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Titre : Devenir des cellules souches mésenchymateuses humaines dans un
environnement tridimensionnel : application a I’'ingénierie du tissu osseux

Résumé : L’ingénierie tissulaire osseuse a pour objectif de repousser les limites
existantes de la régénération osseuse. Les stratégies proposées consistent a
associer a une matrice tridimensionnelle (3D) des cellules autologues, capables de
régénérer en 3D un tissu fonctionnel. Le but de ce travail a été d’étudier I'importance
de la communication cellulaire entre les cellules du compartiment stromal et les
cellules endothéliales au sein d’'une matrice tridimensionnelle poreuse constituée de
polysaccharides naturels biodégradables. Nos résultats montrent que I'architecture et
la nature de cette matrice permettent de guider la différenciation ostéoblastique des
cellules humaines mésenchymateuses issues de la moelle osseuse. L'organisation
cellulaire en agrégats observée stimule les interactions cellulaires, et plus
particuliérement la formation de jonctions communicantes de type GAP et l'activité
des Connexines 43. Nous avons en également étudié la fonction des Pannexines 1
et 3 dans la culture 3D. En conclusion, 'ensemble de nos travaux démontre que les
interactions cellule-cellule constituent des événements majeurs dans ces
mécanismes de régénération tissulaire. Les données cellulaires et expérimentales
témoignent de l'intérét d’utiliser la totalité de la suspension de moelle osseuse pour
favoriser a la fois 'ostéoformation et la vascularisation du tissu.

Mots clés : ingénierie tissulaire osseuse, cellules souches mésenchymateuses
humaine, culture tridimensionnelle, communication cellulaire.

Title: Become of human mesenchymal stem cells in a three dimensional
environment : application to bone tissue engineering

Abstract : Bone tissue engineering aims to resolve the existing limitations of bone
regeneration methods. One of the proposed strategies consists on the association,
within a three-dimensional (3D) matrix, with autologous cells able to regenerate a
functional 3D tissue. The purpose of this study was therefore to investigate the
impact of cellular communication, between cells of the stromal compartment and
endothelial cells, within the three-dimensional porous matrix made of biodegradable
natural polysaccharides, focusing on bone repair. Our results show that the
architecture and the nature of the 3D macroporous matrix promotes the guidance of
mesenchymal stems cells, derived from human bone marrow, towards the
osteoblastic lineage. Also, that the organization in aggregates, promoted by the 3D
matrices, stimulated cell communication, evidenced by the formation of GAP
junctions and activity of Connexins 43. We also focused on the function of
Pannexines 1 and 3 for the 3D culture in these matrices of polysaccharides. In
conclusion, this work shows that cell-cell interactions play a major role in order to
improve bone tissue regeneration. Also, cellular and experimental data demonstrates
the advantage of using a total fraction of bone marrow cells to promote both bone
formation and vascularization.

Keywords : bone tissue engineering, human mesenchymal stem cells, three-
dimensional culture, cell communication.
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RESUME

L'ingénierie tissulaire osseuse a pour objectif de repousser les limites existantes des
méthodes conventionnelles de régénération osseuse. Il s’agit d’'une part de pallier les
insuffisances liées aux autogreffes osseuses qui peuvent provoquer une morbidité
importante du site donneur et d’autre part de répondre au probléme de la vascularisation
des greffons de grande taille sur un terrain fragilisé. Les stratégies proposées consistent a
associer a une matrice tridimensionnelle (3D) des cellules autologues, capables de régénérer
en 3D un tissu fonctionnel. Pendant de nombreuses années, seule la composante
ostéoblastique était associée a ces matrices. Le développement et la régénération du tissu
osseux fonctionnel dépendent d’une étroite coordination entre les cellules osseuses, les
cellules vasculaires ou encore les cellules hématopoiétiques.

Le but de ce travail a été d’étudier I'importance de la communication cellulaire entre
les cellules du compartiment stromal et les cellules endothéliales au sein d’'une matrice
tridimensionnelle poreuse constituée de polysaccharides naturels biodégradables.

Nos résultats montrent que I'architecture et la nature de cette matrice macroporeuse
permettent de guider la différenciation ostéoblastique des cellules humaines
mésenchymateuses issues de la moelle osseuse, en I'absence de facteurs ostéogéniques.
L’organisation cellulaire en agrégats observée dans ces matrices 3D stimule les interactions
cellulaires, et plus particulierement la formation de jonctions communicantes de type GAP et
I'activité des Connexines 43. D’autres protéines de jonctions intercellulaires peuvent
également jouer un réle dans la communication cellulaire et moduler la formation d’un tissu
osseux vascularisé. Nous avons en particulier étudié la fonction des Pannexines 1 et 3 dans la
culture 3D au sein de ces matrices de polysaccharides. Ces deux protéines de jonction
intercellulaire semblent jouer un réle dans les mécanismes d’agrégation cellulaire et sont
associées, du moins pour l'une d’elles, a la différenciation ostéoblastique des cellules
souches mésenchymateuses.

Nous avons pu montrer que la co-culture des HBMSCs et des progéniteurs
endothéliaux issus du sang de cordons ombilicaux au sein des matrices stimulait la
différenciation des HBMSCs vers le lignage ostéoblastique. L'implantation, en site sous-
cutané chez la souris, de ces matériaux précellularisés in vitro avec la co-culture, permet
d’améliorer la néoformation osseuse et sa vascularisation.

Enfin, afin de se placer au mieux dans un contexte clinique d’ingénierie tissulaire et
de reconstruire un tissu osseux, la culture 3D de la fraction totale de moelle osseuse
humaine, sans amplification préalable, a été développée au cours de ce travail de thése.

En conclusion, I'ensemble de nos travaux démontre que les techniques de
prévascularisation en culture 3D, au sein de la matrice de polysaccharides, permettent de
favoriser la formation d’un tissu osseux vascularisé. Les interactions cellule-cellule, qu’elles
soient homotypiques et/ou hétérotypiques, constituent des événements majeurs dans ces
mécanismes de régénération tissulaire. Les données cellulaires et expérimentales
témoignent de l'intérét d’utiliser la totalité de la suspension de moelle osseuse pour
favoriser a la fois I'ostéoformation et la vascularisation du tissu.

Mots-clefs : ingénierie tissulaire osseuse, cellules souches mésenchymateuses issues de la
moelle osseuse humaine, culture tridimensionnelle, matrice macroporeuse de
polysaccharides, co-culture cellulaire, différenciation ostéoblastique, communication
cellulaire.






ABSTRACT

Bone tissue engineering aims to resolve the existing limitations of conventional bone
regeneration methods. This is to overcome the drawbacks presented by bone autografts,
including morbidity of the donor site and lack of vascularization in the case of large grafts.
One of the proposed strategies consists on the association, within a three-dimensional (3D)
matrix, with autologous cells able to regenerate a functional 3D tissue. However, for many
years only the osteoblastic component was considered for this approach. Indeed, recent
studies have shown that the development and regeneration of functional bone tissue
depend on the close coordination between bone, vascular or hematopoietic cells.

The purpose of this study was therefore to investigate the impact of cellular
communication, between cells of the stromal compartment and endothelial cells, within the
three-dimensional porous matrix made of biodegradable natural polysaccharides, focusing
on bone repair.

Our results show that the architecture and the nature of the 3D macroporous matrix
promotes the guidance of mesenchymal stems cells, derived from human bone marrow,
towards the osteoblastic lineage, without the need for osteogenic factors. Also, that the
organization in aggregates, promoted by the 3D matrices, stimulated cell communication,
evidenced by the formation of GAP junctions and activity of Connexins 43. Other proteins
responsible for the formation of intercellular junctions, and shown to play key roles in cell
communication and to modulate the formation of a vascularized bone, were also identified.
In particular, we focused on the function of Pannexines 1 and 3 for the 3D culture in these
matrices of polysaccharides. Indeed, these two Pannexins appear to play a role in the
process of cellular aggregation, and Pannexin 3 could be associated with the differentiation
of mesenchymal stem cells towards the osteoblastic lineage.

Here we show that the co-culture with endothelial progenitors, from cord blood,
stimulated HBMSCs differentiation towards the osteoblastic lineage. Additionally, the co-
culture cellularized matrices shown to sustain bone formation and vascularization in a
subcutaneous site.

Finally, and aiming at a streamlined clinical approach, we explored the potential of a
3D culture of human bone marrow total fraction, without prior amplification, for bone tissue
engineering applications.

In conclusion, this work shows that prevascularization techniques, within the 3D
polysaccharide proposed matrices, promote the formation of a vascularized bone tissue.
Homotypic and/or heterotypic cell-cell interactions play a major role in order to improve
bone tissue regeneration. Also, cellular and experimental data demonstrates the advantage
of using a total fraction of bone marrow cells to promote both bone formation and
vascularization.

Keywords : bone tissue engineering, mesenchymal stem cells from human bone marrow,
three-dimensional culture, macroporous matrix of polysaccharides, cell co-culture,
osteoblastic differentiation, cell communication.
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INTRODUCTION - I. Anatomie et physiologie du tissu osseux

Dans cette revue bibliographique, nous décrirons tout d’abord I'anatomie et la physiologie
du tissu osseux en détaillant plus particulierement I'’environnement cellulaire et vasculaire
de l'os, ainsi que les principales fonctions qui lui incombent au sein de I'organisme.

Les mécanismes de réparation du tissu osseux feront I'objet d’'une deuxieme partie, qu’il
s’agisse de la réparation naturelle, de celle guidée par un biomatériau ou d’une greffe
cellulaire.

Dans une troisiéme partie, nous présenterons les stratégies envisagées lorsque la réparation
naturelle du tissu osseux s’avere insuffisante et nous décrirons des stratégies d’ingénierie
tissulaire osseuse. Nous aborderons les différents composants, aussi bien matriciels,
cellulaires, biochimiques ou mécaniques qui permettent la régénération d’'un tissu osseux
fonctionnel. Nous présenterons en particulier I'intérét d’associer a ces approches différentes
stratégies de vascularisation des produits d’ingénierie tissulaire.

La quatrieme partie de cette revue bibliographique sera consacrée a I'étude du réle de la
communication cellulaire qui existe au sein du tissu osseux, c'est-a-dire entre les cellules
osseuses et les autres types cellulaires des tissus environnants. Nous présenterons plus
particulierement les interactions entre la niche stromale et la niche vasculaire et leurs
fonctions dans I'ostéogénése ou la réparation osseuse.

Sur la base de ces données biologiques et physiologiques, la cinquieme partie sera consacrée
aux études précliniques des produits d’ingénierie tissulaire pour la régénération osseuse, en
décrivant les différents modeles expérimentaux et les sites d’implantations. Nous
terminerons cette revue bibliographique par les différentes méthodes permettant d’étudier
le tissu osseux néoformé au sein de ces produits d’ingénierie tissulaire.

I Anatomie et physiologie du tissu osseux
A. Les structures osseuses

L’os est un tissu constituant la partie porteuse de I'appareil locomoteur. Il est 'un des tissus
les plus résistants de I'organisme, capable de supporter des contraintes mécaniques. Il
assure le soutien du corps et la protection de nombreux organes. C'est aussi un tissu
dynamique, constamment remodelé sous |'effet des pressions mécaniques, entrainant la
libération ou le stockage de sels minéraux. Il assure ainsi dans une large mesure
(conjointement avec l'intestin et les reins) le controle du métabolisme phosphocalcique.

Le tissu osseux renferme environ 99% du calcium et 90% du phosphate présent dans
I'organisme. Cela rend les os opaques aux rayons X et permet ainsi leur étude par
radiographie. Les os renferment également, dans leurs espaces médullaires, la moelle
osseuse hématopoiétique a I'origine des trois lignées des globules du sang.
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INTRODUCTION - I. Anatomie et physiologie du tissu osseux

Le tissu osseux est composé a 70% d’une phase minérale et a 30% environ d’'une phase
organique, majoritairement constituée de collagéne. L'ensemble des os représente une part
importante du corps humain : on recense en effet 206 os, de formes et de tailles variées
(Figure 1), qui représentent 1/5°™ du poids du corps humain.
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Figure 1. Le squelette humain de face et de dos (Www.cosmovisions.com/squelette.htm).

On distingue chez I'adulte trois variétés de pieces osseuses sur le plan anatomique: I'os long
(tibia, fémur), I'os court (phalanges, tarses et carpes) et I'os plat (os de la volte du crane,
omoplate, cotes). Sur le plan macroscopique, on distingue deux types d’os ; I'os trabéculaire
spongieux et I'os cortical compact.

Les os longs comportent trois régions anatomiques : une partie moyenne ou diaphyse, des
extrémités renflées ou épiphyses, et des zones de jonctions diaphyso-épiphysaires aussi
appelées métaphyses. A I'observation microscopique, la diaphyse est un cylindre creux a
paroi épaisse, composé de tissus conjonctifs (périoste et endoste) et de tissus osseux
haversien, entourant une cavité médullaire qui contient la moelle osseuse. Les épiphyses
sont essentiellement constituées d’un tissu osseux haversien, recouvert, a sa périphérie,
d’une fine couche de cartilage articulaire. Les métaphyses sont des zones constituées de
colonnes de tissu osseux spongieux, revétues d’une mince couche de tissu périostique.
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INTRODUCTION - I. Anatomie et physiologie du tissu osseux

Les os courts présentent quant a eux une structure trés voisine de celle des épiphyses des os
longs. On retrouve en périphérie une mince corticale de périoste ainsi que du tissu osseux
périostique présentant, a la surface, des lamelles paralléles qui entourent le tissu osseux
haversien situé au centre de la piece osseuse.

Les os plats sont formés d’'une « table » interne et d’une «table » externe constituées
également de périoste et de tissu osseux périostique, entourant une couche centrale de
tissu osseux haversien.

i L’os cortical

L’os cortical ou « os compact » (Figure 2) est principalement constitué d’unités structurelles,
les ostéons. Ces derniers, composés de lamelles cylindriques disposées en cercles
concentriques autour des canaux de Havers, sont constitués principalement de fibres de
collagene. Les fibres de collagénes sont toutes orientées dans le méme sens au sein d’un
ostéon mais leur sens differe entre chaque unité structurelle. Cette organisation leur confere
une résistance aux contraintes mécaniques. Entre les lamelles osseuses se situent les
ostéoplastes contenant les ostéocytes. Les canaux de Havers sont reliés entre eux par des
canaux transversaux ou obliques, les canaux de Volkmann. Ces canaux permettent en
particulier aux vaisseaux sanguins d’irriguer le tissu osseux et ainsi d’apporter nutriments et

oxygene.
lamelle
ostéocyte ——=
P
ostéon A

| lamelle | -
’ circonférentielle ]. ¢
l lamelle —"

lacune

canalicule

canal de Havers
vaisseau sanguin

ostéon

fibre de
Sharpey

os
cortical

=L canal de Havers
canal de Volkmann
vaisseau sanguin

- ‘.0 ;
périoste — o

canal de Havers

%Iamelle

intersticielle

os cortical

Figure 2. Organisation de I'os cortical. D’aprés (1).
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L'os cortical est bordé, sur la partie externe de la diaphyse, par le périoste qui assure la
croissance de I'os en épaisseur. Le périoste est relié a I'os cortical par les fibres de Sharpey
qui sont un regroupement de fibres de collagéne formant un tissu conjonctif. La partie
interne de I'os cortical est bordée par I'endoste. Au niveau des surfaces articulaires ou
épiphysaire, I'os cortical est recouvert par du cartilage articulaire.

ii. L’os trabéculaire

L'os trabéculaire ou « os spongieux » (Figure 3), est formé par un enchevétrement
tridimensionnel ramifié et anastomosé de spicules ou de trabécules de tissu osseux. Les
trabécules sont composées de fibres de collagéne. Les espaces (appelés alvéoles)
intercommunicants de la matrice de ce tissu sont occupés par de la moelle osseuse et des
vaisseaux sanguins. L’os trabéculaire dispose d’une surface d’échange considérable avec les
liguides interstitiels. Il présente un renouvellement plus rapide que celui de I'os cortical,
jouant ainsi un role important dans I'équilibre phosphocalcique, alors qu’il ne représente
que 20% du squelette adulte.

Le tissu osseux trabéculaire se trouve essentiellement dans les os courts et les os plats
(sternum, ailes iliaques), ainsi que dans les épiphyses des os longs. Enfin, il est le siege d’'une
activité cellulaire importante liée aux fonctions des cellules osseuses, des cellules de la niche
vasculaires et de celles de la niche hématopoiétique.
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Figure 3. Structure des os longs. D’aprés (1).
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B. La vascularisation de I’'os

L'os est un tissu conjonctif richement vascularisé. La vascularisation d’un os comprend un
systeme artériel ou afférent, un systeme veineux ou efférent et un systeme capillaire. La
vascularisation tient un réle trés important au sein de ce tissu pour de nombreux processus
physiologiques (2-4) que nous décrirons plus loin (Paragraphe Il, D, ii, Vascularisation).

i Le systeme artériel

Trois « types » de vaisseaux composent le systeme artériel qui assure la vascularisation d’un
os long (Figure 4) :

- L'artére nourriciere qui pénétre dans I'os par le trou nourricier, avant de se ramifier en une
artére médullaire ascendante ou descendante au moment ou elle atteint la cavité médullaire
abritant la moelle. Celle-ci assure la quasi-totalité de la vascularisation de la diaphyse.

- Les arteres épiphysio-métaphysaire qui sont multiples, pénéetrent dans I’'os métaphysaire
(entre la diaphyse et la ligne épiphysaire) par les zones d’insertions ligamentaires,
musculaires et tendineuses. On peut observer une anastomose au niveau capillaire entre ces
derniéres et I'artere nourriciere.

- Les artéres périostées dont le role principal est d’assurer la nutrition du cortex superficiel.
Elles s’anastomosent également avec les terminaisons des artéres médullaires de la partie
corticale.

____artere épiphysio-métaphysaire

veine épiphysio-métaphysaire

artere périostée

veine centromédullaire

2 veine périostale artére nourriciére

| J 1 | | |

VAISSEAUX VAISSEAUX VAISSEAUX DIAPHYSAIRES
EPIPHYSAIRES  METAPHYSAIRES

Figure 4. La vascularisation du tissu osseux (www.aboutkidshealth.ca/BloodCirculationto
theBones.aspx).
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La vascularisation des autres types d’os, en particulier les os plats et courts, est ramifiée et
se rapproche plus des réseaux de type épiphysio-métaphysaire.

ii. Lesysteme veineux

La vascularisation des épiphyses et des métaphyses est assurée par de nombreuses veines
épiphysio-métaphysaires satellites des arteres. Le tiers interne de I'os cortical est vascularisé
par une veine centromédullaire. Par ailleurs, de nombreuses veines collectrices qui
rejoignent les veines musculaires partent du périoste. Enfin, un systeme d’anastomose
assure la réunion de ces différents compartiments.

iii. Lesysteme capillaire

Ce réseau capillaire se compose de petits vaisseaux intra-corticaux et emprunte le systeme
haversien du tissu osseux cortical, il est non anastomosé et irrigue, a partir d’'une méme
artériole, de petits segments de la partie corticale d’'une hauteur maximale de 2 mm. Enfin,
le périoste entourant I'os au niveau de la diaphyse contient de nombreux capillaires
alimentés par les muscles adjacents.

C. L’os comme réservoir cellulaire

Le tissu osseux héberge plusieurs types cellulaires (Figure 5) présentant des fonctions
spécifiques organisées principalement en trois niches cellulaires.
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Figure 5. Les niches stromale, hématopoiétique et vasculaire présentes dans le tissu osseux

et dans la moelle osseuse. D’aprés (5).
Les cellules souches de la niche hématopoiétiques (HSCs) résident entre la niche stromale et la niche

vasculaire. Une partie des HSCs est mobilisée en réponse au facteur stromal de type cell-derived
factor 1 (SDF-1) et des HSCs qui quittent la niche stromale pour passer dans la circulation sanguine.
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Le processus inverse est le recrutement ou « homing » des HSCs. Les cellules souches retournent vers
la niche hématopoiétique depuis la niche vasculaire.

Une niche cellulaire est un microenvironnement spécifique situé dans un tissu adulte. Des
cellules souches y résident, lesquelles proliferent et se différencient en un grand nombre de
progéniteurs selon les signaux envoyés par les cellules présentes dans ce
microenvironnement.

Trois niches ont été mises en évidence ; la niche stromale ou résident les cellules souches
mésenchymateuses a I'origine des cellules du lignage ostéoblastique, la niche vasculaire ou
les cellules progénitrices peuvent é&tre modulées par les cellules endothéliales des vaisseaux
sanguins avoisinants, et la niche hématopoiétique au sein de laquelle les cellules du lignage
sanguin et immunitaire sont produites.

i La lignée ostéoblastique

La lignée ostéoblastique comprend 3 types cellulaires (6): les ostéoblastes, les cellules
bordantes et les ostéocytes.

(1) Les ostéoblastes

Les ostéoblastes sont les cellules responsables de la formation osseuse et dérivent de la
différenciation des cellules souches mésenchymateuses (Figure 5 et Figure 8) (7, 8). Cette
différenciation est sous la dépendance du gene maitre de la différenciation ostéoblastique,
le facteur Runt-related transcription factor 2 / Core-binding factor subunit alpha-1
(Runx2/Cbfal) (9). Il s’agit d’un facteur de transcription qui contréle I'expression des génes
spécifiques du tissu osseux, comme le collagéne de type 1 alpha-1 (Col1A1), 'ostéocalcine
(OCN) ou encore la bone sialoprotein (BSP) (10).

La cinétique d’expression des marqueurs ostéoblastiques (11) est présentée dans la Figure 6.
Les marqueurs précoces de la différenciation ostéoblastique sont le Runx2/Cbfal, la
phosphatase alcaline (PAL) (12), le Col1A1l, le transforming growth factor-beta 1 (TGFB-1),
I'ostéonectine (ON) ou encore la bone morphogenetic protein-2 (BMP-2). Les marqueurs
plus tardifs sont I'OCN et I'ostéopontine (OPN). Parmi les facteurs de transcription essentiels
a la différenciation ostéoblastique, I"absence totale d’expression de Runx2/Cbfal conduit a
une inhibition de [l'ossification, a une maturation chondrocytaire altérée et a une
prolifération adipocytaire. Trois autres facteurs contrélent également la différenciation des
cellules ostéoblastiques vers I'ostéoblaste, a savoir les facteurs ostérix, Msx2 et DIx5.

Ostérix est un autre facteur de transcription essentiel a la différenciation terminale des pré-
ostéoblastes en ostéoblastes matures et interviendrait en aval du facteur Runx2/Cbfal. Il a
été montré qu’Osterix pourrait également étre régulé par la BMP2. Quant au gene
homéotique Msx2 il agit pour sa part indépendamment de I'activité de Cbfal/Runx2 (13).
Enfin, le géne homéotique DIx5 stimulerait la différenciation des préostéoblastes en
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ostéoblastes et la production de protéines d’adhésion comme la fibronectine et le collagéne
de type | (14).

Cellule souche Précurseur Ostéoblaste

mésenchymateuse ostéoblastique mature Ostéocyte
. — (@ = <j ﬂﬁ‘
CD 105 ALP Collagene 1 DIVIP-1
CD73 Osteopontine ALP Sclerostine
CD 90 Runx2 / Chfal Osteocalcine
Cb 271 Osterix BSP

Figure 6. Principaux marqueurs protéiques exprimés lors de la différenciation

ostéoblastique. D’aprés (11).
La différenciation progressive de la cellule souche mésenchymateuse est également caractérisée par

I’expression des marqueurs membranaires suivants : CD 105, CD 73, CD 90 et CD 271 et par une
cinétique d’expression de marqueurs précoces et tardifs de la différenciation ostéoblastique. La
différenciation terminale des ostéoblastes en ostéocytes est caractérisée par I'expression de la
sclérostine et de la dentine matrix acidic phosphoproteine 1 (DMP-1).

D’un point de vue histologique, les ostéoblastes sont organisés en groupes cellulaires
souvent agrégés (100 a 400 cellules) autour des sites de formation osseuse (Figure 7).
- «® - v
Y <4

- -
""“ﬂ mww-.«%-' =

I

e
-~y
BONE MA m.tx ® f 4

OSTEOCYTES

IN LACUNAE o™
» -
-
- \ ' “9
p — > : ,oSTEbgL_Bsrs 2
MaARROW—7, S5 - [ Vi —_ E
SPACE » g - .
OSTEOBLASTS w
.-\‘\“‘ g wQﬁ" N-"‘:f N ‘\'
g < \ ““-n. o
.\‘ T et
5 ev—
4 e Toram -
i < ‘ S - e e - v

Figure 7. Coupe histologique du tissu osseux aprés coloration Hématoxyline et Eosine
(http://www.vetmed.vt.edu/education/curriculum/vm8054/Labs/Lab8/lab8.htm).

24



INTRODUCTION - I. Anatomie et physiologie du tissu osseux

(2) Les cellules bordantes

Les cellules bordantes dérivent des mémes précurseurs que les ostéoblastes. Ces cellules
peuvent s’allonger et former une couche cellulaire alignée le long des surfaces osseuses
osteoides. Ces cellules sont disposées en couches a la surface des trabécules d’os matures et
forment une barriere entre le milieu intra-osseux et le milieu extra-osseux des espaces
médaullaires.

Les cellules bordantes ont un réle essentiel dans la résorption osseuse, car elles recouvrent
la matrice osseuse. Elles empéchent ainsi son accés aux ostéoclastes impliqués dans la
résorption osseuse. En se rétractant, les cellules bordantes permettent aux ostéoclastes
d’accéder a la matrice et permettent sa résorption. Ces événements sont sous le contréle de
différents facteur de croissances et de différents facteurs hormonaux tels que la vitamine D
(principalement son métabolite actif, le 1,25(0OH),D3) ou encore I’hormone parathyroidienne
(PTH). Enfin, les cellules bordantes constituent une réserve de cellules ostéoblastiques, qui
sous l'action de différents stimuli, comme la PTH, sont capables d’exercer une fonction
d’ostéoblastes actifs.

(3) Les ostéocytes

Les ostéocytes sont des ostéoblastes matures, issus de la différenciation terminale des
ostéoblastes (Figure 6). lls sont emmurés dans la matrice minéralisée au sein de structures
appelées ostéoplastes. De fins prolongements cellulaires permettent aux ostéocytes d’étre
reliés non seulement entre eux mais aussi aux cellules de la surface des travées osseuses par
le biais de jonctions communicantes (15). Ce réseau leur permet de transmettre les
variations des stimulations mécaniques et biochimiques qui influencent leur métabolisme.
Les contraintes mécaniques sont transmises de la partie corticale vers la partie trabéculaire
de I'os ou résident les activités métaboliques. Ces cellules ont une activité métabolique trées
faible mais sont capables de synthétiser du collagene de type | qui sera minéralisé dans un
deuxiéme temps.

ii. Lalignée ostéoclastique

La lignée ostéoclastique (Figure 8) dérive de précurseurs circulants, apparentés a la lignée
monocytaire qui colonisent la moelle osseuse. Les pré-ostéoclastes mononucléés fusionnent
pour former des ostéoclastes matures multinucléés. La différenciation des pro-monocytes en
ostéoclastes est régulée par différents facteurs de croissance et facteurs de transcription,
comme le facteur « macrophage colony stimulating factor » appelé aussi M-CSF, les facteurs
TGF-B et NF-kB, ou encore I'ostéoprotégérine (OPG).

Le M-CSF, qui se lie a son récepteur (M-CSFR), agit précocement dans la différenciation et
entraine I'’engagement des cellules dans la lignée ostéoclastique. Le « receptor activating NF-
kB ligand » (RANKL), porté par la membrane des ostéoblastes ou des cellules stromales, se
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lie a son récepteur RANK sur les pré-ostéoclastes. Il stimule en outre leur différenciation en
activant leur fusion ainsi que I’activité de résorption.

La différenciation et I'activité des ostéoclastes sont régulées par des facteurs sécrétés (OPG,
OCIF « osteoclastogenesis inhibitory factor »). L'ostéoprotégérine (OPG), synthétisée par les
ostéoblastes, est un récepteur soluble qui a la capacité de prévenir la différenciation et la
maturation des ostéoclastes en se fixant au RANKL, et en inhibant ainsi la reconnaissance
entre RANKL et RANK (16). Mais les ostéoblastes ne sont pas les seules cellules a influencer
les ostéoclastes. Les cellules endothéliales vasculaires sont également capables de réguler
I'activité ostéoclastique. Il a été démontré que le « vascular endothelial growth factor »
(VEGF) pourrait stimuler la survie, la différenciation mais aussi I'activité des ostéoclastes (4).
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Figure 8. Le lignage ostéoblastique et ostéoclastique dans le tissu osseux. D’apres (17).
L’homéostasie osseuse est obtenue grace a I'activité des ostéoclastes (responsables de la résorption
osseuse) et a celle des ostéoblastes (responsables de la formation osseuse). Les ostéoblastes
proviennent de précurseurs mésenchymateux (MP). Les ostéoclastes sont des cellules multinucléées
dérivées de macrophages, eux-mémes dérivés du lignage hématopoiétiques et des HSCs présentes
dans la moelle osseuse.

iii. Lalignée hématopoiétique

La moelle osseuse est le siege de I’hématopoiese, processus physiologique permettant la
création et le renouvellement des cellules sanguines et immunitaires chez I'adulte. Les
cellules souches hématopoiétiques produites lors de ’hématopoiése sont a la fois capables
d’auto-renouvellement mais aussi de différenciation en progéniteurs hématopoiétiques, en
réponse a un signal physiologique. Ces progéniteurs peuvent s’orienter vers trois voies
différentes : I'érythropoiése, la leucopoiése ou la thrombocytopoiése (Figure 9).

(1) Lérythropoiese

L’érythropoiese est un processus permettant la fabrication des globules rouges. La cellule
souche hématopoiétique entre dans ce processus et devient un pro-érythroblaste puis un
érythroblaste d'abord basophile, puis polychromatophile et enfin acidophile. L'une des
étapes de cette différenciation est I'éjection du noyau de I'érythroblaste acidophile. La
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cellule devient alors anucléée mais contient encore quelques organites (mitochondries,
ribosomes). Cette cellule nommée réticulocyte termine son processus de différenciation
dans le compartiment sanguin et devient un érythrocyte.

( 1 ) T cells
CLP B cells Macrophage
* NK cells Monocyte —l
[‘ GMP { Osteoclast
‘ il O Granulocyte
— HSCs —# MPP [~ CMP
.‘k. Erythrocyte
LIS MKEP
Lig Megakaryocyte
H
'
!
1

\

Lt
SNO cell (\ \

CD45
— Chondrocyte &

-~ 2 - Osteoblast
E L Fibroblast
b2 MSCs [al- =|- -» MSCs — \
" = Adipocyte
> Myocyte R

v« Osteoclast
b | - Endothelial cell &
r

/

S—
8
Marcow

Figure 9. La différenciation des cellules souches hématopoiétiques. D’apres (5).

