette réparation tissulaire présentent de fortes 
similarités avec les mécanismes d’ossification endochondrale et intramembranaire mis en 
place au cours de l’ontogenèse du tissu osseux [Ferguson et al. 1999; Cullinane et al. 2002; 
Gerstenfeld et al. 2003; Shapiro 2008]. Pour certains auteurs, les mécanismes mis en jeu au 
cours de la réparation dépendent de la ré-induction de voies moléculaires impliquées au cours 
du développement [Sandberg et al. 1993; Iwasaki et al. 1997; Vortkamp et al. 1998]. 
Cependant, deux points majeurs distinguent ces deux mécanismes.  

  
La formation osseuse, qu’elle soit ontogénique ou réparatrice, débute par le 

recrutement, la condensation puis la différenciation de cellules mésenchymateuses [Hall et al. 
1992; Hiltunen et al. 1993]. En fonction des facteurs environnementaux, solubles, physiques 
ou mécaniques, ces cellules vont s’orienter vers la chondrogenèse, l’ossification 
endochondrale ou l’ostéogenèse. Au sein du bourgeon embryonnaire, ces mécanismes sont 
guidés par des gradients de morphogènes tels que les BMPs, le TGF-, Wnt [Gerstenfeld et 
al. 2003]. Dans un environnement fracturaire, l’initiation de l’ossification fait suite à une 
phase hémostatique et inflammatoire. L’inflammation et l’hémostase libèrent des facteurs de 
croissance, de nombreuses cytokines et chimiokines tels que l’IL-1, l’IL-6, des 
prostaglandines (PG E2), du TNF b. L’ensemble de ces facteurs constituent un environnement 
biochimique différent de celui présent dans le bourgeon osseux embryonnaire [Bolander 
1992; Bruder et al. 1994]. 

 
 La seconde différence concerne l’environnement mécanique. En effet, l’ostéogenèse 
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 
définition au sein d’une lésion du tissu osseux adulte. Ce tissu adulte peut être l’objet de 
différentes forces mécaniques, forces qui ont une forte influence sur le processus de 
réparation (paragraphe 3 en page 49) [Henderson et al. 2002]. 
 
 

2. Les cellules ostéoprogénitrices 
 

Pour Phillips, quatre zones contribuent à la réparation d’une fracture osseuse : la 
cavité médullaire, la zone intracorticale, le périoste et les tissus mous environnants. Les deux 
premières seraient responsables de la mise en place d’un cal mou, puis d’un os par 
ossification endochondrale. Le périoste et les tissus mous environnants seraient à l’origine du 
cal dur et de l’ossification intramembranaire. [Phillips 2005] 
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Shapiro précise quant à lui cinq sources possibles de cellules ostéoprogénitrices [Shapiro 
2008]  : 

- Les cellules de la couche interne du périoste 
- Les ostéoprogéniteurs associés aux vaisseaux du système haversien de l’os cortical 
- Les cellules bordantes de l’endoste 
- Les cellules mésenchymateuses non différenciées de la moelle osseuse 
- Les cellules non différenciées des tissus mous et des tissus conjonctifs environnants 
- Le périoste 

 
Le périoste est un tissu conjonctif ancré à l’os par les fibres de Sharpey (Figure 26). 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 
système vasculaire osseux. [Allen et al. 2004; Zhang et al. 2008; Schindeler et al. 2009] 

 
 

 
 

Figure 26 : Le périoste. 
(A) Couche externe (1) et interne (2) du périoste ; tissu musculaire (M) ; os cortical (C) ; la flèche indique 

une fibre de Sharpey. Coloration Hématoxyline Eosine Safran. Copyright : Paul B. Bell, Jr. & Barbara 
Safiejko-Mroczka (The University of Oklahoma). (B)Les flèches indiquent les cellules du cambium (couche 
interne du périoste), l’astérisque un capillaire sanguin. Coupe de tissu osseux humain, coloration trichrome 

de Masson. La barre représente 25µm. [Allen et al. 2004] 
 
Le périoste est clairement une source potentielle de cellules ostéoprogénitrices pour la 
réparation osseuse. Il est connu que le retrait du périoste résulte en une diminution de la 
capacité de l’os à se réparer. Ceci a été démontré dans un modèle d’ostéotomie chez le lapin, 
dans laquelle le périoste a été supprimé aboutissant à l’absence de réparation de la lésion [Oni 
et al. 1992]. De façon similaire, [Ozaki et al. 2000] démontre que l’ablation du périoste dans 
un modèle de fracture du tibia chez le rat provoque la diminution de la taille du cal. 
Des expériences de transplantation de cellules de moelle osseuse de souris ROSA26, 
exprimant la -galactosidase, ont permis de déterminer l’origine des cellules 
ostéoprogénitrices impliquées dans la réparation. Ainsi, les travaux de Colnot et al tendent à 
montrer qu’au cours de la réparation d’une fracture par ossification endochondrale, les 
ostéochondroprogéniteurs ne sont pas issus de la moelle osseuse, suggérant une origine 
périostée [Colnot et al. 2006; Colnot 2009].  
L’ensemble des données recueillies mettent en avant la richesse du périoste en cellules 
ostéogéniques pour l’ingénierie tissulaire et la réparation osseuse [Hutmacher et al. 2003]. 
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- Les cellules bordantes endostéales et les ostéoprogéniteurs du système 
vasculaire haversien 

 
Le système haversien ou ostéon, propre à l’architecture du tissu osseux humain, est l’unité 
structurale de base de l’os cortical. Il se compose de lamelles concentriques de matrice 
minéralisée, disposées autour d’un canal central contenant le réseau sanguin et des nerfs. Au 
sein de la matrice sont disposés de façon régulière des ostéocytes. La cavité du canal 
haversien, comme l’os trabéculaire ou cortical, est recouverte par une couche de cellules 
bordantes. D’un point de vue topographique, les canaux haversions sont isolés de la moelle, 
du périoste et de l’endoste. Par conséquent, ils contiennent leurs propres progéniteurs 
ostéoblastiques, qui sont recrutés lors du remodelage de l’os cortical. 
Le rôle des cellules bordantes dans la réponse du tissu osseux aux situations pathologiques est 
connu dans le cas de charge et post charge. Ces cellules interviennent également dans la 
réparation d’une fracture osseuse et d’un défect, comme le montrent les travaux de greffe 
osseuse [Colnot 2009].  
 

- Les cellules mésenchymateuses de la moelle osseuse 
 

La moelle est connue pour être un réservoir de cellules souches mésenchymateuses à 
l’origine de différentes lignées cellulaires, dont les chondrocytes et les ostéoblastes (Figure 
27). Des études tendent à prouver l’implication de cette niche cellulaire dans la réparation 
osseuse [Takagi et al. 1982; Feeley et al. 2006]. 
 

 
 

Figure 27 : Niche cellulaire de la moelle osseuse. 
Os cortical (1), endoste (2), moelle osseuse (3). [Moore et al. 2006] 

 
 

Les travaux de Colnot et al. démontrent que les cellules ostéoblastiques participant à 
l’ossification intramembranaire, survenant lors de la réparation d’une lésion osseuse stabilisée 
sont en partie d’origine médullaire [Colnot et al. 2006; Colnot 2008; Colnot 2009].  
Par ailleurs, des études in vitro ont montré que les cellules de la moelle osseuse sont sensibles 
à l’action des facteurs solubles libérés au cours du processus de cicatrisation. Enfin, 
l’utilisation de ces cellules en ingénierie osseuse permet d’améliorer la réparation d’une lésion 
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osseuse [Cui et al. 2006; Feeley et al. 2006; Tseng et al. 2008] et le guidage de la réparation 
par un biomatériau augmente les capacités ostéoinductive et ostéointégrative de ce dernier 
[He et al. 2007; Ben-Ari et al. 2009]. 

 
 

- Les cellules des tissus mous 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 al. ont montré que l’isolement des tissus mous de l’os fracturé, grâce à un film de 
PTFE (PolyTétraFluoroEthylène), entraîne une altération de la réparation suggérant un rôle 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 
BMP [Musgrave et al. 2001; Musgrave et al. 2002; Schindeler et al. 2009]. 
 
 
 
 

3. Les forces mécaniques et leur rôle dans le contrôle de la réparation osseuse 
 
 
 Le microenvironnement et les contraintes mécaniques s’appliquant au niveau de la 
zone de lésion conditionnent le processus de réparation [McKibbin 1978; Carano et al. 2003; 
Cullinane et al. 2003; Dimitriou et al. 2005; Giannoudis et al. 2007; Morgan et al. 2008; 
Shapiro 2008].  
 
L’os peut être soumis à différentes forces mécaniques : 

- la compression (dénominations anglaises : stress, hydrostatic pressure), 
- l’étirement (dénominations anglaises : strain, tensile force, tension), 
- le cisaillement (dénominations anglaises : shear) lié au mouvement des liquides 

extracellulaires lors de compressions par exemple.  
 

Il existe actuellement un consensus indiquant que les forces d’étirement induisent 
l’ossification intramembranaire, la compression induit l’activation des chondrocytes, avec 
pour une pression hydrostatique constante l’induction de cartilage et pour des compressions 
intermittentes la mise en place d’une ossification endochondrale. Enfin une forte contrainte de 
cisaillement conduit à la formation de tissu fibreux [Carter et al. 1998]. Whitfield propose que 
le switch entre ostéoblastogenèse et chondrogenèse implique la détection des forces de 
cisaillement par une structure ciliaire présente à la surface de la membrane plasmique des 
cellules mésenchymateuses [Whitfield 2008].  
Ces observations ont été réalisées avec application d’un type de force dans des systèmes 
uniaxiaux. Cependant, au cours de la réparation plusieurs types de forces s’appliquent 
simultanément et dans plusieurs directions. Ainsi l’étude de Pauwels  montre qu’une 
combinaison entre le cisaillement et la compression aboutit à la formation de fibrocartilage 
[Pauwels 1976].  
Claes et al. proposent  une corrélation entre la mesure de forces mécaniques et les différents 
tissus présents au cours de la réparation osseuse (Figure 28) [Claes et al. 1999]. Ainsi 
l’augmentation des forces de compression favoriserait le développement de l’ossification 
endochondrale au détriment de l’ossification intramembranaire.  
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Figure 28 : Modèle de corrélation entre les forces mécaniques mesurées et le type de tissu au cours de la 
réparation d’une fracture osseuse.  

Force de compression (stress, hydrostatic pressure) ; force d’étirement (strain, tensile force).  
[Claes et al. 1999] 

 
 

Il faut également considérer le tissu comme un élément mixte solide – fluide, la phase 
solide étant la matrice et la phase fluide représentant les cellules dont le contact est assuré par 
des jonctions communicantes. Les forces s’appliquant dans un système mixte conditionnent 
également la réparation comme le suggèrent les travaux d’Owan et Prendergast [Owan et al. 
1997; Prendergast et al. 1997] (Figure 29). Dans ce modèle, la diminution des forces de 
cisaillement et d’étirement s’exerçant sur les cellules mésenchymateuses conduirait à la 
formation de tissu osseux et non de cartilage.  

 
 

 

 
 

Figure 29 : Hypothèse sur l’interaction entre forces de cisaillement et d’étirement dans le contrôle de la 
différenciation du tissu osseux au cours de la réparation. 

[Prendergast et al. 1997; Lacroix et al. 2002] 
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En résumé, quatre régimes mécaniques sont impliqués dans la différenciation des cellules 
mésenchymateuses au cours de la réparation osseuse [Prendergast et al. 1997; Carter et al. 
1998; Park et al. 1998; Wolf et al. 2001; Lacroix et al. 2002; Schell et al. 2005; Isaksson et al. 
2006] :  

- les forces d’étirement combinées à un stress de compression hydrostatique stimulent le 
développement de fibrocartilage. 

- un régime de forte tension d’étirement est un stimulus de la production nette de tissu 
fibreux. 

- le stress lié à la compression induit la chondrogenèse. 
- l’ossification intramembranaire survient dans les zones de faible étirement et de faible 

compression. 
 
 

4. Les fractures osseuses 
 

Le modèle de fracture est un système idéal pour étudier la régénération du tissu osseux, sa 
minéralisation et son remodelage. La stabilisation des fragments osseux générés par la 
fracture va conditionner le mode de réparation de cette dernière. 

 
Dans les fractures non stabilisées, le mouvement des fragments osseux les uns par rapport 

aux autres crée un environnement mécanique orientant la réparation vers un mode 
d’ossification endochondrale (Figure 30). Ainsi, sept jours après la fracture, le cal mou, de 
grande taille, est riche en collagènes de type IIa [Thompson et al. 2002] et IX [Opolka et al. 
2006]. Au sein de ce cartilage se mettent en place des centres d’ossification caractérisés par 
l’expression d’ostéocalcine, au détriment de la chondrogenèse. L’os formé est 
progressivement remodelé. 
 

 
 

Figure 30 : Cinétique de réparation d’une fracture non stabilisée du tibia chez la souris. 
Radiographie (R.X.), coloration à la safranine O contre colorée au fast green, immunohistofluorescence anti 
collagène type IIa et anti ostéocalcine à 4 (A), 7 (B), 14 (C) et 21 (D) jours après création de la fracture non-

stabilisée du tibia. Les fléches indiquent la position de réaction positive. [Thompson et al. 2002] 
 

Safranine O Collagène type Ostéocalcine R X  
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 Le processus de réparation d’une fracture osseuse a été décrit comme la juxtaposition 
de processus anaboliques (formation de tissu) et cataboliques (remodelage tissulaire) (Figure 
31). Cette approche a tout d’abord été utilisée pour décrire le remodelage survenant au sein du 
cal dur et permettant de produire l’os lamellaire [Little et al. 2007]. Ce couplage 
anabolisme/catabolisme peut également décrire le remodelage du cal cartilagineux en os tissé 
dans le modèle de fracture non-stabilisé [Schindeler et al. 2008].  
Le remodelage du cal dépend de facteurs solubles [Lehmann et al. 2005] mais également de la 
composition même de la matrice cartilagineuse. En effet, l’invalidation de l’expression de 
collagène IX induit un retard de formation d’os primaire au niveau du site de fracture, et donc 
un retard de remodelage du cal mou [Opolka et al. 2006]. 

 
 

 
 

Figure 31 : Les réponses anaboliques et cataboliques au cours de la réparation osseuse. 
(A) Représentation des quatre stades principaux de la réparation osseuse. (B) Modélisation des phases 

anaboliques et cataboliques de la réparation. L’anabolisme non spécifique décrit les processus précoces de la 
cicatrisation (hémostase, inflammation, fibrose) communs à de nombreux tissus. Le catabolisme non spécifique 
constitue le remodelage du tissu cartilagineux en os primaire. (C) Contribution des différents types cellulaires au 

cours de la réparation. [Schindeler et al. 2008] 
 

 
Par ailleurs, ce remodelage nécessite certaines activités protéasiques spécifiques. 

L’inactivation des gènes de métalloprotéases matricielles, MMP9 et MMP13 notamment, 
entraîne une persistance du cartilage induisant un retard de formation d’os primaire 
uniquement dans les modèles impliquant de l’ossification endochondrale, prouvant ainsi leur 
rôle dans la formation du cal dur [Colnot et al. 2003; Behonick et al. 2007]. 
 
 

 

La stabilisation de la fracture entraine un processus de réparation osseuse par 
ossification intramembranaire (Figure 32). Dans ce modèle, peu voire pas de cartilage n’est 
détecté. Le cal formé est de taille restreinte comparé à celui d’une fracture non-stabilisée. 
Rapidement, l’expression de l’ostéocalcine augmente dans le périoste adjacent à la fracture et 
la moelle osseuse. Elle se prolonge jusqu’à la phase de remodelage osseux attestant de la 
formation d’un os primaire puis d’un os secondaire dans la fracture. 
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Figure 32 : Cinétique de réparation d’une fracture stabilisée du tibia chez la souris. 
Radiographie (R.X.), coloration à la safranine O contre colorée au fast green, immunohistofluorescence anti 

collagène type IIa et anti ostéocalcine à 4 (A), 7 (B), 14 (C) et 21 (D)  jours après création de la fracture 
stabilisée du tibia. Les fléches indiquent la position de réaction positive. 

[Thompson et al. 2002] 
 
 
 
 

Il est intéressant de voir que l’utilisation parallèle de ces modèles de fractures permet de 
mettre en évidence des différences dans les mécanismes cellulaires et moléculaires de 
l’ossification endochondrale et intramembranaire au cours de la réparation. Ces modèles sont 
fréquemment utilisés en recherche orthopédique. Cependant, ils restent mal adaptés à l’étude 
de biomatériaux de comblement pour lesquels les modèles de lésions mieux contrôlées et 
incapables de se réparer seules (lésions critiques) sont préférés. Ils sont également inadaptés à 
l’étude de la réparation de l’os cortical ou de l’os spongieux. 
 
 

5. Les défauts, perforations ou « défect » osseux 
 

Les perforations osseuses, ou « défects », sont créées lors d’interventions chirurgicales 
(curetage, exérèse de tumeur, prélèvements de greffons osseux, remplacement des ligaments). 
Le tissu osseux possède la capacité de combler spontanément un défaut osseux de petite taille. 
Au delà d’une certaine taille, la réparation naturelle compromise. Hollinger et Kleinschmidt 
parlent de défect de taille critique lorsqu’un défect osseux, non traité, présente moins de 10 % 
de réparation au cours de la vie de l’animal [Hollinger et al. 1990; Lindsey et al. 1998]. Il est 
alors nécessaire d’avoir recours à différentes stratégies pour améliorer la réparation 
(biomatériaux, facteurs de croissance, thérapie cellulaire). 

Le développement de modèles animaux pertinents de défects osseux est donc nécessaire 
pour développer des stratégies et des produits d’ingénierie osseux dédiés au traitement de 

Safranine O Collagène type IIa Ostéocalcine R X  
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défauts osseux et à l’amélioration de la réparation osseuse [Hollinger et al. 1990]. Malgré la 
pertinence des modèles développés sur gros animaux [Reichert et al. 2009] tels que le cochon, 
la brebis, le chien, le chat, les lapins, les justifications éthiques et économiques tendent à 
favoriser le développement des modèles rongeurs. Enfin, malgré sa petite taille, la souris reste 
un modèle de choix grâce à la génétique expérimentale. 

Trois modèles de défects murins sont majoritairement rencontrés dans la littérature : les 
défects de la calvaria, les défects de l’os cortical diaphysaire (fémur ou tibia) et les défects 
épi-métaphysaires.  
 
 

5.1.1. Le modèle calvaria  
 

L’os pariétal ou calvaria est un os plat supportant la réalisation de défauts osseux de taille 
critique sans risque de fracture (Figure 33). Subissant peu de forces mécaniques (compression 
notamment),  la calvaria se régénère par ossification intramembranaire [Hammerle et al. 
1995].  
 

 
 

Figure 33 : Défect de taille critique réalisé dans une calvaria de souris. 
Le défect critique de 4 mm de diamètre est réalisé dans l’os pariétal comme schématisé (cercle bleu) sur la droite 

de la figure. Os pariétal (1), os frontal (2), os interpariétal (3), suture osseuse ou bregma (4). 
(Données personnelles) 

 
Actuellement, la calvaria reste le modèle de choix en ingénierie osseuse pour évaluer les 

effets de facteurs de croissance [Alden et al. 2000; Virk et al. 2008], de biomatériaux 
[Robinson et al. 1995; Kamakura et al. 1999; Schlegel et al. 2006; Findikcioglu et al. 2009; 
Park et al. 2009] et de cellules sur la réparation osseuse [Breitbart et al. 1998; Tsuchida et al. 
2003; Cowan et al. 2004; Degano et al. 2008]. 
Cependant, l’extrapolation des résultats obtenus dans un modèle de calvaria aux os longs reste 
toutefois périlleuse car ce modèle reste inadapté à l’étude de la réparation de l’os spongieux. 
Il apparaît donc nécessaire de développer des modèles plus adaptés, tels que les défects des os 
longs. 
 
