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Introduction

Le collagène est une protéine de la matrice extracellulaire présente chez toutes les
espèces animales, de la méduse jusqu’à l’être humain [1, 2]. A ce jour, 28 types différents
de collagène ont été identifiés, classés selon leur structure supramoléculaire en collagènes
fibrillaires et non-fibrillaires [3]. Les collagènes fibrillaires consistent en un assemblage
structuré de molécules pour former des fibrilles. L’organisation des fibrilles en faisceau
procurent des propriétés biomécaniques spécifiques à chaque tissu vivant [3].

Ce travail s’intéresse au collagène fibrillaire, et plus précisément au collagène de type I.
Il s’agit de la protéine la plus abondante de la matrice extracellulaire des tissus conjonctifs
[1], notamment dans l’os et dans la peau où il représente respectivement 90 % et 70 % de
la matrice organique [4, 5]. Le collagène de type I est composé de deux chaînes α1 et une
chaîne α2, encodées par deux gènes différents. Certaines mutations génétiques portées
par ces gènes sont à l’origine de pathologies.

Parmi ces pathologies du collagène, l’ostéogenèse imparfaite (OI), communément
appelée "maladie des os de verre", est une maladie génétique rare caractérisée par une
fragilité accrue des os. A l’heure actuelle, aucun traitement curatif n’est disponible pour
les patients atteints de cette pathologie. Bien que la peau soit également riche en collagène
I, les effets des mutations responsables de l’OI sont mineurs sur cet organe.

Afin de décrire les mécanismes moléculaires sous-jacents de cette pathologie, plusieurs
études se sont intéressées au comportement des cellules sécrétrices de collagène I. Des
cellules de patients ont notamment été extraites de tissus osseux, directement impliqués
dans la pathologie, et de peau, plus facile d’accès. Il semble que le comportement in vitro
des cellules osseuses est plus affecté par la pathologie que celui des cellules de peau, ce
qui confirme les observations réalisées in vivo. En revanche, certaines caractéristiques
physiologiques des cellules osseuses OI, comme leur prolifération, diffèrent entre les
observations in vitro et in vivo. Cela peut s’expliquer par le fait que les études in vitro ont
été réalisées dans un environnement en deux dimensions, alors que les cellules évoluent
in vivo dans un environnement en trois dimensions. En effet, de nombreuses études ont
montré que le comportement des cellules en deux dimensions n’était pas représentatif du
comportement en trois dimensions [6]. Il est donc nécessaire de développer des modèles in
vitro en trois dimensions pour étudier la pathologie et mieux la comprendre.
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Introduction

Ce travail s’inscrit au cœur d’un projet consistant à établir un lien entre les effets de
l’ostéogenèse imparfaite sur le tissu osseux et sur le tissu dermique. Cette étude nécessite de
décrire ces tissus d’un point de vue biomécanique et physiologique. La physiologie cellulaire
est fortement impactée par le micro-/macro-environement cellulaire, et notamment les
propriétés biomécaniques de la matrice extracellulaire et ses stimuli envers les cellules. Il
est donc stratégique et plus pertinent d’étudier la physiologie cellulaire dans un contexte
tri-dimensionnel.

Je propose donc dans mon travail de thèse de développer des modèles d’étude in vitro
en trois dimensions pour les tissus osseux et cutanés. En effet, cette étape est indispensable
à la compréhension du lien os-peau dans le cas de l’OI. La génération de ce type de modèle
nécessite aussi d’adapter les méthodes de caractérisation biomécanique existantes pour
les explants sur ce nouveau type de modèles.

Cette étude se compose de sept chapitres (figure 1). Le premier chapitre sera consacré
à une étude bibliographique décrivant la structure, la composition et les propriétés
mécaniques des tissus riches en collagène I que sont la peau et les os. Nous présenterons
également les différents modèles in vitro existants. L’ensemble des protocoles utilisés pour
ces travaux seront présentés dans le deuxième chapitre. Le troisième chapitre abordera le
développement d’hydrogels bio-imprimables aux propriétés mécaniques et structurales
modulables. L’impact de ces propriétés sur le développement de modèles in vitro de
tissu osseux et de derme seront présentés dans les chapitres quatre et cinq. Ensuite,
les caractérisations mécaniques des modèles in vitro d’os et de derme en lien avec la
production de matrice extracellulaire seront abordées dans le sixième chapitre. Nous y
évaluerons également les forces de contraction générées par les cellules. Enfin, les stratégies
utilisées pour développer des modèles cellulaires porteurs de l’ostéogenèse imparfaite
seront décrites dans le septième chapitre.
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Introduction

Figure 1 – Méthodologie adoptée pour répondre pour produire et caractériser des modèles
in vitro de tissus osseux et dermiques OI.
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Chapitre 1

Bibliographie

Introduction

Dans ce premier chapitre, nous décrirons l’organisation et la composition des tissus
d’intérêt de cette thèse, l’os et la peau. Les spécificités de chaque tissu nous permettront
de mieux comprendre les enjeux associés au développement de chacun des modèles in
vitro. Cela nous amènera à un état de l’art des modèles in vitro existants pour ces deux
tissus. Enfin, les causes et les conséquences de l’ostéogenèse imparfaite seront présentées.

1.1 L’os

1.1.1 Biologie de l’os

1.1.1.1 Organisation multi-échelle : de l’organe à la molécule

Le squelette est une charpente constituée de 206 os qui assure plusieurs fonctions.
Premièrement, il offre une protection des organes mous ainsi qu’une structure rigide
nécessaire au mouvement. Les os servent également de réserve de minéraux et assurent la
production de cellules sanguines dans la moelle osseuse [7]. L’os présente une structure
multi-échelle largement décrite dans la littérature [8] (figure 1.1).

Les os sont des organes composés de deux tissus à l’organisation bien distinctes : l’os
cortical et l’os trabéculaire (figure 1.2). Ceci leurs confèrent par conséquent des propriétés
mécaniques spécifiques. Les proportions d’os cortical et d’os trabéculaire varient suivant
les os : 25/75 dans les vertèbres, 50/50 dans la tête fémorale et 95/5 dans la diaphyse
(partie centrale et longue) des os longs [7].

L’os cortical est un tissu qui se retrouve principalement dans la diaphyse des os longs
et en couche fine à l’extérieur des os plats. Il est recouvert à l’intérieur par l’endosteum
et à l’extérieur par le periosteum [9]. Il représente 80 % de la masse du squelette et
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Figure 1.1 – Organisation multi échelle de l’os [8]

Figure 1.2 – Fémur composé d’os trabéculaire dans la tête fémorale et d’os cortical dans
la diaphyse.
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Figure 1.3 – Os tissé (woven) et lamellaire (lamellar) [9].

est majoritairement responsable de la fonction de support de l’os [10]. Il forme un tissu
compact avec une porosité d’environ 10 % [11].

L’os cortical peut avoir deux organisations (figure 1.3). La première est appelée os
tissé (woven bone en anglais) et correspond à un dépôt de fibres de collagène orientées
de manière aléatoire. Ce tissu est riche en cellules. Il se retrouve majoritairement chez
le fœtus et dans les zones de l’os où la matrice est déposée rapidement, par exemple en
cas de réparation de fracture. L’autre organisation est appelée lamellaire car les fibres
de collagène sont déposées de manière orientée, formant ainsi des lamelles concentriques
autour d’un canal central appelé canal de Havers. L’ensemble des lamelles concentriques
et du canal de Havers forment un ostéon. Le canal de Havers abrite les vaisseaux sanguins
ainsi que les nerfs. Cette organisation est majoritaire dans l’os adulte [9].

Le tissu trabéculaire est aussi appelé tissu spongieux à cause de sa porosité élevée
(40 à 90 %) [12]. Il possède également une structure lamellaire mais contrairement à l’os
cortical, il est formé de travées osseuses de 0,2 à 0,4 mm d’épaisseur, séparées par des
cavités de moelle osseuse. L’irrigation sanguine se fait par des échanges via les canaliculi
qui relient les lacunes ostéocytaires et communiquent avec la moelle osseuse et le tissu
adipeux. De ce fait, il représente une surface d’échange considérable avec les liquides
interstitiels, ce qui lui procure un renouvellement 9 fois plus rapide que celui de l’os
cortical, jouant ainsi un rôle majeur dans l’équilibre phosphocalcique [9]. Ce tissu se
retrouve dans les extrémités des os longs où sa structure poreuse permet d’absorber les
chocs [8].

La matrice osseuse qui compose l’os cortical et l’os trabéculaire est formée de 50 à
70 % (m/m) de minéral sous forme de cristaux d’hydroxyapatite (Ca10(PO4)6(OH)2),
20 à 40 % de matrice organique (dont 90 % de collagène I et 10 % de protéines non
collagéniques [5]) et 5 à 10 % d’eau [7]. Le minéral procure la rigidité et la résistance à la
charge alors que la matrice organique procure l’élasticité et la flexibilité [13].

Le collagène I est donc la protéine majoritaire présente dans la matrice organique
osseuse. Les molécules de collagène I sont des hétérotrimères constituées de deux chaînes
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Figure 1.4 – Structure et organisation du collagène I. A : Assemblage des fibrilles
de collagène [14]. B : Fibrilles de collagène observées en microscopie électronique à
transmission [15].
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α1 et une chaîne α2 qui s’enroulent pour former une triple hélice (figure 1.4). Les molécules
mesurent 300 nm de long et 1,5 nm de diamètre. Elles s’arrangent de manière parallèle
entre elles mais avec un décalage de 67 nm et un espace de 40 nm entre deux molécules
consécutives pour former des fibrilles [1]. Cet arrangement des molécules est responsable
de l’aspect strié des fibrilles et de la périodicité de 67 nm [16].

1.1.1.2 Les cellules du tissu osseux

Les cellules osseuses proviennent de deux groupes différents de cellules souches : les
cellules souches hématopoïétiques qui vont donner les cellules sanguines et immunitaires,
dont les monocytes à l’origine de la lignée ostéoclastique, et les cellules stromales mé-
senchymateuses qui sont capables de se différencier en adipocytes et cellules de la lignée
ostéoformatrice (ostéoblastes et chondroblastes).

a) Les ostéoblastes et ostéocytes
Les cellules de la voie ostéoblastique forment un ensemble de cellules à différents

stades de différenciation qui sont responsables d’une large gamme de fonctions. En plus
de réguler la formation et la résorption osseuse, elles produisent aussi des facteurs de
communication autocrine et paracrine pour la régulation du tissu osseux, ainsi que des
hormones circulantes [17].

Les ostéoblastes dérivent des cellules stromales mésenchymateuses présentes dans
la moelle osseuse (figure 1.5). Une fois que les ostéoblastes ont synthétisé la matrice
osseuse non minéralisée, appelée ostéoïde, ils peuvent avoir trois destins : s’intégrer dans
la matrice extracellulaire et poursuivre leur différenciation en ostéocytes, se différencier
en cellules bordantes inactives en surface, ou bien mourir par apoptose [18]. La proportion
de cellules qui suit chaque voie dépend de l’espèce, de l’âge, du type d’os et du statut
hormonal ou pathologique [19, 20]. Selon Parfitt et al [21], 50 à 70 % des ostéoblastes
meurent par apoptose. Les mécanismes de différenciation responsables de l’engagement
d’une cellule dans une voie plutôt qu’une autre ne sont pas encore bien compris [18].

Pour caractériser un stade de différenciation, il faut considérer l’expression de multiples
facteurs [22]. Lian et Stein [23] distinguent 3 grandes séquences temporelles avec des
expressions de gènes spécifiques : prolifération (10 à 12 jours), développement de la
matrice extracellulaire (10 à 15 jours) et minéralisation de la matrice (15 à 20 jours).
Pendant la phase de prolifération, l’expression de gènes associés à la synthèse de la matrice
extracellulaire diminue jusqu’à un niveau basal. La détection immuno-histochimique de la
phosphatase alcaline (ALP) est un des marqueurs les plus précoces de la différenciation
en ostéoblastes. La minéralisation de la matrice démarre après sa sécrétion.

Les ostéocytes correspondent au stade de différenciation terminal des ostéoblastes et
représentent 90 % de la population cellulaire osseuse. Ces cellules sont intégrées dans la
matrice osseuse au sein d’un réseau lacuno-canaliculaire. Le corps des cellules est situé
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Figure 1.5 – Différenciation des cellules de la voie ostéoblastique et protéines exprimées
à certains stades.
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Figure 1.6 – Ostéocytes observés en microscopie électronique à balayage (d’après [25]).

dans des lacunes et les dendrites (prolongements cytoplasmiques) s’étendent dans toutes
les directions, mais avec une préférence pour la direction parallèle à la surface osseuse
[24] (figure 1.6).

Le mécanisme de transition des ostéoblastes en ostéocytes a longtemps été considéré
comme un mécanisme passif au cours duquel les ostéoblastes se retrouveraient emmurés
dans la matrice sécrétée [26]. De plus en plus de travaux indiquent au contraire qu’il s’agit
en réalité d’un phénomène actif. Le premier changement consiste en la formation des
dendrites, associée à une réduction du volume cytoplasmique [18]. Ce processus requière le
clivage du collagène environnant par des métalloprotéinases matricielles (MMP) [27, 28].
Les différences entre les ostéoblastes et les ostéocytes s’observent au sein du cytosquelette
des cellules [29] et par l’expression de protéines impliquées dans la contraction, notamment
les chaînes lourdes et légères de myosine ou l’α-actine [30].

Le processus de différenciation des ostéoblastes en ostéocytes ne s’arrête pas lors de
leur intégration dans la matrice. Il se poursuit jusqu’au stade d’ostéocytes matures. La
durée de ce processus varie de 2 à 19 jours, suivant l’os, l’âge, le sexe et l’espèce animale
[26]. Certaines protéines sont exprimées spécifiquement par les ostéocytes :

— E11 est exprimée uniquement dans les ostéocytes qui sont encore peu profonds
dans la matrice [31],

— DMP1 et PHEX (phosphate regulating neutral endopeptidase on the chromosome
X) participent à la régulation du métabolisme du phosphate et sont spécifiques
aux ostéocytes ;

— MEPE (matrix extracellular phosphoglycoprotein) est très fortement exprimée par
les ostéocytes et a un rôle d’inhibiteur de la formation osseuse [32],

— la sclérostine est exprimée uniquement par les ostéocytes matures et inhibe la
formation osseuse [33].

Les ostéocytes forment un réseau de cellules interconnectées grâce à leur prolonge-
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ments cytoplasmiques dans les canalicules. Ils possèdent des jonctions communicantes
intercellulaires au bout de leurs dendrites [34]. Certaines dendrites sont connectées aux
cellules brdantes et ostéoblastes en surface et d’autres sont connectées avec l’espace
extra-osseux. Cela signifie que les ostéocytes peuvent communiquer avec la moelle osseuse
sans l’intermédiaire des ostéoblastes ou des cellules bordantes [35]. Les ostéocytes sont
capables d’étendre et rétracter leurs dendrites, leur permettant ainsi d’établir ou de
rompre des connections avec les autres cellules.

Les ostéocytes synthétisent très peu de matrice extracellulaire. Cependant, ils contri-
buent à sa maturation et à sa minéralisation [24]. Ils sont aussi capables de dégrader la
matrice autour de leurs corps cellulaire ou de leurs dendrites. Ce processus se produit
notamment quand la demande en calcium augmente, par exemple pendant la lactation,
ou bien dans le cas de certaines pathologies comme l’ostéoporose [36].

Les ostéocytes jouent un rôle central dans la régulation biomécanique de la masse
et de l’architecture osseuses. L’application d’une contrainte sur l’os génère un flux du
fluide contenu dans les canalicules autour des dendrites des ostéocytes. Les ostéocytes
sont alors capables de détecter ce flux et de sécréter des molécules qui régulent l’activité
des ostéoclastes et des ostéoblastes en réponse à la stimulation mécanique [37].

Les cellules bordantes sont l’autre voie de différenciation des ostéoblastes. Elles peuvent
être réactivées en réponse à différents stimuli pour fournir un réservoir d’ostéoblastes.
Ces cellules post-mitotiques peuvent se remettre à proliférer et contribuer à la formation
osseuse [38].

b) Les ostéoclastes
Les ostéoclastes sont les cellules responsables de la résorption du tissu osseux. Ils

dérivent des cellules souches hématopoïétiques circulant dans le sang. Ces cellules vont
se différencier en précurseurs d’ostéoclastes puis fusionner entre elles après avoir atteint
la surface osseuse pour former une cellule multinucléée de 100 µm de diamètre. La
caractéristique principale des ostéoclastes est leur bordure en brosse sous lesquelles ils
créent des lacunes de résorption (appelées lacunes de Howship) quand ils se fixent à
la matrice osseuse [39]. La dégradation de la matrice de collagène est médiée par la
cathépsine K spécifique des ostéoclastes, ainsi que par les métalloprotéinases (MMP)
MMP-9 [40, 41].

La différenciation et l’activation des ostéoclastes sont contrôlées par les ostéoblastes
et les ostéocytes. Les ostéocytes stimulent la formation d’ostéoclastes par la sécrétion
de RANKL [42]. Cependant, un contact direct avec les ostéoblastes pourrait également
contribuer à leur activation [43]. A l’inverse, l’ostéoprotégérine, un antagoniste de RANKL
sécrété par les ostéoblastes, est responsable de l’activation des ostéoclastes [39].
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1.1.1.3 L’os, un matériau vivant

Les cellules et la matrice sont en constante interaction, que ce soit lors du modelage
ou par le remodelage qui a lieu tout au long de la vie. Le remodelage est un couplage
entre résorption et formation osseuse qui sert à renouveler l’os en réponse à des stimuli
mécaniques ou hormonaux. Ainsi, une stimulation mécanique, par exemple lors d’un
exercice physique, va favoriser la formation osseuse par rapport à la résorption. A l’inverse,
en l’absence de stimulation mécanique, la résorption va primer et provoquer une diminution
de la masse osseuse [22]. Le couplage entre résorption et formation et la séquence du
remodelage ont été identifiés par l’équipe de Frost [44]. Le taux de remodelage est
d’environ 5 % par an dans l’os cortical et 20 % dans l’os trabéculaire adulte. Cette
différence s’explique par un ratio surface/volume plus élevé dans l’os trabéculaire [22]. Le
remodelage se produit via des unités multi-cellulaires (Basic multicellular units, BMU)
composées d’otéoclastes, d’ostéoblastes et d’un approvisionnement sanguin [45]. Dans l’os
cortical, les BMU forment des canaux dirigés par les ostéoclastes qui progressent dans l’os
en résorbant la matrice (figure 1.7). Ils sont suivis par les ostéoblastes qui sécrètent la
nouvelle matrice. Dans l’os trabéculaire, les ostéoclastes créent des tranchées en surface.
L’action des ostéoblastes et des ostéoclastes est couplée par un contrôle biochimique. Le
taux de résorption est contrôlé par le ratio ostéoprotégérine/RANKL, deux protéines
sécrétées par les cellules de la lignée ostéoblastique [46].

Le remodelage comprend quatre phases : l’activation et le recrutement des ostéoclastes,
la résorption de la matrice, la sécrétion de la matrice (l’ostéoïde) et la minéralisation
(figure 1.8) [46]. La phase de résorption par les ostéoclastes dure 6 à 12 jours et la sécrétion
et minéralisation de la nouvelle matrice peuvent s’étendre sur plusieurs mois [47, 48].
Les ostéoblastes et ostéocytes sont responsables de la minéralisation en sécrétant des
vésicules matricielles qui contiennent du phosphate de calcium (figure 1.9). La membrane
des vésicules se dissout dans l’espace extra-cellulaire et libère le minéral qui se fixe au
collagène. Le minéral subit ensuite un réarrangement en cristaux d’hydroxyapatite le long
des fibrilles de collagène. Le minéral est présent à l’extérieur et à l’intérieur des fibres de
collagène [49, 50].

Contrairement au remodelage, dans le cas du modelage, la formation et la résorption
se produisent sur des surfaces séparées. Les deux évènements sont donc découplés. En
conséquence, le modelage modifie la forme du squelette osseux [22]. Le modelage se produit
principalement pendant la croissance mais peut aussi se produire chez les adultes en
réponse à un changement de chargement mécanique [22, 46].

Dans le contexte de la croissance, la formation osseuse a lieu via deux mécanismes : la
formation intramembraneuse ou la formation endochondrale. Dans le cas de la formation
intra-membraneuse, les cellules souches de la moelle osseuse forment un agrégat, puis
se différencient en ostéoblastes avant de sécréter la matrice osseuse. Ce processus est
notamment impliqué dans la formation des os du crâne et du visage. La formation
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Figure 1.7 – Unités de remodelage multi-cellulaire (BMU) lors du remodelage dans l’os
trabéculaire et dans l’os cortical [46].
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Figure 1.8 – Les étapes du remodelage [46].
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Figure 1.9 – Minéralistion des fibres de collagène [49].
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Figure 1.10 – La croissance des os longs par ossification endochondrale.

endochondrale implique la synthèse temporaire d’une matrice de cartilage progressivement
remplacée par la matrice osseuse. C’est ce qui se produit lors de la croissance des os longs :
les plaques de croissance sont des zones cartilagineuses jusqu’à l’arrêt de la croissance et
l’ossification complète de ces plaques [51] (figure 1.10).

Enfin, la formation d’os nouveau peut avoir lieu à la suite d’une fracture. Si le défaut
est inférieur à 2,5 fois le diamètre de l’os, il peut se réparer sans intervention extérieure
[52]. Le mécanisme de réparation est identique à celui l’ossification endochondrale avec
la synthèse d’une matrice provisoire de cartilage (figure 1.11). Dans un premier temps,
la fracture crée un hématome puis un caillot de fibrine qui sert de support pour la
prolifération des cellules impliquées dans la réparation osseuse. Une phase inflammatoire
servant à nettoyer la plaie a également lieu. La réparation de la fracture commence en
périphérie. Un cal temporaire de cartilage est formé puis est progressivement remplacé
par de l’os. Dans le même temps, la vascularisation progresse. L’os tissé formé rapidement
est ensuite progressivement remodelé en os lamellaire [51].
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Figure 1.11 – Réparation de fracture [53].

1.1.2 Les propriétés mécaniques du tissu osseux

Les propriétés mécaniques de l’os dépendent du site anatomique, de l’âge du donneur,
du tissu (trabéculaire ou cortical), de l’orientation (longitudinale ou transversale car l’os
est anisotrope) et de l’essai réalisé (tableau 1.1). A l’échelle de la matrice, la minéralisation
augmente la rigidité comparée à la matrice organique nouvellement déposée (ostéoïde).
Ainsi, l’indentation de l’os mature donne un module d’élasticité d’environ 20 GPa [12]
alors que la mesure par microscopie à force atomique (AFM) du module d’élasticité de
l’ostéoïde donne 27 kPa [54].

Méthode Tissu Module d’élasticité Référence

Compression longitudinale Trabéculaire 18 MPa [12]
Compression transversale Trabéculaire 6 – 10 MPa [12]
Compression longitudinale Cortical 17,4 GPa [55]
Compression transversale Cortical 9,6 GPa [55]
Nanoindentation Cortical 20 GPa [12]
AFM Cortical (boeuf) 8 GPa [56]
AFM Ostéoïde 27 kPa [54]

Table 1.1 – Module d’élasticité de l’os cortical et trabéculaire obtenu par différentes
méthodes. AFM : microscopie à force atomique.
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1.1.3 Les modèles d’os in vitro

Les modèles in vivo sont utiles pour comprendre les mécanismes de réparation de
fracture [57] ou pour prendre en compte des effets systémiques sur l’os. A l’inverse, ils
ne sont pas adaptés à l’isolation d’un effet spécifique sur le comportement des cellules
car l’environnement est complexe et de multiples facteurs agissent en même temps. Les
modèles in vitro sont donc utiles pour étudier des phénomènes spécifiques de manière
isolée. Pour réaliser un modèle in vitro, il est nécessaire d’identifier une source de cellules,
un matériau biocompatible et une méthode de bio-fabrication adaptée.

1.1.3.1 Les différentes sources de cellules

a) Les ostéoblastes
Il existe deux catégories de cellules disponibles pour les ostéoblastes : les cellules

primaires, extraites des tissus osseux, et les cellules de lignée immortalisée.

La première extraction d’ostéoblastes primaires à partir de tissus osseux a été réalisée
par Peck et al en 1964 [58] à partir de calvaria (os du crâne) de rats. Les cellules ont été
extraites après digestion des tissus par de la collagénase. Depuis, la méthode a été appliquée
avec succès à des tissus humains. Il est également possible d’isoler des ostéoblastes à
partir de culture d’explants osseux (figure 1.12) [59-61]. Les cellules isolées après digestion
enzymatique prolifèrent plus vite mais démontrent des résultats contradictoires sur
l’activité de l’ALP. De plus, la minéralisation de la matrice extracellulaire après 27 jours
de culture est plus importante pour les cellules extraites avec le protocole de culture
d’explants que pour celles extraites par digestion enzymatique [62-64].

Comme l’expression de gènes et protéines des ostéoblastes humains primaires varient
en fonction de l’âge du donneur, du site de prélèvement et du type de tissu (trabéculaire
ou cortical) [62], les cellules primaires animales sont parfois utilisées en alternative aux
cellules humaines. Il est en effet plus facile de contrôler l’âge, le sexe et le poids de
l’animal, ainsi que le type d’os (par exemple calvaria ou fémur). De plus, les tissus osseux
humains utilisés pour les extractions de cellules sont généralement des déchets opératoires
produits lors de pose de prothèses. Ils proviennent donc de patients généralement âgés
avec un métabolisme osseux altéré. L’utilisation d’animaux permet d’obtenir des tissus de
spécimens jeunes et sains. Cependant, des différences inter espèces dans les comportements
cellulaires ont été observées, notamment lors de la composition et du remodelage de la
matrice osseuse, ainsi que dans les voies de signalisation ou dans les processus de réparation
de fracture. Il n’est donc pas toujours possible d’extrapoler un résultat obtenu avec des
cellules animales aux humains [46, 62, 66].

Une alternative à l’extraction d’ostéoblastes est l’utilisation de cellules stromales
mésenchymateuses (CSM) extraites de la moelle osseuse [67]. Ces cellules peuvent être
ensuite différenciées en ostéoblastes in vitro. Il est également possible de travailler à partir
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Figure 1.12 – Procédure d’isolation d’ostéoblastes primaires à partir d’os trabéculaire
[65].
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de cellules souches extraites de tissus adipeux ou du cordon ombilical [68].

Les avantages de l’utilisation de cellules primaires résident dans l’applicabilité clinique
des résultats obtenus et l’absence de différences inter espèces. Cependant, ces avantages
sont accompagnés de différents inconvénients tels que l’hétérogénéité phénotypique des
populations, des procédures d’isolation longues avec un accès restreint aux donneurs et
une forte variabilité inter donneurs. Un autre inconvénient majeur reste la sénescence des
cellules primaires et leur nombre de doublements de population limité [62, 69].

Pour contourner les inconvénients, certaines études utilisent des lignées de cellules
immortalisées (tableau 1.2). Ces cellules sont généralement faciles à maintenir en culture,
permettent d’obtenir un nombre de cellules quasiment illimité et offrent une meilleure
répétabilité avec des populations généralement plus homogènes. Cependant, ces cellules
démontrent aussi certaines dérives phénotypiques après un grand nombre de passages.
Par ailleurs, elles ne représentent pas toute la gamme de caractéristiques phénotypiques
des cellules primaires. En effet, ces lignées cellulaires sont arrêtées à un certain stade de
développement. De plus, l’interaction de ces cellules avec leur environnement est parfois
perturbée. Elles peuvent perdre l’inhibition de contact, ce qui leur confère un comportement
de cellules cancéreuses, ou subir des modifications des mécanismes d’adhésion cellulaires
[9, 62, 70].

b) Les ostéocytes
L’utilisation d’ostéocytes primaires est moins fréquente que celle des ostéoblastes

primaires. Ces cellules sont plus difficiles à extraire du fait de leur localisation profonde
dans la matrice minéralisée. De plus, les ostéocytes étant une population cellulaire non
proliférative, il n’est pas possible de les amplifier in vitro préalablement à la production
des modèles [24, 78].

La première extraction d’ostéocytes comportait une étape de purification des cellules
via un anticorps qui ciblait spécifiquement les ostéocytes mais qui était disponible unique-
ment pour les ostéocytes de poulet [79, 80]. Par la suite, les protocoles ont été modifiés
pour permettre l’obtention de populations d’ostéocytes purifiées sans avoir recours à cet
anticorps. Ceci a permis l’extraction d’ostéocytes d’autres espèces. Les protocoles élaborés
reposent sur des digestions séquentielles de fragments osseux à la collagénase ainsi que sur
une étape de décalcification à l’EDTA pour favoriser l’extraction des ostéocytes [81]. Les
cellules obtenues lors des deux premières digestions à la collagénase sont généralement né-
gatives à la phosphatase alcaline. Les quatre digestions suivantes libèrent des ostéoblastes
et c’est seulement ensuite que les étapes de digestion permettent de collecter des ostéocytes.
Cependant, même les cellules libérées dans les dernières digestions ne contiennent que
20 % d’ostéocytes [78]. Ce rendement a été amélioré en broyant les fragments osseux avant
les digestions à la collagénase et en ajoutant d’autres étapes de décalcification à l’EDTA
[82, 83]. L’inconvénient majeur de cette méthodologie est que les digestions séquentielles
à la collagénase impactent le profil d’expression génétique des cellules [84] extraites. Le
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Figure 1.13 – Protocole d’isolation d’ostéocytes humains proposé par Bernhardt et al
(2020) [86]

protocole a également été adapté pour l’extraction d’ostéocytes humains [85]. L’ajout
d’un temps de repos entre la digestion à la collagénase et la décalcification à l’EDTA
permet d’augmenter la portion d’ostéocytes dans la population de cellules extraites (figure
1.13) [86].

Comme les ostéocytes sont confinés dans leurs lacunes et connectés les uns aux autres
uniquement par leurs dendrites in vivo, il est nécessaire de les cultiver in vitro dans des
environnements 3D pour reproduire ce cloisonnement. Lorsqu’ils sont cultivés sur des
substrats en 2D, certaines fonctions et caractéristiques morphologiques, telles que les
dendrites, sont affectées [78].

Il est également possible d’obtenir des ostéocytes humains à partir d’ostéoblastes
primaires humains différenciés in vitro dans des gels de collagène pendant 4 à 6 semaines
[87, 88].

Pour contourner les difficultés liées à l’obtention d’ostéocytes primaires, des lignées
d’ostéocytes immortalisés ont été développées. Le tableau 1.3 présente les différentes
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lignées existantes. Une seule lignée a été établie à partir d’ostéocytes humains, les autres
lignées sont d’origine murine. La lignée MLO-Y4 a été la première établie et caractérisée
et reste la plus utilisée. Comme pour les lignées d’ostéoblastes, les lignées d’ostéocytes
ont des comportements différents des cellules primaires. La différence principale est le
maintien de leur capacité proliférative, alors que l’une des caractéristiques phénotypique
des ostéocytes primaires est d’être post-mitotiques et non prolifératives. De plus, les lignées
d’ostéocytes sont établies à partir de populations clonales, donc elles ne représentent
pas la diversité de phénotypes des ostéocytes primaires. Que ce soit pour les ostéo-
blastes ou les ostéocytes, l’utilisation de cellules primaires humaines restent
la meilleure option pour transférer les résultats de la recherche fondamentale
en applications thérapeutiques.

1.1.3.2 Les modèles in vitro existants

L’ingénierie tissulaire osseuse a deux objectifs principaux : combler les défauts osseux
trop importants pour se régénérer seuls ou produire des modèles in vitro pour la compré-
hension des mécanismes biologiques en alternative aux modèles animaux [95]. Dans tous
les cas, les modèles in vitro doivent fournir un environnement en trois dimensions aux
cellules osseuses afin de reproduire les interactions cellules-matrice [49]. Il a notamment
été montré que les ostéocytes cultivés sur des supports en deux dimensions perdaient leur
phénotype [26] et étaient exposés à des niveaux d’oxygène plus élevés qu’in vivo [96], ce
qui affecte l’expression de leurs gènes [97]. Il est donc nécessaire de développer un modèle
intermédiaire entre les modèles 2D qui procurent un environnement cellulaire contrôlé
mais éloignés de l’environnement in vivo et les modèles animaux complexes mais qui ne
permettent pas de contrôler précisément l’environnement et qui ne sont pas représentatifs
des tissus humains [98].

Les matériaux utilisés pour l’ingénierie tissulaire osseuse dans le cas de modèles 3D in
vitro doivent satisfaire certains critères :

— être biocompatibles et biodégradables afin que les cellules puissent remplacer le
matériau par leur matrice extracellulaire,

— favoriser les interactions cellules-matrice,
— permettre une organisation des fibres de collagène aux échelle nanoscopique et

microscopique afin de reproduire une organisation de la matrice similaire à celle in
vivo.

Deux approches co-existent : l’ensemencement de cellules sur un scaffold (matériau
support) ou bien l’ensemencement des cellules dans un hydrogel moulé ou bio-imprimé.
Les hydrogels sont définis comme des matériaux constitués de polymères possédant une
capacité élevée de rétention des fluides [49]. Dans le cadre de nos travaux, c’est cette
approche qui nous intéresse et que nous allons développer dans la suite. En effet, les
scaffolds offrent une structure en trois dimensions, mais les cellules ne sont pas entourées
de matrice comme c’est le cas in vivo. En revanche, les hydrogels permettent d’introduire
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les cellules au sein d’une matrice artificielle avec laquelle elles vont interagir, ce qui est
plus proche des conditions in vivo.

Les deux principales méthodes de mise en forme des hydrogels sont le moulage et la
bio-impression (figure 1.14). Ces deux méthodes requièrent la préparation d’une suspension
de cellules dans des polymères. Dans le cas du moulage, cette solution est versée sous
forme liquide dans un moule. La géométrie est généralement stabilisée par réticulation
des polymères composant l’hydrogel. La bio-impression nécessite une étape préliminaire
de définition et de tranchage de la géométrie du construit à imprimer. Il faut ensuite
régler les paramètres d’impression, tels que l’épaisseur des couches déposées et la vitesse
d’impression. Les deux techniques de dépôt de la bio-encre les plus utilisées sont l’extrusion
et le jet d’encre. L’extrusion dépose un filament continu tandis que le jet d’encre éjecte des
gouttelettes d’encre. La bio-encre doit posséder des propriétés rhéologiques particulières
pour minimiser les contraintes de cisaillement lors du passage des cellules dans la buse tout
en assurant l’imprimabilité et le maintien de la géométrie choisie [99]. Une viscosité faible
et un comportement rhéofluidifiant permettent de minimiser les forces de cisaillement, et
donc d’éviter la mort des cellules [99]. La contrainte seuil de la bio-encre détermine la
force à appliquer pour initier l’écoulement, et est reliée à la hauteur maximale de l’objet
imprimé avant qu’il ne s’effondre [100]. Ainsi, les hydrogels utilisés pour la bio-impression
doivent répondre à un cahier des charges plus exigeants que les hydrogels simplement
moulés. Cependant, la bio-impression offre des avantages majeurs tels qu’un contrôle précis
de la géométrie et de la porosité du construit imprimé, ainsi qu’une bonne reproductibilité
du fait de l’automatisation du procédé de déposition de la bio-encre [101].

L’utilisation d’hydrogels a permis de mettre en avant la réponse de plusieurs types
de cellules à différents modules d’élasticité [102]. Cependant, la matrice extracellulaire
a un comportement viscoélastique qui n’est pas entièrement caractérisé par le module
d’élasticité. En effet, les matériaux viscoélastiques combinent un comportement de liquide
visqueux et de solide élastique. Ils ont deux principales caractéristiques. La première est
leur capacité à dissiper une partie de l’énergie, à l’inverse des matériaux purement élastique
qui stocke l’énergie avant de la restituer. La deuxième est leur réponse dépendante du
temps à une contrainte mécanique [102]. Les propriétés mécaniques des hydrogels peuvent
être évaluées de différentes manières. Les méthodes les plus couramment utilisées sont
l’analyse mécanique dynamique (DMA) et la compression non confinée. La DMA applique
des contraintes sinusoïdales de compression ou de cisaillement à différentes fréquences
[102]. L’avantage de cette méthode est de fournir des informations sur les comportements
visqueux et élastique des hydrogels. A l’inverse, la compression non confinée, réalisée
à l’échelle macroscopique, procure uniquement des informations sur le comportement
élastique des hydrogels. La caractérisation du comportement viscoélastique des hydrogels
est essentielle pour comprendre le comportement des cellules. Il a notamment été montré
que la viscoélasticité des hydrogels influençait la différenciation de cellules stromales
mésenchymateuses en ostéoblastes [102].
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Figure 1.14 – Bio-fabrication d’hydrogel. Les cellules et les polymères sont mélangés
pour former une solution. Cette solution peut être soit bio-imprimée par extrusion ou par
jet d’encre, soit moulée. La réticulation sert ensuite à consolider l’hydrogel en créant des
liaisons entre les molécules de polymère.

26



Chapitre 1. Bibliographie

Les hydrogels de collagène moulés ont été largement utilisés pour la production de
modèles in vitro de tissus osseux. En effet, ils permettent de reproduire la transition
des ostéoblastes en ostéocytes [87, 88, 103-107]. Cependant, l’utilisation d’hydrogels
de collagène possède de nombreux inconvénients tels que leurs propriétés mécaniques
difficilement contrôlables et leur taux de dégradation très rapide. De plus, le collagène
n’est pas imprimable seul à moins de l’utiliser à une concentration supérieure à 20 mg/mL,
ce qui est 3 à 13 fois plus élevée que les concentrations utilisées habituellement [49]. Pour
compenser ces inconvénients, le collagène peut être combiné à d’autres polymères [68, 105,
108] ou à des renforts minéraux pour reproduire la matrice osseuse minéralisée [87, 109].
D’autres polymères sont également couramment utilisés, qu’ils soient naturels comme
l’alginate, la gélatine ou l’agarose [108, 110-117] ou synthétiques [118-120]. La gélatine
représente une alternative particulièrement intéressante au collagène car elle conserve sa
capacité à former une structure en triple hélice à des températures inférieures à 30 °C
[49] et fournit des peptides RGD nécessaires à l’adhésion cellulaire [121].

L’un des avantages de la bio-impression par rapport au moulage des hydrogels est
la possibilité de moduler la forme et la porosité. Cela peut être notamment utile pour
reproduire la porosité de l’os trabéculaire, ou bien créer un matériau poreux qui permette
la circulation d’un flux. Les études qui ont utilisé cette technique ont souvent travaillé
avec des lignées de cellules murines (MC3T3, MLO-Y4, IDG-SW3) [119, 122] ou des
cellules souches animales [110]. Les études concernant des cellules humaines ont souvent été
réalisées sur des temps courts qui ne permettent pas d’atteindre la différenciation complète
des ostéoblastes en ostéocytes ou d’avoir une synthèse de matrice conséquente [111, 112,
116]. Or, ce sont les ostéocytes qui régulent la structure globale de l’os et influencent
l’organisation de la matrice. Ils devraient donc être inclus dans les modèles in vitro [95].
Les études qui ont gardé en culture des cellules primaires humaines bio-imprimées plus de
20 jours sont récapitulées dans le tableau 1.4. Une seule étude a utilisé des ostéoblastes.
Dans ce cas, la transition d’ostéoblastes en ostéocytes était incomplète après 28 jours de
maturation. Aucune étude avec des cellules primaires humaines bio-imprimées n’a montré
l’expression de marqueurs protéiques des ostéocytes.

A l’inverse, plusieurs études ont utilisé les hydrogels de collagène moulés pour repro-
duire la transition des ostéoblastes en ostéocytes (tableau 1.5). Le module d’élasticité
de l’hydrogel est rapporté dans une seule étude [106] et il est un ordre de grandeur plus
faible que celui qui a été rapporté pour l’ostéoïde [54].

Il y a donc d’un côté des études avec des cellules primaires qui s’intéressent à la
transition ostéoblastes-ostéocytes dans des hydrogels de collagène moulés, et de l’autre
des études avec des cellules bio-imprimées qui, soit n’utilisent pas de cellules primaires
humaines, soit ne permettent pas d’atteindre la différenciation complète des ostéoblastes en
ostéocytes. A ce jour, il n’existe donc pas de modèles in vitro produit par bio-impression de
cellules primaires qui montrent une différenciation complète des ostéoblastes en ostéocytes.
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1.2 La peau

1.2.1 Composition et organisation de la peau

La peau est l’organe le plus large du corps humain : sa surface couvre en moyenne
1,7 m² et elle représente 10 % du poids d’un individu. Elle joue un rôle de thermorégulation
et de barrière physique et immunologique [127]. Elle comporte également des mécano-
récepteurs et intervient dans le sens du toucher [128]. C’est dans la peau que se trouvent
les glandes sudoripares et sébacées, qui sécrètent la sueur et le sébum, ainsi que les
follicules pileux [127]. La peau est un organe innervé et vascularisé [128] découpé en trois
couches : l’épiderme, le derme et l’hypoderme (figure 1.15).

L’épiderme est un tissu avasculaire composé principalement de cellules et qui s’auto-
renouvelle en continu. Il est composé de quatre couches : le stratum basal, le stratum
spinosum, le stratum granulosum et le stratum corneum en surface (figure 1.15). Les
kératinocytes sont les principales cellules de l’épiderme. Ils prolifèrent dans le stratum
basal, puis migrent vers le stratum corneum tout en se différenciant où ils atteignent le
stade de cornéocytes au bout de 28 jours [128]. Les autres cellules sont les mélanocytes
qui sont responsables de la pigmentation de la peau, les cellules de Merkel responsables de
la perception tactile et les cellules de Langerhans qui font partie du système immunitaire
[129].

Le derme est séparé de l’épiderme par une lame basale composée de glycoprotéines
et de protéoglycanes [130]. Son épaisseur varie de 0,6 mm sur les paupières à 3 mm au
niveau de la paume des mains et de la plante de pieds [131]. Le derme est composé du
derme papillaire situé immédiatement sous l’épiderme et du derme réticulaire qui s’étend
jusqu’à l’hypoderme (figure 1.15). Les deux compartiments sont séparés par le plexus
vasculaire [131]. Les cellules présentes dans le derme sont les fibroblastes et les cellules du
système immunitaire. Les fibroblastes du derme réticulaire et du derme papillaire ont des
profils génétiques différents [128]. Ceux du derme papillaire ont une activité de synthèse
de matrice plus élevée que dans le derme réticulaire. Ils sont aussi plus nombreux [131].

Les fibroblastes dermiques sont responsables de la synthèse et de la dégradation des
protéoglycanes et des protéines de la matrice extracellulaire [132]. On parle ici aussi de
remodelage de la matrice extracellulaire. Ainsi, ils sécrètent des protéases matricielles
afin de dégrader et réorganiser la matrice extracellulaire [131]. En termes de répartition,
la matrice extracellulaire du derme est composée à 72 % de collagène (dont 80 % de
collagène I et 20 % de collagène III), 4 % de fibres élastiques et 0,2 % de protéines
d’adhérence telle que la fibronectine, au sein de la substance fondamentale composée de
glycosaminoglycanes (GAG) et protéoglycanes [4]. Dans le derme papillaire, les fibres de
collagène sont orientées parallèlement ou obliquement à la surface de la peau. Dans le
derme réticulaire, les fibres de collagène et les fibres élastiques s’entrecroisent, formant
une structure "tissée" [131, 132]. Les fibres élastiques sont composées des fibres oxytalanes
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Figure 1.15 – Représentation en coupe de la peau humaine. Figure réalisée avec biorender.

Figure 1.16 – Organisation des fibres élastiques dans la peau [133]

(microfibrilles) perpendiculaires à la surface de la peau sous la jonction dermo-épiderme,
puis de fibres d’élaunine (microfibrilles et élastine) et enfin de fibres élastiques matures
(figure 1.16) [4].

1.2.2 Le processus de cicatrisation

Lorsqu’une blessure porte atteinte à l’intégrité de la peau, elle a la capacité de se
régénérer. Ce processus de cicatrisation se déroule en trois étapes : une phase d’hémostase
et d’inflammation (de 4 à 6 jours), suivi d’une phase de prolifération cellulaire et de dépôt
d’une matrice temporaire, le tissu de granulation (10 jours) et enfin une maturation et un
remodelage du tissu (jusqu’à un an) (figure 1.17) [134].

L’hémostase est la première étape pour arrêter l’écoulement sanguin des vaisseaux
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Figure 1.17 – Les phases de cicatrisation de la peau.
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rompus. La coagulation se produit grâce à l’agrégation de plaquettes qui initient la
cascade de coagulation. Le caillot de fibrine formé sert de support pour l’invasion par les
cellules immunitaires, les fibroblastes et les cellules endothéliales (qui forment la paroi des
vaisseaux). La phase d’inflammation est essentielle pour le nettoyage de la plaie, la synthèse
de matrice et la prolifération des cellules. Les macrophages recrutés sur le site sécrètent
des facteurs qui activent l’angiogenèse (formation de nouveaux vaisseaux) et contribuent
au recrutement des fibroblastes et des cellules endothéliales. Les fibroblastes migrent au
niveau de la plaie depuis les tissus environnants pendant que les cellules endothéliales
prolifèrent depuis les capillaires intacts autour de la plaie. Les cellules épithéliales des
bords de la plaie prolifèrent et migrent pour recréer une barrière contre la perte de fluide
et l’invasion bactérienne. Les facteurs de croissance sécrétés par les macrophages activent
les fibroblastes. Ceci leur permet de sortir de leur phase de quiescence et démarrer une
phase de prolifération [134].