Les cellules souches hématopoiétiques (HSCs) sont capables d’auto-renouvellement et de
différenciation vers les trois lignées. Les cellules souches progénitrices (MPP) issues des cellules
souches hématopoiétiques peuvent se différencier en deux types de progéniteurs. (1) Les
progéniteurs communs aux lymphocytes (CLP) qui se différencient lors de la leucopoiese en
lymphocytes et en cellules NK. (2) Les progéniteurs communs aux cellules myéloides (CMP) qui se
différencient en granulocytes, en précurseurs des macrophages (GMP), et en mégacaryocytes

(MKEP).
(2) Laleucopoiese

La leucopoiese est un processus ayant intégralement lieu dans la moelle osseuse et
permettant la fabrication des leucocytes. On distingue trois grandes classes de leucocytes :

- Les polynucléaires (ou granulocytes), avec trois sous-catégories ; les polynucléaires
neutrophiles, les polynucléaires éosinophiles et les polynucléaires basophiles. Les
polynucléaires matures transitent de la moelle osseuse au sang et seront surtout actifs au

niveau des tissus conjonctifs.

- Les monocytes dérivent des mémes progéniteurs tardifs. La premiére cellule de la
lignée monocytaire est le monoblaste qui donne par la suite le pro-monocyte. Les pro-
monocytes peuvent se différencier vers de nombreux types cellulaires comme des pré-
ostéoclastes au niveau tissu osseux (18).
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- Les lymphocytes, comprennent les lymphocytes T, B et les Natural Killers (NK). Leur
différenciation s’initie au niveau de la moelle osseuse mais leur maturation est différente
selon qu’il s’agisse d’'un lymphocyte T (maturation dans le thymus) ou d’un lymphocyte B
(maturation dans la moelle osseuse).

(3) Lathrombocytopoiese

La thrombocytopoiese est le processus permettant la fabrication des plaquettes. Un
mégacaryoblaste se différencie en mégacaryocyte basophile, puis en mégacaryocyte
granuleux et pour finir, en ensemble de plaquettes suite a la fragmentation de leur
cytoplasme.

L'agrégation et la dégranulation plaquettaire, qui interviennent lors d’une inflammation,
entrainent la libération de PDGF qui induit une prolifération des cellules souches
mésenchymateuses. Ces derniéres données témoignent du role des extraits plaquettaires
sur la régénération osseuse.

iv. La niche endothéliale « vasculaire »

Les cellules souches peuvent étre en contact avec les capillaires sinusoidaux de la moelle
osseuse (Figure 9) et ainsi communiquer avec les cellules endothéliales de ces vaisseaux qui
créent la niche endothéliale « vasculaire ». Plusieurs études ont montré que les cellules
endothéliales pourraient étres responsables du recrutement des cellules souches stromales
et hématopoiétiques, notamment par la sécrétion de facteurs comme la pléiotrophine (PTN)
(19, 20).

Par ailleurs, I'endothélium sinusoidal fournit un microenvironnement riche en nutriments et
en facteurs de croissance, ainsi qu’une forte concentration en oxygene qui est également un
des éléments régulateurs des mécanismes de différenciation des cellules progénitrices. Dans
ce contexte, la migration des cellules souches lors de leur mobilisation pourrait étre
orchestrée par les cellules endothéliales vasculaires. La niche vasculaire peut aussi avoir un
role « d’assistance » des cellules progénitrices lors de leur migration trans-endothéliale, et
de leur mobilisation vers la moelle osseuse (processus dit de « homing »).

D. La matrice extracellulaire du tissu osseux

La matrice extracellulaire osseuse (MEC) est composée en partie de protéines sécrétées par
les cellules osseuses et par les cellules environnantes. Cette matrice a la particularité d’étre
minéralisée et d’étre constamment régénérée au cours de la vie pour un couplage
étroitement régulé entre résorption et formation.

La matrice extracellulaire occupe environ 90% du volume tissulaire et elle est composée de
deux fractions : une fraction minérale constituée de cristaux d’hydroxyapatite, liée a une
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fraction organique constituée dans sa majorité de collagene de type | ainsi que d’autres
protéines non-collagéniques (Figure 10).

i La fraction minérale

Elle est composée de sels minéraux complexes a base de phosphate de calcium et de
cristaux d’hydroxyapatite (environ 80%), de carbonate de calcium (environ 14%), de
phosphate de magnésium et du fluorure de calcium (environ 6%). On retrouve également
d’autres éléments tels que le calcium, le sodium et le potassium ainsi que la présence de
fluor.

La fraction minérale du tissu osseux est constituée essentiellement de cristaux
d’hydroxyapatite, (phosphate-tricalcique cristallisé) de formule générale Ca19(PO4)s(OH),, qui
ont la forme de petites aiguilles de 600 A de longueur et enfin de carbonate de calcium
conférant a I'os sa solidité et ses propriétés mécaniques

Au cours du processus de minéralisation du tissu osseux, les noyaux de cristallisation
d’hydroxyapatite sont dans un premier temps localisés au sein des fibrilles de collagene ou
environ 70% du minéral est déposé. Puis le cristal grossit (croissance cristalline) et comble
I’espace disponible. Enfin la minéralisation s’étend a I'espace interfibrillaire. Cette derniere

phase durant plus longtemps.

(N

Figure 10. La phase minérale et la phase organique de la matrice osseuse. D’aprés (21).
(A) : Image en microscopie électronique a transmission de deux pré-ostéoblastes (*) alignés entre les
fibres de collagéne allongées (fleche) (x 6,900 ; la barre représente 2 um). (B) : Image en microscopie
électronique a transmission de deux ostéoblastes entourés par du tissu ostéoide minéralisé (x 9,200 ;
la barre représente 2 um).

De par sa composition chimique, I'os, qui contient environ 99% du calcium de 'organisme,
représente ainsi un réservoir de calcium et assure un réle primordial dans le métabolisme
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phosphocalcique. Le calcium peut étre tres rapidement mobilisable grace a I’activation des
ostéoclastes par différents stimuli tels que ceux induits par les hormones calcitropes comme
la parathormone (PTH) ou encore ceux induits par la vitamine D.

ii. La fraction organique

La fraction organique est constituée d’'un grand nombre d’éléments protéiques. Le
composant principal est le collagene (environ 90% de la partie organique) que I'on trouve
sous forme de fibrilles arrangées sous forme de treillis (Figure 10). Le collagene de type | est
la forme prédominante mais on observe aussi d’autres types de collagéne comme le
collagene de type lll, le collagéne de type V ou encore le collagene de type XII.

Dans les premiers jours de synthése, la matrice osseuse n’apparait pas comme un composé
organo-minéral. Les éléments protéiques de cette trame organique sont produits par les
ostéoblastes, puis cette matrice extracellulaire est progressivement minéralisée. La fraction
organique est également composée d’ostéopontine et d’ostéonectine. Ces dernieres
interviennent dans la minéralisation, de par leur affinité pour les molécules de
tropocollagénes, ou avec le calcium. Les cytokines et les facteurs de croissance, produits par
I'environnement cellulaire dont les ostéoblastes, assurent un rble fondamental dans la
régulation du remodelage osseux et la minéralisation du tissu osseux.

La fraction organique contient en outre des glycosaminoglycanes sulfatés tels que
I’'héparane, la kératane et la chondroitine sulfate qui sont impliqués dans I'agencement des
molécules de tropocollagene lors de leur organisation secondaire et tertiaire. Enfin, une
faible quantité de lipides est également présente dans le tissu osseux.

E. Les fonctions du tissu osseux

Le tissu osseux revét une importance capitale pour l'organisme, tant sur le plan
biomécanique et protecteur que sur le plan métabolique. Il s’agit d’'une structure dynamique
en perpétuel remaniement, capable de s’auto-réparer, d’adapter sa densité, son contenu
minéral, sa forme et ses propriétés intrinseques au sein de I'environnement mécanique dans
lequel il se situe.

i Fonction biomécanique et protectrice des organes

La biomécanique/mécanique du tissu osseux confere a I'organisme la capacité a supporter
des contraintes de différents types et amplitudes et a résister aux forces des contractions
musculaires. En effet, I'os forme une charpente qui soutient les parties molles de nos tissus
et organes, et établit des systemes de leviers sur lesquels s’exerce la force du muscle. Un
déséquilibre des forces appliquées a l'os (pouvant étre la conséquence d’un défaut
anatomique) peut induire a long terme un remaniement ou remodelage osseux anormal et
une densité osseuse altérée chez I'adulte.
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A titre d’exemple, dans le cas d’'un genu valgum, 'axe mécanique inférieur de la jambe est
déporté latéralement et la résultante des forces n’est plus dans le méme axe que I'os. Ceci
engendre une hyperpression du c6té externe et favorise sa densification alors que le cété
interne est en hypopression et induit le remodelage.

Dans le cas de I'implantation d’une prothése orthopédique au niveau du fémur, on observe
guelques mois plus tard une perte osseuse significative dans le tissu en contact direct avec
I'implant, due au phénomene de « stress shielding ». Ce phénomeéne est la conséquence
d’une contrainte mécanique osseuse, supportée par I'implant métallique massif, et qui
entraine une diminution de la contrainte au niveau du tissu osseux du fémur lui-méme.

Dans un troisiéme cas, I'immobilisation ou I'absence de contrainte peut causer une perte
osseuse et étre a l'origine de pathologies osseuses comme |'ostéoporose. Ceci est plus
particulierement étudié dans les modeles expérimentaux d’impesanteur (22) et d’un point
de vue clinique chez les astronautes qui ne subissent que trés peu de contraintes
mécaniques en apesanteur (23).

Les propriétés mécaniques de I'environnement matriciel peuvent ainsi modifier le devenir
des cellules. Les interactions entres les cellules et leur support génerent des forces
contractiles qui sont transmises au substrat via des structures d’adhésions transcellulaires.
La rigidité de la matrice sur laquelle les cellules adhérent et se déplacent peut ainsi modifier
ces interactions, induire une réorganisation interne de I'architecture cellulaire et activer une
signalisation intracellulaire a I'origine de modifications phénotypiques. Les cellules
s’adaptent a la rigidité de leur matrice d’adhésion ainsi qu’au changement d’élasticité.

De fagon générale, la prolifération des cellules osseuses, leur différenciation et leur survie
cellulaire sont favorisées par une matrice hautement mimétique du tissu osseux (Figure 11).
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Figure 11. Contraintes mécaniques et fonctions cellulaires dans les tissus. D’apreés (24).

Les tissus de I'organisme peuvent avoir des modules d’élasticités allant de 100 Pa pour les tissus les
moins rigides comme le cerveau ou les poumons a 2 a 4 GPa pour les tissus les plus rigides comme le
tissu osseux.
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ii.  Fonction métabolique

Le tissu osseux joue également un réle extrémement important dans le contrble et le
maintien de I’"homéostasie phosphocalcique. Le métabolisme phosphocalcique est étudié
notamment par le dosage de la calcémie, qui correspond au taux plasmatique de calcium.

La calcémie est régulée par deux hormones majeures que sont la vitamine D et ’hormone
parathyroidienne (PTH) ainsi que par une autre hormone, la calcitonine (25). Ces hormones
calcitropes agissent par l'intermédiaire de leur interaction avec leur récepteur, le récepteur
de la PTH, de la vitamine D ou encore le récepteur au Ca® qui ont pour point commun la
présence de 7 domaines transmembranaires.

La vitamine D stimule la résorption osseuse ostéoclastique, mais elle favorise également la
minéralisation osseuse en stimulant, par l'augmentation de la phosphatémie, Ia
différenciation des ostéoblastes. La PTH contr6le le métabolisme phosphocalcique, en
augmentant la dégradation osseuse ce qui libére du calcium dans le sang. Elle stimule la
résorption osseuse par stimulation des ostéoclastes et favorise I'entrée de Ca?* dans la
cellule. En ce qui concerne la calcitonine, il s’agit de la seule hormone hypocalcémiante. Son
action au sein du tissu osseux est d’inhiber la résorption ostéocalcique. De plus, elle induit la
différenciation des ostéoblastes en ostéocytes, ce qui favorise en outre la mobilisation du
calcium dans le tissu osseux.

F. Le remodelage osseux

Le tissu osseux est un tissu dynamique, il est sans cesse remanié par un mécanisme associant
étroitement les phénomenes de résorption et de formation. Ce remaniement intervient au
cours de 'ostéogenése, lors de la réparation de fracture ou tout au long de la vie. Il existe
une balance trés régulée entre formation et dégradation osseuse assurée respectivement
par les ostéoblastes et les ostéoclastes. Bien que la structure et la fonction de I'os cortical
different de celles de I'os spongieux, le remodelage obéit aux mémes principes biologiques.
Ce remodelage permet en particulier au tissu osseux de s’adapter et de modifier sa structure
en fonction des contraintes mécaniques et/ou biochimiques environnantes.

Le remodelage du tissu osseux a lieu dans la totalité du squelette mais chaque unité de
remodelage est spatialement et chronologiquement isolée des autres unités. Ceci suggére
qgue les événements cellulaires responsables du remodelage sont contrélés en partie par le
microenvironnement osseux. Plus particulierement, les cellules impliquées dans le
remodelage osseux, présentes au niveau des surfaces osseuses résorbées sont en contact
étroit avec les cellules de la cavité médullaire, qui produisent de nombreuses cytokines et de
nombreux facteurs de croissance au potentiel ostéotropique.
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i La chronologie du remodelage osseux

Le remodelage osseux est un processus complexe faisant intervenir de nombreuses
fonctions cellulaires responsables du couplage entre la résorption et la néoformation
osseuse. Ce remodelage obéit entre autres, a la loi de Wolff* et permet au tissu cicatriciel
d’acquérir sa compétence mécanique.

(1)  Phase d’activation

La surface d’une travée osseuse est normalement recouverte de cellules bordantes qui
empéchent I'acces de la MEC aux ostéoclastes. Sous l'action de facteurs ostéorésorbants
(PTH, vitamine D3 et PGE2) ou inflammatoires (I'interleukine-1, I'interleukine-6 et le TNF-a),
les cellules bordantes se rétractent et libérent I'accés aux ostéoclastes qui peuvent adhérer a
la matrice osseuse. L’afflux des ostéoclastes est favorisé par la prolifération de leurs
précurseurs mononucléés en réponse a plusieurs molécules, notamment le M-CSF (Figure
12) (26).

(2)  Phase de résorption

Apreés cette premiere phase intervient la phase de résorption (Figure 12) au cours de laquelle
les cellules ostéoclastiques dégradent I'os ancien et forment une lacune de résorption. Cette
phase débute par I'adhésion de l'ostéoclaste a la surface osseuse au niveau de la zone
claire (zone qui délimite I'espace de résorption), créant une zone de scellement. La
formation d'une zone de scellement conduit a la polarisation de la cellule et a la constitution
d’'une membrane cellulaire basale présentant de nombreuses invaginations. L'acidité du
milieu au sein du compartiment sous ostéoclastique est entretenue par des pompes a
protons spécifiques de I'ostéoclaste qui expulsent les ions H'. Cette acidité favorise la
dissolution du cristal d'hydroxyapatite ce qui libére des minéraux (calcium et phosphore), et
permet l'activation des enzymes protéolytiques (comme les collagénases et les cathepsines).

Par le biais de la fusion des lysosomes avec la membrane plasmique, l'ostéoclaste déverse
des enzymes protéolytiques, comme la Phosphatase Acide Tartrate Résistante (TRAP), qui
permettent la dégradation de la matrice organique ce qui libére des produits de dégradation
du collagene. Ces dérivés pourront étre dosés dans les urines et constituent ainsi un
marqueur d'activité ostéoclastique. Une partie des produits de dégradation de la matrice
peuvent étre internalisés par l'ostéoclaste via des phénomeénes d'endocytose puis
métabolisés ou relargués par la partie basolatérale de la membrane (transcytose). Enfin, les
ostéoclastes recoivent un signal inhibiteur (comme I'lGF-1 ou le TGF-B), leurs prolongements
dendritiques se rétractent et les ostéoclastes meurent par apoptose.

Loi de Wolff : L'os se forme et se résorbe en fonction des contraintes mécaniques qu’il subit. Sa résistance varie en fonction de la
direction dans laquelle la charge est appliquée. L'os est plus fragile en tension qu’en compression. L'activité musculaire modifie les

contraintes supportées par les os in vivo.
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Figure 12. Le cycle du remodelage osseux. D’apres (27).
Le processus de remodelage osseux est divisé en une phase d’activation, une phase de résorption,
puis vient une phase d’inversion/réversion suivie d’une phase de formation.

(3) Phase d’inversion / Phase de réversion

A la suite de ces deux premieres phases intervient une étape intermédiaire, la phase
d’inversion ou de réversion (Figure 12). Elle correspond au remplacement des ostéoclastes
par des cellules mononucléées de type macrophagique qui vont « lisser » le fond des lacunes
de résorption des ostéoclastes afin d’éliminer les débris restant de la MEC dégradée.

(4) Phase de formation

La derniére étape est la phase de formation (Figure 12), elle est caractérisée par le
recrutement des ostéoblastes au fond des lacunes de résorption. Ce fond est appelé « ligne
cémentante », trés bien visualisée en lumiére polarisée. Durant cette phase, la Semaphorine
3A (Sema3A), qui est produite par les cellules de la lignée ostéoblastique, réduit
I'ostéoclastogenese en inhibant la différenciation des précurseurs ostéoclastiques. De facon
simultanée, elle favorise la formation de tissus osseux en inhibant la différenciation
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adipogénique des cellules mésenchymateuses. Les ostéoblastes comblent la lacune en
apposant une nouvelle matrice collagénique non minéralisée aussi appelée tissu ostéoide,
qui sera secondairement minéralisée. La minéralisation a lieu au niveau du front de
minéralisation, c'est-a-dire a la jonction entre le tissu ostéoide et le tissu minéralisé, qui est
distant de la surface du tissu ostéoide de 5 a 30 um.

D’un point de vue moléculaire, pendant la phase de formation, les ostéoblastes synthétisent
de la phosphatase alcaline (PAL), enzyme capable d'hydrolyser les esters phosphoriques
inhibiteurs de la minéralisation (comme les pyrophosphates) pour les rendre inactifs.

Enfin, les ostéoblastes synthétisent des facteurs de croissance pour réguler leur propre
métabolisme, ainsi que des facteurs paracrines qui vont influencer le métabolisme des
cellules voisines (Interleukine-1 ou encore le TGF-B). Certains de ces facteurs sont inclus
dans la matrice ostéoide et seront ultérieurement libérés lorsque la matrice sera résorbée.

ii. Larégulation du remodelage osseux

L’équilibre entre la formation et la résorption osseuse est assuré par plusieurs facteurs de
régulation, mais aussi par les hormones circulantes, les facteurs de croissance locaux ou
encore les contraintes mécaniques.

L'un des éléments essentiels de cet équilibre est constitué par le complexe RANK/RANKL
(Figure 13). Les ostéoblastes régulent la différenciation ostéoclastique en sécrétant le RANKL
et 'OPG. En effet, en se fixant a son récepteur RANK, le RANKL est un puissant acteur de la
différenciation et de I'activité des ostéoclastes et donc de la résorption osseuse.
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Figure 13. La différenciation ostéoclastique. D'apreés (28).

Les ostéoblastes et les cellules stromales expriment au niveau membranaire le facteur RANKL. Son
récepteur RANK est exprimé par les précurseurs ostéoclastiques et induit la différenciation
ostéoclastique en présence de M-CSF. L'ostéoprotégérine (OPG) est le récepteur soluble de RANK et
inhibe la liaison sur son récepteur membranaire présent sur les précurseurs ostéoclastiques. La
vitamine D (1,25(0OH),D;), les prostaglandines E2 (PGE2), la parathormone (PTH) ou encore
I'interleukine 1 (IL1) constituent des facteurs qui favorisent la différenciation ostéoclastique.
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A I'opposé, I'OPG se lie au RANKL, empéchant toute liaison avec son récepteur et inhibe la
différenciation ostéoclastique. Le systeme RANKL/OPG, médiateur de cette communication
entre ostéoblastes et ostéoclastes, exerce ainsi un réle fondamental dans la régulation de
I'ostéoclastogenese et dans le remaniement du tissu osseux.

De méme, de multiples facteurs séquestrés dans la MEC peuvent stimuler la formation
osseuse. Le TGF-B constitue I'un des facteurs de croissance les plus abondamment stockés
dans la matrice osseuse. Une fois libéré et clivé, il devient actif et, du fait de ses propriétés
chimiotactiques, il est capable de recruter différents types cellulaires au site de réparation
comme les précurseurs ostéoblastiques ou encore les cellules endothéliales. Il peut
également exercer un effet inhibiteur sur I'activité des ostéoclastes et un effet stimulateur
sur la fonction ostéoblastique.

Les protéoglycanes (PGs) sont des glycoprotéines auxquelles sont attachées des chaines de
glycosaminoglycanes (GAGs). lls participent indirectement au contréle du remodelage
osseux. Les GAGs sont des polymeéres d’unités disaccharidiques qui s’associent a une grande
variété de protéines, matricielles ou membranaires, parmi lesquelles se trouvent plusieurs
récepteurs de facteurs de croissance et de cytokines. La décorine et le biglycane
appartiennent a la famille des protéoglycanes riches en leucine (SLRP : small Leucin-Rich
Proteoglycan) et sont majoritaires dans I'os. La décorine est impliquée dans la fibrillogenése
du collagene. La délétion du géne du biglycane chez la souris conduit a une diminution
significative de I'os trabéculaire, indiquant son réle positif dans la formation osseuse (29).
Les PGs sont généralement associés aux fibres de collagéne de type I. lls sont des régulateurs
de la formation et de la stabilité de la trame collagénique. lls pourraient étre également
impliqués dans le processus de minéralisation de la matrice osseuse. lls jouent enfin un role
important dans le stockage matriciel et la présentation de facteurs de croissance,
notamment le TGF-B et de cytokines (IL-1, IL-6) influencant la prolifération et la
différenciation cellulaire.

D’autres facteurs de croissance tels que les BMPs, le VEGF, le bFGF ou encore I'|GF peuvent
stimuler la formation osseuse. Certains de ces facteurs liés a la matrice sont libérés lors de la
résorption de la matrice sous I'action des MMPs. Une fois activées, ces dernieres (Figure 14)
sont capables de dégrader les composants de la MEC mais aussi des molécules non
matricielles. Elles permettent également la migration des cellules et participent a différentes
fonctions cellulaires comme [’adhésion, la prolifération ou l'apoptose. Elles régulent
également I'activité d’autres protéases et modulent I'activité biologique de certaines
molécules en les clivant et en les libérant de la MEC.

Suite a leur sécrétion, les MMPs peuvent cliver la liaison a I’héparine qui existe entre la MEC
et les molécules séquestrées, ce qui entraine leur libération. L’activité des MMPs est régulée
par les TIMPs (Tissue Inhibitor Metalloproteinases) qui exercent une fonction inhibitrice des
MMPs. Dans le tissu osseux, il a été montré que les MMP9 et MMP13 sont des régulateurs
majeurs du remodelage osseux. Elles coordonnent la dégradation de la MEC mais
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permettent aussi le recrutement de cellules souches et leur différenciation en cellules
ostéogéniques et endothéliales.
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Figure 14. L'inhibition des MMPs par le TIMP (http://hydroclean.integration.client.rbs-
fr.net/regulation-des-mmp,10448,fr.html).

Une fois synthétisées par les cellules, les MMPs sont activées par protéolyse pour libérer leur site
actif. La formation d’un complexe non-covalent entre une TIMP et une MMP induit son inactivation.

D’un point de vue physiologique, la dégradation de la matrice extracellulaire du tissu osseux
par les MMPs permet de créer un microenvironnement favorable a I'invasion cellulaire et a
I'infiltration vasculaire, deux processus qui interviennent dans la réparation de I'os.

Il. Laréparation du tissu osseux
A. La réparation naturelle

Au cours de I'ostéogenése ou d’un processus de réparation du tissu lésé, I'os se régéneére par
remplacement et remodelage d’un tissu conjonctif préexistant. Les deux mécanismes de
formation (Figure 15) du tissu osseux observés chez |'embryon sont [|'ossification
membranaire, dans laquelle le tissu osseux se dépose directement dans le tissu conjonctif
primitif, et I'ossification endochondrale au cours de laquelle le tissu osseux remplace un
cartilage hyalin préexistant mettant en ceuvre des cellules de type chondrocytaire.
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Figure 15. Les différents types cellulaires impliqués dans I'ossification membranaire et
endochondrale. D’apres (17).

Les ostéoblastes se différencient a partir des progéniteurs mésenchymateux (MP). Au cours de
|'ossification membranaire, les MPs se différencient vers le lignage ostéoblastique. En revanche, au
cours de l'ossification endochondrale, les MPs se différencient dans un premier temps vers le lignage
chondrocytaire, puis deviennent par la suite hypertrophiques. lls peuvent également évoluer
alternativement vers des cellules périchondriales (cellules présentes en bordure du cartilage) puis en
ostéoblastes sous I'effet de facteurs sécrétés par les chondrocytes hypertrophiques.

i L’ossification membranaire

Elle concerne l'ossification des os de la volte du crane et les os de la face. Un centre
d'ossification (Figure 16, 1) apparait dans la membrane de tissu conjonctif fibreux, les
cellules mésenchymateuses se regroupent au centre et se différencient en ostéoblastes pour
former un centre d'ossification. Une matrice osseuse non minéralisée (ostéoide) est sécrétée
(Figure 16, 2) a l'intérieur du tissu fibreux synthétisé. Ce tissu ostéoide s’accumule entre les
vaisseaux sanguins qui forment un réseau vasculaire aléatoire. Puis la matrice se minéralise
en quelques jours, le tissu conjonctif se transforme alors en un réseau de trabécules
minéralisées richement vascularisé (Figure 16, 3). Les ostéoblastes piégés dans cette matrice
osseuse minéralisée sont au stade terminal de leur différenciation et acquierent le
phénotype des ostéocytes.

De nombreux centres d’ossification se développent et fusionnent ultérieurement,
constituant un réseau de travées anastomosées, pour former I'os trabéculaire primaire (30).
Sur les faces externes, le tissu conjonctif se condense et devient le périoste. Puis une couche
d’os compact se constitue entre I'os trabéculaire et le périoste, qui sera par la suite
remplacée par de I'os lamellaire (cortical) mature. Enfin, I'os spongieux situé entre les deux
lames d’os cortical sera colonisé par de la moelle osseuse (Figure 16, 4).

D’un point de vue moléculaire, un grand nombre de génes interviennent et sont impliqués
au cours de l'ossification membranaire. C'est le cas du facteur Wntl6, un facteur de
développement des os longs, démontré comme un des acteurs principaux de I'ossification
membranaire (31).
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Figure 16. L'ossification membranaire. D’apreés (1).

(1) : Un centre d’ossification apparait dans la membrane du tissu conjonctif fibreux. (2) : Une matrice
osseuse ostéoide est sécrétée dans le tissu fibreux. (3): Formation de lI'os trabéculaire et du
périoste. (4) : Formation de tissu osseux compact et apparition de la moelle osseuse.

ii. L’ossification endochondrale

Elle est a I'origine des os longs et se développe a partir d’une ébauche cartilagineuse (Figure
17, 1). Comme décrit précédemment, un centre d’ossification primaire se forme (Figure 17,
2) et des cellules chondrocytaires synthétisent une matrice extracellulaire contenant en
partie du collagene de type Il. Par la suite, les chondrocytes de la région centrale
parviennent a maturation, s’hypertrophient et synthétisent de nombreux facteurs
angiogénes de méme qu’une matrice contenant principalement du collagene de type X.

Parmi les facteurs angiogenes, le VEGF, produit par les chondrocytes hypertrophiques,
stimule en particulier la formation d’un réseau vasculaire (Figure 17, 3). L'ensemble de ces
évenements aboutissent a la formation du centre d’ossification primaire, au sein duquel les
chondrocytes hypertrophiques rentrent en apoptose tandis que la calcification de la matrice
a lieu dans la partie centrale du modele cartilagineux.

Dans le méme temps, les cellules périchondrales internes expriment un phénotype
ostéogénique, formant une fine collerette de périoste autour de la diaphyse. Puis les
vaisseaux sanguins envahissent |'espace occupé préalablement par les chondrocytes
hypertrophiques, ils se ramifient et forment un réseau vers chaque extrémité du centre
d’ossification. Des cellules ostéoprogénitrices et des cellules souches hématopoiétiques
gagnent le cceur du cartilage calcifié par I'intermédiaire du tissu conjonctif périvasculaire
entourant les vaisseaux sanguins invasifs. Les centres d’ossifications secondaires se
développent ensuite dans les épiphyses (Figure 17, 4).

Enfin, la croissance en longueur des os longs dépend de la croissance interstitielle du
cartilage hyalin tandis que le centre du cartilage est progressivement remplacé par de |'os au
niveau des zones d’ossification équidistantes (Figure 17, 5).
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Figure 17. L'ossification endochondrale. D’apres (1).

(1) : Formation de tissu périostique autour du cartilage hyalin. (2) : Formation d’une cavité au centre
du cartilage hyalin. (3) : Invasion de la cavité par des vaisseaux et formation de I'os spongieux. (4) :
Formation de la cavité médullaire et ossification secondaire dans les épiphyses. (5): Fin de
I’ossification épiphysaire.

La plus grande partie du cartilage hyalin de I'épiphyse est alors remplacé par de I'os
spongieux, excepté au niveau du cartilage articulaire et de la plaque de croissance
épiphysaire.

B. La chronologie de la réparation osseuse apreés lésion tissulaire

La Iésion osseuse la plus commune est une fracture (Figure 18), qui est définie comme une
discontinuité de I'os. Il existe plusieurs types de fractures selon le type de rupture appliquée
a I'os. Quand une force perpendiculaire a I'axe long de I'os est appliquée, elle produit une
fracture transversale. Une force de méme sens que l'axe long de I'os fournit une fracture par
compression. Les forces de torsion engendrent des fractures en spirale, et les tensions qui
combinent forces de cisaillement et de compression provoquent une angulation et un
déplacement des extrémités fracturées.

Les fractures s"accompagnent d’une lésion des tissus mous adjacents. Dans cette situation, il
y a souvent une vaste nécrose musculaire, une hémorragie en raison du cisaillement des lits
de capillaires et des vaisseaux de ces tissus, ainsi que la déchirure des insertions/pieces
jointes ligamentaires/tendineuses. Il peut exister également des dommages au niveau des
structures nerveuses, causés par I'étirement ou la déchirure des nerfs qui innervent
I’ensemble du tissu osseux.

Dans ce contexte, la régénération/réparation du tissu osseux peut étre divisée en trois
phases ; la phase inflammatoire, la phase de réparation puis la phase de remodelage. La
durée de chaque phase dépend de I’adge du patient, de son état de santé, du site de fracture,
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ainsi que de I'étendue de la lésion des tissus mous (Iésions vasculaires et Iésions nerveuses).
Des facteurs locaux, comme |'apport vasculaire et les forces mécaniques qui y seront
appliquées, joueront un role prépondérant dans la cinétique de ces trois phases.

i La phase inflammatoire

Dans les deux premiers jours apres une fracture, la rupture des vaisseaux sanguins dans le
périoste et le muscle ainsi que dans les tissus mous adjacents conduit a une hémorragie. Une
nécrose osseuse se produit au niveau du foyer de fracture en raison de la rupture du
systeme vasculaire de I'os et de l'interruption des vaisseaux corticaux présents dans les
canaux de Volkmann et les canaux de Havers. Deux a cing jours aprés, I'hémorragie forme un
important caillot sanguin (Figure 18, 1), qui est résorbé par les macrophages. Les débris
osseux dans le site fracturaire sont quant a eux éliminés par les ostéoclastes et les
macrophages. La néo-vascularisation est stimulée dans un premier temps en périphérie du
caillot de sang (Figure 18, 2). Dés la premiére semaine environ, la majeure partie du caillot
est envahie par des vaisseaux sanguins.