 

5.1.2. Le modèle de défect cortical diaphysaire 
 

Le modèle de lésion diaphysaire chez la souris consiste en une chirurgie rapide, 
reproductible, peu traumatique pour l’animal et n’aboutissant pas à la fracture franche de l’os. 
Les contraintes mécaniques au niveau du tissu blessé conduisent à une réparation par 
ossification intramembranaire. Ce modèle, cependant, ne permet pas de faire des défauts 
osseux de taille critique à cause de la taille même des os chez cet animal.  
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 Les travaux de Campbell et al résument bien les différents stades de la réparation de ce 
type de défaut osseux réalisé sur un tibia murin (Figure 34) [Campbell et al. 2003]. Trois jours 
après la réalisation d’une perforation de 0,5 mm dans la diaphyse du tibia, le trou est comblé 
par un cal hémostatique. Il est ensuite infiltré par des cellules d’aspect mésenchymateux, 
formant une matrice fibreuse et dense. Parallèlement, l’expression de collagène de type I et 
d’ostéopontine sont détectables à 7 jours. L’apparition d’os primaire au sein de ce cal mou se 
fait autour du 9ème jour postopératoire. Au 14ème jour, l’os néoformé forme un réseau d’aspect 
trabéculaire fixant la coloration au Von Kossa. L’os remplissant le défaut osseux est remodelé 
sous forme d’os lamellaire au 28ème jour.  
 
 

 
 

Figure 34 : Réparation d’un défect cortical au niveau du tibia. 
Coupes transversales d’un tibia normal (A) et d’un tibia à 3 (B), 7 (C), 14 (D), 28 (E) et 42 jours (F) après 

perforation. Les flèches indiquent les bordures du défect et les têtes de flèches les débris osseux générés lors de 
la réalisation du trou. Les coupes ont été colorées au trichrome de Masson. La barre représente 200 µm. 

[Campbell et al. 2003] 
 
 Ce modèle de réparation a fait l’objet de quelques études afin d’identifier l’origine des 
cellules ostéoblastiques impliquées dans la cicatrisation. Ainsi, la transplantation de cellules 
de moelle osseuse de souris ROSA26, exprimant la -galactosidase a permis de mettre en 
évidence l’origine médullaire des ostéoclastes recrutés lors du remodellage du cal dur [Colnot 
et al. 2006]. Ce modèle a également été utilisé pour démontrer le rôle de la MMP13 dans la 
l’ossification intramembraniare [Behonick et al. 2007], pour tester des thérapies adénovirales 
surexprimant  la BMP2 pour améliorer la réparation [Virk et al. 2008] ou encore évaluer 
l’impact de molécules thérapeutiques sur la réparation, notamment l’effet délétaire des 
bisphosphonates [Nagashima et al. 2005]. 
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5.1.3. Les défects épi-métaphysaires  
 

Les défects épi-métaphysaires  sont peu utilisés dans la littérature pour étudier la 
réparation osseuse. Ils présentent pourtant la particularité d’associer à la lésion de l’os 
cortical, une lésion de l’os trabéculaire voir même de la plaque de croissance (Figure 35). 

 

 
 

Figure 35 : Défect épi-métaphysaire fémoral murin de 1,6 mm de diamétre. 
Coupe sagittale de fémur décalcifié après création de la perforation épi-métaphysaire. Coloration Hématoxyline-

Eosine-Safran. (Données personnelles) 
 
 

Ce type de lésion, à proximité de la moelle osseuse se répare par ossification 
intramembranaire, sans phase cartilagineuse et ni développement de réaction périostée (Figure 
36). [Charnley et al. 1952; Uhthoff et al. 1981; Uusitalo et al. 2001] 

 
 

 
 

Figure 36 : Réparation d’un défect cortico-trabéculaire de l’os métaphysaire. 
L’histologie a été réalisée avant la chirurgie (E), à 1 (A, F), 2 (B), 3 (C) et 6 (D) semaines de réparation. Du 
cartilage est fréquemment observé à proximité du défect (flèche en A). La réparation se fait par ossification 

intramembranaire. Les coupes transversales, décalcifiées sont colorées à l’hématoxyline-éosine (A–E) et au bleu 
alcian (F). [Uusitalo et al. 2001] 

Epiphyse 

Métaphyse 

Plaque de croissance 
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Quelques études ont utilisé ce modèle pour l’évaluation de biomatériaux in vivo [Griffon 
et al. 2001; Peters et al. 2006; Walsh et al. 2008; Grellier et al. 2009] ou de facteurs de 
croissance [Chen et al. 2004; Morgan et al. 2008]. 
 
 La réparation de défects, diaphysaire et épi-métaphysaire, sera discutée dans la 
première partie des résultats de cette thèse. Seront particulièrement abordés le processus de 
réparation, l’effet du diamètre et l’effet de la position du défect. 
 
 

6. Les modulateurs de la réparation  
 

Au cours de la réparation osseuse, trois grandes catégories d’acteurs agissent de manière 
coordonnée afin de mettre en place la restauration du tissu osseux. Ces acteurs sont les 
facteurs de croissance libérés localement, les cellules ostéoprogénitrices pouvant avoir 
différentes origines (voir paragraphe 2 en page 46), et enfin le microenvironnement et 
notamment les forces mécaniques (voir paragraphe 3 en page 49). Giannoudis et al dans un 
cadre de réparation osseuse guidé par un biomatériau, introduissent un quatrième paramètre, 
la matrice ostéoinductive, et proposent ainsi un concept quaternaire nommé « diamond 
concept » à la base de la réparation osseuse [Giannoudis et al. 2007].  
 
    

6.1. Les facteurs solubles 
 

6.1.1. les cytokines inflammatoires  
 

L’interleukine IL-1, l’interleukine IL-6 le TNF- (Tumor Necrosis Factor) jouent un rôle 
important dans l’initiation de la cascade de signalisation cellulaire et moléculaire de la 
réparation osseuse. Ils sont sécrétés par les cellules inflammatoires, les macrophages et les 
cellules mésenchymateuses présentes dans le périoste adjacent au site de lésion. Elles 
induisent le chimiotactisme d’autres cellules inflammatoires, activent la production de matrice 
extracellulaire, stimule l’angiogenèse et le recrutement de cellules mésenchymateuses au 
niveau de la zone de réparation. Leur profil d’expression est biphasique avec un premier pic 
d’expression deux jours après la lésion, puis un second au moment du remodelage de l’os 
primaire. [Gerstenfeld et al. 2001; Kon et al. 2001; Gerstenfeld et al. 2003; Dimitriou et al. 
2005; Lehmann et al. 2005; Giannoudis et al. 2007; Tsiridis et al. 2007; Yang et al. 2007] 
 
 

6.1.2. Les facteurs de croissance  
 

- Le PDGF (Platelet Derived Growth Factor) 
Le PDGF est synthétisé par les plaquettes, les monocytes, les macrophages, les cellules 

endothéliales et les ostéoblastes. C’est un puissant mitogène pour les cellules 
mésenchymateuses.  
Il est sécrété précocement au cours de la réparation lors de la dégranulation des plaquettes. Il 
intervient dans le chimiotactisme des cellules inflammatoires et dans le recrutement et la 
prolifération des cellules mésenchymateuses. Nash et al ont montré une augmentation de la 
densité du volume du cal formé suite à une ostéotomie chez les lapins traités au PDGF. 
[Bolander 1992; Nash et al. 1994; Andrew et al. 1995; Fiedler et al. 2002; Lieberman et al. 
2002] 
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- Le TGF- (Transforming Growth Factor) 
Libéré par les plaquettes durant la phase inflammatoire, le TGF- semble jouer un rôle 

dans la formation du cal. Il est également produit par les chondrocytes et les ostéoblastes.  
C’est un stimulateur chimiotactique des cellules mésenchymateuses et de leur prolifération ; Il 
stimule la production de matrice extracellulaire dans laquelle il se retrouve séquestré, ainsi 
que la production de BMP par les ostéoprogéniteurs. [Bolander 1992; Bostrom et al. 1998; 
Lieberman et al. 2002] 
 

- Les BMP (Bone Morphogenetic Proteins) 
Les BMPs sont produites par les cellules mésenchymateuses, les ostéoprogéniteurs, les 

ostéoblastes et les chondrocytes. La famille des BMPs regroupent un grand nombre de 
membres. Les BMPs 2, 6 et 9 sont décrites comme étant les plus puissants inducteurs 
ostéoblastiques des cellules mésenchymateuses. Elles sont capables d’induire l’expression 
d’autres facteurs de croissance et angiogéniques comme l’IGF et le VEGF. Enfin, elles 
stimulent la formation osseuse en favorisant l’angiogenèse. [Hughes et al. 1995; Marie 2000; 
Deckers et al. 2002; Fiedler et al. 2002; Valdimarsdottir et al. 2002; Cheng et al. 2003]  
 

- Le FGF (Fibroblast Growth Factor) 
Durant la réparation osseuse, le FGF est sécrété par les cellules de l’inflammation 

(macrophages, monocytes), les chondrocytes et les ostéoblastes. 
Dans un modèle d’ostéotomie réalisé sur un chien, une simple injection de FGF induit une 
augmentation précoce de la taille du cal. Le FGF est donc un facteur stimulateur de la 
réparation osseuse. [Tanaka et al. 2003; Chen et al. 2004; Schmid et al. 2009] 
 
 

6.2. Les protéines de la matrice extracellulaire dans la réparation osseuse 
 

La matrice osseuse, elle-même, de par sa composition protéique notamment, participe à la 
régulation des processus cellulaires et moléculaires de la réparation osseuse. Ainsi de 
nombreuses études ont porté sur l’expression, la cartographie et l’effet des protéines 
matricielles, collagéniques ou non, au cours de la réparation osseuse chez les rongeurs. 
[Jingushi et al. 1992; Hiltunen et al. 1993; Sandberg et al. 1993; Sato et al. 1998] 
 

Les profils d’expression des collagènes, protéines majoritaires de la matrice osseuse, sont 
particulièrement bien décrits. Brièvement, les collagènes de types II, IX et l’aggrécane sont 
caractéristiques de la réparation par ossification endochondrale. Le collagène de type I 
s’exprime dès le 5ème jour de réparation, au niveau des centres d’ossification primaire en 
bordure des fragments d’une fracture non stabilisée, et au sein des défects se réparant par 
ossification intramembranaire. 
Dans l’ossification endochondrale, mise en place dans les fractures non-stabilisées, la 
composition du cal cartilagineux joue un rôle dans le contrôle du remodelage du cartilage. 
Ainsi, l’absence de collagène IX induit une persistance du cartilage au niveau du site de 
fracture et un retard de remodelage en os primaire [Opolka et al. 2006]. 
 
 La matrice néoformée au cours de la réparation est identique en composition que la 
matrice native. A ce titre, elle contient des protéines non collagéniques synthétisées par les 
cellules ostéogéniques. Ces protéines sont connues pour intervenir à différents niveaux du 
tissu osseux : organisation de la matrice, minéralisation et biologie des cellules osseuses. 
Ainsi l’ostéonectine est l’une des protéines non collagéniques qui s’exprime précocement au 
cours de la réparation, elle est détectée par immunohistochimie autour du 4ème jour. 
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L’ostéopontine se retrouve dès 7 jours, localisée à l’interface entre le tissu mou et os primaire. 
L’ostéocalcine quand à elle s’exprime au-delà du 9ème jour. 

Le rôle des protéines matricielles non collagéniques sur la réparation tissulaire a été étudié 
grâce aux modèles de génétique expérimentale [Alford et al. 2006]. D’une façon générale, la 
déficience génique pour une protéine matricielle n’induit pas d’altérations manifestes du 
phénotype osseux. Cependant, en condition de réparation tissulaire, le phénotype de ces 
animaux diffère de celui des animaux sauvages, comme c’est le cas pour l’ostéopontine (voir 
chapitre Résultats paragraphe 2.1.2. L’ostéopontine). Toutefois l’implication de ces protéines 
dans la réparation du tissu osseux n’a pas fait l’objet de nombreuses études. 
L’absence d’ostéopontine diminue la vascularisation et la régression du cal cicatriciel formé 
lors d’une fracture, ainsi que du remodelage osseux conduisant à un retard de réparation 
[Duvall et al. 2007]. Dans un modèle de lésion cutanée, la délétion d’ostéopontine s’associe à 
une altération des fibres de collagènes [Liaw et al. 1998]. 
La tenascine C (revue dans [Hsia et al. 2005]) apparaît comme un modulateur négatif au cours 
de la réparation [Alford et al. 2006]. L’ostéonectine a fait l’objet d’études au cours de la 
réparation d’une lésion cutanée. Cependant deux études présentent des résultats 
contradictoires quand à l’effet de la déficience sur la réparation tissulaire [Basu et al. 2001; 
Bradshaw et al. 2002]. 
La déficience en BSP engendre un retard de réparation intramembranaire d’un défect osseux 
[Malaval et al. 2009; Malaval et al. 2009] (Annexe). 
  
 

 
 
 
 

 Quelque soit le type de lésions osseuses, les mécanismes mis en place pour restaurer 
l’architecture et la fonction de l’os, récapitulent les événements cellulaires et moléculaires de 
la formation embryonnaire osseuse et du remodelage. Cependant, l’origine des cellules, 
l’inflammation, et l’environnement mécanique sont trois spécificités de ce contexte 
pathologique. 
 La réparation osseuse résulte de l’interaction étroite de facteurs de croissance, de 
cellules ostéogéniques (ostéoblastes, chondrocytes,…), de l’environnement mécanique et de 
la matrice extracellulaire. Bien que cette dernière fasse l’objet de nombreux travaux dans le 
domaine des biomatériaux osseux, le rôle des protéines de la matrice extracellulaire dans la 
réparation est mal connu. L’étude de la matrice et la compréhension des coopérations 
mécaniques, moléculaires et cellulaires apparaissent pertinentes pour l’amélioration des 
stratégies en ingénierie du tissu osseux. 
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Objectifs 
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Les principales thématiques de recherche développées au sein de l’unité INSERM 
U577 sont :  

 
- l’établissement et la caractérisation de modèles de culture de cellules souches 

ou progénitrices, en mono- ou en co-culture, soumises à des contraintes mécaniques et 
biochimiques, et l’étude de leurs comportements au contact de biomatériaux.  
 

- la conception, l’élaboration et la caractérisation de matériaux biocompatibles, 
biofonctionnels selon les stratégies d'ingénierie moléculaire, macro-moléculaire et des 
surfaces, en vue de fonctionnaliser des biomatériaux innovants ou préexistants pour leur 
conférer un caractère bioactif vis à vis de la composante biologique.  
 

- l’évaluation de l'efficacité des produits de l'ingénierie tissulaire fonctionnalisés 
et/ou cellularisés in vivo grâce à des modèles animaux ; l’étude des mécanismes moléculaires 
de réparation osseuse grâce à la génétique expérimentale. Le suivi des mécanismes de 
réparation naturelle et artificielle par différentes techniques plus ou moins invasives. 
 
 

Les travaux effectués au cours de cette thèse s’intègrent parfaitement dans ce dernier 
thème de recherche. Les travaux antérieurs du laboratoire dans ce domaine ont consisté à 
tester différents biomatériaux, bruts ou fonctionnalisés et/ou cellularisés, tels que le phosphate 
de cellulose [Fricain et al. 2002], le phosphate de calcium biphasique (mélange 
d’hydroxyapatite et de -Tri-Calcium Phosphate) [Catros et al. 2009], ou encore le titane 
greffé de peptide RGD cyclique et cellularisé avec des ostéoprogéniteurs [Pallu et al. 2009], 
en site osseux chez le lapin. 
 Cependant le modèle lapin, comme tous les modèles grands animaux, n’est pas 
approprié pour le greffage de cellules humaines, écartant ainsi le test de biomatériaux 
cellularisés avec ces cellules. De plus, ces modèles de grandes tailles sont peu adaptés aux 
études pharmacologiques à cause de la quantité de produits nécessaire. Enfin, ils ne 
permettent pas d’études de génétique expérimentale.  
 Le modèle murin, malgré sa petite taille, possède de nombreux avantages pour l’étude 
des mécanismes de la réparation osseuse tels que leur production facile et à faible coût, 
l’accès à la génétique expérimentale, la possibilité d’implanter des cellules humaines chez des 
souches immuno-déficientes. 
 
 
 

Face à cette problématique et compte tenu des précédentes données du laboratoire, les 
objectifs et les lignes directrices de la thèse ont été (Figure 37) : 

 
- développer et caractériser des modèles de lésions osseuses chez la souris pour 

permettre d’une part l’étude de biomatériaux de comblement, fonctionnalisés et / ou 
cellularisés, en site osseux et d’autre part l’étude de la réparation osseuse par 
génétique expérimentale. 

 
- étudier le rôle de protéines de la matrice extracellulaire du tissu osseux, l’ostéopontine 

(OPN) et la sialoprotéine osseuse (BSP) dans la réparation d’un défect osseux, grâce 
aux modèles de lésions développés combinés aux modèles de génétique 
expérimentale.  
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Figure 37 : Schéma récapitulatif des objectifs de la thèse. 
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Résultats 
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1. Développement et caractérisation de la réparation de modèles de lésions osseuses de 
type « défect » chez la souris. 
 

1.1. Introduction 
 

Le tissu osseux a la capacité de se régénérer de façon naturelle. Cependant, dans 
certains cas cliniques, tels que l’ostéolyse sévère, l’exérèse de métastases osseuse ou 
l’ostéonécrose, la réparation spontanée est compromise et incomplète. Il est alors nécessaire 
de faire appel à des stratégies de reconstruction et à l’utilisation de matériaux de comblement. 
Par ailleurs, l’amélioration de la réparation nécessite de mieux connaître les mécanismes 
cellulaires et moléculaires impliqués dans les différentes étapes de la réparation osseuse.  
Il apparaît donc nécessaire d’avoir des modèles, bien décrits et pertinents, de lésion osseuse 
permettant d’une part d’étudier la réparation osseuse, naturelle, par génétique expérimentale, 
et d’autre part, permettant l’évaluation in vivo des produits d’ingénierie du tissu osseux. 
 
 

Le premier modèle murin développé au sein de notre laboratoire fut un modèle de 
défect diaphysaire. Brièvement, une perforation de 0,9 mm de diamètre a été réalisée dans la 
diaphyse du fémur sur des souris C57Bl6/J âgées de 19 semaines (Figure 38). La réparation 
de ce défect a été suivie à 7, 14, 21, 28 et 35 jours après chirurgie par microtomographie haute 
résolution aux rayons X, grâce à un micro scanner Explore Locus SP (General Electric 
Healthcare) et par histologie. 

 
 

 
 

Figure 38 : Modèle de défect diaphysaire. 
 