L’étape de dépôt du collagène est la phase la plus critique de la cicatrisation. En effet,
la vitesse de sécrétion, la qualité et la quantité totale de matrice déposée déterminent la
résistance de la future cicatrice. La composition de la matrice évolue au cours du temps :
initialement, elle est composée principalement de fibrine et de fibronectine issues de la phase
d’hémostase. Ensuite, des GAG et protéoglycanes sont synthétisés et servent de support
pour la sécrétion de matrice et son remodelage. Dans le tissu de cicatrisation transitoire,
la quantité de collagène III est élevé (30 %) puis diminue au cours de la maturation du
tissu. La synthèse de collagène III coïncide avec celle de la fibronectine. L’augmentation
de la sécrétion de collagène peut durer jusqu’à 5 semaines après l’apparition de la plaie.
Elle est due à l’augmentation de la prolifération cellulaire ainsi qu’à une augmentation de
la quantité de collagène produite par chaque cellule. Dans la zone de cicatrisation, les
fibres de collagène sont fines et parallèles à la surface alors que dans les zones saines, les
fibres sont plus épaisses et forment une structure tissée (basket-weave pattern) [132, 135].
Ces fibres s’épaississent progressivement et s’organisent le long de la ligne de tension de
la cicatrice. Ce changement est accompagné par une augmentation de la tension de la
cicatrice. Le collagène produit lors de la phase de granulation est différent du collagène
des tissus sains : il subit plus d’hydroxylation et glycosylation des résidus lysine. C’est
pour cela que les fibres des plaies profondes guéries ne retrouvent jamais l’organisation
du derme originel. La détérioration du collagène présent dans la plaie intervient dès la
phase d’inflammation par les MMP sécrétées par les macrophages et les fibroblastes.
L’accumulation de matrice est alors le résultat d’un équilibre entre dégradation de la
matrice existante et sécrétion d’une nouvelle matrice [132].

La phase de contraction de la matrice extracellulaire contribue à rapprocher les deux
bords de la plaie pour la fermer. Il existe deux hypothèses sur l’origine de la contraction de
la plaie : une contraction provoquée par des fibroblastes différenciés en myofibroblastes, ou
la réorganisation des fibres causées par la migration des fibroblastes. Les myofibroblastes
sont des fibroblastes aux capacités contractiles plus élevées qui expriment les fibres d’α-
SMA. La présence de ces fibres est détectée à partir de 6 jours dans une plaie et diminue
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à partir de 4 semaines. Ensuite, les cellules meurent par apoptose, ce qui réduit la densité
cellulaire du tissu [132]. Si les myofibroblastes restent activés, cela entraîne une formation
excessive de tissu appelé fibrose [136].

1.2.3 les propriétés mécaniques de la peau

Les propriétés mécaniques de la peau dépendent de la zone étudiée, du type et de
l’orientation de la sollicitation (tableau 1.6) [137].

Méthode In vivo/ex vivo Module d’élasticité Référence

Traction Ex vivo 70 - 160 MPa [138, 139]

Traction In vivo 0,3 - 20 MPa [140]

Indentation In vivo 4 - 89 kPa [141-144]

Succion In vivo 25 - 260 kPa [145-147]

Torsion In vivo 20 – 1120 kPa [148, 149]

AFM Ex vivo 0,1 - 322 kPa [150, 151]

Table 1.6 – Modules d’élasticité de la peau mesurée par différentes méthodes de caracté-
risation mécanique.

Il est notable que les valeurs de module d’élasticité rapportées varient de plusieurs
ordres de grandeur selon la méthode de mesure. In vivo, la peau est soumise à des forces
de tension. Lorsqu’elle est excisée, lors d’une biopsie par exemple, ces forces de tension
disparaissent et la peau se rétracte [152]. Cela explique en partie les différences observées
entre les mesures in vivo et ex vivo.

Contrairement à la succion et à la torsion, l’indentation est une méthode qui ne
nécessite pas l’application de pré-contraintes. Cela réduit donc l’erreur de mesure liée aux
conditions expérimentales [141]. De plus, cette méthode a été appliquée aussi bien in vivo
que sur les modèles in vitro. Dans la suite de ces travaux, ce seront donc ces valeurs qui
seront considérées comme référence.

1.2.4 Les modèles de peau in vitro

Comme pour les cellules de l’os, les cellules de la peau ont des morphologies et des
comportements différents de ceux observés in vivo lorsqu’elles sont cultivées sur des
supports en 2D [127]. Les souris ont été largement utilisées comme modèle animal bien
qu’il existe de nombreuses différences entre la peau humaine et murine. L’épiderme et
le derme de la souris sont plus fins que ceux des humains et les follicules pileux sont
plus abondants. L’organisation des fibres de collagène dans le derme diffère entre les
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deux espèces [135]. Le processus de cicatrisation est également plus efficace chez la souris
que chez l’humain où il y a persistance d’une cicatrice après une plaie profonde [153].
Cela justifie le développement de modèles in vitro 3D pour étudier le comportement du
tissu humain. Comme pour l’ingénierie tissulaire de l’os, les modèles de peau ont des
applications en recherche pour étudier la physiologie et les pathologies de la peau, ou bien
en médecine régénérative pour le traitement des plaies profondes, notamment dans le cas
des grands brûlés [127].

Les premières cultures in vitro en trois dimensions ont été proposées en 1948 avec
le maintien d’explants de biopsie en culture [154]. Ces techniques ont ensuite évolué et
en 1971, Karasek et Charlton [155] ont ensemencé des kératinocytes sur un hydrogel
de collagène. Quelques années après, Bell et al ont moulé des hydrogels de collagène
contenant des fibroblastes en suspension et les ont conservés plusieurs jours en culture
[156].

Les modèles de peau sont formés par une co-culture de fibroblastes et de kératinocytes
en deux couches distinctes [127]. Les tissus sont généralement maturés à l’interface
air/liquide pour permettre la stratification de l’épiderme. Cela peut être réalisé en
ensemençant des kératinocytes au sommet de plusieurs couches de fibroblastes superposées
les unes sur les autres. Pour des modèles ayant un volume plus important, les fibroblastes
peuvent être ensemencés sur un scaffold au sein duquel ils vont sécréter leur matrice [157,
158] ou directement ensemencés dans un hydrogel de collagène [159]. Les kératinocytes
sont ensuite déposés sur cet équivalent de derme.

De même que pour les modèles de tissus osseux, les hydrogels peuvent être formés par
moulage, ou bien par bio-impression [127].

Les hydrogels de collagène, composés à 99 % d’eau, ont pendant longtemps été le
modèle de référence pour la production d’équivalents de peau [159]. Ils ont permis de
comprendre les interactions entre les cellules et leur environnement, notamment avec
la matrice environnante en générant des forces de faibles intensité. Cependant, les gels
de collagène sont 100 à 1000 fois moins rigides que le collagène natif trouvé dans les
tissus conjonctifs. Les fibroblastes dans ces hydrogels génèrent des forces de l’ordre du
nanonewton qui sont insuffisantes pour remodeler le collagène natif. Cela est dû à la
différence de concentration en collagène : les hydrogels de collagène en contiennent 0,1
à 0,5 % m/v alors que les tissus cibles en contiennent 10 à 20 % [159]. La méthode de
biofabrication par compression plastique des hydrogels de collagène permet de retirer
l’eau et atteindre ces valeurs cibles. Cette méthode permet également d’augmenter la
densité cellulaire sans porter atteinte à la viabilité cellulaire. Après compression, les
fibroblastes ne sont plus capables de contracter la matrice. Quand la rigidité augmente
suite à l’augmentation de la densité du collagène, les cellules prolifèrent plus que dans les
gels mous où elles sont dans un état quiescent [160]. Les hydrogels de collagène sont donc
utiles pour étudier certains aspects de la physiologie cutanée, tels que les mécanismes
de motilité cellulaire, mais ne sont pas adaptés pour produire des modèles de pathologie
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[159].

La bio-impression 3D a aussi récemment été introduite pour produire des modèles de
peau. La première démonstration de bio-impression de peau a été réalisée en 2009 [161].
Des couches de précurseur du collagène ont été extrudées et réticulées en augmentant
le pH de la solution. Les fibroblastes, en suspension dans du milieu de culture, ont été
déposés entre la deuxième et la troisième couche. Des kératinocytes ont été déposés de la
même manière sur la huitième couche et recouvert par deux épaisseurs supplémentaires
de collagène. Cette méthode a donc permis de produire un modèle de derme et épiderme
d’environ 100 µm d’épaisseur. Par la suite, la méthode a été améliorée en utilisant des
polymères naturels pour la préparation des hydrogels [162]. Les fibroblastes ont été
ensemencés dans un hydrogel réticulé après impression. Les polymères composant les
hydrogels couramment utilisés pour l’extrusion, seuls ou en combinaison, sont l’alginate
[163, 164], la gélatine [163-166] et le fibrinogène [135, 163, 164, 167]. La bio-fabrication
de l’épiderme est réalisée dans un second temps. Les kératinocytes sont déposés à la
surface de l’hydrogel. La plupart des modèles se limitent à un derme avec des fibroblastes,
surmonté d’un épiderme composé de kératinocytes. Cependant, certaines études récentes
ont montré qu’il était possible de reproduire une structure plus complète par l’ajout d’un
hypoderme et d’autres types de cellules comme les mélanocytes ou des cellules vasculaires
[135].

Les propriétés mécaniques des supports, que ce soient des hydrogels produits par
bio-impression ou moulage ou bien des scaffolds, jouent un rôle important dans le compor-
tement des cellules. Pourtant, peu d’études ont caractérisé le comportement mécanique
des modèles de tissus cutanés produits (tableau 1.7).

Les valeurs de modules d’élasticité varient selon les techniques de fabrication et les
méthodes de caractérisation utilisées. Dans les scaffolds, les cellules évoluent en 2D
jusqu’à ce qu’elles soient entourées dans leur propre matrice alors qu’avec le moulage ou
la bio-impression, les cellules évoluent au sein d’un hydrogel. Elles ne ressentent donc
pas la rigidité du matériau de la même manière. Il semble toutefois que des valeurs de
module d’élasticité semblables aux valeurs de la peau (1 - 10 kPa) donnent des résultats
satisfaisants en termes de prolifération cellulaire et de sécrétion d’une matrice organique,
pour les hydrogels comme pour les scaffolds. La sécrétion de la matrice biologique
impacte à son tour les propriétés mécaniques des peaux reconstruites. Cependant, à notre
connaissance, aucune étude utilisant des modèles bio-imprimés n’a effectué un suivi des
propriétés mécaniques des construits au cours de leur maturation.
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1.3 L’ostéogenèse imparfaite

1.3.1 Qu’est-ce que l’ostéogenèse imparfaite ?

L’ostéogenèse imparfaite (OI) est une maladie rare causée par des mutations génétiques
qui affectent le collagène I. Il est estimé qu’un nouveau-né sur 15000 à 20000 est touché
par cette maladie [175]. Les principaux symptômes associés à l’OI sont une fragilité accrue
des os, qui se traduit par des fractures fréquentes et des déformations osseuses, une petite
taille et une masse osseuse plus faible que la normale (figure 1.18). Cependant, le collagène
I étant présent dans de nombreux tissus, certains individus ont aussi des manifestations
extra-squelettiques telles que la dentinogenèse imparfaite, les sclères bleues, une perte
d’audition, une hyper mobilité articulaire. . . [175].

Actuellement, aucun traitement curatif n’est disponible pour cette pathologie. Les
interventions chirurgicales ont pour but de corriger les fractures et les déformations
osseuses par l’intermédiaire d’outils orthopédiques. Les traitements médicamenteux sous
la forme de bisphosphonates visent à réduire la résorption osseuse, mais leur prise entraîne
des effets secondaires indésirables qui peuvent affecter la qualité de vie du patient [176].

La sévérité des symptômes variant d’un patient à l’autre, une première classification a
été mise au point par Sillence et ses collègues en 1979 [177]. Cette classification comprend
quatre types d’OI, déterminés d’après la gravité des symptômes (nombre de fractures,
déformations des os et retard de croissance). Le premier est le type le moins sévère, le type
II est létal en périnatal, le type III est le plus sévère compatible avec la vie et le IV est
intermédiaire. Cependant, bien que cette classification ait voulu apporter un éclairage sur
la diversité des mutations génétiques existantes, il a été découvert par la suite que toutes
les mutations génétiques responsables de la maladie ne touchaient pas directement les
gènes impliqués dans la synthèse des chaînes de collagène I. Cette classification reflète donc
plus les symptômes cliniques que la diversité des mutations génétiques. Des extensions à
cette classification ont été apportées au fur et à mesure de la découverte de nouveaux
gènes impliqués dans l’OI [178]. Forlino et Marini [176] ont proposé une classification
basée sur le métabolisme moléculaire impacté par la mutation (tableau 1.8). En effet, les
mutations génétiques impliquées dans la pathologie peuvent impacter différentes étapes
de la sécrétion de la matrice extracellulaire, depuis la sécrétion des chaînes de collagène
jusqu’à l’assemblage des fibrilles et la minéralisation de la matrice. Le comportement des
ostéoblastes peut également être perturbé.

Les mutations sur les gènes COL1A1 et COL1A2 qui encodent les chaînes α1 et α2
du collagène représentent plus de 80 % des mutations liées à l’OI [176]. Ces mutations
provoquent des défauts quantitatifs (seulement 50 % de la quantité normale de collagène
est synthétisée) ou bien qualitatifs (la structure primaire de la molécule de collagène
est altérée). Les défauts quantitatifs sont responsables des formes modérées d’OI alors
que les défauts qualitatifs provoquent des symptômes plus sévères [179]. Les mutations
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Figure 1.18 – Manifestations cliniques de l’OI : petite taille et déformation des os longs.
De gauche à droite et de haut en bas : Guillaume Bats, Michel Petrucciani, une radio
montrant la déformation des os longs et Hei Pingping, tous atteints d’OI.
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qui affectent les gènes des chaînes du collagène sont des mutations dominantes chez les
patients. Cela signifie qu’il suffit qu’un seul des deux allèles du gène soit touché pour
que la protéine soit altérée. En revanche, les mutations sur les gènes non collagéniques
sont généralement récessives, c’est-à-dire que les deux versions de l’allèle doivent porter
la mutation pour qu’elle soit exprimée [175].

1.3.2 Les conséquences de la pathologie sur l’os : de la protéine à
l’organe

L’ostéogenèse imparfaite est une pathologie qui affecte le collagène I, composant majeur
de la matrice extra-cellulaire osseuse. Les défauts quantitatifs et qualitatifs (tels que
décrits dans la section précédente) perturbent l’assemblage du collagène. Ces perturbations
se répercutent aux échelles supérieures, jusqu’à provoquer des atteintes à l’échelle de
l’organe.

La synthèse de collagène I suit plusieurs étapes (figure 1.19). Le collagène est formé
de deux chaînes α1 et une chaîne α2 constituées d’un long domaine hélicoïdal encadré par
deux pro-peptides aux extrémités. Les chaînes nouvellement synthétisées subissent des
transformations telles que l’hydroxylation des résidus lysine et proline. Elles s’enroulent
ensuite entre elles pour former la structure en triple hélice caractéristique du collagène.
A ce stade, on parle de molécules de procollagène. Ces procollagènes sont sécrétés
hors de la cellule. Leurs extrémités sont clivées par des protéases, formant ainsi les
molécules de tropocollagène. Les fibrilles sont constituées par l’assemblage des molécules de
tropocollagène. L’ensemble est stabilisé par la réticulation des molécules de tropocollagène
[1, 180].

Dans le cas de l’OI, trois cas différents seront distingués dans cette section : les défauts
quantitatifs portés par les gènes COL1A1 ou COL1A2 responsables de la synthèse des
chaînes α1 et α2, les défauts qualitatifs portés par COL1A1 ou COL1A2, et les défauts
sur les autres gènes (figure 1.20).

Dans le cas des défauts quantitatifs portés par COL1A1 ou COL1A2, la mutation
génère un arrêt prématuré de la séquence codant la chaîne α1 ou α2. Ce défaut fonctionnel
majeur bloque la synthèse de la protéine. En conséquence, seulement 50 % de la quantité
normale de collagène I est synthétisée mais les protéines ont une structure correcte [181].

Dans le cas des OI de type II-IV, les molécules de collagène synthétisées ont une
structure primaire incorrecte. La substitution de l’un des acides aminés, généralement une
glycine, est une des causes fréquentes des défauts de structure observés. En effet, la glycine
est présente tous les trois résidus dans la chaîne à cause des contraintes géométriques
causées par l’enroulement en hélice : c’est le seul acide aminé suffisamment petit pour
rentrer dans l’espace restreint au centre de la triple hélice [182, 183]. En conséquence,
la substitution d’une glycine par un autre acide aminé interfère avec la formation de
la triple hélice, ce qui ralentit le processus et expose les molécules plus longtemps aux
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Figure 1.19 – Synthèse et assemblage des fibrilles de collagène.
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Figure 1.20 – Conséquences des mutations génétiques sur la structure de la protéine de
collagène. L’ADN est composé d’une séquence de nucléotides. Lorsqu’un gène est exprimé
pour la production d’une protéine, l’ADN est transcrit en ARN messager, qui est lui-même
traduit en protéines. Les protéines sont des séquences d’acide aminé, dont chacun est codé
par un ensemble de trois nucléotides appelé triplet ou codon. Chaque gène est également
encadré par un codon d’initiation qui marque le début du gène et un codon stop qui
marque sa fin. Si un nucléotide est inséré ou supprimé, cela va entraîner un décalage du
cadre de lecture qui peut provoquer l’apparition d’un codon stop prématuré : la protéine
produite est ainsi tronquée et généralement non fonctionnelle. Une substitution d’un
nucléotide par un autre peut entraîner un changement d’acide aminé et ainsi modifier la
protéine produite.
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modifications post-traductionnelles. Cela a un impact sur la structure 3D de la protéine
[184]. Les conséquences de la substitution diffèrent selon le gène touché, les mutations
sur COL1A1 étant généralement plus sévères : 36 % des substitutions sur COL1A1 sont
létales contre 19 % sur COL1A2 [181]. La sévérité de la mutation dépend à la fois de sa
position et de l’acide aminé substitué. De plus, les conséquences de la substitution d’une
même glycine peuvent fortement varier suivant l’individu. Ainsi, Marini et al [182] ont
identifié 35 substitutions qui ont des conséquences à la fois létales et non létales sur α1(I)
et 8 sur α2(I).

Enfin, dans le cas des OI récessives, les mutations touchent généralement les protéines
qui interagissent avec le collagène lors de sa maturation. Ces mutations perturbent donc
les modifications post-traductionnelles du collagène, notamment le clivage des extrémités
N et C-terminales. Elles provoquent également des surmodifications des molécules [175,
176, 181].

Les défauts structurels des molécules de procollagène perturbent leur assemblage en
fibrilles [183, 184]. Ce défaut d’assemblage provoque par la suite des modifications de la
composition et de la structure de la matrice extracellulaire. Ainsi, la matrice extracellulaire
osseuse des patients OI a une densité minérale 1,1 fois plus élevée que celle des patients
contrôles [185]. Malgré cette minéralisation plus élevée, le module d’élasticité des os des
patients OI, mesurée à l’échelle microscopique, est plus faible d’environ 15 % que celui
des patients contrôles [185, 186].

Il a été montré que le remodelage osseux est également perturbé, avec une résorption
de la matrice par les ostéoclastes supérieure à la sécrétion de matrice par les ostéoblastes
[187]. Ceci se traduit notamment par une porosité de la matrice près de 10 fois plus élevée
dans l’os des patients OI que pour les patients contrôles (figure 1.21) [186].

A l’échelle macroscopique, conséquence directe de la porosité plus élevée, la densité
minérale osseuse des patients OI est plus faible que celle des patients contrôles [186]. Le
module d’élasticité et la contrainte maximale à la rupture sont deux fois plus faibles dans
les os des patients OI que des patients contrôles [186]. Cela explique la fragilité accrue
des os OI et les phénomènes de déformations des os longs observés chez ces patients.

1.3.3 Modèles d’étude de l’ostéogenèse imparfaite

1.3.3.1 Modèles animaux

Parmi les modèles animaux les plus utilisés pour étudier l’OI, les plus fréquents sont
la souris et le poisson-zèbre (tableau 1.9) [188]. Les mutations génétiques responsables
de l’OI peuvent être spontanées mais sont généralement induites par édition génétique.
La plupart des modèles miment la maladie en reproduisant certaines conséquences sur le
squelette. Cependant, seuls quelques modèles reproduisent une mutation observée chez
l’humain.
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Figure 1.21 – Images d’os cortical reconstruites par tomographie à rayons X [186]. a :
Os d’un patient contrôle. b : Os d’un patient porteur de la pathologie OI. L’image est
inversée sur la partie gauche pour montrer uniquement la porosité.
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1.3.3.2 Modèles in vitro

Créer un modèle in vitro de l’OI satisfaisant suggère d’avoir accès à des cellules
présentant les mutations d’intérêt. Ceci est possible suite à un prélèvement sur patient ou
bien par édition génétique de cellules saines.

a) Cellules de patients porteuses d’une mutation spontanée
Les cellules OI les plus étudiées in vitro sont les ostéoblastes, pour leur lien direct avec

la pathologie, et les fibroblastes, pour leur facilité d’accès et leur capacité à produire
du collagène I. Les cellules de patients OI peuvent être extraites de biopsie de peau ou
de déchets opératoires osseux. Les fibroblastes de patients OI cultivés in vitro montrent
moins d’altérations de leur comportement que les ostéoblastes OI [211-213]. Ceci est
cohérent avec le peu de manifestations cliniques de la pathologie observées in vivo dans
la peau des patients OI.

Les études qui décrivent la sécrétion de collagène I par ces deux types cellulaires
ont permis de comprendre les mécanismes à l’origine de la pathologie (tableau 1.10).
Les molécules de procollagène mutées sont partiellement dégradées dans le réticulum
endoplasmique, mais une portion de ces molécules échappe à la dégradation et se retrouve
incorporée dans la matrice extracellulaire [214]. Cela explique un taux de synthèse de
collagène I réduit dans les cellules OI par rapport aux cellules contrôles.

Il est notable que la capacité proliférative de cellules OI semble être affectée. En effet,
la densité maximale des ostéoblastes des patients OI in vitro est deux fois plus faible que
pour ceux des patients contrôles [213]. En revanche, in vivo, la densité d’ostéoblastes est
1,5 à 4 fois plus élevée chez les patients OI que chez les patients contrôles [186, 215]. Il
existe ici une incohérence entre les modèles d’étude in vitro 2D classiques et les résultats
in vivo. Cela suggère que l’absence de contraintes biomécaniques et d’environnement 3D
fournissant des points d’ancrage tridimensionnels ont un impact sur le développement de
la pathologie [211].
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b) Édition génétique : induction de la mutation
L’édition génétique consiste à modifier la séquence de nucléotides d’un gène. Ainsi,

il est possible d’insérer ou de supprimer des nucléotides au sein de la séquence d’un
gène par biologie moléculaire. Ceci peut entraîner un décalage du cadre de lecture et
provoquer l’apparition d’un codon stop prématuré, ainsi la protéine produite est tronquée
et généralement non fonctionnelle. Une substitution de nucléotide par un autre peut
entraîner une substitution d’acide aminé et ainsi modifier la protéine produite.

Plusieurs techniques de manipulation du génome existent, mais la plus récente et
la plus utilisée est la technique d’édition génétique par CRISPR/Cas9 [223, 224]. A
l’origine, le complexe CRISPR/Cas9 (Clustered Regularly Interspaced Short Palindromic
Repeats CRISPR-Associated Proteins 9) était un mécanisme de défense des bactéries
pour éliminer les éléments génétiques étrangers [225]. Il est composé d’une endocucléase
(enzyme capable de cliver l’ADN) et d’un ARN guide. Le site de liaison de la protéine
Cas9 à l’ADN dépend de la séquence de l’ARN guide et de la présence d’un motif PAM
(protospacer adjacent motif) de quelques nucléotides qui dépend de la nucléase choisie.
Pour spCas9, qui est une endonucléase couramment utilisée, le site PAM est constitué
de trois nucléotides NGG, où N désigne n’importe lequel des quatre nucléotides existant
(A, C, G, T), et se retrouve toutes les 8 à 12 paires de base dans le génome humain. Le
clivage de l’ADN par spCas9 a lieu à 3 paires de base du site PAM.

Les avantages du complexe CRISPR/Cas9 par rapport aux autres techniques d’édition
génétique résident dans la facilité de personnalisation du site de coupure (en modifiant
la séquence de l’ARN guide), son efficacité supérieure aux autres techniques d’édition
génétique et la possibilité d’éditer génome à plusieurs endroits en même temps [225].
Cependant, il existe aussi certaines contraintes à prendre en compte lors du choix de la
séquence de l’ARN guide : le contenu en nucléotides G et C doit être entre 40 et 80 %
[226, 227] et la prédiction de mutations hors cible doit être faible ou nulle. En effet, les
ARN guides peuvent se lier à des séquences d’ADN qui sont très proches de la cible. Ceci
provoquerait alors une mutation non souhaitée [228]. Il est donc nécessaire de choisir une
séquence d’ARN qui minimise le risque de mutation hors cible.

La réparation de l’ADN après coupure par la nucléase peut se faire selon deux
voies : la jonction d’extrémités non homologues (Non Homologous End Joining, NHEJ)
et la recombinaison homologue (Homology Directed Repair, HDR) (figure 1.22). La
recombinaison homologue a lieu quand une séquence d’ADN modèle, dont les extrémités
correspondent à la séquence ADN autour du site de coupure de l’enzyme, est fourni pour
la réparation [224]. C’est cette méthode qui est utilisée pour introduire une mutation
poncutelle précise. L’efficacité de cette réparation dépend de la cellule, de la zone cible
et de la position de la mutation à insérer par rapport au site de coupure : le taux de
correction d’une seule paire de base est divisé par 4 quand elle est située à 100 paires de
base du site de coupure [225]. Cette méthode peut être utilisée pour insérer des grandes
séquences, comme un gène codant pour une protéine fluorescente ou un gène de résistance
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à un antibiotique [224].

Si la méthode permet de corriger les mutations génétiques dans les cellules de patient
[229, 230], elle peut également être utilisée pour induire une mutation associée à l’OI
(tableau 1.11).

La méthode CRISPR/Cas9 semble prometteuse pour crée des modèles cellulaires OI.
Cependant, à l’heure actuelle, aucun modèle ne reproduit une mutation rapportée chez un
patient OI III. Ces modèles sont pourtant d’intérêt car ils permettent une comparaison
directe entre les cellules mutées et leur équivalent contrôle. De plus, cette méthode permet
de contourner certains inconvénients associés à l’utilisation de cellules primaires, tels que
la durée de vie limitée et le faible nombre de cellules obtenues par extraction des tissus
osseux [233].
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Figure 1.22 – Édition génétique par CRISPR/Cas9. La réparation de l’ADN après
coupure par la nucléase peut se faire selon deux voies : la jonction d’extrémités non
homologues (Non Homologous End Joining, NHEJ) et la recombinaison homologue
(Homology Directed Repair, HDR) . La jonction d’extrémités non homologues se produit
lors d’une réparation spontanée de l’ADN après coupure par la nucléase. Cette réparation
introduit généralement une insertion ou une suppression de nucléotides qui provoquent un
décalage du cadre de lecture et souvent l’inactivation du gène [224, 228]. La recombinaison
homologue a lieu quand une séquence d’ADN modèle, dont les extrémités correspondent
à la séquence ADN autour du site de coupure de l’enzyme, est fourni pour la réparation
[224].
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Conclusion et objectifs

Dans ce chapitre, nous avons présenté la composition et l’organisation du tissu osseux
à plusieurs échelles. Nous avons présenté les grands processus au cours desquels la matrice
osseuse est synthétisée : le remodelage osseux, la croissance et la réparation de fracture. Ces
caractéristiques nous ont amené à présenter les différents modèles existants pour l’étude
in vitro du tissu osseux. Bien que la bio-impression soit de plus en plus utilisée, aucune
étude utilisant ce procédé n’a montré à ce jour de différenciation complète d’ostéoblastes
en ostéocytes.

Nous avons ensuite présenté la structure d’un second tissu riche en collagène I : la
peau. Le principal processus de synthèse de matrice extracellulaire au sein de la peau est
la réparation de plaie. Les modèles in vitro utilisant des scaffolds ou des hydrogels ayant
des modules d’élasticité du même ordre de grandeur que la peau in vivo semblent donner
des résultats satisfaisants en termes de sécrétion de matrice. Ce sont donc ces valeurs de
module d’élasticité qui seront ciblées lors du travail sur la bio-impression de fibroblastes
(chapitre 5).

L’ostéogenèse imparfaite et ses conséquences sur la matrice extracellulaire ont égale-
ment été présentées. Les modèles animaux sont couramment utilisés pour comprendre les
mécanismes de cette pathologie. Néanmoins, ils ne sont pas satisfaisants pour reproduire
fidèlement la physiologie humaine. L’utilisation de cellules de patients a permis d’améliorer
les connaissances sur l’impact des mutations génétiques sur le comportement cellulaire.
Cependant, des différences de comportement, notamment en termes de prolifération, ont
été observées entre les modèles in vivo et in vitro. Ceci est très certainement dû aux
types de modèles in vitro utilisés (cultures 2D) qui ne permettent pas de reconstituer la
complexité des stimulations environnementales subies par les cellules in vivo (interaction
entre les cellules et la matrice extracellulaire, adhésion tridimensionnelle, biomécanique). Il
paraît donc nécessaire de développer des modèles in vitro 3D pour étudier le comportement
des cellules porteuses de la pathologie.

Enfin, nous avons présenté la manipulation génétique par CRISPR/Cas9 comme une
technique prometteuse pour permettre l’étude de l’impact d’une mutation précise sur la
physiologie des cellules OI. En effet, très peu de modèles cellulaires OI sont disponibles à
l’heure actuelle, et aucun ne reproduit une mutation associée à l’OI de type III. Un tel
modèle faciliterait l’étude des cellules OI in vitro.

La problématique qui a dirigé ces travaux était la suivante : peut-on créer des
modèles in vitro de tissus osseux et de derme qui reproduisent les altérations
des propriétés mécaniques causées par l’ostéogenèse imparfaite ? L’analyse de
la littérature a mis en avant certaines lacunes qu’il convient de combler pour pouvoir
répondre à cette question. Afin de répondre à cette problématique scientifique nous avons
défini plusieurs objectifs :

— dans le chapitre 3, nous chercherons à obtenir des hydrogels bio-imprimables avec
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différentes propriétés mécaniques qui permettront de retranscrire les conditions
mécaniques environnementales perçues par les cellules in vivo ;

— dans le chapitre 4, nous déterminerons l’impact des procédés de bio-fabrication,
de l’origine des cellules ainsi que des propriétés mécaniques des hydrogels sur la
différenciation d’ostéoblastes en ostéocytes dans un hydrogel bio-imprimable afin
de déterminer s’il est possible de reconstituer des modèles de tissu osseux n vitro
représentatifs ;

— dans le chapitre 5, nous étudierons l’impact des propriétés mécaniques des hydrogels
sur le comportement des fibroblastes, et de la même façon, la représentativité des
modèles in vitro générés ;

— dans le chapitre 6, nous évaluerons l’interaction entre les cellules et les biomatériaux,
et en particulier leurs effets sur les caractéristiques mécaniques des construits ;

— le chapitre 7 sera consacré au développement de modèles cellulaires porteurs d’une
mutation observée chez des patients atteints d’OI.
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Figure 1.23 – Problématiques abordées dans ce travail de thèse.
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Protocoles

2.1 Cultures cellulaires

2.1.1 Modèles de tissus osseux

Plusieurs sources de cellules ont été utilisées pour les modèles de tissu osseux : les
ostéoblastes primaires humains, les cellules stromales mésenchymateuses de moelle osseuse,
les MG-63, les MC3T3 et les Y201. Le tableau 2.1 synthétise les conditions de culture
spécifiques à chaque source de cellules.

Les ostéoblastes primaires humains (PromoCell #C-12720) ont été extraits d’os
trabéculaire de tête fémorale. Leur phénotype a été validé par leur capacité à produire une
matrice minéralisée et à sécréter de l’ALP. Les cellules ont été cultivées en flasque avec
du DMEM à faible glucose (Dutscher #L0064) supplémenté avec 10 % de sérum de veau
fœtal (SVF) (PAN-Biotech #500105), 2 mM de L-Glutamine (PAN-Biotech #P04-80100)
et 50 µg/mL d’acide ascorbique ajouté fraîchement à chaque changement de milieu (Sigma
#A8960).

Les cellules stromales de moelle osseuse (BM-MSC pour « bone marrow mesenchymal
stem cells ») (PromoCell #C-12974) ont été cultivées en flasque dans un milieu propriétaire
commercialisé par PromoCell « Mesenchymal stem cell growth medium » (#C-28009).

Les MG-63 sont des cellules de lignées établies à partit d’un ostéosarcome. Elles ont
été fournies par le Dr Jérôme Josse (CIRI-Lyon). Elles ont été cultivées en flasque avec du
DMEM à faible glucose (Dutscher #L0064) supplémenté avec 10 % de SVF (PAN-Biotech
#500105) et 2 mM de L-Glutamine (PAN-Biotech #P04-80100).

Les MC3T3 sont des ostéoblastes de calvaria de souris spontanément immortalisées.
Elles sont un don du Dr Marthe Rousseau (Laboratoire de Biologie des Tissus Ostéo-
articulaires). Les cellules ont été cultivées dans du α-MEM (Sigma #M4526) supplémenté
avec 10 % de SVF (PAN-Biotech #500105) et 2 mM de L-Glutamine (PAN-Biotech
#P04-80100).
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Les Y201 sont des cellules stromales mésenchymateuses de moelle osseuse immortalisées
par la méthode hTERT [236]. Elles nous ont été transmises par le Pr Paul Genever
(University of York). Elles ont été cultivées dans du DMEM GlutaMAX à 4,5 g/L de
glucose (Gibco™ #31966021), supplémenté avec 10 % de SVF (Gibco™#A3160802).

2.1.2 Modèles de derme

Les modèles de derme ont été établis à partir de deux sources de cellules : des
fibroblastes primaires humains et une lignée de fibroblastes immortalisés. Leurs conditions
de culture sont récapitulées dans le tableau 2.2.

Fibroblastes BJ-5ta

Lignée/cellules
primaires

Primaires Lignée

Origine Prépuce Prépuce

Milieu de prolifération DMEM glucose 4,5 g/L
+ 10 % SVF + 2 mM
GlutaMAX

1/5 M199 +4/5 DMEM
+10 % SVF+4 mM Glu-
taMAX

Densité ensemencement
(cellules/cm²)

6000 6000

Table 2.2 – Cellules utilisées pour les modèles de derme.

Les fibroblastes primaires humains de prépuce ont été donnés par LabSkin Creations
et ont été cultivés dans du DMEM GlutaMAX à 4,5 g/L de glucose (Gibco™ #31966021),
supplémenté avec 10 % de SVF (Gibco™ #A3160802).

Les BJ-5ta (ATCC CRL-4001) sont des fibroblastes humains de prépuce immortalisés
par la méthode hTERT. Elles ont été cultivées dans un mélange contenant 4 volumes
de DMEM GlutaMAX à 4,5 g/L de glucose (Gibco™ #31966021) et 1 volume de M199
(PAN-Biotech #P04-07500) supplémenté avec 2 mM de GlutaMax (total 4 mM) et 10 %
de SVF (Gibco™ #A3160802) et 0,01 mg/mL d’hygromycine B.

Les différentes lignées cellulaires ont été mises en culture en flasques statiques, en
incubateur à 37 °C et 5 % de CO2.

L’amplification et la maintenance cellulaire ont été réalisées par trypsination. Lorsque
les cellules ont eu atteint 90 % de confluence, elles ont été rincées au PBS sans calcium et
sans magnésium (Gibco #14190169) puis détachées par incubation avec de la trypsine-
EDTA 0,05 % pendant 3 minutes à 37 °C. Elles ont été centrifugées à 290 g pendant
5 minutes puis comptées et réensemencées aux densités indiquées dans les tableaux 2.1 et
2.2 pour prolifération ou utilisées pour les différentes expériences.
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2.1.3 Induction et observation des ostéoblastes en ostéocytes

La différenciation des ostéoblastes a été réalisée en 2D après 21 à 30 jours de culture.
Il s’agit de mettre en place les conditions favorisant la sécrétion d’une matrice minéralisée,
caractéristique des ostéoblastes matures. Cette différenciation a été induite par ajout de
facteurs de différenciation dans le milieu de prolifération. Le milieu de différenciation est
composé du milieu de base (DMEM pour les ostéoblastes primaires, les MG63 et les Y201
et α-MEM pour les MC3T3), complété avec 10 % de SVF, 50 µg/mL d’acide ascorbique,
5 mM de β-glycerophosphate et 0,1 µM de dexamethasone.

Les cellules ont été ensemencées à 20 000 cellules/cm2 (densité proche de la confluence)
dans des plaques 24 puits avec un coating de collagène I pour limiter le détachement
cellulaire au cours de la différenciation. Après 48h, le milieu est remplacé par du milieu
de différenciation.

L’observation de la sécrétion de matrice minéralisée a été réalisée après 21 à 30 jours
selon les expériences. Les cellules ont été rincées au PBS puis couvertes de PFA pendant
15 minutes à température ambiante. Après un rinçage à l’eau distillée, la minéralisation a
été évaluée par une coloration au rouge alizarine.

La solution de colorant a été préparée le jour même en dissolvant 0,4 g de rouge
alizarine dans 20ml d’eau distillée et en ajustant le pH à 4,2 par ajout d’hydroxyde
d’ammonium. Les puits ont été couverts de solution et incubés à température ambiante
pendant 15 minutes sous agitation douce à l’abri de la lumière. Après 5 rinçages à l’eau
distillée, les cellules ont été couvertes d’eau distillée pour empêcher la déshydratation et
ont été observées au microscope optique. Les nodules de minéralisation sont visibles par
marquage des ions calcium en rouge.

Le lot de SVF ayant un impact sur la capacité des ostéoblastes primaires à produire
une matrice minéralisée, la différenciation a été réalisée avec 6 lots de SVF différents.
Les résultats du marquage ont été comparés pour sélectionner le lot de SVF donnant
le marquage le plus abondant et homogène. Le même lot de SVF a ensuite été utilisé
pour toutes les expériences avec les ostéoblastes primaires, les BM-MSC, les MG-63 et les
MC3T3.

2.2 Bio-fabrication par moulage ou bio-impression

2.2.1 Préparation de la bio-encre

La composition de la bio-encre est basée sur une formulation brevetée et publiée
précédemment [164, 237]. Dans ces travaux, nous avons utilisé une formulation adaptée
du laboratoire d’accueil qui comprend des variations dans la proportion des composants
pour la rendre imprimable à 21 °C. La bio-encre est ainsi composée de trois solutions
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préparées dans du milieu DMEM sans calcium (Gibco™ #21068208) avec 1 % de pé-
nicilline/streptomycine (Gibco™ #15140122) et 1 µg/mL d’amphotéricine B (Gibco™
15290026) : 20 % (m/v) de gélatine bovine (sigma #G1890), 4 % (m/v) d’alginate à
faible viscosité (Alpha Aesar #A18565) et 8 % (m/v) de fibrinogène (Sigma #F8630).
Les solutions sont placées une nuit à l’incubateur (37 °C, 5 % de CO2) pour dissolution
complète des composants.

Le jour du moulage ou de la bio-impression, la préparation de la bio-encre débute par
la trypsination des cellules amplifiées en 2D (section 2.1). Les cellules en suspension ont
alors été comptées pour déterminer la quantité de cellules disponibles pour préparer la
bio-encre. Le culot cellulaire est ensuite repris dans le volume de fibrinogène nécessaire
pour obtenir une formulation finale à 2 % (m/v). L’alginate et la gélatine ont ensuite été
ajoutés pour obtenir une solution finale à 5 % (m/v) de gélatine et 2 % (m/v) d’alginate.
La bio-encre a ensuite été homogénéisée par une succession d’aspirations refoulements à
la pipette visqueuse, puis placée à l’incubateur 10 minutes.

2.2.2 Moulage

La bio-encre a été déposée dans une plaque 24 puits (Corning #351147) à raison de
400 µL par puits. Les dépôts ont été incubés 20 minutes à température ambiante pour
obtenir une solidification des structures moulées.

La solution de réticulation (décrite dans la section 2.2.4) a été ajoutée par-dessus. La
plaque a été placée à l’incubateur pendant 30 minutes. Les bords du construits ont ensuite
été détachés délicatement du puits en glissant un cône de micropipette de 10 µL pour
permettre à la solution de réticulation de passer dessous et assurer ainsi une réticulation
homogène. La plaque a été replacée à l’incubateur pendant 30 minutes. A la fin de l’étape
de réticulation, les construits ont été transférés dans une plaque de culture 6 puits, rincés
au NaCl et maturés en présence de 3 mL milieu de culture.

2.2.3 Bio-impression

La bio-encre homogénéisée a été versée dans une cartouche stérile de 10 mL (Nordson
EFD), fermée d’un côté par un bouchon et de l’autre par un piston. La cartouche a été
laissée 20 minutes à température ambiante.

La géométrie des objets à imprimer, ainsi que le nombre et l’épaisseur des couches
et la vitesse de déplacement de la cartouche ont été définies grâce au logiciel TSIM. Le
tranchage a également été effectué par ce logiciel. Dans notre cas, les objets à imprimer
étaient composés de 5 couches de 0,4mm d’épaisseur. Les géométries étaient soit des
carrés de 1 cm de côté, soit des disques de 1 cm de diamètre. L’impression a été réalisée à
l’aide du BioAssemblyBot 400 (Advanced Solutions). La cartouche était équipée d’une
aiguille de 0,4 mm de diamètre et 6 mm de long.
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2.2.4 Réticulation

Après impression, les construits ont été délicatement décollés de leur support et
transférés dans des plaques de culture 12 puits pour l’étape de réticulation, essentielle
pour consolider les objets et permettre leur maturation à 37°C. L’alginate a été réticulé
par l’apport d’ions Ca2+, soit par une solution 3 % de CaCl2 (Sigma #C5670) dans de
l’eau distillée, soit par du DMEM avec calcium (0,02 %). Pour réticuler la gélatine et
empêcher sa liquéfaction à 37°C, de la transglutaminase (Ajinomoto ActivaWM) a été
ajoutée en concentration variable de 0,2 % (m/v) à 4 % (m/v). Les solutions sont été
filtrées sur filtre à 0,2 µm. Une solution de thrombine (Sigma #T4648-10KU) préparée
dans de l’eau distillée stérile a été ajoutée à une concentration finale de 20 U/mL. Les
construits ont été couverts de la solution complète et placés à l’incubateur pendant 60
minutes. Les construits sont ensuite rincés 3 fois avec du NaCl stérile (Versol), couverts
avec 1,5 mL de milieu de culture correspondant aux cellules supplémenté avec 1 % de
pénicilline/streptomycine et 1 µg/mL d’amphotéricine B (0,3 µg/mL pour les modèles de
tissu osseux) puis replacés à l’incubateur.

2.2.5 Maturation des construits

Le milieu a été renouvelé le lendemain de l’impression pour éliminer les éventuelles
traces de gélatine et d’alginate non réticulés relargués dans le milieu. Pour les fibroblastes
primaires et les BJ-5ta, 50 µg/mL d’acide ascorbique a été ajouté à chaque changement
de milieu. Pour les ostéoblastes primaires humains, les MC3T3 et les Y201, le milieu de
prolifération a été remplacé par du milieu de différenciation après 2 jours. Les milieux ont
été renouvelés deux fois par semaine.
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Cellules Densité d’ense-
mencement Milieu de culture

HOB 3.105 cellules/mL

DMEM glucose 1 g/L + 10 % SVF + 2 mM L-
Glutamine + 50 µg/mL acide ascorbique + 5mM β-
glycerophosphat + 0,1 µM de dexamethasone + 1%
penicilline/streptomycine + 0,3 µg/mL amphotéricine B

MC3T3 1.106 cellules/mL

α-MEM + 10 % SVF + 2 mM L-glutamine +
50 µg/mL acide ascorbique + 5mM β-glycerophosphate
+ 0,1 µM dexamethasone + 1% penicilline/streptomycine
+ 0,3 µg/mL amphotéricine B

Y201 3.105 cellules/mL

DMEM glucose 4,5 g/L + 10 % SVF + 2 mM L-
Glutamine + 50 µg/mL acide ascorbique + 5mM β-
glycerophosphat + 0,01 µM de dexamethasone + 1%
penicilline/streptomycine + 0,3 µg/mL amphotéricine B

Fibro-
blastes 3.105 cellules/mL

DMEM glucose 4,5 g/L + 10 % SVF + 2 mM GlutaMAX
+ 1% penicilline/streptomycine + 1 µg/mL amphotéri-
cine B

BJ-5ta 3.105 cellules/mL
1/5 M199 +4/5 DMEM +10 % SVF+4 mM GlutaMAX+
1% penicilline/streptomycine + 1 µg/mL amphotéricine
B

Table 2.3 – Conditions de culture des construits moulés ou bio-imprimés
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2.3 Suivi des cultures 3D

2.3.1 Contraction des construits par analyse macroscopique

La contraction des construits a été monitorée par l’analyse d’images macroscopiques
obtenues par photographie. Les construits cellularisés et les contrôles respectifs ont été
pris en photos dans leur puits de culture. Le logiciel d’analyse d’images ImageJ a ensuite
été utilisé pour déterminer la surface du construit (en pixels2). La surface des puits de
culture étant standardisée, nous avons pu convertir la surface du construit (mesurée en
pixels2) en cm2. Un minimum de trois construits pour chaque condition ont été mesurés.
La contraction (exprimé en %) pour chaque jour (Ji) a été calculée de la manière suivante :

contraction =
surfaceJ1 − surfaceJi

surfaceJ1
× 100

Où surfaceJ1 et surfaceJi désignent respectivement la surface au premier et au i-ème
jour de culture.