Un tissu fibreux conjonctif est progressivement formé apres sept jours environ. Ceci
correspond a la "cicatrice" de I'os. Des spicules d'os commencent a apparaitre a la périphérie
du caillot. Des cellules mésenchymateuses pluripotentes de la moelle osseuse seront
recrutées au niveau du site.

ii. Laphase de réparation

La phase réparatrice intervient environ apres la premiére semaine qui suit la fracture et peut
durer des mois, en fonction d’un grand nombre de paramétres biochimiques et mécaniques,
notamment le degré de mouvement du site fracturaire. Durant cette période, I'inflammation
aigué est dissipée et les cellules souches recrutées sur le site grace a sa vascularisation se
différencient en fibroblastes et en ostéoblastes.

D’un point de vue tissulaire, la réparation (Figure 18, 3) se produit de la périphérie vers le
centre du foyer de fracture. Les premieres étapes sont la résorption du caillot de sang, puis
la vascularisation du cal, qui aura éventuellement comblé le site fracturaire.

D’un point de vue cellulaire, ces événements s’accompagnent du recrutement de nombreux
ostéoclastes. Provenant des canaux de Havers, ils forment des cones de résorption, allant du
cortex vers la ligne de fracture. De nouveaux vaisseaux accompagnent la résorption,
apportent des nutriments a ces cellules et permettent un apport en cellules multipotentes
pour assurer le renouvellement cellulaire. Dans le méme temps, le cal externe, présent a la
surface de I'os et formé a partir du périoste, continue a croitre vers le site de la fracture. Un
cal interne se forme simultanément dans la cavité médullaire et se développe vers
I'extérieur du site de fracture. Les cones de résorption atteignent le foyer de fracture et les
extrémités de |'os fracturé.
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De nouveaux vaisseaux sanguins envahissent le cartilage calcifié, aprés quoi la séquence
endochondrale reproduit la formation osseuse au niveau de la plaque de croissance.
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Figure 18. Chronologie de la cicatrisation d'une fracture osseuse. D’aprés (32).

(1) : Formation d’un caillot sanguin. (2) : Phase inflammatoire associée a une néovascularisation. (3) :
Phase de réparation et formation du cartilage. (4): Phase de remodelage avec formation de
nouveaux tissus osseux.

iii. Laphase de remodelage

Plusieurs semaines aprés une fracture, la croissance interne du cal permet le « scellement »
des extrémités de I'os et le remodelage intervient (Figure 18, 4). Dans cette phase, I'os est
réorganisé de sorte que le cortex d'origine est restauré. Le tissu régénéré peut parfois
apparaitre comme une structure remodelée et minéralisée permettant de conclure la
réparation de la fracture. Néanmoins, le remodelage tissulaire peut se prolonger pendant
plusieurs mois au-dela de la réparation du site. A titre d’exemple, le cal observé dans le cas

42



INTRODUCTION - Il. La réparation du tissu osseux

d’une fracture d’une cbte peut rester tout au long de la vie, car les mouvements
d’inspiration et d’expiration au niveau de la cage thoracique engendrent des contraintes de
cisaillement au niveau vasculaire et préservent I'étendue du cal cartilagineux.

C. Les acteurs de la réparation du tissu osseux

Les mécanismes de réparation osseuse sont sous le controle de facteurs exogénes ou
endogenes, de nature cellulaire, biochimique et mécanique. Ces différents signaux et stimuli
sont a l'origine d’'une modulation des activités métaboliques des cellules osseuses et des
cellules environnantes telles que les cellules endothéliales. Ceci a une conséquence directe
sur la cinétique de la néoformation osseuse, sur la vascularisation du tissu osseux, son
remodelage et in fine sur les propriétés mécaniques de I'os reconstruit.

i Acteurs cellulaires

Les principaux acteurs cellulaires de la réparation osseuse, qu’il s’agisse des cellules de type
ostéoblastique ou ostéocalcique, ont été décrits dans le paragraphe |, F.

ii.  Acteurs biochimiques

Parmi les acteurs biochimiques, la production de cytokines inflammatoires joue un réle
prépondérant dans le recrutement de différents types cellulaires nécessaires a la
régénération tissulaire. Les principaux facteurs sont le TNF-a, l'interleukine-1 (IL-1) et
I'interleukine-6 (IL-6), ainsi que les métalloprotéases (MMPs) produites par les monocytes,
les macrophages ou encore les cellules synoviales (33). Le TNF-a et I'IL-1 stimulent I'activité
des ostéoclastes et des chondrocytes, qui peuvent en échange libérer des MMPs
matricielles. Elles détruisent et résorbent le tissu cartilagineux et participent ainsi au
remodelage tissulaire.

iii.  Acteurs mécaniques

Les contraintes appliquées a I'os sont de différentes natures, il s’agit de forces de
compression, d’étirement ou encore des contraintes de cisaillement engendrées par les
mouvements de fluides déplacés lors de la déformation du tissu osseux.

Dans le cas d’un processus de réparation tissulaire, les forces mécaniques conditionnent la
mise en place de la réparation du tissu osseux en orientant celle-ci vers un mécanisme
d’ossification endochondrale ou membranaire selon la stabilité, la géométrie de la lésion ou
le type de contrainte existant au niveau des sites fracturaires. La combinaison de ces
éléments va déterminer le type d’ossification.

L'ossification endochondrale est stimulée par les contraintes mécaniques, favorisant la
chondrogenése, et inhibée par l'immobilisation du site. Inversement, la réparation
membranaire est privilégiée lorsque les segments osseux sont stabilisés. De facon générale,
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la néoformation osseuse doit intervenir dans des conditions de stabilité suffisante, sans quoi
le seul tissu capable de se former est un tissu fibro-cartilagineux peu résistant et peu évolutif
en terme de spécificités tissulaires. L'instabilité et I'incompétence mécanique conduisent
tres rapidement a la constitution d’une pseudarthrose.

Aprés une fracture importante, le chirurgien orthopédique peut créer artificiellement cette
stabilité par la pause de fixateurs internes ou externes et, dans ce cas, contourner la
réparation endochondrale en favorisant une réparation directe.

Cependant, des contraintes mécaniques modérées peuvent étre bénéfiques et étre utilisées
comme traitement « non pharmacologique » utilisé par les chirurgiens orthopédiques afin
de stimuler la réparation tissulaire. Ce procédé, appelé « dynamisation », est largement
utilisé lors du processus d’allongement osseux, appelé distraction ostéogénique, qui est
destiné a réparer ou a allonger les os longs.

La charge mécanique appliquée est également importante pour les différentes étapes du
remodelage osseux. Une immobilisation prolongée peut entrainer une activation de la
résorption osseuse. A I'opposé, I'exercice physique ou une stimulation mécanique externe
sont susceptibles de promouvoir la formation osseuse (34). La charge mécanique va
potentiellement augmenter la pression hydrostatique dans la moelle osseuse, ce qui aura
pour effet de modifier la fonction des cellules osseuses telles que la prolifération des
précurseurs ostéoblastiques, la différenciation des cellules bordantes en ostéoblastes et la
minéralisation de la matrice extracellulaire. La stimulation mécanique pourra également agir
sur les mécanismes de I'ostéoinduction et favoriser I'activité de la BMP2 (35).

D. Les limites de la réparation osseuse naturelle

L'os est un tissu conjonctif capable de se réparer naturellement si les lésions du site
fracturaire sont de petit volume. Mais dans le cas de physiopathologies osseuses ou encore
lorsque le volume de la lésion osseuse est trop important, les différents mécanismes
d’ossification ne peuvent aboutir a une réparation totale de la lésion du tissu.

i Réparation tissulaire et physiopathologie osseuse

Nous décrirons dans ce paragraphe I'exemple de |'ostéoporose, pathologie osseuse la plus
fréquente, observée lors du vieillissement et qui peut générer de nombreuses fractures et
Iésions osseuses pour lesquelles les mécanismes de réparation s’avérent difficiles (36).

La principale cause de I'ostéoporose est la carence en stéroide sexuel de type cestrogene qui
survient chez les femmes ménopausées, bien que I'ostéoporose et les fractures
ostéoporotiques s'observent également chez I'homme. Dans ces conditions, la quantité d'os
agé résorbé (due a une augmentation du nombre des ostéoclastes) dépasse la quantité d'os
néoformé par les ostéoblastes, entrainant une diminution importante de la densité minérale
et une fragilité du tissu.
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L’ostéoporose influence donc le versant ostéogénique de la réparation osseuse, mais aussi, a
moindre échelle, le versant angiogénique (37). Ainsi, les personnes souffrant d’ostéoporose
auront une capacité de régénération et/ou de réparation osseuse nettement plus faible
gu’une personne saine, dans les mémes conditions de Iésions osseuses (Figure 19).

: 2 X ll . ] " \ "‘ .‘ '3' R~ \4' ’ - A.A\ l ;-
Figure 19. Cicatrisation d'un défaut osseux métaphysaire de taille critique. D’apreés (38).
Coloration d’une coupe histologique au Movat Pentachrome, (A) chez une rate normale et (B) chez
une rate rendue ostéoporotique.

ii. Les pertes de grand volume et I'importance de la vascularisation

Comme expliqué précédemment, le tissu osseux est un tissu conjonctif capable de réparer
naturellement certaines Iésions traumatiques ou non traumatiques de petit volume. Dans le
cas de pertes de substances osseuses de grand volume, la lésion est trop importante
(résection de tumeur osseuse, grave traumatisme osseux) pour permettre une réparation
naturelle. De nombreux travaux de la littérature décrivent des modeles expérimentaux dans
lesquels des Iésions osseuses de différentes tailles, dites de « taille critique », sont réalisées.
Les principaux modeles se trouvent principalement au niveau diaphysaire. Toutes ces études
s’accordent pour fixer cette distance a 1,4 fois le diamétre diaphysaire moyen de I'os
considéré. Au-dela de cette échelle, le défaut de progression de la vascularisation et
I'incapacité du foyer de fracture a cicatriser conduisent a une absence d’union des deux
extrémités diaphysaires.

De nombreux travaux de la littérature, qu’ils soient fondamentaux ou expérimentaux,
démontrent que la vascularisation joue un role prépondérant dans la régénération osseuse.
La circulation sanguine permet un apport en nutriments et en oxygene, éléments
indispensables a I'ossification. En outre, la teneur en oxygéne au sein du foyer de fracture a
un réle majeur dans la cicatrisation puisqu’elle influe directement sur la différenciation des
cellules souches, vers le lignage chondroblastique (précurseur chondrocytaire) d’une part si
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la teneur en oxygéne est basse et vers le lignage ostéoblastique d’autre part si la teneur est
élevée.

Un déficit vasculaire peut étre a l'origine d’un retard, voire d’une absence de cicatrisation
(39). Ce probléme peut provenir du traumatisme initial (lésion importante des artéres
nourricieres ou métaphysaires) consécutif a une chimiothérapie suite a un traitement
médicamenteux, ou consécutif a une radiothérapie des sites |ésés aprés une résection
osseuse.

Les sites infectieux associés aux sites de lésions osseuses peuvent moduler la réaction
inflammatoire, accroitre le mécanisme de résorption osseuse et induire une nécrose
supplémentaire de I'os. De plus, ces mécanismes infectieux peuvent générer une instabilité
ou entrainer la formation de séquestres osseux (détachement d’un fragment osseux) qui
vont entretenir le phénomene inflammatoire.

iii. Les greffes osseuses comme comblement

Y

La greffe osseuse est définie comme un procédé chirurgical consistant a prélever un
fragment d’os d’une partie du corps pour combler une Iésion osseuse située dans une autre
partie du corps. Le site osseux lésé qui va étre réparé est appelé « site receveur » par
opposition au site de prélevement appelé « site donneur ». Le greffon peut provenir du
receveur lui-méme, il s’agit dans ce cas d’une autogreffe. S’il provient d’un autre individu de
la méme espece, on parle d’une allogreffe et s’il est d’'une espéce différente, d’'une
xénogreffe.

(1) Lautogreffe

C’est la greffe d’os la plus pratiquée, elle consiste a prélever un fragment osseux sur le sujet
lui-méme. Dans ce cas, le prélevement et la pose du greffon sont réalisés lors de la méme
séance chirurgicale. Le prélevement est effectué le plus souvent au niveau de la créte
iliaque.

Les autogreffes sont employées pour combler une perte de substance, pour faciliter la
consolidation d'un os fracturé, pour favoriser la bonne évolution d'un cal ou lors d’une
arthrodése (intervention chirurgicale consistant a bloquer définitivement une articulation,
par exemple entre deux vertébres). C'est le greffon idéal car il n’entraine pas de réaction
immunitaire.

L'utilisation des autogreffes offre de trés bons résultats cliniques, l'incorporation du greffon
dans l'os greffé s'effectue dans un délai d'environ 6 semaines. Cependant, les disponibilités
d’os autologues et notamment d’os spongieux sont limitées et il existe au niveau du site
donneur un risque non négligeable de morbidité, de risque septique et de fractures
secondaires. Enfin, cette technique n’est pas toujours utilisable chez les sujets agés, le plus
souvent des patients déminéralisés ou ostéoporotiques.
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(2) Lallogreffe et la xénogreffe

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

Ces greffons doivent étre traités pour prévenir des réactions immunitaires et des
contaminations virales. La sécurisation bactérienne et virale des greffons est assurée par une
sélection stricte des donneurs (40), des conditions aseptiques de prélevement et de
conservation et une mise en quarantaine dans des banques de tissus a -80°C (41). Les
différents modes de stérilisation sont la chaleur, l'irradiation gamma ou encore la
stérilisation a |'oxyde d’éthyléne. D’autres moyens tels que la délipidation et la
déprotéination peuvent étre utilisés pour les xénogreffes (42). Cependant, les protocoles de
préparation des greffons peuvent affecter leurs propriétés et compromettre les mécanismes
d’ostéointégration de la greffe (43, 44).

Enfin, il reste néanmoins des risques immunitaires et inflammatoires liés a I'utilisation de ces
allogreffes.

(3) Latechnique de Masquelet

Dans les situations oU l'‘autogreffe n’est pas envisageable en raison des limites
précédemment citées, la technique de la membrane induite, décrite par Alain-Charles
Masquelet (45), prend tout son intérét. Cette technique va permettre une reconstruction
osseuse en cas de |ésion osseuse massive (jusqu'a 30 cm) du membre inférieur comme du
membre supérieur, ou encore dans le cas d’une chirurgie maxillo-faciale. Cette technique
fait intervenir deux actes chirurgicaux. Dans un premier temps, la perte de substance
osseuse est comblée par une entretoise composée d’'un ciment chirurgical
(méthylméthacrylate) recouvert par un lambeau musculaire.

Ce ciment géneére, aprés deux mois ou plus, la formation d’une membrane pseudo-synoviale
riche en facteurs de croissance ostéomodulateurs et pro-angiogéniques (VEGF, TGF-B et
BMP-2) (46). Le ciment est alors retiré tout en préservant l'intégrité de la membrane,
appelée « membrane induite », afin de préserver I'espace intramembranaire. Dans un
second temps, une greffe osseuse spongieuse autologue est insérée a l'intérieur de cette
espace afin d’assurer la réparation du site.

La membrane induite protégerait I'os greffé de la résorption, améliorerait sa vascularisation
et faciliterait son remodelage et son adaptation aux contraintes mécaniques (47).
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L’'originalité de cette technique est d’utiliser les propriétés angiogéniques et ostéogenes de
cette « membrane induite » pour activer le processus de néoformation osseuse et de
vascularisation. La limite de cette approche est liée aux deux actes chirurgicaux et a la
reconstruction tissulaire en deux temps. De plus, elle ne permet pas a ce jour de s’affranchir
du prélevement d’os autologue, bien que certains modeles montrent 'utilisation de BMP2
injectée au sein de la « membrane induite » pour accélérer le processus de régénération
osseuse.

En résumé, l'utilisation des greffes osseuses représente entre 75% et 90% des indications
clinigues dans le traitement des pertes osseuses (48). Bien que I'autogreffe demeure la plus
utilisée (50% des cas), elle présente des inconvénients liés a son préléevement. L’allogreffe
reste une bonne alternative mais ne posséde pas les mémes propriétés biologiques
notamment en termes d’ostéoinductivité et présente des risques potentiels d’ordre
infectieux et immunologiques. Toutes ces limites liées a I'utilisation des greffes osseuses ont
largement contribué a la recherche et au développement de biomatériaux de substitution
osseuse assurant une parfaite biosécurité pour le patient.

lll. Lingénierie tissulaire osseuse

Malgré les progres effectués au cours de ces vingt derniéres années sur la compréhension et
la physiologie de la régénération osseuse, la reconstitution du tissu osseux pour des pertes
de substance étendues reste un défi thérapeutique. La multiplicité des procédés proposés
dans la littérature témoigne de la difficulté de sélectionner une stratégie pour une
problématique clinique donnée.

Si la science des biomatériaux a permis le développement d’un grand nombre de matrices ou
de substituts osseux, commercialisés ou non, utilisés cliniquement ou encore a I'état
expérimental, le cahier des charges de ces biomatériaux reste trés complexe.

Aux cotés de ces nouvelles matrices tridimensionnelles, les techniques d’ingénierie tissulaire
permettent a ce jour de développer de nouvelles stratégies de médecine régénératrice pour
le remplacement d’un organe. Ce champ pluridisciplinaire combine les savoirs et les
procédés venant de la physique, de la biologie cellulaire, de I'ingénierie chimique et des
sciences de la matiere. Selon le principe d’ingénierie tissulaire, les biomatériaux pourront
étre associés a des composantes cellulaires et/ou biochimiques (49) placés dans un
environnement mécanique pour améliorer la réparation in situ.

Quatre principaux acteurs sont sollicités par ces techniques d’ingénierie tissulaire: 1) le
biomatériau qui va servir de matrice tridimensionnelle, Il) des cellules dites « réparatrices »
présentant en particulier une capacité ostéogénique, Ill) des facteurs bioactifs de la
régénération tissulaire et IV) une stimulation mécanique pour activer la fonction des cellules
hébergées dans cette matrice.
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Le biomatériau aura pour mission de véhiculer les cellules et leur permettre d’initier un
processus de régénération.

Ce biomatériau peut étre utilisé également comme un systeme de délivrance de cellules et
de facteurs bioactifs afin de stimuler la régénération du site. Ces deux approches ne sont pas
exclusives et peuvent étre combinées (50).

Enfin, ce produit d’ingénierie tissulaire (PIT) doit étre capable de répondre a des stimulations
mécaniques. Dans ce dernier cas, la culture de ces PIT dans des bioréacteurs est susceptible
de fournir un environnement dynamique et de favoriser un meilleur apport en oxygene et en
nutriments.

La Figure 20 résume les principales étapes de I'ingénierie tissulaire « de la boite de culture
jusgu’au lit du patient ».

Figure 20. Principe de l'ingénierie tissulaire. D'apreés (51).

(1) Isolement des cellules du patient. (2) Amplification des cellules in vitro. (3) Dépot des cellules sur
une matrice 3D, combinée ou non a des biomolécules « bioactives ». (4) Culture en 3D et
amplification des cellules qui devraient produire au sein de cette structure 3D une matrice
extracellulaire spécifique. (5) Implantation chez le patient du produit d’ingénierie tissulaire.

La construction d’un tel produit d’ingénierie tissulaire souléve de nombreuses difficultés : la
premiere concerne le choix du matériau qui doit procurer un environnement approprié pour
stimuler la régénération osseuse et présenter des propriétés mécaniques contrdlables au
cours du temps.
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La seconde difficulté consiste a assurer la survie cellulaire dans un environnement
avasculaire et hypoxique, tel qu’il se présente en situation clinique. Enfin, la troisieme
difficulté est de contourner la lourdeur de la technique d’amplification cellulaire en 2D puis
en 3D par des applications cliniques immédiates.

A. La composante matricielle

Les biomatériaux, ou plus exactement la composante matricielle de I'ingénierie tissulaire
osseuse, doivent étre capables d’assurer un support structural et mécanique aux cellules,
qu’il s’agisse des cellules du tissu hote ou des cellules qui seront associées a la matrice avant
son implantation. Le biomatériau doit permettre la colonisation cellulaire, la prolifération
des cellules et la synthése d’une matrice extracellulaire osseuse minéralisée. Un cahier des
charges précis, prenant en compte les différentes caractéristiques biologiques du tissu
osseux, doit étre respecté.

i Le cahier des charges des biomatériaux pour I'ingénierie osseuse

Les biomatériaux doivent donc répondre a un cahier des charges précis afin de correspondre
au mieux aux caractéristiques physicochimiques, biologiques et mécaniques de I'os (Figure
21).

(1) Biocompatibilité et ostéointégration

La premiere regle dans le choix de la composante matricielle doit étre avant tout sa
biocompatibilité. Cette composante ne doit pas provoquer de réaction inflammatoire
importante, ni de toxicité au niveau de I'h6te. Une telle biocompatibilité entre le
biomatériau et le tissu hote doit permettre de créer une véritable interface entre le matériel
et le tissu hote. Cette bioactivité permet, d’une part, d’avoir une liaison entre le biomatériau
et le tissu hote, assurant I'ostéointégration de I'implant et, d’autre part, la mobilisation du
substitut osseux par les cellules pour favoriser la néoformation osseuse. On parle alors de
matériau ostéoconducteur.

L'ostéoconduction est définie par la capacité du matériau a permettre sa colonisation par les
cellules de I'hdte, la formation d’un réseau vasculaire et le dépdt d’un tissu osseux.
L'ostéoinduction est quant a elle la capacité active du biomatériau a recruter et a orienter
des cellules indifférenciées vers le phénotype ostéoblastique et donc a favoriser la
néoformation d’os dans un site ectopique. Cette ostéoinductivité peut étre induite par le
matériau lui-méme de par ses propriétés intrinseques chimiques, biologiques ou mécaniques
(52), ou de par sa fonctionnalisation avec des facteurs ostéogéniques comme la BMP-2 (53),
mais aussi de par la présence de cellules ostéoprogénitrices associées a cette composante
matricielle.
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Structure 3D Production sous différentes formes et taille Biocompatibilité
(favorable a I'adhésion, et idéalementinjectable pour la chirurgie (absence de réaction
prolifération et mini-invasive inflammatoire ou

différenciation) immunitaire)

Biosécurité
(réduire les risques
d’infection)

Biodégradabilité
(compatible a la
cinétique de formation)

Porosité

o (pour favoriser la
Résistance aux migration cellulaire, la

contraintes . . . diffusion des molécules
p . Bonne interface aux tissus environnants .
mecaniques et des nutriments)

Figure 21. Cahier des charges d'un biomatériau de substitution osseuse. D’apreés (www.
inserm.fr).

(2) Porosité

Un pore peut étre défini comme un espace vide a l'intérieur d'un matériau, tandis que la
porosité peut étre considérée comme un ensemble de pores. La taille des pores et la
porosité sont des paramétres importants dans les caractéristiques physiques de la
composante matricielle. Les macro-pores (supérieurs a 50 um) ont une échelle susceptible
d'influencer le type du tissu. Les pores de plus de 300 um sont par exemple généralement
favorables a la croissance de la matrice osseuse et a la vascularisation des tissus néoformés.
Les micro-pores (inférieurs a 50 um) sont pour leur part capables d'influencer les propriétés
de bioactivité de la matrice et I'attachement cellulaire. La nano-porosité se réfere a des
textures de surfaces a une échelle nanométrique (1-1000 nm).

Une porosité élevée (supérieure a 80%) peut fournir un volume de pores nécessaire a
I'infiltration de cellules, mais peut également a 'inverse, diminuer les propriétés mécaniques
conformément a la relation de la loi de puissance (54). L'interconnectivité des pores est un
facteur essentiel pour permettre la migration, la prolifération cellulaire et la colonisation
totale de la matrice, de la périphérie au centre de l'implant. Il est souhaitable qu’un
biomatériau pour l'ingénierie tissulaire présente une interconnectivité de 100% pour
permettre la diffusion et les échanges en nutriments et en oxygéne dans le volume entier de
la matrice (55).
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(3) Propriétés mécaniques

Les propriétés mécaniques rentrent aussi en compte dans les caractéristiques de la
composante matricielle. Elles doivent étre adaptées au site d’implantation dans lequel les
matériaux seront destinés (56). Outre le contact spécifique avec le tissu hote, le biomatériau
doit posséder une rigidité et une élasticité adaptées au milieu dans lequel il va étre implanté
(57). De nombreux travaux de la littérature ont démontré que la rigidité ou I’élasticité
permettent en particulier de diriger la différenciation des cellules souches vers un lignage
spécifique. Pour le tissu osseux les propriétés mécaniques doivent étre de I'ordre de 100 kPa
(57). Par ailleurs, la production d’'une matrice extracellulaire minéralisée par les cellules
elles-mémes (associées au biomatériau ou au cellules du tissu hote) modifiera également les
propriétés mécaniques du tissu néoformé.

(4) Biodégradabilité

Idéalement, les biomatériaux implantés doivent pouvoir se dégrader pour laisser la place au
tissu néoformé. Il reste toutefois important de s’assurer que les produits de dégradation des
matériaux utilisés ne soient pas cytotoxiques pour le milieu environnant (58). La dégradation
d’un biomatériau peut étre de nature physico-chimique due a l'interaction entre la surface
de lI'implant et I'environnement biologique, pouvant étre la conséquence d’un processus de
dissolution ou de précipitation. La dégradation peut également étre liée a une activité
cellulaire. Les ostéoclastes peuvent de la méme facon qu’ils dégradent le minéral osseux,
résorber certains types de supports tridimensionnels comme certaines céramiques de
phosphate de calcium (59).

(5) Injectabilité

Un autre aspect important concerne la conception de la composante matricielle et sa
disponibilité sous différentes formes et tailles selon le site a combler. Un autre critére est la
facilité avec laquelle le biomatériau sera utilisé notamment par les chirurgiens. Dans ce
contexte, un matériau injectable in situ peut offrir une alternative intéressante pour des
sites qui présentent des irrégularités. De plus, il peut diminuer le caractére invasif de I'acte
chirurgical (60).

ii. Les différents biomatériaux de substitution

De nombreux matériaux de substitution osseuse destinés a remplacer |'os autologue ou
allogénique ont été évalués au cours des deux dernieres décennies (Figure 22). Alors que les
matériaux destinés a étre implantés dans le passé étaient congus pour étre uniquement
biocompatibles et mimétiques de la MEC osseuse, les matériaux actuels évoluent vers des
matériaux « bioactifs » qui intéegrent des molécules biologiques ou des cellules pour stimuler
la régénération des tissus (61, 62). Les matériaux de substitution osseuse doivent répondre a
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un cahier des charges précis comme cela a pu étre précédemment présenté
(ostéoinducteurs, ostéoconducteurs, biodégradables et propriétés mécaniques).

Les matériaux peuvent étre classés en plusieurs familles. Les matériaux les plus couramment
utilisés sont des céramiques a base de phosphate de calcium, a base de polyméres naturels
ou synthétiques ou encore de polymeéres composites (63).

Figure 22. Les différents matériaux de comblement/substits osseux (www.aap.de
/de/produkte /biomaterialien/knochenersatzmaterial).

(A) Exemple de substituts osseux obtenus a partir d’os trabéculaire bovin (Cerabone®). (B) Substituts
osseux obtenus a partir d’os humains (Osnatal®). (C) Ciment phosphocalcique (OsteoCem®). (D)
Céramiques bioactives (PerOssal®). (E) Granules et bloc de céramiques phosphocalciques biphasées
(Cerabone®).

(1) Les matériaux a base de phosphate de calcium

De nombreux matériaux a base de phosphate de calcium, composition la plus proche de la
phase minérale de I'os, sont développés et méme commercialisés, pour certains. On peut
citer le phosphate tricalcique (TCP), [I’hydroxyapatite (HA), des céramiques
phosphocalciques, des verres bioactifs et leurs combinaisons dans différentes proportions
pour modifier leurs propriétés de biodégradabilité (64).

Les verres bioactifs (des verres de silice contenant du calcium et éventuellement du
phosphate) peuvent rapidement produire dans un fluide biologique une couche d’HA
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bioactive qui est capable de se lier a un tissu biologique. En outre, ils peuvent étre adaptés
pour fournir des ions tels que les siliciums (Figure 23) a des niveaux capables d'activer
I'ostéogenese (65, 66) des cellules du tissu aux cellules associées aux matrices, et ce vers le
lignage ostéoblastique.

Bioactive glass

© O v x

Dissolution ions Surface chemistry Topography

o go\o"’

| C: \
N

Gene expression

Transcription

Translation
\

Post- translation modification

Inflammatory l Angiogenic factors
mediators

Matrix formation

Figure 23. Les mécanismes de régulation de I'expression des génes par les verres bioactifs.
D'apreés (65).

Les verres bioactifs induisent I'expression des génes par quatre mécanismes principaux : la chimie de
surface, la topographie/structure de surface, le taux et le type d'ions libérés et les contraintes de
cisaillement a I'interface avec l'implant (propriétés mécaniques).

Du point de vue de leur biocompatibilité, de leur ostéointégration et de leur propriété
ostéoconductrice, les céramiques phosphocalciques sont des supports extrémement
intéressants. Certaines des céramiques phosphocalciques, de par leur architecture et leur
micro et nano-porosité, présenteraient, en outre, un potentiel ostéoinducteur et seraient
capables de régénérer des lésions de taille critique. De fagon plus précise, I'équipe de Ruiter
a démontré que la formation osseuse observée en site ectopique augmentait avec la
microporosité de ces céramiques (67). La présence de cette microporosité pourrait
augmenter la surface d’échange entre les cellules et le milieu biologique. Cette
ostéoinduction serait potentiellement liée a un processus de dissolution/précipitation de la
céramique. Les cristaux en contact avec les fluides biologiques seraient capables de se
dissoudre, d’interagir avec des ions d’origine biologique, de précipiter et enfin de former des
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cristaux apatitiques biologiques proches de ceux de I'os. Ces cristaux pourraient favoriser
ainsi I'absorption de protéines, dont les BMPs, permettant ainsi d’orienter les cellules vers
une différenciation ostéoblastique (68).

Au niveau cellulaire, des matrices a base de phosphate de calcium offrent un excellent
environnement en favorisant I'adhérence cellulaire des ostéoprogéniteurs, leur prolifération
et la synthése d’'une matrice extracellulaire minéralisée (69).

Parmi les limites de ces matériaux, nous citerons leur dégradabilité qui n’est pas toujours
optimisée par rapport aux propriétés mécaniques. Par ailleurs, ces matrices ne permettent
pas toujours une ostéoformation compléte. Cette derniere est souvent limitée a la
périphérie des implants macroporeux. La culture dynamique en bioréacteur peut
néanmoins améliorer cette cinétique de formation osseuse et de vascularisation.