 
 L’analyse de la réparation du défect diaphysaire est présentée dans la Figure 39. Sept 
jours après la chirurgie, des éléments minéralisés, correspondants à des débris osseux formés 
par la perforation, sont présents dans la zone médullaire en regard du défect (Figure 39A). A 
14 jours, un réseau d’os minéralisé d’aspect pseudo-trabéculaire remplit le défect (Figure 39A 
et B). Le développement d’une réaction d’ossification dans le périoste est variable entre les 
échantillons. L’os nouvellement formé au cœur du cortex, se condense pour former à 28 jours 
un os d’aspect mature, rendant quasiment impossible la localisation du défect sur la diaphyse 
à 35 jours (Figure 39B). La cartographie de la densité de l’os nouvellement formé dans le 
défect révèle que la formation osseuse se fait de façon centripète (Figure 39C). La formation 
de l’os dans le défect a été quantifiée dans une région d’intérêt ayant une forme cylindrique de 
0,8 mm de diamètre dessinée et centrée à l’intérieur du défect, et d’épaisseur égale à l’os 
cortical (Figure 39C). Après 35 jours de réparation, les valeurs de densité (TMD), de volume 
de la fraction osseuse (BVF) et du rapport surface sur volume osseux (BS/BV), mesurées dans 
le défect atteignent une valeur équivalente à celles mesurées dans une région diaphysaire 
similaire d’une souris témoin (Sham, Figure 39D). 
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Figure 39 : µCT analysis of a diaphyseal defect in mouse. 
A: µCT images of diaphyseal defect 7, 14, 21 and 28 days after surgery. White arrowheads show the cortical 
edges of the defect. B: 3D reconstruction of diaphysis 14 and 35 days after surgery. Yellow area delimited the 
ROI used for quantitative analysis of new bone formed within the defect. C: µCT mapping of the density of 
newly formed bone within the gap at 14 days. Colour scale indicates the correspondence between colours and 
tissue mineral density (g/cm3). Bar scales represent 900µm (A, B, C). D: Quantitative analysis of new bone 
formed within the defect. Measurements were performed from µCT images using the Advanced Bone 
AnalysisTM software in a ROI (region of interest) positioned within the gap (yellow area, B) and in a similar 
region of a sham-operated femur (sham). (Unpublished personal data) 
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L’analyse histologique de la réparation de ce défect a été réalisée à 7, 14, 21 et 28 
jours après la chirurgie (Figure 40). A 7 jours, le défect est comblé par un cal cicatriciel 
d’aspect fibreux riche en cellules mésenchymateuses (A). Une coloration au rouge Sirius 
atteste de l’absence de fibre de collagène dans la zone de comblement (non montré). Ce cal 
est un cal mou, non minéralisé et également avasculaire (B et C). 14 jours après la perforation, 
la cavité est remplie d’un os minéralisé et vascularisé d’aspect trabéculaire (D et E). Dans 
certains échantillons, une réaction d’ossification endochondrale est observée au niveau du 
périoste, formant un cartilage hypertrophique (D-F). Le réseau trabéculaire au cœur du défect 
se densifie et forme un os lamellaire à 28 jours (G et H). 
 

 
 

Figure 40 : Histological analysis of a diaphysis defect at 7 (A, B, C), 14 (D, E, F), 21 (G) and 28 (H) days 
after surgery. 

 All sections were obtained from decalcified femurs. A, D, G, and H: H-E-S staining. B and E: Green light 
staining. C: Anti-CD31 immunohistostaining. F: Alcian Blue staining. (Unpublished personal data) 

 
 
En résumé, un défect cortical réalisé dans la diaphyse d’un fémur murin se répare 

spontanément en 35 jours, de façon centripète par ossification intramembranaire. La 
réparation de ce modèle est particulièrement bien documentée dans la littérature scientifique 
[Campbell et al. 2003]. Ce modèle apparaît approprié pour l’étude de la réparation naturelle 
de l’os cortical. Cependant, il n’est pas pertinent pour l’évaluation de matériaux de 
comblement ou l’étude de la réparation de l’os trabéculaire pour lesquelles le défect épi-
métaphysaire apparaît plus adapté.  
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Un défect épi-métaphysaire conduit à la lésion de l’os cortical métaphysaire, de l’os 
spongieux ou trabéculaire et d’une partie de la plaque de croissance. Peu de travaux décrivant 
son profil de réparation ont été publiés [Charnley et al. 1952; Uhthoff et al. 1981; Uusitalo et 
al. 2001]. Dans ce type de lésion, l’ossification intramembranaire permet de régénérer l’os 
cortical, l’os trabécualire et la plaque de croissance, bien que pour celle-ci la réparation 
n’aboutise pas à une structure identique. La plus part de ces études s’est attachée à décrire la 
réparation de l’os cortical épi-métaphysaire sans prendre en compte celle de l’os trabéculaire.  
 

Dans le premier article, nous avons caractérisé la cinétique et le mode de réparation 
d’un défect épi-métaphysaire de 0,9 mm de diamètre et nous l’avons comparé à la cinétique 
de réparation d’un défect osseux de même taille, positionné dans la diaphyse fémorale chez la 
souris.  



68 

1.2. Article 1 : Caractérisation de la reparation dans les modèles de défect 
diaphysaire et métaphysaire. 
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Short title:  Bone defects in mouse. 

 

ABSTRACT: In order to identify pertinent models of cortical and cancellous bone 

regeneration, we compared the kinetics and patterns of bone healing in two defect protocols in 

mouse femur. The first protocol consisted in a 0.9 mm diameter through-and-through cortical 

hole drilled in the mid-diaphysis. The second protocol was a 0.9 mm diameter, 1 mm deep 

perforation in the distal epi-metaphyseal region, which destroyed part of the growth plate and 

cancellous bone. Bone healing was analyzed by ex-vivo micro-computerized X-Ray 

tomography and histology. In the diaphysis, the cortical gap was bridged with woven bone 

within 2 weeks. This newly formed bone was rapidly remodelled into compact cortical bone 

which showed characteristic parameters of intact cortex 4 weeks after surgery. In the epi-

metaphysis, bone formation was initiated at the deepest region of the defect and spread slowly 

towards the cortical gap. In this position, newly formed bone quickly adopted the 

characteristics of trabecular bone, whereas a thin compact wall was formed at its external 

border, which reached the density of intact cortical bone but failed to bridge the cortical gap 

even 13 weeks after surgery. This comparative study points the diaphyseal defect as a model 

of cortical bone healing and the epi-metaphyseal defect as a model of cancellous bone repair. 

Both models offer a reliable, convenient alternative to fracture models to investigate the 

cellular and molecular mechanisms of bone regeneration involved after surgical treatment of 

different bone lesions such as tumours, dystrophic and dysplasic processes or aseptic necrosis.  
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Introduction 

 

 Healing of bone lesions involves different processes according to the type of bone 

which is wounded (cortical or spongy), to the position and size of the lesion which condition 

the mechanical strains exerted on the damaged tissues as well as cell and scaffold availability 

[1]. In contrast to lesions of limited dimensions which can repair spontaneously, critical size 

defects require additional surgical procedures to support bone regeneration. Thus, in some 

clinical situations such as non unions, severe osteolysis, excision of bone metastases or 

osteonecrosis, spontaneous bone repair is compromised or incomplete. Most clinical cases 

concern bone fractures, which disrupt both cortex and marrow, generating variable patterns of 

distraction and mechanical unstability. In these instances, bone regeneration involves some 

level of endochondral ossification and cortical bone regeneration occurs secondarily as a 

slow, complex process involving cellular and molecular actors from bone marrow, 

periosteum, endosteum and neighbouring soft tissues origin [2, 3]. In summary most of the 

clinical cases of bone injury involve complex and variable patterns of healing.  

Many of the models used in experimental animal studies alter cortical and spongious bone 

structure and involve mixed intramembranous and endochondral bone formation processes 

with precursor cells of different origins. Few models are currently available to address 

specifically the mechanisms of cortical or spongious bone repair and to test the efficacy of 

pharmacological treatments. Despite their small size, mice have advantages such as their easy 

production at low cost, access to experimental genetics to investigate the mechanisms of bone 

healing, and the ability to use small quantity of drugs due to the small size of the defect.  

Several bone defects models have been developed in mice including non-union [4], distraction 

[5] and cortical defect models [6-9]. Cortical perforations have been generated either in femur 

metaphysis [6], in femur epi-metaphysis [8], in femur diaphysis [9] or in tibia diaphysis [7]. 

These models have been shown to be suitable for injection of adenovirus [6], cells [8] or 

compounds [9]. In these studies, various positions (diaphyseal to epiphyseal) were chosen to 

perform the perforation. However the precise kinetics and patterns of bone regeneration, and 

in particular the evaluation of cortical versus cancellous bone formation, have not been 

thoroughly examined and compared in homogeneous, standardized conditions. In order to 

provide a basis for the choice of a model enabling investigation of either cortical or cancellous 

bone repair, we have compared two defect models. We have drilled 0.9 diameter holes into 
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the diaphysis or into the distal epi-metaphysis of mouse femurs and compared the time course 

and morphological patterns of bone regeneration in these models.  

 

Materials and Methods 

 

Mice and surgery 

C57BL/6 male mice were purchased from Charles River Laboratories. They were kept at 22-

25 °C under 12 hours light/dark cycle. Food and drink was available ad libitum. Mice were 

operated at 14 weeks old. Anaesthesis was performed by intraperitoneous injections of 

ketamine hydrochloride (100 mg/kg body weight) and xylazine (4 mg/kg body weight). 0.9 

mm holes were created in the femur, either in the mid-diaphysis (designed as diaphyseal 

defects) or in a region centred on the distal growth plate, encompassing metaphyseal and 

epiphyseal areas (designed as epi-metaphyseal defects). Perforations were carried out using an 

electric drill (Harvard Apparatus) at 10 000 rpm. The operating field was frequently irrigated 

with saline to avoid thermal necrosis. Holes were rinsed by injection of saline using a 1 ml 

syringe and a 25 Gauge needle, in order to discard bone fragments from the cavity. In the 

mid-diaphysis, through-and-through perforations disrupted cortex, periosteal and endosteal 

surfaces and extended 0.3-0.5 mm into the marrow, but the drill did not reach the opposite 

cortical wall (figure 1A). An additional stripping of the mid-diaphyseal periosteum was 

performed in one group of six mice. Periosteum was mechanically stripped by scraping the 

mid-diaphiseal area before drilling the hole. The absence of periosteum on scraped bone 

surfaces was assessed by histology and µCT. 

The epi-metaphyseal defect spanned the distal growth plate. The perforations were 1-1.5 mm 

deep. In one group, the opposite cortical wall was also perforated, creating a bilateral cortical 

defect. These holes destroyed cancellous trabecular bone as well as the growth plate (figure 

1A). Perforations did not result in significant peri-operation or post-operation fractures. To 

label active bone formation sites, calcein (10 mg/kg) was injected intraperitoneously 10 days 

after surgery and 4 days before sacrifice. At each time point, 14, 28, 56 and 90 days after 

surgery, 5-8 mice were sacrificed by cervical dislocation. Femurs were fixed in 4% 

paraformaldehyde for 24 hours at 4°C, then transferred into 70% ethanol and stored at 4°C. 

All studies complied with EEC directives 86/609/EEC relative to animal experiment.  All 

protocols were approved by the regional committee of ethics.  
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X-Ray microtomography 

Femurs were scanned in an Explore Locus SP X-Ray microcomputerized tomography device 

(General Electric) at an isotropic resolution of 16 µm. Reconstruction of the diaphyseal or 

epi-metaphyseal regions was performed following correction of rotation centre and calibration 

of mineral density. Bone analysis was performed using the “Advanced Bone Analysis”™ 

software (GE). For cancellous bone analysis, the region of interest was bordered by the defect 

edges and encompassed the areas containing newly formed bone, excluding the outer 

boundary containing compact cortical-like bone (figure 1B). For cortical analysis, the region 

of interest (ROI) was a 0.8 mm diameter, 0.3 mm thick cylinder positioned between the edges 

of the cortical defect (figure 1B). Parameters in intact cortical bone were measured from µCT 

images in ROIs of the same size and position as the ones used for the analysis of operated 

bones.  

Thresholding of grey values was performed using the histogram tool in order to separate 

mineralized elements from background. Cancellous bone volume fraction (cancellous BVF), 

trabecular number (TbN) and thickness (TbTh) were measured in cancellous bone. 

Cortical bone volume fraction (cortical BVF) and the density of mineralized tissue (TMD) 

were determined in the cortical gap. 

For the analysis of epi-metaphyseal defects healing, grey levels corresponding to different 

values of TMD of newly formed bone were converted into colours.  

Gap filling was quantified from one 2D longitudinal µCT image positioned to the central axis 

of the defect. Gap filling represented the ratio of the distance between the outer edge of newly 

formed bone and the defect bottom, (figure 1C, d2) to the depth of the perforation (figure 1C, 

d1). 

  

Histology 

Undecalcified femurs were embedded in methylmetacrylate as described previously [17, 18]. 

7 µm thick longitudinal sections were prepared using a microtome (Leica) and tungsten 

carbide blades. To identify bone structures and fibrous tissue, sections were stained with 

Goldner trichrome [19]. To identify cartilage tissue, sections were stained with 1% alcian blue 

8GX (Sigma–Aldrich) in 0.1 M HCl which stains glycosaminoglycans. Sections were 

mounted as previously described for fluorescence or white light observation. To control the 

absence of periosteal tissue after stripping, femurs were decalcified in 0,5M EDTA for 3 days, 

then transferred in 70% ethanol. Decalcified tissues were embedded in paraffin, and 3 µm 

thick sections were stained with Hematoxylin Eosin and Saffran (HES). Sections were 
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observed using a Nikon Eclipse 80i microscope. Pictures were captured using a DXM 1200 C 

(Nikon) CCD camera. 

 

Statistics 

In graphs histograms show mean and bars show the upper standard deviation. The size of each 

group (n) is indicated on histograms. Statistical significance of differences between data from 

experimental groups was tested using a non parametric Mann-Whitney test because the size of 

the groups was generally too small to assess normal distribution. 

 

Results 

 

General facts on operated mice 

In order to investigate the effect of defect position on the bone healing process, 0.9 mm 

diameter holes were created either in the diaphysis or in a region centered on the distal growth 

plate, encompassing metaphyseal and epiphyseal areas and designed as epi-metaphyseal 

defects. No post-operation mortality was recorded. Post-operation fractures were observed in 

1 out of 24 animals with a diaphyseal hole and 3 out of 40 animals with an epi-metaphyseal 

perforation. These mice were identified because either walking or hindlimb position was 

abnormal the day following the operation. Mice with fractured legs were sacrificed to spare 

pain. All the other mice were able to walk normally 18 hours after the operation.  

 

Diaphyseal defect is rapidly repaired through cortical bridging even in the absence of 

periosteum 

14 days after surgery, mineralized trabecular-like bone was observed in the cortical gap, with 

sparse elements in the bone marrow (figure 2A, i). 28 days after surgery the newly deposited 

matrix appeared as a mature, compact cortical bone. A few mineralized elements were 

occasionally detected in the marrow (figures 2A, ii). Quantification of the amount of 

mineralized tissue within the cortical gap, assigned as “cortical bone volume fraction”, 

assessed the rapid deposition and mineralization of bone matrix. 28 days after surgery, this 

value was not significantly different from the one measured in a ROI of identical size drawn 

in the femur diaphysis of a sham-operated mouse (figure 2B, C). The mineral density of the 

filling bone was low at 14 days but reached the value of mature cortical bone at 28 days 

(figure 2C).  
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Histological analysis of the defect 14 days after surgery confirmed the presence of 

mineralized trabecular-like bone within the defect gap (black arrowhead), showed traces of 

mineralized bone in the marrow (white arrowhead) and a moderate periosteal reaction (black 

arrow) but did not reveal the presence of fibrous tissue (figure 2D, i). Calcein labelling (figure 

2D, ii) revealed an intense bone formation activity within the cortical gap of the defect and in 

the periosteum. No alcian blue staining was detected, suggesting the absence of cartilage 

tissue (figure 2D, iii).  

To check whether periosteum was involved in the filling of cortical gap, we scraped the outer 

side of the femur cortex before drilling the hole. Histological examination of scraped operated 

femurs 14 days after surgery (figure 3A) showed that whereas periosteum was present on the 

un-stripped contra-lateral cortex opposite to the hole (figure 3B), it was undetectable in the 

stripped area surrounding the gap (figure 3C).  Moreover, µCT images showed that whereas 

periosteal reaction was observed in some un-stripped bones (figure 3D), it was not found in 

the defect area of any of the stripped femurs, but was restricted to the side opposite to the 

defect in some of these samples (figure 3E). Quantitative analysis showed that the amount of 

bone formed within the cortical gap of stripped bones was not different from the one 

measured in the gap of non stripped bone (figure 3F). 

 

Cancellous, but not cortical bone, is rapidly regenerated in epi-metaphyseal lesions.  

Epi-metaphyseal defects resulted in the disruption of cortical bone, epiphyseal and 

metaphyseal spongious bone, and growth plate. The growth plate was not reconstituted, even 

90 days after surgery (figure 4A). 14 days after the operation, the defect borders were 

delineated by an envelope of mineralized bone which persisted for at least 3 months (figure 

4A, white arrow). Cancellous bone invaded the cavity 14 days after surgery (figure 4A, blue) 

and progressively spread from the deepest region of the defect towards the cortical gap, 

completely filling the cavity 56 days after surgery (figure 4B).  

Quantitative analysis of newly formed cancellous bone showed an accumulation of a dense 

network of primary bone 14 days after surgery (figure 4C). This newly formed bone was 

rapidly remodelled to occupy a bone volume fraction in the range of the one of native 

metaphyseal trabecular bone 28 days after surgery. This remodelling essentially resulted from 

a reduction of the number of trabeculae (figure 4C) with a modest reduction of trabecular 

thickness (figure 4C). These morphological parameters showed no significant evolution at 56 

and 90 days. At the external boundary of the spreading cancellous bone, mineralized tissue 

progressively condensed to form a thin wall of more compact bone, whose mineral density 
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was higher than that of cancellous bone and gradually increased with time (figure 4A, green-

red). This denser bone resulting from the condensation of cancellous bone progressively 

formed the epi-metaphyseal cortex. Quantification of the amount of mineralized bone within 

the cortical gap showed that mineralized tissue was hardly detected 14 days post-surgery but 

thereafter gradually accumulated until 56 days. However, the amount of cortical bone formed 

within the gap failed to reach the value of un-operated bone even 90 days after surgery (figure 

4D).  

Histological examination of the defect 14 days after surgery revealed the presence of fibrous 

tissue within and in the vicinity of the cortical gap (figure 4E, i, black arrow) and confirmed 

the presence of trabecular-like mineralized elements (white arrowhead) in the deepest area of 

the defect. The remnant intact growth plate was observed beyond the bottom of the 

perforation (figure 4E, i, white arrow). Bone formation, revealed by calcein deposition, was 

essentially located at the hypertrophic growth plate (figure 4E, ii, white arrow) and within the 

defect area, sparing the cortical gap and the area filled with fibrous tissue. Alcian blue stained 

the growth plate (figure 4E, iii, black arrow) and articular (black arrowhead) cartilage as well 

as fragments located around but not within the defect zone. No alcian blue staining was 

observed in the area of intense bone formation, suggesting that intramembranous bone 

formation takes place within the defect. 