La contraction des construits acellulaires a été soustraite à celle des construits cellula-
risés pour évaluer la contraction générée par les cellules.

2.3.2 Viabilité et prolifération

2.3.2.1 Marquage par calcéine AM

La viabilité et la répartition des cellules dans les construits ont été évaluées par
calcéine AM (Invitrogen #C1430). Les construits ont été incubés pendant 30 minutes à
37°C avec 0,5 mL de calcéine à 2 µM préparée dans du PBS. Ils ont ensuite été rincés
avec 2 mL PBS. La calcéine non fluorescente qui a pénétré dans le cytoplasme des cellules
vivantes est convertie en calcéine fluorescente par des enzymes intracellulaires. Ainsi, nous
avons pu acquérir des images des cellules vivantes avec un microscope à fluorescence
(Nikon Eclipse Ts2R équipé avec un filtre à 475 nm).

2.3.2.2 Dissociation et numération des cellules

Afin d’évaluer la prolifération cellulaire au sein des construits, les cellules ont été
dénombrées à différent temps de culture pour établir une courbe de croissance. Pour ce
faire, les construits ont été dissociés et les cellules comptées sur hémocytomètre pour
déterminer le nombre de cellules par construit. Après un rinçage au PBS, les construits
ont été soumis à une digestion enzymatique dans 1 mL de trypsine 0,05 % à 37°C avec
agitation manuelle au bout de 5 minutes. Après arrêt de l’action de la trypsine par ajout
de 1 mL de milieu supplémenté avec du SVF, les construits ont été centrifugés et rincés
avec 2 mL de PBS. L’incubation avec 0,5 mL de collagénase à 30 mg/mL dans du PBS a
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ensuite permis de dissoudre les construits et de libérer les cellules. Cette étape a eu lieu
à 37 °C avec agitation manuelle toutes les 5 minutes pendant 10 à 30 minutes selon les
conditions de réticulation des construits. Après centrifugation, les cellules ont été reprises
dans du PBS et comptées.

2.3.3 Métabolisme du lactate

Le lactate est un indicateur de l’activité métabolique des cellules vivantes. Nous avons
effectué le dosage du lactate sur des prélèvements de surnageant de culture réalisés lors
du renouvellement des milieux de culture des construits. Le milieu de culture supplémenté
a été utilisé comme référence.

Le dosage enzymatique du lactate fait intervenir deux enzymes. Dans un premier
temps, la lactate déshydrogénase convertit le lactate en pyruvate et NADH en présence
de NAD+. Ensuite, pour éviter que la réaction inverse ne se produise, le pyruvate est
converti en D-alanine et 2-oxoglutarate par la D-glutamate-pyruvate transaminase (D-
GPT). La quantité de NADH produite lors de la première étape est proportionnelle à la
concentration de lactate. Ce composé est évalué par mesure d’absorbance (figure 2.1).

Figure 2.1 – Fonctionnement réactionnel du dosage du lactate

Le dosage a été effectué grâce à un kit spécifique (L-Lactic Acid AssayKit, Megazyme),
selon les instructions du fabricant pour la réalisation du dosage à l’aide d’un automate.
Deux solutions de réactifs ont été préparées : la première (R1) contenait le tampon,
la NAD+ et la D-GPT et la deuxième (R2) contenait la L-LDH. Les échantillons de
surnageants ont été déposés dans une plaque 96 puits à raison de 100 µL par puits.
Certains échantillons trop concentrés en lactate ont été préalablement dilués dans de
l’eau distillée. L’automate (Tecan Freedom EVO) dépose 200 µL de solution R1, 10 µL
de surnageant et 25 µL de solution R2 dans les puits d’une plaque 96 puits à fond plat
(Greiner bio-one). Après 10 minutes d’incubation dans le noir à 25 °C, l’absorbance à
340 nm est mesurée par un lecteur de plaque Inifinite 200 PRO (Tecan). Une solution
standard d’acide lactique à 0,15 mg/mL sert d’étalon pour la conversion de l’absorbance en
concentration d’acide lactique. Le bruit de fond a été corrigé en soustrayant l’absorbance
du milieu de culture sans SVF. Pour calculer la concentration d’acide lactique produite
par les cellules, la concentration mesurée dans les surnageants a été normalisée par la
concentration obtenue dans le milieu de référence supplémenté. En effet, le SVF ajouté
dans les milieux de culture contient de l’acide lactique dont la concentration dépend du
lot utilisé.
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2.3.4 Histologie

Les techniques d’histologie regroupent toutes les étapes de préparation nécessaires
à l’observation microscopiques des tissus (figure 2.2). Ces étapes sont nécessaires à la
préservation de l’intégrité anatomique des tissus et à la révélation des structures d’intérêt.

Figure 2.2 – Préparation des échantillons pour les analyses histologiques. Figure réalisée
avec Biorender.

2.3.4.1 Fixation et inclusion en paraffine

La fixation sert à fixer chimiquement les constituants des cellules et des tissus de
manière à préserver leur structure. Cette étape a été réalisée grâce à une solution de 4 %
de paraformaldéhyde prête à l’emploi (Antigenfix, Microm Microtech). Les construits
ont été immergés dans cette solution sur la nuit à 4 °C. Ils ont ensuite été rincés à l’eau
distillée, déshydratés dans des bains croissants d’éthanol puis inclus en paraffine. Les
blocs obtenus ont été coupés en section de 5µm d’épaisseur.

2.3.4.2 Marquage de protéines spécifiques par immunohistochimie

L’immunohistochimie est une méthode de détection des protéines dans les cellules
présentes sur une coupe de tissu grâce à la détection d’antigènes spécifiques par des
anticorps. L’interaction entre l’antigène et l’anticorps est visualisée soit par la production
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d’un composé coloré à la suite d’une réaction enzymatique, soit par utilisation d’un
marqueur fluorescent (figure 2.3).

Figure 2.3 – Principe de marquage par immunohistochimie. L’anticorps primaire se fixe
à l’antigène. Un anticorps secondaire couplé à la horse raddish peroxydase (HRP) se lie à
l’anticorps primaire. Le substrat est converti en composé coloré marron.

Les sections ont été déparaffinées et réhydratées dans des bains d’éthanol décroissants.
La fixation au paraformaldéhyde provoque une réticulation des protéines qui masquent
les sites antigéniques reconnus par les anticorps. Il faut donc démasquer ces sites par une
méthode spécifique à chaque protéine d’intérêt (tableau 2.4). Les étapes suivantes ont
été réalisées avec le kit ImmPRESS Excel Amplified Polymer Kit (Vector laboratories
#MP-7602) d’après les instructions du fournisseur. Les peroxydases endogènes ont été
bloquées par incubation avec le BLOXALL pendant 10 minutes et les sites de fixation
non spécifiques ont été bloquées par incubation avec la solution BlockAid (ThermoFisher,
#B10710) pendant 30 minutes. L’anticorps primaire a été incubé sur la nuit à 4 °C en
chambre humide. Après un rinçage au PBS, une étape d’amplification pour augmenter
l’intensité du signal a eu lieu, suivie par l’incubation avec l’anticorps secondaire couplé
à la horse raddish peroxydase (HRP) pendant 30 minutes. La révélation a été réalisée
avec le substrat ImmPACT DAB qui produit une coloration marron. Les noyaux des
cellules ont été visualisés par un contre marquage bleu à l’hematoxyline de Gill. Pour
chaque marquage, un témoin négatif a été réalisé en omettant l’étape d’incubation avec
l’anticorps primaire. La liste des anticorps utilisés avec leur concentration est résumée
dans le tableau 2.4.
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Protéine cible Localisa-
tion

Anticorps pri-
maire

Dilu-
tion Démasquage

Fibres d’α-
SMA

Cytosque-
lette

anti α-SMA
(Sigma
#A2547)

1/800 Tampon citrate : 20 min à 100°C

Collagène I
Matrice
extracel-
lulaire

anti Collagène
I (Novotec,
#20111)

1/2000

Hyaluronidase : 30 min en chambre
humide à 37°C, PBS : 3 x 5 min,
Pepsine : 15 min en chambre humide
à 37°C

PHEX
Mem-
branes
cellulaires

anti PHEX
(Boster
#A02078)

1/200 Tampon citrate : 20 min à 100°C

Fibronectine
Matrice
extracel-
lulaire

anti fibronec-
tine (Novotec
#24911)

1/2000 Trypsine : 17 min en chambre humide
à 37°C

Table 2.4 – Anticorps utilisés et protocole de démasquage

2.3.4.3 Marquage du cytosquelette

La morphologie des cellules dans les construits a été observée grâce au marquage du
cytosquelette d’actine à la phalloïdine couplée à un marqueur fluorescent rouge (Alexa
Fluor 546 Invitrogen #A22283). Le marquage a été réalisé soit sur des coupes déparaffinées,
soit sur l’hydrogel fixé au paraformaldéhyde (section 2.3.4.1).

Pour les études avec les fibroblastes, le marquage a été réalisé sur des sections de
5 µm après déparaffinage et réhydratation dans des bains décroissants d’éthanol. Les
échantillons ont été perméabilisés à l’acétone pendant 3 minutes à -20°C et rincés deux fois
à l’eau distillée. Les coupes ont ensuite été incubées 45 minutes à température ambiante à
l’abri de la lumière avec la phalloïdine à 5 U/mL. Les noyaux ont été contremarqués avec
du DAPI (Invitrogen #D3571) à 300 nM pendant 5 minutes. Les images ont été acquises
via un scanner de lame Axio Scan.Z1 (Zeiss) équipé d’un objectif 20X et de filtres à 405
et 561 nm.

Pour les études avec les ostéoblastes, le marquage a été réalisé sur le gel entier après
fixation. Les construits ont été perméabilisés au TritonX-100 0,1 % pendant 15 minutes,
rincés au PBS et incubés avec la phalloïdine à 5 U/mL pendant 90 minutes à température
ambiante à l’abri de la lumière. Les noyaux ont été contremarqués au DAPI à 300 nM
pendant 5 minutes. Les images ont été acquises au microscope confocal Zeiss LSM 880
équipé d’un objectif à 20X et de filtres à 405 et 561 nm. Les projections d’intensité
maximale des stacks obtenus ont été générées avec le logiciel Zen blue.
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2.3.5 Microscopie électronique à transmission

La microstructure des construits ainsi que le contenu des cellules ont été observés
par microscopie électronique à transmission au Centre d’Imagerie Quantitative de Lyon
Est (CIQLE). Les échantillons ont été fixés par incubation dans du glutaraldéhyde 2 %
pendant 2 heures à 4°C. Après 3 rinçages, une deuxième étape de fixation avec 2 % de
tétroxyde d’osmium pendant 1 heure à 4 °C a eu lieu. Les échantillons ont ensuite été
déshydratés par des bains croissants d’éthanol et incorporés dans une résine époxy par
polymérisation pendant 72 heures à 60 °C. Des sections de 70 nm ont été réalisées avec
un ultra microtome UC7 (Leica), montées sur des grilles de cuivre et contrastées avec
de l’acétate d’uranyle et de l’acétate de plomb. Pour les analyses par spectroscopie de
rayons X à dispersion d’énergie, les grilles ont été carbonées. L’acquisition des images a
été réalisée par un microscope à transmission électronique 1400JEM (Jeol).

La porosité des construits a été évaluée via ImageJ. Les images ont été converties en
images 8 bit (échelle d’intensité de gris de 0 à 255). Le seuil a été déterminée sur chaque
image pour sélectionner l’espace vide entre les fibres puis les images ont été binarisées
(figure 2.4). Le pourcentage de surface (correspondant au pourcentage de porosité) a été
mesuré. Au moins 5 images prises dans des zones différentes ont été analysées pour chaque
échantillon.

Le degré d’alignement des fibres qui composent les construits a également été évalué
via ImageJ. Le Plugin FibrilTool a été utilisé pour calculer le degré d’alignement des
fibres [238].

Pour confirmer la présence de nodules de minéralisation dans les construits, une
analyse par spectroscopie de rayons X à dispersion d’énergie a été effectuée. L’interaction
du faisceau d’électrons (source d’excitation de la microscopie électronique à transmission)
génère plusieurs signaux, parmi lesquels des rayons X (figure 2.5). L’énergie des rayons X
émis par l’échantillon est caractéristique des éléments atomiques qui interagissent avec le
faisceau d’électrons. Le spectre obtenu permet ainsi de renseigner sur la composition de
l’échantillon.

2.3.6 Dosage de la phosphatase alcaline

Les cellules pouvant se différencier dans la lignée ostéoblastique (ostéoblastes et cellules
souches mésenchymateuses) sécrètent de la phosphatase alcaline (ALP) responsable de
la minéralisation de la matrice. Le dosage de l’ALP est réalisé grâce à une analyse
biochimique. En effet, l’ALP catalyse l’hydrolyse des phosphates en pH basique. La
quantité d’ALP présente peut être déterminée par l’addition de p-nitrophenyl phosphate
comme substrat de l’enzyme. En effet, l’ALP hydrolyse le substrat en phosphate et
p-nitrophenol, de couleur jaune. L’intensité de la couleur est proportionnelle à l’activité
de l’ALP et se mesure par absorbance à 405 nm (figure 2.6) [240].
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Figure 2.4 – Image en microscopie électronique à transmission avant (en haut) et après
(en bas) application d’un seuil et binarisation. L’espace vide sélectionné entre les fibres
apparaît en noir.
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Figure 2.5 – Principe de fonctionnement de la spectroscopie de rayons X à dispersion
d’énergie. A : Interactions entre un faisceau d’électrons et un échantillon. B : Exemple
de spectre obtenu sur de la poudre d’hydroxyapatite [239]. Les pics caractéristiques du
calcium et du phosphore, principaux composant de l’hydroxyapatite, sont visibles à 3,7 et
2,0 keV respectivement.
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Figure 2.6 – Principe de fonctionnement réactionnel du dosage de l’ALP

L’activité de l’ALP a été évaluée sur les culots cellulaires conservés à -80 °C après
dissociation enzymatique des construits (section 2.3.2.2). Après décongélation, les cellules
ont été lysées dans 200 µL de tampon composé de 0,1 % de TritonX-100 dans du Tris-HCl
à 10 mM pendant 60 minutes sur glace et sous agitation douce. La solution de substrat
est obtenue en dissolvant 100 mg de substrat (4-Nitrophenyl phosphate disodium salt
hexahydrate, Sigma #N27625) dans une solution tampon de diethanolamine 1 M (Roth
#0332.1) et 0,5 mM de MgCl2 (Fisher #10386743). Pour chaque échantillon, 50 µl de
lysat cellulaire ont été incubés en présence de 250 µL d’alkaline buffer (Sigma #A9226),
de 50 µL de solution de substrat et 100 µL d’eau distillée pendant 15 minutes à 37 °C. La
réaction a été arrêtée avec l’ajout de 500 µL de NaOH à 0,1 M. L’absorbance a ensuite
été mesurée à 405 nm à l’aide d’un lecteur de plaque Inifinite 200 PRO (Tecan). Une
gamme étalon de p-Nitrophénol de 100 à 700 µM a été utilisée pour la conversion de
l’absorbance en µM de p-nitrophenol. Les résultats ont été normalisés par le nombre de
cellules restantes dans chaque culot cellulaire après la dissociation enzymatique.

2.3.7 Caractérisation mécanique

Les propriétés mécaniques des construits ont été évaluées à trois échelles différentes :
macroscopique par analyse mécanique dynamique (DMA), mésoscopique par indentation
et nanoscopique par AFM.

2.3.7.1 Analyse mécanique dynamique (DMA)

Le comportement viscoélastique des construits a été évalué par analyse mécanique
dynamique (DMA). Cette méthode consiste à appliquer une contrainte (ou un déplacement)
sinusoïdale sur le matériau et à mesurer le déplacement (ou la contrainte) correspondant.
Si le matériau a un comportement purement élastique, alors la réponse sinusoïdale est en
phase (c’est-à-dire superposée) au signal imposé. Si le matériau est parfaitement visqueux,
un déphasage δ de π/2 sera observé à cause de la dissipation d’énergie imposé au matériau.
Pour un matériau viscoélastique, un déphasage 0 < δ < π/2 va être introduit entre les
deux courbes (figure 2.7). En comparant l’amplitude et le décalage de la réponse du
matériau par rapport à la contrainte appliquée, le module de stockage et le module de
perte peuvent être calculés en fonction de la fréquence de sollicitation.

Les essais de DMA ont été réalisés sur un rhéomètre DHR2 (TA instrument) équipé
d’une géométrie cylindrique dentelée de 8mm. Les essais ont été réalisés en compression à
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Figure 2.7 – Signaux de contraintes et de déformations durant une stimulation sinusoïdale

déplacement imposé. Le domaine linéaire des construits a été établi en faisant varier l’am-
plitude des oscillations à 1Hz. Une fois le domaine linéaire identifié, les essais dynamiques
ont été réalisés à une fréquence de 0,015 Hz à 1,5 Hz.

Le comportement rhéologique général d’un matériau viscoélastique peut être représenté
par un modèle de Maxwell : un ressort connecté en série avec un amortisseur. Quand
une contrainte est appliquée sur le matériau, le ressort va répondre en se déformant
immédiatement, mais l’amortisseur retarde la déformation du système, ce qui introduit un
déphasage entre la contrainte et la déformation. Ce modèle peut être généralisé avec l’ajout
d’un ressort en parallèle à plusieurs éléments de Maxwell pour modéliser un matériau
viscoélastique présentant une élasticité permanente (figure 2.8).

Figure 2.8 – Modèle de Maxwell (A) et Maxwell généralisé (B)

Les modules de stockage E′ et de perte E′′ sont définis par [241] :

E′(ω) = E0

n∑
i=1

[
1 +

βiω
2τ2i

1 + ω2τ2i

]
(2.1)
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E′′(ω) = E0

n∑
i=1

βiω
2τ2i

1 + ω2τ2i
(2.2)

où E0 est le module du ressort isolé et n est le nombre de branches du modèle. Le
temps de relaxation τi et le paramètre adimensionnel βi définissent la contribution de la
i-ème branche au module global. Le nombre de branche est choisi de manière à assurer
un ajustement (fit) précis de la courbe, tout en évitant d’obtenir des valeurs incohérentes
pour les paramètres laissés libres (par exemple, des valeurs négatives pour βi). Pour ces
travaux, le nombre de branches est fixé à 2 et les valeurs des temps de relaxation sont
fixés à 0,03 s−1 et 0,3s −1 afin d’éviter un « problème mal posé » (ill-posed problem) dans
la modélisation des courbes expérimentales. Les valeurs des paramètres sont obtenues en
minimisant la fonction d’erreur :

f(E0, β1, ..., βn) =
∑
k

(E′
k − E′mes

k )2

E′mes
k

+
(E′′

k − E′′mes
k )2

E′′mes
k

(2.3)

où E′
k et E′′

k sont les modules de stockage et de perte calculés et E′mes
k et E′′mes

k

sont les modules obtenus expérimentalement.

Une fois les paramètres viscoélastiques calculés, la viscosité globale η0 est obtenue
par :

η0 =
n∑

i=1

E0βiτi (2.4)

où n est le nombre de branches choisi pour le modèle.

2.3.7.2 Indentation

L’essai d’indentation consiste à enfoncer un indenteur rigide perpendiculairement à
la surface d’un matériau, dont on souhaite évaluer ses caractéristiques mécaniques, et à
mesurer la variation de la force normale appliquée, Fz, en fonction de l’enfoncement dans
le matériau, δ. L’essai d’indentation permet de déterminer le module d’Young réduit, E∗,
du matériau indenté, à partir de la mesure de la raideur normale de contact, Kz, définie
comme la pente de la partie initiale de la courbe de déchargement (figure 2.9). Pour un
matériau en contact avec un indenteur rigide axisymétrique, la raideur normale est liée
au module d’Young réduit par [242] :

Kz = 2E∗a (2.5)

où a est le rayon de contact indenteur/matériau.

Pour ce travail, les essais d’indentation ont été réalisés sur un dispositif développé
au Laboratoire de tribologie Tribologie et Dynamique des Systèmes (LTDS) de l’Ecole
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Figure 2.9 – Principe de fonctionnement d’un essai d’indentation avec un indenteur
sphérique. A : Schéma du contact entre l’indenteur sphérique et l’échantillon. R : rayon
de l’indenteur, δ : profondeur d’indentation, a : rayon de contact. B : exemple de courbe
d’indentation. Kz : raideur normale de contact obtenue à partir de la partie initiale de la
pente à la décharge (courbe verte).
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Figure 2.10 – Dispositif d’indentation utilisé pour la caractérisation mécanique.

Centrale de Lyon [169] dédié à la caractérisation des matériaux à faible module d’élasticité.
Les essais ont été effectués à force imposée (1 mN pour les construits imprimés et
4 mN pour les construits moulés) et vitesse de déplacement constante égale à 25 µm/s.
L’indenteur utilisé était un indenteur sphérique de rayon de courbure R = 1, 6 mm

(indenteur axisymétrique). Les mesures ont été répétées trois fois pour chaque échantillon
et deux construits ont été évalués pour chaque condition.

2.3.7.3 Microscopie à force atomique (AFM)

La microscopie à force atomique est une méthode qui permet de réaliser des courbes
d’indentation à l’échelle nanométrique. Le système est composé d’une pointe attachée à un
levier de raideur connue. Pour enregistrer une courbe force-déplacement, le déplacement
du levier est piloté par un système piezo-électrique. Lorsque la pointe entre en contact
avec l’échantillon, le levier va être dévié. Cette déviation est mesurée en évaluant les
variations de trajet optique d’un laser réfléchi sur le bout du bras de levier (2.11). La
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Figure 2.11 – Principe de fonctionnement de l’AFM. La pointe (probe) est montée à
l’extrémité du levier (cantilever). La déviation du levier est évaluée par le changement de
trajet optique d’un laser réfléchi par le levier [244].

déviation du levier en fonction du déplacement peut être convertie en courbe de force en
fonction du déplacement par la relation suivante :

F = −k∆x (2.6)

où F est la force, k la constante de raideur du levier et ∆x la variation de déviation
du levier [243].

Le module d’élasticité des construits acellulaires a été évalué par AFM après 1 nuit à
l’incubateur. Les mesures ont été réalisées sur un AFM Park Instruments NX10 équipé de
pointe CSC37 après calibration de la raideur de contact. Les mesures ont été réalisées en
immersion dans du PBS pour s’affranchir des effets d’adhésion. Pour chaque échantillon,
des grilles de 4x4 points de mesure ont été acquises. Le point de contact entre la pointe
et l’échantillon a été déterminé manuellement par inspection visuelle des courbes. Le
module d’élasticité a été calculé en réalisant un ajustement de la courbe d’approche par
un modèle de Hertz pour un indenteur conique à l’aide du logiciel XEI.

2.4 Analyse des données

Les analyses ont été réalisées sur des faibles nombres d’échantillon (2 à 6 selon les
expériences), ce qui n’a pas permis de réaliser des tests statistiques. Par conséquent
les résultats présentés décrivent des tendances. Cela s’explique par le grand nombre de
conditions testées, ce qui rendait impossible la production d’échantillons identiques en
grand nombre.
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Caractérisation mécanique
multi-échelle des hydrogels
acellulaires : effet des conditions de
réticulation

Introduction

L’objectif de ce chapitre est de produire des matériaux aux propriétés mécaniques
semblables à celles de la peau (5 à 30 kPa) [141] et de la matrice osseuse nouvellement
déposée, l’ostéoïde (environ 20 à 30 kPa)[54]. L’obtention d’une gamme de propriétés
mécaniques permettra d’étudier d’influence de ces propriétés sur le développement de
modèles in vitro de derme te de tissu osseux.

Les hydrogels, moulés ou bio-imprimés, doivent subir une étape de réticulation pour
empêcher qu’ils ne se solubilisent à nouveau une fois immergés dans du milieu de culture
et placés en incubateur à 37°C. La réticulation des polymères formant les hydrogels crée
des liaisons entre les molécules qui peuvent être réversibles (réticulations physiques) ou
irréversibles (réticulations chimiques). Le type de liaisons impliqué dans la réticulation
d’un hydrogel, ainsi que leur densité influencent le comportement mécanique du matériau
obtenu. Il est donc possible d’obtenir des matériaux de composition identique mais avec des
propriétés mécaniques différentes en changeant la densité des liaisons entre les molécules
des polymères [245]. Pour augmenter la densité des liaisons, il est possible de jouer sur la
concentration en solution du polymère, ou de son agent de réticulation. La réticulation des
polymères consitutant les hydrogels crée des liaisons entre les molécules qui peuvent être
réversibles (réticulations physiques) ou irréversibles (réticulations chimiques). Dans notre
cas, nous avons choisi de travailler à partir d’une formulation brevetée et déjà validée pour
la bio-impression 3D de peau constituée de fibrinogène, d’alginate et de gélatine [164, 237].
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La concentration de chaque composant est donc fixée car leurs concentrations garantissent
les propriétés rhéologiques de l’encre nécessaires à la bio-impression de cette encre. La
stratégie retenue pour créer une gamme de propriétés mécaniques est donc d’utiliser
différentes concentrations d’agent de réticulation. Les deux principaux composants qui
ont un impact sur les propriétés mécaniques du matériau sont l’alginate et la gélatine.
L’alginate est réticulé grâce à l’ajout d’ions Ca2+ qui forment des liaisons métal-ligand
réversibles [245] tandis que la gélatine est réticulée par une enzyme, la transglutaminase
d’origine microbienne (E.C.2.3.2.13), qui crée des liaisons covalentes [246-248] (figure 3.1).

Les matériaux obtenus seront caractérisés mécaniquement à trois échelles : à l’échelle
macroscopique par analyse mécanique dynamique, à l’échelle mésoscopique par micro-
indentation et à l’échelle nanométrique par microscopie à force atomique. Cela permet
d’obtenir la réponse globale des construits à une sollicitation, ainsi que d’accéder aux
propriétés mécaniques de l’environnement immédiat des cellules. L’organisation des fibres
formant le matériau sera observée par microscopie électronique à transmission (figure
3.1).
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Figure 3.1 – Réticulation des construits bio-imprimés par immersion dans des solutions
de CaCl2 et de transglutaminase. Les agents de réticulation sont introduits en différentes
concentrations. Ils se diffusent au sein du matériau pour établir des liaisons entre les
différents polymères. Les propriétés mécaniques des matériaux obtenus sont caractérisées
par analyse mécanique dynamique (DMA), micro-indentation et microscopie à force
atomique (AFM). La structure des réseaux de fibres a été observée par microscopie
électronique à transmission (MET).
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3.1 Effet des conditions de réticulation sur l’aspect macro-
scopique des hydrogels

Nous avons choisi de travailler sur différentes gammes de solutions de réticulation,
contenant des concentrations graduelles de transglutaminase et de chlorure de calcium,
afin d’étudier leur effet sur les propriétés mécaniques des construits bio-imprimés. Ainsi
nous avons criblé les solutions suivantes : de 0,04 % à 4 % de transglutaminase avec 3 %
de CaCl2 et 4 % de transglutaminase avec 0,02 % de CaCl2 (apporté par le milieu de
culture DMEM).

Nous avons sélectionné la concentration minimale de 0,2 % par rapport à la dégra-
dabilité du biomatériau. En effet, les échantillons réticulés avec des concentrations en
transglutaminase inférieures à 0,2 % se dégradaient dès qu’ils étaient manipulés pour les
essais mécaniques (figure 3.2-A). Les solutions de réticulation retenues sont donc celles
qui assurent l’intégrité de l’échantillon lors des manipulations. Ainsi, trois compositions
de solution de réticulation ont été retenues :

— 4 % de transglutaminase + 3 % de CaCl2, condition TGHCa ;
— 0,2 % de transglutaminase + 3 % de CaCl2, condition TGBCa ;
— 4 % de transglutaminase + DMEM (0,02 % de CaCl2), condition TGHDMEM ;

Nous avons tout d’abord pu observer un impact significatif à l’échelle macroscopique
sur la taille des échantillons réticulés. En effet, les construits bio-imprimés étant de taille
identiques, nous avons suivi les différences de surface entre les construits après 1 jour
d’incubation dans du milieu de culture (figure 3.2). Nous observons ici deux variations
opposées par rapport aux dimensions des construits immédiatement après impression :
d’une part à une augmentation de 38 % de la surface des construits TGBCa, et d’autre
part par une diminution de 20 % de la surface des construits TGHCa et TGHDMEM.
Cela signifie qu’il y a eu une contraction des construits TGHCa et TGHDMEM alors que
les construits TGBCa ont subi une expansion après avoir été incubés pendant une nuit
dans du milieu de culture.

Nous avons ensuite étudié l’impact de ces différences de comportement sur les propriétés
mécaniques des bio-matériaux.
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Figure 3.2 – Aspect macroscopique des hydrogels après avoir été replacé une nuit à l’in-
cubateur après réticulation. A : La flèche blanche pointe sur un échantillon insuffisamment
réticulé (condition de réticulation non retenue) qui s’est dégradé lors d’une manipulation.
B : Différences de taille des échantillons polymérisés avec les différentes solutions après
avoir passé une nuit à l’incubateur. C : Surfaces correspondantes des échantillons en cm2.
La structure est caractérisée par microscopie électronique à transmission (MET).
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3.2 Effets des conditions de réticulation sur les propriétés
mécaniques

3.2.1 Échelle macroscopique : analyse mécanique dynamique (DMA)

L’analyse des propriétés mécaniques de nos construits a été réalisée par DMA car cette
méthode permet de caractériser le comportement viscoélastique à l’échelle macroscopique.
Les résultats sont présentés en figure 3.3. Pour toutes les conditions, les valeurs de E’
sont un ordre de grandeur supérieures à celle de E”, ce qui traduit un comportement
où la contribution visqueuse est faible devant la contribution élastique. La condition
TGHCa atteint la valeur de E0 (déterminée à partir des équations 2.1 et 2.2, chapitre 2)
la plus élevée avec 15,5 ± 3,3 kPa. Ce résultat était attendu car ce sont les construits
qui ont été en contact avec les solutions de réticulation les plus concentrées en agent
de réticulation. Les valeurs de E0 sont similaires pour TGBCa et TGHDMEM avec
respectivement 10,0 ± 1,6 kPa et 8,6 ± 1,9 kPa. Les valeurs de viscosité de TGHCa et
TGHDMEM sont du même ordre de grandeur alors que celle de TGBCa est un ordre de
grandeur plus basse (figure 3.3-C). Cette différence de viscosité, associée à un coefficient
de variation de 114 %, laisse penser que cette valeur pourrait être erronée. Comme les
mesures ont été effectuées sur des échantillons produits en même temps pour chaque
condition, il est probable que ce résultat soit lié à un défaut de réticulation.

3.2.2 Echelle mésoscopique : micro-indentation

Les propriétés mécaniques à l’échelle mésoscopique ont été analysées par micro in-
dentation. Cette technique est simple et rapide à mettre en place. De plus, elle permet
d’obtenir les propriétés élastiques des matériaux localement au comportement mécanique
local des échantillons, rendant ainsi possible d’évaluer leur hétérogénéité.

La mise en place de mesures d’indentation pertinentes sur nos construits constitués
d’hydrogel humide a nécessité une optimisation des conditions de manipulations. Dans
un premier temps, les mesures d’indentation ont été réalisées dans l’air. Cependant,
l’adhésion entre la surface des construits et l’indenteur biaisait les résultats (figure 3.4-A
et B). En effet, bien qu’il existe différentes méthodes pour prendre en compte l’effet
de l’adhésion dans le calcul du module d’élasticité, dans notre cas la zone d’adhésion
était très bruitée, ce qui rendait difficile la détection du point de rupture de contact
entre l’indenteur et l’échantillon (figure 3.4). Nous avons également dû tenir compte de
l’impact d’une déshydratation des construits sur leurs propriétés mécaniques. En effet, les
construits étant constitués à plus de 90 % d’eau, les mesures dans l’air risquaient de les
déshydrater, et donc de perturber leurs caractéristiques mécaniques. Nous avons donc par
la suite analysé nos échantillons en condition immergé dans du PBS. Contrairement à
d’autres études qui ont eu recours à des surfactants pour s’affranchir des effets d’adhésion
[249, 250], dans notre cas l’immersion dans du PBS a permis de les rendre négligeables
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Figure 3.3 – Comparaison des essais de DMA pour les trois conditions. A : Exemple de
modules de stockage (E’ exp) et de perte (E” exp) expérimentaux et ajustés par un modèle
de Maxwell généralisé à deux branches (E’ num et E” num). B : Module d’élasticité E0
extraits à partir de ce modèle. C : Viscosité globale extraite à partir du modèle. TGHCa :
concentration haute en transglutaminase et Calcium, TGBCa : concentration basse en
transglutaminase et Calcium TGHDMEM : concentration haute en transglutaminase et
DMEM.
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Figure 3.4 – Correction des effets d’adhésion entre les construits et l’indenteur grâce à
la réalisation des mesures en immersion. A : Adhésion entre un construit bio-imprimé et
l’indenteur lors de la phase de retrait (essai réalisé à l’air). B : Courbe de charge/décharge
qui montre une zone d’adhésion (forces négatives) lors du retrait de l’indenteur (essai
réalisé à l’air). C : Indentation en immersion. D : Courbe de charge/décharge réalisée en
immersion : disparition des forces d’adhésion entre l’indenteur et le construit.
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Figure 3.5 – Résultats des essais de micro-indentation après 1 jour et 33 jours d’incubation
dans du milieu de culture. A : Modules d’élasticité. B : fraction élastique. TGHCa :
concentration haute en transglutaminase et Calcium, TGBCa : concentration basse en
transglutaminase et Calcium TGHDMEM : concentration haute en transglutaminase et
DMEM.

(figure 3.4-D).

Une fois que les effets d’adhésion ont été supprimés, le module d’élasticité a pu être
calculé à partir de la raideur à la décharge en exploitant les équations présentées dans le
chapitre 2 section 2.3.7.2. Les essais d’indentation ont été réalisés au début (premier jour)
et à la fin (trente-troisième jour) de la période de maturation (figure 3.5). Ainsi, nous
avons pu observer que les modules d’élasticité des construits étaient stables au cours du
temps quelles que soient les conditions. Des tendances similaires à celles observées lors des
analyses réalisées par DMA permettent de distinguer deux comportements biomécaniques
distincts : les modules d’élasticité des construits de la condition TGHCa sont les plus
élevés tandis que ceux des construits des conditions TGBCa et TGHDMEM sont similaires.
Les modules d’élasticité des construits TGHCa sont environ trois fois plus élevés que ceux
des deux autres conditions.

L’aire sous la courbe de charge est représentative du travail total WT de la force F
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nécessaire pour enfoncer l’indenteur dans le matériau d’une profondeur δmax. Ce travail
est défini par :

WT =

∫ δmax

δ=0
Fdδ (3.1)

L’aire sous la courbe de décharge est représentative du travail élastique WE (restitué
par le matériau) et défini par :

WE =

∫ δmax

δ=0
FDdδ (3.2)

où FD désigne les valeurs de force mesurées sur la portion de décharge.

Le caractère élastique Ce est défini comme le ratio entre le travail élastique et le travail
total :

Ce =
WE

WT
(3.3)

Le premier jour, quelles que soient les conditions, les construits ont un caractère
élastique similaire de 90 %. Après 33 jours, les valeurs de caractère élastique de TGHCa
et TGHDMEM ont été conservées, tandis que celle de TGBCa a diminué de 8 %. Cette
diminution de la fraction élastique traduit une augmentation de l’énergie dissipée par le
construit, ce qui est lié à un accroissement du caractère viscoélastique du matériau.

3.2.3 Echelle nanométrique : microscopie à force atomique (AFM)

Les mesures de propriétés mécaniques de nos construits à l’échelle microscopique ont
été réalisés par AFM. Cette méthode permet de caractériser les propriétés mécaniques à
l’échelle des molécules de polymère qui entourent les cellules.

Les résultats des essais d’AFM sont présentés en figure 3.6. Les mesures ont été
réalisées à la fois sur les parois extérieures des construits bio-imprimés et à l’intérieur
après avoir coupé les construits à l’aide d’un scalpel. Comme pour les essais d’indentation
réalisés après un jour d’incubation à 37 °C, la dissipation visqueuse est faible. Cela valide
l’utilisation du modèle de Hertz pour les matériaux élastiques lors du calcul des modules
d’élasticité. Les construits des conditions TGHCa et TGBCa présentent des modules
d’élasticité du même ordre de grandeur alors que celui de la condition TGHDMEM est
environ deux fois plus faible. En ce qui concerne les mesures réalisées à l’intérieur des
construits, le module d’élasticité mesuré au centre de la condition TGHCa était équivalent
à celui des parois extérieures. En revanche, nous n’avons pas pu obtenir de mesure à
l’intérieur des construits TGBCa et TGHDMEM car les pointes AFM utilisées n’étaient
pas adaptées pour des matériaux aussi mous. Certaines pointes plus souples, mais non
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Figure 3.6 – Spectroscopie de force par AFM. A : Exemple de courbe d’approche/retrait
réalisée sur un construit bio-imprimée. B : Modules d’élasticité calculés sur les parois
extérieures des construits. TGHCa : concentration haute en transglutaminase et Calcium,
TGBCa : concentration basse en transglutaminase et Calcium TGHDMEM : concentration
haute en transglutaminase et DMEM.
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disponible pour ces essais, auraient sans doute permis de réaliser ces mesures.

3.2.4 Discussion

Les propriétés mécaniques des construits réticulés ont été mesurées par trois méthodes
qui apportent des informations complémentaires. La DMA fournit une mesure à l’échelle
macroscopique de l’échantillon. Le module d’élasticité obtenu par cette méthode est
influencé par la porosité introduite par les défauts d’impression, notamment les bulles
d’air et l’excès ou le manque de matière causés par la sur- ou sous-extrusion. L’indentation
offre une échelle intermédiaire entre la DMA et l’AFM. Si l’échantillon absorbe plus de
liquide, cela impactera principalement les résultats d’indentation et de DMA. L’AFM
permet d’évaluer l’hétérogénéité de la matrice. Les résultats ont notamment montré que
l’immersion des construits dans des solutions de réticulation provoque la formation d’une
couche plus rigide sur l’extérieur de certains construits.

Les ordres de grandeur des modules d’élasticité obtenus pour toutes les techniques
sont similaires. De plus, quelle que soit la méthode utilisée, les modules d’élasticité de la
condition TGHCa sont plus élevés que ceux des autres conditions. Ces résultats étaient
attendus car la solution de réticulation utilisée dans cette condition présentait la plus
forte concentration en agents de réticulation (calcium et transglutaminase). Ceci a donc
permis de créer une densité de liaisons entre les molécules d’alginate et de gélatine plus
élevée. Or, plus la densité de liaison entre les polymères du matériau est élevée, plus
le matériau a un module d’élasticité élevé [102, 245]. Les valeurs des modules obtenus
sont également cohérentes avec ce qui est rapporté pour des hydrogels d’alginate ou de
gélatine dans la littérature. Les modules d’élasticité des hydrogels de gélatine varient de
1 kPa à 30 kPa selon les études [247, 248, 251-254]. Les résultats dépendent du type de
gélatine utilisée (extraction acide ou basique), de son nombre de bloom (relié à sa masse
moléculaire), des concentrations en gélatine et en transglutaminase et de la température
de réticulation. En effet, si la température est suffisamment basse pour que la gélatine
solidifie avant l’action de la transglutaminase, la structure en triple hélice de la gélatine
sera stabilisée par les liaisons covalentes formées par la transglutaminase [246, 248, 253].
Les modules d’élasticité des hydrogels d’alginate sont similaires, avec des valeurs de 1 kPa
à 30 kPa [255-257]. Les résultats dépendent du ratio d’acides guluroniques et d’acides
mannuroniques qui composent le polymère, de la masse moléculaire du polymère, ainsi
que du choix du cation utilisé pour la réticulation [258-260].Une réticulation plus lente
favorise l’homogénéité et augmente les propriétés mécaniques des hydrogels obtenus [259].

La transglutaminase utilisée pour réticuler les molécules de gélatine forment des
liaisons covalentes entre les résidus lysine et glycine qui représentent respectivement 3 %
et 8 % des acides aminés composant la gélatine [247, 261-263]. Les matériaux avec des
liaisons covalentes ont un comportement élastique, à cause de la persistance des liaisons
même sous contrainte. En effet, les énergies de liaison des liaisons covalentes sont les plus
élevées des liaisons existantes entre les molécules. Or, plus l’énergie de liaison est élevée,
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plus la réorganisation du réseau de polymère est difficile [102, 245]. Cela explique que les
construits réticulés avec 4 % de transglutaminase (TGHCa et TGHDMEM) conservent
leur élasticité pendant les 33 jours de culture. En revanche, Le comportement mécanique
des construits TGBCa semble passer d’un comportement élastique le premier jour à un
comportement viscoélastique après 33 jours de culture. Le premier jour, la gélatine non
réticulée est encore partiellement présente dans le matériau et lui confère son caractère
élastique. Au cours du temps, elle est relarguée dans le milieu de culture. Après 33 jours, la
contribution relative des liaisons entre les molécules d’alginate augmente. Or, les liaisons
entre les molécules d’alginate sont des liaisons de type métal-ligand dont l’énergie de
liaison est jusqu’à 2 fois plus faible que celle des liaisons covalentes. Lors de l’application
d’une contrainte, ces liaisons peuvent se rompre et se reformer, contribuant ainsi à dissiper
l’énergie fournie lors de l’application de contraintes [245, 255]. Cela explique la transition
élastique/viscoélastique observée. Les conditions TGHDMEM et TGBCa donnent des
modules d’élasticité équivalents, mais le caractère élastique de TGBCa diminue au cours du
temps. Il sera donc possible d’utiliser ces conditions pour comparer la réponse
de cellules à un matériau avec un module d’élasticité instantané équivalent
mais avec des propriétés viscoélastiques différentes.

Plusieurs études ont montré un impact de la viscoélasticité sur le comportement des
cellules. Pour cela, les chercheurs ont créé des matériaux avec un module d’élasticité
instantané équivalent mais des comportements viscoélastiques différents. La variation du
comportement viscoélastique a généralement été obtenue en modifiant la composition
de l’hydrogel. Ainsi, Bartnikowski et al [264] ont introduit de la gomme gellane dans
des hydrogels de gélatine méthacrylée pour augmenter le comportement viscoélastique et
reproduire le comportement du cartilage articulaire. Cameron et al [265] et Fitzgerald
et al [266] ont utilisé différents ratios de monomères et d’agents de réticulation pour
former des gels de polyacrylamide. Des gels de modules de stockage G’ identiques de
4,5 kPa mais avec des modules de perte G” de 1 à 130 Pa ont été obtenus. L’inconvénient
majeur de cette méthode est que la réticulation du polyacrylamide se déroule dans un
environnement sans oxygène, ce qui implique que les cellules doivent être ensemencées
après la formation du gel, et non pas avant comme c’est le cas en bio-impression. En
jouant sur la masse moléculaire des molécules d’alginate, la concentration en calcium
et en insérant des molécules pour imposer un espacement entre les chaînes d’alginate,
Chaudhuri et al ont obtenu des hydrogels avec des modules instantanés de 8 kPa et des
temps de relaxation variant de 1 minute à 1 heure. Il est notable qu’en adaptant les
concentrations de transglutaminase et de calcium, nous avons également obtenu
des matériaux avec un module d’élasticité similaire mais des comportements
viscoélastiques différents. Dans notre cas, la composition de la solution de
réticulation est le seul paramètre qu’il a été nécessaire de modifier pour
augmenter la viscoélasticité de nos matériaux.