(2) Les polymeéres

Il existe plusieurs familles de polyméres. D’'une part, les polyméres synthétiques comme le
poly(lactic acid) PLA et le poly(glycolic acid) PGA. Mais il y a également les polymeéres
d’origine naturelle, synthétisés par des organismes vivants, tels que les polysaccharides de
type pullulane, alginate, chitosane (70-72) ou encore des protéines telles que le collagene, la
soie ou la fibrine (73-75).

Les polymeres sont des chaines de macromolécules, ils sont aisément « fagonnables » de par
leur composition chimique et leur structure (76). lls peuvent étre le support de nombreuses
modifications pour adapter et moduler leurs propriétés (77). De maniere générale, les
polymeéres sont biocompatibles. Certains d’entre eux permettent aux cellules de proliférer et
de se différencier sans engendrer, pour la plupart (78), de réactions cytotoxiques.

Leur caractere biodégradable constitue un atout important en ingénierie tissulaire osseuse
(76).

Les biomatériaux composés de polymeres ont la capacité de mimer les propriétés
biochimiques et structurelles de la matrice extracellulaire. lls vont ainsi pouvoir séquestrer
les facteurs de croissance, nécessaires a la régulation de I’activité cellulaire.

Les polymeéres sont utilisés également comme des systémes de délivrance de molécules
bioactives, a I'image du PLA et du PLGA pour la délivrance de BMPs (79).

De nombreux produits a base de collagene de type | sont commercialisés a ce jour
(Collapatll®, Collagraft®, Biostite®). lls permettent la colonisation, la prolifération et la
différenciation des cellules du lignage ostéoblastique. Certains de ces polyméres sont utilisés
en clinique et autorisés par I’US Food and Drug Administration (FDA).

De nombreuses équipes se sont également intéressées au chitosane comme systéme
implantable ou injectable. Il s’agit de délivrer des facteurs de croissance (80) ou des
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glucocorticoides (81) pour stimuler I'ostéogenése. Cependant, de nombreuses études
expérimentales soulevent le caractere inflammatoire de ce type de polymere.

Parmi les autres types de polyméres a base de polysaccharides, I'alginate, isolé a partir
d’algues comme les Lessonia flavicans, Desmarestia ligulata ou Desmarestia distans (82), est
généralement utilisé comme systéme d’encapsulation de cellules et/ou de molécules dans
un hydrogel (83). Des travaux de la littérature (84) montrent que les cellules
mésenchymateuses issus de la moelle osseuse peuvent former in vitro et in vivo une matrice
extracellulaire minéralisée au sein de billes d’alginate d’environ 300 um. De la méme fagon,
ces structures a base d’alginate peuvent étre modifiées avec des peptides d’adhésion,
comme les séquences RGD, pour améliorer les propriétés d’adhésion cellulaire.

Parmi les polysaccharides, on peut citer le pullulane. Il est neutre et non immunogéne et est
produit a partir de la fermentation de I'amidon par le champignon A. pullulans. Des
hydrogels a base de pullulane sont déja utilisés pour des applications dans le domaine de
I'ingénierie tissulaire cardiovasculaire (85). Ce type de matrice offre une chimie et une
porosité modulables, et d’intéressantes perspectives d’application pour I'ingénierie tissulaire
osseuse (86) qui seront exploitées dans ce travail de thése.

Par ailleurs, les polyméres biologiques apparaissent également comme des candidats
intéressants pour les techniques de biofabrication et de prototypage rapide (87) afin de
générer une gamme de biomatériaux tridimensionnels dont les caractéristiques comme la
porosité peuvent étre modifiables. Le contréle a la fois de la forme du matériau et de son
volume par sa microarchitecture tridimensionnelle permet des progres dans la fabrication de
solides sous forme libre (FSFL). La FSFL comprend un certain nombre de procédés de
fabrication couche par couche qui permettent la construction assistée par ordinateur de
matériaux tridimensionnels anatomiquement complexes (88).

Le criblage a haut débit pour évaluer directement I'effet de nouveaux polymeres sur le
phénotype cellulaire est également en cours (89). Les hydrogels, tels que le polyéthylene
glycol, sont aussi populaires car ils peuvent souvent étre implantés d'une maniére peu
invasive et étre polymérisés in situ (par exemple par photoréticulation). Leurs propriétés
viscoélastiques semblent particulierement appropriées pour la régénération du cartilage,
bien que de nombreuses applications dans le domaine de l'ingénierie osseuse aient
également été explorées (90).

De maniére générale, les hydrogels présentent I'avantage d’une grande versatilité chimique.
lls permettent également d’encapsuler et de délivrer des cellules (91). Leur caractere
biodégradable constitue également un atout important en ingénierie tissulaire osseuse (76).
Si les polymeres offrent d’'importantes alternatives en termes de modifications chimiques,
de fonctionnalisation par des molécules bioactives et/ou des séquences peptidiques, les
principales limites de ces matrices sont leur manque de résistance pour supporter certains
types de contraintes mécaniques résidant dans le tissu osseux.
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(3) Les matériaux composites

A ce jour, de nouvelles matrices composites, associant polymeéres et phosphates de calcium,
sont développées (92) afin de mimer au plus pres la structure de l'os, constituée de
composants organiques et inorganiques. Ces composites inorganiques-organiques utilisent
le potentiel chimique des polyméres et les propriétés mécaniques d’une phase minérale
pour générer des matériaux mieux adaptés a l'ingénierie osseuse. Il est reconnu que le
composant minéral de taille nanométrique est susceptible d'étre plus bioactif que des
composants de phosphate de calcium de taille micrométrique. Des systemes
nanocomposites d’HA-collagene en ingénierie tissulaire, par exemple, apparaissent comme
trés prometteurs (93) pour la régénération des lésions osseuses. L'un des criteres essentiels
de cette association entre polymére et nanoparticules concerne la dispersion de la phase
minérale au sein du polymere.

Recréer un support 3D capable de mimer a la fois I'échelle macrométrique, I'échelle
micrométrique et I'échelle nanométrique de I'os reste encore un défi a relever. De plus, les
propriétés mécaniques des composites actuels sont encore loin de celles du tissu osseux.

B. La composante cellulaire

Les cellules « réparatrices » utilisées comme composante cellulaire en ingénierie du tissu
osseux (Figure 24) sont majoritairement représentées par les cellules souches adultes, en
particulier celles isolées a partir de différents tissus : moelle osseuse, sang de cordon, sang
adulte, cordon ombilical, périoste, muscle, tissu adipeux ou encore membrane synoviale.
Cependant, au vu de la diversité des études précliniques en ingénierie tissulaire, I'origine des
cellules les mieux adaptées est une source de débats au sein de la communauté scientifique:
cellules autologues ou allogéniques, cellules souches adultes ou embryonnaires ou encore
iPSCs.

i Les cellules souches embryonnaires

Au cours des derniéres années, une attention accrue a été portée sur |'utilisation des cellules
souches embryonnaire (ESCs pour Embryonic Stem Cells) en ingénierie tissulaire et en
thérapie cellulaire. Les raisons de cet intérét grandissant sont leur capacité d’amplification a
grande échelle et leur capacité de pluripotence (94).

Sur le plan expérimental, de nombreux travaux de la littérature démontrent la
différenciation des cellules ESCs en cellules osseuses. La plupart de ces études décrivent des
implantations ectopiques de cellules (sous-cutané) et leurs comportements in vivo (95).
D’autres études précliniques ont été réalisées dans le cas de fractures osseuses (96) sur des
modeles ostéoporotiques (97). Cependant, la qualité du tissu osseux formé semble étre
encore insuffisante en termes d’homogénéité et de stabilité.
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Par ailleurs, d’'un point de vue clinique, ces cellules souches présentent encore des risques
non négligeables d’induction de tumeurs. Enfin, bien que les données précliniques
précédemment citées donnent des résultats trés prometteurs (98), les lois éthiques en
France limitent encore I'utilisation des ESCs humaines.

ii. Les cellules souches adultes

(1) Les cellules souches mésenchymateuses

Les cellules souches mésenchymateuses (MSCs) sont depuis longtemps reconnues pour leur
potentiel en ingénierie osseuse. Elles présentent la capacité de se différencier en cellules
ostéoprogénitrices et leur intérét dans des modeles expérimentaux a été largement
démontré.

Les MSCs ont été caractérisées par l'expression de différents marqueurs ou « cluster de
différenciation » (CD). Elles sont négatives pour CD34, CD45, CD14, CD11a, CD19 et HLA-DR
et positives pour STRO-1, CD29, CD73, CD90, CD105, CD106, CD166, CD146, CD271 et CD44
(99).

Les MSCs peuvent étre isolées a partir d’'un grand nombre de tissus adultes, y compris la
moelle osseuse, le sang périphérique, le sang du cordon ombilical, la membrane synoviale,
les dents de lait, la pulpe dentaire, le liquide amniotique, le tissu adipeux, la peau, le cceur,
les reins ou encore le foie. Pour chacun de ces tissus ou organes, des protocoles d’isolement
ont été établis. lls reposent en partie sur la capacité des cellules a adhérer a un support
plastique dans une culture tissulaire. En outre, leur potentiel de prolifération élevé, combiné
a leur capacité a résister aux conditions de congélation, permet de disposer de banques
cellulaires et de faciliter leur amplification in vitro afin d’obtenir un nombre de cellules
suffisant pour une utilisation en clinique (100).

Outre les sources de tissus adultes, les MSCs peuvent étre isolées a partir des cellules
souches embryonnaires, mais aussi des cellules dites iPSCs (101). Ces cellules souches
mésenchymateuses dérivées des cellules embryonnaires et les iPSCs présentent les mémes
caractéristiques multipotentes in vitro et in vivo que les cellules souches mésenchymateuses
dérivées de tissus adultes. Dans tous les cas, les MSCs d'origine embryonnaire ou issues des
iPSCs doivent encore étre évaluées pour écarter la possibilité de la formation de tératome
avant leur utilisation pour des applications cliniques.

D’un point de vue expérimental, I'association des cellules souches mésenchymateuses dans
des biomatériaux destinés a I'ingénierie tissulaire osseuse est une stratégie trés largement
décrite car elle stimule la formation osseuse et I'ostéointégration des produits d’ingénierie
tissulaire au sein de ces lésions osseuses. Les MSCs vont aussi permettre de renforcer
I'ostéoinductivité du biomatériau par l'intermédiaire de la libération de facteurs de
croissance ostéogéniques. En outre, il a été démontré que l'orientation préalable des MSCs
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vers le lignage ostéoblastique avant leur implantation permet d’accélérer la cinétique de
réparation des lésions osseuses.

Enfin, des études expérimentales, aussi bien sur le petit que sur le gros animal, prouvent
I'efficacité des matrices colonisées par les cellules mésenchymateuses pour promouvoir la
résorption osseuse dans divers scénarios, y compris en cas de défauts de taille critique au
niveau des os longs, de malformations cranio-maxillo-faciales et de fusions vertébrales (102).

Cell type Source Clinical use
Embryonic stem cells o - ;
(ESC3) Embryonic bodies (EBs) N/D
Induced Pluoripotent Any cell type that could be induced to N/D
stem cells (1IPSCs) become osteoblasts -
Segmental defects of long bones
Large bone diaphysis defects
Bone marrow Mazxllary sinus augmentation
Posterior spinal fusion
Bone tumor resection
Large calvarial defect
Adipose tissue Osteonecrotic femoral heads
Adult stem cells Hip osteonecrosis
Peripheral blood N/D
Teeth N/D
Cord blood N/D
Amniotic flud N/D
Stem cells derived from ESCs and iPSCs | N/D

Figure 24. Les différents types de cellules utilisés en I'ingénierie tissulaire osseuse : leur
source et leur utilisation clinique. D’apreés (103).
Il existe trois grands types cellulaires utilisés en ingénierie du tissu osseux: les cellules souches

embryonnaires, les cellules souches pluripotentes induites et les cellules souches adultes. Seules ces
derniéres sont utilisées pour des applications en clinique. (N/D) : Non déterminé.

Bien que les MSCs semblent représenter une bonne alternative pour l'ingénierie du tissu
osseux, plusieurs limites ont été identifiées pour leur utilisation en clinique : 1) la nécessité
d’intervenir deux fois chirurgicalement, une fois pour le prélevement des cellules et une
autre fois pour leur implantation; IlI) la diminution des capacités prolifératives et de
différenciation des cellules corrélées avec l'augmentation de I'dge et de la pathologie
osseuse du patient ; Ill) la quantité de cellules disponibles dans un prélevement et surtout ;
IV) le temps d’expansion cellulaire afin de constituer une quantité de cellules suffisante pour
une utilisation en clinique.

Plusieurs études ont tout d’abord montré que les MSCs présentaient un nombre de
doublements de la population limité avant d’entrer dans une phase de sénescence cellulaire
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(104). En outre, le potentiel de différenciation ostéogénique diminue significativement avec
I'age du donneur ainsi que dans un contexte physiopathologique (ostéoporose, etc.).

Environ 4 a 6 semaines sont nécessaires pour permettre I'amplification avant d’envisager un
traitement thérapeutique pour I'ingénierie tissulaire. De plus, la culture en deux dimensions
sur du long terme peut conduire a une sélection cellulaire, voire au développement de
caryotypes anormaux et a la transformation en lignée cellulaire maligne.

Ces limites expliquent en partie le nombre réduit d’essais cliniques, et le nombre limité de
patients pour chaque essai (105-107).

Une alternative a ces limites serait de disposer d'une banque de cellules MSCs humaines
allogéniques "prétes a I'emploi". Bien que cela puisse sembler difficilement envisageable
sans nécessiter |'utilisation de médicaments immunosuppresseurs, il a été montré que les
MSCs présentaient un phénotype peu immunogene (108). De plus, les MSCs ont été
identifites comme étant immunosuppressives. Plus précisément, elles inhibent Ia
prolifération des lymphocytes T, des lymphocytes B, des cellules dendritiques ainsi que des
cellules NK. Ces données renforcent considérablement ['utilisation thérapeutique des
cellules souches mésenchymateuses dans les techniques d’ingénierie tissulaire.

Le paragraphe suivant présentera l'intérét d’utiliser le tissu adipeux, le sang périphérique ou
encore le tissu dentaire pour isoler et amplifier des cellules souches mésenchymateuses et
associer a ces cellules une composante vasculaire.

(2)  Les cellules souches dérivées du tissu adipeux

Les cellules souches du tissu adipeux (ADSCs) représentent une source facilement accessible,
largement disponible et abondante de cellules autologues. Les ADSCs ont un potentiel de
différenciation « multilignage » (e.g. ostéogénique, chondrogénique, adipogénique, neurale,
cardiomyocytaire et endothéliale). Les prélévements abritent une quantité relativement
élevée d’ADSCs (1 % a 5 % des cellules isolées), en comparaison des cellules souches
mésenchymateuses issues de la moelle osseuse (0,001 % a 0,1 % des cellules isolées) (109).

La quantité d’ADSCs isolées est influencée par la procédure de prélevement du tissu, ainsi
qgue par le site de prélevement (e.g. le bras, la cuisse, I'abdomen, le sein). Les ADSCs
partagent également I'expression d’antigénes de surface communs, incluant le CD44, CD90,
CD13, CD29, CD73, CD166 et CD105 (110). Les protocoles d’isolement des ADSCs reposent
sur l'utilisation de gradients de densité générés par centrifugation des prélevements
préalablement digérés par une solution de collagénases (allant de 100 ml a plusieurs litres).
L'isolement de ces cellules se base sur leur capacité d’adhérence a des supports plastiques
(Figure 25).
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Figure 25. Procédure d'extraction des ADSCs a partir du tissu adipeux. D’aprés (111).

Quelques travaux dans la littérature démontrent I'intérét de la fraction vasculaire stromale
(SVF). Cette fraction, tres hétérogene, contient de nombreux types cellulaires incluant des
ADSCs, des cellules endothéliales et des cellules hématopoiétiques. Des travaux récents
démontrent l'intérét de la fraction SVF totale, qui présente des qualités ostéogéniques et
endothéliales attractives (112, 113) pour l'ingénierie osseuse et vasculaire.

Le potentiel ostéogénique des ADSCs a été démontré non seulement in vitro mais aussi in
vivo. La différenciation ostéogénique in vitro peut étre réalisée par I'addition de facteurs
susceptibles de favoriser la minéralisation de la matrice extracellulaire, tels que le B-
glycérophosphate (BGP), I'acide ascorbique (AA), la dexaméthasone (Dex) ou encore la BMP-
2 (114). La performance ostéogénique des ADSCs a été également évaluée in vivo en site
orthotopique. Une amélioration de la régénération de l'os a été démontrée avec
I'implantation d’ADSCs (115).

L'intérét majeur des ADSCs concerne leur application directe en clinique sans amplification
préalable en 2D et 3D. Dans cette approche, le prélevement de tissus, l'isolement des
cellules, leur ensemencement dans une matrice et l'implantation ultérieure peuvent se
produire en quelques heures, sans culture ex vivo des cellules, directement dans le bloc
opératoire. Muller et ses collaborateurs ont apporté la preuve de cette approche
préopératoire en démontrant la formation d’un tissu osseux vascularisé aprés 8 semaines
d'implantation en site ectopique chez la souris Nude. Dans cette étude, le produit a été
construit dans les toutes premiéeres heures, suite au prélevement du tissu adipeux (116). Ces
résultats sont trés prometteurs pour les applications en ingénierie du tissu osseux dans
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lequel les ADSCs pourraient étre utilisées directement au bloc opératoire au cours de
I'intervention chirurgicale.

(3) Lescellules souches dérivées du sang

Des études récentes ont identifié le sang périphérique comme une source d’isolement des
MSCs. Chong et ses collaborateurs (117) ont suggéré qu’environ 1 million de cellules
pouvaient étre obtenues aprés 2 semaines d’amplification en 2D a partir de 2 mL de sang
périphérique. Ces MSCs présenteraient le méme profil de différenciation que les MSCs
isolées a partir de moelle osseuse (i.e. tri-lignage ; chondrogénique, ostéogénique, et
adipogénique) (117).

Une autre population cellulaire présente un intérét et peut étre isolée a partir du sang
périphérique : les progéniteurs endothéliaux (EPCs). Ces derniers ont démontré in vitro et in
vivo leur potentiel angiogénique de méme que leur efficacité pour promouvoir la néo-
vascularisation des Iésions osseuses apres leur association dans un biomatériau (118).

Le sang de cordon ombilical représente également une autre source de cellules pour
I'ingénierie tissulaire, mais avec une disponibilité beaucoup plus réduite dans les banques de
tissus.

(4) Les cellules souches dérivées du tissu dentaire

Des résultats intéressants obtenus depuis une dizaine d’années ont mis en évidence l'intérét
des cellules souches résidant dans le tissu de la pulpe dentaire comme une source de cellules
pour l'ingénierie du tissu osseux (119). Les cellules souches dérivées de la pulpe dentaire
(DPDSCs) peuvent se différencier en plusieurs types cellulaires, y compris les odontoblastes,
les chondrocytes, les ostéoblastes, les cellules endothéliales, les adipocytes et les cellules
neurales (120). Les DPDSCs sont généralement isolées a partir de la pulpe de tissus traitée
avec une solution de collagénase, processus suivi d'une sélection par une méthode
d’isolement immunomagnétique en utilisant des anticorps anti-STRO-1 et un tri cellulaire.

Les DPDSCs ont une capacité proliférative tres élevée et affichent le méme profil
phénotypique que les cellules souches mésenchymateuses (121). La différenciation
ostéogénique de DPDSCs a été démontrée in vitro et la transplantation in vivo de ces DPDSCs
dans des rats Nude associées ou non a des matrice 3D permettent de générer un tissu
osseux lamellaire (122).

A titre d’exemple, la formation d’un tissu fortement minéralisé a été rapportée dans une
étude expérimentale associant des DPDSCs de lapin dans une matrice d’acide polylactique-
co-glycoligue (PLGA) implantée en sous-cutané (123).

Les cellules souches de la papille apicale (SCAPs), issues de |'apex de la racine des dents
permanentes, représentent également une population de cellules souches/progénitrices
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mésenchymateuses. Ces cellules souches post-natales peuvent générer in vitro une matrice
minéralisée dans un milieu ostéo/odontogénique mais aussi une différenciation
adipogénique (124). In vivo, ces cellules conduisent a la formation d’un tissu minéralisé
proche de la structure de la dentine (125).

iii.  LesiPSCs

Au cours des derniéres années, la capacité a générer des cellules souches pluripotentes
induites (iPSCs) est I'une des avancées majeures dans le domaine des cellules souches. Des
cellules somatiques, comme des fibroblastes humains, peuvent étre reprogrammées (Figure
26) et exprimer les caractéristiques des cellules embryonnaires capables de se différencier
vers les trois feuillets embryonnaires (I’ectoderme, I'endoderme et le mésoderme). Ces
cellules pluripotentes peuvent offrir d'importantes perspectives thérapeutiques au service
de la médecine régénératrice (126).

Les cellules souches pluripotentes sont donc des candidats prometteurs pour la construction
de tissu et notamment de tissu osseux. Ces cellules souches pluripotentes humaines induites
(hiPSCs) sont reprogrammeées en utilisant des vecteurs non-viraux (127) ou viraux comme
détaillé dans la Figure 26. Les protocoles de culture développés pour les ESCs humaines ont
été adaptés a la culture des iPSCs humaines. Celles-ci présentent une morphologie, une
signature moléculaire et un potentiel de différenciation tres similaire aux ESCs (128).
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Figure 26. Le processus d’obtention des iPSCs a partir de cellules somatiques. D’aprés

(129).

Des efficacités variables dans la création de lignées spécifiques ont néanmoins été décrites
(130). Quelques exemples de la littérature témoignent de I'obtention de cellules
ostéogéniques a partir d’IPS humaines (131) ainsi qu’une validation in vivo de leur potentiel
ostéogénique.
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C. Les facteurs biochimiques et mécaniques

La régénération des tissus est également le résultat de I'activité de nombreux facteurs de
signalisation ou de croissance. Ces facteurs régulent le phénotype cellulaire, la migration, la
formation des tissus ainsi que sa morphogenése. De nombreux facteurs de croissance et de
molécules de signalisation sont impliqués au cours du développement de I'os, ainsi que dans
les processus de réparation de |'os. Ces facteurs et leur mode d’action vont étre décrits dans
les paragraphes suivants.

i Facteurs ostéogéniques

Les « Bone Morphogenetic Proteins » (BMPs), produites par les cellules souches, agissent de
maniere autocrine et paracrine et sont capables pour certaines d’entres elles de stimuler la
différenciation des cellules souches vers le lignage ostéo-articulaire (Figure 27) (132). La
famille des BMPs se compose de plus de 15 membres identifiés. L'analyse phylogénétique a
révélé que les BMP-5, BMP-6, BMP-7 et BMP-8 forment un groupe différent de celui de la
BMP-2 et de la BMP-4. La BMP-2 et la BMP-7 ont été étudiées de maniére plus poussée, elles
sont produites sous forme de protéines humaines recombinantes (rhBMP-2 et rhBMP-7) et
sont les seules autorisées par |‘agence américaine des produits alimentaires et
médicamenteux (FDA) pour une utilisation clinique spécifique (133). L'administration
combinée de BMP-2 et BMP-7 semble plus efficace que l'utilisation d'une seule protéine
pour activer la réparation de lésions osseuses de grands volumes.

Les effets de la BMP-2, de la BMP-4 et de la BMP-6 ont été évalués respectivement pour
activer la différenciation de lignées cellulaires dérivées de la moelle osseuse. Des effets
différents ont été obtenus en fonction du type de cellule exposée a ces protéines (134). Une
étude récente, réalisée sur des cellules stromales humaines, montre que la BMP-6 semble
étre la plus active sur la différenciation des ostéoblastes, comparée a la BMP-2 et la BMP-4.
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Figure 27. La famille des BMPs et leur fonction au niveau tissulaire. D’apreés (135).

La BMP-2 et la BMP-4 d’une part, la BMP-6 et la BMP-7 d’autre part utilisent différents
récepteurs présents sur les cellules stromales dérivées de la moelle osseuse humaine et
induisent des mécanismes différents pour activer la différenciation ostéoblastique primaire

des MSCs humaines (136).

L’association de la BMP-2 et/ou de la BMP-7 avec des supports tridimensionnels fait I'objet
d’une abondante littérature pour I'ingénierie osseuse. Les différents travaux décrits dans la
littérature depuis plus de 15 ans soulévent de nombreuses limites a 'utilisation de ces BMPs

pour des applications cliniques :

- co(t trés élevé des protéines recombinantes,

- concentration élevée des BMPs utilisées dans la construction des produits

d’ingénierie tissulaire et risque de transformation cellulaire,

- absence de controle de délivrance de ces facteurs ostéoinducteurs.

ii.  Laculture dynamique en bioréacteurs

La culture dynamique des produits d’ingénierie tissulaire est apparue trés rapidement
fondamentale pour favoriser la survie cellulaire, mais aussi pour favoriser la prolifération et
la production in situ d’'une matrice extracellulaire minéralisée et vascularisée (137). De facon
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plus précise, la culture dans des bioréacteurs permet d’améliorer (Figure 28) l'efficacité
d'ensemencement cellulaire, d’obtenir une stimulation mécanique accrue des cellules
ostéogéniques (et vasculaires), d’activer des mécanismes de méchanotransduction et
permet également de surmonter la limite de I'échange par diffusion des nutriments et de
I'oxygene, limites généralement observées en culture statique.

Les bioréacteurs peuvent permettre la fabrication de tissus automatisés et standardisés avec
des colits de production réduits. lls ont permis le contréle des facteurs environnementaux
spécifiques tels que le pH, la température, I'élimination des déchets et I'amplitude des
contraintes appliquées.
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Figure 28. Les principaux bioréacteurs utilisés en ingénierie osseuse. D’apres (138).

(a) bioréacteur a agitation (les fleches montrent le mouvement de l'agitateur magnétique), (b)
bioréacteur a rotation (la fleche indique le mouvement de la cuve), (c) bioréacteur a perfusion (la
fleche indique I'écoulement du milieu).

Plusieurs types de bioréacteurs ont été développés, notamment des bioréacteurs a rotation,
des bioréacteurs a perfusion ou encore des bioréacteurs permettant des étirements de
support et des systemes de compression.

(1) Bioréacteurs a agitation ou rotatif

Les bioréacteurs dits a « agitation » (Figure 28, a) sont les systemes les plus simples et les
moins colteux. Dans ce systeme, les forces de convection sont générées par un agitateur, ce
qui permet I'écoulement des fluides autour des matériaux cellularisés positionnés dans le
bioréacteur. Il apparait que cette culture dynamique module la prolifération des cellules
ostéogéniques, I'expression génique des marqueurs ostéogéniques et la minéralisation de la
MEC (139). Cependant, l'utilisation d'un systéme de bioréacteur a rotation génére une
distribution cellulaire principalement en périphérie du matériau.

En revanche, le systéeme rotatif (Figure 28, b) permet de produire un écoulement laminaire.
Des études utilisant un bioréacteur a rotation congu par l'agence américaine de
I’'aéronautique et de I'espace (NASA) ont montré des performances améliorées pour stimuler
la différenciation ostéoblastique (140). Mais I'une des limites principales de ce type de
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bioréacteur est, entres autres, la difficulté a conserver les matrices en rotation sans qu’elles
s’accumulent au fond du bioréacteur.

(2) Bioréacteurs a perfusion

A la différence des bioréacteurs précédemment décrits, les bioréacteurs a perfusion (Figure
28, c) permettent le transport des nutriments et de I'oxygene dans |I'ensemble du matériau.
Les systemes de perfusion sont généralement constitués d'une chambre, qui abrite les
matériaux cellularisés, et d’'une pompe péristaltique a galets qui délivre le milieu de culture.
Le mode d'écoulement du fluide (i.e. constant, oscillant ou pulsé) peut influencer de maniere
significative la stimulation des cellules ostéogéniques. Ce systeme de perfusion permet une
distribution plus homogeéne des cellules au sein de la matrice, une colonisation cellulaire plus
importante, une prolifération accrue, une différenciation plus rapide ainsi qu’une synthese
accrue de matrice extracellulaire minéralisée dans la totalité du matériau (141). In vivo, les
matrices cellularisées en conditions dynamiques de perfusion générent une quantité de tissu
osseux plus importante comparativement aux témoins cultivés de maniere statique (142,
143).

L'application de contraintes mécaniques va étre percue par des mécanorécepteurs présents
au niveau des membranes (144, 145). Ces récepteurs vont transformer le signal mécanique
en un signal chimique et permettre la méchanotransduction intracellulaire. Selon le modele
(cycligue ou continu) et le régime utilisé de ces contraintes (amplitude, fréquence, durée,
continu, intermittent), la réponse cellulaire sera différente (activation des voies de
signalisation pour la différenciation, prolifération...).

A ce jour, peu de bioréacteurs a perfusion ont été commercialisés. Le bioréacteur de la
société CELLEC® est I'un des rares exemples (Figure 29).
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Figure 29. Un systéme de bioréacteur a perfusion commercial (© Cellec®).

67



INTRODUCTION - lll. L'ingénierie tissulaire osseuse

Ce bioréacteur a été développé par I'équipe d’lvan Martin (3 Bale, en Suisse). Il peut étre soit
utilisé comme modéle pour étudier les mécanismes de développement du tissu (146-148),
soit comme systeme de fabrication d'une greffe dans le cadre de la médecine régénérative
(112, 149).

La principale limite de ces différents bioréacteurs est de disposer d’un systeme ne
permettant pas I'analyse d’'un nombre important d’échantillon. Dans tous les cas, ils sont
adaptés a un type de matériau (céramiques, polymeres).

D. La vascularisation des implants osseux

L'importance de la vascularisation pour le développement et la réparation du tissu osseux a
été largement documentée dans la littérature sur lI'ingénierie du tissu osseux (150). La
néoformation osseuse a lieu majoritairement dans les zones les plus vascularisées alors
gu’une vascularisation inadéquate des Iésions osseuses est associée a une diminution de la
réparation et de la régénération du tissu.

La vascularisation semble étre la limite majeure au succes des produits d’ingénierie tissulaire
osseuse. Les parametres essentiels a maitriser pour la construction de produits d’ingénierie
tissulaire vascularisés sont :

- I'apport de nutriments,
I’oxygénation des supports,
- I’élimination des déchets.

Un manque de diffusion des nutriments, un déficit de vascularisation et une absence
d’élimination des déchets vont conduire rapidement a une nécrose des tissus au sein de ces
implants. De fagon générale, et d’'un point de vue histologique, les sites de néoformation
osseuse sont le plus souvent situés a moins de 200 um (151). Plusieurs stratégies sont
proposées pour favoriser la vascularisation des tissus (Figure 30).

i Les techniques in vitro

Les stratégies actuelles de pré-vascularisation in vitro impliquent la co-culture de cellules
endothéliales et de cellules ostéogéniques (152). Cette stratégie s’appuie sur de nombreux
travaux de la littérature mettant en évidence in vitro une communication directe et indirecte
entre ces deux types cellulaires. L’association des deux types cellulaires a une méme matrice
3D permet d’activer la différenciation ostéogénique mais aussi de promouvoir in vivo une
vascularisation accrue (153). Cette approche expérimentale permet également une
anastomose plus rapide avec la vascularisation du tissu hote, par rapport aux constructions
non pré-vascularisées.