When epi-metaphyseal perforations disrupting both cortex sides were created, cancellous 

bone was occasionally observed protruding from the walls of the cavity, 14 days after surgery 

(figure 5A, ii). No mineralized elements were detected in most samples (figure 5A, iii) 

Quantification analysis showed that the bone volume fraction within a bilateral defect was 

lower than a unilateral defect (figure 5B). Histological analysis revealed that the cavity of 

bilateral defects was completely filled by an abundant fibrous tissue with sparse trabecular-

like mineralized elements close to the bone marrow (data not shown). 

 

 

Discussion. 

 

In this study, we compared for the first time the kinetics and patterns of bone healing in two 

models of bone defects disrupting femur cortex, but differing by their position along femur 

axis. Both models consisted in a 0.9 mm diameter unilateral through-and-through perforation 

of the cortex. The diaphyseal defect was centred on femur diaphysis and disrupted only the 

cortex wall, with a moderate scraping of bone marrow beneath the perforated area. The epi-
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metaphyseal defect was centred on the growth plate and the perforation destroyed growth 

plate and spongy bone over half the width of the femur. These lesions did not necessitate 

stabilization devices, did not result in fractures and did not disturb the normal walking activity 

of mice. No cartilage was observed in either model within the regenerating zone at any of the 

analyzed stages. Although it is not possible to exclude the presence of chondrocytes at earlier 

stages, this absence of a cartilaginous template in the healing process is consistent with the 

lack of mechanical instability in these models, in contrast with most of the fracture models 

[6]. This also suggests that perforation of the growth plate in the epi-metaphyseal defect 

model did not trigger a spread of cartilage tissue nor initiate an endochondral bone formation 

process, in agreement with previous studies on rabbits [10, 11], mice [12] and rats [13, 14]. In 

summary, bone healing in both defect models occurred through intramembranous bone 

formation.  

Beside these common points, the diaphyseal and epiphyseal defect models differ in several 

aspects. 

In femur mid-diaphysis, cortical defects were rapidly bridged by dense compact bone, whose 

histological aspect and structural parameters appeared similar to those of healthy cortex as 

soon as 21 days after surgery. A similar kinetics and pattern of healing has been described for 

tibia mid-diaphyseal defects [14]. Gap bridging did not seem to be affected by the absence of 

periosteum. Periosteum has been described to support both chondrogenesis and osteogenesis, 

whereas bone marrow/endosteum support intramembraneous ossification. Futhermore, in 

absence of periosteum, bone healing persists [15]. These data and our observations rule out 

periosteum as the major source of progenitor cells in cortical bone repair. Alternatively, 

osteoprogenitors recruited to the healing zone may originate either from the marrow or from 

the endosteum. The abundance of functional osteoblasts in the endosteum of mouse femur 

diaphysis [16] supports the latter possibility.  

Defects disrupting both cortex and spongy bone in the epi-metaphyseal region did not trigger 

any bone formation within the cortical gap. This absence of cortical repair may be caused by 

the absence of active osteoblasts in the cortex of distal femur metaphysis, in contrast with the 

many osteoblasts observed in diaphyseal endosteum [16]. In this lesion, bone formation was 

initiated at the deepest region of the defect from pre-existing trabeculae and spread towards 

the cortical gap. Remarkably, when the defect crossed the entire width of the femur and 

destroyed cortex on both sides, cancellous bone regeneration was significantly impaired, 

suggesting that osteoblast progenitors are recruited mainly at the defect bottom, and not along 

the borders of the cylindric perforation. The trabeculae which invaded the defect 14 days after 
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surgery were characterized by a low mineral density and by a high number of elements. This 

primary bone was rapidly remodelled to reach the density and morphology of normal spongy 

bone. While newly formed bone spread towards the cortical gap, its outer edge condensed into 

a cortical-like structure. This cortical bone formation was slow and incomplete as it failed to 

regenerate the normal epi-metaphyseal cortex observed in normal mature bone, even 90 days 

after surgery. In contrast with this finding, 0.9 mm diameter cortical gaps in femur metaphysis 

have been reported to be completely bridged within 42 days after surgery [13]. Although 

comparisons between defect repair studies carried out in different laboratories should be 

considered with caution, the different patterns and kinetics of cortical bone repair observed in 

the diaphyseal, metaphyseal and epi-metaphyseal positions point out the influence of cortical 

defect position on the healing process and suggest the existence of a gradient of cortical 

healing efficiency between the epiphysis and the mid-diaphysis of long bones. 

In summary, cortical healing in the diaphyseal and epi-metaphyseal defect models differ in at 

least two important aspects: whereas diaphyseal defect healing is rapid and essentially 

cortical-based, epi-metaphyseal cortical defect healing is a slow process involving the prior 

formation of cancellous bone and its further corticalization. These differences may result from 

the local availability of endosteal, marrow or bone lining osteoprogenitors that can be 

recruited to the healing zone. 

The defect protocols reported in this paper appear as appropriate models to investigate the 

mechanisms of cortical versus cancellous bone repair. They could be relevant for particular 

bone pathologies such as tumours, dystrophies and necroses, which do not generate 

mechanical instability and do not trigger a cartilaginous response. The epi-metaphyseal defect 

offers an alternative to bone marrow ablation, which is the most commonly used model of 

spongy bone regeneration in mouse [17]. In this model, transient primary bone is formed in 

the marrow, and then degraded. Instead, in the epi-metaphyseal defect model we describe, 

primary bone formation is initiated from remaining trabeculae surrounding the defect cavity, 

and this primary bone is further remodelled to generate a network of native-like trabeculae. 

This model is therefore more relevant than bone marrow ablation to mimic the healing 

process occurring in severe trabecular bone loss. Moreover, it enables the sequential analysis 

of bone formation and bone remodelling within a single model. Finally, the deep cavity which 

is formed by the defect offers the possibility to implant and test small-size bone filling 

biomaterials [18].  

Altogether drilled holes models are easy to set up, do not generate morbidity or mortality and 

offer a good reproducibility. Diaphyseal drill defects appear pertinent for the study of 
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spontaneous cortical healing whereas epi-metaphyseal drill defects appear as appropriate 

models to investigate spongy bone regeneration. Both models, which are performed in mouse, 

are suited for genetic studies to determine the role of particular proteins specifically in cortical 

or trabecular bone healing. Using the diaphyseal defect model, we have recently shown that 

osteopontin and bone sialoprotein played different roles in the healing of these cortical lesions 

[19]. These protocols are also suited for pharmacological studies. Indeed, similar models have 

been used to analyze the effects of statins [20] and bisphosphonates [9] on bone healing, but 

in these studies repair of both cortical and cancellous bone occurred, obviating the possibility 

to discriminate between the effects of these treatments at each bone site. 

Finally, the models described in this study provide quantitative parameters to measure the 

effects of treatments or of genetic alterations. The amount and degree of mineralization of gap 

filling bone in the diaphyseal defect model, the progression of trabecular bone throughout the 

epimetaphyseal cavity and its structural characteristics can be used to characterize the effects 

of such treatments on the quantity and quality of newly formed bone. 
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Figures & legends. 
 
Figure 1. Schematic representation of the position of drilled hole in mouse femur and of the 
quantitative analysis of two and three- dimensional µCT images. A: Position of the drilled 
defect in mouse femur. The average depth of the holes inside the marrow is indicated. B: 
delineation of the regions of interest (ROI, in yellow) of newly formed cancellous bone in epi-
metaphyseal defects (trabecular ROI) and ROI delineation of the cortical gap in epi-
metaphyseal defects (cortical ROI). The procedure is similar for cortical ROI in diaphyseal 
defects. C: Schematic representation of the measurement of gap filling rate. d1 measures the 
depth of the perforation and d2 the distance between the defect bottom and the bone formation 
front. 
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Figure 2. Cortical bone repair of diaphyseal defect.   
A: µCT images at 14 days (i) and 28 days (ii) after surgery. The dotted line delimits the defect 
border. Arrows show newly formed mineralized bone within the cortical gap.  
B and C: Quantitative analysis of diaphyseal defect healing. Measurements were performed 
from µCT images using the Advanced Bone Analysis™ software. B: Cortical bone volume 
fraction (%) 14 and 28 days after surgery and in sham-operated mice (sham). C: Cortical 
tissue mineral density (mg/cm3) 14 and 28 days after surgery and in sham-operated mice. 
Bars represent standard deviation. Statistical analysis was performed using Mann-Whitney U-
test, *: p<0.05; **: p<0.01.  
D: Histological analysis of diaphyseal defects 14 days after surgery. All sections were 
obtained from undecalcified femurs. Dotted lines delineate the position of the cortical drilled 
hole. (i): Goldner trichrome staining. Black arrow: newly formed periosteal bone; Black 
arrowhead: newly formed woven bone within the cortical gap; white arrowhead: trabecular 
bone. (ii): Calcein labelling. Mice received a single injection of calcein 10 days after surgery; 
Black arrow: contralateral periosteal bone formation; white arrowhead: ipsilateral periosteal 
bone formation. (iii): Alcian Blue staining.  
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Figure 3. Cortical healing of bones with stripped periosteum, 14 days after surgery.  
A, B, C: Histological analysis. All sections were obtained from decalcified femurs and were 
stained by HES. In A: White dotted lines delimit the defect border. Bracket indicates 
periosteum stripping area. Black arrowhead shows intact peristeum and black arrow points to 
the absence of periosteum in the stripped area. B and C: zoom of  B and C rectangles within 
figure A.  B: Cortical bone with an intact periosteum. Asterisk shows lamellar cortical bone. 
Bar indicates periosteum thickness. C: Cortical edge of a diaphyseal defect performed in a 
stripped femur. White dotted line delimits the defect border. Black asterisk shows lamellar 
cortical bone and white asterisk the newly formed bone.  Black arrow indicates the lack of 
periosteal tissue.  
D, E: µCT imaging of un-stripped versus stripped femurs 14 days after hole drilling. D: 
typical example of a periosteal reaction on the ipsi- and contra-lateral sides (arrows) of the 
defect in an un-stripped femur; E: periosteal reaction is observed on the contra-lateral side 
(arrow), but not on the ipsi-lateral side of stripped bones. 
F: Quantification of cortical bone volume fraction (%) 14 days after surgery in femurs with 
intact (+) or stripped (-) periosteum. Analysis was performed from µCT images. Bars 
represent standard deviation. Statistical analysis was performed using Mann-Whitney U-test, 
*: p<0.05; **: p<0.01 
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Figure 4: µCT and histological analysis of an epi-metaphyseal defect.  
A: Mapping of the density of new bone formed at 14, 28, 56 and 90 days after surgery within 
the defect. Mapping was performed from µCT images. White arrow shows trabecular bone 
delineating the defect cavity. Colour scale indicates the correspondence between colours and 
tissue mineral density (g/cm3).  
B: Quantification of the defect filling (%). This parameter represents the fraction of the 
distance between the bottom and the edge of the defect, filled with newly formed bone. Bars 
represent standard deviation; Statistical analysis was performed using non parametric Mann-
Whitney U-test. *: p<0.05; **: p<0.01.  
C: Quantitative analysis of cancellous bone newly formed in the cavity of the epi-metaphyseal 
defect. Measurements were performed from µCT images at 14, 28, 56 and 90 days after 
surgery using the Advanced Bone Analysis™ software. BV/TV (%): bone volume fraction; 
TbN (1/mm): trabecular number; TbTh (µm): trabecular thickness.   
D: Cortical bone volume fraction (%) of newly formed bone within the cortical gap. 
Measurements were performed 14, 28, 56 and 90 days after surgery and in a ROI positioned 
in a similar region in sham-operated mice (sham). Bars represent standard deviation; 
Statistical analysis was performed using non parametric Mann-Whitney U-test. *: p<0.05; **: 
p<0.01. 
E: Histological sections of epi-metaphyseal defects 14 days after surgery. All sections were 
obtained from undecalcified femurs. The dotted line delimits the defect border. i: Goldner 
trichrome staining. Black arrow: fibrous tissue; white arrowhead: newly formed cancellous 
bone bone; white arrow: growth plate.  ii: Calcein labelling. Mice received a single injection 
of calcein 10 days after surgery; white arrow: mineral apposition at the growth plate iii: 
Alcian Blue staining. Black arrow: growth plate cartilage; black arrowhead: articular 
cartilage. 
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Figure 4 (suite) 

 
 
Figure 5. µCT analysis of a bilateral epi-metaphyseal defect, 14 days after surgery. A: µCT 
images of a unilateral (i) or bilateral (ii and iii) cortical perforation. ii: typical picture of a 
bilateral cortical defect, showing bone formation initiated from the defect walls; iii:  typical 
picture of  a bilateral cortical defect showing no mineralized elements. Bar scale represents 1 
mm. (B) µCT quantification of the bone volume fraction of newly bone formed within the 
perforation. The dotted line delimits the region of interest used for the quantification. Bars 
represent standard deviation. Statistical analysis was performed using non parametric Mann-
Whitney U-test; **: p<0.01. 
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1.3. Resultats complementaires. 
 
Parallèlement à l’étude comparative de la cinétique et du profil de réparation des défects 

diaphysaires et épi-métaphysaires de 0,9 mm de diamètre, nous avons réalisé des défects de taille 
supérieure dans l’optique d’obtenir une taille critique, c’est-à-dire une taille pour laquelle la 
réparation de la lésion n’est pas spontanée, utilisable pour l’étude de matériaux de substitution et 
de comblement osseux. Ainsi, nous avons étudié la réparation d’un défect épi-métaphysaire de 1,6 
mm de diamètre. Les résultats obtenus ont été confrontés à ceux obtenus dans l’article (Figure 41, 
résultats personnels non soumis à publication). 

Le défect épi-métaphysaire de 1,6 mm est rapidement rempli par un os trabéculaire de 
faible densité qui atteint ensuite un motif et une densité proche de celle d’un os trabéculaire 
normal (résultats non montrés). La formation de cet os trabéculaire n’apparaît pas différente entre 
un défect de 0,9 mm et 1,6 mm (Figure 41A), excepté à 14 jours quand le pourcentage du volume 
du défect occupé par de l’os minéralisé est plus faible dans les défects de 1,6 mm, probablement 
dû au fait qu’il faut plus de temps pour former de la matrice dans un grand volume. En 
comparaison avec la formation rapide d’os trabéculaire, 14 jours après la perforation, peu d’os 
minéralise est formé dans la zone corticale, rempli de tissu fibreux (Figure 41B). 

 

 
 

Figure 41 : Quantitative analysis of Bone Volume Fraction (BVF) during defect healing. 
(A) trabecular bone healing. (B) cortical bone healing. Stripped bars: diaphyseal 0.9 mm defect ; White bars: epi-

metaphyseal 0.9 mm defect ; dark bars : epi-metaphyseal 1.6 mm defect. Intact: parameters of unoperated 
cortical bone, using the same ROI. Statistical analysis was performed using non parametric Mann-Whitney U-

test. *: p<0.05 ; **: p<0.01. (unpublished personal data)  
 

 
Indépendamment du mécanisme de réparation, le défect épi-métaphysaire se présente 

comme un modèle de défect cortical critique, même pour des études de longue durée, de part 
l’absence de régénération de l’os cortical trois mois après la création du défect (Figure 41B). 
Cependant, ce modèle reste difficile à mettre en œuvre (reproductibilité de la position de la 
perforation, risque de fracture). 

La comparaison des processus de réparation en position diaphysaire et épi-métaphysaire 
met en avant l’influence majeure de la position du défect sur la réparation osseuse corticale 
alors que la taille de la perforation a un effet mineur sur la réparation osseuse. 



86 

1.4. Conclusion 
 

Dans le but d’identifier des modèles pertinents pour l’étude de la réparation de l’os 
cortical et spongieux, nous avons caractérisé et comparé la cinétique de réparation osseuse de 
deux défects dans le fémur de la souris.  

 
Les lésions ont consisté d’une part en un trou de 0,9 mm de diamètre percé de part en 

part du cortex diaphysaire et, d’autre part en un trou de même diamètre avec une profondeur 
moyenne de 1 mm dans la zone épi-métaphysaire. Les deux protocoles conduisent à la 
destruction de l’os cortical, avec en plus une destruction de la plaque de croissance et de l’os 
trabéculaire dans le modèle épi-métaphysaire. La réparation osseuse a été analysée par 
microtomographie aux rayons X et histologie.  

 
Dans la diaphyse, la perforation corticale est remplie par un os primaire en deux 

semaines. Par ailleurs, aucun tissu minéralisé n’est observé dans la moelle osseuse en regard 
de la perforation. L’absence de périoste ne modifie pas la réparation de ce défect, suggérant 
que les cellules ostéo-réparatrices sont recrutées de l’endoste. L’os nouvellement formé est 
rapidement remodelé en os compact ayant les paramètres caractéristiques d’un cortex intact 
après 4 semaines.  
Dans l’épi-métaphyse, la formation osseuse est initiée par le fond du défect à partir de 
structures osseuses pré-existantes et s’étend doucement en direction du cortex. L’os formé 
adopte les caractéristiques d’un os trabéculaire. En bordure extérieure de la zone de formation 
osseuse se forme un étroit mur cortical dont la densité osseuse augmente progressivement 
avec son déplacement vers la zone corticale. Toutefois, cet os ne réussit pas à combler 
totalement le défect cortical épi-métaphysaire au bout de 90 jours. 
  

Dans cette étude comparative, le modèle de défect diaphysaire apparaît adapté à 
l’étude de la réparation corticale spontanée et notamment pour l’analyse des facteurs 
génétiques, pharmacologiques, mécaniques (voir article 2). A l’opposé, le modèle épi-
métaphysaire est plus pertinent pour étudier les mécanismes cellulaires et moléculaires 
contrôlant la réparation de l’os trabéculaire (voir article 3). Par ailleurs, la profondeur de la 
cavité créée dans ce modèle permet également d’implanter et de tester de petits échantillons 
de matériaux cellularisés dans un microenvironnement osseux [Grellier et al. 2009]. Ce 
modèle présente toutefois des limites pour l’étude de biomatériaux de comblement. En effet, 
ce défect n’est pas de taille critique, il se répare spontanément. De plus, il reste de taille 
restreinte ne permettant pas d’implanter de grand volume de matériaux. 
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2. Les protéines de la matrice extracellulaire dans la réparation de défects osseux. 
 
 2.1 Introduction  
 
 La matrice extracellulaire du tissu osseux se compose d’éléments organiques sur 
lesquels vient se déposer une phase minérale de phosphate de calcium. Ces éléments 
organiques sont regroupés en deux grandes familles que sont les protéines collagéniques 
(majoritaires) et les protéines non collagéniques (minoritaires). Parmi ces dernières, se 
distingue un sous-groupe : la famille des glycoprotéines SIBLINGs. 
 
  2.1.1. La famille des SIBLINGs 
 

La famille des SIBLINGs (Small Integrin-Binding Ligand N-linked Glycoproteins) 
regroupe cinq membres : l’ostéopontine (OPN), la sialoprotéine osseuse (Bone Sialoprotein, 
BSP), la protéine de la dentine matricielle 1 (Dentin Matrix Protein, DMP1), MEPE (Matrix 
Extracellular Phosphoglycoprotein) et la sialophosphoprotéine de la dentine (Dentin 
SialoPhosphoProtein, DSPP). [Fisher et al. 2003] 
Ces protéines sont codées par des gènes alignés sur une portion du chromosome 4 chez 
l’homme et 5 chez la souris, au sein d’un cortège de gènes dont les produits sont un rôle dans 
la physiologie osseuse (Bone gene cluster) (Figure 42).  
 