Certaines études qui réalisent leurs construits par moulage mélangent l’agent de
réticulation dans la solution de polymère. Cela permet une réticulation plus homogène
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et évite l’effet de formation d’une couche plus rigide à l’extérieur. En effet, Broderick et
al [247] ont montré que les construits moulés préparés avec la gélatine en solution avec
la transglutaminase étaient plus résistants que les construits incubés dans la solution de
transglutaminase. Il est probable que cela soit dû à un problème de diffusion de la solution
de réticulation à l’intérieur de le construit. Dans notre cas, la durée de l’impression
étant supérieure au temps de réticulation, il est donc impossible d’utiliser ce procédé. La
différence notable de consistance et d’homogénéité des matériaux est le résultat de la
méthode de réticulation choisie. En effet, les parois extérieures en contact direct avec
la solution de polymérisation ont des modules d’élasticité plus élevés que le centre des
construits que les agents de réticulation devaient atteindre par diffusion passive.

Pourtant il est important de souligner deux limitations principales de nos stratégies
pour moduler les propriétés mécaniques de nos hydrogels réticulés : d’une part, la non
homogénéité mécanique de certaines de nos conditions, et d’autre part, la prise en compte
uniquement des propriétés élastiques et viscoélastiques de nos construits. Ces deux points
sont discutés ci-dessous.

La caractérisation des propriétés mécaniques de nos construits n’est pas complète.
Elle se limite à une caractérisation des propriétés mécaniques élastiques et viscoélastiques.
Cependant, il a été montré que certains hydrogels avaient un comportement poroélastique.
En effet, dans les hydrogels, la réponse mécanique à une sollicitation est généralement due
à deux phénomènes : la déformation de la structure des chaînes de polymère, qui cause la
viscoélasticité, et le mouvement de l’eau entre le réseau de polymère, responsable de la
poroélasticité [245]. Cependant, les deux phénomènes n’ont pas lieu aux mêmes échelles.
La viscoélasticité est liée à une succession de rupture et de reformation des liaisons entre
les molécules et résulte en un changement de forme à volume constant. En revanche, la
poroélasticité est causée par les déplacements des molécules de solvant (généralement
l’eau). Le nombre de molécules d’eau diminue localement, ce qui résulte en un changement
de volume de l’hydrogel. Il est possible de s’intéresser uniquement à la viscoélasticité
tant que le temps de diffusion des molécules est supérieur aux temps de relaxation et de
mesure, ce qui est généralement le cas lors des mesures à l’échelle du scaffold entier. Dans
notre cas, l’étude de la poroélasticité pourrait apporter des informations complémentaires.
En effet, celle-ci participe aux mouvements du solvant au sein du matériau, et donc au
transport des nutriments, et pourrait avoir une influence importante sur le métabolisme
des cellules bio-imprimées [245].
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Les analyses des données des trois méthodes de caractérisation mécanique (DMA,
micro-indentation et AFM) indiquent que le lendemain de l’impression, les construits
de toutes les conditions ont un comportement principalement élastique. Cependant,
après 33 jours d’incubation dans des conditions similaires à celles réalisée pour la
maturation des construits cellularisés, les construits de la condition TGBCa ont
adopté un comportement viscoélastique. Quelle que soit l’échelle de mesure, les
construits de la condition TGHCa possèdent le module d’élasticité le plus élevé, ce
qui est cohérent avec le fait que la concentration en agents de réticulation était
plus élevée. En adaptant les concentrations de transglutaminase et de calcium,
nous avons obtenu des matériaux avec un module instantané similaire et des
comportements viscoélastiques différents. Les conditions TGHDMEM et TGBCa
donnent des modules d’élasticité équivalents, mais la fraction élastique de TGBCa
diminue au cours du temps. Il est donc possible d’utiliser ces conditions pour
comparer la réponse de cellules à un matériau avec un module d’élasticité équivalent
mais avec des propriétés viscoélastiques différentes.

3.3 Effet des conditions de réticulation sur la structure in-
terne des hydrogels

Afin de relier les propriétés mécaniques observées à la caractérisation des structures
produites par polymérisation, nous avons observé la nano-structure des construits par
microscopie électronique après 33 jours d’incubation dans le milieu de différenciation des
ostéoblastes (figure 3.7). Dans toutes les conditions, les images de microscopie électronique
révèlent une disparité de micro-structure de l’hydrogel. Au centre des construits, la
condition TGHCa montre des inclusions de matrice moins dense. A l’inverse, dans la
condition TGBCa, certaines zones présentent des amas de fibres qui contrastent avec la
dispersion des fibres autour.

La condition TGHDMEM se distingue des autres par la présence de pores de plusieurs
microns de diamètre. Certains pores sont remplis d’agrégats de fibres striées avec une
périodicité d’environ 35 nm, soit environ moitié moins que la périodicité du collagène.
Lorsque la température de la gélatine diminue, ses molécules forment une triple hélice
qui créent des zones de jonction et sont responsables de l’aspect solide [246, 248]. Une
périodicité inférieure à 30 nm a déjà été observée sur des molécules de collagène, sans
doute à cause d’un niveau d’organisation plus faible ou de l’interaction avec d’autres
protéines [267, 268]. Dans notre cas, la gélatine était dans un état solidifié au moment où
la solution de réticulation a été ajoutée, donc les triples hélices étaient déjà formées. Le
fait que ces formations ne soient pas visibles dans les autres conditions suggèrent que la
réticulation de l’alginate entrave la formation des triples hélices de gélatine.

La présence d’hétérogénéité dans les hydrogels réticulés avec des liaisons covalentes,
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Figure 3.7 – Observation des construits bio-imprimés en microscopie électronique à
transmission. Les têtes de flèche pointent sur la couche superficielle de matrice peu dense et
riche en cristaux de minéralisation. Les pointillés entourent une inclusion de faible densité
dans la condition TGHCa ou à l’inverse des agrégats de fibres plus denses que la matrice
environnante dans la condition TGBCa. Le panneau de droite de la condition TGHDMEM
est un agrandissement d’un pore remplit de fibres striées. TGHCa : concentration haute
en transglutaminase et Calcium, TGBCa : concentration basse en transglutaminase et
Calcium TGHDMEM : concentration haute en transglutaminase et DMEM.
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comme c’est le cas pour les liaisons entre les molécules de gélatine, a déjà été rapportée
dans la littérature [269]. Il a notamment été montré que certaines régions comportent une
densité de liaison élevée et absorbent peu de liquide, alors qu’à l’inverse d’autres zones
pauvres en liaisons absorbent de grandes quantités de liquide. Dans certains cas, il peut
même y avoir une séparation de phase et formation de pores remplis de liquide. Cela
correspond avec ce qui a été observé sur nos échantillons, avec la présence de zones de fibres
denses et d’autres à l’inverse très lâches. Les hétérogénéités de la matrice observées en
microscopie électronique expliquent les variations intra-échantillon des modules d’élasticité
calculés à partir des données d’AFM.

Les construits sont couverts par une couche de matrice de faible densité contenant
des cristaux semblables aux nodules de minéralisation observés après le dépôt d’une
nouvelle matrice osseuse [50]. Dans nos construits, ces cristaux se retrouvent également
par endroits au centre de l’hydrogel. Afin de confirmer que les cristaux observés sont bien
de l’hydroxyapatite (Ca10(PO4)6(OH)2), nous avons effectué une analyse par spectroscopie
de rayons X à dispersion d’énergie sur les zones présentant ces microstructures. La figure
3.8 montre un exemple des structures analysées ainsi qu’un spectre caractéristique. Les pics
de carbone (0,3 keV), de fer (6,5 keV) et de cuivre (8 keV) proviennent de la composition
du porte objet et du microscope. Les pics d’osmium (1,9 keV et 9 keV) et d’uranyle
(3,614 keV) sont causés par les agents de contrastes utilisés lors de la préparation des
échantillons. En revanche, les pics de phosphore (2,01 keV) et de calcium (3,692 keV)
confirment la présence d’hydroxyapatite. Il est remarquable que ces cristaux de calcium
et de phosphate ne se forment pas lorsque les construits sont cultivés dans du milieu
de culture sans β-glycerophosphate. De plus, ils sont également moins présents dans les
construits de la condition TGHDMEM, polymérisés avec une concentration en calcium
150 fois plus faible. Il est donc probable que les ions calcium utilisés pour la réticulation
de l’alginate contribuent à la formation de complexe de phosphate de calcium. De plus, la
présence de SVF dans le milieu de culture peut contribuer à la minéralisation spontanée,
notamment via la présence d’ALP [125].

Les différences de diamètre des construits (figure 3.2), témoins d’une contraction ou
au contraire d’une expansion, ainsi que les différences de densité visibles en microscopie
électronique (figure 3.7) suggèrent que les fibres qui composent les matrices sont plus
rapprochées les unes des autres dans les conditions TGHCa et TGHDMEM que dans la
condition TGBCa. Pour vérifier cette hypothèse, la porosité des réseaux de gélatine et
d’alginate a été mesurée sur les images de microscopie électronique (figure 3.9-A). Quand
la concentration de transglutaminase augmente, la porosité diminue : elle est 1,7 fois
plus faible dans la condition TGHCa que TGBCa. A l’inverse, quand la concentration en
calcium augmente, la porosité augmente : elle est 1,6 fois plus élevée dans la condition
TGHCa que dans la condition TGHDMEM. Cela signifie que la réticulation du réseau
d’alginate par les ions Ca2+ entrave la formation d’un réseau dense de gélatine.

La mesure du degré d’alignement des fibres (figure 3.9-B) renseigne sur l’anisotropie du
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Figure 3.8 – Confirmation de la présence de cristaux de minéralisation par spectroscopie
de rayons X à dispersion d’énergie (EDX). A : Image en microscopie électronique à
transmission de nodules de calcification (d’après [270]). B : Image en microscopie électro-
nique représentant les nodules analysés. Les structures sombres formées d’un assemblage
d’éléments en forme d’aiguilles sont semblables à ce qui est décrit dans la littérature
pour les nodules de minéralisation sécrétés par les ostéoblastes. B : Exemple de spectre
correspondant à un nodule. La présence des pics de phosphore (2,01 keV) et de calcium
(3,692 keV) confirment la présence de minéral. Barre d’échelle 200 nm
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Figure 3.9 – Quantification de la porosité (A) et du degré d’alignement (B) des réseaux
d’alginate et de gélatine. TGHCa : concentration haute en transglutaminase et Calcium,
TGBCa : concentration basse en transglutaminase et Calcium TGHDMEM : concentration
haute en transglutaminase et DMEM.
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matériau. Une valeur de 0 indique un matériau parfaitement isotrope (sans aucune direction
privilégiée) et une valeur de 1 indique au contraire un matériau parfaitement anisotrope
(toutes les fibres sont orientées dans la même direction). Le degré d’alignement maximal
est obtenue pour la condition TGHDMEM. Cependant, même pour cette condition, le
degré d’alignement est très faible avec une valeur de 3.10−2. Cette valeur très proche de 0
signifie qu’il n’y a aucune orientation privilégiée des fibres. Le coefficient de variation de
77 % pour cette condition peut s’expliquer par une augmentation de la densité des fibres,
ce qui introduit de l’erreur lors de leur détection par l’algorithme de traitement des images.
L’anisotropie de la matrice environnant les cellules peut impacter leur comportement [271,
272]. Dans notre cas, aucune des conditions ne crée d’anisotropie de la matrice, donc ce
paramètre n’influencera pas le comportement des cellules.

L’analyse de la structure des construits bio-imprimés et réticulés avec des concen-
trations différentes de transglutaminase et de calcium a révélé des hétérogénéités
au sein de la matrice. Une minéralisation spontanée a été observée. Elle a été
imputée à la liaison des ions calcium, incorporés dans le réseau d’alginate, avec
les ions phosphate apportés par le milieu de différentiation des ostéoblastes. La
porosité des réseaux d’alginate et de gélatine diminue quand la concentration
en transglutaminase augmente. Cependant, la présence de gélatine sous forme
de triple hélice et la réduction de la porosité dans les construits réticulés avec
une concentration plus faible de calcium montrent que la réticulation du réseau
d’alginate interfère avec la formation d’un réseau dense de gélatine. Aucune des
conditions de réticulation n’induit d’anisotropie du réseau de fibres.

Conclusion

Dans ce chapitre, nous avons cherché à obtenir des construits bio-imprimés avec
différentes propriétés mécaniques élastiques et viscoélastiques à partir d’une même compo-
sition de bio-encre. L’alginate a été réticulé par ajout de calcium pour former des liaisons
ioniques qui contribuent à la viscoélasticité. La gélatine a été réticulée par l’ajout de
transglutaminase qui créent des liaisons covalentes contribuant à l’élasticité. Différentes
concentrations d’agents de réticulation ont été évaluées pour leur capacité à produire des
matériaux qui conservent leur intégrité lors des manipulations nécessaires aux caractéri-
sations mécaniques. Trois conditions ont été retenues et les propriétés mécaniques des
construits ont été caractérisées.

Nos hydrogels ont été caractérisés à trois échelles, macro - meso- et nano-scopique
par trois méthodes de caractérisation mécaniques, respectivement la DMA, la micro-
indentation et l’AFM. Ceci a permis de montrer que les modules d’élasticité des construits
obtenus (8 kPa à 30 kPa) reproduisent la gamme de ceux mesurés pour la peau (5 kPa à
30 kPa) [141] ou la matrice osseuse non minéralisée (17 kPa à 37 kPa) [54].
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En faisant varier les concentrations d’agents de réticulation, il a été possible de générer
des construits avec un comportement viscoélastique similaire mais des modules d’élasticité
différents (conditions TGHCa et TGHDMEM), ou bien des matériaux avec des modules
d’élasticité équivalents mais des comportements viscoélastiques différents (conditions
TGBCa et TGHDMEM). Ce résultat est particulièrement intéressant car plusieurs études
ont montré que le module d’élasticité [54, 174, 273] et la viscoélasticité [257, 265] avaient un
impact sur le comportement des fibroblastes et sur la différenciation de cellules stromales
mésenchymateuses en ostéoblastes.

Les analyses par microscopie électronique à transmission ont révélé que les conditions
de réticulation avaient également un impact sur la densité du réseau d’alginate et de
gélatine formé. La diffusion des agents de réticulation au sein des construits créent des
hétérogénéités au sein de la matrice, avec des zones de fibres denses, et d’autres au contraire
plus lâches. Dans la condition TGHDMEM, les structures en triple hélice formées par la
gélatine pendant la solidification ont été stabilisées par la transglutaminase et sont encore
visibles dans certaines zones.

Nous avons donc caractérisé l’impact des conditions de réticulation sur les propriétés
mécaniques et structurales des construits bio-imprimés (figure 3.10 et tableau 3.1). L’in-
fluence des propriétés des construits produits sur les ostéoblastes et les fibroblastes sera
explorée dans les chapitres suivants.

Propriétés TGHCa TGHDMEM TGBCa

Type de liaisons majoritaires Covalentes Covalentes Ioniques

Comportement mécanique Elastique Elastique Viscoélastique

Module d’élasticité (kPa) 30 8 8

Porosité (%) 43 24 74

Table 3.1 – Synthèse des caractérisations mécaniques et structurales des construits
acellulaires.
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Figure 3.10 – Propriétés mécaniques et structurales des construits bio-imprimés.
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Chapitre 4

Développement d’un modèle de tissu
osseux in vitro

Introduction

Les modèles d’os in vitro s’inscrivent dans le principe de remplacement des expéri-
mentations animales énoncé dans la démarche des 3R (remplacer, réduire et raffiner). Ils
permettent l’étude in vitro du comportement d’un tissu et de ses cellules, notamment pour
comprendre les mécanismes responsables de certaines pathologies, ou pour appréhender
l’effet de nouveaux traitements thérapeutiques. La première étape de la production d’un
modèle in vitro est la reproduction de la physiologie du tissu osseux in vivo. Un tel modèle
doit satisfaire les critères suivants :

— structuration en trois dimensions au sein d’une matrice extracellulaire représenta-
tive de la composition observée in vivo,

— matériau permettant un remodelage et une réorganisation par les cellules,
— présence des différentes populations cellulaires et notamment les ostéocytes, res-

ponsable de la structure de la matrice extracellulaire de l’os.

Suite à une analyse de la littérature, nous avons déterminé trois facteurs qui influencent
l’obtention d’un modèle physiologique. Le premier est la technique de bio-fabrication.
La structure en trois dimensions peut être réalisée par bio-impression 3D ou bien par
moulage d’une bio-encre. La bio-impression 3D est une technique qui permet de réaliser
des construits cellularisés de formes variées de manière reproductible, tout en contrôlant
la porosité de l’objet. Cependant, différents travaux ont démontré que les forces de cisaille-
ment générées lors de la micro-extrusion du filament de bio-encre peuvent endommager les
cellules [99, 274]. Il importe donc dans un premier temps de vérifier que les ostéoblastes
supportent l’étape d’extrusion lors de la bio-impression. Le deuxième facteur à prendre en
compte est l’origine des cellules incluses lors de la bio-fabrication. Comme il a été montré
dans le chapitre 1 (section a)), les cellules de lignée MC3T3 sont communément choisies
pour développer les modèles d’os in vitro en raison de leur capacité proliférative élevée, de
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la reproductibilité de leur phénotype et de leur capacité démontrée à sécréter une matrice
minéralisée en 2D. Au contraire, les ostéoblastes primaires humains sont plus rarement
utilisés à cause de leur capacité de prolifération plus faible et de leur variabilité inter
donneurs. Néanmoins, comme tous les modèles cellulaires primaires, ils représentent un
modèle cellulaire plus représentatif des patients. Enfin, les derniers facteurs qui influencent
le modèle sont les propriétés structurales et mécaniques du matériau utilisé. En effet,
la porosité et la réponse élastique (ou viscoélastique) des hydrogels sont des éléments
déterminants pour le comportement et le devenir des cellules incluses. Dans notre cas,
ce dernier paramètre peut être modulé en modifiant les conditions de réticulation de la
bio-encre.

Les critères définis plus haut pour reproduire in vitro la physiologie du tissu osseux
in vivo nous ont conduit à sélectionner un certain nombre de marqueurs pour évaluer
l’impact des trois facteurs listés précédemment (figure 4.1). L’obtention d’un modèle
tridimensionnel sera caractérisée par la viabilité et la répartition des cellules au sein de
l’hydrogel. Le remodelage de la matrice sera évalué macroscopiquement par la capacité
des cellules à contracter leur matrice et microscopiquement par la présence de fibres
contractiles α-SMA dans le cytosquelette des cellules, ainsi que par la sécrétion de
protéines matricielles comme la fibronectine et les fibres de collagène. La différenciation
des ostéoblastes en ostéocytes sera évaluée par un ensemble de marqueurs : la cinétique de
prolifération des cellules, l’activité intracellulaire de la phosphatase alcaline et l’acquisition
de marqueurs spécifiques des ostéocytes comme l’extension de dendrites et l’expression
du marqueur transmembranaire PHEX (phosphate regulating neutral endopeptidase on
the chromosome X).
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Figure 4.1 – Étapes de la différenciation ostéogénique et marqueurs associés. Les cellules
stromales mésenchymateuses (CSM), capables également de se différencier en adipocytes,
s’engagent sur la voie ostéo-chondrocytaire. Les ostéoblastes qui prolifèrent ne déposent
pas de matrice. L’arrêt de la prolifération marque le début de la différenciation et de
la sécrétion de collagène. Quand la sécrétion de matrice est terminée, les ostéoblastes
suivent une des trois voies possibles : mourir par apoptose, retourner à un stade quiescent
en surface de la matrice (cellules bordantes) ou être progressivement incorporés dans la
matrice et devenir des ostéocytes matures au sein de la matrice minéralisée.
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4.1 Impact du procédé de bio-fabrication

Nous avons étudié l’impact de la méthode de bio-fabrication par bio-impression ou
moulage sur la viabilité, la prolifération, la répartition et la morphologie des cellules au
sein d’une bio-encre. Nous avons choisi ici de travailler sur des construits cylindriques
de 1 cm de diamètre. La condition de réticulation retenue est TGHCaCa car c’est celle
qui donnent le module d’élasticité le plus proche de celui mesuré pour l’ostéoïde [54]. Les
construits sont mis en culture pendant 35 jours en présence de facteurs de différenciation
tels que décrits dans le chapitre 2, section 2.1.3.

Figure 4.2 – Suivi de la prolifération et de la répartition des cellules dans les construits.
A : Évolution du nombre de cellules par construit au cours de la maturation. Les données
ont été normalisées par le nombre de cellules le premier jour de culture pour les cellules
imprimées et le deuxième pour les cellules moulées. B : images prises au microscope des
cellules marquées en calcéine AM verte et observées avec un filtre à 475nm (objectif 4X).
Les flèches blanches indiquent les dendrites.
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Nous avons choisi de suivre la prolifération des cellules avec deux méthodologies
complémentaires : d’une part la numération des cellules présentes dans les construits après
leur dissociation, et d’autre part par l’observation microscopique des cellules vivantes
grâce à un marquage par calcéine AM (figure 4.2).

Il est à noter que ces deux méthodologies quantifient la prolifération cellulaire de
façon directe et non pas, comme pour la plupart des travaux présents dans la littérature,
de façon indirecte par quantification de l’activité métabolique [107, 114, 115, 275] ou bien
de la quantité d’ADN intracellulaire [106, 117]. Ceci permettra de nous affranchir des
biais déjà observés pour ces méthodologies (surestimation / sousestimation du nombre de
cellules) [276-278].

Nous avons donc réalisé une étude comparative de l’évolution de construits bio-
fabriqués par moulage ou par bio-impression sur une période de 35 jours. Les données
ont été normalisées par rapport au nombre de cellules présentes dans les construits aux
premiers jours de cultures (à J1 pour l’impression et J2 pour le moulage). Les cinétiques
de prolifération ont des tendances opposées. En effet, au sein des construits bio-imprimés,
la quantité de cellules diminue de moitié sur les 12 premiers jours de culture alors que
pour le moulage cette quantité est stable. En revanche, sur la deuxième phase, le nombre
de cellules dans les construits bio-imprimés s’est stabilisé jusqu’à l’arrêt de la culture.
Dans le même temps, le nombre de cellules dans les construits moulés a diminué. Après
35 jours de culture, les deux courbes de croissance tendent à se rejoindre (4.2). La densité
de cellules vivantes observées après marquage en calcéine AM après 21 et 33 jours de
culture est plus faible dans les construits bio-imprimés que dans les construits moulés.
Ceci corrobore les résultats obtenus par numération.

En termes de morphologie, l’extension de dendrites dès 21 jours de culture est observée
de façon identique entre les deux méthodes de bio-fabrication, et ceci jusqu’à la fin
de la culture. La morphologie des cellules a aussi été observée grâce au marquage du
cytosquelette d’actine (marquage par la phalloïdine), bien que l’extension de dendrites
soient moins visible au marquage phalloïdine qu’au marquage calcéine précédent.

En fin de culture, la répartition spatiale des cellules dans le volume du construit
observée par microscopie confocale permet d’observer une répartition homogène dans les
deux cas (figure 4.3).

En conclusion, bien que la bio-impression semble avoir un impact à court terme sur
la prolifération des ostéoblastes, celle-ci s’est normalisée après 35 jours de culture.
Etant donné que l’impression permet une plus grande flexibilité de formes et de
porosité, son utilisation sera privilégiée dans la suite de notre étude.
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Figure 4.3 – Comparaison de la morphologie et de la répartition des ostéoblastes dans les
construits moulés ou bio-imprimés. Marquage du cytosquelette d’actine par phalloïdine-
Alexa fluor 546 (en rouge) et des noyaux par DAPI (en bleu). Les images de la ligne
supérieure sont la projection par intensité maximale des stacks obtenus au microscope
confocal (objectif 10X). Sur la ligne inférieure le volume a été reconstruit pour visualiser
la répartition des cellules en 3D.

4.2 Sélection du modèle cellulaire

4.2.1 Comparaison des capacités de prolifération et de différenciation
des cellules ostéoblastiques en deux dimensions

Nous avons vu dans le chapitre 1 que de nombreuses sources de cellules sont utilisées
dans la littérature pour établir des modèles in vitro de tissus osseux. Parmi les lignées
de cellules les plus utilisées, se trouvent les MC3T3 et les MG-63. D’autres études
ont privilégié les cellules primaires, comme les cellules stromales mésenchymateuses
(précurseurs des ostéoblastes, comme indiqué en figure 4.1) ou directement des ostéoblastes
issus de prélèvements de patients. Nous avons donc comparé des cellules de différentes
origines pour leur capacités de prolifération et de production d’une matrice extracellulaire
minéralisée selon les protocoles présentés dans le chapitre 2, sections 2.1.1 et 2.1.3. Cette
évaluation a été réalisée en culture 2D dans un premier temps afin de sélectionner les
modèles cellulaires les plus adéquats pour ensuite les bio-imprimer en 3D. Le tableau 4.1
résume les résultats obtenus en 2D. Les MC3T3 sont les plus rapides à proliférer avec un
temps de doublement de 1 jour. A l’inverse, les ostéoblastes primaires sont les plus lents
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avec un temps de doublement qui varie de 3 à 7 jours selon les donneurs.

Source
de
cellules

Lignée ou
cellules
primaires

Temps de
double-
ment

Densité à
confluence

Production d’une
matrice minéralisée

HOB Cellules
Primaires

3 - 7 jours 17 000 Oui

BM-MSC Cellules
primaires

3 jours 21000 Oui

MC3T3 Lignée 1 jour 56000 Non

MG-63 Lignée 2 jours 60000 Non

Y201 Lignée 3 jours 38000 Oui

Table 4.1 – Capacité de prolifération et de différenciation des cellules utilisées pour la
génération de modèles in vitro de tissus osseux. HOB : ostéoblastes primaires humains. Le
temps de doublement et la densité à confluence varient fortement d’un donneur à l’autre.
BM-MSC : cellules stromales mésenchymateuses de moelle osseuse. La densité de cellules
des HOB à confluence dépend du donneur.

La figure 4.4 présente la morphologie à confluence des cellules étudiées ainsi que leur
capacité de minéralisation. Les puits des ostéoblastes (HOB) et des cellules stromales
mésenchymateuses primaires (BM-MSC) et immortalisées (Y201) montrent un marquage
positif au rouge alizarine, indicateur de la présence de nodules de minéralisation. En
revanche, les cellules des lignées MC3T3 et MG-63 n’ont pas produit de matrice minéralisée,
comme le montre l’absence de marquage au rouge alizarine.

S’il a déjà été relevé une inconstance sur la capacité des MG-63 à produire une matrice
minéralisée [62], les résultats avec les MC3T3 sont plus surprenants. En effet, il est
globalement accepté que la lignée MC3T3 est composée d’une population mixte hétérogène
d’un point de vue phénotypique, dont certains clones cellulaires issus de la population
originale peuvent perdre leur capacité à minéraliser [279]. Cependant, la population mixte
avec laquelle nous avons travaillé devrait être capable de produire une matrice minéralisée
[62]. Deux hypothèses peuvent expliquer nos résultats. Premièrement, il est plausible que
le lot de SVF sélectionné pour favoriser la minéralisation chez les ostéoblastes primaires
ne conviennent pas aux MC3T3 dans les mêmes conditions [280]. Deuxièmement, il est
possible que nos conditions de culture aient sélectionné une population présentant un clone
majoritaire incapable de minéraliser la matrice extracellulaire en présence de facteurs de
différenciation.

A la suite de ces essais, nous avons sélectionné deux origines de cellules pour nos futurs
essais : les ostéoblastes primaires et les MC3T3. Dans le cas des ostéoblastes primaires
(HOB), nous avons sélectionné un lot de cellules ayant un temps de doublement le plus
rapide possible (environ 3 jours contre 7 jours pour le donneur le plus lent). Nous avons

107



Chapitre 4. Modèle de tissu osseux

Figure 4.4 – Comparaison des morphologies et de la capacité de minéralisation de
différentes sources de cellules potentielles pour la réalisation de modèles osseux in vitro.
La minéralisation est évaluée par fixation et marquage au rouge alizarine après 3 semaines
de culture en présence de facteurs de différenciation pour les HOB et 28 jours pour
les autres. Les puits cultivés avec du milieu de prolifération servent de témoin négatif.
Les images macroscopiques correspondent toutes à des puits de plaque 24 puits. Barre
d’échelle 80µm.

ensuite choisi les cellules MC3T3 malgré leur absence de minéralisation en 2D comme
cellules de référence. En effet, elles restent le modèle de lignée le plus utilisé dans la
littérature.
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4.2.2 Comparaison du comportement des MC3T3 et des ostéoblastes
primaires dans les construits bio-imprimés

Nous avons montré dans la section 4.1 que la bio-impression pouvait être utilisée pour
produire des hydrogels ensemencés avec des ostéoblastes. Nous allons maintenant étudier
la prolifération, l’acquisition d’un phénotype d’ostéocytes et la capacité de contraction
des construits des ostéoblastes primaires (HOB) et des MC3T3 dans des construits
bio-imprimés. Comme les propriétés mécaniques et structurales de l’hydrogel ont été
identifiées comme des facteurs pouvant influencer la physiologie, deux conditions avec
des modules d’élasticité différents ont été évaluées : les construits réticulés avec 4 % de
transglutaminase et 3 % de CaCl2 (TGHCa), avec un module d’élasticité de 30 kPa, et
ceux réticulés avec 0,4 % de transglutaminase et 3 % de CaCl2 (TGMCa), avec un module
d’élasticité de 10 kPa.

4.2.2.1 Prolifération et répartition des cellules

Les courbes de croissance des deux sources de cellules sont présentées sur la figure
4.5-A. Afin de comparer la prolifération des cellules HOB et MC3T3 ensemencées à des
densités différentes, les suivis de croissance ont été normalisés par le nombre moyen de
cellules le premier jour de culture pour les HOB et le deuxième jour pour les MC3T3. Le
module d’élasticité du matériau a un impact similaire sur la croissance des HOB et des
MC3T3 : la prolifération est 3 fois plus élevée dans les construits TGMCa que TGBCa.

L’observation des cellules vivantes marquées par calcéine AM révèle également une
densité cellulaire des MC3T3 plus élevée que celle des HOB dès 12 jours de culture. Deux
types d’organisations cellulaires distinctes sont visibles. Ainsi, alors que les ostéoblastes
primaires présentent une morphologie d’ostéocytes avec l’extension de dendrites à partir
de 12 jours, les cellules MC3T3 ont conservé une morphologie similaire à celle observée
en 2D (fig 4.4). De plus, une répartition non homogène est observée pour les cellules
MC3T3 comparativement aux cellules HOB au sein du construit. En effet, à partir de 21
jours de culture, les cellules MC3T3 forment un tapis cellulaire en surface des construits
contrairement aux cellules HOB qui se maintiennent dans la profondeur des construits.

Ces observations sont confirmées grâce au marquage hématoxyline sur les coupes
histologiques. La figure 4.6 met en évidence une couche de MC3T3 formée en surface du
construit pour les deux conditions TGHCa et TGMCa. Cette couche cellulaire superficielle
ne se retrouve sur aucune des coupes histologiques avec les HOB.

4.2.2.2 Différenciation en ostéocytes

A ce stade de l’étude, nous avons choisi de consolider la caractérisation morpholo-
gique de la différenciation des ostéoblastes en ostéocytes par la détection du marqueur
ostéocytaire transmembranaire PHEX, en complément de l’analyse de la morphologie.
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Le marquage des cellules vivantes par calcéine (figure 4.5-B) dans la section précédente
montre que les ostéoblastes primaires ont formé plus de dendrites dans la condition
TGMCa que TGHCa. Comme la longueur et le nombre de dendrites sont des marqueurs de
la différenciation des ostéoblastes en ostéocytes [105], seuls les construits de la condition
TGMCa ont été comparés pour la suite.

Une différence de morphologie a également été observée grâce au marquage immuno-
histochimique de la protéine transmembranaire PHEX. La figure 4.7 confirme la présence
de prolongements cytoplasmiques semblables à des dendrites pour les HOB alors que les
MC3T3 sont restées sphériques. Néanmoins, le marqueur PHEX, spécifique des ostéocytes,
est exprimé par les deux types cellulaires en fin de culture. Ce résultat est surprenant car
la formation de dendrites est considérée comme une étape essentielle de la différenciation
des ostéoblastes en ostéocytes. En effet, certains travaux de la littérature ont démontré
que son inhibition empêche les ostéoblastes d’atteindre le stade d’ostéocytes [27, 28, 280].
Dans notre cas, l’absence d’extensions cytoplasmiques formant des dendrites chez les
MC3T3 ne les a pas empêchées d’exprimer ce marqueur spécifique des ostéocytes. D’autre
part, chez les ostéoblastes primaires, les phases de prolifération et de différenciation
sont décrites comme étant séquentielles [23]. Dans notre cas, les MC3T3 ont continué
de proliférer après 43 jours, tout en exprimant le marqueur PHEX, caractéristique des
ostéocytes. Ce comportement a déjà été identifié par McGarrigle et al [281] qui ont montré
que la différenciation des MC3T3 n’était pas corrélée avec l’arrêt de la prolifération dans
leur cas.

4.2.2.3 Phénotype contractile

Les ostéoblastes actifs impliqués dans la réparation de fracture expriment les fibres
d’α-SMA [57, 282], ce qui leur confère un phénotype contractile et contribue à réduire
la distance entre les deux segments d’une fracture [283]. Le phénotype contractile des
MC3T3 et des HOB a donc été évalué d’une part par la capacité des cellules à contracter
les construits, et d’autre part par l’expression du marqueur α-SMA.

La figure 4.8 présente la contraction des construits au cours du temps. Des valeurs
négatives indiquent un gonflement des construits au cours des premiers jours de culture, dû
à l’absorption de milieu de culture par les construits. La surface des construits ensemencés
avec les HOB a été réduite de moitié après 35 jours de maturation alors que les MC3T3
n’ont pas été capables de contracter le construit dans la même condition. La phase de
contraction des construits par les HOB correspond à la phase de prolifération. Il a été
démontré dans la littérature que l’attachement des cellules au construit durant la phase de
prolifération des cellules est en partie responsable de la contraction [283, 284]. Cependant,
dans notre cas, les MC3T3 ont un taux de prolifération supérieur à celui des HOB. La
prolifération seule ne peut donc pas justifier la différence de contraction des cellules.

Afin de comprendre l’origine des différences de contraction entre les sources de cellules,
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les fibres d’α-SMA ont été marquées par immunohistochimie. Tous les HOB et les MC3T3
expriment les fibres d’α-SMA après 33 jours de culture. Cela signifie que les MC3T3
expriment un phénotype de cellules contractiles, mais n’ont pas induit de contraction
de leur environnement. L’hypothèse la plus probable est que cette différence de capacité
de contraction s’explique par la différence de répartition et de morphologie des cellules.
En effet, les MC3T3 ont principalement été observées en périphérie des construits. En
revanche, les HOB étaient répartis de manière homogène à l’intérieur du construit et ont
induit une contraction de 50 % de la taille du construit. De plus, la formation de dendrites
a augmenté la surface cellulaire, et donc probablement les points d’ancrage des cellules
dans le construit, ce qui participe à générer plus de force de contraction sur le construit.

Les capacités contractiles des MC3T3 ont déjà été étudiées dans la littérature [285-288]
mais à notre connaissance, c’est la première fois qu’elles sont comparées aux capacités
contractiles des ostéoblastes primaires humains.

En conclusion, les cellules MC3T3, largement utilisées dans la littérature, sont un
modèle cellulaire inadapté au développement d’un modèle 3D in vitro pour étudier
la réponse d’ostéoblastes à leur environnement dans notre cas. En effet, nos MC3T3
et nos ostéoblastes primaires humains (HOB) ont des comportements opposés au
niveau de la prolifération, de la morphologie des cellules et de leur capacité de
contraction.
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Figure 4.5 – Suivi de la prolifération et de la répartition des MC3T3 et des ostéoblastes
primaires (HOB) dans les construits. A : Evolution du nombre de cellules par construit
au cours de la maturation. Les données ont été normalisées par le nombre de cellules à J1
pour les HOB et J2 pour les MC3T3. B : images prises au microscope des cellules marquées
en calcéine AM verte et observées avec un filtre à 475nm (objectif 10X). Barre d’échelle
100 µm TGMCa : concentration haute en transglutaminase, TGMCa : concentration
moyenne en transglutaminase.
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Figure 4.6 – Répartition des MC3T3 dans les construits. Les MC3T3 ont formé une
couche cellulaire en surface du construit (flèche noire), qui tend à se détacher lors de la
coupe. Les noyaux des cellules ont été marqués en bleu par hématoxyline. La couche noire
sur la condition TGHCa correspond à l’encre de chine déposé pour orienter l’échantillon.
Int : intérieur du construit, Ext : extérieur du construit. TGHCa : concentration haute en
transglutaminase, TGMCa : concentration moyenne en transglutaminase.

Figure 4.7 – Expression du marqueur PHEX spécifique des ostéocytes après 33 jours de
maturation. Les cellules exprimant la protéine PHEX sont visualisées en marron et les
noyaux en bleu. Les flèches noires pointent les dendrites. TGMCa : concentration moyenne
en transglutaminase. Barre d’échelle 50 µm.
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Figure 4.8 – Comparaison des phénotypes contractiles des MC3T3 et des HOB. A : Suivi
temporel de la contraction des construits. B : Marquage des fibres contractiles d’α-SMA.
Les cellules exprimant les fibres d’α-SMA sont visualisées en marron et les noyaux en bleu.
TGHCa : concentration haute en transglutaminase, TGMCa : concentration moyenne en
transglutaminase.
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4.3 Effet de la micro-porosité et des propriétés mécaniques
des construits sur la physiologie cellulaire

Nous avons ensuite étudié l’effet de la structure et des propriétés mécaniques de
l’hydrogel sur le comportement des ostéoblastes primaires. Nous cherchons à déterminer
les conditions qui favorisent l’obtention d’un modèle de tissus osseux in vitro. Les condi-
tions TGHCa et TGHDMEM confèrent la même élasticité mais des modules d’élasticité
différents tandis que les conditions TGBCa et TGHDMEM confèrent le même module
d’élasticité, mais ont des comportements viscoélastiques différents (chapitre 3). Une
condition intermédiaire, TGMCa (0,4 % de transglutaminase + 3 % de CaCl2,), a été
rajoutée.

Les modèles in vitro sont évalués selon les critères définis en introduction, à savoir la
prolifération et la différenciation des cellules en ostéocytes, ainsi que le remodelage de
l’hydrogel sur une période de culture de 35 jours (figure 4.9).

Ce criblage a nécessité une étape préliminaire consistant en la validation de l’innocuité
des solutions de réticulation sur la prolifération et minéralisation des cellules.

4.3.1 Impact de l’osmolalité sur la prolifération et la minéralisation des
cellules

L’ajout de 3 % de CaCl2 dans la solution de polymérisation élève l’osmolalité de
la solution à 648 mOsm/kg, contre 320 mOsm/kg pour le milieu de culture DMEM.
Il convient donc dans un premier temps d’étudier l’impact des différentes solutions de
réticulation en exposant les cellules ensemencées en 2D aux différentes solutions de
réticulation pendant 1 heure (figure 4.10). En effet, plusieurs études ont démontré une
réduction de la prolifération quand l’osmolalité dépasse 300 mOsm/kg [289-291].

Le suivi du pourcentage de confluence cellulaire durant 6 jours a permis d’évaluer la
viabilité et la prolifération cellulaire. La cytotoxicité a été observée par comparaison des
tapis cellulaires immédiatement avant et après incubation avec les solutions de réticulation.
Nous avons confirmé que les solutions de réticulation ne provoquent pas de détachement
des cellules après 1 heure d’incubation. La cinétique de suivi de la croissance sur 6 jours
ne permet pas non plus d’observer de différence de prolifération entre les différentes
conditions de polymérisation. Cela signifie que ni l’osmolalité, ni la composition des
solutions n’ont d’impact sur la capacité proliférative des cellules après 1 heure de contact
avec les solutions de réticulation.

Ensuite, la différenciation des ostéoblastes et leur la capacité à produire une matrice
minéralisée a été vérifiée. L’identification de la minéralisation par marquage au rouge
alizarine des puits cultivés avec du milieu de différenciation est identique pour les différentes
solutions de réticulation et pour la condition témoin n’ayant pas été en contact avec les
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Figure 4.9 – Influence des propriétés mécaniques des construit sur les modèlesin vitro de
tissus osseux. Les conditions TGHCa et TGHDMEM confèrent la même élasticité mais des
modules d’élasticité différents tandis que les conditions TGBCa, TGMCa et TGHDMEM
confèrent le même module d’élasticité, mais ont des comportements viscoélastiques
différents. L’effet des propriétés mécaniques sur le comportement des cellules est évalué
par le suivi de la prolifération, la différenciation des ostéoblastes en ostéocytes et le
remodelage de l’hydrogel.

solution de réticulation. Les puits cultivés avec du milieu de prolifération confirment qu’il
n’y a pas de minéralisation spontanée après incubation avec les solutions de polymérisation.

Dans notre cas, et contrairement aux études qui ont établi un impact de l’osmolalité sur
la prolifération des cellules, le temps de contact avec les solutions de forte osmolalité reste
relativement faible (1 heure). Il est donc probable que le temps d’exposition nécessaire à
la réticulation soit suffisamment court pour que les cellules retrouvent un métabolisme
normal dans notre cas. Ces résultats confortent également les observations de Huebsch et al
[292] qui n’ont pas observé d’impact de la concentration en ions utilisés pour la réticulation
d’hydrogels d’alginate sur la différenciation de cellules stromales mésenchymateuses en
ostéoblastes.
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4.3.2 Effet de la micro-porosité et des propriétés mécaniques des
construits sur la physiologie cellulaire

4.3.2.1 Croissance cellulaire

La cinétique de prolifération des cellules est présentée en figure 4.11. Deux tendances
de prolifération sont observées. Les ostéoblastes n’ont pas proliféré sur toute la période
de culture dans les deux construits élastiques polymérisés avec 4 % de transglutaminase
(TGHCa et TGHDMEM). En revanche, le nombre d’ostéoblastes dans les construits
viscoélastiques TGBCa et TGMCa a augmenté au cours de la culture.

La plus forte prolifération est observée pour les ostéoblastes dans les construits
TGBCa. La phase de prolifération a duré les 12 premiers jours de culture avec un temps
de doublement de 238 h (environ 7 jours). Ils ont ensuite ont subi une diminution de
26 % entre J12 et J21, avant de se stabiliser autour de 60000 cellules jusqu’à la fin de la
culture (35 jours). Il est notable que la cinétique de prolifération observée est typique de
la différenciation des ostéoblastes en ostéocytes, à savoir une phase de croissance suivi
d’une phase de mort cellulaire. Des tendances de croissance similaires ont été observées
par Thrivikraman et al [109] : des cellules souches mésenchymateuses humaines dans des
hydrogels de collagène ont proliféré les 14 premiers jours puis diminué en nombre jusqu’à
l’arrêt de la culture après 21 jours.

Les études de la littérature corrèlent la fin de la prolifération avec le démarrage de la
différenciation en ostéocytes [23]. In vivo, seul 10 à 20 % des ostéoblastes se différencient
en ostéocytes [26], et environ 60 % meurent par apoptose [21]. Il est donc probable que
la diminution du nombre de cellules entre J12 et J21 corresponde à l’apoptose d’une
partie de la population cellulaire, même si la diminution de 26 % est plus faible que celle
observée in vivo.

Dans les construits TGMCa, la prolifération a démarré plus tardivement après 21 jours
de culture. Le temps de doublement était légèrement plus long que pour la condition
TGBCa (277 h). Cependant, le même nombre de cellules a été atteint en fin de culture.
Une phase de latence cellulaire similaire a été observée par Nasello et al [106] avec des
ostéoblastes cultivés dans des hydrogels de collagène.

Étant donné que la densité d’ensemencement des cellules dans toutes les conditions
est identique, l’absence de prolifération uniquement dans les conditions avec 4 % de
transglutaminase ne peut pas être attribuée à une densité initiale trop faible. Le retard de
prolifération lorsque la concentration de transglutaminase augmente de de 0,2 % à 0,4 %
laisse supposer que l’absence de prolifération observée avec 4 % de transglutaminase est
synonyme d’une condition non permissive pour la prolifération de ces cellules.