Un élément important pour développer de telles stratégies de pré-vascularisation est le type
de cellules endothéliales que I'on doit utiliser. Bien que les cellules endothéliales matures,
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isolées a partir des veines saphenes, peuvent étre utilisées, elles présentent des
inconvénients majeurs comme leur nombre et leur faible capacité proliférative. En revanche,
les cellules souches issues du sang périphérique constituent une population cellulaire
pertinente pour une pratique clinique. Ces progéniteurs endothéliaux présentent in vitro un
potentiel de prolifération trés élevé, une morphologie pavimenteuse typique des cellules
endothéliales et les caractéristiques des cellules endothéliales matures (CD31, vWF, VE-
Cadherine, etc.). En outre, leur fonctionnalité et leur bonne capacité angiogénique, sont
démontrées notamment par la formation de réseau vasculaire dans le Matrigel®.
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Figure 30. Les différentes méthodes de pré-vascularisation des biomatériaux. D’aprés
(154).

(A) Mise en place de co-culture de cellules ostéogéniques et endothéliales au sein d’une structure
tridimensionnelle. (B) Formation d’une boucle artério-veineuse, au sein de la matrice. (C)
Fonctionnalisation des matrices avec des facteurs angiogéniques. (D) Structuration du matériau.

La co-culture in vitro d’EPCs dérivées du sang périphérique avec des MSCs de moelle osseuse
a été initiée au laboratoire (U1026, Bioingénierie Tissulaire, Bordeaux) depuis de
nombreuses années. L'ensemble des résultats a démontré une synergie d’activité entre ces
deux types cellulaires, qui se traduit par une augmentation de I'expression des facteurs
angiogéniques et ostéogéniques et qui se traduit aussi par des niveaux de vascularisation et
de néoformation osseuse accrus (155, 156). Yu et al ont également noté que la nécrose
observée au centre des matrices de polycaprolactone associées avec de I’hydroxyapatite
(HA) pouvait étre limitée en co-cultivant les EPCs avec les ostéoblastes dérivées de MSCs, au
sein de ces mémes matrices (157).
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Toutefois, ces co-cultures exigent de développer la culture des deux types cellulaires isolés a
partir de sources différentes. |l serait pertinent de disposer des deux composantes cellulaires
a partir d'une méme origine pour faciliter la mise en place d’essais cliniques. Dans ce
contexte la moelle osseuse ou le sang périphérique constituent des sources pertinentes pour
isoler et permettre a la fois I'ostéogenése et la vasculogenese. On peut citer par exemple les
MSCs qui, isolées a partir de la moelle osseuse, sont capables d’évoluer vers le lignage
ostéoblastique et présentent également un potentiel de différenciation vers un lignage
endothélial (158).

Une autre source autologue pertinente est la fraction stromale vasculaire (SVF) du tissu
adipeux. Elle est en effet disponible en abondance, facile a récupérer (e.g. liposuccion,
chirurgie abdominale, etc.) et est associée a une morbidité minimale au niveau du site
donneur.

Ces approches de pré-vascularisation in vitro soulevent d’autres questions, notamment le
temps nécessaire a la co-culture en 3D. Il est difficile de savoir s'il faut maintenir une culture
a long terme pour la construction du produit afin d’établir la formation d’un réseau
vasculaire plus abouti, ou s’il vaut mieux implanter la matrice directement aprés
I'ensemencement des deux types cellulaires.

Enfin, méme si les cellules endothéliales présentent un fort potentiel angiogénique, il est
important de considérer les autres types cellulaires, tels que les cellules musculaires lisses ou
les péricytes qui assurent la formation d’un systéeme vasculaire fonctionnel et mature. Il en
est de méme pour la communication entre les cellules osseuses, vasculaires et
hématopoiétiques.

ii. Les techniques in vivo

Des approches in vivo peuvent étre proposées pour permettre une vascularisation des
constructions osseuses.

L'approche dite du « lambeau préfabriqué/prévascularisé » utilise un mode « extrinséque »
de vascularisation et comporte deux étapes principales. La premiere étape consiste en
I'implantation du produit d’ingénierie dans un tissu vascularisé (e.g. en sous-cutané, en
intramusculaire ou en intrapéritonéale). Au sein des constructions, un réseau micro-
vasculaire va se former en quelques semaines. La construction est ensuite prélevée et
transférée au niveau du site de la l|ésion osseuse ou les structures vasculaires pourront se
connecter avec le tissu hote. Il en résulte une perfusion immédiate de la totalité du
construit. Mais cette technique présente de nombreux inconvénients, notamment |'exigence
de deux opérations chirurgicales, le colt, le degré de vascularisation sur le site primaire,
ainsi que la morbidité de I'acte (159).

Une autre approche utilise un mode « intrinseque » de vascularisation et repose sur
I'incorporation d’une boucle artério-veineuse au sein du matériau (160). Cette procédure
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présente des avantages par rapport a |I'approche de « lambeau préfabriqué/prévascularisé »
car elle ne nécessite pas deux opérations distinctes et ne dépend pas des conditions
vasculaires locales. Par contre, elle reste encore trés difficile a mettre en place car la plupart
des constructions ne présentent pas des formes compatibles pour les entourer d’un vaisseau
sanguin lors de leur implantation.

iii.  Fonctionnalisation par des facteurs angiogéniques

Des facteurs de croissance angiogéniques peuvent étre incorporés dans la matrice par
simple imprégnation/absorption pour une libération plus ou moins rapide selon le type et la
structure de la matrice (161). lls peuvent étre encapsulés dans des microvecteurs (162), ou
immobilisés de maniére covalente et libérés sous I'action d’un stimulus externe (163). Les
facteurs de croissance peuvent étre également exprimés par les cellules ensemencées dans
la matrice, qu’elles soient génétiquement modifiées ou non.

Plusieurs points importants déterminent le succés de cette approche. Tout d'abord, le choix
des facteurs de croissance est essentiel. Plusieurs facteurs de croissance angiogéniques sont
couramment étudiés, comme le facteur de croissance endothélial vasculaire (VEGF), le
facteur de croissance dérivé des plaquettes (PDGF) ou encore le facteur de croissance
basique des fibroblastes (bFGF). Des études ont montré que l'incorporation de VEGF et de
bFGF permet une accélération de la vascularisation des constructions via la mobilisation et le
recrutement de cellules progénitrices endothéliales (EPCs). Cependant, les réseaux
vasculaires qui en résultent sont souvent désorganisés et peu matures (164). L'addition de
facteurs de croissance qui stimulent le recrutement des cellules musculaires lisses ou le
recrutement des péricytes (tels que le PDGF, le TGF-B et I'Angl) peut permettre la
stabilisation et la maturation des vaisseaux (163).

Le second point concerne la concentration du facteur de croissance qui doit étre délivré pour
se situer dans des conditions les plus physiologiques possibles. Il a été montré que des
guantités excessives de VEGF libérées par une matrice pourrait induire une perméabilité
vasculaire et une hypotension sévére (162).

Le troisieme point concerne la cinétique de délivrance qui doit pouvoir étre adaptée au type
de facteur de croissance séquestré, pour permettre une libération physiologique adaptée a
I'application envisagée. La délivrance des facteurs de croissance peut se faire par diffusion
passive ou couplée a la vitesse de dégradation du biomatériau. Le profil de libération qui en
résulte doit étre en phase avec le processus de régénération tissulaire et les exigences
cellulaires (165). Dans ce contexte, il a été montré que le réseau vasculaire formé a partir
d’une libération controlée de VEGF permet une formation vasculaire organisée,
contrairement au systéme vasculaire qui résulte d'une libération incontrélée de VEGF (166).
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Par ailleurs, de multiples facteurs de croissance peuvent étre associés a ces matrices 3D. La
cinétique de leur libération peut étre différente pour permettre le recrutement et I'activité
de plusieurs types cellulaires impliqués dans la régénération tissulaire.

La derniére alternative concerne I'utilisation des cellules génétiquement modifiées pour
sécréter du VEGF. Des études expérimentales démontrent l'efficacité de cette thérapie
génique et la formation vasculaire accrue par la présence de ces cellules (167) modifiées
pour exprimer un ou deux facteurs (168). Cette stratégie n’en est néanmoins encore qu’a un
niveau expérimental avant d’envisager des essais précliniques et cliniques.

En conclusion, les stratégies de pré-vascularisation sont nombreuses et reposent dans tous
les cas sur les multiples interactions qui existent entre les deux niches vasculaires et
stromales. Ce dialogue intercellulaire sera développé dans le paragraphe suivant.

IV. La communication cellulaire dans le tissu osseux

Le développement du tissu osseux sollicite I'activité de nombreux types cellulaires (cellules
chondrocytaires, ostéoblastiques, endothéliales et hématopoiétiques) capables de dialoguer
pour produire un tissu osseux fonctionnel. De méme, le remodelage osseux dans le squelette
adulte est un processus dynamique qui nécessite des activités cellulaires coordonnées entre
les ostéoblastes, les ostéocytes et les ostéoclastes. Ces différents couplages cellulaires
nécessitent des mécanismes étroitement régulés comprenant la reconnaissance
intercellulaire et la communication cellule-cellule, qu’elle soit de nature homotypique ou
hétérotypique.

A. Les modes de communication cellulaire

Les cellules peuvent communiquer par le biais de trois principaux mécanismes :

- Par des interactions directes entre des molécules membranaires de deux
cellules adjacentes et par I'établissement de jonctions cellulaires (jonctions adhérentes ou
par jonctions communicantes de type GAP qui forment des connexions cytoplasmiques
directes entre des cellules adjacentes).

- Par des hémicanaux a la surface de la membrane plasmique des cellules.
- Par la production de facteurs diffusibles produits par les cellules ou libérés de

la matrice extracellulaire. Ces facteurs pourront activer des récepteurs spécifiques sur les
cellules cibles et agir de fagcon paracrine ou autocrine.
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i. Jonctions cellulaires

(1) Lesjonctions adhérentes

Les ostéoblastes communiquent par une grande variété d’interactions, y compris par
I’établissement de jonctions intercellulaire dites adhérentes. Ces jonctions impliquent des
protéines spécialisées, les Cadhérines, qui sont des structures intercellulaires homologues
dépendantes du calcium. Elles représentent une famille de 30 glycoprotéines
transmembranaires de 120 kDa, composées d'un long domaine extracellulaire N-terminal,
d’un domaine transmembranaire unique ainsi que d’'une queue intracellulaire C-terminale.
Le domaine intracellulaire des Cadhérines lie les jonctions adhérentes au cytosquelette
d'actine via un complexe multiprotéique qui comprend des caténines et des plakoglobines.
Les jonctions adhérentes sont essentielles, non seulement dans le développement
embryonnaire, mais également dans d'autres processus biologiques, y compris dans la
différenciation, le maintien de I'architecture tissulaire, le maintien de la polarité cellulaire, la
réponse immunitaire, le processus inflammatoire, la division et la mort cellulaire, ou encore
dans la progression des tumeurs et des métastases (169).

Un grand nombre de Cadhérines est sollicité lors de la morphogenese des tissus et de la
différenciation cellulaire. Dans le cas de la différenciation ostéoblastique, de nombreux
travaux de la littérature démontrent que la N-Cadhérine (N-Cad) est en particulier sollicitée
dans les premieres phases de développement embryonnaire des structures osseuses (170).
Les cellules souches expriment une variété de Cadhérines qui servent d'empreinte
moléculaire pour l'identification de la phase d'engagement de leur phénotype (171). Les
ostéoblastes différenciés expriment quant a eux principalement la N-Cad et la Cadhérine-11
(Cad-11), la N-Cad étant fortement exprimée lors de la différenciation ostéogénique.

Les fonctions multiples des Cadhérines dans la biologie du tissu osseux (Figure 31) ont été
identifiées a I'aide de différents inhibiteurs utilisés in vitro ou dans des modeles
expérimentaux (utilisation de peptides mimétiques, d’anticorps bloquants, des stratégies
d’ARN antisens ou des méthodes de surexpression d’'un dominant négatif de la Cadhérine).
Quelles que soient les stratégies d’inhibition utilisées, elles confirment la fonction des
Cadhérines au cours du développement osseux et la régénération du tissu (172).
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Figure 31. Fonctions des Cadhérines dans les interactions cellule-cellule au sein du
microenvironnement osseux. D’apreés (173).

Les cellules souches osseuses et hématopoiétiques (SSC, HSC) sont organisées autour de niches
cellulaires. Ces cellules sont capables de communiquer entre elles et cette communication sollicite
I'activité des Cadhérines (interactions orthotypiques et hétérotypiques), principalement la N-
Cadhérine et la Cadhérine-11. Cette derniere semble réguler positivement l'engagement et la
différenciation des cellules. Quant a la N-Cadhérine, elle est régulée négativement pour favoriser la
« sortie » de la niche SSC. La communication entre les ostéoblastes et les précurseurs ostéoclastiques
sollicite I'activité de la Cadhérine-6 et/ou de la N-Cadhérine qui permettent la différenciation des
ostéoclastes en stabilisant le complexe RANK-RANKL.

La fonction in vivo des Cadhérines au niveau de la formation osseuse a également été
évaluée a I'aide de modeles de génétique expérimentale. Des souris Knock Out (KO) pour la
Cad-11 présentent une légere diminution de la calcification des sutures craniennes et des
métaphyses fémorales. Ce phénotype s’accompagne d’une ostéopénie modérée a partir de
I’age de trois mois, caractérisée par une surface de minéralisation et un volume d’os
trabéculaire réduits. Le phénotype relativement atténué de ces animaux peut étre lié a un
« sauvetage » (compensation) partiel entre la N-Cad et la Cad-11. Par contre, le KO de la N-
Cad est létal chez les souris aprés 10 jours de gestation, ce qui limite I'étude du réle de la N-
Cad dans le développement et la fonction du squelette.

Récemment, la surexpression dans les ostéoblastes chez la souris d’un dominant négatif de
la N-Cad dépourvu du domaine extracellulaire (NcadAC) a mis en évidence l'importance de la
N-Cad dans le lignage ostéoblastique (174). Ces souris transgéniques présentent un retard
notable dans I'acquisition de leur masse osseuse, en partie lié a une activité ostéogénique
altérée. La vitesse de formation de |'os chez ces souris est réduite d’environ 74% par rapport
aux témoins.

Les interactions hétérotypiques entre ostéoblastes / ostéoclastes / cellules
mésenchymateuses / cellules hématopoiétiques par l'intermédiaire des Cadhérines ont
récemment été mises en évidence. Des immunomarquages sur des sections de moelle
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osseuse de souris ont pu démontrer la présence de N-Cad entre les ostéoblastes et les
cellules souches hématopoiétiques (HSC) (175). Ce dernier point témoigne du contréle de la
niche hématopoiétique par les Cadhérines

Les Cadhérines, responsables de I'adhésion cellule-cellule, jouent également un réle majeur
dans I’établissement des jonctions communicantes ou jonctions GAP composées en partie
par la Connexine 32 (Cx32) et la Connexine 43 (Cx43) (176). Une surexpression de la E-
Cadhérine dans les cellules épidermiques induit une augmentation de la communication
cellulaire par I'établissement de jonctions communicantes. Inversement, une inhibition de la
N-Cadhérine par des anticorps bloguants induits une diminution de la formation des
jonctions communicantes de type GAP.

(2) Lesjonctions communicantes

Les jonctions de type GAP représentent un autre mode d'interaction cellule-cellule. Elles
sont composées de deux hémicanaux juxtaposés présents a la surface de cellules adjacentes
(Figure 32). Les jonctions communicantes forment un canal transcellulaire qui permet la
propagation des ions, de métabolites ou encore de seconds messagers entre les cellules
adjacentes. Les Connexines (Cx) qui constituent ces connexons sont une famille de protéines
codées par au moins 17 genes différents.

Plasma membranes of
two adjacent cells

Cytoplasmic External
membrane membrane

surface

Hydrophilic
channels

(each 1.5 nm wide,
creating a 3 nm gap)

Connexins
arranged int:
connexons

CYTOPLASM

SPACE

Cell 2
Figure 32. Jonctions communicantes de type GAP. D'apres (1).
Ces jonctions sont constituées par des connexons composés de Connexines. Ces connexons forment

de véritables canaux entre les cellules pour laisser passer de petites molécules.

Les Connexines peuvent s’assembler en tant qu’hémicanaux homomeériques ou
hétéromériques. L’'isotype formant les hémicanaux dicte la taille et la perméabilité du canal
résultant (Figure 33). Cependant, la perméabilité des Connexines et leur conductance
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électrique moléculaire sont régulées par des phosphorylations et/ou par la tension de la
membrane. Les jonctions communicantes de type GAP permettent le transfert de molécules
de poids moléculaire inférieur a 1.2 kDa. Parmi ces molécules, nous citerons des ions comme
le calcium, des métabolites, I'ATP, et d’autres molécules comme la prostaglandine IP3.
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Figure 33. Représentation schématique de l'assemblage des jonctions GAP et de leur
perméabilité. D'aprés (177).

A : Six Connexines oligomérisées forment un hémicanal appelé connexon. Différentes Connexines
peuvent interagir pour former un homomere, un hétéromere et des canaux hétérotypiques. B : Les
jonctions GAP sont spécifiques en terme de perméabilité. Les canaux composés de Cx32 sont
perméables a la fois a I'AMPc et au GMPc alors que les canaux hétéromériques Cx26/Cx32 sont
connus comme diminuant le transfert de I'AMPc mais présentant une perméabilité aux GMPc
semblable a celle des canaux composés de Cx32. C: L'ajout de groupements phosphates
supplémentaires a I'adénosine (allant d’'un groupement phosphate pour ’AMP a trois groupements
phosphate pour I’ATP) change sa perméabilité par les jonctions communicantes, composées de Cx43
ou Cx32.

Dans l'os, des jonctions GAP ont été décrites entre les ostéoblastes mais aussi entre les
ostéoblastes et les ostéocytes. Ces jonctions communicantes sont composées
principalement de Cx43 et, dans une moindre mesure, de Cx45. La Cx43 a été étudiée
comme étant perméable a des molécules pouvant aller jusqu'a 1,2 kDa, aux ions, aux
métabolites et aux seconds messagers tels que les dérivés d'AMPc, d’ADPc-ribose et les
dérivés de l'inositol. La Cx45 forme des canaux plus petits, perméables a des molécules
jusqu'a environ 0,3 kDa.

(3) Les Pannexines

Les Cx forment des jonctions communicantes intercellulaires. A coté des Connexines, il existe
une autre famille de protéines impliquées dans les jonctions intercellulaires, connues sous le
nom de Pannexines (Panx).

Les genes de Panx sont regroupés en trois grands isotypes et les produits de ces genes ont
été désignés par Panx1, Panx2, et Panx3. Les Panx présentent une structure similaire a celle
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des Cx (Figure 34), a savoir quatre domaines transmembranaires et deux domaines
cytoplasmiques au niveau intracellulaire (C-terminale et N-terminale).
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Figure 34. Structure des Connexines et des Pannexines. D’aprés (178).

(A) On peut observer I'arrangement et la conformation de toutes les Cxs humaines, et (B, C, D) la
conformation des trois isotypes des Panxs. Toutes les protéines présentent de nombreuses
similitudes de structure, avec 4 domaines transmembranaires (en bleu), et des sections
intracellulaires (en orange) sont illustrées avec une extrémité N-terminale et une boucle C-terminale
cytoplasmique.

Des expériences ont montré que les quatre résidus cystéine présents dans le domaine
extracellulaire sont nécessaires pour la formation du canal fonctionnel de la Panx1. L'entrée
extérieure du pore est estimée a un diametre de ~17 321 A (~ 29,54 30,5 A dans le cas de la
Panx2). La protéine monomérique, une fois oligomérisée en hexameére, forme un pore
analogue aux connexons, les pannexons. Des études en microscopie électronique réalisées
sur des membranes cellulaires exprimant la Panxl ou Panx2 confirment I'agencement en
pannexons. Des expériences de Western blot révelent les interactions des Panx1 en dimeéres
et en hexameéres (179). De la méme facon les Panx2 peuvent former des structures
octamériques, arrangement que les Cx ne sont pas capables de faire. En ce qui concerne la
Panx3, elle présente un poids moléculaire en monomeéres de 42 kDa. Des expériences
d'immunoprécipitation ont suggéré que des pannexons hétéromériques peuvent également
se former, composés de Panx1 et Panx2 ou Panx1 et Panx3, mais pas entre Panx2 et Panx3.

ii. Interactions récepteurs-ligands

Nous donnerons dans ce paragraphe I'exemple de I'interaction entre les ostéoblastes et les
ostéoclastes. Les premiers travaux ont montré que le contact direct cellule-cellule, entre les
précurseurs ostéoclastiques et les cellules stromales ou entre les cellules ostéoblastiques,
était nécessaire pour favoriser l'induction de la différenciation des ostéoclastes. Ces
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interactions cellule-cellule impliguent I'engagement du récepteur activateur du NFkB (RANK)
avec le RANK ligand (RANKL). La proximité étroite entre les deux cellules qui interagissent est
requise pour l'initiation et le maintien du signal ostéoclastogénique, comme des travaux
'ont montré avec un blocage de la N-Cadhérine induisant une inhibition de
I'ostéoclastogenese (180).

iii. Facteurs diffusibles

De multiples mécanismes font intervenir des facteurs locaux solubles qui peuvent étre
séquestrés au sein de la matrice osseuse minéralisée puis libérés par I'activité de résorption
des ostéoclastes ou produits par les cellules dans le microenvironnement osseux
(ostéoblastes, cellules endothéliales et macrophages). Ces facteurs, tels que le PDGF, I'EGF,
les FGFs, les TGFs ou encore les IGFs, exercent un role majeur dans la régénération tissulaire
et agissent de facon paracrine et autocrine.

B. Les jonctions communicantes dans I'os

La formation de jonctions communicantes est le mode de communication le plus direct pour
transmettre les signaux d’une cellule a une autre. Le role de ces jonctions est de maintenir
un comportement synchronisé et coopératif des cellules au sein d’'un méme tissu.

Les jonctions communicantes de type GAP jouent un role important dans la régulation de la
transmission de signaux entre les différentes cellules osseuses. Elles réglementent le
développement, la différenciation, la formation et le remodelage du tissu osseux (Figure 35).
Des études in vitro ont mis en évidence le réle des jonctions GAP dans I'ostéogenese (181,
182). Elles régulent la différenciation, la survie et I'apoptose des ostéoblastes. Les ostéocytes
utilisent les jonctions communicantes pour coordonner le remodelage osseux en réponse a
des facteurs anabolisants et aux chargements mécaniques.

Au niveau osseux, I'inhibition de la communication intercellulaire, via les jonctions GAP, a
toujours été associée a une réduction de la différenciation ostéoblastique, assistée par une
expression réduite des genes ostéoblastiques, et a une diminution de la minéralisation. A
I'inverse, la surexpression de la Cx43 dans ces cellules augmente I'expression du phénotype
ostéogénique (183). Par ailleurs, la différenciation des ostéoclastes et la capacité de
résorption sont également modulées par I'activité des GAP jonctions.

Le modele de génétique expérimentale cx43"" a permis de montrer que la déplétion, méme
partielle, de la Cx43 induit des modifications phénotypiques du tissu osseux telles qu’une
hypominéralisation de la calvaria ainsi qu’une altération de la différenciation des cellules
ostéoblastiques (184). Ces modifications ont été décrites comme résultant d’'une perte de
sensibilité des ostéoblastes aux facteurs solubles, perte de sensibilité modulée par
I'intermédiaire de la Cx43.
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De récentes études de génétique humaine relient le syndrome de la dysplasie oculo dento
digitale (ODDD) au locus du géne de la Cx43.

Il a été montré que la perte et/ou la mutation de certaines Connexines conduisent a des
troubles physiopathologiques dans de nombreux tissus, comme la maladie de Charcot-
Marie-Tooth, la surdité neurosensorielle non syndromique ou encore [’hétérotaxie
visceroatriale.
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Figure 35. La Connexine 43 dans le microenvironnement osseux. D’aprés (185).
L’établissement des jonctions communicantes de type GAP entre les différents stades du lignage
ostéoblastique (BMSCs, ostéoblastes, ostéocytes) et les cellules du lignage ostéoclastique assure la
coordination entre la formation et la résorption osseuse.

i. Fonction dans les cellules du tissu osseux

(1) Cellules mésenchymateuses et la lignée ostéoblastique

L'expression de la Cx43 et de la Cx45 a été largement rapportée dans les compartiments de
la moelle osseuse (186) au niveau de différents types cellulaires, de la cellule
mésenchymateuse a I'ostéoblaste mature, ainsi que dans le lignage ostéoclastique.

Cette expression est confirmée a I'aide de modeles de culture des BMSCs et de différents
stades de différenciation ostéoblastique. La surexpression de la Cx43 dans les BMSCs est
corrélée avec l'expression des marqueurs ostéogéniques dans des cultures 3D (187). Un
exemple récent de cette coordination Cx/phénotype osseux a été démontré a partir de
cultures de cellules stromales de moelle osseuse humaine (188). Ces travaux démontrent le
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role de la Cx43 et de la Cx45 dans les jonctions GAP pour favoriser la sécrétion de CXCL12,
qui est essentiel dans la fonction des cellules souches hématopoiétiques (188).

(2) Ostéocytes

Les ostéocytes sont organisés en un véritable réseau cellulaire connecté par de nombreuses
jonctions communicantes de type GAP. lIs expriment majoritairement la Cx43 qui permet le
dialogue avec les ostéoblastes (Figure 36).

(3) Ostéoclastes

Le role des jonctions GAP dans les ostéoclastes reste peu connu par rapport a celui dans les
ostéoblastes et les ostéocytes. Cependant, des travaux de la littérature mettent en évidence
un mécanisme de communication par l'intermédiaire de jonctions communicantes. La Cx43 a
été identifiée dans les ostéoclastes et pourrait jouer un réle dans la fusion des précurseurs
monocytaires pour former des ostéoclastes multinucléés (189). En effet, I'inhibition des
jonctions GAP a l'aide d’un peptide mimétique de la Connexine (Gap 27) provoque une
diminution du nombre des ostéoclastes et une capacité de résorption de I'os réduite (190).

Par ailleurs, une augmentation de I'ARNm de la Cx43 est observée au cours de la résorption
osseuse stimulée par I'hormone parathyroidienne (PTH). Dans ce méme contexte,
['utilisation des inhibiteurs des jonctions GAP provoque une inhibition de la formation des
lacunes de résorption induites par la PTH ou le 1,25-(OH),D; (calcitriol). Enfin,
I'ostéoclastogenese, stimulée par le RANKL dans des cultures de moelle osseuse de souris,
est réduite voire totalement inhibée par I'inactivation des jonctions GAP (191).
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Figure 36. Trois exemples de signalisation régulée par la Connexine 43 dans les cellules
osseuses. D’apreés (192).

(A) Les bisphosphonates se lient a des phosphatases présentes sur la membrane cellulaire. La liaison
induit I'ouverture du canal Cx43 puis une activation des kinases Src, MEK et ERK. Cela conduit a la
phosphorylation dans le cytoplasme de p90RSK, BAD et C/EBPR, ce qui se traduit par un signal de
survie des ostéoblastes et des ostéocytes. (B) La stimulation mécanique induit le rapprochement de
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I'intégrine a5B1 avec la Cx43. Il en résulte son ouverture et la libération de PGE2 qui, a son tour,
active le récepteur aux prostaglandines EP2/4, conduisant a I'activation de la voie AMPc/PI3K. Cela
conduit a l'accumulation de B-caténine, une activation consécutive de la signalisation Wnt et un
signal d’inhibition de I'apoptose des ostéocytes. (C) L'hormone parathyroidienne (PTH), en se liant au
récepteur de la PTH, induit I'activation de la voie de signalisation de I'AMPc/PKA. La Cx43, en
séquestrant la B-arrestine, facilite la signalisation en aval de ’AMPc/PKA et favorise donc la survie
des ostéoblastes.

ii. Fonction dans la méchanotransduction de |'os

Le maintien de I'homéostasie tissulaire nécessite un équilibre approprié entre les signaux
mécaniques et chimiques qui affectent la structure de |'os (Figure 37). Contrairement aux
ostéoblastes et aux ostéoclastes, les ostéocytes sont connus pour étre extrémement
sensibles aux contraintes mécaniques et plus particulierement aux contraintes de
cisaillement. De nombreuses études ont montré que les ostéocytes sont reliés aux
ostéoblastes par des jonctions GAP (193) et suggerent |'importance de ces jonctions dans la
méchanotransduction au niveau du systéme musculo-squelettique. Des expériences de
stimulation mécanique appliquée aux ostéocytes (et non aux ostéoblastes) provoque une
augmentation de I’ALP uniquement dans les ostéoblastes.

5~ Decreased osteoclast
differentiation

. . . . SIS 5 )
e B ol e e, . .

Figure 37. La méchanotransduction dans le tissu osseux. D’apreés (145).
Les ostéocytes sont des cellules emmurées dans la partie corticale du tissu osseux et ils sont reliés
entre eux par de longs prolongements cytoplasmiques et des canalicules qui assurent la transmission
des stimuli externes. Les contraintes de cisaillement présentes au niveau des ostéocytes entrainent
un influx de Ca®* extracellulaire via des canaux voltage dépendant (V) et mécano dépendant (M),
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mais entraine aussi la libération d’ATP, qui se lie a des récepteurs purinergiques P2X (ionotropiques)
et P2Y (métabotropiques).

La signalisation intracellulaire induite par la PTH semble également étre sollicitée dans les
mécanismes de la méchanotransduction bien que les voies intracellulaires impliquées ne soient pas
bien comprises. La pression exercée au niveau de la cavité médullaire et/ou les forces de cisaillement
appliquées sur des cellules stromales de moelle osseuse (MSC) peuvent stimuler I'activité de I'oxyde
nitrique synthase (NOS) et la production d’oxyde nitrique (NO). Le NO peut agir en tant inhibiteur de
la résorption osseuse par inhibition de I'expression de RANK-L, tout en augmentant la production de
|'ostéoprotégérine (OPG). OCY = ostéocytes; OB = ostéoblastes; MSC = cellules stromales de la
moelle.

iii.  Connexines et développement du tissu osseux

Comme cela a pu étre précisé précédemment, l'utilisation de modeles de génétique
expérimentale a permis de démontrer que les jonctions communicantes de type GAP et les
Connexines jouent un role majeur dans le développement du squelette.

Plusieurs modeles expérimentaux ont confirmé ces données : au niveau embryonnaire, il a
été montré que lI'expression de la Cx43 est représentée comme étant spatialement et
temporellement régulée dans le développement du poussin (194). L'inhibition de
I'expression de la Cx43 dans I'embryon de poulet par des oligonucléotides antisens entraine
une malformation des membres, confirmant le role fondamental de la Cx43 dans le
développement des membres.