 

 
 

Figure 42 : Synténie chromosomique du cortège de gènes d’intérêt osseux observée chez les primates 
(homme), les rongeurs (rat, souris) et les artiodactylés (vache, chèvre, porc).  

Les gènes codent pour les protéines suivantes : caséine du lait (csn), ostéopontine (opn), sialoprotéine osseuse 
(bsp), dentine matrix protein 1 (dmp1), dentine sialophosphoprotéine (dspp), ameloblastine (ambn) et statherine 

(stath). [Huq et al. 2005] 

Primates Rodents Artiodactyls 

Synapsid 
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Par ailleurs, les travaux d’évolution moléculaire témoignent de l’origine commune des 
SIBLINGs, des protéines du lait (caséines), des protéines salivaires (stathérine) et des 
énamélines (Figure 43). [MacDougall et al. 2002; Kawasaki et al. 2004; Huq et al. 2005; Sire 
et al. 2005; Kawasaki et al. 2006; Kawasaki et al. 2008] 
 
 

 
 

Figure 43 : Evolution des Secretory Calcium binding PhosphoProtein (SCPP) à partir d’une protéine 
ancestrale SPARC/Ostéonectine.  

[Malaval 2009] 
 
 

La famille des SIBLINGs est caractérisée par la conservation de motifs au sein des 
exons (Figure 44). L’exon 1 est toujours non codant ; l’exon 2 contient la séquence 
d’initiation de la traduction ; l’exon 3 contient habituellement la séquence consensus de 
phosphorylation (SSEE) par la caséine kinase II ; l’exon 4 code pour un domaine chargé 
positivement riche en proline, hormis pour MEPE; l’exon 5 possède également la séquence 
SSEE et permet la génération de deux variants d’épissage pour OPN et DMP1. Au sein de 
l’un des deux derniers exons, les SIBLINGs possèdent une séquence RGD permettant la 
liaison aux intégrines.  
 
 

 
 

Figure 44 : Similarité des exons et des introns des gènes des SIBLINGs. 
Les flèches indiquent les positions d’introns qui ont été perdus ou ajoutés au cours de l’évolution, les astérisques 

indiquent la position de site de clivage par des protéases spécifiques (thrombine, métalloprotéase…). PPPP : 
domaine riche en proline ; SSEE : séquence consensus de phosphorylation par la caséine kinase II ; RGD : 

séquence tri-peptidique Asparagine-Glycine-Aspartate de liaison aux intégrines. [Fisher et al. 2001] 
 
 
 
 

* 

* 

* 

* 
* 
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Les SIBLINGs sont des protéines sécrétées, riches en modifications post-
traductionnelles (phosphorylation, sulfatation) [Qin et al. 2004]. La BSP, l’OPN, la DMP1 et 
la DSPP ont un caractère acide. Chaque protéine possède des caractéristiques propres. La BSP 
est riche en acide glutamique alors que l’OPN et la DSPP sont riches en acide aspartique 
[Fisher et al. 1983; Fisher et al. 1990; Young et al. 1990; MacDougall et al. 1997]. La DMP1 
possède des domaines riches en acide glutamique et d’autres riches en acide aspartique. 
MEPE apparaît plus en retrait dans la famille des SIBLINGs de par son caractère non acide 
[Rowe et al. 2000].  
Toutes ces protéines sont exprimées par les ostéoblastes, les ostéocytes, les cellules bordantes, 
les ostéoclastes, les chondrocytes mais également par les cellules odontoblastiques. Elles 
partagent toutes la capacité à se lier fortement à l’hydroxyapatite. Les travaux réalisés in vitro 
et in vivo ont démontré le rôle des SIBLINGs dans la nucléation et la croissance des cristaux 
de phosphate de calcium et dans la minéralisation de la matrice osseuse ou dentaire. Ainsi, 
l’OPN et MEPE inhibent la minéralisation [Hunter et al. 1996; Boskey et al. 2002; Martin et 
al. 2008; David et al. 2009] grâce à la présence du peptide ASARM [Rowe et al. 2004; Rowe 
et al. 2005], alors que la BSP, DMP1 et DSPP en sont des activateurs [Hunter et al. 1993; 
Hunter et al. 1996; Ye et al. 2004; Qin et al. 2007; Malaval et al. 2008; Verdelis et al. 2008; 
Suzuki et al. 2009]. Par ailleurs, ces protéines sont capables d’interagir avec des protéines de 
surfaces telles que les intégrines (V3,V1) ou encore le CD44 [Weber et al. 1996].  

Les SIBLINGs apparaissent comme des acteurs potentiellement importants de la 
réparation osseuse de par : leur capacité de liaison à l’hydroxyapatite, leur implication dans la 
minéralisation, leur interaction avec les protéines membranaires et leur expression dans le 
tissu osseux. Deux protéines de cette famille ont été étudiées dans ce cadre : l’ostéopontine 
(OPN) et la sialoprotéine osseuse (BSP). 

 
 

  2.1.2 L’ostéopontine 
 
 L’ostéopontine a été décrite pour la première fois par Senger comme une protéine 
sécrétée de 60 KDa [Senger et al. 1979]. Initialement découverte conjointement avec la BSP, 
l’OPN (également nommé BSP1) tire son nom de son potentiel à faire le lien entre les cellules 
et la phase minérale de la matrice osseuse grâce au motif RGD et à la séquence riche en acide 
aspartique découvert dans la séquence primaire de la protéine [Oldberg et al. 1986]. OPN fut 
également identifiée comme une lymphokine potentielle, produite par les lymphocytes activés 
et les macrophages sous le nom de Eta-1 (early T-lymphocyte activation gene 1) [Patarca et 
al. 1989]. Un motif d’expression plus large de la protéine a alors émergé. L’OPN fut alors 
nommée Secreted Phosphoprotein 1 (SSP1) reflétant la diversité de fonction de la protéine. 
Néanmoins, le nom d’ostéopontine a largement été retenu et gardé pour la nomenclature du 
gène humain [Denhardt et al. 1995].  
 
 

La structure primaire de l’OPN met en évidence la présence de domaines spécifiques 
de clivage et de liaison aux intégrines, au calcium, à l’hydroxyapatite (Figure 45). Ces 
domaines sont impliqués dans les différentes fonctions physiopathologiques attribuées à 
l’OPN : inflammation, lactation, réponse à un stress (mécanique, biochimique, lésion 
tissulaire), minéralisation et processus métastatique. 
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Figure 45 : Structure de l’ostéopontine.   
(A) structure primaire et (B) secondaire de l’ostéopontine, respectivement d’après [O'Regan et al. 2000] et 

[Sodek et al. 2000]. 
 
 

L’OPN est connue pour interagir avec une grande variété d’intégrines : V3,V5 à 
travers son domaine RGD [Liaw et al. 1995; Furger et al. 2003] ;91,41 grâce à la 
séquence SVVYGLR [Smith et al. 1996; Rangaswami et al. 2006]. Elle interagit également 
avec la protéine de surface CD44 [Weber et al. 1996; Teramoto et al. 2005]. A travers ces 
interactions avec des récepteurs de surface, l’OPN joue un rôle dans l’adhésion et la migration 
cellulaire. Ainsi, l’interaction de l’OPN avec les intégrines V3 des cellules du 
trophectoderme porcin et les intégrines V6 des cellules épithéliales du lumen utérin permet 
l’adhésion et la migration des cellules du trophectoderme au cours de l’implantation du 
blastocyte dans la cavité utérine [Erikson et al. 2009]. De même la surexpression de l’OPN 

B 

A 
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dans des cellules embryonnaires rénales 293 augmente leur prolifération et leur migration 
[Liu et al. 2009].  

Le rôle de l’OPN au niveau cellulaire est particulièrement bien décrit dans les cancers, 
dans lesquels sa surexpression est corrélée à une augmentation de la migration [Hayashi et al. 
2007; Chen et al. 2009; Fong et al. 2009], de l’angiogenèse [Asou et al. 2001; Ogata et al. 
2007; Matusan-Ilijas et al. 2008] et de la prolifération tumorale [Behrend et al. 1994; Wu et 
al. 2000; Ariztia et al. 2003]. Par ailleurs, l’OPN possède la capacité de réguler différentes 
métalloprotéases (MMP3, MMP9 et MMP13) permettant la progression des cellules au sein 
des tissus [Fedarko et al. 2004; Castellano et al. 2008; Chen et al. 2009; Matsui et al. 2009]. 
La combinaison de l’effet activateur de l’OPN sur ces différents processus élémentaires 
conduit au développement de métastases et à la progression du cancer réduissant le pronostic 
vital [Ibrahim et al. 2000; Rangaswami et al. 2006; Bellahcene et al. 2008].  

 
L’OPN intervient également dans d’autres processus pathologiques tels que 

l’inflammation, la fibrose et la réparation tissulaire. Ainsi, l’absence d’OPN induit un retard 
dans la réparation d’une lésion hépatique associée à une augmentation des surfaces fibrotiques 
[Lorena et al. 2006]. Au niveau de la réparation de la cornée, les souris OPN -/- présentent 
une reconstruction incomplète de la matrice induisant un retard de réparation [Miyazaki et al. 
2008]. De même, la réparation d’une lésion cutanée présente une altération dans l’architecture 
de la matrice néo-formée en absence d’OPN [Liaw et al. 1998]. Dans les modèles murins de 
fibrose induite du poumon, du rein ou du cœur, la déficience en OPN entraîne une diminution 
de la fibrose [Persy et al. 2003; Berman et al. 2004; Graf et al. 2004; Sam et al. 2004; Mori et 
al. 2008]. Au niveau vasculaire, la surexpression de l’OPN est associée au développement de 
fibrose et de microcalcification [Canfield et al. 2002], bien que l’OPN soit connue pour son 
rôle inhibiteur sur la nucléation et sur la croissance des cristaux de phosphates de calcium ou 
d’hydroxyapatite [Hunter et al. 1994; Boskey 1996; Hunter et al. 1996; Pampena et al. 2004], 
ainsi que sur la minéralisation de cultures cellulaires in vitro [Speer et al. 2005]. Le rôle 
versatile de l’OPN sur la minéralisation est lié à la présence de modifications post-
traductionnelles, ainsi la déphosphorylation de l’OPN induit la perte de son effet inhibiteur 
[Jono et al. 2000; Qin et al. 2004; Giachelli et al. 2005]. Ce rôle régulateur de la 
minéralisation a également été décrit in vivo dans le tissu osseux [Boskey et al. 2002].  

Au sein de ce tissu, l’OPN joue un rôle dans le contrôle de l’activité ostéoclastique. 
Ainsi, elle intervient dans l’ostéoclastogenèse [Yamate et al. 1997; Aitken et al. 2004], dans le 
recrutement et la migration des ostéoclastes [Asou et al. 2001; Chellaiah et al. 2003] ainsi que 
dans le contrôle de leur activité [Contractor et al. 2005]. Nombre de ces effets découlent de 
l’interaction de l’OPN avec la protéine de surface CD44 et de l’intégrine V3 [Chellaiah et 
al. 2003; Chellaiah et al. 2003; Nakamura et al. 2003; Nakamura et al. 2007]. In vivo, la 
déficience en OPN chez la souris n’altère pas la résorption osseuse en condition 
physiologique, en revanche, elle protège de la perte de masse osseuse induite par 
l’ovariectomie, le traitement à la PTH ou à de forte concentration en phosphate ainsi que par 
la suspension de l’animal par la queue [Yoshitake et al. 1999; Ihara et al. 2001; Ishijima et al. 
2006; Koyama et al. 2006]. Ces données suggèrent un rôle majeur de l’OPN sur l’activité de 
l’ostéoclaste et par conséquent dans la résorption osseuse lors de situations pathologiques. 
Le rôle de l’OPN sur l’activité ostéoblastique et la formation osseuse reste encore mal connu. 
Les travaux d’Ishijima montrent qu’il n’y a pas d’altération des taux de formation osseuse 
chez les OPN-/- comparés au animaux OPN+/+ [Kitahara et al. 2003; Ishijima et al. 2006]. In 
vitro, l’étude de la surexpression de l’OPN dans des cultures primaires d’ostéoblastes issus de 
moelle osseuse de rat montre que l’OPN est un activateur de la différenciation ostéoblastique 
et de la formation de nodules minéralisés [Kojima et al. 2004]. De façon contradictoire, 
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Huang et al démontre par « knock-down » de la protéine dans des pré-ostéoblastes murins 
MC3T3-E1 que l’OPN est un inhibiteur de la différenciation [Huang et al. 2004].  
 

 
 

Figure 46 : Récapitulatif des fonctions de l’OPN. 
 
 
 Il est important de noter que les souris déficientes en OPN présentent un 
développement normal et ont une vie adulte normale. De plus, nombre des résultats décrits ci-
dessus (Figure 46), montrant un effet de l’OPN, ont été obtenus par l’étude de processus 
pathologiques (inflammation, lésions, cancer, traitements hormonaux…). Il apparaît au vu de 
ces données que l’OPN est une protéine impliquée dans les processus pathologiques. 
 
 
 
 
 
 
 
  2.1.3. La BSP 
 
 La BSP a été isolée de l’os cortical bovin en 1972 par Herring puis caractérisée par 
Fisher. Contrairement à l’OPN, l’expression de BSP est restreinte au tissu minéralisé (dentine, 
os, cartilage minéralisé et cément).  
  

La structure de la BSP est relativement similaire à celle de l’OPN, elle possède des 
domaines riches en acide aspartique permettant la liaison à l’hydroxyapatite et un peptide 
RGD assurant l’attachement cellulaire dépendant des intégrines (Figure 47).  
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Figure 47 : Structure secondaire de la BSP. 
[Ganss et al. 1999] 

 
 
 La BSP intervient dans de nombreux processus tels que l’attachement cellulaire, 
l’angiogenèse, la régulation de la minéralisation, le développement de métastase et la 
formation osseuse (Figure 48). [Hunter et al. 1993; Bellahcene et al. 1997; Bellahcene et al. 
1997; Ganss et al. 1999; Bellahcene et al. 2000; Tye et al. 2003; Fedarko et al. 2004; Karadag 
et al. 2006; Gordon et al. 2007; Malaval et al. 2008; Gordon et al. 2009; Gordon et al. 2009; 
Hwang et al. 2009; Zhang et al. 2009] 
 

 
 

Figure 48 : Récapitulatif des fonctions de la BSP. 
[Ogata 2008] 

 
 
 La BSP a tout d’abord été décrite dans les tissus minéralisés puis son expression a été 
découverte dans les cancers du sein [Bellahcene et al. 1994], du poumon [Bellahcene et al. 
1997], de la thyroïde [Bellahcene et al. 1998] et de la prostate [Waltregny et al. 1998] qui 
donnent des métastases au niveau du tissu osseux.  
La BSP possède la capacité d’interagir avec différents protéines comme le facteur H, 
permettant ainsi de protéger les cellules cancéreuses de la lyse par le complément [Fedarko et 
al. 2000], ou encore la métalloprotéase MMP2 et l’intégrine V3 [Karadag et al. 2006]  Grâce 
à la présence du peptide RGD dans sa séquence, la BSP intervient dans l’attachement et la 
migration des cellules endothéliales humaines in vitro, favorisant l’angiogenèse [Bellahcene 
et al. 2000]. Ainsi, l’expression de la BSP dans les cancers semble promouvoir le potentiel 
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angiogénique et métastatique des cellules cancéreuses. De plus, leur capacité à échapper à la 
lyse par le complément et leur caractère invasif des cellules semblent être plus importantes 
quand la BSP forme à la surface des cellules un complexe avec la MMP2 et V3. Cependant 
le rôle de la BSP dans le processus métastatique impliquant la MMP2 a récemment été remis 
en question suite aux travaux de Hwang suggérant que la BSP n’interagirait pas avec la 
MMP2 et ne l’activerait pas [Hwang et al. 2009]. 
 

Une forte expression de BSP dans les cellules cancéreuses notamment celles du cancer 
du sein [Bellahcene et al. 1997; Castronovo et al. 1998], et dans les cellules saines 
ostéoblastiques [Gordon et al. 2007], entraine le dépôt de matrice minéralisée. Le rôle 
activateur de la BSP sur la minéralisation a été largement décrit in vitro par des techniques 
biochimiques [Hunter et al. 1993; Goldberg et al. 1996; Tye et al. 2003] ou sur des modèles 
cellulaires [Fujisawa et al. 1997; Midura et al. 2004; Gordon et al. 2007], et in vivo, il a 
également été rapporté dans des études réalisées sur les rongeurs [Gorski et al. 2004; Hakki et 
al. 2006; Wang et al. 2006; Malaval et al. 2008].  
 

En plus d’agir sur la minéralisation du tissu osseux, la BSP participe à la  régulation 
des activités ostéoblastiques et ostéoclastiques. Ainsi, les travaux de surexpression de la BSP 
par utilisation d’un vecteur adénoviral ou la supplémentation en BSP recombinante 
conduisent à la surexpression par les cellules MC3T3E1 de marqueurs ostéoblastiques 
spécifiques tels que la phosphatase alcaline ou l’ostéocalcine. A l’inverse, l’extinction de 
l’expression de la BSP à l’aide de shRNA provoque la diminution de l’expression de ces 
mêmes marqueurs, ainsi que de l’incorporation de calcéine et de la formation des nodules 
minéralisés, suggérant que la BSP agit comme un activateur de la différenciation 
ostéoblastique [Gordon et al. 2007]. 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]. 
In vivo, la déficience en BSP induit chez la souris une hypominéralisation des os, une 
augmentation du volume osseux trabéculaire bien que la formation osseuse soit réduite et que 
les surfaces ostéoclastiques et le nombre d’ostéoclastes soient plus faibles [Malaval et al. 
2008]. Le phénotype osseux des souris BSP-/- suggère que les deux lignages, ostéoblastiques 
et ostéoclastiques, sont affectés par la délétion, entraînant un renouvellement osseux plus lent. 
A l’inverse, les souris surexprimant la BSP présentent une diminution du volume osseux 
trabéculaire associée à 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 
entraîne le découplage des activités ostéoblastiques et ostéoclastiques [Valverde et al. 2008]. 
 
 
 

Ainsi, l’OPN et la BSP interviennent dans les processus élémentaires tels que 
l’angiogenèse, la migration et l’attachement cellulaire, les activités ostéoblastiques et 
ostéoclastiques, la minéralisation, le remodelage tissulaire. Ces processus sont également à la 
base de la réparation osseuse [Carano et al. 2003]. L’ensemble de ces données suggèrent 
fortement que ces deux membres de la famille des SIBLINGs pourraient avoir un rôle, parfois 
redondant, dans la réparation d’une lésion osseuse. 

Grâce aux modèles de lésions osseuses préalablement décrits, les rôles respectifs de 
ces protéines sur la réparation de l’os cortical et trabéculaire ont été étudiés grâce à 
l’utilisation de modèle murin déficient pour ces protéines. 
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 2.2 Article 2 : Rôle de l’OPN et de la BSP dans la réparation d’un défect cortical 
diaphysaire chez la souris 
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Abstract  

 

 Bone healing is a complex multi-step process, which depends on the position and size 

of the lesion, and on the mechanical stability of the wounded area. To address more 

specifically the mechanisms involved in cortical bone healing, we created drill-hole defects in 

the cortex of mouse femur, a lesion that triggers intramembranous repair, and compared the 
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roles of bone sialoprotein (BSP) and osteopontin (OPN), two proteins of the extracellular 

matrix, in the repair process. Bone regeneration was analyzed by ex-vivo micro-computerized 

X-ray tomography and histomorphometry of bones of BSP-deficient, OPN-deficient and wild 

type mice. In all mouse strains, the cortical gap was bridged with woven bone within 2 weeks 

and no mineralized tissue was observed in the marrow. Within 3 weeks, lamellar cortical bone 

filled the gap. The amount and degree of mineralization of the woven bone was not affected 

by OPN deficiency, but cortical bone healing was delayed in BSP-deficient mice due to 

delayed mineralization. Gene expression studies showed a higher amount of BSP transcripts 

in the repair bone of OPN deficient mice, suggesting a possible compensation of OPN 

function by BSP in OPN null mice. Our data suggest that BSP, but not OPN, plays a role in 

primary bone formation and mineralization of newly formed bone during the process of 

cortical bone healing. 