Pour détailler le comportement prolifératif des cellules, leur répartition a été évaluée
par le marquage des cellules vivantes en calcéine AM. L’augmentation de la densité de
cellules visibles dans les construits TGBCa ne suit pas la chronologie de la prolifération
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évaluée par numération après dissociation. En effet, alors que le maximum du nombre de
cellules est atteint après 12 jours de culture, la densité sur les images est maximale en fin
de culture où les cellules ne peuvent plus être distinguées individuellement (4.11). De plus,
en fin de culture, le nombre de cellules par construit est identique dans les conditions
TGBCa et TGMCa, or il y a une différence visible de densité cellulaire sur les images.
Cela suggère qu’un phénomène de densification du construit plutôt qu’une augmentation
du nombre de cellules est responsable de l’augmentation de la densité cellulaire.
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Figure 4.10 – Impact de l’osmolalité des solutions de polymérisation sur la prolifération
des HOB. A : Pourcentage de confluence mesurée juste avant et après l’incubation
avec les solutions de polymérisation. L’osmolalité des solutions est indiquée. B : Suivi
longitudinal de la confluence des cellules pendant 6 jours après l’incubation avec les
solutions de polymérisation. C : Image macroscopique de la plaque multi puits après
fixation et marquage au rouge alizarine. La minéralisation apparaît rouge. TGHCa :
concentration haute en transglutaminase et Calcium, TGMCa : concentration moyenne
en transglutaminase et Calcium, TGBCa : concentration basse en transglutaminase et
Calcium TGHDMEM : concentration haute en transglutaminase et DMEM, Contrôle :
milieu de prolifération (DMEM) à la place des solutions de polymérisation.
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Figure 4.11 – Cinétique de prolifération et de la répartition des cellules dans les construits.
A : Evolution du nombre de cellules par construit au cours de la maturation. B : images
prises au microscope des cellules marquées en calcéine AM verte et observées avec un
filtre à 475nm (objectif 4X). Barre d’échelle : 200 µm. TGHCa : concentration haute en
transglutaminase et Calcium, TGMCa : concentration moyenne en transglutaminase et
Calcium, TGBCa : concentration basse en transglutaminase et Calcium, TGHDMEM :
concentration haute en transglutaminase et DMEM.
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4.3.2.2 Remodelage de la matrice extracellulaire

Le remodelage de l’hydrogel par les ostéoblastes est évalué d’une part par leur capacité
à contracter les hydrogels, et d’autre part par la sécrétion de matrice extracellulaire.

Figure 4.12 – Cinétique de contraction des construits au cours de la maturation. A :
Aspect macroscopique des gels 1 jour et 35 jours après l’impression dans les puits de plaque
12 puits. B : Suivi temporel de la contraction des construits. TGHCa : concentration haute
en transglutaminase et Calcium, TGMCa : concentration moyenne en transglutaminase et
Calcium, TGBCa : concentration basse en transglutaminase et Calcium, TGHDMEM :
concentration haute en transglutaminase et DMEM.

La première observation de l’impact des propriétés mécaniques sur le remodelage
de la matrice artificielle initiale par les cellules concerne l’aspect macroscopique des
construits (figure 4.12). Après 35 jours de maturation, une contraction significative des
construits viscoélastiques TGMCa et TGBCa est observable. A l’inverse, la contraction
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dans les deux conditions élastiques ( TGHCa et TGHDMEM) est négligeable compte tenu
de la dispersion des données. Comme pour la cinétique de prolifération, la contraction
des construits TGBCa démarre plus tôt que celle des construits TGMCa. En effet, la
contraction des construits TGBCa se produit entre J12 et J20 jour alors que celle des
construits TGMCa démarre seulement après 20 jours de culture. La contraction de tous
les hydrogels acellulaires est restée négligeable tout au long de la culture. L’action des
cellules est donc bien responsable de la contraction des construits.

La contraction des construits augmente la densité cellulaire et rapprochent les cellules
les unes des autres. Ainsi, même si le nombre de cellules atteint est identique, la densité
cellulaire des construits TGBCa est supérieure à celle des construits TGMCa en fin
de culture. Certaines études ont provoqué cette contraction en appliquant une charge
mécanique sur des hydrogels de collagène afin d’augmenter la densité en collagène et en
cellules [280]. En effet, en augmentant la densité cellulaire, la communication entre les
cellules est favorisée, ce qui pourrait participer à une meilleure différenciation.

Une étude avec des cellules de souris à différents stades de différenciation (de la
cellules souche mésenchymateuse jusqu’au stade pré-ostéocytes) a montré que plus les
cellules étaient engagées dans la différenciation ostéogénique, plus l’intensité des forces de
contraction qu’elles généraient était élevée. [288]. Ces forces de contraction générées par
les cellules modifient à leur tour leur environnement. Dans les matériaux non dégradables
avec un comportement purement élastique, comme c’est le cas pour les construits TGHCa
et TGHDMEM (chapitre 3 section 3.2.2), il n’y a pas de relaxation des forces et la matrice
qui entoure les cellules n’est pas remodelée. En revanche, dans les matériaux dont le
comportement est de type viscoélastique, comme c’est le cas pour les construits TGMCa
et TGBCa, la relaxation provoque un réarrangement de la matrice autour des cellules.
Ce réarrangement entraîne à son tour un changement dans la liaison entre les cellules
et leur matrice, ce qui influe sur leur capacité à se différencier [257, 293]. Cela donne
donc un premier élément en faveur d’une différenciation plus marquée des cellules dans la
condition TGBCa.

Le remodelage de la matrice par les cellules a également été évaluée par la détection
de la sécrétion de fibronectine et de collagène I.

Dans notre étude, la détection de la sécrétion de fibronectine par les ostéoblastes
est évaluée en mesurant le pourcentage de surface de coupe histologique marqué par
immunohistochimie (Fig 4.13-A et B). Après 5 jours de culture, la condition TGBCa
commence à se distinguer des autres avec un pourcentage de surface marqué environ trois
fois plus important que pour les autres conditions. Après 12 jours de culture, la condition
TGBCa présente la plus grande surface marquée (5,7 ± 2,7 %), suivi par les conditions
TGMCa (2,8 ± 0,5 %) et TGHDMEM (3,3 ± 1,8 %). Enfin, la plus faible expression est
dans la condition TGHCaCa avec seulement 1,0 ± 0,2 %, soit près de six fois moins que
la condition TGBCa.
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Figure 4.13 – Sécrétion de matrice organique par les ostéoblastes primaires. A : marquage
de la fibronectine. La fibronectine est visualisée en marron et les noyaux des cellules en
bleu. B : Quantification du pourcentage de surface marquée pour la fibronectine. C :
Quantification du pourcentage de surface marquée par le collagène I. D : marquage du
collagène I. Le collagène est visualisé en marron et les noyaux des cellules en bleu. TGHCa :
concentration haute en transglutaminase et Calcium, TGMCa : concentration moyenne
en transglutaminase et Calcium, TGBCa : concentration basse en transglutaminase
et Calcium, TGHDMEM : concentration haute en transglutaminase et DMEM. Barre
d’échelle 500µm.
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Malgré les différences de pourcentage de surface marquée, après 12 jours de culture,
les cellules de toutes les conditions montrent un marquage péri-cellulaire, signe que
l’attachement cellules-matrice a bien eu lieu et que les étapes précoces de la différenciation
cellulaire ont bien été initiées dans toutes les conditions.

La sécrétion de collagène par les ostéoblastes intervient plus tard dans leur dévelop-
pement (Fig 4.1). Nous avons donc choisi de l’évaluer uniquement à partir de 21 jours.
L’expression du collagène de type I a été analysée par un marquage immmunohistochimique
de la même manière que pour celle de la fibronectine.

Après 21 jours de culture, la production de collagène apparaît de manière très localisée
autour des cellules. Néanmoins, la condition TGBCa se distingue des autres par son niveau
d’expression plus élevée. Le plus faible taux d’expression est encore une fois attribué à
la condition TGHCa avec 0,4 ± 0,1 %. C’est la seule condition qui ne montre aucune
augmentation de l’expression du collagène I au cours de la culture.

Après 33 jours de culture, les tendances observées sont similaires à celles observées
pour l’expression de la fibronectine. La plus grande surface marquée est obtenue pour
les construits TGBCa (4,5 ± 1,0 %), puis pour les construits TGMCa (3,0 ± 0,1 %) et
TGHDMEM (1,0 ± 0,2 %).

En fin de culture, le nombre de cellules dans les construits avec TGBCa et TGMCa
est identique et la production de collagène est malgré tout 1,5 fois plus importante dans
la condition TGBCa. Cela signifie que le taux de synthèse du collagène par cellules est
plus élevé dans les construits TGBCa que TGMCa. Ces résultats sont cohérents avec ceux
de la contraction qui ont indiqué un remodelage plus élevé dans cette condition.

Les marquages immunohistochimiques de la matrice extracellulaire ont mis en
évidence le remodelage de l’hydrogel initial ensemencé par les ostéoblastes. Cela
apparaît clairement et principalement pour la condition TGBCa, et dans une
moindre mesure pour les autres conditions. Les composants de la bio-encre ont pro-
gressivement été remplacés par une matrice extracellulaire contenant du collagène
I.

Pour aller plus loin dans l’analyse du remodelage de l’environnement des ostéoblastes,
nous avons caractérisé par microscopie électronique à transmission l’organisation molécu-
laire de ces fibres de collagènes sécrétées. En effet, l’organisation des fibres de collagène à
l’échelle nanométrique est un aspect critique pour reproduire un modèle in vitro fidèle
à l’in vivo. Les molécules de collagène s’organisent de manière à former des fibres de
collagène avec une périodicité de 67 nm in vivo.

Dans notre cas, des fibres striées, caractéristiques du collagène, avec une périodicité
d’environ 90nm, sont observables dans toutes les conditions. Certains travaux rapportent
la présence de fibres de collagène à espacement long, ayant ce type de périodicité, in
vivo dans des tissus sains et pathologiques [267, 294], mais aussi in vitro dans certaines
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Figure 4.14 – Observation de la matrice par microscopie électronique à transmission.
TGHCa : concentration haute en transglutaminase et Calcium, TGMCa : concentration
moyenne en transglutaminase et Calcium, TGBCa : concentration basse en transglutami-
nase et Calcium, TGHDMEM : concentration haute en transglutaminase et DMEM.

conditions de précipitation du collagène en solution [295-297]. Les auteurs de ces travaux
ont émis deux hypothèses pour expliquer la présence de ce type de fibres dans leurs tissus.
La première explique la désorganisation des fibres de collagène existantes par l’activité
élevée de la collagénase endogène [298, 299]. La deuxième hypothèse est l’incorporation de
constituants qui viendraient perturber la bonne organisation des molécules de collagène
pendant la création des fibrilles [296, 297, 300]. Dans notre cas, l’hypothèse la plus probable
est que des composants de l’hydrogel interfèrent avec le collagène durant son organisation
et provoquent la formation de fibres de collagène avec un espacement supérieur à 67 nm.
Des expériences supplémentaires seraient nécessaires pour comprendre l’origine des fibres
de collagène à espacement long dans notre modèle et optimiser les conditions de culture
pour obtenir la périodicité attendue.

La présence de collagène à espacement long dans la matrice et l’absence d’un motif
régulier d’organisation des fibrilles entre elles suggèrent que la matrice sécrétée par les
cellules est similaire à de l’os tissé non organisé qui précède l’os lamellaire retrouvé
dans les tissus plus matures [301]. Lors de la réparation de fractures, les ostéoblastes
remplacent la matrice préliminaire de fibro-cartilage par de l’os tissé [302]. Dans notre
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cas, les ostéoblastes remplacent la matrice artificielle initiale par de la matrice osseuse
riche en collagène I. Il y a donc un parallèle entre la réparation de fracture in vivo, et le
développement de matrice osseuse dans les construits bio-imprimés. Pour reproduire la
matrice osseuse observée in vivo, il manque l’étape d’organisation des fibres de collagène de
manière ordonnée [95]. In vivo, lors de la réparation de fracture, cette étape est assurée par
la résorption de l’os tissé par les ostéoclastes et le dépôt d’une nouvelle matrice organisée
par les ostéoblastes [302]. Il est difficile de conclure étant donné qu’à ce jour peu d’études
in vitro se sont intéressées à la structure nanométrique de la matrice extracellulaire [95].

4.3.2.3 Marqueurs de la différenciation des ostéoblastes en ostéocytes

Les sections précédentes ont prouvé que les cellules des conditions TGBCa, et dans une
moindre mesure TGMCaCa, ont été capables de remodeler leur matrice. Il reste maintenant
à corréler ce remodelage avec l’état de différenciation des cellules. Trois facteurs ont
été évalués pour estimer le niveau de différenciation atteint par les ostéoblastes dans
les différentes conditions : l’activité métabolique des cellules, leur morphologie et leur
expression du marqueur PHEX, spécifique des ostéocytes.

a) Marqueurs cellulaires
Pour identifier le début de la transition des ostéoblastes en ostéocytes, nous avons

suivi le changement de morphologie des cellules. Nous avons donc visualisé la structure
du cytoplasme des cellules soit grâce à un marquage intra-cytoplasmique des cellules
en culture à la calcéine AM, soit par un marquage du cytosquelette d’actine dans les
hydrogels fixés au paraformaldéhyde à la fin de la culture.

Les images en calcéine (figure 4.15-A) révèlent trois phases distinctes en termes de
morphologie cellulaire. Durant les 5 premiers jours, les cellules ont montré une morphologie
cuboïde caractéristique des ostéoblastes actifs non différenciés. Après 12 jours de culture,
quelques cellules ont commencé à former des dendrites. Cette étape marque le début de
l’acquisition d’une morphologie d’ostéocytes. Après 35 jours de culture, les cellules ont
formé un réseau interconnecté via leurs dendrites, signe d’un stade d’ostéocytes [303].
Seule la condition TGHCa, au comportement élastique et avec le module d’élasticité
le plus élevé, ne permet pas d’observer cette différenciation. Dans cette condition, les
cellules sont restées éparses et certaines n’ont pas adopté la morphologie caractéristique
des ostéocytes.

Les images obtenues en fin de culture au microscope confocal après marquage des
noyaux par DAPI et du cytosquelette par phalloïdine (figure 4.15-B) confirment les images
en calcéine. Les cellules des construits TGMCa et TGBCa affichent une morphologie
d’ostéocytes avec des dendrites qui s’étendent depuis le corps cellulaire. Une différence de
densité du réseau cellulaire entre ces deux conditions est observée. Dans les construits
TGBCa, un réseau dense de cellules interconnectées s’est formé alors que dans les construits
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Figure 4.15 – Comparaison de la morphologie des cellules. A : images prises au microscope
des cellules marquées en calcéine AM verte et observées avec un filtre à 475nm (objectif
10X). Barre d’échelle 100µm. B : marquage du cytosquelette d’actine par phalloidine-Alexa
fluor 546 (en rouge) et des noyaux par DAPI (en bleu). Les images sont la projection par
intensité maximale des stacks obtenus au microscope confocal (objectif 10X). TGHCa :
concentration haute en transglutaminase et Calcium, TGMCa : concentration moyenne
en transglutaminase et Calcium, TGBCa : concentration basse en transglutaminase et
Calcium, TGHDMEM : concentration haute en transglutaminase et DMEM.

TGMCa, la densité de cellules est plus faible donc elles restent isolées les unes des autres.
La morphologie cellulaire observée dans nos construits TGBCa et TGMCa est similaire
à ce qui est observée dans la littérature pour des ostéocytes [87, 88, 106, 117]. Dans
les construits TGHDMEM, les cellules sont majoritairement en périphérie avec une
morphologie très étirée. Cette morphologie est plutôt caractéristique de cellules bordantes,
c’est-à-dire des ostéoblastes quiescents [38]. Comme décrit sur les observations en calcéine,
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les construits TGHCa présentent majoritairement des cellules cuboïdes, peu de cellules
avec des dendrites sont visibles. Cela confirme une différenciation ralentie dans cette
condition par rapport aux autres.

Figure 4.16 – Expression du marqueur PHEX spécifique des ostéocytes. Les cellules
exprimant PHEX sont visualisées en marron après révélation par HRP et les noyaux sont
visualisés en bleu par un contre marquage à l’hématoxylyne de Gill. Les flèches noires
pointent les cellules négatives au marquage (cellules qui n’expriment pas PHEX). TGHCa :
concentration haute en transglutaminase et Calcium, TGMCa : concentration moyenne
en transglutaminase et Calcium, TGBCa : concentration basse en transglutaminase et
Calcium, TGHDMEM : concentration haute en transglutaminase et DMEM.
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Pour confirmer la différenciation des ostéoblastes en ostéocytes, des coupes histo-
logiques de nos construits ont été marquées avec un anticorps anti PHEX (phosphate
regulating neutral endopeptidase on the chromosome X) (figure 4.16). Dès 21 jours de
culture, les cellules des construits TGBCa sont toutes positives. Dans les autres condi-
tions, seulement quelques cellules sont marquées. En fin de culture, à part la condition
TGHCa qui montre encore quelques cellules non marquées, les trois autres conditions
montrent un marquage positif de toutes les cellules visibles sur la coupe. Cela signifie que
la différenciation est plus rapide dans les construits TGBCa. Cependant, il est notable
que toutes nos conditions de biofabrication permettent d’atteindre le stade ostéocytes.

Très peu de travaux dans la littérature utilisant des cellules primaires humaines
dans un hydrogel se sont intéressées à la mise en évidence de la présence de marqueurs
spécifiques d’ostéocytes. Le marqueur préférentiellement utilisé dans ce cas est DMP-1,
qui est également un marqueur exprimé par les ostéocytes et impliqué dans la régulation
du phosphate. Ainsi, Nasello et al [106] ont obtenu des cellules positives à DMP-1 à
partir d’ostéoblastes primaires humains dans des hydrogels de collagène. Dans leur cas, ce
marqueur est apparu après seulement 7 jours de culture pour une densité d’ensemencement
de l’hydrogel très élevée (1.106 cellules/mL). La condition de faible densité (250 000
cellules/mL, soit une densité initiale similaire à la nôtre) n’a pas permis d’identifier de
cellules différenciées même après 21 jours de culture. Bernhardt et al [87] ont observé un
marquage de leurs cellules avec un anticorps anti DMP-1 également dans un hydrogel
de collagène après 28 jours de culture. Cependant, dans ce cas, l’expression du gène de
l’ALP a continué d’augmenter jusqu’à 28 jours de culture. Ceci a conduit les auteurs à
conclure que la différenciation des ostéoblastes en ostéocytes étaient incomplète, même
après 4 semaines de maturation. Enfin, Thrivikraman et al [109] ont obtenu un marquage
positif pour DMP-1à partir de culture de cellules souches mésenchymateuses humaines
dans un gel de collagène après 14 jours de culture.

A notre connaissance, c’est la première fois qu’une étude permet de créer les conditions
de différenciation des ostéoblastes primaires humains en ostéocytes, à partir d’une faible
concentration d’ensemencement dans des construits bio-imprimés.

b) Activité métabolique cellulaire
L’activité métabolique cellulaire a été identifié comme marqueur de la différenciation

des ostéoblastes. Nous avons donc choisi de l’évaluer grâce à différentes études complémen-
taires : premièrement par l’observation du contenu cytoplasmique des cellules, ensuite par
la production journalière d’acide lactique qui est un marqueur du métabolisme carboné
central des cellules en culture [304] et enfin par l’activité enzymatique de la phosphatase
alcaline.

Les images en microscopie électronique à transmission de nos construits dans les
différentes conditions de polymérisation ont permis également d’observer le contenu
cytoplasmique des cellules et d’identifier des marqueurs de l’activité cellulaire (figure
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4.17-B). Ainsi, dans tous les construits, les cellules observées présentent de nombreuses
vacuoles et mitochondries, signe d’une activité métabolique importante.

Figure 4.17 – Métabolisme des ostéoblastes primaires. A : production journalière de
lactate normalisé par le nombre de cellules. B : contenu du cytoplasme des cellules observé
par microscopie électronique à transmission. Barre d’échelle 1µm. m : mitochondrie, v :
vacuole, REG : reticulum endoplasmique granuleux, Golgi : appareil de Golgi. TGHCa :
concentration haute en transglutaminase et Calcium, TGMCa : concentration moyenne
en transglutaminase et Calcium, TGBCa : concentration basse en transglutaminase et
Calcium, TGHDMEM : concentration haute en transglutaminase et DMEM.

La production journalière de lactate a été quantifiée dans les surnageants des cellules
et normalisée par le nombre moyen de cellules dans les construits (figure 4.17-A). Pour
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toutes les conditions, la cinétique de production du lactate suit la même tendance : une
augmentation pour atteindre un maximum de production de lactate par cellules (i.e
productivité spécifique) après 19 jours de culture, suivi d’une diminution pour revenir à
un niveau équivalent à celui observée à 12 jours de culture.

La condition TGHDMEM se distingue des autres par des valeurs de production de
lactate 1,5 à 5 fois plus élevées que toutes les autres conditions sur toute la cinétique de
culture. A l’inverse, la condition TGBCa qui a montré la différenciation la plus rapide
et une sécrétion plus importante de matrice extracellulaire, présente la production la
plus faible. Ainsi, si toutes les conditions suivent le même schéma, la différenciation et la
sécrétion de matrice sont plus élevées dans les construits où la production de lactate est
la plus faible.

Nous observons une corrélation linéaire entre la production de lactate après 35 jours
de culture et la micro-porosité des construits mesurée sur les images de microscopie
électronique (coefficient de régression R2 = 0.99). Il serait ici intéressant d’analyser plus
finement le métabolisme comparé des ostéocytes et des ostéoblastes et notamment leur
culture en condition aérobie ou anoxique, afin d’identifier si la qualité de l’hydrogel, et
notamment sa microporosité, peut impacter l’accessibilité aux nutriments et à l’oxygène
et induire des comportements métaboliques de cellules différenciées.

Les différences de métabolisme observées au cours du temps et entre les différentes
conditions confirment que l’utilisation des tests métaboliques pour évaluer la prolifération
cellulaire n’est pas adaptée et que des méthodes plus directes comme la quantification de
l’ADN ou la numération cellulaire après dissociation des construits sont plus pertinentes.

Peu d’informations sont disponibles sur le métabolisme de l’acide lactique des ostéo-
blastes et des ostéocytes. Néanmoins, de récentes études sur des ostéoblastes primaires
murins cultivées en 2D ont révélé un doublement de la production de lactate au cours de
la différenciation [304, 305]. Ces études se sont limitées à une observation sur sept jours
de différenciation. Il n’est donc pas possible de comparer notre tendance incluant une
diminution sur des temps plus longs.

c) Activité de la phosphatase alcaline
L’expression de la phosphatase alcaline (ALP) est considérée comme un marqueur

précoce de la différenciation ostéoblastique. Elle augmente au début de la différenciation
puis revient à un niveau basal dans les ostéocytes [17]. Pour pouvoir comparer l’activité
intracellulaire de l’ALP entre nos différentes conditions, les résultats (exprimés en mol de
p-nitrophenol) ont été normalisés par le nombre de cellules dans chaque échantillon (fig
4.18).

Les cellules des construits TGHCa et TGMCa expriment un niveau d’ALP relativement
stable au cours de la culture. L’absence de pic d’activité de l’ALP dans les construits
TGMCa est étonnante car ces construits ont montré un remodelage de la matrice. Dans la
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Figure 4.18 – Activité de l’ALP intracellulaire exprimée en µmol de p-NPP et nor-
malisée par le nombre de cellules. TGHCa : concentration haute en transglutaminase et
Calcium, TGMCa : concentration moyenne en transglutaminase et Calcium, TGBCa :
concentration basse en transglutaminase et Calcium, TGHDMEM : concentration haute
en transglutaminase et DMEM.

littérature, ce remodelage survient après le pic d’activité de l’ALP [17]. Il est envisageable
que les points de mesure soient trop espacés pour identifier ce pic d’expression.

En revanche, l’activité de l’ALP des construits TGBCa et TGHDMEM évolue dans le
temps. La condition TGBCa montre une augmentation de 63 % sur les 21 premiers jours
puis se stabilise jusqu’à la fin de la culture. Il est notable que, dans ce cas, l’augmentation
de l’activité de l’ALP, signe d’une différenciation active des cellules, coïncide avec la fin
de la phase de prolifération. Cette observation concorde avec les observations réalisées in
vivo [17]. En revanche, l’activité de l’ALP de la condition TGHDMEM n’est pas liée à la
prolifération cellulaire. En effet, elle diminue légèrement sur les 21 premiers jours puis
atteint une activité 2,7 fois plus élevée à la fin de la culture qu’au premier jour alors que
le nombre de cellules est resté stable au cours de la culture.

L’expression de l’ALP est évaluée de différentes manières dans la littérature. Certaines
études quantifient l’activité de l’enzyme intracellulaire après lyse des cellules [117, 118],
alors que d’autres la dosent dans les surnageants de culture [105, 106]. Certaines études
révèlent la présence de l’enzyme par marquage histologique [113, 125], alors que d’autres
ne s’intéressent qu’à l’expression de l’ARN par les cellules [87]. L’utilisation de ces
différentes techniques rendent difficiles les comparaisons. L’un des principaux obstacles
tient à l’absence de normalisation par la quantité de cellules présentes dans les hydrogels
(nombre de cellules ou quantité d’ADN).

L’étude de Nasello et al [106] a également montré que la cinétique d’expression de
l’ALP dépendait à la fois de la densité cellulaire et de l’origine des cellules (variabilité
inter donneurs). Seule une condition présentant trois fois plus de cellules ensemencées
que la densité utilisée dans notre cas ( 1.106 cellules/mL versus 0, 3.106 cellules/mL) a
permis d’observer une hausse de l’activité de l’ALP. Dans ce cas, le pic de l’activité de
l’ALP a été observé après environ 7 jours de culture, ce qui est très précoce par rapport à
nos résultats. La densité cellulaire de 0, 25.106 cellules/mL, équivalente à nos conditions,
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n’a pas permis d’observer de variations de l’activité de l’ALP.

Bien que différentes études dans la littérature aient évalué l’activité de l’ALP à un
seul point [113, 118, 125], c’est bien la cinétique d’expression de cette enzyme qui permet
de renseigner sur le stade de différenciation des ostéoblastes. Ainsi, les travaux de Zhang
et al [117] ont permis d’identifier un impact de l’hydrogel sur le pic d’activité de l’ALP
dans les cellules stromales mésenchymateuses. L’augmentation de la concentration en
alginate dans l’hydrogel, et donc de la rigidité, a déplacé le pic d’activité de 28 à 42 jours
de culture. Par analogie, nous pouvons affirmer que ces résultats sont comparables avec
ceux que nous avons obtenus pour les conditions TGBCa et TGHDMEM respectivement.

En conclusion, nous avons réussi à moduler le comportement de différenciation
d’ostéoblastes primaires par leur encapsulation par bio-impression dans des hydro-
gel de micro-porosité et de rigidité différentes. Ceci nous a permis d’identifier une
condition de bio-fabrication, la condition TGBCa, qui reproduit donc toutes les
étapes de la différenciation en ostéocytes : une première phase avec une croissance
cellulaire active puis arrêt de la prolifération, suivi par une deuxième phase d’aug-
mentation de l’activité de l’ALP et de la production de lactate, une troisième phase
avec l’apparition de dendrites et la formation d’un réseau de cellules interconnectées
et enfin une dernière phase avec l’expression de PHEX dès 21 jours de culture.
Cette dernière phase coïncide également avec un remodelage actif de la matrice,
comme l’ont montré la contraction des construits et la sécrétion de collagène.

4.3.3 Discussion générale

Nos résultats ont montré pour la première fois une différenciation complète d’os-
téoblastes en ostéocytes dans des construits bio-imprimés. Cette différenciation était
accompagnée d’un remodelage de l’hydrogel, indiqué par la contraction des construits
(80 % de leur surface) et la sécrétion de protéines de la matrice extracellulaire telles que
le collagène et la fibronectine. Ces résultats ont été obtenus dans la condition TGBCa
qui a le plus faible module d’élasticité (chapitre 3). Ce résultat peut sembler surprenant
car il va à l’encontre de nombreux travaux scientifiques qui ont préférentiellement aug-
menté le module d’élasticité en modifiant les conditions de réticulation ou en ajoutant
des matériaux pour renforcer l’hydrogel [105, 108, 113, 115, 118, 123, 125, 306]. Ces
stratégies consistent à se rapprocher de la rigidité de l’os afin de fournir aux cellules
un environnement mécanique similaire à celui in vivo. Dans ces travaux, les gammes de
modules d’élasticité étudiés sont de quelques centaines de Pa à plus de 300 kPa. En effet,
alors que l’os minéralisé a un module d’élasticité d’environ 20 GPa, la matrice de collagène
nouvellement déposée a été évaluée à 27 ± 10 kPa [54]. Cette dernière valeur fait référence
et reste encore bien souvent la cible à atteindre pour les hydrogels destinés aux modèles
osseux in vitro. Cependant, ces résultats doivent être relativisés. En effet, l’épaisseur de la
matrice sécrétée était de seulement 350 nm. Or, comme la matrice reposait sur un substrat
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de verre plus rigide de plusieurs ordres de grandeur, il est fort probable qu’il ait contribué
à augmenter les forces mesurées par l’AFM, et ait donc augmenté artificiellement le
module d’élasticité mesuré. Il a en effet été montré que, dans le cas de matériaux fins
et mous reposant sur un substrat plus rigide, le module d’élasticité mesuré pouvait être
jusqu’à trois fois plus élevé que le module réel du matériau [307, 308] si aucune fonction
de correction de cet effet du substrat n’était appliquée. Il est donc probable que la valeur
moyenne de 27 kPa soit surestimée.

Dans notre cas, le module d’élasticité de la condition qui nous permet d’atteindre la
meilleure différenciation est inférieure à 8 kPa (chapitre 3). A l’inverse, la condition avec un
module d’élasticité équivalent à celui rapporté pour l’ostéoïde (30 kPa), donnait les moins
bons résultats. Certaines études qui ont comparé des hydrogels avec des rigidités différentes
ont également obtenu une meilleure différenciation des cellules dans les hydrogels avec les
propriétés mécaniques les plus faibles. Ainsi, Zhang et al [117] ont obtenu une meilleure
différenciation dans les hydrogels avec un module d’élasticité de 0,7 kPa que dans ceux
avec un module d’élasticité de 5,4 kPa. Cette tendance se retrouvent également dans les
résultats de Duarte Campos et al [105] qui a obtenu une meilleure différenciation dans les
hydrogels de 5 kPa que dans ceux de de 38 kPa.

D’autres propriétés de l’hydrogel peuvent également influencer la différenciation des
ostéoblastes. Trappman et al [309] ont par exemple démontré que le comportement des
cellules était plus influencé par la taille des pores de leur hydrogel de polyacrylamide que
par leur module d’élasticité. Ouyang et al [310] ont ainsi démontré qu’en introduisant une
micro-porosité, l’activité métabolique des cellules était augmentée et la minéralisation
était plus homogène. En effet, la porosité a un impact fort sur la diffusion de l’oxygène
et des nutriments au sein des hydrogels alors qu’une diffusion réduite de l’oxygène au
sein des scaffolds constitue un facteur de différenciation des ostéoblastes en ostéocytes
[311]. Il existe donc un optimum à trouver pour permettre la diffusion des nutriments
jusqu’au cœur des construits, tout en maintenant une hypoxie relative afin de stimuler la
différenciation des ostéoblastes en ostéocytes. Dans notre cas, la différenciation est plus
rapide dans la condition TGBCa qui a la porosité la plus élevée. Nos résultats rejoignent
donc ceux publiés par Ouyang et al [310], bien que le diamètre des pores de leur étude
soit un ordre de grandeur plus élevé que la nôtre.

La dégradabilité et le potentiel de remodelage des hydrogels est un autre critère à
prendre en compte pour le développement de modèle 3D in vitro. En effet, l’extension
de dendrites pendant la différenciation en ostéocytes requiert dans un premier temps la
dégradation de la matrice entourant les cellules. Lorsque cette dégradation est empêchée,
les étapes suivantes de différenciation des ostéoblastes en ostéocytes et de synthèse de
matrice sont entravées. La dégradabilité peut être réduite soit en utilisant des hydrogels
insensibles aux enzymes de dégradation sécrétées par les ostéoblastes, les métalloprotéi-
nases matricielles (MMP), soit en inhibant la synthèse de ces MMP [27, 28, 280]. Des
résultats similaires ont été observés lors de l’implantation d’hydrogels in vivo pour la
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régénération osseuse. Ainsi, les matériaux qui se dégradent dans le temps conduisent
à une néosynthèse de tissus osseux plus importante que les matériaux moins sensibles
aux MMPs [312, 313]. Dans notre cas, l’action de la solution de réticulation contenant
la transglutaminase, dont l’activité enzymatique réticule la gélatine par une liaison ϵ(γ-
glutamyl)lysine en utilisant les chaînes latérales des résidus glutamine et lysine, réduit
fortement la dégradabilité de l’hydrogel. En effet, la transglutaminase est utilisée pour
stabiliser les structure bioimprimées et ainsi augmenter leur résistance à la dégradation
protéolytique [263]. Cela explique donc les différences de différenciation et de synthèse de
matrice observées dans nos construits, et notamment leur réduction lors de l’utilisation
de concentrations en transglutaminase plus importantes.

La synthèse de collagène est considérée comme une étape qui précède la différenciation
des ostéoblastes en ostéocytes [17]. Dans nos modèles, l’expression du marqueur PHEX,
caractéristique des ostéocytes, intervient en même temps, voire précède la synthèse du
collagène. Cette caractéristique se retrouve dans la lignée de pré-ostéocytes IDG-SW3 qui
est capable de sécréter une matrice collagénique tout en exprimant certains marqueurs
spécifiques des ostéocytes [119, 120]. A l’inverse, l’étude d’Amler et al [125] a observé une
sécrétion de collagène très faible au bout de 28 jours associée à une maturation incomplète
des ostéoblastes en ostéocytes. Dans leur étude, l’ajout de PEGDA dans l’hydrogel pour
limiter la contraction des construits par les cellules a réduit la formation de dendrites par
les cellules. Ainsi, lorsque la différenciation des ostéoblastes en ostéocytes est perturbée,
la sécrétion de matrice est diminuée. Akiva et al [301] ont obtenu des cellules exprimant
des marqueurs spécifiques des ostéocytes au sein d’une matrice de collagène minéralisée.
Cependant la chronologie de l’expression des marqueurs n’est pas détaillée dans cette
étude. La plupart des informations concernant la séquence d’expression des marqueurs de
différenciation ont été obtenues lors de cultures en 2D. De plus peu d’études utilisant des
cellules primaires dans des modèles 3D ont évalué la présence de ce type de marqueurs
spécifiques des ostéocytes. Il est donc à ce stade, difficile de conclure sur les différences
observées entre notre étude et la chronologie de la différenciation rapportée dans la
littérature [17, 23]. Une évaluation plus systématique des différents marqueurs de la
différenciation des ostéoblastes en ostéocytes permettrait de déterminer si les différences
observées dans les séquences d’expression des protéines rapportées ici et celles observées en
2D sont des spécificités des modèles 3D utilisés ou bien si elles reflètent plus généralement
une différence entre les cultures 2D et 3D.

Conclusion

Dans ce chapitre, nous avons identifié et exploré trois paramètres clés pour la réalisation
d’un modèle d’os in vitro : l’impact du procédé de bio-fabrication, la source de cellules et
les propriétés mécaniques et structurales de l’hydrogel (figure 4.19).

Dans un premier temps, nous avons validé le procédé de bio-impression des ostéoblastes
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primaires. En effet, malgré l’altération à court terme de la prolifération des ostéoblastes
après bio-impression par rapport au moulage, il est possible après 35 jours de culture de
reconstituer une densité cellulaire comparable à celle observée dans les construits moulés.
De plus, la morphologie et la répartition des cellules au sein des construits ne sont pas
impactées par le procédé de bio-fabrication.

Nous avons ensuite montré que, bien que les lignées d’ostéoblastes immortalisées
soient plus simples à utiliser grâce à leurs capacités prolifératives supérieures aux cellules
primaires, elles ne reproduisent pas les capacités de différenciation des cellules primaires.
Si ces cellules restent pertinentes pour étudier la biocompatibilité des matériaux destinés
à être implantés chez l’humain, elles ne sont pas adéquates pour l’établissement d’un
modèle physiologique in vitro, d’autant qu’elles ne permettent pas de tenir compte de la
variabilité inter donneurs.

Enfin, nous avons travaillé sur les qualités structurale et mécanique de l’hydrogel
support afin d’évaluer leur impact sur l’obtention d’un modèle os in vitro. Nous avons
donc ici choisi de travailler uniquement sur la réticulation des constituants qui confèrent
à l’hydrogel ses propriétés biomécaniques, à savoir la gélatine et l’alginate. Pour cela,
les construits ont été réticulés avec différentes concentrations de transglutaminase et
de calcium. La condition TGBCa (0,2 % de transglutaminase et 3 % de calcium) a été
identifiée comme la plus performante en termes de différenciation des ostéoblastes en
ostéocytes : la fin de la phase de prolifération a été suivie par une augmentation de l’activité
de l’ALP, accompagnée par l’extension de dendrites et l’expression du marqueur PHEX.
Associée à cette différenciation, une activité de remodelage de la matrice extracellulaire a
été mise en évidence d’une part par la contraction de la matrice par les cellules, d’autre
part par la sécrétion de collagène. Il s’agit donc, à notre connaissance, du premier modèle
in vitro bio-imprimé d’une dimension de 150 mm3 présentant les populations cellulaires
et les biomarqueurs d’un tissu osseux.

Cependant, malgré ces résultats prometteurs, le modèle que nous avons généré re-
produit seulement la synthèse d’os tissé, observable in vivo dans le cas de réparation de
fracture. Nous n’avons pas identifié le degré d’organisation de la matrice extracellulaire
caractéristique de l’os lamellaire, qui présente des lamelles concentriques, composées de
fibres de collagène parallèles entre elles [314]. Pour atteindre ce degré d’organisation de
la matrice extracellulaire, nous proposons d’envisager deux stratégies complémentaires :
d’une part appliquer des stimulations mécaniques pendant la maturation des construits
afin de reproduire l’action des contraintes in vivo, d’autre part de reproduire le remodelage
de l’os tissé qui se produit lors d’une une dernière étape de la réparation des fractures.
Pour ce faire, il s’agirait d’introduire des ostéoclastes au contact des construits. En effet,
cette population cellulaire est responsable de la résorption osseuse préalable au dépôt
d’une nouvelle matrice structurée, après la différenciation des ostéoblastes en ostéocytes
et la synthèse de la matrice collagénique [46].

Notre modèle est donc prometteur car l’utilisation de la bio-impression nous permettra
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de faire varier la géométrie et la porosité des construits. Il est donc possible de créer des
modèles d’os trabéculaires qui ne sont pas réalisables par moulage. En effet, la porosité
(40 à 95 % [12]) et l’épaisseur des travées qui le composent (50 à 400 µm [7]) ne sont
atteignables que par la bio-impression 3D.

L’objectif de ce chapitre est donc atteint, étant donné qu’il s’agissait d’obtenir un
modèle de tissus osseux in vitro pour l’étude de l’ostéogenèse imparfaite. Ce modèle
pourra également être utilisé pour l’étude d’autres pathologies telles que l’ostéoporose ou
les tumeurs osseuses. De plus, l’ajout de cellules endothéliales, combiné à la bio-impression
pourrait servir à développer un modèle d’ostéon comportant un canal central afin d’assurer
la vascularisation du tissu et ainsi envisager de construire des modèles osseux de plusieurs
cm3.
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Figure 4.19 – Synthèse des paramètres explorés pour l’obtention d’un modèle de tissu
osseux in vitro bio-imprimable
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Chapitre 5

Influence des propriétés mécaniques
des construit sur les modèles de
derme in vitro

Introduction

Dans le chapitre précédent, nous avons déterminé les propriétés mécaniques optimales
des construits bio-imprimés pour l’obtention d’un modèle in vitro de tissus osseux.
Cependant, les propriétés mécaniques de la matrice sont spécifiques à chaque type
cellulaire [315]. Dans ce chapitre, nous étudierons les conditions mécaniques qui favorisent
l’obtention de modèles de derme in vitro (figure 5.1). Comme nous l’avons vu dans
le chapitre 3, il est ainsi possible d’étudier l’effet séparé du module d’élasticité et de
la viscoélasticité sur le comportement des cellules. En effet, les conditions TGHCa et
TGHDMEM confèrent la même élasticité mais des modules d’élasticité différents tandis
que les conditions TGBCa et TGHDMEM confèrent le même module d’élasticité, mais
ont des comportements viscoélastiques différents.
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Figure 5.1 – Influence des propriétés mécaniques des construits sur les modèles de
derme in vitro. Les construits bio-imprimés contenant les fibroblastes sont soumis à trois
conditions de polymérisation différentes. Les conditions TGHCa et TGHDMEM confèrent
la même élasticité mais des modules d’élasticité différents tandis que les conditions TGBCa
et TGHDMEM confèrent le même module d’élasticité, mais ont des comportements
viscoélastiques différents. L’effet des propriétés mécaniques sur le comportement des
cellules est évalué par le suivi de la prolifération, la différenciation des fibroblastes en
myofibroblastes et la sécrétion de matrice.
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5.1 Impact des solutions de réticulation sur la prolifération
des fibroblastes

Une étude similaire à celle réalisée sur les ostéoblastes (chapitre 4 section 4.3.1) a
permis de vérifier l’innocuité des solutions de réticulation sur les fibroblastes (figure 5.2).
Une observation de la cinétique de prolifération durant 6 jours a permis d’identifier un
très léger impact sur les fibroblastes de derme.

Figure 5.2 – Impact des solutions de réticulation sur les fibroblastes : suivi longitudinal
de la confluence. TGHCa : concentration haute en transglutaminase et Calcium, TGBCa :
concentration basse en transglutaminase et Calcium TGHDMEM : concentration haute
en transglutaminase et DMEM, Contrôle : milieu de prolifération (DMEM) à la place des
solutions de réticulation.

La cinétique de prolifération, obtenue par suivi de la confluence, montre un retard
d’environ 24 h quand la solution est composée de 4 % de transglutaminase et de 3 % de
CaCl2 (condition TGHCa) les 3 premiers jours par rapport aux autres conditions. Cepen-
dant, après 6 jours de culture, toutes les conditions affichent une confluence maximale. Il
n’y a donc pas d’effet cytopathique des différentes solutions de réticulation utilisées sur les
fibroblastes. Nous pouvons donc conclure que l’osmolalité des solutions de polymérisation
et l’activité enzymatique de la transglutaminase n’ont pas d’effet sur la croissance des
cellules lorsque le temps d’exposition est limité à 1 h.

5.2 Effets des propriétés mécaniques et structurales des
construits sur le comportement des fibroblastes

L’effet des propriétés mécaniques et structurales des construits sur le comportement
des fibroblastes a été évalué en termes de prolifération, de phénotype cellulaire et de
sécrétion de matrice extracellulaire.
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5.2.1 Prolifération et répartition des cellules

Figure 5.3 – Suivi de la prolifération et de la répartition des fibroblastes dans les
construits. A : Evolution du nombre de cellules par construit au cours de la maturation.
Les données ont été normalisées par le nombre de cellules à J1. B : images prises au
microscope des cellules marquées en calcéine AM verte et observées avec un filtre à 475nm
(objectif 4X). Barre d’échelle 200 µm. TGHCa : concentration haute en transglutaminase
et Calcium, TGBCa : concentration basse en transglutaminase et Calcium TGHDMEM :
concentration haute en transglutaminase et DMEM.

La prolifération des fibroblastes a été quantifiée par numération des cellules au sein
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des construits bio-imprimés (figure 5.3-A). Une tendance similaire composée de deux
phases est observée dans toutes les conditions : une première phase de croissance pendant
21 jours puis une deuxième phase de stabilisation de la densité de cellules. Cependant, les
densités de cellules atteintes ne sont pas les mêmes. La densité cellulaire la plus élevée est
celle des construits TGBCa : le nombre de cellules atteint après 21 jours de culture est
respectivement 2,5 et 12 fois supérieur aux nombres de cellules des construits TGHDMEM
et TGHCa.

Les observations microscopiques des cellules viables par marquage à la calcéine
corroborent ces résultats (figure 5.3-B). Après 12 jours de culture, la différence de densité
de cellules entre la condition TGHCa et les autres conditions est visible. Dans toutes les
conditions, à partir de 21 jours, les cellules ont formé une couche dense de cellules en
surface des construits.

La répartition des cellules dans l’hydrogel a été analysée par les coupes histologiques
(figure 5.4). Dans les construits de la condition TGBCa, les cellules sont bien réparties dans
le volume du gel. Cependant, dans les construits des conditions TGHCa et TGHDMEM,
les cellules sont majoritairement en bordure sur une épaisseur de 10 à 20 µm, alors que
l’intérieur est faiblement cellularisé.

Les propriétés mécaniques et structurales des construits ont un impact sur la
prolifération et la répartition des fibroblastes. La densité de fibroblastes est plus
élevée dans les construits TGBCa. De plus, ces construits montrent également une
répartition des cellules homogènes dans l’ensemble du volume alors que dans les
construits TGHDMEM et TGHCa les cellules sont localisées principalement en
périphérie.

5.2.2 Phénotype des fibroblastes

Les fibroblastes ont la capacité de se différencier en myofibroblastes. Ces cellules sont
caractérisées par l’expression des fibres du cytosquelette α-SMA qui leur procurent des
capacités de contraction de la matrice plus élevées que les fibroblastes. Les myofibro-
blastes ont une morphologie plus allongée [136, 174]. L’identification de l’apparition de ce
phénotype chez les fibroblastes a donc été réalisée par l’observation de la morphologie des
cellules, leur capacité à contracter les construits et par l’expression de la protéine α-SMA.