Dans ce méme sens, l'ossification endochondrale dermique de la vo(te cranienne est
retardée dans les embryons invalidés pour le géne de la Cx43. Ces animaux montrent
également un retard d'ossification des vertebres, de la clavicule, des cOtes et des membres,
ce qui suggere un réle des jonctions GAP dans le maintien de la fonction des ostéoblastes et
le développement du squelette.

Chez le poisson zébre, la mutation de la Cx43 induit un phénotype tel que les nageoires
apparaissent plus fines (195).

Des souris transgéniques surexprimant le miR206, ayant pour cible la Cx43, présentent un
phénotype osseux altéré da a l'inhibition de la différenciation des ostéoblastes (Figure 38).
La restauration de I'expression de la Cx43 dans les ostéoblastes exprimant le miR206 permet
de retrouver leur capacité a se différencier (196). Ces derniéres données suggérent que
I'inhibition de I'expression de ce micro-ARN pourrait fournir une stratégie thérapeutique
pour traiter les maladies osseuses causées par une carence en Cx43 ou par une activité des
jonctions GAP et/ou des hémicanaux diminuée.
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Figure 38. Phénotype osseux des souris sauvages et cxa3”. D’apres (197).

Retard d'ossification des souris invalidées pour le gene de la Cx43. Une coloration au Bleu Alcian et
Rouge Alizarine des embryons de souris a E15.5 montre que les souris déficientes en Cx43 ont un
retard important dans l'ossification de la plupart des structures cranio-faciales, y compris des os de la
volte cranienne, des os de la machoire du crane, ainsi que du squelette axial et appendiculaire. La
coloration au Bleu Alcian permet d’identifier le tissu cartilagineux. La coloration rouge est plus
spécifique d'un tissu minéralisé.

Chez I'homme, on retrouve des modifications d’ordre squelettique dans le cas de la
dysplasie oculo dento digitale (ODDD). Les signes cliniques sont principalement une
syndactylie des mains et des pieds, une hypoplasie ou aplasie des phalanges et des
anomalies cranio-faciales causées par plus de 24 mutations différentes dans le gene de la
Cx43 (198).

C. Les différents roles des Pannexines

Au cours de ces dernieres années, les travaux de la littérature ont montré que les Panxs
étaient impliquées dans une grande variété de processus physiologiques et
physiopathologiques. Elles sont a ce jour considérées comme des acteurs majeurs de la
communication purinergique extracellulaire. Mais les Pannexines peuvent aussi avoir des
roles plus précis et exercer une action spécifique sur un tissu donné.

i Pannexines et tissu osseux

Au niveau cellulaire, les cellules ostéogéniques sont les rares cellules a exprimer la Panx3.
Les cellules ostéoprogénitrices en culture expriment la Panx3 lorsqu'elles sont en cours de
différenciation et de minéralisation de leur matrice extracellulaire (199). Au niveau tissulaire,
I'immunohistochimie révele une forte expression de Panx3 lors de I'ossification
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endochondrale ainsi que pendant |'ossification membranaire. Une analyse plus approfondie
sur les os longs révele que les chondrocytes de la plague de croissance expriment également
la Panx3 au stade hypertrophique. Le facteur de transcription Runx2/Cbfal est un régulateur
clé du géne de la Panx3 pendant |'ostéogenese (200), et des études de surexpression et de
sous-expression ont montré que les ostéoblastes et les chondrocytes en culture requiérent
I'activité de la Panx3 pour initier et achever leur différenciation.

La Panx1 a également été détectée dans les ostéoblastes, bien que son role n’ait pas encore
été exploré dans ces cellules (201).

ii.  Pannexines et morphologie cellulaire

Des données de la littérature démontrent le réle de la Panx1 sur la morphologie cellulaire.
Par exemple, la surexpression dans une culture de cellules de gliome C6 a pour conséquence
I’étalement des cellules sur son substrat (202). Les cellules C6 surexprimant la Panx1 ont
tendance a avoir un cytosquelette d'actine plus développé (203). Ces événements pourraient
étre liés a des interactions entre I'extrémité C-terminale de la chaine intracellulaire de la
Panx1, le réseau d’actine, et la protéine de nucléation de |'actine Arp3.

Si la Panx1 est capable de faciliter la nucléation et/ou la stabilisation des fibres d'actine, sa
présence a la surface de la membrane plasmique pourrait réguler la migration cellulaire.

Les Panxs sont également impliquées dans le développement des neurites et des cellules
neuronales en culture. Bien que la différenciation neuronale s’accompagne de I'expression
des Panxs, il reste difficile d’établir un lien direct entre neuritogenése et activité des
Pannexines.

V. L’ingénierie tissulaire et les applications précliniques et
cliniques

Des lors que les études in vitro donnent des résultats intéressants d’un point de vue
biocompatibilité et bioactivité des produits d’ingénierie tissulaire, ces derniers doivent étre
évalués dans des modeles expérimentaux avant d’étre utilisés en clinique chez I’humain.

Le modele expérimental doit étre pertinent pour mimer la situation pathologique,
reproductible, il doit présenter un colt « raisonnable », répondre a un besoin clinique et
étre le plus approprié pour mimer la situation pathologique (204).

En 2008, I'Union européenne a référencé les différents modeles expérimentaux utilisés dans
le cadre des études scientifiques (Figure 39). Les modéles chez les poissons et les oiseaux
représentent environ 15%, les cochons d’Inde, les lapins et les hamsters environ 5%, les
chevaux, les singes, les cochons et les chiens, moins de 1%. Les modéles murins constituent
environ 77% des modéles utilisés.
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Enfin, toutes les expérimentations doivent faire I'objet d’'une demande d’autorisation
préalable aupres du comité d’éthique de chaque université. Ce comité est chargé d’examiner
les protocoles, de vérifier que ces derniers respectent les termes de la charte d’éthique, de
la réglementation nationale et de la réglementation internationale. Ce comité peut formuler
des recommandations en vue d’une meilleure prise en compte du bien-étre animal.

ANIMAUX UTILISES EN LABORATOIRE

UNION EUROPEENNE, 2008

SINGES ET AUTRES
PRIMATES
CHATS ET CHIENS

REPTILES ET
AMPHIBIENS

ANIMAUX DE FERME

AUTRES RONGEURS
L:APINS
(:)ISEAUX
I?OISSONS
RATS

SOURIS

Figure 39. Les différents modeéles d’études utilisés en expérimentations animales
(http://www.slate.fr/story/51209/souris-laboratoire).

A. Les modeles animaux et leurs caractéristiques

Les études précliniques chez I'animal permettent d’approcher au mieux les considérations
biologiques et physiologiques qui vont influencer les études cliniques chez 'homme. Le
nombre de publications témoignent que I'expérimentation animale ne cesse de croitre
depuis quelques années, principalement avec |'utilisation des modeéles murins (Figure 40).

En ingénierie tissulaire et plus particulierement dans le domaine de la régénération osseuse,
les approches expérimentales sont classées en deux catégories. La premiére concerne
I’étude de la biocompatibilité des matériaux, la deuxieme porte sur la fonctionnalité de la
matrice. Dans le premier cas, il n’est pas nécessaire d’avoir un environnement tissulaire qui
reproduit a I'identique les conditions biologiques et biomécaniques d’une situation clinique.
En revanche dans le deuxieme cas, une simulation du contexte clinique ol le produit
d’ingénierie tissulaire sera placé est nécessaire.
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ANIMAUX CITES DANS DES ARTICLES
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Figure 40. Nombre de publications scientifiques citant un modéle animal entre 1950 et
2010 (http://www.slate.fr/story/51209/souris-laboratoire).

En chirurgie orthopédique ou en chirurgie orale, les Iésions osseuses de taille critique ne
représentent pas les cas majoritaires. Il est donc important d’avoir une corrélation entre les
besoins cliniques chirurgicaux et le modéle animal qui sera utilisé en laboratoire, aussi bien
au niveau du site et de son anatomie, de la réparation osseuse qui pourrait étre sollicitée,
gue des contraintes mécaniques requises et des conditions de remodelage du tissu.

i Considérations biologiques
(1) Anatomique

Les spécificités anatomiques des sites a réparer conditionnent les procédures chirurgicales
dans les essais précliniques. En chirurgie maxillo-faciale, les lésions au niveau mandibulaire
ne sont pas possibles chez le lapin et les rongeurs en raison d’une ouverture tres limitée de
leur bouche.

La forme des os et leur taille conditionnent aussi le type d’'implantation en fonction des
techniques chirurgicales a utiliser. Les chiens, les moutons/brebis et les cochons présentent
des os larges et sont plus appropriés pour des validations précliniques avant le transfert
clinique. Les modeéles expérimentaux au niveau de la calvaria sont utilisés préférentiellement
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dans le cadre des cranioplasties. Les lésions dans les métaphyses/diaphyses sont utilisées
principalement pour des applications de comblement ou de Iésions segmentaires dans les os
longs.

(2)  Physiologique

La réparation et le remodelage osseux sont dépendants de I'espéce, de I'age et de la charge
mécanique appliquée a l'os.

Le taux de réparation osseuse est inversement proportionnel a la position sur l'arbre
phylogénétique. Par exemple, la capacité de réparation osseuse est nettement supérieure
chez les rongeurs et les lapins que chez les autres espéces animales. Par ailleurs, il existe
aussi de grandes variations au niveau du remodelage osseux. Les lapins, chats, chiens,
cochons et primates non humains présentent un remodelage de I'os cortical de type
Haversien contrairement aux rongeurs. Le remodelage de I'os cortical chez les lapins est
deux fois plus rapide que chez les chiens et trois fois plus rapide que chez ’lhomme. Le choix
de I'espéce est donc fondamental pour ce qui est du remodelage osseux mais aussi vis-a-vis
de la résorption du matériau implanté, celle-ci peut varier en fonction de l'espece. Par
exemple, la résorption est plus lente chez le mouton que chez la chévre pour un animal de
taille similaire.

De méme, I'age de I'animal est un critére a prendre en considération. Les animaux jeunes
ont des capacités de régénération osseuse supérieures aux animaux adultes. Il est donc
préférable, pour une meilleure reproductibilité, d’utiliser des animaux adultes, chez qui les
plagues de croissance des épiphyses ne sont pas en cours de développement. Les rongeurs
comme les souris et les rats font exception a cette regle car leur croissance osseuse se
poursuit tout au long de leur vie.

Pour finir, les contraintes mécaniques sont tout aussi importantes a prendre en compte, une
baisse de la charge mécanique sur une partie du squelette (par exemple suite a la pause de
fixateur interne lors de résection segmentaire) peut entrainer une diminution du
remodelage osseux.

(3) Biomécanique

Les propriétés mécaniques de I'os a reconstruire sont aussi variables d’'une espece a l'autre.
Il faut prendre en compte la géométrie de I'os en coupe transversale, la proportion relative
entre os cortical et os trabéculaire, le degré de minéralisation et le remodelage Haversien.

La biomécanique osseuse est corrélée avec la forme de I'os et la fonction de I'os. Celle-ci
dépend de la taille de I'animal ainsi que de son style de vie. Un chargement mécanique
spécifique approprié au besoin clinique identifié doit donc étre pris en compte dans la
démarche expérimentale et le choix du modele animal.
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(4) Meétabolique

La physiologie osseuse est partiellement conditionnée par le métabolisme des cestrogénes.
De ce fait, pour une étude expérimentale dans une situation physiologique normale, il est
préférable d’utiliser des males afin de diminuer au maximum la variabilité de ces études. Les
modeéles d’ovariectomie pour mimer I'ostéoporose humaine sont I'exception a cette régle,
sachant que les souris, les rats et les brebis sont couramment utilisés dans ce cadre. Le degré
d’ostéoporose obtenu est dépendant de I'espéce, méme si on peut souligner que
I’'ostéopénie chez des singes ovariectomisés est modérée par rapport au remodelage osseux
observé chez les rats. De plus, les primates reproduisent des changements précoces post-
ménopause dans la biologie du squelette mais ils ne reproduisent en aucun cas les troubles
chroniques de I'ostéoporose post-ménopause.

(5) Génétique

Une uniformité génétique est nécessaire dans le cas d’études avec implantation de tissu ou
de cellules. Les rongeurs hybrides, les lapins blancs de Nouvelle Zélande, les « micropigs » du
Yucatan et les souris immunodéprimées (SCID, NUDE ou NOG) sont utilisés dans ces cas-la.

Par ailleurs, des animaux sélectionnés génétiquement pour développer des pathologies
osseuses spécifiques peuvent étre utilisés en ingénierie tissulaire osseuse. A titre d’exemple
nous pouvons citer les souris SAM (pour « senescence-altered mouse ») qui ont une
sénescence accélérée et qui sont utilisées pour étudier I'ostéoporose.

ii. Considérations techniques

(1) Reproductibilité des modeles expérimentaux

Une étude doit étre composée au minimum de trois groupes, le premier avec des animaux
opérés, groupe dits de contrdle ou « sham », le deuxiéme groupe est constitué d’animaux
traités avec un contréle positif (greffe autologue par exemple) et le troisieme groupe
correspond aux animaux ayant recu le produit d’ingénierie tissulaire ou biomatériau que I'on
souhaite évaluer. Pour chacun des groupes, au moins 8 échantillons sont nécessaires pour
une analyse statistique correcte et significative de I'expérimentation.

(2)  Critéres financiers

Les modeles animaux les plus utilisés sont les rongeurs et les lapins, mais I'inconvénient
majeur reste le volume de matériau qu’il est possible d’étudier sur ces animaux de petite
taille. Par contre, un grand nombre d’animaux peut étre utilisé pour permettre la réalisation
d’études préliminaires a moindre co(t ainsi qu’une analyse statistique. Les modeéles animaux
de taille moyenne a grande sont beaucoup plus onéreux et demandent des conditions
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d’hébergement, d’entretien et de soins beaucoup plus importantes. lls restent cependant
indispensables pour les études précliniques avant d’envisager tout essai clinique.

(3) Ethique et modeles animaux

Les expérimentations in vivo doivent étre effectuées uniquement quand des méthodes
alternatives comme la culture de cellules ou d’organes ne permettent pas de répondre aux
problemes posés ni de les résoudre. Toutes les expérimentations animales doivent étre
faites par du personnel spécialisé, agréé et agrémenté. Les protocoles, ou saisines, sont
évalués par un comité d’éthique et les études doivent étre réalisées en accord avec la
réglementation du pays.

(4) Manipulation des modéles animaux

Le choix de I'animal doit prendre en compte la manipulation et la faisabilité des soins post-
opératoires. Si des animaux de taille importante sont nécessaires, l'utilisation de
mouton/brebis est préférable par rapport aux cochons qui sont plus difficiles a manipuler et
a confiner pour un suivi longitudinal sur 6 mois (temps d’analyse pour un suivi de la
reconstruction osseuse). Par ailleurs, si I'utilisation de fixateurs externes s’avere nécessaire,
comme dans le cas de la réparation de lésions segmentaires, il est préférable de réaliser
cette étude chez des animaux qui sont hébergés dans un environnement propre, comme le
chien, la brebis ou la chévre.

Les caractéristiques physiques du matériau doivent également étre prises en considération,
notamment son aspect injectable ou non. Un matériau sous forme de pate ou de gel doit
étre mis en place dans une cavité close afin de limiter la diffusion dans les tissus
environnants. D’un autre coté, les matériaux sous forme de poudre/granule ou dans des
supports massifs doivent étre maintenus sur le site par un systéme de contention pour
rester dans des conditions mécaniques optimales et non variables.

Pour finir, le choix des méthodes d’analyses pour un suivi longitudinal du modele animal doit
étre défini selon le site d’implantation. Par exemple, I'imagerie intra vitale ne sera pas
possible au-dela d’une certaine profondeur, ou encore |'utilisation de plaques métalliques
empéchera les techniques d’IRM ou de radiographies.

B. Les sites d’implantation et leurs fonctions
i Ectopique

Les implantations en site ectopique, en sous-cutané (S-C) ou en intramusculaire (I-M) vont
permettre d’étudier la biocompatibilité, le potentiel ostéogénique et ostéoinducteur d’un
biomatériau, ou encore la réaction inflammatoire associée a I'implantation du matériau. Ces
implantations en site ectopique pourront étre réalisées chez :
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- la souris Nude (S-C) (Figure 41) (112),

- la souris SCID (S-C) (205),

- le rat Wistar (I-M) (206),

- ou encore chez un gros animal tel que la chevre Néerlandaise (I-M), en créant de

multiples poches intramusculaires pour I'implantation de matériaux (207).

Figure 41. Implantation d’'un biomatériau en sous-cutané chez une souris Nude. D’apreés
(208).

A ; Photographie d’une souris Nude avec deux implants sous la peau de chaque flanc. B;
Radiographie 12 semaines aprés implantation.

ii.  Orthotopique : Le modele de la calvaria

Les implantations en site orthotopique permettent d’évaluer [I'ostéoconductivité et
I'ostéointégration des produits d’ingénierie tissulaire, ainsi que leur biointégration dans le
microenvironnement de I'os. Le modele de Iésions osseuses réalisées dans la calvaria de rat
est la technique la plus utilisée, de par une grande reproductibilité du modele, la présence
de peu de moelle osseuse, un faible apport sanguin, une mise en ceuvre assez simple du
modele et parce qu’elle présente une morbidité réduite.

Les tailles des Iésions osseuses peuvent varier d’'un modéele a l'autre.

Dans le cas des modéles murins, les matériaux sont généralement implantés chez des souris
immunodéficientes (BALB/c-nude, de 7 semaines) dans une lésion circulaire de 4 mm de
diametre et 1 mm de profondeur, produite dans I'os pariétal. Les implants sont retirés
généralement apres 8 semaines pour les analyses (209).

Des souris SCID (210) de six a huit semaines (CB-17-SCID) sont aussi utilisées pour recevoir
I'implantation des matériaux. Les lésions craniennes de 4,3 mm de diametre et 1,5 mm de
profondeur sont réalisées sur un coté de l'os de la volte cranienne. Six semaines aprées
I'intervention chirurgicale, les implants sont généralement retirés pour analyses.
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Les lésions craniennes chez le rat Wistar (Figure 42) ou chez le rat Nude (175-200 g) sont
généralement (211) des défauts circulaires de 8,5 mm de diamétre dans le crane de rat, et
de 1,5 a 2 mm d'épaisseur. Les implants sont analysés au bout de 6 et 12 semaines.

Des lapins de Nouvelle-Zélande (212) de 6 mois pesant entre 3,9 et 4,4 kg peuvent étre
utilisés pour ce type de modele ectopique. Deux fentes circulaires (diametre intérieur de 9
mm et 0,5 mm de profondeur) sont réalisées dans I'os pariétal sur chaque c6té de la suture
sagittale médiane du crane. Au bout de 4 semaines d’étude, les implants sont retirés.

Figure 42. Implantation d’un biomatériau au sein d’une lésion osseuse de la calvaria de rat
Wistar. D’apreés (213).

A ; Photographie d’un rat Wistar lors de I'opération pour la formation du défaut circulaire en calvaria.
B ; Radiographie aprés implantation.

Dans un modele de « gros animal », les chévres Dutch (214) de 1 an peuvent étre utilisées,
males ou femelles, avec des poids allant de 15 a 18 kg. Des lésions circulaires sur le crane de
22 mm de diamétre et de 2 mm de profondeur sont réalisées entre les deux cornes et le
matériel préparé peut étre déposé dans la lésion osseuse sans fixation. Les échantillons sont
prélevés a partir de 12 semaines apres la chirurgie.

De maniere générale, quels que soient les modeles utilisés, ce modele de calvaria ne peut
répondre a tous les critéres physiologiques de la reconstruction osseuse. Ce site n’étant pas
soumis a des contraintes mécaniques, le remodelage osseux reste modéré.

iii.  Orthotopique : Implantation au niveau des os longs

Des études expérimentales ont démontré qu’une lésion segmentaire faisant 1.5 fois la taille
du diametre de la diaphyse empéche la régénération osseuse et peut étre proposée pour un
modele d’étude expérimentale. Ces lésions segmentaires nécessitent la plupart du temps
une fixation externe ou interne. Un probléme majeur cependant reste le degré de charge
mécanique a appliquer au niveau de cette lésion, qui est trés dépendant du dispositif de
fixation entre les deux segments d’os encadrant la lésion. Les modeles expérimentaux
utilisant ce type de lésions osseuses ont été décrits du petit au gros animal.
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Chez des souris BALB/c (157) males agées de 10 a 15 semaines, un segment d'os de 0,4 cm
de long est enlevé de la diaphyse fémorale. Une aiguille de calibre 26 gauge est utilisée
comme broche de fixation avec une assise dans la métaphyse opposée. Ce support integre le
fémur proximal, la greffe et le fémur distal. Aprés 6 semaines, les greffes sont récupérées
pour une évaluation histologique.

Chez des rats Lewis, pesant entre 200 g et 250 g (215), la taille d’une lésion critique est un
segment long de 0,8 cm sur I'os fémoral. Une broche intramédullaire de métal est insérée
pour fixer la greffe dans les métaphyses opposées, par ancrage dans la cavité médullaire.
Aprés 6 semaines, les fémurs implantés sont récupérés pour analyses.

Chez des lapins blancs de Nouvelle-Zélande (216) de 10 mois pesant de 1,8 a 2,2 kg, une
|ésion osseuse de 1,5 cm (qui inclut le périoste) peut étre créée au niveau de l'ulna. Le radius
est laissé intact pour assurer la stabilité mécanique. Les lapins sont généralement sacrifiés au
bout de 16 semaines apres l'intervention chirurgicale.

Dans le cas des modeles animaux de grande taille, il est possible d’utiliser des chévres
« chinoises » (217) de 12 mois pour lesquelles une lésion de 3 cm de long est effectuée sur la
diaphyse tibiale. Une plaque d'acier est ensuite fixée pour assurer la stabilité de la lIésion. Au
bout de 12 a 24 semaines, les caprins sont sacrifiés et les lésions examinées. Il est également
possible de faire ce type de défaut segmentaire chez le chien (Figure 43).

1
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Postop.

Figure 43. Suivi longitudinal par radiographie d’une lIésion segmentaire réalisée chez un
chien. D’apreés (218).

La brebis de Mérinos est également utilisée comme modele animal de grande taille. Des
moutons (219) agés de 6 a 7 ans et pesant 45 * 2 kg subissent une |ésion osseuse de 3 cm
centrée sur le tibia. Les extrémités distales des plaques sont placées a 2,5 cm en amont de la
malléole interne. La fixation d’une large plaque de compression dynamique (DCP) (4,5 mm,
10 trous) est utilisée pour éviter tout mouvement de la lésion. Les Iésions osseuses sont
généralement analysées aprés 12 semaines.
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En conclusion, le choix du modeéle expérimental dépend de I'ensemble des facteurs. Mais
une démarche standardisée se détache dans I'ensemble. Dans tous les cas, ces modeles
doivent répondre a une question préclinique ou clinique donnée.

C. Les méthodes d’investigation du tissu osseux néoformé

En ingénierie tissulaire osseuse et plus particulierement dans les études expérimentales, le
choix des méthodes d’investigation est un élément important pour répondre aux questions
posées: biodégradabilité ? Ostéointégration? Devenir des cellules implantées?
Vascularisation du matériau ? Ces méthodes sont décisives pour la suite a donner dans les
expérimentations. Elles doivent permettre le suivi des cellules implantées, celui du devenir
de la matrice osseuse et I'étude des interactions matériau-tissu. Elles devront rendre
possible le suivi des modifications tissulaires : perte ou gain de tissu, ou bien changement de
la composition tissulaire. Par ailleurs, il sera nécessaire de caractériser la présence ou non
d’une réaction inflammatoire et de la quantifier.

Il existe de nombreuses méthodes invasives et non invasives, destructrices ou non
destructrices. Les études précliniques nécessitent de plus en plus de réaliser un suivi
longitudinal pour étudier la chronologie de la réparation osseuse. Mais I'histologie et
I’histomorphométrie sont les seules méthodes qui permettront une analyse au niveau
cellulaire.

En effet, élaborée en 1959, la régle des 3 R constitue le fondement de la démarche éthique
appliquée a I'expérimentation animale en Europe et en Amérique du Nord. Les 3 R sont:
Réduire le nombre d'animaux en expérimentation, raffiner la méthodologie utilisée, ce qui
implique la notion de points limites (critéres d'interruption, ou "end-points") et remplacer
les modeles animaux.

Pour I'ensemble de ces raisons, les méthodes non invasives et/ou non destructrices de
mesure sont des approches expérimentales privilégiées pour analyser le tissu néoformé des
études précliniques et cliniques.

i Techniques non invasives

(1)  Microtomographie aux rayons X

La méthode la plus utilisée, pour mettre en évidence la formation osseuse au sein d’un
implant, est la microtomographie aux rayons X. Les structures minéralisées étant radio-
opaques, cette technique non destructrice va permettre de recréer une image 3D de
I’échantillon en affichant les différents degrés d’ossification de I'implant. Elle permet de
quantifier le contenu minéral et/ou la densité minérale de I’échantillon. Cette technique
rend possible un suivi longitudinal de I’évolution de la minéralisation et offre une résolution
d’environ 50 um pour la microtomographie in vivo et de 8 um pour la microtomographie ex
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vivo. Les quantifications morphologiques peuvent étre corrélées avec |’histomorphométrie
conventionnelle réalisée sur des coupes histologiques décalcifiées (220).

La microtomographie aux rayons X (Figure 44) peut étre également une technique d’analyse
de la vascularisation des biomatériaux implantés, a l'aide d’'un agent de contraste
préalablement injecté dans le sang. Dans la Figure 44 il s’agit d’un polymére radio-opaque a
base de chromate de plomb (221). Ce type d’imagerie de la vascularisation présente des
limites pour certains sites d’'implantation et certains types de matériaux.

Figure 44. Analyse de la vascularisation au sein d'un biomatériau par microtomographie
aux rayons X. D'apreés (221).

A et B; Visualisation en uCT de la vascularisation d’un implant apres reconstruction 3D. C;
Visualisation de la minéralisation d’un implant en uCT apres reconstruction 3D.

(2) Imagerie par résonance magnétique (IRM)

L'IRM est une technique d’imagerie non invasive, non irradiante et résolutive, basée sur le
phénoméne physique de résonance magnétique nucléaire (RMN). L'IRM permet d’obtenir
une reconstruction tridimensionnelle de la zone d’intérét dans laquelle il est possible de
distinguer le signal de I'os par rapport au signal des tissus mous environnants (Figure 45).

L'IRM est une méthode qui permet également de suivre longitudinalement le devenir des
cellules implantées au sein d’un produit d’ingénierie tissulaire, si elles sont préalablement
marquées a |'aide d’agents de contraste (222). De cette facon, il est possible de suivre le
devenir des cellules au sein de la structure tridimensionnelle aprés implantation pendant
plusieurs jours.

La technique d'IRM permet également de visualiser la présence d’une réaction
inflammatoire suite a I'implantation d’un biomatériau (223).

94



INTRODUCTION - V. L'ingénierie tissulaire et les applications précliniques et cliniques
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Figure 45. Imagerie par IRM d’une lésion osseuse réalisée au niveau du condyle fémorale
chez le rat. D'apreés (224).

Images représentatives de lésions réalisées au niveau du condyle fémoral de rat, aprés 4 et 8
semaines d'implantation. Deux groupes expérimentaux sont réalisés dans cette étude : I'un avec une
|ésion vide et I'autre avec une lésion comblée avec du ciment de phosphate de calcium (CPC). Les
fleches rouges indiquent I'emplacement de la Iésion.

(3)  Suivi des cellules humaines implantées

La bioluminescence est une technique non invasive qui va permettre d’observer les cellules
implantées, préalablement transfectées par le géne codant pour la luciférase, la Green
Fluorescent Protein (GFP) ou encore la Td-Tomato.

Pour ce type d’imagerie, il faut injecter au préalable la luciférine dans I'animal, qui va se
complexer a la luciférase et va s’oxyder, provoquant I’émission d’un photon (Figure 46). La
production de luminescence par les cellules va étre détectée et quantifiée par un capteur
photonique. Cette méthode peut permettre de suivre le devenir des cellules dans le temps.
Elle permet d’apprécier en particulier le taux de prolifération cellulaire in vivo, I'intensité de
luminescence étant proportionnelle au nombre de cellules. Cependant, cette technique peu
résolutive n’offre pas de visualisation tridimensionnelle de I'objet, ni d’analyse de la
formation osseuse.

Figure 46. Visualisation de la bioluminescence de cellules exprimant la luciférase
hébergées dans une matrice 3D, a différents temps d’implantation chez une souris Nude.
D'apres (225).

Des cellules humaines de cancer du sein exprimant la luciférase sont suivies au niveau du site de
fixation des métastases dans les condyles osseux par injection intracardiaque de luciférine.

95



INTRODUCTION - V. L'ingénierie tissulaire et les applications précliniques et cliniques

Plusieurs types de marquages peuvent étre utilisés pour distinguer les cellules implantées
des cellules du tissu hote :

Si elles sont préalablement transfectées par le géne codant pour la GFP ou la Td-Tomato
(Figure 47).

Par hybridation in situ qui permet par exemple de mettre en évidence des séquences
génomiques spécifiques de I'espéce considérée.

Par immunohistochimie a I'aide d’un anticorps spécifique de la séquence ALU. La séquence
ALU est un court fragment d'ADN de type SINE (short interspersed element) caractérisé par la
présence d'un site de restriction de l'endonucléase de restriction Alu |, spécifique de
I'Homme et des primates proches dans I'évolution.

Une autre méthode consiste a détecter I'antigene HLA spécifique des cellules humaines par
immunomarquage.

Figure 47. Visualisation d'ADSCs-Tdtomato hébergées dans une matrice implantée en sous-
cutané a différents temps d’implantation. D'apreés (226).

A : Imagerie, au photon imageur, de cellules issus du tissu adipeux (ADSCs) exprimant de facon
constitutive la Td-Tomato, pendant 30 jours. Les ADSCs-Td-Tomato sont ensemencées dans un
biomatériau en site sous-cutané chez des souris NOG. B: Coupe histologique du biomatériau
présentant les ADSCs-Td-Tomato aprés 30 jours d’implantation. L’étoile indique le matériau sur une
coupe histologique observée en microscopie a fluorescence.

(4) Tomographie d’émissions monophotonique (TEMP)

La tomographie par émission monophotonique (TEMP) est une autre technique permettant
également la mise en évidence de la croissance osseuse. Il s’agit d’une technique d'imagerie
médicale nucléaire basée sur la scintigraphie et qui permet de réaliser des images et des
reconstructions en trois dimensions des organes et de leur métabolisme. Pour effectuer une
TEMP, il est nécessaire d'injecter préalablement au patient un produit radioactif émetteur
de rayonnements gamma (constitués de photons). Ce radiotraceur, de par ses propriétés
chimiques, est choisi pour se fixer sélectivement dans le tissu. Le technétium 99 métastable
(99mTc) est un radio-isotope utilisé en imagerie osseuse, il s’accumule dans la phase
organique de I'os et permet de visualiser la croissance osseuse (Figure 48).
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Figure 48. Analyses postopératoires de la structure osseuse au TEMP. D'aprés (227).
Analyse TEMP, aprés injection de **"Technetium-méthyléne diphosphonate (**"Tc-MDP), & 12
semaines postopératoires chez une souris Nude. (A) BMSCs associées a du B-TCP, (B) BMSCs
associées a du B-TCP mis en place a proximité d’un vaisseau.