 

 

 

Introduction 

 

 Extracellular matrix (ECM) proteins of the SIBLING (Small Integrin-Binding LIgand, 

N-linked Glycoprotein) family, which includes osteopontin (OPN), bone sialoprotein (BSP), 

dentin matrix protein 1 (DMP1), dentin sialophosphoprotein (DSPP) and matrix extracellular 

phosphoglycoprotein (MEPE), are believed to play key biological roles in the development, 

turnover and mineralization of bone and dentin. Within this family, in vitro studies have 

shown that BSP and OPN (reviewed in [7, 26]) contribute to the bone resorbing activity of 

osteoclasts through an Arg-Gly-Asp (RGD) motif that mediates cell attachment and signaling 

via binding with cell-surface integrins. Both BSP and OPN are secreted by osteoblastic cells 

[16] and have been shown to modulate osteoblast differentiation and mineralization in vitro 

[8, 12, 14]. More recently, in vitro analyses have been extended to studies in mice with forced 

overexpression or ablation of these SIBLINGS. For example, BSP deficiency has been shown 

to increase trabecular bone volume, albeit with low bone formation and reduced osteoclast 

numbers and surfaces, resulting in reduced bone turnover and altered bone mass [16]. Vice 

versa, constitutive overexpression of BSP via the cytomegalovirus (CMV) promoter in mice 

was reported to enhance osteoclast activity and decrease osteoblast marker expression, 

leading to osteopenia and mild dwarfism [29]. On the other hand, OPN-deficient mice do not 

display obvious bone alterations under normal physiological conditions, but are resistant to 
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ovariectomy- and unloading-induced bone loss [13, 31]. These reported biological activities 

suggest that these proteins may play complex roles, especially in pathological situations 

which involve many cell types whose activities are tightly, temporally and spatially 

controlled. 

 

 Healing of bone lesions involves different processes according to the type of bone 

which is wounded (cortical or spongy) and to the mechanical stability of this lesion. Most 

clinical cases concern bone fractures, which disrupt both cortex and marrow, generating 

variable patterns of distraction and mechanical unstability. In these instances, bone 

regeneration involves some level of endochondral ossification and cortical bone regeneration 

occurs secondarily as a slow, complex process involving cellular and molecular actors from 

bone marrow, periosteum, endosteum and neighbouring soft tissues origin [1, 24]. In contrast, 

defects consisting in holes of limited diameter through the cortex of long bones diaphysis 

appear as reproducible models of cortical bone healing [3, 19]. In these models, cortical gap 

bridging occurs rapidly via an intramembranous ossification process.  OPN and BSP have a 

key position at the interface between cells and matrix, being coexpressed in various cell 

types/stages and both actively involved in bone deposition and remodelling. However their 

functions in bone repair remains poorly explored. OPN has been shown to play an important 

role in soft callus formation in a bone fracture repair model involving endochondral bone 

formation [6]. BSP deficiency has been shown to have complex effects in a model of 

metaphyseal bone repair model involving both cortical and trabecular bone destruction [15]. It 

is thus important to clearly establish their roles, functional specificities and degree of 

redundancy in the context of cortical bone repair. To this end, we used OPN- and BSP-

deficient mice to elucidate the respective roles of OPN and BSP in the repair of cortical bone, 

using a diaphyseal trans-cortical perforation in the femur as a model. A 0.9 mm diameter hole 

was chosen because it has been shown to repair spontaneously without significant post-

surgery fractures ([19] and our unpublished results). Because the effects of OPN deficiency 

have been reported in females [13, 31] and since OPN expression has been shown to be 

controlled by transcription factors of the estrogen receptor family [30], we reasoned that 

gender context could modulate the phenotype of OPN or BSP-null mice. Therefore we 

examined cortical defect healing in both genders.  
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Materials and Methods 

Mice 

OPN-deficient mice (OPN-/-) [21], BSP-deficient mice (BSP-/-) [16] and their respective 

wild-type littermates (C57Bl/6J OPN+/+ and 129/CD-1 BSP+/+) were used in this study. 

They were kept at 22-25 °C under a 12 hours light/dark cycle. Food and drink were available 

ad libitum. Mice were operated at 19 weeks. Anaesthetization was performed by 

intraperitoneous injections of ketamine hydrochloride (10 mg/kg body weight) and xylazine 

(1 mg/kg body weight). 0.9 mm holes were created in the mid-diaphysis of the femur 

(identified as diaphyseal defects) by using an electric drill (Harvard Apparatus) at 10000 rpm. 

The operating field was frequently irrigated with saline to avoid thermal necrosis. To remove 

bone fragments from the cavity, drill holes were rinsed by injection of saline with a 1 ml 

syringe and a 25 Gauge needle. Through-and-through perforations disrupted cortex, periosteal 

and endosteal surfaces and extended 0.3-0.5 mm into the marrow, but the drill did not reach 

the opposite cortical wall. Perforations did not result in significant peri-operation or post-

operation fractures. At 14 and 21days after surgery, 6 to 11 mice were sacrificed by cervical 

dislocation. Femurs were fixed in 4% paraformaldehyde for 24 hours at 4°C, then transferred 

into 70% ethanol and stored at 4°C. 3D images of healing femurs were obtained by X-Ray 

micro computerized tomography (µCT). These images were used for the quantification of 

bone parameters within the healing zone. 2D histology was performed to characterise tissues 

within the defect. All studies complied with EEC directives 86/609/EEC relative to animal 

experiment. All protocols were approved by the regional committee of ethics.  

 

X-Ray microtomography 

Femurs were scanned in an Explore Locus SP X-Ray microcomputerized tomography (µCT) 

device (General Electric) at an isotropic resolution of 8 µm. Reconstruction of the diaphyseal 

region was performed following correction of rotation centre and calibration of mineral 

density. Bone analysis was performed using the “Advanced Bone Analysis”™ software (GE). 

For cortical analysis, the region of interest (ROI) was a 0.8mm diameter, 0.3 mm thick 

cylinder positioned between the edges of the cortical defect. Parameters in intact cortical bone 

were measured from µCT images in ROIs of the same size and position as the ones used for 

the analysis of operated bones. Thresholding of grey values was performed using the 

histogram tool in order to separate mineralized elements from background. Cortical bone 

volume fraction (cortical BVF) and the density of mineralized tissue (TMD) were determined 

in the cortical gap. 
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Histology and histomorphometry 

Femurs were embedded in methylmethacrylate as described previously [23]. 7 µm thick 

longitudinal sections were prepared using a Leica microtome and tungsten carbide blades. 

Sections were stained with Goldner’s trichrome [2]. Sections were mounted as previously 

described for white light observation using a Nikon Eclipse 80i microscope. Pictures were 

generated using a DXM 1200 C (Nikon) CCD camera. Osteoïd surface (Os.S/BS) and osteoïd 

thickness (Os.Th.) were measured from Goldern’s trichrome images, using the NIS-Elements 

Advanced Research Software (Nikon). ROIs used for quantitative analysis are indicated by 

dotted lines on images shown in figures. 

 

Quantitative analysis of gene expression by Real Time Polymerase Chain Reaction (Q-PCR)  

Total RNA were extracted from isolated diaphysis 14 days after surgery using the RNeasy 

Total RNA kit (QIAGEN). One µg was used as template for single-strand cDNA synthesis 

with the Superscript preamplification system (Gibco) in a 20 µl final volume containing 20 

mM Tris-HCl 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 µg oligo(dT)12-18, 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 microliters of cDNA diluted at a 1:80 ratio were loaded in a 96-well plate. SYBR-

Green Supermix® (2X iQ, BioRad) was added to the final concentration of 50 mM KCl, 20 

mM Tris-HCl pH 8.4, 0.2 mM of each dNTP, 25 units / ml iTaq DNA polymerase, 3 mM 

MgCl2, SYBR Green I, 10 nM fluorescein, and stabilized in sterile distilled water. Primers for 

amplification of alkaline phosphatase (ALP) (forward: GCC CTC CAG ATC CTG ACC AA; 

reverse: GCA GAG CCT GCT TGG CCT TA), OPN (forward: TCT CCT TGC GCC ACA 

GAA TG; reverse: TCG GTA CTG GTG TAC CTG CT) and BSP (forward: TCC ATC GAA 

GAA TCA AAG CA; reverse: AGT AGC GTG GCC GGT ACT TA) were used at the final 

concentration of 200 nM. Data were analyzed with the iCycler IQ software and compared by 

the ΔΔCt method. Each condition included 4 animals. Q-PCR was performed in triplicate for 

PCR yield validation. Results were normalized to ALP transcript amount and expressed 

relative to intact sham-operated bone. 

 

Statistical analysis 

Statistical analysis was performed using the non-parametric Mann Whitney U-test (STATEL 

software). *: p<0.05; **: p<0.01; ***: p<0.001. 
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Results 

 

Healing of diaphyseal cortical defect occurs through gap bridging by trabecular-like bone. 

To explore cortical bone healing, we created drill-hole trans-cortical bone defects in the mid-

diaphysis of mouse femur. Fourteen days after surgery, micro-computerized X-ray images 

revealed the presence of trabecular-like bone in the cortical gap of wild type (OPN+/+, 

BSP+/+), OPN-deficient (OPN-/-) and BSP-deficient (BSP-/-) mice (Fig. 1). Mineralized 

woven bone was occasionally observed in the marrow cavity (Fig. 1A, arrow) and periosteal 

bone formation was observed in some, but not all samples (figure 1B, plain arrow), 

independently of the genotype. At 21 days, mineralized but immature bone continued to 

accumulate in the drill-hole of all groups. At 35 days, the gap was closed with mature lamellar 

cortical bone (data not show). 

 

Bone formation within the cortical gap is mildly affected by BSP, but not OPN deficiency. 

To quantify newly formed mineralized bone during the repair process, cortical bone volume 

fraction (BVF) was measured in a region of interest limited to the original perforated cortical 

area and in sham-operated controls (see Materials and Methods). BVF was not different 

between OPN+/+ and OPN-/- mice 14 or 21 days after surgery (Fig. 2A). However, BVF 

tended to be lower in both male and female BSP-/- versus BSP+/+ mice at 14 days (-26% in 

females and -17% in males) and was significantly lower at 21 days (-25%) in BSP-/- males 

(Fig. 2B). 

 

Mineralization of newly formed bone is impaired in BSP-deficient, but not OPN-deficient 

mice. 

To evaluate the degree of mineralization of repair bone, we measured the tissue mineral 

density (TMD) of bone deposited within the cortical gap. Between 14 and 21 days, the density 

of primary bone increased significantly in all groups (figure 3A and B), assessing maturation 

into secondary bone. No difference was found at either time between OPN+/+ and OPN-/- 

mice (Fig. 3A). Interestingly, however, TMD of intact cortex in sham-operated femurs was 

slightly, but significantly higher in female and male OPN-/- mice than in OPN+/+ mice (Fig. 

3A). TMD of newly formed bone was significantly lower in male and female BSP-/- versus 

BSP+/+ mice at 14 days post-surgery (Fig. 3B).  

To analyse further the role of these matrix proteins in the process of osteoid tissue 

mineralization, we performed histomorphometry of undecalcified healing femurs 14 days 
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after surgery. Newly deposited bone matrix was evaluated by Goldner’s trichrome staining. 

At this time, new bone formed within the defect was a primary bone comprising, in part, non 

mineralized tissue, the osteoïd (in red), and mineralized bone tissue (in green), organized as a 

trabecular-like bone network (Fig. 4). Osteoid thickness (Os.Th.) and osteoid surface 

(Os.S./BS) were not affected by the lack of osteopontin  (Fig. 4A). Both osteoid thickness and 

osteoid surface were higher (45%) in BSP-/- mice than in BSP+/+ mice 14 days after surgery, 

the difference in osteoid surface reaching statistical significance (Fig. 4B). 

 

 In summary, OPN deficiency did not alter mineralized bone deposition within the 

cortical gap. Taken together, these data show that OPN is not required for matrix deposition 

and mineralization in the bone healing process of a diaphyseal cortical defect.  

In contrast, BSP deficiency delayed and altered the mineralization of repair bone, resulting in 

the persistence of un-mineralized osteoid matrix and to the transient accumulation of 

immature bone of low mineral density. 

 

OPN deficiency affects BSP expression but BSP deficiency does not modify OPN expression 

in repair bone.  

Since OPN and BSP belong to the SIBLING family of structurally related proteins, we raised 

the hypothesis that functional alterations resulting from one matrix protein deficiency could 

be masked by compensatory overexpression of the other. To challenge this hypothesis, we 

measured the expression of BSP and OPN gene either in intact cortex (of sham-operated 

mice) or in repair bone, by semi-quantitative RT-PCR. The amount of BSP or OPN transcript 

was reported relative to alkaline phosphatase mRNA, a marker of osteoblasts, in order to 

address expression of matrix protein genes specifically in these cells. Interestingly, in wild 

type mice, BSP and OPN transcripts were significantly less abundant (-60% and -70%, 

respectively) in osteoblasts from repair bone than in intact cortex (figure 5A, B). BSP was 

less abundant (-45%) in intact bone of OPN-deficient mice than in wild type. In contrast, the 

amount of BSP was strongly increased (x3.5) in repair bone of OPN-/- as compared to wild 

type mice (figure 5A). OPN expression was essentially unaffected by BSP deficiency. In 

particular, no significant difference was observed between repair bone of OPN-/- and wild 

type mice (figure 5B). In summary, BSP was over-expressed in repair bone of OPN null mice, 

whereas OPN expression appeared unaffected by BSP deficiency. 
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Discussion  

 

 In this study, we compared the roles of two SIBLINGS, BSP and OPN, in the 

regeneration of mineralized bone within a mid-diaphysis cortical defect created in the femurs 

of mice with ablation of either the OPN [21] or BSP [16] gene. The model of bone healing 

consisted of a 0.9 mm diameter unilateral through-and-through perforation of the femur 

cortex, simple and geometrically easy to reproduce and quantify. The model is less complex 

than a fracture repair model and the lesions did not necessitate stabilization devices, did not 

result in fractures and did not disturb the normal walking activity of mice. Healing in this 

model occurred through intramembranous ossification as previously characterized in rat 

femur [27], as well as mouse femur [28] and tibia [3]. In all mouse strains in this study, the 

drilled hole defect was rapidly filled by a trabecular-like bone network which remodelled to a 

compact mature bone. No difference was observed between males and females in the healing 

patterns. 

Several previous studies in cell culture models and in OPN-deficient mice have addressed 

potential roles for OPN in bone formation, mineralization and turnover, but much remains to 

be understood. OPN has been detected in newly formed bone during the healing process[9, 

22], and in diaphysis, OPN transcript is expressed in both endosteal and periosteal cells [4], 

which are thought to participate in fracture healing [5, 25]. Adenoviral-based over-expression 

of OPN in cell culture models has been reported to enhance expression of osteoblasts-

associated differentiation markers such as osteocalcin but not to stimulate nodule formation 

[14]. OPN has also been shown to inhibit hydroxyapatite nucleation in vitro [12, 20] and is 

expressed in calcospherulites at the mineralization front of bone [17]. Nevertheless, our data 

suggest that OPN is not required for osteoid deposition seen in the intramembranous 

ossification process that occurs in the cortical drill-hole defect model. It is also possible that 

over-expression of BSP in OPN-null mice, which was previously reported in model of bone 

remodelling [13] and that we observed in cortical repair bone, compensates for the lack of 

OPN in the bone formation activity. Indeed, both proteins have been shown to enhance 

osteoblast differentiation in vitro when over-expressed in osteoprogenitor cells [8, 14]. Our 

data, and a previous study of the role of OPN in bone fracture healing [6], also do not support 

a role for OPN in the control of mineralization of primary bone. It is, however, worth 

mentioning that we did observe moderate, but significant, hypermineralisation of the bone 

cortex in both male and female OPN-/- versus OPN+/+ mice. This effect may reflect the 



104 

above-mentioned role of OPN in secondary mineralization or in impairment of osteoclast 

activity during the maturation and remodelling of bone.  

Our data on repair of drill-hole defects are in marked contrast to studies in a fracture repair 

model in which OPN deficiency was reported to delay the early stage of callus formation, 

neovascularization and late bone remodelling [6]. Major differences between the fracture 

model and the precisely controlled cortical defect that we used include the involvement of 

cartilage tissue and the origin of osteoprogenitors. Non-stabilised fractures induce high 

mechanical instability leading to the formation of a cartilage callus, which precedes the 

recruitment of osteoprogenitors and the formation of a hard callus (review in [24]). In this 

process, the main sources of osteoprogenitor cells are the inner layer of the periosteum and 

the bone marrow [5, 25]. In the present study, drilled holes did not generate substantial 

mechanical stress and healing occurred through intramembranous ossification, with no trace 

of cartilage formation [18]. In such models, osteogenic cells are thought to be recruited from 

the endosteum and the bone marrow [5, 18].  

 Our data show that the role of BSP in cortex healing is different from that of OPN. 

OPN expression in the repair bone is not modified by BSP deficiency, suggesting that OPN 

does not substitute for BSP in this model. The reduction observed in mineralized bone volume 

fraction and the density of mineralized tissue in BSP-/- versus BSP+/+ mice 14 and 21 days 

after surgery is consistent with the delayed cortical repair reported in metaphyseal cortical 

defect healing in BSP-deficient mice [15]. Larger osteoid surfaces measured in the bridging 

bone of BSP-/- mice assessed delayed mineralization of the deposited matrix. This 

observation suggests that the lower volume fraction of mineralized bone measured in the 

cortical gap of these mice does not result from decreased bone matrix deposition, but from 

this slower mineralization rate which leads to the accumulation of un-mineralized matrix. 

Notably, increased osteoid surfaces have also been reported in the trabeculae of tibial 

metaphysis in BSP-/- mice [16]. Moreover, the lower degree of mineralization of new bone 

within the repairing defect of BSP-/- mice suggests that the quality of the primary 

mineralization of extracellular matrix is impaired in the absence of BSP. Taken together, our 

study shows that BSP is essential to ensure a normal rate and degree of mineralization of 

repair primary bone. This role is consistent with previous studies that have shown that BSP 

favours nucleation of hydroxyapatite crystals in vitro [10, 11] and increases bone matrix 

mineralization in cell culture [8]. The defect repair phenotype observed in BSP null mice was 

similar in males and females, suggesting that sex hormones do not interfere with the function 

of BSP in this model. 
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 In conclusion, our data suggest that OPN does not play a significant or non-redundant 

role in cortical bone healing, whereas BSP does, apparently by its ability to control 

mineralization of primary bone.  
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Figure 1: µCT images of diaphyseal defects in wild-type, OPN-deficient (A) and BSP 

deficient (B) mice.  