La morphologie cellulaire a été observée par marquage des cellules dans les construits à
la calcéine (figure 5.5). Le suivi cinétique de la morphologie cellulaire a permis d’identifier
des différences notables de morphologie et de vitesse d’organisation des cellules dans
nos trois environnements. En effet, après 12 jours de culture, les cellules de la condition
TGBCa forment un réseau de cellules étirées connectées les unes aux autres. Dans la
condition TGHDMEM, les cellules adoptent une morphologie similaire mais sont plus
éloignées les unes des autres. Au contraire, les cellules restent majoritairement rondes
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Figure 5.4 – Répartition des fibroblastes dans les construits après 33 jours de maturation.
Les noyaux des cellules apparaissent en bleu foncé après marquage à l’hématoxyline de
Gill. Les cellules sont réparties de manière homogène dans les construits TGBCa alors
qu’elles sont principalement sur les bords dans les construits TGHCa et TGHDMEM
(flèches noires). Dans le construit TGHCa, la couche superficielle de cellules s’est détachée
lors de la coupe. Barre d’échelle 200µm. TGHCa : concentration haute en transglutaminase
et Calcium, TGBCa : concentration basse en transglutaminase et Calcium TGHDMEM :
concentration haute en transglutaminase et DMEM

dans la condition TGHCa. C’est après 21 jours de culture, alors que seules les cellules en
surface des construits sont visibles, que l’on peut observer un réseau de cellules allongées
et une morphologie identique pour toutes les conditions.

Ensuite, en ce qui concerne la capacité des fibroblastes à contracter leur matrice
environnante, nous avons pu démontrer un effet de l’environnement biomécanique sur
le comportement des fibroblastes (figure 5.6). La contraction des construit est linéaire
pour les conditions TGBCa et TGHDMEM pendant les 35 jours de culture. Cependant,
elle est deux fois plus importante pour la condition TGBCa. Pour les construits de la
condition TGHCa, qui possèdent le module d’élasticité le plus élevé, la contraction se
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Figure 5.5 – Comparaison de la morphologie des fibroblastes. Images prises au microscope
des cellules marquées en calcéine AM verte et observées avec un filtre à 475nm (objectif
10X). Barre d’échelle 50 µm. TGHCa : concentration haute en transglutaminase et Calcium,
TGBCa : concentration basse en transglutaminase et Calcium TGHDMEM : concentration
haute en transglutaminase et DMEM.

produit seulement les 5 premiers jours puis se stabilise autour de 11 %, soit 4 fois moins
que pour la condition TGBCa. Aucune contraction n’a été visible en l’absence de cellules.

Ce comportement est confirmé par l’expression de la protéine α-SMA dans les trois
conditions de culture (figure 5.7). Cette protéine est néosynthétisée par les myofibroblastes
et n’est pas présente au démarrage des cultures. Après 33 jours de culture, toutes les
cellules expriment les fibres du cytosquelette α-SMA associée à la contraction et ont
une morphologie allongée caractéristique des myofibroblastes. Ainsi, ils semble que les
différences de contraction des construits observées macroscopiquement sont liées d’une
part à la répartition et à la quantité de cellules présentes dans les construits en fin de
culture, et d’autre part, aux différences de propriétés mécaniques des construits. Ces deux
effets ont déjà été décrits dans la littérature : plus la rigidité des construits augmente,
plus la contraction diminue [316, 317], alors qu’une densité cellulaire plus élevée contribue
à une plus grande contraction des construits [156, 285].
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Figure 5.6 – Cinétique de contraction des construits. TGHCa : concentration haute
en transglutaminase et Calcium, TGBCa : concentration basse en transglutaminase et
Calcium TGHDMEM : concentration haute en transglutaminase et DMEM.

Les fibroblastes ont acquis un phénotype de myofibroblastes au cours des 33 jours
de culture au sein de nos modèles. Cela a été vérifié par la morphologie allongée
des cellules ainsi que par l’expression de la protéine du cytosquelette α-SMA. Les
différences de contraction des construits sont imputées aux différences de propriétés
mécaniques et à la plus grande densité de cellules présentes dans les construits
TGBCa.

5.2.3 Sécrétion de matrice extracellulaire par les fibroblastes

La physiologie des fibroblastes in vivo et in vitro se caractérise également par leur
capacité à remodeler la matrice extracellulaire, notamment par la sécrétion de deux
composants majeurs de celle-ci, la fibronectine et le collagène de type I. Comme dans le
chapitre précédent, ces deux protéines ont été détectées par immunohistochimie (figure
5.8).

Nous observons que la fibronectine et le collagène sont localisés en périphérie des
cellules. Dans les construits TGBCa, où les cellules étaient réparties de manière homogène
dans tout le volume (figure 5.4), l’expression du collagène I et de la fibronectine est
observée sur toute la surface de la coupe. Au contraire, dans les construits TGHCa et
TGHDMEM, où les cellules étaient situées principalement sur les pourtours, la sécrétion
de collagène et de fibronectine se limite à la périphérie des construits. Cela est confirmé
par la quantification des surfaces marquées par ces protéines qui montrent un marquage
beaucoup plus étendu pour les construits TGBCa.
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Figure 5.7 – Expression des fibres d’α-SMA dans les fibroblastes des construits après
33 jours de maturation. Images des coupes après marquage par immunohistochimie.
Les cellules qui expriment les fibres d’α-SMA apparaissent en marron et les noyaux en
bleu foncé. TGHCa : concentration haute en transglutaminase et Calcium, TGBCa :
concentration basse en transglutaminase et Calcium TGHDMEM : concentration haute
en transglutaminase et DMEM.
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Figure 5.8 – Expression de la fibronectine et du collagène I dans les construits après 33
jours de maturation (marquage par immunohistochimie). La fibronectine et le collagène
apparaissent en marron après révélation par la péroxydase et les noyaux des cellules
apparaissent en bleu foncé. TGHCa : concentration haute en transglutaminase et Calcium,
TGBCa : concentration basse en transglutaminase et Calcium TGHDMEM : concentration
haute en transglutaminase et DMEM.
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L’expression du collagène I et de la fibronectine, détectées dans toutes les conditions,
valide l’activité de remodelage des fibroblastes. Cette étude permet de mettre en
évidence que seule la condition viscoélastique (TGBCa) permet un remplacement
significatif de l’hydrogel bio-imprimé par de la matrice néosynthétisée.

5.2.4 Discussion générale

Dans ce chapitre, nous avons étudié l’impact de différents environnements biomé-
caniques et structuraux (chapitre 3) sur le comportement de fibroblastes de derme
bio-imprimés. Les différentes caractéristiques biologiques que nous avons choisi de suivre,
à savoir la capacité de prolifération des cellules dans les construits, le phénotype cellulaire
et la capacité de remodelage de la matrice, sont importantes dans le cadre de notre étude
des propriétés mécaniques de la matrice extracellulaire.

La prolifération des fibroblastes est fortement impactée par cet environnement bio-
mécanique. Ainsi, l’augmentation du module d’élasticité et la réduction de la viscoélasticité
du matériau ont directement réduit les capacités de prolifération des fibroblastes. Ceci
induit la génération de modèles de tissu fortement hétérogènes avec une prolifération
principalement en surface ou dans les pores des construits. Les effets de la rigidité des
biomatériaux sur la prolifération des cellules ont été largement étudiés dans la littérature.
Il est notable que les études présentées dans la littérature ne rapportent pas de tendance
constante des comportements cellulaires vis-à-vis de la rigidité des biomatériaux utilisés.
Ainsi, dans l’étude de Hadjipanayi et al [160], 3,4 fois plus de prolifération des fibroblastes
a été observée dans les hydrogels de collagène de 143 kPa comparativement à ceux de
42 kPa. A l’inverse, l’étude de Shie et al [165] a montré un taux de prolifération près de 2
fois plus élevé dans les hydrogels de gélatine méthacrylée de 50 kPa comparés ceux de
139 kPa. Il est possible d’expliquer ces différences par les comportements viscoélastiques
et élastiques des matériaux. En effet, le collagène possède un comportement viscoélastique,
contrairement à la gélatine méthacrylée, ou dans notre cas, la gélatine réticulée par
la transglutaminase qui ont un comportement élastique. Avec cet angle d’analyse, les
résultats de la littérature corroborent nos résultats : la prolifération est maximale dans
les construits au comportement viscoélastique.

Par ailleurs, il est important de prendre en compte la dégradabilité des hydrogels
utilisés pour la culture des fibroblastes. En effet, il a été montré que la dégradation de
la matrice par des métalloprotéinases (MMP) était essentielle à la migration, et donc à
la prolifération des fibroblastes [318]. Dans notre cas, l’ajout de transglutaminase réduit
fortement la dégradabilité de la gélatine par les MMP [263], il est donc probable que
ce soit l’une des causes majeures des différences de prolifération entre les conditions de
notre étude. C’est également l’hypothèse avancée par Shie et al [165] pour expliquer leurs
résultats.

149



Chapitre 5. Modèles de derme

La transition des fibroblastes en myofibroblastes est une des étapes de la cicatrisa-
tion des plaies et a également été observée in vitro [174]. Nous avons pu observer une
apparition retardée de la morphologie allongée caractéristique des myofibroblastes dans
notre condition avec le module d’élasticité le plus élevé et un comportement élastique
(TGHCa). Ces résultats confirment l’étude de Branco Da Cunha et al [273] qui rapporte un
ralentissement de l’acquisition d’une morphologie allongée lorsque le module d’élasticité
de leur matériau augmente. Cette caractéristique semble être spécifique de la culture en
3D où les modes d’adhésion des cellules sont différents de ceux en 2D [319]. En effet,
l’étude d’Ibañez et al [174], réalisée après ensemencement des fibroblastes en 2D sur les
hydrogels formés au préalable, a montré un comportement inverse où la rigidité induit
une élongation des cellules plus importante à 40 kPa qu’à 3 kPa.

Plusieurs études ont montré que l’expression de la protéine du cytosquelette α-SMA,
considérée comme un marqueur des myofibroblastes, dépendait de la rigidité du substrat
[136, 320]. En effet, lors de la cicatrisation, les fibroblastes dermiques colonisent la matrice
provisoire très souple de fibrine. Lorsque les fibroblastes commencent à sécréter la nouvelle
matrice et à induire la contraction des tissus, la rigidité de la matrice extracellulaire
augmente. Cette étape correspond également à la différenciation des fibroblastes en
myofibroblastes [321]. Ce phénomène de différenciation a également été observé in vitro.
Les fibroblastes cultivés dans des hydrogels de collagène très souples conservent un
phénotype quiescent [136]. En revanche, à partir d’un certain seuil de rigidité, ces cellules
commencent à exprimer les fibres d’α-SMA. D’après les travaux de Goffin et al [322], ce
seuil est d’environ 20 kPa sur des hydrogels de PDMS avec seulement 1 % des cellules
qui exprimeraient α-SMA en dessous de 10 kPa. De façon similaire, les travaux d’Ibañez
et al montre une expression partielle d’α-SMA à partir de 10 kPa. Parallèlement, une
étude a montré qu’environ 30 à 40 % des fibroblastes extraits des zones de cicatrisation
exprimaient α-SMA [323]. Il est donc remarquable que dans notre cas, au contraire des
modules d’élasticité aussi faibles que 8 kPa suffisent déjà à induire l’expression des fibres
d’α-SMA, et ce pour toutes les cellules présentes dans nos construits. Cependant, nos
résultats sont issus de temps de culture beaucoup plus longs que ceux de la littérature
pré-citée (33 jours contre 12h à 12 jours).

Au cours du phénomène de cicatrisation, une fois la plaie refermée, les myofibroblastes
meurent par apoptose. Dans le derme sain, la densité de cellules est relativement faible
et seulement 1 % des cellules expriment α-SMA [132, 136, 323]. Il semble donc que soit
nos cellules n’ont pas atteint le stade de maturation nécessaire au déclenchement de
l’apoptose, soit la différenciation des fibroblastes en myofibroblastes a été suractivée, ce
qui est le cas lors de pathologie comme la fibrose [324].

Les analyses histologiques ont révélé que les fibroblastes de la condition TGBCa ont
remplacé la bio-encre qui procurait le support initial par leur propre matrice de collagène
I et de fibronectine. En revanche, dans les deux autres conditions la synthèse de matrice
a été limitée à la surface extérieure et dans les pores des construits. Les résultats de
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sécrétion de collagène et de fibronectine pour les construits TGBCa sont en accord avec
les résultats de la littérature qui montrent un marquage superposé des deux composants
[170, 325]. La fibronectine est déposée rapidement lors de la cicatrisation. Le collagène I
est synthétisé plus tardivement et vient en remplacement d’une partie du collagène III.
L’élastine est le dernier composant de la matrice a être sécrété [132, 326]. Pour compléter
notre analyse, il serait donc intéressant de rajouter les analyses histologiques du collagène
III et de l’élastine. Cela permettrait notamment de conclure sur le stade de maturation
atteint par les construits.

Conclusion

Dans ce chapitre, nous avons adapté un modèle existant de bio-impression de peau
reconstruite [164] pour augmenter la rigidité du matériau tout en conservant la capacité
proliférative des cellules. Pour cela, les construits ont été polymérisés avec des concentra-
tions de calcium et de transglutaminase différentes. Cela nous a permis de séparer l’effet
de la viscoélasticité et celui de la rigidité des construits sur le comportement des cellules
après 33 jours de maturation.

Les construits de la condition TGBCa ont montré une répartition homogène des
cellules, contrairement aux deux autres conditions où les cellules étaient situées sur les
bords extérieurs du gel où dans les pores. Toutes les conditions ont provoqué une activation
de la différenciation des fibroblastes en myofibroblastes mais seule la condition TGBCa a
montré un remplacement de la bio-encre par une matrice homogène de fibronectine et de
collagène I. Ce n’est donc pas le phénotype des cellules qui est en cause dans la différence
de synthèse de matrice.

La condition TGBCa reproduit partiellement ce qui est observé lors de la cicatrisation.
La densité de cellules très élevée et stable après trois semaines de culture, couplée à
un marquage positif de toutes les cellules pour les fibres d’α-SMA indique que soit la
dernière phase d’apoptose et de remodelage de la matrice n’a pas encore été atteinte, soit
la différenciation des fibroblastes en myofibroblastes est suractivée. Pour trancher entre
les deux hypothèses, il faudrait compléter les résultats avec des marquages α-SMA et des
quantifications de cellules à des temps plus longs et compléter les analyses de la matrice
avec des marquages de collagène III et d’élastine.

Comme les modules d’élasticité des conditions TGBCa et TGHDMEM sont équivalents,
il semble que la viscoélasticité et la dégradabilité de la matrice par les MMP soient les
critères principaux pour l’obtention d’un modèle permettant une synthèse importante de
collagène I.

Enfin, le modèle pourrait être amélioré par l’ajout d’un épiderme et de vascularisation.
En effet, les sécrétions de molécules par les différents types cellulaires participent à
l’organisation de la matrice extracellulaire [327]. De plus, la formation d’un réseau
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vasculaire au sein du derme fait partie de la cicatrisation et permet la diffusion de
nutriments et d’oxygène. Cela pourrait donc contribuer à reproduire plus fidèlement la
physiologie du derme in vivo.
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Chapitre 6

Caractérisation mécanique des
construits cellularisés

Introduction

Dans les chapitres 4 et 5, nous avons vu comment les propriétés mécaniques des
construits influençaient le comportement des ostéoblastes et des fibroblastes. Nous allons
à présent nous intéresser à l’action des cellules sur les construits et à leurs effets sur leurs
caractéristiques mécaniques. Dans un premier temps, l’essai d’indentation permettra de
caractériser les propriétés mécaniques des construits en lien avec la sécrétion de matrice
par les cellules. Nous évaluerons ensuite l’intensité des forces de traction générées par les
cellules à partir de l’aspect macroscopique des construits.

Les analyses se concentreront sur les construits TGHDMEM et TGBCa qui possèdent
des modules d’élasticité équivalents mais un comportement viscoélastique différent.

6.1 Propriétés mécaniques des construits : essai d’indenta-
tion

Bien que le module d’élasticité des hydrogels soit généralement calculé par des essais
de compression macroscopique ou par DMA, l’essai d’indentation possèdent de nombreux
avantages. Il ne nécessite l’application d’aucune pré-contrainte sur l’échantillon avant la
mesure et n’engendre pas sa destruction dans la gamme des efforts que nous utilisons. De
plus, il donne accès au comportement mécanique local des échantillons, permettant ainsi
d’évaluer leur hétérogénéité. Enfin, durant l’essai d’indentation, il est aisé de maintenir les
échantillons hydratés, ce qui est important pour les hydrogels composés à 90 % d’eau. Pour
l’ensemble de ces raisons, nous avons choisi cette méthode afin de mesurer les propriétés
mécaniques des construits contenant les ostéoblastes ou les fibroblastes après 33 jours de

153



Chapitre 6. Caractérisation mécanique des construits cellularisés

maturation.

6.1.1 Analyse des propriétés élastiques des construits

En première approximation, nous supposerons que les construits ont un comportement
principalement élastique.

6.1.1.1 Comparaison des méthodes de calcul du module d’élasticité

Le module d’élasticité des construits peut être calculé par la méthode d’Oliver et
Pharr [328] à partir de la raideur de contact telle que présentée dans le chapitre 2. Cette
méthode est valide pour des matériaux élastiques-plastiques. Dans notre cas, aucune
déformation plastique résiduelle n’est observée sur nos construits. Il est donc possible
d’appliquer en première approximation les équations de Hertz (valables pour les matériaux
élastiques) qui relient la force et le déplacement tel que :

F = kδn (6.1)

où δ désigne l’enfoncement de l’indenteur dans l’échantillon et où k et n sont des
constantes dépendant respectivement du matériau et de la géométrie de l’indenteur. Ainsi,
pour un indenteur sphérique s’enfonçant dans un matériau plan élastique semi-infini,
n = 3/2 et k = 4/3E∗√R, d’où :

F =
4

3
E∗√Rδ3/2 (6.2)

avec R le rayon de courbure l’indenteur et E* le module d’élasticité réduit défini par :

1

E∗ =
1− ν2ech
Eech

+
1− ν2ind
Eind

(6.3)

où Eech et Eind désignent respectivement les modules d’élasticité de l’échantillon analysé
et de l’indenteur, et νech et νind leurs coefficients de poisson.

Dans un premier temps, nous souhaitons vérifier que le comportement mécanique des
construits est assimilable, en première approximation, à celui d’un matériau élastique.
Pour cela, nous avons modélisé la loi de comportement théorique de la force en fonction du
déplacement des construits à partir de l’équation 6.2 et en utilisant la relation Kz = 2E∗a :

F =
4

3

Kz

2a

√
Rδ3/2 (6.4)

Les valeurs de a et Kz sont obtenus à partir des courbes expérimentales de force
en fonction du déplacement. Le paramètre d’ajustement entre les courbes théoriques et
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expérimentales est alors le facteur n, qui est directement lié au comportement élastique du
matériau. Ainsi, pour un matériau élastique, n = 3/2 et plus la valeur de n s’éloigne de 3/2,
plus le matériau s’éloigne du comportement élastique. L’analyse est réalisée séparément
sur la courbe de charge et de décharge des matériaux. Les résultats sont représentés dans
les tableaux 6.1 et 6.2 pour les ostéoblastes et les fibroblastes.

Jours Condition n calculé sur la charge n calculé sur la décharge

1
TGHDMEM 1, 52± 0, 02 1, 53± 0, 02

TGBCa 1, 53± 0, 02 1, 53± 0, 02

33
TGHDMEM 1, 52± 0, 01 1, 53± 0, 01

TGBCa 1, 61± 0, 01 1, 64± 0, 01

Table 6.1 – Valeurs de n obtenues à partir de l’équation 6.4 et de l’ajustement des
données expérimentales de force en fonction du déplacement obtenues sur les construits
avec les ostéoblastes. Les données sont présentées de la forme moyenne ± écart-type.

Jours Condition n calculé sur la charge n calculé sur la décharge

1
TGHDMEM 1, 49± 0, 01 1, 50± 0, 01

TGBCa 1, 51± 0, 01 1, 51± 0, 01

33
TGHDMEM 1, 49± 0, 01 1, 50± 0, 01

TGBCa 1, 55± 0, 01 1, 57± 0, 01

Table 6.2 – Valeurs de n obtenues à partir de l’équation 6.4 et de l’ajustement des
données expérimentales de force en fonction du déplacement obtenues sur les construits
avec les fibroblastes. Les données sont présentées de la forme moyenne ± écart-type.

Les résultats suivent la même tendance pour les deux types cellulaires et confirment les
observations réalisées sur les construits acellulaires (chapitre 3) : la condition TGHDMEM
conserve un comportement élastique après 33 jours de culture (n = 3/2) alors que la
condition TGBCa montre un comportement élastique le premier jour (n = 3/2) mais s’en
éloigne après 33 jours de culture (n > 3/2). Cependant, cet écart reste faible (moins de
10 %), donc en première approximation, le comportement mécanique de TGBCa peut
être assimilé à celui d’un matériau élastique. En procédant par méthode inverse, en
imposant n = 3/2 dans l’equation 6.2, il est alors possible de déduire les valeurs du
module d’élasticité des construits à partir des données expérimentales de la force en
fonction du déplacement. Les résultats sont ensuite comparés aux valeurs de module
d’élasticité calculées à partir de la raideur de contact dans la figure 6.1.

Les tendances sont les mêmes pour les deux types cellulaires. Les trois modules
d’élasticité calculés sont similaires lorsque l’hypothèse d’élasticité est vérifiée (n = 3/2).
En revanche, pour TGBCa après 33 jours de culture, les valeurs moyennes de module
obtenues par le calcul de la raideur de contact sont surestimées par rapport aux valeurs
de modules obtenues par l’équation 6.2. En effet, les modules calculés par la raideur
de contact sont plus élevées de 150 % pour les fibroblastes et de plus de 200 % pour
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Figure 6.1 – Modules d’élasticité calculés par un ajustement des courbes expérimentales
de force en fonction du déplacement par la relation 6.2 sur les portions de charge ou
de décharge et à partir de la raideur de contact (paramètre expérimental obtenu sur la
courbe de décharge).
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les ostéoblastes que les modules obtenus par l’ajustement des courbes expérimentales.
Cette différence est probablement attribuable d’une part à la dissipation d’une partie de
l’énergie fournie au construit durant la phase de chargement (viscosité du matériau), et
d’autre part à l’effet de la contribution du substrat rigide sous le construit.

Les modules d’élasticité des construits TGHDMEM sont stables au cours du temps
pour les deux types cellulaires. Cela est cohérent avec le fait que la gélatine réticulée par
la transglutaminase résiste à l’action des MMP : les cellules ne peuvent pas dégrader leur
environnement [263]. A l’inverse, le module d’élasticité des construits TGBCa diminue
d’un facteur 3 en 33 jours de culture, que ce soit avec les ostéoblastes ou les fibroblastes.
Ce phénomène a déjà été observée dans la littérature pour des construits contenant des
ostéoblastes [111, 119, 120] ou des fibroblastes [329] et a été attribué à la dégradation de
l’hydrogel par les cellules. Cela leur permet de proliférer et de se déplacer dans le construit
[330, 331]. Ces travaux sont cohérents avec les résultats d’analyses histologiques de nos
construits (chapitre 4 et 5) : la prolifération et la sécrétion de matrice ont été bien plus
marquées dans les construits TGBCa que TGHDMEM pour les deux types de cellules.

6.1.1.2 Correction de la contribution du substrat

Le modèle de Hertz fait l’hypothèse d’un échantillon d’épaisseur semie-infinie. Dans
notre cas, les construits ont une épaisseur du même ordre de grandeur que le rayon de
courbure de l’indenteur (1,6 mm). De plus, ils sont posés sur un support dont le module
d’élasticité est supérieur aux modules d’élasticité des construits d’environ 5 décades. Il
est donc probable que le support influence la valeur du module d’élasticité mesuré. Pour
prendre en compte la contribution du support, il est nécessaire d’appliquer une fonction
de correction (bottom effect correction) [141, 308, 332, 333].

Les résultats présentés dans la section précédente ont montré que les modules d’élasti-
cité calculés sur les portions de charge et de décharge étaient équivalents. Les analyses se
sont donc concentrées uniquement sur la décharge qui représente la réponse intrinsèque
du matériau en lien avec son chargement. Deux méthodes différentes ont été retenues : la
méthode de Bec et al [334, 335] et celle de Garcia et Garcia [308].

Dans le modèle de Bec et al [141, 334, 335], la raideur globale mesurée est une fonction
de la raideur de l’échantillon et du substrat :

1

kz
=

1

1 + 2h/πa

[
h

πa2E∗
f

+
1

2aE∗
s

]
(6.5)

avec kz la raideur apparente, a le rayon de contact, h l’épaisseur de l’échantillon et
E∗

f et E∗
s les modules d’élasticité réduit respectivement de l’échantillon et du substrat.

En posant Eapp = kz/2a et β = E∗
s/E

∗
f , il est possible d’exprimer le module d’élasticité

de l’échantillon en fonction du module apparent Eapp :
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E∗
f = E∗

app

[
1/β + 2h/πa

1 + 2h/πa

]
(6.6)

Dans notre cas, la valeur de β est fixée telle que β = 100000.

Le modèle de Garcia et Garcia [308] applique une fonction de correction aux valeurs
de force mesurées. Ensuite, le module d’élasticité est déterminé par un ajustement des
données de force en fonction du déplacement. Pour un indenteur sphérique et pour un
coefficient de poisson ν = 0, 5, la fonction de correction de la force est définie par :

Fcorr = F0

[
1 +

1, 133

h
X +

1, 497

h2
X2 +

1, 469

h3
X3 +

0, 755

h4
X4

]
(6.7)

Avec F0 la valeur de force définie par l’équation 6.2 et X =
√
Rδ.

Pour permettre la comparaison entre les deux méthodes et les données non corrigées, les
modules d’élasticité présentés ne sont plus les modules réduits (E∗) mais sont maintenant
les modules d’élasticité de l’échantillon calculés à partir de la relation 6.3 pour un coefficient
de Poisson ν = 0, 5. Cette valeur du coefficient de Poisson est communément admise pour
les matériaux biologiques hydratés [308, 332, 336].

Les résultats des modèles de correction sont présentés en figure 6.2.

Les deux méthodes de prise en compte de l’effet du substrat donnent des résultats
équivalents. L’amélioration des résultats apportée par le modèle de Garcia et Garcia est
observée par comparaison des courbes expérimentales et théoriques (figure 6.3) et de la
somme des résidus entre ces courbes (tableaux 6.3 et 6.4).

Jours Condition Données non corrigées (10−6 Pa) Données corrigées (10−6 Pa)

1
TGHDMEM 13, 9± 10, 5 9, 2± 3, 5

TGBCa 158, 4± 205, 0 16, 2± 15, 6

33
TGHDMEM 3, 1± 0, 9 6, 5± 6, 9

TGBCa 141± 26, 6 30, 4± 13, 1

Table 6.3 – Somme des résidus entre les données expérimentales et les données ajustées
des courbes de force des construits avec les ostéoblastes avec ou sans correction de l’effet
du substrat.

La somme des résidus entre les courbes expérimentales et théoriques montre des
tendances similaires pour les construits avec les ostéoblastes ou les fibroblastes. Lorsque
le module d’élasticité est inférieur à 2,5 kPa, le modèle de correction de l’effet du substrat
réduit l’erreur. Ainsi, après 33 jours de culture, l’erreur est 4 à 10 fois plus faible après
application du modèle de correction pour les construits TGBCa. En revanche, pour
les construits TGHDMEM la correction n’apporte aucune amélioration. Cela pourrait
s’expliquer par le fait que les construits TGBCa ont un module d’élasticité plus faible que
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Figure 6.2 – Comparaison des modules d’élasticité corrigés par prise en compte de l’effet
du substrat.
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Figure 6.3 – Comparaison des courbes de force en fonction du déplacement (portion de
décharge) après 33 jours de culture pour les données expérimentales, les données théoriques
sans correction de l’effet du substrat et les données théoriques avec la correction du modèle
de Garcia et Garcia [308].
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Jour Condition Données non corrigées (10−6 Pa) Données corrigées (10−6 Pa)

1
TGHDMEM 1, 3± 0, 4 7, 7± 2, 1

TGBCa 6, 6± 4, 3 8, 5± 1, 7

33
TGHDMEM 2, 9± 2, 0 11, 1± 6, 7

TGBCa 33, 8± 19, 8 9, 2± 5, 7

Table 6.4 – Somme des résidus entre les données expérimentales et les données ajustées
des courbes de force des construits avec les fibroblastes avec ou sans correction de l’effet
du substrat.

les construits TGHDMEM après 33 jours de maturation. Comme les essais ont été réalisés
à force constante (1 mN), le déplacement de l’indenteur dans les construits TGBCa est
plus important, donc la contribution du substrat augmente. Dans ce cas, les modules
corrigés sont 2 à 3 fois plus faibles que les modules non corrigés.

Il a été démontré que l’application du modèle de Hertz donnait des résultats cohérents
avec ceux attendus même si l’hypothèse des petites déformations n’étaient pas vérifiées.
En revanche, l’épaisseur de l’échantillon est un critère majeur à prendre en compte lors
du calcul du module d’élasticité [337]. Cela est confirmé par nos résultats : malgré des
valeurs de déplacement supérieures à la limite de 10 % de l’épaisseur de l’échantillon
habituellement fixée, l’utilisation du modèle de Hertz a été validée par l’obtention de
valeurs de l’exposant n proches de 3/2. Le critère majeur rapporté dans la littérature est
le ratio entre le rayon de contact et l’épaisseur de l’échantillon indenté : lorsqu’ils sont du
même ordre de grandeur, il est nécessaire d’appliquer une fonction de correction de l’effet
du substrat [308, 338].

Malgré la facilité de mise en place et d’analyse des essais d’indentation, cette méthode
est très peu utilisée pour caractériser les hydrogels dans la littérature. Les méthodes les
plus répandues sont la DMA et la compression macroscopique avec des indenteurs plats.
La contribution éventuelle du substrat aux mesures n’est jamais discutée, il est donc
difficile de comparer nos données avec les valeurs présentées dans la littérature.
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Les essais d’indentation réalisés sur nos construits ont été analysés avec le modèle de
Hertz pour les matériaux élastiques dans un premier temps car l’écart à l’élasticité
reste inférieur à 10 %. La baisse du module d’élasticité observée après 33 jours de
culture dans les construits TGBCa pour les deux types de cellules a été attribuée à
la dégradation de l’hydrogel par les cellules pour leur permettre de migrer et de
sécréter leur propre matrice extracelullaire. La sécrétion de matrice n’a pas suffi à
compenser la dégradation de l’hydrogel. Comme l’enfoncement dans les construits
TGBCa est important et que leur module d’élasticité est faible devant celui du
support sur lequel ils sont posés durant les essais, il est nécessaire d’appliquer une
fonction de correction pour prendre en compte l’effet du substrat dans les valeurs
de force mesurées. Les deux modèles évalués ont donné des résultats équivalents
et ont permis de diminuer l’erreur entre les données théoriques et les données
expérimentales.

6.1.2 Analyse des propriétés viscoélastiques des construits

Nous avons montré dans la section précédente que les construits pouvaient être
assimilés à des matériaux élastiques en première approximation. Cependant, pour les deux
types cellulaires, la fraction élastique des construits TGBCa diminue de plus de 10 %
entre le premier et le dernier jour de culture. Cela est cohérent avec l’augmentation de la
valeur de l’exposant n de la loi puissance qui lie la force et le déplacement (6.2) : l’écart à
l’élasticité augmente après 33 jours de culture car la dissipation visqueuse augmente. Le
modèle de Hertz permet de modéliser le comportement mécanique de matériaux élastiques,
à partir de leur module d’élasticité et de la géométrie du contact. Pour les matériaux
viscoélastiques, le comportement mécanique est représenté par des modèles rhéologiques
composés de ressorts (pour représenter le caractère élastique) et d’amortisseurs (pour
représenter la dissipation visqueuse) disposés en série ou en parallèle. Lorsque les effets de
la viscosité des construits ne peuvent plus être négligés, le module d’élasticité apparent
établi à partir du modèle de Hertz (6.2) n’est plus pertinent. Il est donc nécessaire
d’utiliser une méthode intégrant la viscosité du matériau pour estimer ses caractéristiques
mécaniques [339].

Les méthodes de référence pour quantifier la dissipation visqueuse d’un matériau sont
la DMA ou les essais de relaxation (ou de fluage). Ces méthodes sont plus compliquées
à mettre en place que l’essai d’indentation et sont plus longues, ce qui provoquent
des risques de déshydratation des hydrogels, ainsi qu’une dérive des capteurs au cours
de la mesure [339, 340]. En réponse à ces inconvénients, des méthodes d’analyse des
courbes d’indentation ont été développées pour prendre en compte la viscoélasticité des
matériaux. Le modèle de Ting [341] fournit une solution pour l’indentation d’un matériau
viscoélastique par un indenteur axisymétrique rigide, quel que soit l’historique de charge.
Pour un indenteur sphérique, les relations qui lient la force et le déplacement sont les
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Figure 6.4 – Représentation du modèle SLS : un ressort en parallèle d’un ressort et d’un
amortisseur en série.

suivantes :

F (t, δ(t)) =


4
√
R

3(1−ν2)

∫ t
0 E(t− ξ)∂δ

3/2

∂ξ dξ, 0 ≤ t ≤ tm

4
√
R

3(1−ν2)

∫ t1(t)
0 E(t− ξ)∂δ

3/2

∂ξ dξ, tm ≤ t ≤ tind

(6.8)

avec δ le déplacement de l’indenteur, t le temps tel que t = 0 au point de contact
entre l’indenteur et l’échantillon, tm le temps à la fin de la phase de charge, tind le temps
à la fin de la phase de décharge, ξ la variable de temps requise pour l’intégration, E(t) le
module de relaxation, ν le coefficient de poisson, R le rayon de courbure de l’indenteur et
t1(t) la fonction définie par :

∫ t

t1(t)
E(t− ξ)

∂δ

∂ξ
dξ = 0 (6.9)

Le module de relaxation E(t) est une fonction décroissante qui peut être décrite par
des modèles rhéologiques. Les modèles viscoélastiques les plus couramment utilisés sont
le standard linear solid (SLS) et le power law rheology (PLR). Il a été montré que le
modèle PLR est plus adapté à la modélisation des cellules alors que le modèle SLS (figure
6.4) convient mieux aux hydrogels [339, 340]. Dans le cas du modèle SLS, le module de
relaxation est défini par :

E(t) = E∞ + (E0 − E∞)e−t/τ (6.10)

où E∞ désigne le module d’élasticité à l’équilibre, E0 le module d’élasticité instantané
et τ le temps de relaxation.

L’implémentation de l’algorithme MATLAB pour calculer E∞, E0 et τ a été réalisée
en collaboration avec Robin Chatelin, maître de conférences en mathématiques appliquées
à l’ENISE.
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L’estimation des paramètres viscoélastiques du modèle de Ting [341] est un problème
complexe d’optimisation. En plus des paramètres E0, E∞ et τ , il faut trouver tous les
instants t1 afin de satisfaire l’équation 6.9. Cela aboutit donc à un problème d’optimisation
en très grande dimension puisqu’il y a Nd + 3 inconnues où Nd est le nombre de point
échantillonnés dans la partie décharge du signal. Dans le cas de nos essais, Nd peut être
supérieur à 40000.

La stratégie numérique de résolution de ce problème d’optimisation est fractionnée en
trois étapes décrites ci-dessous.

1. Dans un premier temps, les trois paramètres du modèle rhéologique SLS E0, E∞

et τ sont estimées sur la charge du cycle d’indentation. Ceci est réalisé grâce à un
algorithme classique de moindres carrés qui permet de trouver le jeu de paramètres
qui minimise le résidu entre la première équation du modèle (6.8) et les données.
Dans ces calculs, la fonction δ est supposée linéaire (imposée par le dispositif
expérimental). Il aurait été possible de travailler avec le signal δ échantillonné,
mais comme ces données sont très bruitées, le calcul de sa dérivée aurait accentué
ce bruit. La plupart des travaux qui utilisent cette méthodologie réalisent un
filtrage gaussien après une estimation numérique de cette dérivée [339].

2. Les paramètres E0, E∞ et τ sont fixés et on recherche ensuite les instants t1

qui satisfont l’équation 6.9. Il s’agit d’un problème d’optimisation non convexe,
non linéaire et qui possède plusieurs solutions. Il existe notamment une solution
“évidente” non acceptable en égalisant les deux bornes de l’intégrale : t1(t) = t.

3. Les paramètres t1(t) sont maintenant fixés et les trois paramètres E0, E∞ et τ

sont à nouveau estimés sur la décharge en utilisant la même méthodologie que
dans la première étape afin de satisfaire la seconde équation du système (6.8).

Plusieurs algorithmes de résolution ont été comparés pour la deuxième étape. Les algo-
rithmes standards d’optimisation (gradient conjugué, Levenberg-Marquardt, ...) convergent
vers la solution évidente non admissible. C’est pourquoi des algorithmes génétiques ont
été utilisés. Les algorithmes de recuit simulés et PSO (Particle swarm optimization)
permettent de converger vers une solution acceptable. L’algorithme PSO convergeant plus
rapidement, c’est celui-ci qui a été choisi.

La stratégie décrite ci-dessus est largement utilisée dans la littérature [339, 342].
Néanmoins, les paramètres rhéologiques estimés à l’étape 3 ne sont plus compatibles avec
les paramètres t1(t) qui avaient été calculés à l’étape 2. C’est pourquoi une méthode
itérative a été mise en œuvre en répétant les étapes 2 et 3 jusqu’à ce que le résidu
entre deux itérations successives soit suffisamment petit. Cette méthode converge en
quelques itérations (entre 3 et 12 selon le jeu de données) et permet d’aboutir à un
modèle qui satisfait les équations 6.8 et 6.9 sur tout le cycle de décharge. Pour nos
échantillons, les résultats sont significativement modifiés. Cette méthode itérative semble
donc indispensable pour obtenir des résultats cohérents.
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En raison du temps de calcul élevé, seuls les essais d’indentation réalisés sur les
construits TGBCa ensemencés avec les ostéoblastes ont été analysés par cette méthode.
Les résultats sont présentés dans le tableau 6.5. Les courbes de force en fonction du temps
et de force en fonction du déplacement pour les données expérimentales et obtenues par
un ajustement sont présentées en figure 6.5.

Jour EHertz (kPa) Ce (%) E0 (kPa) E∞ (kPa) τ (s) E∞/E0

1 1, 5± 0, 1 88, 5± 0, 2 8, 9± 0, 6 0, 8± 0, 1 22, 9± 1, 4 9, 1.10−2 ± 2, 0.10−2

33 0, 5± 0, 3 74, 9± 3, 0 5, 4± 1, 9 0, 3± 0, 1 26, 5± 4, 4 5, 7.10−2 ± 3, 5.10−2

Table 6.5 – Paramètres élastiques et viscoélastiques des construits TGBCa ensemencés
avec les ostéoblastes.

Les courbes expérimentales et les données obtenues par l’ajustement avec le modèle
de Ting montrent une bonne adéquation pour les essais réalisés après 33 jours de culture.
En revanche, l’écart entre les courbes est plus important pour les essais réalisés le premier
jour de culture. Cela peut s’expliquer par le fait que les construits ont un comportement
majoritairement élastique à J1. En effet, le caractère élastique (Ce, tel que défini dans
le chapitre 3) vaut 88,5 % à J1, ce qui signifie que le comportement des construits
est majoritairement élastique et que le caractère visqueux est négligeable. Le modèle
viscoélastique utilisé ne semble donc pas adapté en l’état.

Les modules d’élasticité calculés par la méthode de Hertz donnent des valeurs comprises
entre celles de E0 et celles de E∞, comme cela a déjà été observé dans la littérature [339].
La diminution du ratio E∞/E0 après 33 jours de culture traduit une augmentation de la
viscosité. Cela est cohérent avec l’augmentation de l’hystérésis (et donc la diminution de
Ce) évaluée sur les courbes d’indentation.

Dans la littérature, cette méthode a été appliquée sur des essais d’indentation réalisés
par AFM sur des cellules. Elle a notamment permis de différencier des cellules cancé-
reuses de cellules saines [339], ou bien la réponse des cellules à certaines molécules [340].
Cependant, à notre connaissance, c’est la première fois qu’elle est appliquée à la sécrétion
de matrice par des cellules ensemencées dans un hydrogel.

Il a été montré que les matériaux biologiques possèdent un comportement viscoélastique
[257]. La variation des propriétés viscoélastiques des hydrogels impactent le comportement
des cellules [257]. Il est donc important de caractériser les propriétés viscoélastiques
des hydrogels. Cheng et Cheng [343] ont démontré que le calcul du module d’élasticité
instantané (E0) des matériaux viscoélastiques à partir de la raideur de contact est possible
si la durée de la décharge est inférieure au temps de relaxation d’un facteur 10 à 100. Dans
notre cas, cela impliquerait un temps de décharge de 0,3 à 3 s, correspondant à une vitesse
d’indentation de 250 µm/s à 2500 µm/s. Ces vitesses n’étant pas atteignable avec notre
dispositif, il est nécessaire d’utiliser un modèle viscoélastique complet pour analyser les
courbes d’indentation. La méthode présentée ici s’appuie sur des fondements théoriques
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Figure 6.5 – Comparaison des courbes d’indentation (force en fonction du temps et
force en fonction du déplacement) pour les données expérimentales et les fits par un
modèle viscoélastique. A : Courbes d’indentation au premier jour de culture. B : Courbe
d’indentation après 33 jours de culture.
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solides (le modèle de Ting [341]) et peut être appliquée sur les courbes habituelles de
force-déplacement [339].

Nous avons choisi de décrire la fonction de relaxation du module d’élasticité par
un modèle rhéologique SLS, aussi appelé Maxwell généralisé à une branche. D’autres
modèles sont couramment utilisés dans la littérature pour modéliser les comportements
viscoélastiques. Ainsi, le modèle généralisé de Maxwell peut comporter plusieurs branches,
ce qui contribue à améliorer l’ajustement des données expérimentales [339]. Le modèle
PLR, utilisé couramment pour modéliser les courbes d’indentation sur les cellules [339,
340, 344] permet de réaliser un ajustement des courbes expérimentales avec seulement
deux paramètres : le module instantané E0 et l’exposant de la loi puissance. Enfin, le
modèle de Kelvin-Voigt est également un modèle couramment utilisé dans la littérature.
Cependant, des simulations ont montré que les courbes d’indentation avec ce modèle
présentaient une discontinuité des valeurs de force au maximum de déplacement dans
l’échantillon [342, 344]. Ce comportement n’étant pas observé sur les courbes d’indentation
de nos construits, nous avons écarté ce modèle.

Peu d’études de la littérature ont rapporté l’évolution du module d’élasticité des
hydrogels ensemencés avec des cellules osseuses (cellules souches mésenchymateuses,
ostéoblastes ou ostéocytes) au cours de la culture. Parmi les études qui ont évalué
les propriétés mécaniques des hydrogels au cours du temps, une seule en a évalué le
comportement viscoélastique [113]. Cette étude a montré une augmentation du facteur de
perte (tan δ = G′′/G′), et donc une augmentation de la viscosité, après 28 jours de culture.
L’augmentation de la viscosité a été attribuée à la sécrétion de certains composants de
la matrice, et notamment les glycosaminoglycanes qui forment une substance visqueuse
en se liant aux molécules d’eau. Nos résultats sont donc cohérents avec cette étude : la
sécrétion de collagène après 33 jours de culture est liée à l’augmentation la viscosité de
nos construits.

6.1.3 Discussion

Une des limitations de nos travaux est la réalisation des essais d’indentation à force
constante et non à déplacement constant. Cela était nécessaire car les forces d’attraction
causées par l’indentation en immersion empêchaient la détection automatique de la
surface des construits. Or cette étape est indispensable pour déterminer le déplacement
de l’indenteur dans les construits. Comme le module d’élasticité des construits a diminué
au cours du temps, le déplacement de l’indenteur pour atteindre le même seuil de force
a augmenté. En conséquence, le temps d’indentation des construits a augmenté. Ainsi,
même si la vitesse d’indentation était maintenue constante, la vitesse de déformation, elle,
a varié entre les mesures. Pour les matériaux viscoélastiques, cela peut avoir un impact
sur les paramètres mesurés [342]. Ainsi, les résultats pourraient sans doute être améliorés
si les mesures étaient réalisées à vitesse et profondeur d’indentation constantes.
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Un autre axe d’amélioration concerne la prise en compte des effets du substrat. Nous
avons montré dans la section précédente que le substrat rigide sur lequel étaient posés les
construits lors des mesures d’indentation contribuait aux valeurs de force mesurées, ce
qui modifiait les valeurs de module d’élasticité apparent. Les mêmes effets se produisent
avec les modèles viscoélastiques. Il a ainsi été montré par Garcia et al [344] que le module
d’élasticité instantané apparent était augmenté et la viscosité apparente diminuée dans le
cas d’échantillons fins et mous posés sur un substrat rigide. Les résultats pourraient donc
être améliorés en implémentant une fonction de correction, comme cela a été fait pour les
modèles élastiques.