Ce type d’imagerie présente un certain nombre de limites, tant a cause de sa résolution
limitée que par la gestion compliquée de la technique.

ii.  Techniques invasives
(1) Histologie

L’histologie est I'une des méthodes les plus utilisées pour évaluer de facon qualitative et
guantitative la néoformation osseuse et vasculaire. L’histologie permet de décrire la
morphologie cellulaire et tissulaire en termes d’architecture et d’éléments cellulaires grace a
I"utilisation de colorations spécifiques. La coloration Hématoxyline & Eosine (H&E) révele les
noyaux des cellules en bleu-noir, leur cytoplasme ainsi que la matrice extracellulaire en rose
(Figure 49, A).La coloration au trichrome de Masson permet de révéler la présence de tissus
collagéniques en vert (Figure 49, B). Un marquage au Von Kossa sur des coupes en résine
non décalcifiées fera ressortir la minéralisation de la MEC par une coloration noire (Figure
49, C).
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istologiques de tissus osseux.
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Figure 49. Différentes colorations réalisées sur des coupes h

D'apreés (228).

A ; Coloration H&E sur des matériaux cellularisés aprés 8 semaines d’implantation en site sous-
cutané. B; Coloration au trichrome de Masson sur des matériaux cellularisés aprés 8 semaines
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d’implantation en site sous-cutané. C ; Coloration au Von Kossa sur des matériaux cellularisés aprés 8
semaines d’implantation en site sous-cutané.

(2) Histomorphométrie

Les aspects structuraux, architecturaux et cellulaires du tissu osseux peuvent étre étudiés et
qguantifiés par I'histomorphométrie osseuse. Elle est basée sur I'analyse quantitative de
coupes histologiques réalisées a partir de biopsies osseuses. Grace aux techniques d’analyse
d’image, il est possible de déterminer les parametres représentatifs de la quantité et de la
qualité du tissu osseux : nombre de travées, épaisseur, porosité et volume osseux.
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Les données de la littérature concernant I'ingénierie du tissu osseux démontrent que les
échecs rencontrés dans le domaine de la substitution osseuse guidée par les biomatériaux
sont en partie liés a leur faible capacité de colonisation et a un défaut de vascularisation de
ces implants. Les techniques d’implantation de cellules progénitrices dans un biomatériau de
substitution osseuse ont toutefois ouvert une voie de développement de thérapeutiques
substitutives a la pratique de I'allogreffe et de I'hétérogreffe dont les limitations ont été
présentées.

Ce travail de thése a pour objectif d’étudier le comportement des cellules souches adultes
dans un environnement 3D et le role de cette communication cellulaire au sein de cet
environnement pour promouvoir la régénération osseuse.

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

> La premiére partie des résultats concerne la culture tridimensionnelle des
HBMSCs dans une matrice macroporeuse de polysaccharides naturels a base de pullulane et
de dextrane. Ce travail nous a permis d’étudier l'influence de la culture 3D sur
I’établissement des jonctions intercellulaires. Nous nous sommes intéressés principalement
aux Connexines 43 et aux Pannexines 1 et 3.

> La deuxiéme partie rapporte l'importance de la communication ostéo-
endothéliale en 3D sur la différenciation ostéoblastique des HBMSCs. Ce travail a été réalisé
a I'aide d’un modeéle de co-culture de HBMSCs avec des EPCs humains. Outre les aspects in
vitro de ces interactions cellule-cellule, nous nous sommes intéressés au devenir de la
matrice de polymeére colonisée par les deux types cellulaires aprés implantation en site
ectopique chez le petit animal.

> Enfin, la derniére partie de ce travail de these a été consacrée a l'intérét
d’utiliser la fraction totale de moelle osseuse humaine comme unique source multicellulaire,
pour générer un tissu osseux vascularisé en 3D sans étape d’isolement ou d’expansion
préalable a la construction du produit d’ingénierie tissulaire.

L’'ensemble de ce travail a été réalisé en collaboration avec I'équipe du Docteur Didier
Letourneur au Laboratoire de Recherche Vasculaire Translationnelle a Paris (Unité Inserm
1148) et le Centre des Biomatériaux du New Jersey en collaboration avec le Professeur
Joachim Kohn. Mes travaux de these ont été réalisés grace au soutien d’une ANR
«Technologies pour la Santé» (TECSAN) intitulée Matri+ et d’une bourse doctorale du
Ministére de la Recherche et de I'Enseignement Supérieur.

Les résultats de mes travaux sont articulés autour de trois articles présentés ci-aprés, suivis
d’une discussion et des perspectives de travail.
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I Implication de la Pannexine 1 et 3 dans la communication et la
différenciation des cellules mésenchymateuses de la moelle osseuse
humaine

A. Introduction

Ce travail a été mené en collaboration avec le laboratoire du Professeur Joachim Kohn, au
New Jersey Center for Biomaterials (New Jersey, USA) au sein duquel j'ai pu effectuer un
stage de 3 mois grace a I'obtention d’une bourse de mobilité. Au cours de ce travail, nous
nous sommes particulierement intéressés aux jonctions intercellulaires sollicitées en 3D a
I'aide de cellules mésenchymateuses humaines associées a une matrice macroporeuse
composée de polysaccharides naturels, le dextrane et le pullulane, matrice développée par
I'Inserm U1148 (Paris).

Le but de cet article a été d’étudier les Pannexines et plus particulierement la Pannexine 1
et la Pannexine 3, leur localisation au niveau cellulaire, leur expression (protéique,
génique) et leur fonction, dans deux modéles de culture, en deux dimensions (2D) et en
trois dimensions (3D).

B. Article 1:

Abstract

Pannexins are a class of chordate channel proteins identified by their similarity to connexins,
the gap junction proteins. The pannexin family consists of three members, Panx1, Panx2, and
Panx3, and the role of these proteins in cellular processes is still under investigation. The roles
of Pannexin large-pore ion and metabolite channels are becoming recognized in many
physiological and pathophysiological scenarios. Using a polysaccharide-based macroporous
matrix, able to increase multicellular interactions and to exhibit an appropriate 3D
microenvironment for stem cells, we investigated the expression of Panx1l and Panx3 in
human bone marrow mesenchymal stem cells (HBMSCs). This study shows that Panx1 is
involved in 3D cell-cell organization of human stem cells and its role was demonstrated by
using Probenecid (PBN) and the mimetic peptide 10panx1, which specifically blocks Panx1
channels. Panx1 is involved in the compaction of the cellular aggregates induced by this 3D
matrix. We show Panx3 gene expression profile could correlate with those of osteoblastic
markers. Taken together, our data suggests that 3D culture of HBMSCs, within
polysaccharide-based macroporous scaffolds, induces Panx1 and Panx3 expression, in relation
to 2D culture.

Keywords

Human bone marrow mesenchymal stem cell; Pannexin 1; Pannexin 3; Osteogenesis; 3D
microenvironment.
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Abstract

Pannexins are a class of chordate channel proteins identified by their similarity to connexins,
the gap junction proteins. The pannexin family consists of three members, Panx1, Panx2, and
Panx3, and the role of these proteins in cellular processes is still under investigation. The roles
of Pannexin large-pore ion and metabolite channels are becoming recognized in many
physiological and pathophysiological scenarios. Using a polysaccharide-based macroporous
matrix, able to increase multicellular interactions and to exhibit an appropriate 3D
microenvironment for stem cells, we investigated the expression of Panx1l and Panx3 in
human bone marrow mesenchymal stem cells (HBMSCs). This study shows that Panx1 is
involved in 3D cell-cell organization of human stem cells and its role was demonstrated by
using Probenecid (PBN) and the mimetic peptide 10panx1, which specifically blocks Panx1
channels. Panx1 is involved in the compaction of the cellular aggregates induced by this 3D
matrix. We show Panx3 gene expression profile could correlate with those of osteoblastic
markers. Taken together, our data suggests that 3D culture of HBMSCs, within
polysaccharide-based macroporous scaffolds, induces Panx1 and Panx3 expression, in relation
to 2D culture.

1. Introduction

The establishment of multicellularity has required the development of novel forms of
communication and interaction, as to allow the monitoring and permit the coordination of a
group of cells. As such, novel structures have independently emerged in order to provide
direct cell-cell communication within tissues, such as gap junctions.

The complex control of cell differentiation and synchronization that occurs during tissue
development is mediated by the intercellular diffusion of signaling molecules through gap
junctions. This exchange process occurs through channels comprising connexin proteins (Cx)
[1] that span the plasma membranes of adjacent cells and facilitate the selective passage of
water-soluble molecules (< 1.2 kDa), such as ions, nucleotides, cellular messengers (e.g.
cAMP and inositol 1,4,5-triphosphate), and secondary metabolites.

In bone tissue, gap junctional intercellular communication proteins are directly associated
with the coordinated development and remodeling of the mineralized matrix components [2,
3]. In this context and with regard to the literature, connexin43 (Cx43) can be found in several
types of bone cells (i.e. chondrocytes, osteoclasts, and osteocytes) and also in mesenchymal
stem cells. Cx43 is most closely associated with the initiation of osteogenesis and bone
formation [4]. The role of Cx43 in osteogenesis and bone formation has been demonstrated in
vitro using 2D culture models of different osteoblastic cell lines [5] and in vivo using
experimental models in mice [6].

Interestingly, another family of membrane proteins named pannexins (Panxs) was recently
described to present similar characteristics of connexins [7]. Three members of this protein
family have currently been described (Panx1, Panx2, and Panx3) [8]. Although the homology
in the amino acid sequence of connexins and pannexins is very low (~16%), these proteins
share a similar membrane topology [7], which includes four transmembrane domains, two
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extracellular loops, a cytoplasmic loop, and intracellular amino and carboxyl termini [9].
Hitherto pannexins have been observed to form only hemichannels in physiological
conditions, which provides an additional mechanism of hemichannel-mediated paracrine or
autocrine signaling processes [10, 11].

Most studies have been obtained with cells cultured on conventional 2D surfaces, and have
provided detailed information regarding their impact on the molecular basis of cell-to-cell
contact. Nonetheless, three-dimensional (3D) cultures may offer a physiologically optimized
environment for cell survival that can favor cell-to-cell interaction and cell functionality, over
a 2D culture system. Indeed, the importance of a 3D environment to cell-cell communication,
in skeletal development, has been established in models using human and mouse cells [12].
The cultivation of human mesenchymal stromal cells (MSCs) in a 3D matrix environment is a
basic prerequisite in order to generate newly formed bone tissue. The 3D environment has
been shown to affect cell morphology, proliferation and the gene expression profile, in
comparison to 2D cultivation [13]. In this sense, scaffolds present favorable physicochemical
cues, and macro and microstructures, providing a relevant 3D microenvironment for the
promotion of cell communication and cell differentiation. Indeed, several studies focusing on
bone tissue engineering have shown the promotion in on bone cell differentiation when using
polysaccharide-based matrices, such as pullulan [14]. These natural polymers hold promise
for the regeneration of damaged tissues, since they are highly permeable and therefore
facilitate the transport of nutrients and metabolites [15]. Indeed, matrices based on the natural
hydrophilic polysaccharides pullulan and dextran have been shown suitable for cell therapy
[16, 17], to induce endothelial cell attachment and sustain vascular cell growth [18], for
culture of MSCs from adipose tissue [19] and more recently, for the co-culture of MSCs, from
bone marrow, and endothelial progenitor cells (EPCs) from umbilical cord blood [20]. In this
study, and following this rational, we focused on the use of these pullulan/dextran matrices in
order to attain a 3D environment, relevant for cell communication studies.

Previous work revealed that Panx1 is expressed in a wide variety of tissues, with high levels
of expression being detected in the heart, skeletal muscle, and testis. Panx1 has also been
detected in osteoblasts [21, 22]. A recent study has shown that Panx1 channels, in concert
with P2X7R, are likely to form a molecular complex that performs the hemichannel function
in osteoblast mechanosignaling via an unidentified pathway, which does not require Cx43
[23]. Moreover, evidence has tightly linked Panxl trafficking and function to the
cytoskeleton, a multi-component network that provides critical structural support,
transportation, and scaffolding functions in all cell types [24]. With regards to its function,
evidence exists to support the role of Panx1 in the control of cellular morphology. Indeed, in
C6 glioma cells it has been shown that an over expression of Panx1 has a flattening effect on
the cells, with an increase of the surface area on the substrate [25]. Additionally, Panx1 over-
expressing C6 cells show a more developed actin cytoskeleton [26], consistent with the report
that Panx1 is a specific binding protein for actin [27].

Concerning Panx3 expression, it was been shown in the skin, cochlea, and in developing hard
tissues such as cartilage and bone [21]. Immunohistochemistry analysis has shown Panx3
expression in bone derived from both endochondral ossification as well as intramembranous
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ossification. Furthermore, others reports have described its expression in the prehypertrophic
zone and in the perichondrium of the growth plate [28]. At cellular level, the expression of
Panx3 is particularly present in osteogenic cells. Panx3 expression is evidenced in
differentiated osteoblasts, able to mineralize their extracellular matrix [29]. Moreover, it has
been shown that the transcription factor Runx2 is a key regulator for Panx3 gene expression
during osteogenesis [28].

In spite of the evidence supporting the key role of Panxs in cell communication and function,
only few studies have examined their implication in human cells [30, 31] and human
physiology or disease [32, 33]. Indeed, no study has focused on the impact of Panxs in the
differentiation of human mesenchymal stromal cells towards the osteoblastic lineage, in a 3D
environment and in view of bone regeneration approach.

Hence, the main goal of this study was to determine the influence of both Panx1 and Panx3 in
a 3D culture system of HBMSCs, in relation to 2D, focusing on their tridimensional
rearrangement and on osteoblastic differentiation mechanism. Here, and by the use of Panx1
inhibitors we reveal new functions of this channels in human stem cells, relevant for bone
tissue engineering applications.

2. Materials and Methods

2.1 Isolation and culture of human bone marrow mesenchymal stem cells

Human Bone Marrow Mesenchymal Stem Cells (HBMSCs) were isolated from human bone
marrow samples, as previously described [20]. Briefly, bone marrow was aspirated from the
femoral diaphysis or iliac bone after obtaining consent from patients undergoing hip
prosthesis surgery after trauma. Here, experiments were performed using 10 individual
different samples of HBMSCs with an average donor age of 66 + 11 years. The study was
approved by the local institutional review board. Cells were separated into a single suspension
by sequential passages through syringes fitted with 16-, 18- or 21-gauge needles. After
centrifugation for 15 min at 800 [] g, the pellet was resuspended in [1-Minimal Essential
Medium ([J-MEM; Invitrogen) supplemented with 10% (v/v) Fetal Calf Serum (FCS; Gibco)
before cell seeding in standard cell culture plates or within the scaffolds.

2.2 Preparation of three-dimensional (3D) macroporous scaffolds

Macroporous scaffolds were produced using a blend of pullulan/dextran 75:25 (pullulan, MW
200,000, Hayashibara Inc; Dextran, MW 500,000, Sigma), prepared by dissolving 9 g of
pullulan and 3 g of dextran into 40 mL of distilled water containing 14 g of NaCl, as
previously described [34]. Chemical cross-linking was carried out using trisodium
trimetaphosphate. Pores were created by a patented gas-foaming technique. Resulting
scaffolds were cut into the desired shape, soaked in PBS, and then washed extensively with a
0.025 % NaCl solution. After freeze-drying, scaffolds were stored at room temperature until
further use. Pore size and pore area were determined using Environmental Scanning Electron
Microscopy and confocal microscopy (FITC-Labeled dextran scaffolds). Water content and
swelling ratio were determined as previously described [34]. Scaffolds with 6 mm diameter, 2
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mm thickness, 20 mm3, porosity 68 + 3 %, and pore size 243 = 14 um were used in this work
[34].

2.3 Cell seeding in 2D cultures or within 3D macroporous scaffolds and cell viability
evaluation

Before cell seeding, dried scaffolds (6 mm in diameter, 2 mm thick) were sterilized by UV
radiation for 30 min. For culture experiments, HBMSCs were cultured during 1 and 4 days in
[1-MEM medium supplemented with 10% (v/v) FCS. HBMSCs were seeded at 15x103
cells/cm? within culture well plates, for the 2D culture, and 4x105 cells/disk within the
scaffolds, for the 3D culture. Cell viability in 2D and in 3D was assessed using the
LIVEDEAD assay (Molecular Probes).

2.4 Cryo-sectioning of the cellularized 3D macroporous scaffolds

At designated time points, cellularized matrices were rinsed four times with PBS (1X pH 7.4)
and then fixed for 30 min with 4% (w/v) PFA at 4°C. The matrices were then included in gel
freeze (Labonord). Sections of 10 um thickness were obtained using a cryostat (Leica CM
1850 UV).

2.5 Pannexin and Connexin43 immunocytochemistry

HBMSCs cultured on 2D or within the 3D matrices, during 4 days, were fixed with 4% (w/v)
paraformaldehyde (PFA), at 4°C for 30 min, and then permeabilized with Triton X 100 at
0.1% (v/v) for 30 min at 4°C. Then, samples were blocked during 1 hour in PBS 1X pH 7.4
(Gibco) containing 1% (w/v) BSA and then incubated with Pannexinl antibody (1/100)
(diluted in PBS 1X pH 7.4 with 0.5% (w/v) BSA, #sc-49695 Santa Cruz), or Pannexin3
antibody (1/100) (diluted in PBS 1X pH 7.4 with 0.5% (w/v) BSA, #433270 Invitrogen), or
Connexin43 (1/250) (diluted in PBS 1X pH 7.4 with 0.5% (w/v) BSA, #MAB3068 Millipore)
overnight at 4°C. Subsequently, cells were washed in PBS 1X pH 7.4 and incubated with
Alexa fluor 488-conjugated anti-goat (1/500) or anti-rabbit (1/500) or anti-mouse (1/500) 1gG
(#A-21222, #A-11070 and #A-21202, respectively; Molecular Probes) for 2 hours at room
temperature. Cells were incubated with the nuclear probe DAPI (4', 6’-diamidino-2-
phenylindole, FluoProbes 5mg/ml, final dilution at 1:5000) for 30 min at room temperature to
label the nucleus and were thereafter observed with a fluorescence microscope (Nikon Eclipse
80i) equipped with a digital camera (Nikon Dxm 1200C).

2.6 Western Blot analysis

Protein extracts we obtained by submitting cells, cultured for 1 and 4 days, in 2D or within the
3D scaffolds, to lysis buffer containing 10 mM Tris-HCI pH 7.7, 2 mM EDTA, 0.15 M NaCl,
1% NP40 and 5 mM pB-mercaptoethanol, for 45 min at 4°C. Samples were cleared by
centrifugation (20 min at 16 000 x g) and the supernatant was assayed for protein
concentration (BCA assay, Thermo Fisher Scientific). Protein extracts (20 pg) were resolved
by sodium dodecylsulfate-polyacrylamide gel electrophoresis (SDS-PAGE, 10% (w/v)
acrylamide) and transferred to a polyvinylidene difluoride membrane (Immobilon P,
Millipore). Membranes were blocked for 1 h in Tris-buffered saline-Tween (TBS-T: 20 mM,
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Tris-HCI, pH 7.4, 150 mM NacCl, 0,05% (v/v) Tween 20) containing 5% FCS. Then, blots
were probed with Connexin43 antibody (1/1000) (diluted in TBS-T pH 7.4 with 5% (w/v)
BSA, #MAB3068 Millipore), or Pannexinl antibody (1/100) (diluted in TBS-T pH 7.4 with
5% (w/v) BSA, #sc-49695 Santa Cruz) or Pannexin3 antibody (1/100) (diluted in TBS-T pH
7.4 with 5% (w/v) BSA, #433270 Invitrogen) or tubulin antibody (1/3000) (diluted in TBS-T
pH 7.4 with 5% (w/v) BSA, #T5168 Sigma), overnight at 4°C. After washing, the secondary
peroxidase-labeled anti-mouse antibody (1/15000) or anti-rabbit antibody (1/1000) or anti-
goat antibody (1/1000) (diluted in TBS-T pH 7.4 with 5% (w/v) BSA, #115-035-146, #111-
035-144 and #705-035-147, respectively; Jackson ImmunoResearch) was applied for 1 h at
room temperature. Detection was performed by chemiluminescence (ECL Plus Western
Blotting Chemiluminescent Substrate, GE Healthcare).

2.7 Quantitative real-time polymerase chain reaction (Q-PCR)

Total RNA was extracted using the RNeasy Total RNA kit (Qiagen), as indicated by the
manufacturer, and 10Jg was used as the template for single-strand cDNA synthesis, using the
Superscript system (Invitrogen). cDNA diluted at a 1:80 ratio was loaded onto a 96-well plate.
Real-time PCR amplification was performed using the SYBR-Green Supermix (Bio-Rad).
Primers of the ubiquitary ribosomic protein PO, ALP, Cbfal/runx2, OCN, Cx43 as described
previously [20] and Panx1 (5’-TTTATGTCCTGCTGGCTCCC-3’; 5’-
TCCCCTGACCACTGCTCTTA-3’), Panx3 (5’-AGTGGCTACCTACCTCCTGA-3” ; 5’-
GTCAGCCTGCATGTGATCAG-3’), calcium  sensing  receptor (CaSR)  (5’-
GACACACACCCATTGTCAAG-3’ ; 5-ATGCATGAGATGCAGAGCAC-3’) and P2X7
(5’-TCTTCCGAGAAACAGGCGAT-3* ; 5-AGTGTCGATGAGGAAGTCGA-3’) were
used at a final concentration of 200 nM. Data were analysed using the iCycler 1Q software
and compared by the AACT method. Q-PCR was performed in triplicate. Results were
expressed relative to gene expression levels on day 1. Data was normalized to PO (ribosomal
protein) MRNA expression for each condition and was quantified relative to Panx1, Panx3,
Cx43, CaSR, P2X7, cbfal/runx2, ALP and OCN gene expression in HBMSCs after 24hrs of
culture in in 2D, which was standardized to 1.

2.8 Pannexinl inhibition by pharmacological inhibitor (Probenecid) and a mimetic
peptide (10panx1)

Pannexinl was inhibited using the pharmacological inhibitor, Probenecid (Sigma) and the
synthetic pannexinl mimetic peptide, 10panxl (WRQAAFVDSY; GeneCust, Dudelange,
Luxembourg), whose dose and specificity was previously described [35, 36]. Cells cultured in
2D or 3D were treated with 200 uM of Probenecid and 200 uM of 10panx1 for 4 days. As the
inhibitors were diluted in DMSO, respective controls were performed in the presence of
vehicle alone.

2.9 Measurement of HBMSCs aggregates size

Analysis of the aggregate area was performed using a Leica MacroFluo microscope with a
Leica Z6 APO 6:1 objective. Digital images of each matrix (n=3) with numerous HBMSCs
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aggregates cultured in control medium, or media containing Panx1 inhibitors, were taken at
x6 magnification and then analyzed, using ImageJ software, to calculate the aggregate area.

2.10 Statistical analysis

Data are represented as the mean £ standard deviation, resulting from independent
experiments. The GraphPad Prism software (GrapPad Inc., San Diego California USA) was
used for the statistical analysis. Concerning aggregates size analysis, the test of Student was
performed in order to compare the mean values between HBMSCs cultured with inhibitors
and control. For the Q-PCR analysis the two modes of analysis of variance (ANOVA) was
performed in order to compare the mean values between groups using the post-hoc Bonferroni
test. Differences were considered significant when p < 0.05 (*), p <0.01 (**) or p <0.001

(***).
3. Results
3.1 Immunolabeling of Panx1, Panx3 and Cx43 in 2D and 3D cultures

As previously showed [20], when HBMSCs are cultured in this polysaccharide-based
macroporous matrix they form cellular aggregates, distributed within the pores of the matrix
(Figure 1, 3D). As means to evaluate the impact of the HBMSCs culture on 3D on the
expression of Panx1 we evaluated its expression by immunocytochemistry after 1 and 4 days
of culture, and compared with cells cultured in 2D (Figure 1 A-D). Panx1l immunostaining
can be detected in both 2D and 3D cultures, at both time points tested (days 1 and 4, Figure 1
A-D). One can observe in higher detail the localization of Panx1 in the cytoplasm of the
HBMSCs in 2D culture (Figure 1 A, C), evidencing specific points on the filipodia of the
cells. When in the 3D conformation, Panx1 immunostaining assumes the form of localized
clusters (Figure 1 B, D).

Immunolabeling of Panx3 was equally detected in both 2D and 3D, at both time points tested
(Figure 1 E-H). Panx3 shows a major nuclear localization in the 2D conformation, with
comparable intensities at both time points (Figure 1 E, G), whereas in the 3D aggregates it is
mainly located in the cytoplasm of cells, with an increased intensity at day 4 (Figure 1 F, H).

Cx43 immunolabeling (Figure 1 1-L) shows a punctuated staining, more evident in the 3D
culture and within the cellular aggregates (Figure 1 J, L). The staining shows higher intensity
in the 3D cultures, at 4 days, as compared to day 1 and 2D cultures (Figure 1 I-L).

3.2 Western Blot analysis of Panx1, Panx3 and Cx43 in 2D and 3D cultures

Western blot analysis (Figure 2 A) confirms the expression of the Panx1l in 2D and 3D
cultures. Panx1 resolves with two distinct bands at 41 and 48 kDa. These two bands have
been previously shown to be the result of glycosylation of the protein [37, 38]. Quantitative
analysis revealed that its expression (Figure 2, Al and B) is significantly higher in 3D culture,
compared to the 2D culture, at both time points. Panx3 was detected with a band at 45 kDa
and shows a significant increase, at day 4, for the 3D culture when compared with 2D (Figure
2, A2 and C). Regarding Cx43 protein expression one can observe that it resolved with a band
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at 43 kDa, consistent with previous reports [5]. Expression levels were shown to significantly
increase, at day 4, when cells where cultured in 3D, in comparison with 2D cultures (Figure 2,
A3 and D).

3.3 Role of Panx1 on cellular aggregate formation, in 2D and 3D cultures of HBMSCs

To assess the exact function of Panxl, HBMSCs were cultured in the presence of two
specifics inhibitor of Panx1, the Probenecid (PBN) at 200 uM [36] and a mimetic peptide
(10panx1) at 200 uM [36]. PBN is a pharmacologic specific gap junctional inhibitor that
directly blocks Panx1 channel, whereas 10panx1 is mimetic peptide for Panx1. Besides being
a Panx1 antagonist, probenecid has recently been shown to block human P2X7 receptor-
induced dye uptake, via a Panxl independent mechanism [36]. Concerning the peptide,
10panx1 has failed to inhibit ATP-dye uptake into human monocytes [36].

At a first step we evaluated cell viability upon exposure to the two inhibitors, at the described
conditions. 2D cultures of HBMSCs in the presence of the inhibitors, or with the vehicle
alone, show no signs of compromised viability (days 1 and 4 for Figures 3 A, E, | and C, G,
K, respectively). Similarly, in 3D, the inhibitors had no detrimental effect on cell viability or
on the capacity to form cell aggregates (days 1 and 4 for Figures 3 B, F, J and D, H, L,
respectively).

The macroscopic evaluation of the 3D cultured HBMSCs aggregates exposed to the inhibitors
revealed an increase in size, compared to cells treated with vehicle alone. Following this
observation we then quantified their size using imaging analysis, by measuring the surface of
the aggregates, at 24 h, and normalizing this value to HBMSCs aggregates cultured in control
medium, prior to any significant proliferation within the 3D matrix. HBMSC aggregates
cultured with the control medium (100 £ 15.85 a.u) (Figure 4 A, D) were significantly smaller
than those observed in HBMSCs cultured with the medium containing PBN (136.6 = 26.57
a.u) (Figure 4 B, D) or the mimetic peptide 10panx1 (132.5 £+ 20.13 a.u) (Figure 4 C, D).
Using both inhibitors of Panx1 led to a increased size of the aggregates (>30%) in comparison
with the vehicle alone.

3.4 The junctional protein expression in 2D and 3D culture

To investigate the effect of Panxl inhibitors (PBN and 10panxl1) on the gene expression
levels of Panx1, Panx3, Cx43 and P2X7, gPCR was performed in HBMSCs after 4 days of
culture, in 2D and 3D, when exposed to the mentioned inhibitors (Figure 5 A-D). In the
absence of the inhibitors, we show that the 3D culture of HBMSCs leads to the up regulation
of Panx1 at 1 and 4 days (Figure 5A), Panx3 at day 4 (Figure 5B) and Cx43 at day 4 (Figure
5C).

The treatment with the two inhibitors of Panx1, do not interfere with the gene expression of
Panx1 or Panx3, in 3D conditions (Figure 5 A, B). Nonetheless, in 2D conditions both
inhibitors showed to decrease the gene expression levels of panxl, after 4 days of culture
(Figure 5 A). Cx43 gene expression was significantly up regulated (5-fold increase) upon
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treatment with Panx1 mimetic peptide (i.e. 10panx1) but not by BPN, after 4 days of 3D
cultures (Figure 5 C).

Due to the described regulatory cross talk between Panx1 and P2X7 receptors [39] [35], we
study the expression profiles of this gene in the described culture conditions. As for Panx1
and Panx3, P2X7 mRNA levels show an up regulation, at day 4, (3-fold increase) when in 3D,
as compared to 2D cultures (Figure 5 D). Additionally, the treatment with the two Panx1
inhibitors, PBN or 10panx1, had no significant effect on relative expression of the P2X7 gene
expression.

3.5 Role of Panx1 on osteoblastic differentiation of HBMSCs, in 2D and 3D cultures

In order to establish the influence of panx1 in the osteoblastic differentiation of HBMSCs, we
evaluated the expression of the bone markers, i.e. ALP, CaSR, cbfal/runx2 and OCN, by
gPCR, in 2D and 3D conditions, at 1 and 4 days and in the presence of Panx1 specific
inhibitors (PBN and 10panx1; Figure 6 A-D).

In absence of the inhibitors, and as expected, the culture after 4 days in 3D conditions, led to
an increased gene expression of ALP (>2-fold), CaSR (>3 fold), cbfal/runx2 (>2-fold) and
OCN (>2-fold) (Figure 6A, B, C and D, respectively).

Both Panx1 inhibitors only impacted in ALP gene expression, in 2D cultures at day 4, where a
significant gene expression decrease can be observed (>2-fold, Figure 6A).

4. Discussion

Here, and in order to attain a relevant 3D cell culture system, we used a macroporous
hydrophilic matrix, composed of the natural polysaccharides pullulan and dextran, previously
shown to be applicable in cell therapy [17]. Pullulan and dextran are hydrophilic, and their
biochemical similarity with the ECM is the rationale for their use as scaffolds [40]. This 3D
structure was prepared by cross-linking the biopolymers in the absence of organic solvents. A
cross-linking process carried out in aqueous conditions provided a simple method of obtaining
a polysaccharide-based scaffold [41]. In this work, the matrices exhibited an interconnected
porosity of 68 + 3 % and pore sizes of 243 + 14 um [34]. These structure properties have
shown to improve the cellular interactions between the resident cells through Cx43 activity
[20].