Longitudinal and transversal sections, at 14 and 21 days after surgery in male mice. White 

arrowheads indicate the cortical edge of the diaphyseal defect. White arrow shows 

intramedullar trabecular bone. Plain white arrow shows periostal bone. Bar scale represents 

900 µm. 
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Figure 2: Quantification of newly formed bone within the cortical gap.  

Bone volume fraction, expressed as a percentage, was measured from µCT images, 14 and 21 

days after surgery and in sham operated mice. Analysis was performed in OPN-/- (A) and 

BSP-/- (B) male and female mice and in their wild type counterparts. Bars represent standard 

deviation. Statistical analysis were performed using Mann-Whitney U-test, *p<0.05, 

**p<0.01. 
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Figure 3: Analysis of the degree of mineralization of newly formed bone within the cortical 

gap 

Tissue Mineral Density (mg/cm3) was measured from µCT images, 14 and 21 days after 

surgery and in sham-operated mice. Analysis was performed in OPN-/- (A) and BSP-/- (B) 

male and female mice and in their wild type counterparts. Bars represent standard deviation. 

Statistical analysis were performed using Mann-Whitney U-test, *p<0.05, **p<0.01. 
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Figure 4: Histological and histomorphometric analysis of repair bone 14 days after surgery.  

All transversal sections were obtained from undecalcified femurs. A, C: Goldner’s trichrome 

staining. Dotted lines delineate the region of interest used for quantitative analysis of osteoïd 

tissue (red). Arrowheads represent the cortical edges of the defect. Bar scale represent 100 

µm. B, D: Quantitative analysis of the osteoïd surface (Os.S./BS) and osteoïd thickness 

(Os.Th.) in OPN-/- (B) and BSP-/- (D) mice and in their wild type counterparts. Bars 

represent standard deviation. Statistical analysis were performed using Mann-Whitney U-test, 

*p<0.05, **p<0.01. 
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Figure 5: Quantitative analysis of BSP and OPN gene expression in the repair bone of wild 

type and mutant mice 14 days after surgery. The amounts of BSP (A) or OPN (B) transcripts 

are calculated relatively to the amounts of alkaline phosphatase transcripts. Results are 

expressed relatively to the mean value of the BSP or OPN / ALP ratio measured in the intact 

cortex of wild type sham-operated mice. Thus, the value reported for wild type un-operated 

mice is 1. Bars represent standard error of the mean (SEM). Statistical analysis were 

performed using Mann-Whitney U-test, *p<0.05, **p<0.01. 
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 2.3 Article 3 : Rôle de l’OPN et de la BSP dans la réparation d’un défect épi-
métaphysaire chez la souris. 
 
 
Remarque : La version de l’aticle est une première version en attendante de résultats 
d’analyses histomorphométriques des ostéoclastes et d’analyses moléculaires actuellement en 
cours. 
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ABSTRACT 

 

Long bones consist of cortical and spongious bone tissue, which have different structures and 

physiological characteristics. Osteopontin (OPN) and Bone SialoProtein (BSP) are 

extracellular matrix proteins, which have been shown to exert important functions in bone. To 

address the role of OPN and BSP in the repair of spongious bone, we drilled holes in the epi-

metaphyseal femur of wild type or knockout mice. Bone regeneration was analyzed by ex-

vivo micro-computerized X-ray tomography. The lesion destroyed the epi-metaphyseal cortex 
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and part of the growth plate and trabecular network. In all strains, bone formation was 

initiated at the bottom of the defect.and progressed towards the cortical gap. The front edge of 

the defect condensed to form a cortical wall. In osteopontin-deficient mice, filling of the 

defect by trabecular bone was considerably delayed. Instead, the amount and degree of 

mineralization of newly formed primary bone within the filled area were higher in OPN 

deficient than in wild type mice. In contrast, spongious bone healing was not affected by BSP 

deficiency. In conclusion, our data suggest that BSP does not play a significant role in 

primary bone formation and mineralization during cancellous bone healing, whereas OPN is 

important for the spreading of regenerating bone throughout the defect.  

  

Introduction 

 

Extracellular matrix (ECM) proteins of the SIBLING (Small Integrin-Binding LIgand, N-

linked Glycoprotein) family, which includes osteopontin (OPN), bone sialoprotein (BSP), 

dentin matrix protein 1 (DMP1), dentin sialophosphoprotein (DSPP) and matrix extracellular 

phosphoglycoprotein (MEPE), are believed to play key biological roles in the development, 

turnover and mineralization of bone and dentin. Within this family, BSP and OPN (reviewed 

in [8, 24]) contribute to the bone resorbing activity of osteoclasts through an Arg-Gly-Asp 

(RGD) motif that mediates cell attachment and signaling via its reaction with cell-surface 

integrins. Both proteins are secreted by osteoblastic cells [16] and have been shown to 

modulate the differentiation of these cells[10, 14]. Both have also been shown to modulate the 

structure of mineralized matrix in vitro [12].In addition, BSP may play a role in the control of 

bone growth [28].  

More recently, in vitro analyses have been extended to studies in mice with forced 

overexpression or ablation of these SIBLINGS. For example, BSP deficiency has been shown 

to increase trabecular bone volume, albeit with low bone formation and reduced osteoclast 

numbers and surfaces, resulting in reduced bone turnover and altered bone mass [16]. Vice 

versa, constitutive overexpression of BSP via the cytomegalovirus (CMV) promoter in mice 

was reported to enhance osteoclast activity and decrease osteoblast marker expression, 

leading to osteopenia and mild dwarfism [28]. On the other hand, OPN-deficient mice do not 

display obvious bone alterations under normal physiological conditions, but are resistant to 

ovariectomy- and unloading-induced bone loss [13, 31]. These reported biological activities 

suggest that these proteins may play complex roles, especially in pathological situations 
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which involve many cell types whose activities are tightly, temporally and spatially 

controlled. 

Bone healing of unstabilized fractures involves a well-characterized cascade of events that 

includes hematoma formation, inflammation, soft cartilage tissue formation, 

neovascularization, osteoblastic callus mineralization and osteoclastic remodeling of the hard 

callus back to lamellar bone [9]. This complex sequence is coordinated by a variety of growth 

factors and extracellular matrix proteins[1]. OPN and BSP have a key position at the interface 

between cells and matrix, being coexpressed in various cell types/stages and both actively 

involved in bone deposition and remodelling. It is thus important to clearly establish their 

roles, functional specificities and degree of redundancy in the bone repair context. We have 

focused this study on the respective roles of OPN and BSP in the repair of trabecular bone. 

We have used an epi-metaphyseal perforation as a model of trabecular bone healing. This 

model is less complex than the usual fracture model. The defect area is not submitted to 

intense mechanical stress, does not need stabilization devices and involves intramembranous 

bone formation [19]. We performed drilled holes in the epi-metaphyseal region of the femur 

of OPN- and BSP-deficient mice, and compared the trabecular bone regeneration in these 

strains. 

  

Materials and Methods 

Mice 

OPN deficient mice (OPN -/-) [22], BSP deficient mice (BSP -/-) [16], and theirs respective 

wild-type mice (C57Bl/6J OPN +/+ and 129/CD-1 BSP +/+) were used in this study. They 

were kept at 22-25 °C under 12 hours light/dark cycle. Food and drink was available ad 

libitum. Mice were operated at 14 weeks. Anaesthesis was performed by intraperitoneous 

injections of ketamine hydrochloride (10 mg/kg body weight) and xylazine (1 mg/kg body 

weight). 0.9 mm holes were created in the femur in a region centred on the distal growth 

plate, encompassing metaphyseal and epiphyseal areas (designed as epi-metaphyseal defects). 

Perforations were carried out using an electric drill (Harvard Apparatus) at 10 000 rpm. The 

operating field was frequently irrigated with saline to avoid thermal necrosis. Holes were 

rinsed by injection of saline using a 1 ml syringe and a 25 Gauge needle, in order to discard 

bone fragments from the cavity. The epi-metaphyseal defect was centred on the distal growth 

plate. The perforations were 1-1.5 mm deep. These holes destroyed cancellous trabecular 

bone as well as the growth plate (figure 1). Perforations did not result in significant peri-

operation or post-operation fractures. At each time points, 14, 28, 56 and 90 days after 
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surgery, 6 mice were sacrificed by cervical dislocation. Femurs were fixed in 4% 

paraformaldehyde for 24 hours at 4°C, then transferred into 70% ethanol and stored at 4°C. 

3D images of healing femurs were obtained by X-Ray micro computerized tomography 

(µCT). These images were used for the quantification of bone parameters within the healing 

zone. 2D histology was performed to characterise tissues within the defect. All studies 

complied with EEC directives 86/609/EEC relative to animal experiment.  All protocols were 

approved by the regional committee of ethics.  

 

X-Ray microtomography 

Femurs were scanned in an Explore Locus SP X-Ray microcomputerized tomography device 

(General Electric) at an isotropic resolution of 16 µm. Reconstruction of the epi-metaphyseal 

regions was performed following correction of rotation centre and calibration of mineral 

density. Bone analysis was performed using the “Advanced Bone Analysis”™ software (GE). 

For cancellous bone analysis, the region of interest (ROI) encompassed the areas filled with 

newly formed bone (Figure 2). Thresholding of grey values was performed using the 

histogram tool in order to separate mineralized elements from background. Bone volume 

fraction (BV/TV), trabecular thickness (Tb.Th., µm), trabecular number (Tb.N.), trabecular 

space (Tb.Sp., µm) and the density of mineralized tissue (TMD) were determined within the 

ROI. 

The filling gap rate represented the ratio of the bone-filled gap depth (distance between 

bottom and edge of the primary bone front) to the total defect depth (distance between bottom 

and cortical gap) and expressed as a percentage. 

  

Histology 

Femurs were decalcified in 0.5M EDTA for 3 days, then transferred in 70% ethanol. Samples 

were embedded in paraffin, and 3 µm thick sections were stained with Hematoxylin Eosein 

and Saffran (HES). Pictures were generated using a Nikon Eclipse 80i microscope Pictures 

were generated using a DXM 1200 C (Nikon) CCD camera. 

 

Statistics 

Statistical analysis was performed using non-parametric Mann Whitney U-test (STATEL 

software). *: p<0.5; **: p<0.01; ***: p<0.001. 
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Results 

 

General facts on epimetaphyseal defect healing 

 To elucidate the role of OPN and BSP in trabecular bone healing, we performed 

perforations of 0.9 mm diameter in an epi-metaphyseal region. This defect disrupted cortical 

bone, epiphyseal bone, metaphyseal bone and growth plate. Seven days after the surgery, the 

cavity was completely filled by a fibrous tissue (data not shown). Bone regeneration pattern in 

this model was slow and characterized by progressively mineralized bone formation within 

the soft callus at 14 days after surgery. This bone formation removed the fibrous callus from 

the bottom of the defect (black arrow fig 3B) towards the cortical gap. Trabecular-like bone 

formed at this time point was an immature bone with a lower tissue mineral density than 

mature trabeculae (respective average of 498 mg/cm3 and 640 mg/cm3). In the front of bone 

progression, trabecular-like bone condensed and formed a cortical like wall which spread 

towards the cortical edges (figure 3, 56 days). Even 90 days after surgery, growth plate was 

not restored (data not shown). 

 

OPN deficiency alters cancellous bone regeneration in epi-metaphyseal defects. 

 OPN deficient mice were used to explore the role of the OPN in cancellous bone 

healing. At 14 days, bone formation was restricted to an area located close to the defect 

bottom and consisted of trabecular-like bone (figure 4). Although bone regeneration was 

observed in wild type and OPN-deficient mice, the amount of primary bone appeared lower in 

male OPN -/- mice. Quantification of defect filling revealed a significantly lower stretched 

area in male OPN -/- than in OPN +/+ mice (figure 5). No difference was observed between 

both genotypes in females.  

In order to characterize the mineralized tissue deposited during the repair process, 

morphological parameters and tissue mineral density (TMD) of trabecular-like bone were 

measured in the defect area containing newly formed bone, as described in Materials & 

Methods. In males, trabecular bone volume (BVTV) was significantly higher in OPN -/- than 

in OPN+/+ mice, primarily resulting from a significant increase of trabecular thickness, 

whereas the number of bone elements (TbN) was not affected by the mutation (figure 6A). 

Their degree of mineralization was significantly higher in male OPN -/- mice than in OPN 

+/+ (figure 6C). In female mice, no marked phenotype was observed. Tissue mineral density, 

bone volume fraction and trabecular bone parameters of new bone were not significantly 

different in female OPN -/- compared to OPN +/+ mice (figure 6).  
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All these data demonstrated that OPN deficiency delayed cancellous bone repair in male, but 

not female mice, and that primary bone which accumulated in the repair area was more 

abundant and more mineralized in OPN-deficient mice. 

 

BSP deficiency does not impair bone regeneration in epimetaphyseal defect healing. 

 The involvement of BSP in cancellous bone regeneration was also investigated using 

BSP deficient mice. Epi-metaphyseal defects were filled with a trabecular-like bone network 

14 days after surgery, in both BSP +/+ and BSP-/- mice (figure 7A). Healing patterns in BSP-

/- and BSP+/+ mice did not appear different on 2D µC images. Quantification of defect filling 

confirmed the absence of difference between wild-type and BSP-deficient mice (data not 

shown).  

Analysis of the morphology and mineralization of trabecular-like bone formed within the 

drilled hole did not reveal any difference between BSP +/+ and BSP -/- mice (Figure 7B). 

These data suggest that bone formation and mineralization occurring during trabecular bone 

regeneration were not altered by the BSP deficiency. 

 

 

Discussion  

 

Epi-metaphyseal defect disrupt cortical bone, trabecular bone and part of the growth plate that 

need to heal. As previously described [4, 19, 26, 27], bone healing in the model occurs 

through intramenbranous ossification even for the injured growth plate [29, 32]. The pattern 

healing is characterized by the formation of a trabecular-like bone within the cavity. This 

primary bone is partly remodelled in matrure trabeculae at the deep cancellous bone region, 

whereas it is condensed in a cortical wall at the front of the bone formation area and progress 

towards the cavity and bridge the cortical gap. Epi-metaphyseal defect is particularly an 

interesting model for the study of cancellous bone repair. 

In the present work, we focused on the effect of matriprotein knock-outs on the early stage of 

cancellous bone regeneration. 14 days after surgery, 60-80% of the defect volume is filled 

with primary bone in wild type animals, and the mineral density of the newly formed 

structures is lower than the one of native trabeculae, confirming that this primary bone has not 

been remodelled to mature trabecular bone. At this time, the external part of the defect, which 

does not contain any mineralized elements, is filled with fibrous tissue. Bone formation 

occurred in all mouse strains, independently of their genotype.  
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OPN deficiency impaired cancellous bone regeneration in male mice. In OPN-/- mice, 

primary bone accumulated at the bottom of the defect, but spreading of newly formed bone 

throughout the defect was blunted. Trabecular thickness of newly formed trabeculae was 

higher in OPN-/- mice, resulting in a higher bone volume fraction. These data suggest that 

OPN deficiency could favour bone matrix deposition by osteoblasts. A similar increase in 

bone volume fraction and trabecular thickness has been described in the tibia mataphysis of 

OPN-/- mice [5]. Surprisingly however, no alteration of osteoblast or osteoclast activity has 

been reported in adult OPN-/- mice at baseline [5, 13], suggesting that OPN may affect 

primary bone formation, but not bone remodelling [18]. However the absence an apparent 

phenotype in cortical bone repair in OPN-/- mice, suggests that OPN does not play a major 

role in initial bone formation by osteoblasts in these pathological models.  

We show in this study that OPN deficiency increased the mineral density of regenerating 

trabecular bone. We have previously shown that native cortical bone has a higher mineral 

density in adult OPN-deficient mice [18]. The role of OPN in the control of bone matrix 

mineralization is well-documented. OPN has been shown to inhibit hydroxyapatite nucleation 

in vitro [11, 20] and to be expressed in calcospherulites at the mineralization front of bone 

[17]. Our new data showing that OPN deficiency increases mineralization in regenerating 

cancellous bone is consistent with the inhibitory action of OPN on mineralization initiation 

[3].  

The major alteration of cancellous bone regeneration induced by OPN deficiency was the 

impairment of primary bone spreading through the defect in OPN-/- mice, strongly suggesting 

that OPN is involved in the progression of the bone formation front. Whether OPN stimulates 

the resorption of the fibrous tissue which fills the defect early after surgery[18], or whether it 

is important for osteoblast recruitment to the bone formation front remains to be elucidated. 

OPN has been shown to be involved in cell migration and cell recruitment in different models 

[2, 21] and in matrix remodelling [6, 22]. In cancer, OPN was demonstrated to bind and 

activate matrix metalloprotease, like the MMP3, involved in matrix degradation and cell 

migration [7]. Such mechanisms may be involved in the progression of the healing front 

through the defect during cancellous bone regeneration.  

The role of BSP in spongious bone repair was also investigated and surprisingly, BSP 

deficiency did not alter cancellous bone regeneration. Our results contrast with the impaired 

trabecular bone healing phenotype of a metaphyseal defect in BSP-/- mice [15]. In this study, 

the metaphyseal defect disrupted cortical and trabecular bone but did not disrupt the growth 

plate. They demonstrated that BSP deficiency induced successively and transiently a decrease 
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and an increase in trabecular bone volume fraction, as a consequence of impaired osteoblast 

and osteoclast recruitment. It is not clear, however, whether in this model bone regeneration 

starts from the bottom of the defect from pre-existing elements as in epi-metaphyseal defects, 

or whether it occurs within the bone marrow as in bone marrow ablation models [23, 25, 30]. 

Different mechanisms of osteoblast recruitment may be involved in the two models, 

accounting for the discrepancies observed between the patterns observed in both models. 

In conclusion, no redundancy was observed between OPN and BSP in lesion- induced bone 

formation [18]. This study shows that BSP does not play a significant role in primary bone 

formation and mineralization during cancellous bone healing. Other siblings may compensate 

for BSP deficiency in this model. In contrast, OPN appears as an important factor for the 

spreading of regenerating bone throughout the defect during cancellous bone healing.  
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Figure 1: Schematic representation of the position of the drilled hole in the mouse femur. 
 

 
 
 
 
Figure 2: Delineation of the region of interest (ROI) for the quantitative analysis of trabecular 

bone formed within the defect from µCT images.  
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Figure 3: Epi-metaphyseal defect healing 14 and 56 days after surgery. A: µCT mapping of 

the density of new bone formed within the defect. White arrow shows trabecular bone 

delineating the defect cavity. Colour scale indicates the correspondence between colours and 

tissue mineral density (g/cm3). B: Histological sections staining by HES. White dotted line 

delimits the defect border. Black arrows indicate trabecular bone, black star show the fibrous 

tissue and black arrowhead position cortical new bone formed within the defect.  
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Figure 4: µCT images of epi-metaphyseal defect in wild-type and OPN-deficient mice 14 

days after surgery. Arrows shows the envelope of porous mineralized tissue that delineated 

defect cavity. Bar scales represent 1µm.  