Nous avons montré que les essais d’indentation classiques peuvent être exploités
pour déterminer les paramètres viscoélastiques des construits. En appliquant un
modèle SLS (Standard Linear Solid, aussi appelé Maxwell généralisé à une branche),
nous avons calculé le module instantané, le module à l’équilibre et le temps de
relaxation des construits. Le ratio du module à l’équilibre et du module instantané
a confirmé que la viscosité des construits augmentait dans le temps. Cette méthode
est particulièrement utile car les essais d’indentation sont plus simples à mettre
en place que les essais de relaxation ou de DMA habituellement utilisés pour
caractériser les matériaux viscoélastiques. De plus, la matrice extracellulaire possède
un comportement viscoélastique qui ne peut pas être représenté correctement par
un modèle élastique. Il est donc nécessaire d’employer des modèles viscoélastiques
pour mesurer ces propriétés mécaniques.

6.2 Quantification des forces de contraction des cellules

Ces travaux ont fait l’objet d’un article publié dans la revue Journal of the Mechanical
Behavior of Biomedical Materials (doi 10.1016/j.jmbbm.2022.105365).

Les essais de contraction basés sur la mesure de surface ont été largement utilisés pour
évaluer la contractilité cellulaire dans les modèles 3D. Cette méthode est simple et ne
nécessite aucun équipement spécifique, mais elle ne fournit pas de données quantitatives
sur les forces de contraction générées par les cellules. Nous avons élargi cette méthode
avec un nouveau modèle biomécanique, basé sur le théorème de l’énergie cinétique, pour
fournir un suivi longitudinal non destructif des forces de contraction générées par les
cellules en 3D.

Nous avons appliqué cette méthode sur des hydrogels ensemencés avec des fibroblastes
ou des ostéoblastes. Les caractéristiques mécaniques des hydrogels ont été modulées pour
améliorer (condition HCAHigh : forte contraction de l’hydrogel) ou limiter (condition
HCAlow : faible contraction) les comportements contractiles des cellules. Les mesures
macroscopiques ont ensuite été corrélées avec le comportement contractile des cellules et
l’analyse descriptive de leur physiologie en réponse à différents environnements mécaniques.
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Chapitre 6. Caractérisation mécanique des construits cellularisés

Les fibroblastes et les ostéoblastes ont contracté leur matrice jusqu’à 47 % et 77 %
respectivement. La contrainte de contraction a culminé au jour 5 avec 1, 1.10−14 Pa pour
les fibroblastes et 3, 5.10−14 Pa pour les ostéoblastes, ce qui était corrélé à l’attachement et
à la propagation des cellules. Une contraction négligeable a été observée dans HCAlow. Les
fibroblastes et les ostéoblastes ont exprimé des fibres contractiles α-SMA dans HCAHigh et
HCAlow. L’incapacité à contracter les hydrogels HCAlow a été attribuée à une réticulation
accrue et à une résistance à la dégradation protéolytique de l’hydrogel.
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ABSTRACT 

Contraction assay based on surface measurement have been widely used to evaluate cell contractility 

in 3D models. This method is straightforward and requires no specific equipment, but it does not 

provide quantitative data about contraction forces generated by cells. We expanded this method with 

a new biomechanical model, based on the work-energy theorem, to provide non-destructive 

longitudinal monitoring of contraction forces generated by cells in 3D.  

We applied this method on hydrogels seeded with either fibroblasts or osteoblasts. Hydrogel 

mechanical characteristics were modulated to enhance (condition HCAHigh: hydrogel contraction assay 

high contraction) or limit (condition HCALow: hydrogel contraction assay low contraction) cell 

contractile behaviors. Macroscopic measures were further correlated with cell contractile behavior 

and descriptive analysis of their physiology in response to different mechanical environments. 

Fibroblasts and osteoblasts contracted their matrix up to 47% and 77% respectively. Contraction stress 

peaked at day 5 with 1.1 10-14 Pa for fibroblasts and 3.5 10-14 Pa for osteoblasts, which correlated with 

cell attachment and spreading.  Negligible contraction was seen in HCALow. Both fibroblasts and 

osteoblasts expressed α-SMA contractile fibers in HCAHigh and HCALow. Failure to contract HCALow was 

attributed to increased cross-linking and resistance to proteolytic degradation of the hydrogel.  
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ABBREVIATIONS 

α-SMA: α-Smooth Muscle Actin 

HCAhigh: Hydrogel Contraction Assay high contraction 

HCAlow: Hydrogel Contraction Assay high contraction 

ECM: Extra-cellular Matrix 

FBS: Foetal bovine Serum 

MMP: matrix metalloproteases  

 

INTRODUCTION 

3D cell culture has been used for several decades to develop in vitro biological models and to study 

cell behavior for applications in pharmacology and regenerative medicine. This is notably useful to 

treat burns or chronic wounds with skin substitutes [1–4], or to repair critical-sized bone defects [5]. 

3D cell culture can also provide models to study of a variety of biological functions and behaviors like 

the responses to mechanical or biochemical stimuli [6–9], to cellular ageing [10] or the impact of 

genetic disease [11].  
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 Two different approaches co-exist for 3D cell culture: cell seeding on porous scaffolds [3,10,12,13] or 

cell embedding in hydrogels made of biocompatible hydrogels [8,14,15]. Among these hydrogels, 

collagen has been extensively studied, being one of the most abundant proteins of the extracellular 

matrix (ECM) in connective tissues [16], including dermis [17], bone [18], cartilage [19] and tendon 

[20].  

ECM impacts cellular fate by providing mechanical support and attachment for cells [16]. In vivo, it is 

secreted by tissue resident cells [16], and is constantly remodeled. ECM is successively degraded by 

matrix metalloproteases (MMP) and neo-synthetized [21]. 3D cell culture models aim at reproducing 

such mechanisms to replace existing artificial scaffolds or hydrogels with an in-vivo like matrix.  

During cultivation of 3D in vitro models, cells generate tractional forces. When they are seeded on 

compliant materials such as collagen hydrogels, such forces reshape the structures surrounding the 

cells [22,23]. This results in changes of hydrogels volume, mostly along the radial direction [24], which 

is known as matrix contraction [22]. Several resident cells can contract their matrix such as dermal 

fibroblasts [25], osteoblasts [26], chondrocytes [27] and tenocytes [28].  

 Matrix contraction involves two main mechanisms, which both require cells to possess an actin 

cytoskeleton [22,29,30].  First cellular behavior is cell traction on matrix fibers during cell attachment 

and locomotion. This happens during the first phase of wound healing when fibroblasts migrate 

towards the damaged tissues [31]. This has also been observed in vitro for fibroblasts embedded in 

free-floating collagen hydrogels [32]. The second cellular behavior is cell contraction (i.e. cell 

shortening) transmitted to the tissue. It requires expression of extracellular α -Smooth Muscle Actin 

(α-SMA) fibers and strong focal adhesions [33–35].  

Although studies focused mainly on fibroblasts, osteoblasts in collagen hydrogel showed greater 

contractability [36]. In vitro, expression of α-SMA by fibroblasts  was observed on deformable silicon 

membrane, generating significantly higher material deformation than non-expressing cells  [35]. 

Osteoblasts were also described to transiently express α-SMA during fracture healing [37] and to 

contract collagen hydrogels sufficiently to bring in contact two pieces of scaffold embedded in the 

same collagen hydrogel [5].  

Contraction of collagen alters the structure of a tissue and the behavior of the resident cells. As 

connective tissues provide support for other tissues, matrix contraction can impact body physiology 

[22]. Contractility is notably involved in wound healing [22,33] and in fracture healing [37]. 

Dysregulation of matrix contraction can lead to hypertrophic scar [31] or cancer [24,38]. Thus, it is of 

major interest to understand how and why cells interact with their environment.  

Collagen hydrogel contraction in vitro was first mentioned by Elsdale and Bard in 1972. They noticed a 

“gradual collapse of the lattice to a dense, opaque body less than one-tenth of the original size” of 

their collagen hydrogel seeded with fibroblasts [39]. Since then, it has been studied at macroscopic 

and microscopic scales. Bell and co-workers introduced collagen contraction assays to evaluate 

fibroblasts behavior in collagen hydrogels [25]. This macroscopic method has been widely applied as it 

requires only images of hydrogels or scaffolds to monitor surface area [4,23,24,26,29,40,41]. It has the 

benefit to be non-destructive and supports longitudinal monitoring. However, this method provides 

merely qualitative data with percentage of contraction but no quantitative data on the contraction 

forces generated by cells. To overcome such limitation, a first set of methods focused on deformation 
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of 2D supports by the cells, such as deformable membrane [42], traction force microscopy [43] or 

elastic micro-pillar [44]. Although they provide quantitative data on forces generated by individual 

cells, these techniques are limited to 2D cultures and failed to be transferred to 3D environment to 

mimic in vivo traction forces. Traction force microscopy has been adapted to 3D cell culture system 

[30,45] but it is mostly used with purely elastic materials that do not reproduce the biochemical and 

mechanical properties of ECM [23,24]. Another major drawback is the inherent evolutive behavior of 

cells. During the remodeling process, cells are concomitantly degrading their support and synthesizing 

their own ECM [45], which induce strong changes in material support mechanical properties [46,47]. 

As precise knowledge about material elasticity and viscosity is required, traction force microscopy has 

been limited to 90 minutes studies [45,48].  

Culture force monitoring devices have been developed to directly measure macroscopic forces 

generated by cells in 3D [49–52]. Hydrogels are clamped to strain gauges that measure the contraction 

forces generated by cells. This technique provides useful quantitative follow-up but the system setup 

applies a static tensional force on cells, which is known to influence cell behavior [21,53,54].  This 

model reproduces wound healing whereas free-floating hydrogels are closer to dermis model [22].  

Consequently, after 40 years of methods development, there is still a need for a non-destructive 

technique to monitor quantitatively cell contraction during in vitro cultivation of 3D models which 

could closely imitate in vivo tissue behaviors. 

We aimed to develop a new biomechanical model to non-destructively quantify cell contraction forces. 

Hydrogels seeded with fibroblasts or osteoblasts, known for their contractile behavior, were 

monitored by longitudinal analysis of hydrogel surface over 35 days. Cylindrical hydrogels were 3D 

bioprinted to procure an isotropic biomaterial. Hydrogels supporting cell growth were modulated in 

term of mechanical characteristic to enhance or limit cell contractile behaviors. Macroscopic measures 

were further correlated with cellular contractile behavior and descriptive analysis of their physiology 

in response to different mechanical environments. 

 

MATERIAL AND METHODS 

• Cells’ isolation and cultivation 

Foreskin fibroblasts [15] were cultivated in flasks in Dulbecco's modified Eagle medium 

(DMEM)/Glutamax medium (GibcoTM #31966021), supplemented with 10% foetal bovine serum 

(GibcoTM # A3160802). Primary human osteoblasts were purchased from PromoCell (#C-12720) and 

grown in flasks with DMEM low glucose (Dutscher #L0064) supplemented with 10% fœtal bovine 

serum (PAN-Biotech #500105) and 50µg/mL ascorbic acid (Sigma #A8960). All 2D cultured cells were 

grown in an incubator at 37°C and 5% CO2. 

• Bio-Ink Formulation & bioprinting protocols 

The isotropic shapes of tissue constructs were designed as cylinder geometries of 10mm diameter and 

1.6mm thickness. Based on an in-house patented formulation [15,55,56], the bio-ink was formulated 

as a mixture of 5% (w/v) bovine gelatin (Sigma #G1890), 2% (w/v) very low viscosity alginate (Alpha 

Aesar # A18565), and 2% (w/v) fibrinogen (Sigma # F8630) dissolved overnight in DMEM without 
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calcium (Gibco™ #21068028) at 37 °C. Just before printing, fibroblasts or osteoblasts were trypsinized 

and suspended in the bio-ink to obtain 3 × 105 cells mL−1.  After homogenization, a 10ml sterile syringe 

(Nordson EFD) was loaded and incubated at room temperature.  Tissue constructs were consolidated 

by 60 min incubation in either a solution HCAhigh containing 3% w/v CaCl2, 0.2% w/v transglutaminase 

(Ajinomoto ActivaWM) and 20 U/mL of thrombin (Sigma # T4648-10KU) or a solution HCAlow containing 

DMEM medium with 0.02% calcium, 4% w/v transglutaminase and 20 U/mL thrombin. Following 

consolidation step, constructs were then rinsed three times with sterile NaCl 0.9% (Versol).  

 

• Tissue cultivation & monitoring 

After the consolidation step, tissue constructs were grown in 12-well plates for 35 days at 37°C in a 5% 

CO2 atmosphere. Culture medium was renewed twice a week. For the dermis model, freshly prepared 

ascorbic acid at 50µg/mL was added at each medium renewal. For the bone constructs, osteogenic 

medium consisted in 50µg/mL ascorbic acid, 5mM β-glycerophosphate (Sigma #G9422) and 100 nM 

dexamethasone (Sigma # D4902). 

Tissue construct contraction was monitored by macroscopic images of the tissues. ImageJ was then 

used to determine the tissue construct area in reference of well area of the culture plates. Well and 

tissue construct areas were measured in pixels by manual contouring. The known area in square 

centimeters of the well was used to set scale and convert square pixels in square cm (Supplementary 

S1).  At least 3 tissue constructs were measured at every time point.  

Cell viability and proliferation were assessed by calcein-AM staining (InvitrogenTM #C1430). Tissue 

constructs were incubated with 0.5mL of 2µM calcein-AM for 30 minutes at 37°C, washed in PBS and 

imaged using a fluorescence microscope (Nikon Eclipse Ts2R) equipped with a 475nm filter. To 

evaluate proliferation, cell growth kinetics were obtained by cell counting after tissue constructs 

enzymatic dissolution. Tissue constructs were washed in PBS and incubated 10 minutes in 1mL of 

0.05% trypsin. 1mL medium supplemented with FBS was used to stop the trypsin action. After pelleting 

by centrifugation, tissue constructs were washed with 2mL PBS and further incubated in 30mg/mL 

collagenase A (Merck # COLLA-RO). Vigorous shaking was applied every five minutes until complete 

dissolution of the tissue construct, which commonly occurs within 10 to 20 minutes. After a last 

pelleting by centrifugation, extracted cells were resuspended and counted using a hemacytometer.  

• Characterization of cell morphology 

Tissues were fixed overnight in paraformaldehyde at 4°C. They were then dehydrated in a gradient of 

ethanol, followed by paraffin embedding and cut into 5µm sections. Phalloidin staining of actin 

filaments in the tissues with fibroblasts was performed on histological sections after deparaffinization 

and rehydration. Samples were permeabilized in acetone at -20°C for 3 minutes then washed two times 

in deionized water. Sections were incubated with Alexa Fluor™ 546 Phalloidin at 5 U/mL for 45 minutes 

to stain the actin cytoskeleton and nuclei were counterstained with 300nM DAPI dilactate for 5 

minutes. Images were acquired with an Axio Scan.Z1 (Zeiss) equipped with a 20X objective and 405 nm 

and 561 nm filters. In case of osteoblasts, analysis was performed by confocal microscopy right after 

paraformaldehyde fixation. Tissues were permeabilized with 0.1% TritonX-100 for 15 minutes, washed 

in PBS then incubated with Alexa Fluor™ 546 Phalloidin (InvitrogenTM #A22283) at 5 U/mL for 90 

minutes to stain the actin cytoskeleton and 5 minutes with 300nM DAPI dilactate (InvitrogenTM 
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#D3571) to stain the nuclei. This allowed us to better visualize few numbers of cells which were ten 

times lower than fibroblasts. Confocal scans were acquired using a Zeiss LSM 880 microscope equipped 

with 40X immersion objective and 405 nm and 561 nm filters. Maximum intensity images were 

generated from z-stacks with a distance of 2µm between each slice. 

• Characterization of cell phenotypes 

After deparaffinization and rehydration, antigen retrieval was performed in 10mM citrate buffer (pH 

6) for 20 minutes at 100°C. The following steps were performed with the ImmPRESS® Excel Amplified 

Polymer Kit (Vector Laboratories, MP-7602) according to manufacturer’s instructions. Endogenous 

peroxidases were blocked with BLOXALL for 10 minutes, and non-specific binding sites were blocked 

by incubation with BlockAid blocking solution (ThermoFisher, B10710) for 30 minutes. Primary 

antibody (α-SMA 1:800, Sigma, A2547) was incubated overnight at 4°C. After washing in PBS, Amplifier 

Antibody (goat anti mouse) was incubated for 15 minutes followed by 30 minutes incubation with 

ImmPRESS Excel Amplified HRP Polymer Reagent. Revelation was performed using ImmPACT® DAB EqV 

Substrate. Nuclei were counterstained with Gill’s Hematoxylin. 

• Mechanical properties analysis by Micro-indentation 

After one night in the incubator to equilibrate, mechanical properties of the tissue constructs were 

measured by an in-house developed light load indentation device [46]. Indentation tests were carried 

out at constant applied normal load 𝐹𝑧=1 mN and constant indentation speed 𝑉=25 μm.s−1. The 

indenter used was a spherical PTFE indenter, with a radius of curvature 𝑅= 1.6 mm. Measurements 

were repeated at least 3 times per sample and each type of sample was indented in duplicate.  

 

RESULTS & DISCUSSION 

Since Bell and co-workers introduced collagen gel contraction assay [25], it has been extensively used 

to study fibroblasts [4,9,57,58] or osteoblasts [5,29,41] ability to contract a collagen hydrogel. We 

applied a similar methodology on hydrogels made of gelatin, alginate and fibrinogen containing either 

fibroblasts or osteoblasts. We used hydrogel contraction assay (HCA) to monitor tissue constructs 

macroscopic contraction and we correlated it to morphology of actin cytoskeleton and expression of 

α-SMA fibers. To identify different cell biological behaviors, we selected two hydrogel conditions: one 

allowing a high degree of contraction, named HCAHigh, and one limiting the contraction effect, named 

HCALow.  

I. Cross-linking impact on mechanical properties of synthetic ECM / biomatrix 

1. Mechanical properties of hydrogels 

Hydrogel formulation and consolidation protocols were adapted from Pourchet et al. [15] as they were  

known to provide good fibroblast proliferation. Mechanical properties were hardly measured with the 

original formulation and consolidation conditions as tissue constructs collapsed during indentation 

measurement. A new reticulation protocol was tested with the addition of 4% transglutaminase 

enzyme to reticulate gelatin of the hydrogel formulation. Hydrogel elastic modulus thus reached 32.0 

103 Pa ± 99 Pa allowing for indentation measurement. Nevertheless, no cell proliferation and tissue 

construct contraction were observed. These preliminary assays demonstrated that hydrogel 
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biomechanical properties must be in close range allowing both cell proliferation and sample handling 

to measure contraction forces. On this basis, the two following combinations were satisfactory to 

achieve an HCA assay on fibroblast and osteoblast tissue constructs: the HCAlow condition, consisting 

in a hydrogel consolidated with 4% transglutaminase and 0.02% CaCl2 contained in DMEM and the 

HCAhigh condition, consisting in hydrogel consolidated with 0.2% transglutaminase and 3% CaCl2. Both 

presented sufficient stiffness to obtain mechanical characterization and cell proliferation. Elastic 

modulus of HCAHigh were 6.3 103 Pa ± 1.3 103 Pa for fibroblasts and 3.7 103 Pa ± 755 Pa for osteoblasts. 

Elastic modulus of HCALow were in the same range with 7.0 103 Pa ± 1.4 103 Pa for fibroblasts and 6.3 

103 Pa ± 192 Pa for osteoblasts. These values were in the same range as those observed for  skin [59]. 

The newly synthesized bone matrix, produced in vitro by  an osteoblast cell line, displayed an elastic 

modulus of 27 kPa ± 10 kPa [60]. Our constructs with similar stiffness did not allow for a complete cell 

differentiation, which is why we chose to work with milder polymerization. Compared to collagen 

hydrogels that have elastic modulus from 2 Pa to 720 Pa [36,51,61,62] our constructs are still closer to 

the natural bone matrix before mineralization occurs, which make them valuable for further 

biomechanical studies of bone cells (figure 1).  

 

Figure 1: Comparative biomechanical properties of hydrogels: elastic modulus of collagen hydrogels, HCAHigh and HCALow, 
skin and unmineralized bone matrix. HCAHigh: hydrogel contraction assay with high contraction, HCALow: hydrogel 
contraction assay with low contraction.  

 

2. Hydrogel contraction 

Contraction of hydrogels was monitored over 35 days by macroscopic images (figure 2 A and E). This 

method has been extensively used to study cell behavior in 3D hydrogels but did not provide 

quantitative data about traction force generated by the cells [9,25,29,57]. Therefore, we developed a 

biomechanical model based on the kinetic energy theorem to quantify contraction forces from 

measurements of tissue construct surfaces.  
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Figure 2 : Contraction of hydrogel and proliferation kinetics for dermis fibroblast and bone osteoblasts. Surface evolution of 
samples with fibroblasts (A) and osteoblasts (E), the corresponding generated traction stress (B, F), cell growth (C, G) and 
traction pressure normalized to cell number (D, H). HCAHigh: hydrogel contraction assay with high contraction, HCALow: 
hydrogel contraction assay with low contraction. 

Small variations in the surface of samples without cells were attributed to measurement variations and 

interactions between the hydrogel and the culture medium. Acellular HCAHigh constructs degraded and 

collapsed within the 12 first days of incubation in either osteogenic or fibroblastic medium. We thus 

used the respective acellular hydrogel to normalize the tissue construct longitudinal contraction. 

Hydrogel contraction by both osteoblasts and fibroblasts depended on the polymerization condition. 
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After 35 days of culture, fibroblasts and osteoblasts had contracted their hydrogel to 47% and 77% 

(supplementary figure S2) respectively of their initial surface in HCAHigh while in HCALow, the contraction 

was 24% for fibroblasts and 14% for osteoblasts.  

To quantify the traction force generated by the cells responsible for the contraction of the hydrogels, 

we applied the work-energy theorem to the evolution of tissue construct surfaces.  

The work-energy theorem is defined as:  

𝑊
𝐹𝑒𝑥𝑡

→ + 𝑊
𝐹𝑖𝑛𝑡

→ = 𝛥𝐸𝐾          (1) 

 

where 𝑊
𝐹𝑒𝑥𝑡

→  is the work of the external forces, 𝑊
𝐹𝑖𝑛𝑡

→   is the work of the internal forces and 𝛥𝐸𝐾 is the 

studied system change of kinetic energy, namely the tissue construct. We considered that cells were 

mainly responsible for the contraction of the tissue construct. Consequently, the work of external 

forces was neglected compared to the work of internal forces: 𝑊
𝐹𝑒𝑥𝑡

→ ≪ 𝑊
𝐹𝑖𝑛𝑡

→   

Hence, we approximated the change of kinetic energy by:  

𝑊
𝐹𝑖𝑛𝑡

→ = 𝛥𝐸𝐾           (2) 

Cells produced on a small surface 𝑑𝑠 on the sidewall of the tissue a small force 𝑑𝐹𝑖𝑛𝑡

→
 such as: 𝐹𝑖𝑛𝑡

→
=

−𝑝
~
𝑑𝑠𝑒𝑟

→
 , where 𝑝

~
 is the stress applied by the cells onto the surface 𝑑𝑠 and 𝑒𝑟

→
 is the radial vector in 

cylindrical coordinates (figure 3). In the following, we assumed that cells acted mainly on the sidewall 

of the tissue construct, meaning that we supposed that the height of the tissue samples ℎ remained 

constant [58,63].  

The work done by the internal forces 𝑊
𝐹𝑖𝑛𝑡

→  when the system moves an infinitesimal amount 𝑑𝑟 is 

defined as:  

𝑊
𝐹𝑖𝑛𝑡

→ = ∫ 𝑑𝐹𝑖𝑛𝑡

→
. 𝑑𝑟𝑒𝑟

→
= ∫ − 𝑝

~
𝑑𝑠𝑒𝑟

→
. 𝑑𝑟𝑒𝑟

→
= ∫ − 𝑝

~
𝑑𝑠𝑑𝑟 

In cylindrical coordinates, the small surface 𝑑𝑠 is expressed as: 𝑑𝑠 = 𝑟𝑑𝜃𝑑𝑧, so the work done by the 

internal forces is given by: 

𝑊
𝐹𝑖𝑛𝑡

→ = ∫ − 𝑝
~
𝑟𝑑𝑟𝑑𝜃𝑑𝑧 

 

We assumed that the stress applied by cells on the sidewall of the tissue was homogenous, isotropic 

and constant for the given period of time, hence: 
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𝑊
𝐹𝑖𝑛𝑡

→ = −𝑝
~
∫
𝑟0

𝑟𝑖

𝑟𝑑𝑟∫
0

2𝜋

𝑑𝜃 ∫
−

ℎ

2

+
ℎ

2

𝑑𝑧 = −𝜋𝑝
~
ℎ(𝑟𝑖

2 − 𝑟0
2)       (3) 

Where 𝑟𝑖 is the radius of the sample at time 𝑖 and 𝑟0the radius of the sample at initial time.  

In classical mechanics, the change of kinetic energy for a point object of mass 𝑚 is given by: 

𝛥𝐸𝐾 =
1

2
𝑚𝑣𝑖

2 −
1

2
𝑚𝑣0

2           (4) 

where 𝑣𝑖
2 and 𝑣0

2 are respectively the square of the speed at time 𝑖 and initial time. In our study, a 

variation of the volume of biological sample has been observed as a function of time. We assumed that 

the radius of the sample was much higher than the height (ℎ ≪ 𝑟), hence, by analogy to the change of 

kinetic energy for a point object, we write the change of kinetic energy for our sample as:  

𝛥𝐸𝐾 =
1

2
𝜎(𝑠𝑖

2
− 𝑠0

2
)          (5) 

where 𝜎 is the surface mass of the sample and 𝑠𝑖
2

 and 𝑠0
2

  are respectively the square of the areal 

speed at time 𝑖 and initial time. In our study, the initial conditions involved that the areal speed at the 

initial time was equal to 0, so eq. 5, is rewritten as:  

𝛥𝐸𝐾 =
1

2
𝜎𝑠𝑖

2
            (6) 

The areal speed at time 𝑖 is defined as: 𝑠𝑖 =
𝑠𝑖−𝑠0

𝑡𝑖−𝑡0
, where 𝑠𝑖  and 𝑠0 are respectively the surface of the 

biological sample at time 𝑖, noted 𝑡𝑖, and initial time, noted 𝑡0.  

The volume of the sample at 𝑡𝑖, is defined as: 𝑣𝑖 = 𝑠𝑖ℎ, and the volume of the sample at initial time 𝑡0 

is: 𝑣0 = 𝑠0ℎ.  

As we assumed that the contraction of the tissue happened in the radial direction and that the height 

ℎ of the tissue remained constant, the areal speed at time 𝑖, is then expressed as: 𝑠𝑖 =
1

ℎ
(
𝑣𝑖−𝑣0

𝑡𝑖−𝑡0
). The 

change of kinetic energy (Eq.6) is defined as:  

𝛥𝐸𝐾 =
1

2

𝜎

ℎ2 (
𝑣𝑖−𝑣0

𝑡𝑖−𝑡0
)
2
          (7) 

The ratio 
𝑣𝑖−𝑣0

𝑡𝑖−𝑡0
 is homogenous to the volume speed of the sample at time 𝑖, noted 𝑣𝑖. Moreover, the 

ratio 
𝜎

ℎ
 is equivalent to the density of the sample, noted 𝜌. As a consequence, Eq.7 can be rewritten as: 

𝛥𝐸𝐾 =
1

2

𝜌

ℎ
𝑣𝑖

2
           (8) 

From Eq.2 using equations (3) and (8), the stress 𝑝̃ applied by the cells in the tissue constructs is given 

by:   

𝑝
~

= −
𝜌

2𝜋ℎ2

𝑣𝑖
2

(𝑟𝑖
2−𝑟0

2)
= −

𝜌

2

𝑠𝑖−𝑠0
(𝑡𝑖−𝑡0)

2         (9) 
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Figure 3 : Schematic representation of bioprinted hydrogel a) at initial time t0, which corresponds to the hydrogel base state, 
b) at time ti (ti>t0), which corresponds to a deformed state (volume decrease) compared to t0, due to the the action of cells. 

𝑑𝐹⃗⃗⃗⃗  ⃗
𝑖𝑛𝑡  represents the cells’ differential traction force acting on the differential area dS. dr is the radial displacement of the 

hydrogel due to the action of the cells. 

 
Cell contraction was determined after normalization by traction stress (𝑝̃ ) evaluated on the respective 

acellular control hydrogels. HCALow did not demonstrate a significative cell traction stress over the 35 

days of culture for both cell types (Figure 2 B and F). Oppositely, a positive traction stress was observed 

for the HCAHigh constructs. Maximal values were reached at day 5 with 1.1 10-14 Pa for fibroblasts and 

3.5 10-14 Pa for osteoblasts. Then, traction stress decreased over time, dropping to 3.0 10-15 Pa for 

fibroblasts and to 4.0 10-15 Pa for osteoblasts after 35 days of culture. Osteoblasts showed a temporary 

increase of traction stress between day 12 and 20, corresponding to the elevation of the rate of surface 

contraction.  

To correlate traction stress to biological behavior, we first monitored the cell growth kinetics of both 

fibroblasts and osteoblasts. This also allowed us to calculate the specific traction, i.e. traction 

generated per cells, in both condition over time. Growth kinetics were performed thanks to tissue 

construct dissociation at days 12, 22 and 35.  

The global increase of contraction stress was not only a consequence of an increased number of cells 

in the tissue construct but also an increased contractility of cells. Indeed, the specific traction 

generated per cell was higher for both fibroblasts and osteoblasts in HCAHigh biomaterial than in HCALow 

at all time points. This difference reached 2.2 10-20 Pa for fibroblasts at day 12 and 3.0 10-19 Pa for 

osteoblasts at day 22. Interestingly, specific traction is different in magnitude and evolves differently 

depending on the cell origin.  Osteoblasts in HCAHigh generated 11 to 25 times higher traction stress 

than fibroblasts in the same condition. Specific traction of fibroblasts decreased steadily of 75% 

between day 12 and 35 while on the contrary osteoblasts intensified their specific traction between 

day 12 and 22 to later decrease again between day 22 and day 35. Past studies have already shown 

differences in contractile ability between cell types and species [50,64,65] and even between 

fibroblasts from dermis or foreskin [51].  

In studies using collagen gels, most of contraction happens during the first 24h of culture  then reach 

a plateau [25,29,40,52,58,65]. Studies using hydrogels mounted between strain gauges (cell force 

monitor device) demonstrated contraction forces generated by single cells in the range from 0.2nN 
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[50,51] to 52nN [66]. This corresponds to attachment of cells to the matrix and formation of cell 

cytoplasmic extension [50]. Matrix contraction values are affected by cell type, extraction method of 

primary cell, and localization within the tissue [50,65,67]. Contraction forces generated by periodontal 

ligament fibroblasts in collagen hydrogels [66] were 200 times higher than forces generated by dermal 

fibroblast [50]. We computed specific contraction forces generated per cells by normalization of the 

traction stress with the surface area. In our case, the maximum forces generated at day 5 were 0.2nN 

for fibroblasts and 0.7nN for osteoblasts. This fell in the lower range of values found in literature 

[50,51,68], which correspond to hydrogel with elastic modulus of 0.1 kPa. In our case, hydrogel elastic 

modulus was 6.2 kPa for fibroblasts and 3.7 kPa for osteoblasts, which was 37 to 62 times higher. As it 

has been shown that matrix stiffness (here defined as opposite of compliance) lowers macroscopic 

contraction by cells [25,68], this explains the lower specific force values that we obtained. In our case, 

it is likely that cell contraction is underestimated for cells in HCALow because forces generated by cells 

are not sufficient to induce a significant matrix contraction at the macroscopic scale. One limitation of 

our model is that it cannot take into account the stiffness of the hydrogel as mechanical properties of 

the extracellular matrix evolve over the 33 days of maturation. Another limitation of our model is that 

it computes only a global average of contraction stress. Maximal stress values in the vicinity of cells 

calculated by traction force microscopy are on the order of 1 to 10 Pa [30]. As we work at the 

macroscopic scale, we cannot estimate these peak values.  

Differences between the two tissue constructs HCAHigh and HCALow in term of contraction forces 

confirm the hypothesis that hydrogel resistance is strongly impacting contraction forces and cell 

behavior. Since mechanical properties at day 1 were similar between HCAHigh and HCALow, the 

difference of measured contraction must come from the ability of the cells to reorganize the matrix. 

Polymerization with transglutaminase cross-links gelatin through ε(γ-glutamyl)lysine linkage using the 

side chains of lysine and glutamine residues. This enhances hydrogel resistance to proteolytic 

degradation [69]. Is thus likely that cells cannot remodel their surrounding matrix in hydrogels 

polymerized with high levels of transglutaminase. This is further supported by the fact that acellular 

HCAHigh samples degraded during cultivation whereas acellular HCALow samples remained intact during 

the 35 days of cultivation. 

 

II. Hydrogel biomechanical impact on cell physiological behavior 

 

Macroscopic differences observed on generated contraction forces were linked with the 

characterization of cell growth profile in the matrix and with their contractile phenotypes as for 

example the expression of actin [22,29] and specialized contractile α-SM actin [35,70]. 

 

1. Cell viability and spreading 

 

For the first time in a contraction study, the growth pattern of fibroblasts and osteoblasts were 

monitored by calcein-green live cell staining and cell counting after tissue constructs dissociation 
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(figure 2 C and G and figure 4) to follow cell proliferation trends and cell morphology within the 

hydrogels.  

 

Figure 4: Longitudinal characterization of Fibroblasts and Osteoblasts growth and morphology. Microscopic imaging of live 
cells stained with green calcein-AM and observed with a 475 nm filter. Cells were seeded at 3.0 105 cells/mL and monitored 
for 35 days. Scale bar 500µm. HCAHigh: hydrogel contraction assay with high contraction, HCALow: hydrogel contraction 
assay with low contraction. 

Concerning growth kinetics, both cell types displayed increased growth rate in HCAHigh compared to 

HCALow. Fibroblasts showed similar growth trends for both constructs with a linear increase until day 

21, corresponding to a growth rate of 0.17 day-1 in HCAHigh and 0.13 day-1 in HCALow. This growth was 

followed by a stabilization phase at a cell density 2.4 times higher in HCAHigh than in HCALow.  Cell 

proliferation was more limited for osteoblasts with a growth rate of 0.07 day-1 in HCAHigh and no growth 

in HCAlow conditions. Again, cell densities in HCAHigh were 2 times higher than in HCALow after 35 days of 

culture.  

To detail growth behaviors of both cells in these hydrogels, cells morphology and repartition were 

followed by live cells calcein staining. Three growth phases were identified for fibroblasts. First, within 

the 5 first days, fibroblasts displayed a spherical shape. From day 12 they started to stretch and 

demonstrated stellate shapes. An interconnected network developed and it was only after 21 days of 

culture that fibroblasts formed a dense layer on the construct periphery which remained until the end 

of the culture. Additional staining of cell nuclei with DAPI and of actin cytoskeleton with phalloidin on 

histological cuts revealed differences in cell repartition inside the construct depending on the 

polymerization condition (figure 5 and supplementary S3). Fibroblasts in HCAHigh were well distributed 

throughout the hydrogel and were connected to each other through their cytoplasmic extensions while 



14 
 

in HCALow cells were mainly distributed on the surface of the construct with a polarized morphology. 

Very few cells exhibiting cytoplasmic extensions were distributed inside the construct. In both HCAHigh 

and HCALow cells displayed the fibroblasts morphology described in literature for free floating 

hydrogels, thus confirming the phenotype of contractile cells [34].  

 

Figure 5: Morphological and Repartition analysis thanks to actin staining of fibroblasts and osteoblasts. Actin fibers were 
stained in with phalloidin-Alexa fluor 546 and nuclei were counterstained in blue with DAPI. Osteoblasts cells were visualized 
by confocal microscopy with a x40 objective. Images are maximum intensity projection of z-stack.  Fibroblasts cells were 
imaged by a slide scanner with a x20 objective. HCAHigh: hydrogel contraction assay with high contraction, HCALow: hydrogel 
contraction assay with low contraction. 

Three growth phases are also visible for osteoblasts. From day 1 to day 5, osteoblasts displayed a 

cuboidal morphology characteristic of active cells that are not fully differentiated. From day 12, few 

cells initiated some dendrites. This proved the beginning of differentiation process into osteocytes. 

After 35 days of culture, cells formed an interconnected network through their dendrites, 

demonstrating a fully differentiated state into osteocytes. This was further supported by expression of 

osteocytic marker PHEX (supplementary S4). DAPI and phalloidin staining confirmed these 

assumptions. Cells exhibited a cuboidal morphology with some osteoblasts starting to extend 
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cytoplasmic prolongations for both conditions at day 12 (figure 4). However, after 33 days of culture, 

strong differences between constructs were observed. HCAHigh demonstrated a higher internal cell 

density with osteocytes interconnected thanks to their dendrites. On the contrary, in the HCALow tissue 

constructs, cells were mostly distributed on the periphery and showed an elongated morphology with 

some prolongations. Besides, cells did not appear to form a dense interconnected network like for 

osteocytes present in the HCAHigh constructs.  

Both osteoblasts and fibroblasts reached a maximum of global traction stress at day 5. This correlated 

with attachment of cells (see figure 2 day 5). This is also relevant with maximal contraction in collagen 

gels during the attachment phase of the cells [50,64].  

2. Expression of α-SMA 

Cell contractile phenotype is identified thanks to the detection of α-SMA fibers. Thus, expression of α-

SMA fibers was compared for both cells in HCAHigh and HCALow conditions. Both fibroblasts and 

osteoblasts in HCAHigh condition expressed α-SMA associated with a strong contraction of the biomatrix 

(47% and 77% respectively). A clear biomatrix remodeling was also observed when compared with 

HCALow and was further confirmed by collagen staining (supplementary S5). Interestingly, both 

osteoblasts and fibroblasts also expressed α-SMA in HCALow. This proved that cells in HCAHigh and HCALow 

presented a contractile behavior. However, as cells reached a lower density in HCALow than in HCAHigh 

and were distributed mainly on the construct perimeter, contraction occurred only on the hydrogel 

periphery. In contrast, cells in HCAHigh applied contraction forces homogeneously on the overall 

construct volume.  

Thanks to labelling of α-SMA fibers, we confirmed fibroblasts transition to myofibroblasts described in 

wound contraction. This behavior is generally initiated by surrounding fibroblasts migration to the 

wound and is described as a mechanism which stiffened the ECM [34].  

As for osteoblasts seeded hydrogels, we identified several transition phases for cell phenotypes 

through expression of α-SMA fibers. Expression of α-SMA by osteoblasts has already been 

demonstrated both in vitro and in vivo [26,37,71]. Active osteoblastic cells involved in fracture repair 

express -SMA fibers while it is no longer the case for mature osteocytes. This is consistent with the 

observed behavior in our experiment with a proliferation phase occurring during the first 12 days when 

cells exhibited expression -SMA fibers and generated high cell specific contraction (figure 2 and 6), 

while the second growth phase until 35 days of culture demonstrated an osteocyte phenotype and a 

stabilization of contraction forces. 
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Figure 6: Contractile α-SMA fiber immunostaining for constructs seeded with fibroblasts and osteoblasts. Cells expressing α-
SMA are visualized in brown after HRP revelation while cell nuclei are visualized with a counterstaining with Gill’s Hematoxylin 
in dark blue. HCAHigh: hydrogel contraction assay with high contraction, HCALow: hydrogel contraction assay with low 
contraction. 

An advantage of our study compared to the ones presented in literature is the monitoring of 

contraction forces over long cultivation periods - 35 days in the present case. This allowed us to clearly 

identify different cellular processes involved in biomatrix contraction. Cell growth was only 

characterized over the first 21 days of culture for fibroblasts and 12 days for osteoblasts. This meant 

that novel cell attachment could not account for the contraction occurring after the growth phases. 

Expression of -SMA suggested a shift of contraction mode from cell attachment and locomotion to 

cell shortening. Cells in HCAHigh generated specific contraction stress an order of magnitude higher than 

in HCALow but no differences were noticed in contractile phenotype of the cells. This indicated that 

hydrogel resisted to cell contraction forces. As contraction depends on cell density [25,36], cells in 

HCAHigh probably did not reach the density threshold to initiate contraction. To verify such hypothesis, 
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further experiments should investigate the effect of a higher seeding cell density on the construct 

contraction.  

 

III. Conclusion 

This study proposes a new method to quantify traction forces generated by cells embedded in 

hydrogels. This biomechanical model is non-destructive and requires only macroscopic images of the 

seeded hydrogels and allows for long term longitudinal monitoring of several contractile cell processes. 

Two contractile cells were studied, fibroblasts and osteoblasts embedded in proliferative hydrogels, 

over 35 days. Differential reticulation process confers to the selected hydrogels modulable mechanical 

properties and degradability by cells MMP’s. It was possible to enhance cell proliferation and their 

contractile fibers expression to observe a strong matrix contraction by the cells (up to 50% for 

fibroblasts and 75% for osteoblasts). On the contrary, the choice of a matrix presenting increased 

reticulation of the hydrogels, thus impeding cell proliferation, also limited the overall expression of cell 

contractile fibers and macroscopic observation of such biological function.  Future studies should focus 

on solutions to take into account anisotropy of the traction stress that arises locally inside the 

hydrogels.  

 

SUPPLEMENTARY DATA 

S1: Surface measurement of bioprinted constructs. Surfaces of the construct (continuous line) and 

culture well (dashed line) have been measured in pixels. The known area in cm² of the culture well 

has been used to convert the construct area in cm². HCAHigh: hydrogel contraction assay with high 

contraction, HCALow: hydrogel contraction assay with low contraction. 

S2: Evolution of hydrogel surface monitored by image analysis expressed as a percentage of surface 

value at day 1. HCAHigh: hydrogel contraction assay with high contraction, HCALow: hydrogel contraction 

assay with low contraction. 

S3: Repartition of fibroblasts at day 33. Dashed line delineates the perimeter of the tissue construct. 

Nuclei were stained with DAPI and appear in blue. HCAHigh: hydrogel contraction assay with high 

contraction, HCALow: hydrogel contraction assay with low contraction. 

S4: Expression of PHEX revealing differentiation from osteoblasts to osteocytes at day 33. Cells 

expressing PHEX appear in brown after HRP revelation while cell nuclei are visualized with a 

counterstaining with Gill’s Hematoxylin in dark blue. HCAHigh: hydrogel contraction assay with high 

contraction, HCALow: hydrogel contraction assay with low contraction. 

S5: Collagen secretion by osteoblasts at day 33. Collagen appear in brown after immunostaining and 

revelation by HRP. Osteoblasts in HCAHigh have remodeled their matrix and secreted a dense collagen 

matrix while secretion of collagen in HCALow is localised immediately arround cells. HCAHigh: hydrogel 

contraction assay with high contraction, HCALow: hydrogel contraction assay with low contraction. 
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Chapitre 6. Caractérisation mécanique des construits cellularisés

Conclusion

Dans ce chapitre, nous nous sommes intéressés à l’action des cellules sur les construits.
Dans un premier temps, nous avons montré qu’il était nécessaire d’appliquer une fonction
de correction de l’effet du substrat pour calculer le module d’élasticité des construits dont
les modules d’élasticité étaient inférieurs à 2 kPa. Nous avons ensuite appliqué un modèle
viscoélastique pour exploiter les mêmes essais d’indentation. La méthode présentée a
permis d’obtenir des paramètres viscoélastiques similaires à ceux obtenus lors d’un essai
de relaxation, ici les modules d’élasticité instantané et à l’équilibre, ainsi que le temps de
relaxation, tout en s’affranchissant des contraintes liées à ces essais.

Dans un second temps, nous avons proposé un modèle biomécanique permettant
d’estimer les forces de traction générées par les cellules sur leur environnement. Ce modèle
biomécanique est non destructif et nécessite uniquement des images macroscopiques des
construits. Cela nous a permis de réaliser la cinétique des forces de contraction des cellules
durant toute la durée de la culture (35 jours).
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Chapitre 7

Développement de modèles
cellulaires porteurs d’une mutation
associée à l’ostéogenèse imparfaite

Introduction

Dans les chapitres précédents, nous avons identifié les propriétés mécaniques et
structurales optimales des construits bio-imprimés pour la bio-fabrication de modèles in
vitro de derme et de tissu osseux. Il s’agit donc pour la suite de sélectionner les cellules
d’os et de derme qui possèdent une mutation génétique associée à l’ostéogenèse imparfaite
(OI). Pour cela, nous avons mené deux stratégies en parallèle : d’une part, l’obtention de
cellules primaires extraites des tissus de patient atteints d’OI, et d’autre part l’édition
génétique de cellules saines pour reproduire une mutation associée à l’OI (figure 7.1).