  

 
 
 
 
Figure 5: Quantification of the depth gap filling in wild-type and OPN-deficient mice 14 days 

after surgery. Bars represent standard deviation. Statistical analyses were performed using 

Mann-Whitney U-Test, **: p<0.01. 
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Figure 6: µCT analysis of newly bone formed bone within the epi-metaphyseal cavity in 

wild-type and OPN-deficient mice 14 days after surgery. A: Bone Volume Fraction (BV/TV, 

expressed in percentage), Trabecular Number (Tb.N); and Trabecular thickness (Tb.Th., 

expressed in µm) were measured from µCT images. B: Tissue Mineral Density (TMD, 

expressed in mg/cm3). Bars represent standard deviation. Statistical analyses were performed 

using Mann-Whitney U-Test; NS: p>0.05 (no significant); **: p<0.01. 
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Figure 7: µCT analysis of epimetaphyseal defect in wild-type and BSP-deficient mice 14 

days after surgery. A: µCT images of epimetaphyseal defect healing. Arrows shows the 

envelope of porous mineralized tissue that delineated defect cavity. Bar scales represent 1µm. 

B: Quantification of spongy bone repair. Bone Volume Fraction (BV/TV, expressed in 

percentage), Trabecular Number (Tb.N), Trabecular thickness (Tb.Th., expressed in µm) 

Tissue Mineral Density (TMD, expressed in mg/cm3) were measured from µCT images. Bars 

represent standard deviation. Statistical analyses were performed using Mann-Whitney U-

Test; NS: p>0.05 (no significant). 
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 2.4 Conclusion 
 

 Les travaux présentés dans les deux articles (article 2 et article 3) ont consisté en 
l’étude du rôle respectif de l’OPN et de la BSP, deux protéines de la matrice extracellulaire 
osseuse, sur deux modèles distincts de réparation osseuse grâce à l’utilisation de modèle 
murin déficient pour ces protéines. Les principaux résultats sont résumés dans la Figure 49.  
  

Ainsi, nous avons pu montrer que l’OPN était impliquée dans la réparation de l’os 
trabéculaire épi-métaphysaire et non dans la réparation de l’os cortical diaphysaire.  
En effet, son absence induit, 14 jours aprés la lésion, une accumulation d’os d’aspect 
trabéculaire au fond de la cavité épi-métaphysaire. Cet os se caractérise par un volume osseux 
et une épaisseur des travées osseuses significativement plus élevés chez les souris OPN-/- que 
chez les souris OPN+/+. Par ailleurs, le nombre de travée osseuse n’est pas modifié en 
absence d’OPN, suggérant que l’OPN n’agit pas sur la formation osseuse. L’accumulation de 
cet os néoformé est accentuée par une étendue de la zone de formation osseuse 
statistiquement plus faible chez les souris OPN-/-. Sachant que dans le profil de réparation du 
défect épi-métaphysaire, l’os se forme à partir des éléments osseux présents au fond du défect, 
puis qu’il se condense pour former un mur qui va progressivement se déplacer vers l’espace 
cortical à combler, les données sur la réparation de ce défect chez les souris OPN-/- suggèrent 
un rôle de l’OPN dans la progression de l’os dans le défect. A noter, l’os trabéculaire 
néoformé chez les animaux déficients en OPN, présente une densité osseuse supérieure à celle 
des animaux OPN +/+, conformément au rôle inhibiteur de l’OPN sur la minéralisation. 
La réparation de l’os cortical diaphysaire, quand à elle, n’est pas affectée par l’absence 
d’OPN. 
 
 En ce qui concerne, l’effet de la déficience en BSP sur ces deux modèles de 
réparation, nous avons mis en évidence un phénotype à la fois opposé et différent de celui 
observé chez les animaux déficients en OPN. Ainsi, l’absence de BSP n’induit aucune 
modification de la réparation de l’os trabéculaire épi-métaphysaire, alors qu’elle retarde celle 
de l’os cortical diaphysaire. En effet, nous avons montré que la déficience en BSP n’induisait 
aucune modification des paramètres osseux mesurés dans la zone de réparation épi-
métaphysaire. 
Au niveau diaphysaire, la réparation de l’os cortical présente un volume d’os néoformé 
minéralisé à 14 jours significativement plus faible chez les animaux BSP-/- que chez les 
BSP+/+. Celle-ci s’accompagne d’un tissu ostéoïde plus important, suggérant que l’absence 
de BSP n’empêche pas le dépôt de la matrice ostéoïde mais uniquement sa minéralisation 
entrainant de ce fait un retard de réparation. Par ailleurs, l’os formé chez les animaux BSP -/- 
présente une densité osseuse plus faible que celle des animaux +/+.  
 
 Ces travaux mettent en évidence que l’OPN et la BSP n’ont pas de fonctions 
redondantes dans la réparation osseuse. En effet, l’OPN intervient principalement dans la 
réparation de l’os trabéculaire alors que la BSP semble intervenir dans le processus de 
réparation de l’os cortical diaphysaire. Toutefois, l’absence de ces protéines n’altère pas la 
formation osseuse. Le défaut de réparation chez les souris BSP -/- serait dû à un défaut de 
minéralisation de l’ostéoïde, alors que le retard observé chez les souris OPN-/- serait lié à un 
défaut de progression de l’os au sein de la cavité. Enfin, le rôle antagoniste des deux protéines 
sur la minéralisation a été également décrit dans ces modèles de réparation.  
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Figure 49 : Récapitulatif des phénotypes observés chez les souris déficientes en OPN et en BSP au cours de 

la réparation de l’os cortical diaphysaire et de l’os trabéculaire épi-métaphysaire. 
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Conclusions et perspectives 
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 Les mécanismes de la réparation osseuse, et particulièrement le rôle des protéines 
matricielles, ont été étudiés dans le cadre de lésions de l’os cortical et de l’os trabéculaire.  
La réparation de ces lésions a tout d’abord fait l’objet d’une caractérisation. Par la suite, 
l’implication de l’OPN et celle de la BSP ont été étudiées grâce à des modèles murins 
déficients pour l’une ou l’autre de ces protéines. 
 
 
 Dans la première partie de ce travail, les modèles de lésions ont été caractérisés en 
termes de cinétique et de profil de réparation. Il apparaît que le défect cortical diaphysaire et 
le défect épi-métaphysaire, réalisés dans le fémur chez la souris, se régénèrent tous deux de 
façon naturelle en mettant en place un mécanisme d’ossification intramembranaire. Ce 
mécanisme de réparation ne rappelle pas l’ontogenèse des os longs qui se fait par ossification 
endochondrale. Cependant, la mise en place de l’ossification intramembranaire se justifie en 
partie par l’absence de contraintes mécaniques au sein du tissu lésé [Claes et al. 1999]. 
 Cette étude montre que la réparation de l’os cortical diaphysaire diffère 
significativement de celle d’une lésion épi-métaphysaire qui engendre une destruction de l’os 
trabéculaire, de l’os cortical et d’une partie de la plaque de croissance. La réparation de l’os 
cortical diaphysaire se fait localement au niveau de la lésion corticale et de façon centripète 
conduisant rapidement à la formation d’un os cortical mature. Au contraire, la réparation de 
l’os trabéculaire et de l’os cortical dans le modèle épi-métaphysaire est plus lente. Elle est 
initiée à partir d’éléments présents au fond de la cavité. L’os nouvellement formé se condense 
et progresse graduellement vers la partie corticale à combler, laissant derrière lui des éléments 
osseux trabéculaires.  
 La disparité de profil de réparation entre les deux modèles peut en partie s’expliquer 
par l’origine différentielle des cellules ostéoprogénitrices (Figure 50). La rapidité de la 
réparation diaphysaire suggère que la formation osseuse est initiée par des cellules locales 
telles que celles du périoste. Cette source de cellules a déjà été démontré par des expériences 
d’ablation du périoste [Oni et al. 1992; Ozaki et al. 2000], par des expériences de greffes 
osseuses [Colnot 2009] et dans le cadre de l’ingénierie du tissu osseux [Hutmacher et al. 
2003; Zhang et al. 2008]. Cependant, dans notre modèle, l’ablation mécanique du périoste 
n’altère pas la réparation osseuse suggérant une autre source d’ostéoprogéniteurs locaux. 
L’endoste et la moelle osseuse présentent eux aussi un potentiel ostéogénique [Uchida et al. 
2000; Kaigler et al. 2005; Kretlow et al. 2008]. Les travaux de greffes de tissu osseux 
diaphysaire réalisés par Colnot et al montrent que l’os formé entre le tissu hôte et le greffon se 
compose de cellules osseuses provenant de l’endoste, du périoste et de la moelle osseuse 
présentes dans le greffon [Colnot 2009]. De plus, l’ablation de l’un de ces trois compartiments 
ne semble pas compromettre la formation osseuse permettant l’intégration du greffon dans le 
tissu hôte. Ces données indiquent que l’endoste peut être une source de cellules 
ostéoprogénitrices équivalente au périoste pour la réparation diaphysaire.  
Au niveau de l’épi-métaphyse, la réparation osseuse est initiée par le fond du défect. Lorsque 
la perforation traverse de part en part l’os, la réparation est compromise. Quand elle est 
initiée, elle prend place à proximité de travées osseuses et de la moelle osseuse suggérant un 
rôle des cellules mésenchymateuses médullaires et des cellules bordantes osseuses. Ces 
dernières sont mobilisées au cours de la réparation d’une lésion de la plaque de croissance 
[Xian et al. 2004].  
 Quelle que soit sa position sur l’os long, un défect se répare spontanément par un 
processus d’ossification intramembranaire initié par des ostéoprogéniteurs d’origine variée. 
Le modèle diaphysaire est un modèle purement cortical, alors que le modèle réalisé dans 
l’épi-métaphyse présente dans sa première partie, une réparation de l’os trabéculaire puis une 
réparation de l’os cortical épi-métaphysaire. 
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Figure 50 : Hypothèse quant à l’origine des ostéoprogéniteurs impliqués dans la réparation. 
 
 
 Ces travaux ont servi de base à l’étude du rôle respectif de l’ostéopontine et de la BSP 
dans la réparation osseuse.  
 Les analyses quantitatives réalisées dans la zone corticale diaphysaire en réparation ne 
révèlent pas de différence entre les animaux OPN+/+ et les animaux OPN-/- pour la densité 
osseuse, le volume d’os minéralisé, le tissu ostéoïde et les surfaces ostéoclastiques. Ces 
résultats suggèrent que le dépôt de matrice, la minéralisation, et le remodelage de l’os 
primaire en os cortical mature ne sont pas affectés par la déficience en OPN. A l’opposé, 
l’absence d’OPN affecte sévèrement la réparation de l’os trabéculaire. Chez les souris OPN-/-
, l’os néoformé s’accumule au fond de la cavité et ne s’y propage pas comme dans les souris 
OPN+/+. Le fait que l’os primaire ne réussit pas à s’étendre dans la cavité épi-métaphysaire, 
suggère que l’OPN est impliquée dans la progression du front de formation osseuse. Ce rôle 
pourrait être dû à un effet stimulateur de l’OPN sur résorption du tissu fibreux, ou à son action 
en tant qu’élément important pour le recrutement des ostéoblastes au front de formation 
osseuse. L’OPN a déjà été décrite comme étant impliquée dans le recrutement et la migration 
cellulaire dans différents modèles [Asou et al. 2001; Raheja et al. 2008], et dans le 
remodelage osseux [Rittling et al. 1998; Duvall et al. 2007]. Par ailleurs, l’OPN peut interagir 
avec différentes métalloprotéases, notamment les MMP 3, 9 et 13 [Fedarko et al. 2004; 
Castellano et al. 2008; Chen et al. 2009; Matsui et al. 2009]. De tels mécanismes pourraient 
être impliqués dans la progression du front de réparation à travers le défect durant la 
réparation de l’os trabéculaire. L’analyse de l’expression de MMP au cours de la réparation 
chez les animaux OPN-/- et OPN+/+ pourrait être envisageable. 
 L’ensemble des données recueillies montre que le dépôt de matrice par les ostéoblastes 
n’est pas altéré dans ce modèle murin suggérant que l’OPN ne joue pas un rôle majeur dans 
l’activité de formation osseuse des ostéoblastes. Il reste toutefois possible que chez les 
animaux déficients en OPN, d’autres protéines puissent se substituer à l’OPN. De fait, nous 
avons montré que la BSP est surexprimée chez les animaux OPN-/-. In vitro, la surexpression 
de BSP dans une lignée ostéoblastique augmente la formation de nodules de minéralisation et 
de l’expression de marqueurs ostéoblastiques [Gordon et al. 2007]. L’ensemble de ces 
données suggèrent que la BSP est un candidat pertinent pour compenser la déficience en 
OPN. 
 
 En ce qui concerne la BSP, les phénotypes observés chez les animaux BSP-/- au cours 
de la réparation de l’os cortical et l’os trabéculaire sont diamétralement opposés à ceux des 
animaux OPN-/-. Ainsi, la déficience en BSP induit une altération de la minéralisation de 
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l’ostéoïde formé au niveau de la zone corticale diaphysaire, alors qu’aucun dommage n’est 
détecté au cours de la réparation de la zone épi-métaphysaire. 
 
 Les défauts observés au cours de la réparation osseuse dans les deux modèles de 
lésions peuvent être liés à un défaut de remodelage de l’os primaire formé rapidement en os 
secondaire mature. Ce remodelage nécessite l’intervention des ostéoclastes. Ostéoclastes pour 
lesquels il a été décrit que l’OPN et la BSP sont des activateurs de l’ostéoclastogenèse et de 
leurs activités [Chellaiah et al. 2003; Contractor et al. 2005; Malaval et al. 2008]. L’étude des 
ostéoclastes au cours de la réparation, par marquage enzymatique de l’enzyme TRAP et 
l’analyse par histomorphométrie, permettrait de répondre à la question de l’implication d’un 
défaut ostéoclastique dans le retard de réparation. 
 
 De nombreuses études portant sur le rôle des SIBLINGs sur la physiologie du tissu 
osseux ont été réalisées sur des souris femelles [Yoshitake et al. 1999; Ihara et al. 2001; 
Kojima et al. 2004; Ishijima et al. 2006; Malaval et al. 2009]. L’expression de l’OPN est 
régulée entre autre par l’action du récepteur orphelin ERR [Vanacker et al. 1998]. Les 
travaux de Luedtke et al proposent également un effet des androgènes dans la régulation de 
l’OPN d’après l’étude de son expression dans les organes reproducteurs mâles [Luedtke et al. 
2002]. La surexpression du récepteur aux androgènes dans une lignée ostéoblastique stimule 
la transcription du gène codant la BSP in vitro [Takai et al. 2007]. Ces données suggèrent que 
le genre pourrait moduler la réponse phénotypique des animaux OPN et BSP déficients au 
cours de la réparation osseuse. Dans ce travail de thèse, l’effet du genre sur la réparation 
osseuse chez les animaux OPN et BSP a été étudié. Au cours de la réparation épi-
métaphysaire chez les animaux OPN déficients, il apparaît que le phénotype observé est plus 
marqué chez les mâles que chez les femelles. A l’heure actuelle, aucune donnée ne permet 
d’expliquer la différence phénotypique observée entre les mâles et les femelles au cours de la 
réparation. 
 
 L’une des interrogations soulevées au cours de cette thèse portait sur la redondance et 
la compensation fonctionnelle des protéines SIBLINGs dans la réparation osseuse. En effet, 
quelques observations préalables suggèrent une redondance fonctionnelle entre OPN et BSP 
au niveau du tissu osseux. Différentes études in vivo ont décrit une augmentation du volume 
osseux trabéculaire chez les souris OPN -/- et BSP -/- [Chellaiah et al. 2003; Harmey et al. 
2006]. D’autres études quant à elles ont montré une expression génique compensatoire dans 
les lignées génétiquement déficientes. C’est notamment le cas pour la lignée de souris 
déficiente en OPN pour laquelle les travaux d’Ishijima et al montrent une surexpression de la 
BSP dans les os longs [Ishijima et al. 2006]. Au cours de la réparation osseuse, nous avons 
montré que l’absence d’OPN induisait un défaut de réparation épi-métaphysaire, distinct de 
celui induit par la déficience en BSP au niveau diaphysaire. Cet effet ne semble par être 
compensé par la surexpression de la BSP décrite dans les os longs des animaux OPN-/-. 
Inversement, la déficience en BSP induit un défaut de réparation de l’os cortical non 
compensé par la diminution de l’expression de l’OPN décrite dans les os longs [Malaval et al. 
2009]. L’analyse moléculaire de l’expression des SIBLINGs au cours de la réparation épi-
métaphysaire, dans chacune des lignées murines, restent à mesurer afin de vérifier les effets 
compensatoires entre l’OPN et la BSP. 
Il apparaît ainsi que pour certaines des fonctions telles que le contrôle de la minéralisation 
dans l’os diaphysaire ou le contrôle de la migration du front de réparation épi-métaphysaire, 
l’OPN et la BSP ne sont pas redondantes. Par ailleurs, cette analyse ne renseigne en rien sur 
un éventuel effet de compensation pour d’autres fonctions notamment sur l’activité des 
ostéoblastes, l’activité des ostéoclastes ou encore l’angiogenèse. Il semble pertinent 
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d’envisager de réaliser un double mutant OPN-/- BSP-/- afin de s’assurer de l’absence de 
redondance fonctionnelle et l’absence d’effet compensatoire entre ces deux SIBLINGs. Du 
fait, de la présence des gènes OPN et BSP sur le même locus génique, la génération du double 
mutant ne repose pas sur le simple croissement des lignées de simple mutant déjà existantes. 
Elle nécessite la réalisation d’une nouvelle transgénèse au sein de cellules embryonnaires 
aboutissant à l’invalidation des deux gènes. 
Par ailleurs, l’ensemble de ces résultats ont été obtenu par utilisation de modèles de 
génétiques expérimentales établis dans des fonds génétiques différents (OPN : C57bl6/J et 
BSP : CD-1/129), nécessitant, dans un souci de rigueur, de ramener les deux modèles dans le 
même fond génétique. 
 
 Pour finir, les données recueillies dans cette étude soulèvent une interrogation quant à 
la similarité des ostéoprogéniteurs impliqués dans la réparation (Figure 50). Comme 
mentionné dans cette thèse, les cellules impliquées dans la réparation des deux modèles de 
lésions peuvent avoir des origines différentes (moelle osseuse, endoste, périoste ou cellules 
bordantes). Cette diversité de sources pourrait expliquer la différence dans le profil de 
réparation observée entre les deux modèles de défect.  
Des réponses pourraient être apportées par l’utilisation de cellules génétiquement marquées 
par des protéines « traceurs », par des greffes de moelle osseuse ou d’infection virale locale 
(périoste, endoste) permettant de suivre le recrutement des ostéoprogéniteurs au cours de la 
réparation.  
Par ailleurs, il apparaît que ces ostéoprogéniteurs auraient au final une sensibilité différente à 
la déficience en OPN ou en BSP. Cette sensibilité pourrait également être liée à la nature de 
l’os que doivent régénérer ces progéniteurs: os cortical, lamellaire dans le cas de la réparation 
diaphysaire ; os principalement trabéculaire, spongieux dans le modèle épi-métaphysaire. 
Cette hypothèse rejoint la question soulevée par Gorski sur l’implication de la distribution et 
la composition des protéines non collagéniques de l’os lamellaire et de l’os tissé sur 
l’existence de mécanismes ostéogéniques différents [Gorski 1998].  
 
 Au cours de ces travaux, l’utilisation des différents modèles, que ce soit les modèles 
de lésions ou ceux de génétique expérimentale, a permis d’améliorer la comprehension de 
l’implication des protéines de la matrice extracellulaire dans les mécanismes de la réparation 
osseuse tout en soulevant de nouvelles perspectives de travail. 
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