L’objectif à terme est de produire des modèles in vitro 3D à partir de ces cellules afin
de mettre en évidence les effets des mutations génétiques sur les propriétés mécaniques
des construits bio-imprimés.
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Figure 7.1 – Stratégies d’obtention de cellules porteuses d’une mutation associée à
l’OI. A : Extraction de cellules primaires porteuses d’une mutation spontanée à partir de
déchets opératoires d’os et de peau de patients OI. B : Induction d’une mutation dans
des cellules contrôles par la méthode CRISPR/Cas9.
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7.1 Obtention de cellules de patient : mutation spontanée

En France, l’autorisation de réaliser des études impliquant des personnes humaines
nécessite la soumission d’un dossier à destination d’un comité de protection des personnes
(CPP). Ce type de dossier décrit les objectifs et le déroulement de l’étude, les critères
d’inclusion des participants, la balance bénéfice/risque pour les personnes incluses dans
l’étude, ainsi que les données qui seront recueillies, leurs analyses et leur conservation.
Afin de recruter des patients OI, nous avons collaboré avec le Pr. Roland Chapurlat des
Hospices Civils de Lyon, porteur d’une étude sur l’expression sérique des micro ARN chez
les patients OI. Nous avons ajouté une étude annexe au projet principal pour obtenir des
déchets opératoires de peau et d’os.

Il s’agit d’une étude descriptive transversale comparant les propriétés mécaniques
de la matrice organique sécrétée par les cellules cutanées et osseuses dans 2 groupes de
sujets : atteints d’OI et contrôles.

Les critères d’inclusion des sujets que nous avons déterminés sont les suivants :
— population contrôle : 8 patients hommes et femmes âgés de moins de 50 ans devant

subir une intervention chirurgicale programmée en orthopédie pour reconstruction
des ligaments croisés ou toute intervention touchant les membres inférieurs ou
supérieurs,

— population OI : 8 patients devant subir une intervention chirurgicale programmée
sur les os longs, en lien avec leur pathologie.

Notre étude comporte deux parties (figure 7.2). Premièrement, lors de l’opération
chirurgicale, un prélèvement cutané (13 mm²) sera réalisé sur le site de la chirurgie et les
déchets osseux post-opératoires seront récupérés. Les cellules osseuses (ostéoblastes) et de
dermiques (fibroblastes) extraites des prélèvements seront utilisées pour la production de
modèles in vitro qui serviront à comparer les propriétés mécaniques des deux tissus dans
les groupes OI et contrôle. Les extractions de fibroblastes seront réalisées en partenariat
avec LabSkin Creations qui a développé une expertise dans la création de modèles in
vitro de peau. Les extractions d’ostéoblastes utiliseront un protocole de culture d’explant,
tel que décrit dans le chapitre 1, section 1.1.3.2. Dans un deuxième temps, des mesures
non invasives des propriétés mécaniques de la peau in vivo seront réalisées sur les mêmes
patients pour rechercher des marqueurs non invasifs de la qualité du collagène. Le dispositif
utilisé pour ces mesures est un système d’indentation sans contact développé au LTDS
[345].

A ce jour, aucun patient correspondant aux critères d’inclusion n’a pu être recruté
durant le temps de l’étude. En effet, l’étude ne portait que sur des patients adultes. L’OI
étant une maladie rare dont la sévérité des symptômes diminue à l’âge adulte, il est
probable que le recrutement de patients OI serait plus rapide en proposant une étude
chez les enfants. Ceci n’a pas été possible dans le cadre de cette thèse car les pathologies
infantile ne sont pas prises en charge au sein du même hôpital.
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Figure 7.2 – Déroulement prévu de l’étude sur des patients OI et contrôles.
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7.2 Edition génétique : mutation induite

Étant donné le nombre de mutations génétiques différentes et la variété de symptômes
associés, il est nécessaire de décrire les mutations génétiques des individus donneurs afin
d’appréhender leur impact. De plus, d’un donneur à l’autre les mutations génétiques n’ont
pas nécessairement les mêmes conséquences à cause des régulations épigénétiques qui
diffèrent entre les individus [179]. C’est pourquoi, en parallèle à la collecte de cellules
OI issues de patients, il a été choisi de générer par ingénierie génétique une population
cellulaire exprimant des mutations associées à l’OI. Ainsi, la seule différence entre les
cellules OI et contrôles proviendra de la mutation. La technologie d’édition du génome
CRISPR/Cas9 a été identifiée pour induire ce type de mutations à la fois dans les
fibroblastes et les ostéoblastes humains. Nous avons sélectionné les lignées cellulaires
ainsi que la stratégie d’édition génétique. Les analyses bio-informatiques ainsi que les
manipulations génétiques nécessaires à l’établissement de ces deux modèles cellulaires
(figure 7.3) ont été sous-traitées à la société genOway, spécialiste de l’édition du génome.

7.2.1 Sélection de la mutation et de la stratégie d’édition génétique

Afin de reproduire une mutation identifiée chez les patients OI, nous avons choisi de
considérer uniquement les mutations portées par COL1A1 ou COL1A2. En effet, ces
mutations représentent environ 85 % des mutations observées chez les patients [176]. Parmi
ces mutations, la substitution d’une glycine par un autre acide aminé est la mutation
la plus fréquente et celle qui provoque les symptômes les plus sévères à cause de la
perturbation de l’enroulement de la chaîne de collagène engendrée [176, 184]. En prérequis,
la validation de ce choix est basée sur plusieurs études démontrant que l’inactivation
de COL1A1 (knock out, abrégé KO) peut ralentir la prolifération, mais n’affecte pas la
viabilité des cellules [231, 346]. La modification du gène ne devrait donc pas impacter la
viabilité cellulaire.

Afin d’identifier les mutations génétiques responsables des substitutions des glycines,
la base de données Osteogenesis Imperfecta Variant Database a été utilisée [347]. Les
critères de sélection entrés dans la base de données étaient les suivants :

— Disease : OI
— Legacy change : Gly
— Mutation effect : missense

Avec ces critères, 258 résultats sont disponibles pour COL1A1 et 226 pour COL1A2.
Parmi cette liste, 5 mutations majoritairement associés à des phénotypes d’OI III (la
forme la plus sévère compatible avec la vie) ont été retenues pour COL1A1 et 4 pour
COL1A2 (tableau 7.1).
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Figure 7.3 – Étapes de production d’un modèle cellulaire OI par édition génétique. Ces
étapes ont été réalisées par la société genOway.

Gène Mutation Protéine Nombre de cas Phénotypes associés

COL1A1

C.3118G>A p.Gly1040Ser 18 16 OI III + 2 OI II

C.2299G>A p.Gly767Ser 36 Majoritairement OI III

C.2596G>T p.Gly866Cys 5 4 OI III+ 1 OI II

C.3226G>A p.Gly1076Ser 14 OI III ou IV

C.2362G>A p.Gly788Ser 8 OI III ou IV

COL1A2

C.1378G>A p.Gly460Ser 17 14 OI III + 3 OI IV

C.2845G>A p.Gly949Ser 9 OI II ou OI III

C.1009G>T p.Gly331Asp 5 majoitairement OI III

C.2972G>T p.Gly991Val 3 2 OI III + 1 OI IV

Table 7.1 – Mutations génétiques associées à l’OI portées par COL1A1 ou COL1A2
sélectionnées pour le développement de modèles cellulaires.

Cette première sélection de mutations cibles a été transmise à genOway pour évaluer
leur compatibilité avec une stratégie d’édition génétique par CRISPR/Cas9 grâce à une
analyse bio-informatique.

Cette analyse bio-informatique a pour objectif d’évaluer certains critères essentiels
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pour prévoir le succès d’insertion de la mutation. Ainsi, afin d’introduire une mutation
ponctuelle ciblée avec la méthode CRISPR/Cas9, il faut choisir la voie de réparation par
recombinaison homologue. Pour cela, il faut introduire dans le noyau de la cellule un
ADN modèle porteur de la mutation à introduire. Pour que l’introduction de la mutation
fonctionne, certains critères doivent être respectés :

— le site de coupure par l’enzyme doit être à une distance inférieure ou égale à 5
paires de base du lieu de la mutation à insérer,

— l’efficacité de coupure prédite par l’outil CRISPOR [348] doit avoir un score
supérieur à 70,

— le site de coupure doit être spécifique de la mutation à introduire : peu de sites
hors de la zone cible doivent être prédits,

— le contenu en base G et C doit être compris entre 40 et 70 %.

La priorité a été donnée aux mutations portées par COL1A1 car elles ont été décrites
chez plus de patients que celles identifiées pour COL1A2 (tableau 7.1). Les résultats
sont présentés dans le tableau 7.2. Étant donné que nous souhaitons introduire la même
mutation dans la lignée d’ostéoblastes et de fibroblastes, les analyses sont valables pour
les deux types de cellules.

Mutation Protéine Conclusion des analyses

3118G>A Gly1040Ser Non recommandé car le contenu GC est trop élevé

2299G>A Gly767Ser Non recommandé car la distance avec le site de coupure est
trop grande (18bp)

2596G>T Gly866Cys Non recommandé car l’efficacité de coupure prédite est faible

3226G>A Gly1076Ser Bon design

2362G>A Gly788Ser Non recommandé car la distance avec le site de coupure est
trop grande (18bp)

Table 7.2 – Vérification du respect des critères essentiels pour l’introduction d’une
mutation génétique ponctuelle.

Une seule mutation parmi les 5 sélectionnées pour COL1A1 satisfait les critères de
sélection. Cependant, des analyses supplémentaires ont montré que cette mutation risquait
de perturber la maturation de l’ARN messager. Elle n’a donc pas été retenue non plus.
Cependant, une mutation portée par COL1A2 (Gly460Ser) remplit également les critères
pour l’introduction d’une mutation par CRISPR/Cas9.

Aucun site de coupure hors de la zone d’intérêt n’a été prédit par l’analyse bio-
informatique pour cette mutation. Cependant, cela ne garantit pas totalement l’absence
de coupure non désirée hors de la zone ciblée. Afin de pouvoir détecter la présence
éventuelle d’une mutation autre que celle attendue, 3 clones porteurs de la mutation
seront générés en parallèle. Ainsi, si un clone présente un comportement différent des
autres, la présence d’une mutation hors de la zone cible sera présumée.
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Si la mutation ponctuelle introduite ne modifie pas le site de coupure de l’enzyme,
celle-ci peut couper à nouveau l’ADN et introduire une mutation supplémentaire. Pour
éviter ce problème, une mutation silencieuse (c’est-à-dire qui ne provoque pas de mutation
sur la protéine) sera introduite sur le site de coupure afin d’empêcher la reconnaissance
de la séquence ADN par l’enzyme.

Le risque de perturbation de la maturation de l’ARN messager, que ce soit à cause de
la mutation introduite ou de la mutation silencieuse, est négligeable pour la mutation
Gly460Ser portée par COL1A2. C’est donc cette mutation qui a été retenue.

Plusieurs mutations portées par les gènes COL1A1 ou COL1A2 ont été identifiées
dans la base de données [347]. Parmi ces mutations, 5 mutations sur COL1A1 et 4
mutations sur COL1A2 ont été retenues. Les analyses bio-informatiques effectuées
par genOway ont montré que seule la mutation Gly460Ser (portée par COL1A2 )
satisfaisait les critères essentiels pour l’édition génétique par CRISPR/Cas9. C’est
donc cette mutation qui a été sélectionnée pour générer des modèles cellulaires OI.

7.2.2 Édition génétique d’une cellule de la lignée ostéoblastique

7.2.2.1 Sélection de la lignée ostéoblastique

L’édition génétique par CRISPR/Cas9 requière de multiples étapes de prolifération,
ce qui est une contrainte importante pour l’utilisation de cellules primaires qui dérivent
rapidement en culture. Il est donc recommandé de travailler avec des cellules de lignée.

Une seule lignée d’ostéoblaste commerciale et non cancéreuse est disponible : la lignée
hFOB 1.19 développée par Harris et al [75] et commercialisée par ATCC. Cette lignée
a été immortalisée par la transfection d’un variant de l’antigène T de SV40 sensible à
la température. Ainsi, à 34°C, les cellules prolifèrent. Lorsque la température est élevée
à 39°C, la prolifération s’arrête et les cellules se différencient. Elles reproduisent un
comportement "normal" d’ostéoblastes [349-352] et elles ont déjà été utilisées pour de
l’édition génétique via CRISPR/Cas9 [353, 354].

Après transfection de la machinerie CRISPR/Cas9, les cellules seront isolées pour
proliférer de façon clonale de manière à obtenir des populations homogènes. La capacité
des cellules à proliférer en étant isolée les unes des autres est donc un prérequis à leur
édition génétique. Lors de l’étape de validation de la lignée, genOway n’a pas réussi à
faire proliférer les cellules de façon clonale : lorsque les cellules se retrouvaient isolées,
elles ne se multipliaient plus. Cela signifie qu’après l’étape de mutation, il ne sera pas
possible d’obtenir une population homogène de cellules. En effet, l’efficacité de l’induction
d’une mutation génétique par CRISPR/Cas9 n’étant pas de 100 %, la population de
cellules obtenue après mutation comportera des cellules mutées, des cellules non mutées
et probablement des cellules avec des mutations non attendues. Les cellules non mutées
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risquent de proliférer plus vite que les cellules mutées, donc la proportion de cellules
mutées dans la population va progressivement diminuer. Pour contourner le problème,
il est possible d’insérer des portions de gènes de protéine fluorescente ou de résistance
à un antibiotique en même temps que la mutation d’intérêt. Cela permettrait d’opérer
une sélection des cellules mutées (figure 7.4). Grâce à ces deux techniques, il est possible
d’obtenir une population uniquement constituée de cellules mutées. Cependant, elles
risquent de réduire la viabilité et/ou la capacité de différenciation des cellules, ainsi que de
perturber l’expression du gène à cause la séquence génétique supplémentaire insérée. Les
études qui ont utilisé ces cellules pour induire des mutations via CRISPR/Cas9 ont utilisé
des méthodes de tri cellulaire par bioluminescence [353, 354] ou par sélection antibiotique
[233]. Cependant, dans notre cas, la position de la mutation et de la séquence d’ADN
supplémentaire nécessaire au tri cellulaire risque d’altérer l’expression du gène d’intérêt.

Il a donc été décidé de travailler avec une autre lignée cellulaire. La lignée de cellules
souches mésenchymateuses issues de la moelle osseuse immortalisée par l’équipe du Pr
Paul Genever à l’Université de York (lignée Y201) a été identifiée comme une alternative
à la lignée hFOB 1.19 car elles ont la capacité de se différencier en ostéoblastes [236] et
ont déjà été utilisées en bio-impression [355].

L’utilisation de la lignée a été validée par genOway. Cette lignée remplit les prérequis
pour l’édition génétique par CRISPR/Cas9. Cependant, genOway a émis un avertissement
à propos de l’augmentation du temps de doublement des cellules après leur électroporation.

7.2.2.2 Évaluation du comportement de la lignée Y201 dans les construits
bio-imprimés

La pertinence de la lignée pour la production d’un modèle de tissu osseux in vitro a
ensuite été évaluée. Le temps de doublement de cette lignée est d’environ 3 jours (contre
5 jours pour les ostéoblastes primaires humains) et la densité à confluence est de 40000
cellules/cm² (soit 2 fois plus que pour les ostéoblastes). La morphologie des cellules en
2D est présentée en figure 7.5. L’innocuité des solutions de polymérisation TGHCa et
TGBCa a été validée en comparant les capacités de prolifération et production d’une
matrice minéralisée des cellules, de la même manière que pour les ostéoblastes primaires
(chapitre 4 section 4.3.1). Les résultats sont présentés en figure 7.5-C.

Le comportement des cellules Y201 dans les construits réticulés avec les conditions
optimales (TGBCa) et les moins adaptées (TGHCa) a été évalué (figure 7.6 et tableau
7.3) pour comparer leur réponse à celle observée avec les ostéoblastes (chapitre 4). Nous
avons observé les mêmes tendances de prolifération que pour les ostéoblastes, à savoir une
prolifération supérieure dans la condition TGBCa. Néanmoins, les Y201 ont une capacité
de prolifération environ 16 fois plus importante que les ostéoblastes.

Après 13 jours de maturation, la morphologie des Y201 diffère entre les deux conditions :
elles sont très étirées dans la condition TGBCa alors qu’elles ont une morphologie similaire
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Figure 7.4 – Méthode de tri cellulaires des cellules mutées. A : Tri basé sur l’insertion
d’un marqueur fluorescent lors de l’insertion de la mutation ponctuel. B : Tri basé sur
l’insertion d’un gène de résistance à un antibiotique lors de l’insertion de la mutation
ponctuel.

à celle observée en 2D dans la condition TGHCa. La formation d’une couche cellulaire
dense en surface des construits rend difficile la comparaison des morphologies après 20
jours de culture.
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Figure 7.5 – Caractérisation des Y201 en 2D. A : Morphologie des cellules 24h après
ensemencement. B : Morphologie des cellules à confluence. C : Impact des solutions de
polymérisation sur la croissance cellulaire. D : Marquage de la minéralisation au rouge
alizarine. Dans certains puits (*), les cellules se sont détachées lors de la différenciation.

Comme pour les ostéoblastes, la contraction des construits a eu lieu uniquement pour
la condition TGBCa entre le douzième et le vingtième jour puis se stabilise. Cependant,
la contraction atteinte après 20 jours est 1,7 fois plus faible pour les Y201.

L’activité de l’ALP a également été mesurée. Elle était trop faible pour être détectée
au deuxième jour de culture. Après 20 jours, l’activité était détectable du fait de l’aug-
mentation du nombre de cellules. Néanmoins, elle restait 5 fois et 100 fois plus faible
que pour les ostéoblastes dans les conditions TGHCa et TGBCa respectivement. Les
différences entre les deux types cellulaires peuvent être expliquées par les différences de
concentration en dexaméthasone : elle était 10 fois plus faible pour les Y201 que celle
utilisée pour les expériences réalisées avec les ostéoblastes. Cette concentration avait été
choisie pour reproduire le protocole de différenciation utilisée par James et al [236] mais
il est probable qu’elle ne suffise pas à induire la différenciation dans les construits en 3D.
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Figure 7.6 – Caractérisation du comportement des Y201 dans les construits bio-imprimés.
A : Prolifération cellulaire. B : images prises au microscope après 13 jours de culture
des cellules marquées en calcéine AM verte et observées avec un filtre à 475nm (objectif
10X). Barre d’échelle : 200 µm. C : Contraction des construits. D : Activité de l’ALP
intracellulaire normalisée par le nombre de cellules.
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Y201 HOB
Critères TGHCa TGBCa TGHCa TGBCa

Innocuité des solutions de réticulation en 2D Validé Validé Validé Validé
Facteur de prolifération sur 21 jours 8,2 40,6 0,5 1,6
Contraction après 20 jours (%) 3,4 37,4 4,7 63,5
Activité de l’ALP (µmol de p-NPP/cellule) 0,5 0,1 2,2 8,3

Table 7.3 – Comparaison du comportement des cellules de la lignée Y201 et des
ostéoblastes primaires dans les construits bio-imprimés.

7.2.2.3 Production des cellules de la lignée ostéoblaste OI

Une fois l’utilisation de la lignée Y2501 validée et la stratégie de mutation établie, les
cellules ont été transfectées. Cette étape a été réalisée trois fois et un total de 192 clones
ont été évalués mais la mutation d’intérêt n’a pas été détectée. A ce jour, nous n’avons
pas d’explication à l’absence d’insertion de la mutation d’intérêt.

Les travaux de la littérature qui ont produit des modèles OI par édition génétique ont
utilisé des approches différentes. Deux lignées de cellules OI ont été produites à partir
de cellules souches pluripotentes induites (iPSC). La première reproduit les mutations
observées chez les patients atteints d’OI I en inactivant le gène COL1A1 [231]. Ce type de
mutation avait été écarté pour notre étude car les symptômes associés sont moins sévères
[176], ce qui risquait de rendre la détection de différence de propriétés mécaniques in vitro
plus difficile. La deuxième lignée a été établie en transformant des fibroblastes d’un patient
OI II (forme létale en péri-natal) en iPSC [356]. La mutation était située dans la région du
propeptide C de la chaîne de pro-collagène, ce qui empêche la formation de la triple hélice.
Pour obtenir une lignée de cellules contrôles, la mutation a été corrigée simultanément à
la transformation en iPSC. Cette étude a donc utilisé une approche inverse à la nôtre : la
lignée de cellules contrôles a été établie en corrigeant la mutation portée par la cellule OI.
Les deux études ont utilisé des iPSC pour effectuer les manipulations génétiques. Cette
approche avait été écartée pour notre étude en raison de la complexité des protocoles de
maintenance et de différenciation des iPSC en ostéoblastes.
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Nous avons choisi de travailler avec deux lignées de cellules immortalisées par deux
méthodes différentes. Ces deux lignées ont été choisies car leur comportement a
déjà été caractérisé et elles ont été utilisées dans des modèles 3D [351, 355]. La
lignée hFOB 1.19 a été choisie dans un premier temps pour l’édition génétique.
Cependant, ces cellules n’étant pas capables de proliférer quand elles sont isolées,
leur utilisation a été rejetée. La lignée de cellules souches mésenchymateuses Y201
a été identifiée comme une alternative. Ces cellules peuvent proliférer de manière
clonale et répondent aux différentes conditions de polymérisation des construits
de manière similaire aux ostéoblastes. Leur utilisation pour la production d’un
modèle cellulaire OI a donc été validée. Cependant, l’édition génétique n’a pas
fonctionné sur ces cellules : aucun des 192 clones isolés n’était porteur de la mutation.
Pour établir un modèle OI, il faudrait donc privilégier une approche différente.
L’immortalisation de cellules de patients atteints de pathologie, par transformation
en IPSC [356] ou par immortalisation hTERT [357] a déjà été réalisée et pourrait
représenter une alternative.

7.2.3 Édition génétique d’une cellule de lignée de fibroblaste

7.2.3.1 Sélection de la lignée de fibroblaste

Comme pour les ostéoblastes, il a été nécessaire d’identifier une lignée de fibroblastes
immortalisées. La lignée BJ-5ta, immortalisée par induction de l’expression de la télomé-
rase (hTERT) et commercialisée par ATCC, a été sélectionnée. Cette méthode permet
d’immortaliser les cellules sans induire de phénotype cancéreux [358-360]. La lignée BJ-5ta
provient de fibroblastes de prépuces et a été utilisée pour la production de modèles 3D de
peau reconstruite [361-363].

Comme pour les ostéoblastes, l’utilisation de la lignée pour l’édition génétique a été
validée par la société genOway. Les cellules de la lignée BJ-5ta sont capables de proliférer
de manière clonale et supportent la transfection.

En parallèle, nous avons caractérisé le comportement de ces cellules en 2D et en 3D.
Elles ont un temps de doublement d’environ 2 jours, contre 4 jours pour les fibroblastes
primaires, et une densité à confluence de 37000 cellules/cm², contre 20000 cellules/cm²
pour les fibroblastes. La morphologie des cellules est présentée en figure 7.7.

Nous avons montré dans le chapitre 5 que la réticulation des construits avec la condition
TGBCa procurait les résultats optimaux en termes de prolifération et de sécrétion de
matrice. Seule cette condition a donc été évaluée. Aucun impact de l’incubation avec la
solution de polymérisation sur la croissance n’a été constaté.

Les cellules ont été bio-imprimées à la même densité que les fibroblastes primaires
(figure 7.8 et tableau 7.4). La capacité de prolifération des fibroblastes primaires était 3
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Figure 7.7 – Caractérisation du comportement des BJ-5ta en 2D. A : Morphologie des
cellules 24h après ensemencement. B : Morphologie des cellules à confluence. Barre déchelle :
200 µm. C : Comparaison de l’effet de l’incubation avec la solution de polymérisation
(TGBCa) sur la prolifération par rapport à l’incubation avec du milieu de culture (Ctrl).

fois plus élevée que celle des cellules de lignée BJ-5ta après 21 jours de culture. Cependant,
la morphologie et la répartition des cellules étaient similaires avec une forme allongée et
la formation d’un réseau dense de cellules connectées. En revanche, aucune contraction
n’a été observée pendant les 21 jours de maturation pour les cellules BJ-5ta, alors que
les fibroblastes primaires avaient provoqué une contraction de 24 % dans les mêmes
conditions. Il a été démontré que le processus d’immortalisation, ainsi que le nombre
de passages des cellules pouvaient avoir une influence sur leur capacité de contraction
[364]. De plus, Liu et al [365] ont montré que les fibres contractiles d’α-SMA n’étaient pas
exprimées dans les BJ-5ta. L’absence de fibres contractiles du cytosquelette pourraient
expliquer l’absence de contraction des construits.

Malgré les différences de prolifération et de contraction observées dans les construits
bio-imprimés entre les BJ-5ta et les fibroblastes primaires, ces cellules restent un modèle
pertinent car elles ont prouvé leur capacité à sécréter du collagène I et de l’élastine [361,
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Figure 7.8 – Caractérisation du comportement des BJ-5ta dans les construits bio-
imprimés. A : Prolifération. B : Contraction. C : images prises au microscope des cellules
marquées en calcéine AM verte et observées avec un filtre à 475nm (objectif 4X). Barre
déchelle : 100 µm.

Critères BJ-5ta Fibroblastes primaires

Innocuité des solutions de réticulation en 2D Validé Validé
Facteur de prolifération sur 21 jours 11,5 37,1
Contraction après 20 jours (%) -2,0 24,0

Table 7.4 – Comparaison du comportement des cellules de la lignée BJ-5ta et des
fibroblastes primaires dans les construits bio-imprimés.

362]. Nous avons donc choisi de poursuivre la stratégie d’ingénierie cellulaire.

7.2.3.2 Production des cellules de la lignée fibroblaste OI

Après transfection des éléments nécessaires à l’édition génétique, les cellules ont été
isolées pour obtenir des populations clonales. La région d’intérêt du gène COL1A2 a été
séquencée pour identifier la présence de mutations.

Un premier séquençage des populations clonales obtenues a révélé la présence de
quatre ou cinq évènements génétiques différents. Comme la diploïdie (présence de 2 copies
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du gène d’intérêt) des cellules a été vérifiée au début du projet, le nombre maximum
d’évènements génétiques attendus était de deux. L’hypothèse proposée pour expliquer la
présence de plus de deux évènements génétiques était une mauvaise méthode d’isolement
des clones cellulaires. En effet, il est envisageable qu’une population mixte comportant
plusieurs clones différents ait été analysée.

Une nouvelle dilution limite a donc été réalisée pour obtenir des populations clonales
homogènes. Le second séquençage a révélé des résultats identiques au premier. Cela signifie
que les populations étaient bien homogènes. Les cellules des populations clonales ont donc
dérivé et possèdent plus de deux copies du gène d’intérêt. Parmi les évènements génétiques
identifiés, des gènes non mutés et des gènes porteurs de la mutation d’intérêt ont été
observés lors du séquençage. Cependant, d’autres copies du gène portaient également des
mutations non attendues.

Une analyse bio-informatique a été menée pour prédire l’impact de ces mutations sur
la production de la protéine (tableau 7.5). Les deux clones obtenus portent chacun la
mutation d’intérêt ainsi qu’un allèle contrôle, ce qui était la cible de notre étude.

Parmi les autres mutations recensées, certaines entraînent la production d’une protéine
tronquée. Dans ce cas, il est peu probable que la protéine soit produite, donc cette mutation
ne devrait pas impacter les résultats. A l’inverse, les deux clones possèdent également une
mutation qui provoque l’insertion de plusieurs acides aminés dans la région de la triple
hélice. Cela signifie que la protéine produite aura une structure modifiée. Or, l’ajout ou la
suppression d’un ou deux motifs Gly-X-Y peut être à l’origine d’un décalage responsable
d’OI létale [176]. La production de protéines modifiées risque donc d’avoir un impact
majeur sur la synthèse et la structuration de la matrice extracellulaire. Comme plusieurs
mutations sont présentes en même temps dans les clones, cela empêcherait de conclure
quant à l’impact de la mutation. Les cellules produites fournissent donc un modèle de
sécrétion perturbée du collagène I, mais ces clones ne portent pas une mutation observée
chez un patient OI.

La présence de plus de deux copies du même gène indique que les cellules ont dérivé
génétiquement. Plusieurs études ont montré que le caryotype des cellules immortalisées par
hTERT était stable [357, 366]. La dérive observée de ces cellules est donc probablement
induite par la manipulation génétique. Seul le gène d’intérêt a été séquencé, il n’est donc
pas possible de savoir si la dérive observée touchait aussi d’autres gènes. L’impact de
cette dérive sur le comportement global de la cellule ne peut donc pas être prévu.

Le protocole de transfection ayant été optimisé par la société genOway, il n’est pas
possible de le modifier. Notre seule alternative possible consiste à utiliser une autre lignée
de cellules immortalisées. D’autres fibroblastes de peau humaine sont disponibles auprès
de la banque européenne de cellules (ECACC). Ces lignées n’ont pas été immortalisées
par les mêmes méthodes. Il s’agit donc de nouvelles sources de cellules potentielles pour
l’établissement d’une lignée de fibroblastes OI.
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La lignée de fibroblastes immortalisée par hTERT, BJ-5ta, a été sélectionnée pour
l’induction d’une mutation associée à l’OI dans une lignée de fibroblastes. Ces
cellules ne sont pas impactées par la mise en contact avec la solution de réticulation
et prolifèrent dans les construits bio-imprimés, bien qu’à un taux moins élevé que
les fibroblastes primaires. Ces cellules ont montré leur capacité à synthétiser du
collagène I et de l’élastine [361, 362]. Cependant, malgré leur capacité à proliférer
de façon clonale, cette lignée n’a pas non plus permis de générer un modèle OI
satisfaisant suite à l’apparition de copies surnuméraires du gène cible portant des
mutations non attendues.

Conclusion

Deux approches en parallèle ont été initiées pour obtenir des cellules présentant des
mutations associées à l’OI : d’une part des cellules primaires issues de patients, et d’autre
part des cellules immortalisées modifiées par la méthode CRISPR/Cas9. Malheureusement,
aucun patient correspondant aux critères d’inclusion n’a été recruté pendant la durée de
l’étude. L’édition génétique sur les lignées de cellules choisies n’a pas non plus abouti à
l’obtention de cellules reproduisant les mutations génétiques observées chez les patients.
La rédaction d’un protocole d’obtention de déchets osseux chez des patients enfants, plus
souvent opérés que les adultes, pourrait augmenter la probabilité d’obtenir des tissus
de patients OI pour l’extraction de cellules. L’édition génétique pourrait également être
renouvelée avec d’autres lignées immortalisées. Une approche inverse pourrait également
être envisagée : des cellules de patients OI pourraient être immortalisées et la mutation
corrigée par CRISPR/Cas9, comme cela a été réalisé pour des cellules d’un patient atteint
d’OI létale [356].
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Conclusion générale et perspectives

Ce travail s’inscrivait au coeur d’un projet consistant à établir un lien entre les effets
de l’ostéogenèse imparfaite sur les tissus osseux et dermique. Pour cela, des modèles in
vitro bio-imprimés de ces deux tissus ont été développés et caractérisés d’un point de vue
de la biomécanique et de la physiologie cellulaire.

Le premier chapitre de bibliographie a présenté la structure et la composition des
tissus d’intérêt, l’os et la peau. Les différents modèles in vitro existants ont été présentés.
Nous nous sommes concentrés sur les hydrogels car cette technique offre aux cellules
un environnement en trois dimensions avec lequel elles peuvent interagir. Les hydrogels
peuvent être obtenus par moulage ou par bio-impression. La bio-impression permet
une plus grande diversité de formes et de porosité que le moulage, c’est pourquoi cette
méthode de bio-fabrication était notre cible. L’analyse de la littérature a montré, qu’à
notre connaissance, aucun modèle in vitro bio-imprimé de tissu osseux ne montrait la
différenciation complète d’ostéoblastes primaires en ostéocytes. Dans le cas de la peau,
bien que des modèles bio-imprimés existent, les propriétés mécaniques des hydrogels
utilisés sont rarement rapportées. Enfin, nous avons décrit les causes et les conséquences
de l’ostéogenèse imparfaite, une maladie génétique rare qui affecte le collagène I. Cette
pathologie a été étudiée grâce à différents modèles animaux et cellulaires in vitro cultivés
en deux dimensions. La physiologie cellulaire étant fortement impactée par l’environement
cellulaire, et notamment les propriétés biomécaniques de la matrice extracellulaire et ses
stimuli envers les cellules, il est stratégique et plus pertinent d’étudier cette question dans
un contexte tri-dimensionnel. C’est pourquoi nous avons choisi de développer des modèles
in vitro bio-imprimés de derme et de tissu osseux.

Le premier chapitre de résultats a décrit le développement d’hydrogels bio-imprimés
aux propriétés mécaniques et structurales modulables. Pour cela, nous avons modifié la
composition des solutions de réticulation utilisées pour consolider les hydrogels. Nous
avons ainsi obtenu deux hydrogels avec un comportement élastique. Cependant, l’un avait
un module d’élasticité élevé de 30 kPa et l’autre un module bas de 8 kPa. Un troisième
hydrogel avec un module d’élasticité de 8 kPa a également été obtenu. Contrairement aux
deux premiers qui conservaient leur comportement élastique tout au long de la culture,
celui-ci adoptait un comportement viscoélastique après 33 jours de culture.

Les variations des solutions de réticulation ont aussi eu un impact sur la porosité
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des hydrogels. La microscopie électronique à transmission nous a permis de mesurer la
porosité à l’échelle nanométrique. La taille des pores observés étant largement inférieure à
celle des cellules, celles-ci devront remodeler leur environnement pour pouvoir se déplacer
dans l’hydrogel.

Dans le chapitre suivant, nous avons étudié l’influence de trois paramètres sur le
développement de modèles de tissu osseux in vitro : la méthode de bio-fabrication,
le choix du type cellulaire et les propriétés mécaniques et structurales des hydrogels.
Dans un premier temps, nous avons vérifié l’innocuité du procédé de bio-impression sur
les ostéoblastes primaires humains. Nous avons ensuite comparé les comportements de
différents types cellulaires utilisés dans la littérature pour le développement de modèles
in vitro de tissu osseux. La lignée de cellules MC3T3, bien que couramment utilisée dans
les modèles en trois dimensions, a montré des différences de comportement en termes
de prolifération, différenciation et capacité de contraction des hydrogels. Ainsi, malgré
leurs avantages tels que leur prolifération rapide et leur grande capacité de division avant
d’entrer en sénescence, nous avons choisi de développer nos modèles in vitro à partir
d’ostéoblastes primaires humains. Nous avons ensuite pu étudier l’influence des propriétés
mécaniques et structurales des hydrogels sur le comportement des ostéoblastes. Tous
les hydrogels étudiés ont permis l’expression du marqueur PHEX, caractéristique des
ostéocytes, par les cellules après 35 jours de culture. Cependant, seule la condition avec
le module d’élasticité bas (8 kPa) et un comportement viscoélastique satisfaisaient les
critères de cinétique de prolifération cellulaire et d’activité de la phosphatase alcaline,
ainsi que de sécrétion de matrice extracellulaire. C’est donc cette condition qui a été
retenue pour la bio-fabrication d’un modèle de tissu osseux in vitro.

L’influence des propriétés mécaniques et structurales sur le comportement des fibro-
blastes a également été analysée. Les trois conditions évaluées ont montré les mêmes
tendances de prolifération avec une phase de croissance puis une stabilisation. Cependant,
la densité maximale de cellules a été obtenue pour la condition avec le module d’élasticité
bas et un comportement viscoélastique. C’est également dans cette condition que le
remodelage de l’hydrogel a été le plus important. En effet, la contraction de l’hydrogel
et la sécrétion de matrice extracellulaire ont été plus élevées dans cette condition que
dans les deux autres. Cependant, toutes les conditions ont montré l’expression des fibres
contractiles d’α-SMA par les cellules. Cela signifie que toutes les cellules se sont différenciés
en myofibroblastes, cellules impliquées dans le processus de cicatrisation de la peau.

La génération de ces modèles in vitro a nécessité d’adapter les méthodes de caractéri-
sation biomécaniques existantes pour caractériser les interactions entre les cellules et leur
environnement. Deux méthodes de caractérisation ont été employées : la micro-indentation
pour mesurer les propriétés mécaniques des construits suite à la sécrétion de matrice
et la quantification des forces de traction générées par les cellules et responsables de la
contraction des construits.

La caractérisation mécanique des construits par micro-indentation a nécessité des
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adaptations des méthodes utilisées traditionnellement dans la littérature. Dans un premier
temps, les construits ont été considérés comme des matériaux élastiques. Le fit des courbes
de force en fonction du déplacement par le modèle de Hertz a validé l’utilisation de cette
hypothèse. La première amélioration de la méthode consiste à prendre en compte les effets
du substrat. En effet, dans le cas de matériaux fins et mous comme les nôtres, le substrat
rigide sur lequel sont posés les échantillons contribuent à la mesure de force enregistrée
par l’indenteur. Nous avons donc utilisé deux modèles de correction de l’effet du substrat
disponibles dans la littérature. Les modules d’élasticité de nos construits corrigés par
ces deux modèles étaient équivalents. La comparaison des courbes expérimentales et
numériques a montré que lorsque le module d’élasticité était inférieur à 2 kPa, la fonction
de correction a permis de réduire l’écart entre les deux courbes.

Nous avons ensuite pris en compte la viscoélasticité des construits, visualisées par
l’augmentation de l’hystérésis après 33 jours de culture. Pour cela, nous avons utilisé
une méthode qui permet d’obtenir les paramètres viscoélastiques à partir des essais
habituels d’indentation. En appliquant cette méthode sur nos données, nous avons pu
extraire les modules d’élasticité instantané et à l’infini, ainsi que le temps de relaxation,
qui sont habituellement obtenus à partir d’essais de relaxation. Nous avons donc pu
exploiter les mêmes courbes d’indentation avec un modèle élastique ou viscoélastique.
Cela signifie qu’un seul essai permet d’obtenir les propriétés élastiques et viscoélastiques
d’un échantillon, sans nécessiter d’émettre une hypothèse préalable sur le comportement
du matériau. Cela offre un gain de temps considérable et permet de s’affranchir des
inconvénients de la relaxation, tels que la dérive des capteurs au cours du temps.

L’action des cellules sur leur environnement a également été évaluée par leur capacité à
contracter les hydrogels au sein desquels elles étaient ensemencées. Le modèle biomécanique
proposé pour calculer les forces de contraction générées par les cellules est non-destructif,
nécessitent uniquement des images macroscopiques de l’hydrogel et permet le suivi
longitudinal à long terme des capacités contractiles des cellules.

Enfin, nous avons mené deux approches en parallèle pour l’obtention d’ostéoblastes et
de fibroblastes OI : d’une part, l’obtention de cellules primaires extraites des tissus de
patient atteints d’OI, et d’autre part l’édition génétique de cellules saines pour reproduire
une mutation associée à l’OI. Les cellules primaires reproduisent la variabilité phénotypique
observée chez les patients alors qu’à l’inverse, l’édition génétique permet d’obtenir une
lignée de cellules OI en tout point identique à la lignée contrôle, à l’exception de la
mutation d’intérêt.

Un dossier à été rédigé pour présenter l’étude et obtenir l’autorisation de récupérer des
déchets opératoires. Ce dossier a été accepté par un comité de protection des personnes
(CPP), mais malheureusement aucun patient n’a été recruté sur la durée de la thèse. En
effet, l’OI est une maladie rare dont les symptômes sont moins sévères chez les patients
adultes. Pour augmenter nos chances de recruter des patients, il faudrait déposer un
dossier pour l’obtention de déchets opératoires de patients enfants.
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Conclusion

L’édition génétique par la technique CRISPR/Cas9 a été réalisée sur une lignée de
cellules souches mésenchymateuses de moelle osseuse, précurseurs des ostéoblastes, et
une lignée de fibroblastes. La mutation retenue correspondait à une mutation observée
in vivo chez des patients atteints de formes sévères de l’OI (OI III). Malheureusement,
les manipulations génétiques n’ont pas abouti aux résultats attendus : aucune cellule
porteuse de la mutation cible n’a été produite.

Les résultats obtenus dans le cadre de cette thèse soulèvent plusieurs perspectives
intéressantes. Premièrement, les résultats obtenus pour les modèles de tissu osseux sont
surprenants car les meilleures différenciation des ostéoblastes en ostéocytes et sécrétion
de matrice extracellulaire sont obtenues avec les construits possédant un module d’élas-
ticité de 8 kPa. Cela est surprenant car le module d’élasticité de l’ostéoïde (la matrice
extracellulaire non minéralisée) est de 27 kPa. Même si cette valeur est probablement
surestimée, les modules d’élasticité de nos construits en sont très éloignés. Cependant,
en modifiant les valeurs du module d’élasticité, nous avons également modifié le compor-
tement viscoélastique de l’hydrogel, ainsi que sa porosité et sa sensibilité aux protéases
matricielles. Il serait donc intéressant d’établir un plan d’expérience pour séparer l’effet
des ces différents paramètres sur le comportement des ostéoblastes.

Le modèle de tissu osseux pourrait être amélioré en ajoutant des stimulations mé-
caniques pendant la maturation. Il a en effet été démontré que des stimulations en
compression ou en cisaillement avaient des effets bénéfiques sur la différenciation et
la sécrétion de matrice extracellulaire. Cela serait d’autant plus intéressant que notre
modèle permet la différenciation des ostéoblastes en ostéocytes, qui sont les cellules
mécanosenseurs de la matrice extracellulaire osseuse.

Le modèle de derme pourrait également être amélioré en ensemençant des kératinocytes
par-dessus pour former un épiderme. Il serait aussi intéressant de quantifier la sécrétion
de collagène III, et notamment le ratio de synthèse de collagène I/collagène III. Il a en
effet été montré que ce ratio pouvait différer entre les cellules OI et contrôles.

En conclusion, ces travaux ont montré pour la première fois la bio-impression d’os-
téoblastes primaires capables de remodeler l’hydrogel et de se différencier en ostéocytes.
Les construits qui possédaient le module d’élasticité le plus faible et un comportement
viscoélastique ont fourni les meilleurs modèles in vitro de tissu osseux et de derme, en
termes de physiologie cellulaire et de sécrétion de matrice extracellulaire. Ces modèles
peuvent donc être utilisés pour l’étude de pathologie du collagène I, telle que l’ostéogenèse
imparfaite.
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Résumé

L’ostéogenèse imparfaite (OI), est une maladie rare causée par une mutation génétique
portée par un des gènes qui encodent le collagène de type I. Elle est caractérisée par une
fragilité accrue des os. Bien que la peau soit également riche en collagène I, les effets des
mutations responsables de l’OI semblent mineurs sur cet organe. Ces travaux de thèse
s’inscrivent dans un projet consistant à établir un lien entre les effets de l’ostéogenèse
imparfaite sur les tissus osseux et dermiques. Cette étude a nécessité de décrire ces tissus
d’un point de vue biomécanique et de leur physiologie cellulaire.

Ce travail propose donc de développer des modèles d’étude in vitro en trois dimensions
pour les tissus osseux et cutanés. En effet, cette étape est nécessaire à la compréhension du
lien os-peau dans le cas de l’OI. Nous avons ainsi pu déterminer les propriétés mécaniques
et structurales optimales de construit bio-imprimés pour permettre le développement de
modèles de tissu osseux et de derme in vitro. La génération de ces modèles a également
nécessité d’adapter les méthodes de caractérisation biomécanique existantes pour les
explants aux spécificités de nos nouveaux modèles. Nous avons montré que l’essai d’in-
dentation permettait de mesurer à la fois les propriétés élastiques et viscoélastiques des
construits bio-imprimés. Nous avons également quantifié les forces de traction générées
par les cellules et responsables de la contraction macroscopique des construits. Dans une
dernière partie, les stratégies utilisées pour produire des modèles cellulaires OI ont été
présentées. Les modèles de tissu osseux et de derme produits dans le cadre de ces travaux
pourront donc servir à étudier l’OI, mais également d’autres pathologies du collagène I
telle que l’ostéoporose.

Mots clés : collagène I, bio-impression, os, derme, ingénierie tissulaire, indentation,
biomécanique, ostéogenèse imparfaite, module d’élasticité, viscoélasticité, force de traction



Abstract

Osteogenesis imperfecta (OI) is a rare disease caused by a genetic mutation carried
by one of the genes that encode type I collagen. It is characterized by increased bone
fragility. Although skin is also rich in collagen I, the effects of the mutations responsible
for OI appear to be minor on this organ. This thesis work is part of a project consisting
in establishing a link between the effects of osteogenesis imperfecta on bone and dermal
tissues. This study required to describe these tissues from a biomechanical point of view
and their cellular physiology.

This work therefore offers to develop in vitro models in three dimensions for bone and
skin tissue. Indeed, this step is necessary to understand the bone-skin link in the case of
OI. We were thus able to determine the optimal mechanical and structural properties
of bio-printed constructs to allow the development of models of bone tissue and dermis
in vitro. The generation of these models also required adapting existing biomechanical
characterization methods for explants to the specificities of our new models. We showed
that indentation test can measure both elastic and viscoelastic properties of bioprinted
constructs. We also quantified the traction forces generated by the cells and responsible
for the macroscopic contraction of the constructs. In a last part, the strategies used to
produce OI cell models were presented. The models of bone tissue and dermis produced
within the framework of this work could therefore be used to study OI, but also other
pathologies of collagen I such as osteoporosis.

Keywords : collagen I, bioprinting, bone, dermis, tissue engineering, indentation,
biomechanics, ostegenesis imperfecta, elastic modulus, viscoelasticity, traction force
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