Indeed, when cultured within these matrices, HBMCs shows increased expression of Cx43,
when compared with 2D culture. Among the connexin gap junction proteins, Cx43 is the
predominant connexin in osteoblasts [42-45], and its direct implication in osteoblast
differentiation and mineralization was previously demonstrated [2, 3, 46, 47]. In vivo, Cx43
knockout mice showed cranial abnormalities and delayed ossification, whereas axial and
appendicular elements were normal at birth [2]. Additionally, mice bearing conditional Cx43
deletion in osteoblasts displayed a normal appearance at birth but developed a low bone
density osteopenia phenotype with age [46].

113



In an attempt to further understand the impact of other channels in the 3D complex
communication of MSCs, we broaden the spectrum to other channel structures. Since its
discovery 10 years ago, the pannexin family has received increasing attention, as it represents
a unique class of channel proteins with diverse role in cellular functionality. To date, the
majority of work has focused on Panx1 [26, 48], and only recently more detailed studies
begun to explore the role of Panx2 [49, 50] and Panx3 [29, 51-54]. Indeed, in osteoblastic
cells and other bone cell types several types of channels, permeable to molecules as large as 1
kDa, have been described [55]. Besides Cx43, other example is the channel formed by Panx1
coupled with P2X7 receptor. In terms of function, the association of Panx1 with P2X7R has
shown to induce ATP permeabilization [35, 56]. Additionally, the permeability of the formed
channels shown similarities to gap junctions channels [57, 58]. Besides Panx1, a number of
reports have shown that Panx3 plays a role in the differentiation of osteoblastic cell types,
such as murine calvaria-derived osteoblast MC3T3-E1 [59], and on murine or human cells
lines [21, 29, 51, 60]. Hence, Panx3 may be one of the key pannexins in osteoblastic
differentiation. However, the role of both Panxl and Panx3 was not yet determined,
particularly in primary cultures of human stem cells, in view of bone repair.

In that sense, here, we first demonstrated the expression of Panx1 and Panx3 (protein and
MRNA) in human bone marrow mesenchymal stem cells (HBMSCs). Again, and consistent
with the expression of Cx43, Panx1, Panx3 and P2X7 expression was shown to be induced
when HBMSCs were cultured in 3D, even in the initial stages of culture for the first one.

Interplay between pannexins and Cx43 was already described. Indeed, Panx3 overexpression
in differentiated C2C12 cells promoted Cx43 expression, whereas the suppression of
endogenous Panx3, using specific ShRNA, inhibited Cx43 expression [29], suggesting that
Panx3 and Cx43 may play distinct roles in osteogenic differentiation and implying a
regulation between both channels.

Multi-directional cell-cell connections are particularly relevant for cells in an aggregate
configuration. In addition, cluster configurations have implications in the cell-cell connection
numbers and cadherin-mediated binding, both of which have been shown to play important
roles in stem cell fate decision [61, 62]. While over confluent adherent cultures can also be
dominated by cell-cell interactions, the switch from cell-matrix to cell-cell dominated
interactions may hinder data interpretation and alter differentiation kinetics.

In view of understanding the impact of pannexins in tridimensional cell arrangement we
exposed the cultures, at an initial stage, to two specific inhibitors shown to block Panxl
function. Indeed, upon exposure to probenicid (PBN) or 10panx1, known to specifically block
Panx1 channels [63, 64] and P2X7 (by PBN) [36], we show that one of the roles of Panx1 is
related to the compaction of the multicellular aggregates of HBMSCs. This role is consistent
to what previously described in glioma cell lines where the same effect was described [26].
However this is the first report regarding primary mesenchymal stem cells. These events were
associated with an increase of expression in Panxl into cellular aggregates, although the
specific function of Panx1 in aggregate formation and actomyosin cytoskeleton regulation by
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ATP remains unknown. Unfortunately, inhibitors to Panx3 are not available, hindering a
further mechanism assessment of this molecule.

In a previous study, it has been shown that, rather than increasing cell proliferation, 3D
culture conditions could alter cytoskeletal tension of MSCs, compared to 2D, leading to an
osteogenic-specific lineage commitment [65]. Several studies have demonstrated the
osteogenic/chondrogenic differentiation capacity, in vitro and in vivo, of MSCs cultured on
3D conditions, under specific differentiation culture medium/conditions [66, 67]. However,
the implication of Panx1 or Panx3 on this differentiation process was not yet assessed. As
such we focused on the evaluation of panx1, panx3, Cx43 and P2X7 during 3D differentiation
of HBMSCs. Also, and due to the lack of specific inhibitors for panx3, as mentioned before,
we focused on the use of Panxl inhibitors and on their impact on HBMSCs osteoblastic
differentiation in 3D.

Quantitative analysis performed by gPCR revealed an increased expression of the tested bone-
specific markers (i.e. ALP, Cbfal, OCN and CaSR) when cells were cultured in 3D
conditions, showing the importance of an tridimensional conformation as a driving force
towards the differentiation in the osteoblastic lineage. The use of inhibitors to panx1, PBN or
the mimetic peptide 10panx1, shown to interfere with the size of cellular aggregates in 3D,
suggests that Panxl is not involved in the differentiation process of MSCs into the
osteoblastic lineage. However, the up regulation of Cx43 observed in HBMSCs cultured in
3D in the presence of 10panx1, can probably compensate an eventual inhibitory effect of this
specific inhibitor. Cx43 is known to be involved in the osteoblastic differentiation of MSCs
[20, 68, 69] and its up regulation might stimulate the expression of the bone-specific markers,
and therefore compensating any effect drawn by 10panx1.

The expression of bone markers exhibited the same kinetics of gene expression of those of
Panx3 and P2X7 in HBMSCs, when cultured in 3D. However, the exact function played by
Panx3 in the differentiation process of HBMSCs in 3D cultures remains unknown.

Taken together, our data indicate that Panx1 and Panx3, probably in conjunction with Cx43,
may act on human mesenchymal stem cells cultured in a 3D microenvironment, by improving
cellular communication within dense cellular aggregates, and then on osteoblastic
differentiation. Our future studies will focus on the signaling pathways involved in interaction
between Panx1 and actomyosin cytoskeleton in HBMSCs aggregates that might be interfere
with bone cell differentiation. Additionally, the use of specific inhibitors to Panx3 will permit
to identify the role of this pannexin in the intricated cell communication process. This study
will open new avenues in the establishment of novel conditions to achieve an osteoblastic
lineage commitment by multipotent MSCs without the addition of external stimuli (i.e.
differentiation medium).
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Figures and Legends
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Figure 1. HBMSC immunolabeling for Panx1, Panx3 and Cx43.

(A-D) Panx1l immunolabeling after 1 (D1) and 4 days (D4), of 2D and 3D cultures. (E-H)
Panx3 immunolabeling after 1 (D1) and 4 days (D4), of 2D and 3D cultures. (I-L) Cx43
immunolabeling after 1 (D1) and 4 days (D4), of 2D and 3D cultures. In all cases the primary
antibody was detected with Alexa 488- conjugated 1gG (in green) and nuclei stained by DAPI
(blue).
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Figure 2. Panx1, Panx3 and Cx43 protein expression evaluation in HBMSCs.

(A) HBMSC:s cells were cultured under 2D or 3D conditions during 1 or 4 days. Panx1 (Al),
Panx3 (A2) and Cx43 (A3) protein expression levels were evaluated by Western blot, using
Tubulin (A4) as endogenous control. Relative quantification of Panx1 (B), Panx3 (C) and
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Cx43 (D) proteins, relative to Tubulin protein content. Three independent experiments were
performed. Symbols *, ** and ***, indicate a significant difference with p <0.05, p <0.01 and
p <0.001, respectively. White columns, 2D culture; black columns, 3D culture.
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Figure 3. HBMSCs viability assessment upon treatment with PBN and 10panx1.

(A-L) Fluorescence microscopic images of HBMSCs in 2D or 3D cultures after 1 (D1) and 4
days (D4), stained with Live/Dead assay. Viable cells are labeled with calcein (green) and
non-viable cells are labeled with ethidium (red). (A-D) Control HBMSCs. (E-F) HBMSCs
cultured in medium with PBN (200 uM). (G-J) HBMSCs cultured in medium with 10panx1
(200 puM).
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Figure 4. HBMSCs aggregates compaction: effect of Panx1 inhibitors.
Bright field macroscopic images of 3D polysaccharide-based matrices, 24 hrs after seeding
with HBMSCs and exposed to vehicle alone (A), probenicid (200 uM, B) or 10panx1 (200
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UM, C). Evaluation of HBMSCs aggregate area in control medium, in medium with PBN
(200 pM) and in medium with 10panx1 (200 uM) after 1 day of culture. Data is standardized
relative to aggregate surface of HBMSCs cultured in control medium. Three independent
experiments were performed. Symbol *** indicates a significant difference with p <0.001.
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Figure 5. Quantitative analysis of Panxl, Panx3, Cx43 and P2X7 in HBMSCs: effect of
Panx1 inhibitors.

Quantitative gene expression of Panx1 (A), Panx3 (B), Cx43 (C) and P2X7 (D) in 2D and 3D
culture treated or not with Panxl inhibitors during 1 (D1) or 4 days (D4). Data are
standardized to expression of each gene obtained after D1, relative to expression of
housekeeping gene. Three independent experiments were performed. Symbols *, ** and ***,
indicate a significant difference with p <0.05, p <0.01 and p <0.001, respectively.
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Figure 6. Relative gene expression analysis of bone specific expression in HBMSCs:
effect of Panx1 inhibitors.

Relative gene expression of ALP (A), CaSR (B), Cbfal (C) and OCN (D) in 2D and 3D
cultures, treated or not with Panx1 inhibitors for 1 (D1) and 4 days (D4). Data is normalized
to the gene expression of each gene at dayl and relative to expression of housekeeping gene.
Three independent experiments were performed. Symbols *, ** and ***, indicate a significant
difference with p <0.05, p <0.01 and p <0.001, respectively.

C. Conclusions
Les principaux résultats issus de cet article sont les suivants :

Alors que les MSCs forment une monocouche cellulaire en 2D, ces mémes cellules
s’organisent trés rapidement sous forme d’agrégats cellulaires en 3D. Cette conformation en
sphéroides a pour conséquence de stimuler les interactions cellulaires et I'établissement de
jonctions intercellulaires. Parmi ces jonctions nous nous sommes plus particulierement
intéressés aux Connexines 43 et aux Pannexines 1 et 3.

Il n’a pas été possible de déterminer de facon précise le réle de la Pannexine 3, en
particulier sur la différenciation des cellules mésenchymateuses de moelle osseuse de par
I’'absence d’inhibiteur spécifique de cette Pannexine. Nous nous dirigeons vers |'utilisation
de siRNA pour inhiber cette protéine de jonction.
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La Pannexine 1 semble quant a elle agir sur I'agrégation des cellules sous forme de
sphéroides, bien qu’il n’ait pas été possible de définir les voies de signalisation
intracellulaires sollicitées par la Pannexine 1. Il semble néanmoins que cette protéine puisse
agir au niveau des protéines du cytosquelette et du réseau d’actine.

Un élément important concerne les activités couplées entre la Connexine 43 et la
Pannexine 1. L'expression de la Connexine 43 est également favorisée par un environnement
3D et son expression semble étre régulée par la Pannexine 1.

Le dernier point porte sur la différenciation des cellules mésenchymateuses en 3D.
Les marqueurs précoces et tardifs sont régulés positivement dans une matrice
tridimensionnelle. Cette stimulation pourrait résulter des interactions cellule-cellule et de
I"augmentation de I'expression des Connexines 43, connues pour favoriser la différenciation
ostéoblastique.

Il. Interactions cellulaires entre les cellules mésenchymateuses
de la moelle osseuse et des progéniteurs endothéliaux au sein
d’une matrice tridimensionnelle de polysaccharides

A. Introduction

L'ingénierie tissulaire consiste a associer des cellules « réparatrices » a un biomatériau
capable de véhiculer et de délivrer ces cellules au niveau du site lésé afin d’initier un
processus de réparation tissulaire (50).

Comme nous l'avons décrit dans lI'introduction, les échecs rencontrés lors de la régénération
osseuse guidée par les biomatériaux sont en partie liés a un défaut de vascularisation de ces
implants. L'une des stratégies pouvant étre mise en place afin de pallier ce probléme est la
pré-vascularisation des biomatériaux in vitro, avant implantation. Cette technique consiste a
associer des cellules endothéliales progénitrices ou matures avec des ostéoprogéniteurs. Des
études in vitro ont montré que les matrices utilisées dans ce travail permettaient la culture
de cellules endothéliales (229). Enfin, des études in vivo chez le petit animal démontrent que
ces matrices permettent la formation d’un néo-tissu vasculaire (230).

Le deuxieme article est consacré a I'étude de la communication entre des cellules
mésenchymateuses humaines issues de la moelle osseuse et des cellules progénitrices
endothéliales issues de sang de cordon ombilical. Cette étude a porté sur le role des
jonctions communicantes de type GAP et plus particulierement sur la fonction de la
Connexine 43 dans un modéle de culture en 3D au sein de la matrice macroporeuse de
pullulane et de dextrane. Sa fonction sur la différenciation des MSCs en co-culture 3D avec
les cellules progénitrices endothéliales a été plus particulierement étudiée a I'aide d’un
peptide mimétique de la Connexine 43.
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B. Article 2 :

Abstract

Several studies have reported the benefits of mesenchymal stem cells (MSCs) for bone tissue
engineering. However, vascularization remains one of the main obstacles that must be
overcome to reconstruct large bone defects. In vitro prevascularization of the three-
dimensional (3-D) constructs using co-cultures of human progenitor-derived endothelial cells
(PDECs) with human bone marrow mesenchymal stem cells (HBMSCs) appeared as a
potential strategy. However, the crosstalk between the two lineages has been studied in two-
dimensional (2-D), but remains unknown in 3-D. The aim of this study is to investigate the
cell interactions between PDECs and HBMSCs in a porous matrix composed of
polysaccharides. This biodegradable scaffold promotes cell interactions by inducing
multicellular aggregates composed of HBMSCs surrounded by PDECs. Cell aggregation
contributes to the formation of junctional proteins composed of Connexin43 (Cx43) and VE-
cadherin, and an activation of osteoblastic differentiation of HBMSCs stimulated by the
presence of PDECs. Inhibition of Cx43 by mimetic peptide 43GAP27 induced a decrease in
MRNA levels of Cx43 and all the bone-specific markers. Finally, subcutaneous implantations
for 3 and 8 weeks in NOG mice revealed an increase in osteoid formation with the tissue-
engineered constructs seeded with HBMSCs/PDECs compared with those loaded with
HBMSCs alone. Taking together, these results demonstrate that this 3-D microenvironment
favored cell communication, osteogenesis and bone formation.

Keywords

Mesenchymal stem cells; Endothelial cells; Differentiation; Tissue Regeneration; Co-culture.
1. Introduction

Stem cells are used for regenerative medicine in a wide variety of disease states. In the field
of bone tissue engineering, the potential of human mesenchymal stem cells (MSCs) has led to
a large number of in vitro and preclinical studies based upon their capacity to differentiate
into multiple cell types under biochemical stimuli or combined with three-dimensional (3-D)
matrices or biomaterials as cell carriers. However, vascularization remains one of the main
hurdles that must be overcome to reconstruct large bone defects, even with the help of
biomaterials and autologous stem cells [1] and [2]. Insufficient vascularization after
implantation of tissue-engineered constructs with MSCs leads to nutrient limitations, which
then turn into cell death in the constructs [3] and [4]. Several strategies for improving the
vascularization of tissue-engineered constructs have been studied extensively in recent years
[5], [6] and [7]. Among them, in vitro prevascularization of the 3-D tissue constructs using
co-cultures of vascular endothelial cells (ECs) with bone-forming cells or MSCs has received
much attention [8] and [9]. In vitro studies have shown that these co-cultures contribute to the
formation of a vascular network organized mostly into tube-like structures as well as to an
increase in osteogenesis [10], [11], [12] and [13]. In vivo, implantation of these tissue-
engineered constructs leads to the formation of an osteoid tissue exhibiting numerous vessels
[14], [15] and [16], but the exact mechanism underlying the increase in bone formation and
new tissue vascularization remains largely unknown. This gives rise to the hypothesis that co-
culture of bone-forming osteoblasts (OBs) and ECs (or their progenitors) into a scaffold holds
great promise in regenerative medicine [17]. This also means that bone vascular ECs
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contribute to the intricate communication pathways that are operative in bone and that link
different cell types through diffusible signaling molecules, as well as through cell contact-
mediated mechanisms.

Among the modes of cell-to-cell communication, direct contacts between cells can be
initiated on two-dimensional (2-D) surfaces [18] by spheroid co-culture systems [19] and
within a 3-D scaffold designed for promoting cell interactions [20]. Two-dimensional studies
have provided detailed data concerning the molecular basis of cell-to-cell contacts and
knowledge of the cellular events governing the differentiation of OBs that are in contact with
ECs [21]. In 3-D matrices, a number of studies using co-cultures of two lineages have been
published, with cell lines from different sources (human and murine), including differentiated
cells mixed with undifferentiated cells (MSCs or progenitors). Among the cell culture models
used to develop these hybrid constructs, human umbilical vein endothelial cells (HUVEC)
[22], human outgrowth endothelial cells (OEC) [23], human microcapillary endothelial cells
[24] and endothelial progenitor cells from cord blood have been used for co-cultures with
human bone-derived cells [25], osteoblast-like MG63 cells [26], primary human osteoblast
cells [27], human osteoprogenitor cells from bone marrow [28], MSCs from adipose tissue
[29] or bone marrow [30]. However, combining differentiated cells with undifferentiated cells
arising from different sources (mouse, human) in co-culture assay does not mimic the
physiological situation that occurs in a clinical situation of bone repair. In this context, human
MSCs from bone marrow provide several advantages, such as the potential to differentiate
into OBs and to support the new vascularization process by release of pro-angiogenic factors
[31]. However, the vascularization process can be actively supported by human endothelial
progenitor cells arising from peripheral blood or cord blood [32].

Numerous actors involved in the crosstalk between endothelial and osteoblastic lineages have
been identified using mainly 2-D co-culture assays. At least two cell signaling pathways have
been described that could explain the reciprocal activities on both cell types described above:
(1) signals that are allowed to diffuse freely in the extracellular environment and interact with
the target cells through specific receptors, and (ii) signals that freely diffuse from the
cytoplasm of one cell to that of another via gap junctions, which directly link the cytoplasm of
adjacent cells [33]. However, there is a lack of systemic studies evaluating the mode of cell
communication in a 3-D scaffold, which could support bone tissue engineering Recently, the
osteoinductivity of calcium phosphate as scaffolds, mediated by Connexin 43 (Cx43) has
been demonstrated [34]. The authors showed that the scaffold had increased Cx43 expression
and gap junction formation, which altered cell differentiation of dental pulp cells.

In this context and with regard to the literature, Cx43 mediated gap junctions are well known
to play an important role in bone tissue formation [35]. Cx43 is most closely associated with
the initiation of osteogenesis and bone formation. The role of Cx43 in osteogenesis and bone
formation has been demonstrated in vitro using 2-D culture models of different osteoblastic
cell lines [18] and in vivo using experimental models in mice [36]. In vitro, the present
authors’ previous results provide evidence of the function of endothelial cell interactions via
gap junctional communication for the development of bone-forming cells [18], [21] and [37].
In these experiments, the cell coupling and the functionality of the gap junctions were
evidenced using specific inhibitors to Cx43 or gap junctions.

With regard to knowledge on the cell-to-cell communication [17], one of the objectives of this
study will be to clarify the role of intercommunication between ECs and MSCs in an
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appropriate scaffold able to favor cell interactions. This crosstalk could be critical to the
coordinated cell behavior necessary for bone development, vascularization and remodeling.

To address this issue and to mimic a relevant 3-D microenvironment, biomaterials are needed
to create favorable physicochemical macro- and microstructures for promoting cell interplay
and cell differentiation. Among the scaffolds used for bone tissue engineering, besides the
calcium phosphate-based matrices, polymers with high hydrophilic properties appear suitable
for mimicking the aqueous in vivo environment [38]. They have great design flexibility,
owing to their composition, and their structure can be tailored to a specific need [39]. Several
studies on bone tissue engineering using polysaccharides such as alginate, carrageenan,
chitosan, pullulan or cellulose [40], [41], [42], [43], [44] and [45] are in progress. These
natural polymers hold promise for healing and regenerating damaged tissues, since they are
highly permeable and facilitate the transport of nutrients and metabolites [46]. Here, a
macroporous matrix was used, composed of the natural hydrophilic polysaccharides pullulan
and dextran, which have already been used in cell therapy [47] and [48]. Their suitability has
been proved for vascular cell growth [49] and for culturing MSCs from adipose tissue [50].
The matrix is highly flexible for numerous tissue engineering applications, in which variable
macroporosity and/or composition are required [51].

This study investigates: (i) the cellular network induced within the polysaccharide-based
scaffold by the co-cultures of human bone marrow stromal cells (HBMSCs) from bone
marrow and human progenitor-derived endothelial cells (PDECS) isolated from cord blood;
(if) the cell interactions occurring between the two cell types in the 3-D scaffold that
contribute to an increase in osteogenesis; (iii) the role of Cx43 in the 3-D crosstalk between
human MSCs and human endothelial progenitor cells; (iv) the fate of the tissue-engineered
constructs after subcutaneous implantation in NOG mice. Enhancing understanding of the cell
interactions between HBMSC-PDEC co-cultures in 3-D is an important step towards
developing a scaffold that supports bone growth and vasculature formation.

2. Materials and methods
2.1. Preparation of 3-D macroporous scaffolds

Macroporous scaffolds (6 mm in diameter, 2 mm thick, 20 mm3) were synthesized using a
blend of pullulan/dextran 75:25 (pullulan, MW 200,000; Hayashibara Inc; dextran, MW
500,000; Sigma), prepared by dissolving 9 g of pullulan and 3 g of dextran in 40 ml of
distilled water containing 14 g of NaCl, as previously described [52] and [53]. Chemical
cross-linking was carried out using trisodium trimetaphosphate. Pores were created by a
patented gas-foaming technique. The resulting scaffolds were cut into the desired shape,
soaked in phosphate buffered saline (PBS) and then washed extensively with a 0.025% NacCl
solution. After freeze-drying, scaffolds were stored at room temperature until use. The
scaffolds described above were used for cell seeding. Regarding their characterization, pore
size and pore area (by environmental scanning electron microscopy, and from confocal data
using FITC-labeled dextran scaffolds), water content and swelling ratio were previously
described by Autissier et al. [52]. One particular type of scaffold was used in this work (6 mm
diameter, 2 mm thick, 20 mm3; porosity 37%, and average pore size ~150 pum).

2.2. Isolation and culture of HBMSCs
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HBMSCs were isolated from human bone marrow according to methods described previously
[54]. Bone marrow was aspirated from the femoral diaphysis or iliac bone after obtaining
consent from patients undergoing hip prosthesis surgery after trauma. Here, experiments were
performed using 10 different samples of HBMSCs, with an average age of donors of 66 + 11
years. The study was approved by the local institutional review board. Cells were separated
into a single suspension by sequential passages through syringes fitted with 16-, 18- or 21-
gauge needles. After centrifugation for 15 min at 800g, the pellet was resuspended with a-
Minimal Essential Medium (a-MEM; Invitrogen) supplemented with 10% (v/v) fetal calf
serum (FCS). The cells were plated into 75 cm2 cell culture flasks (Falcon) at a density of 5 x
105 cells cm—2 and grew in a humidified atmosphere of 95% air, 5% CO2 at 37 °C.

2.3. Isolation and culture of PDECs

PDECs were obtained according to methods described previously [55]. In brief, mononuclear
cells (MNC) were isolated from 45 ml buffy coat obtained from human umbilical cord blood
from healthy donors. The age of the donors for PDECs was between 20 and 35 years. After
dilution with PBS, 2% (v/v) FCS and 2 mM ethylene diamine tetraacetic acid (EDTA) and
density gradient centrifugation in 1.077 g ml—1 Histopaque® solution (Sigma—Aldrich), the
cell suspension was washed several times with PBS and cultured in endothelial cell growth
medium-2 (EGM-2; Lonza-Verviers, France) with supplements from the kit and 5% (v/v)
FCS (GIBCO Life Technologies, Karlsruhe, Germany), on collagen-coated 12-well plates
(collagen type I; Rat Tail, BD Biosciences). A total of 107 cells well—1 were seeded on a 24-
well culture plate. At day 4, non-adherent cells were removed from the MNC cultures. The
cells were fed with fresh medium every other day. Colonies with cobblestone-like
morphology appearing after 2-3 weeks in culture were selected. The cells were harvested
from the dishes using 0.25% (w/v) trypsin-EDTA (GIBCO) and were subcultured into fresh
collagen-coated dishes. The cells were expanded over several passages, using standard cell
culture procedures according to their morphology and endothelial phenotype.

2.4. Cell seeding within 3-D macroporous scaffold

Before cell seeding, dried scaffolds (6 mm in diameter, 2 mm thick) were submitted to UV
radiation for 30 min. For co-culture experiments, HBMSCs and PDECs were co-cultured at a
1:1 ratio for 1, 3, 9 and 12 days in the co-culture medium o-MEM and EGM-2 MV at a ratio
1:1 (v/v). The two cell types were seeded at 4 x 105 cells/disk for phenotypic analysis or at 2
x 105, respectively: 2 x 105 cells for proliferation assays per disk of matrices. Mono-cultures
of HBMSCs seeded at the same cellular density as described above were used as control and
were performed in the same co-culture medium. The cell viability within these matrices was
demonstrated using the LIVEDEAD® assay [56]. For time-lapse video microscopy, HBMSCs
and PDECs were co-cultured at a 1:1 and 1:4 ratio for 24 h.

2.5. Lentiviral transduction

A lentiviral vector was constructed to contain the TdTomato protein gene [57] under the
control of the phosphoglycerate kinase promoter. For viral transduction, 2 x 105 freshly
trypsinized PDECs were mixed with 6 x 106 viral particles (multiplicity of infection (MOI) =
30). After 24 h in culture, virus-containing medium was replaced with fresh medium, and the
cells were allowed to grow. Medium was changed every day for 2 days. Expression of
TdTomato was observed under a fluorescent microscope (Zeiss Axiovert 25 CFL microscope;
Zeiss, Oberkochen, Germany), with excitation and emission of 554 nm and 581 nm,
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respectively. A second lentiviral vector contained the green fluorescent protein (GFP) gene
under the control of the modified myeloid proliferative sarcoma virus promoter (MND), a
synthetic promoter with the U3 region of a modified MoMuLV LTR with myeloproliferative
sarcoma virus enhancer. For viral transduction, 2 x 105 freshly trypsinized HBMSCs were
mixed with 6 x 106 viral particles (MOI = 30). After 24 h in culture, virus-containing medium
was replaced by fresh medium, and cells were allowed to grow. Medium was changed every
day for 2 days. Expression of GFP was observed under a fluorescent microscope (Zeiss
Axiovert 25 CFL microscope; Zeiss, Oberkochen, Germany), with excitation and emission of
489 nm and 535 nm, respectively.

2.6. Flow cytometry

HBMSCs and PDECs expressing or not expressing GFP and TdTomato, respectively, were
trypsinized, washed with PBS and incubated with antibodies against CD105, CD90, CD73,
CD34 and CD45 (BD Biosciences, San Jose, CA) for 1 h at room temperature in PBS
supplemented with 1% (w/v) bovine serum albumin (BSA), then with FITC-conjugated
secondary antibodies to mouse (Invitrogen, USA). Two controls were performed, one assay
with cells without the primary antibodies, but incubated with the FITC-conjugated secondary
antibodies, and the second with cells alone. Assays were analyzed with an Accuri C6 flow
cytometer (BD Biosciences, USA).

2.7. Time lapse video-microscopy

Video-microscopy experiments were done on an inverted Leica DMI 6000 microscope (Leica
Microsystems, Wetzlar, Germany) equipped with a Quantem camera (Roper Scientific, Evry,
France). Labeled cells seeded into the porous scaffolds were deposited 30 min later in a
specific chamber set on a thermostable plate under the microscope at a constant temperature
of 37 °C and constant CO2 flux (10 1 min—1). The lens used was a HC PL APO CS 20X dry
0.7 NA. Time-lapse images were recorded every 5 min during the first hour, and their
migration was monitored every 10 min during the 24 h of the experiment in a humidified
atmosphere containing 5% (v/v) CO2 at 37 °C. The resulting film was reconstructed using the
LAS-AF (Leica Advanced Suite-Advanced Fluorescence) software. The time course of the
formation of cellular aggregates within the matrix was measured by the extent of the total cell
surface in pixels2, using the Image J software on the same plan of the Z-stack. A
representation of surface occupied by the labeled cells, as a function of time was normalized
to 100%, corresponding to the cell surface area at the beginning of the culture, and then
studied during the first 24 h of culture, for HBMSCs—-PDECs grown in co-culture with two
different ratios of co-cultured cells, 1:1 and 1:4, as well as a monoculture of HBMSC:s.

2.8. Quantitative real-time polymerase chain reaction (QPCR)

Total RNA was extracted using the RNeasy Total RNA kit (Qiagen), and 1 pg was used as the
template for single-strand cDNA synthesis by means of the Superscript preamplification
system (Gibco) in a 20 pl final volume containing 20 mM Tris—HCI, pH 8.4, 50 mM KClI, 2.5
mM MgCI2, 0.1 mg ml-1 BSA, 10 mM DTT, 0.5 mM of each dATP, dCTP, dGTP and
dTTP, 0.5 mg oligo(dT)12-18 and 200 U reverse transcriptase. After incubation at 42 °C for
50 min, the reaction was stopped at 70 °C for 15 min. cDNA (5 ml) diluted at a 1:80 ratio was
loaded onto a 96-well plate. Real-time PCR amplification was performed with SYBR-Green
Supermix (2 x iQ 50 mM KCI, 20 mM Tris—HCI, pH 8.4, 0.2 mM each dNTP, 25 U ml-1
iTag DNA polymerase, 3 mM MgCI2, SYBR Green | and 10 nM fluorescein), stabilized in

130



RESULTATS — Il. Interactions cellulaires entre les cellules mésenchymateuses de la moelle osseuse et
des progéniteurs endothéliaux au sein d’'une matrice tridimensionnelle de polysaccharides

sterile distilled water. Primers of ubiquitary ribosomic protein PO (forward 5'-ATG CCC
AGG GAA GAC AGG GC-3', reverse 5'-CCA TCA GCA CCA CAG CCT TC-3'), ALP
(forward 5'-AGC CCT TCA CTG CCA TCC TGT-3/, reverse 5'-ATT CTC TCG TTC ACC
GCC CAC-3"), COL1A1 (forward 5-TGG ATG AGG AGA CTG GCA ACC-3/, reverse 5'-
TCA GCA CCA CCG ATG TCC AAA-3"), Cbfal/runx2 (forward 5'-TCA CCT TGA CCA
TAA CCG TCT-3/, reverse 5'-CGG GAC ACC TAC TCT CAT ACT-3’), OCN (forward 5'-
ACC ACA TCG GCT TTC AGG AGG-3/, reverse 5'-GGG CAA GGG CAA GGG GAA
GAG-3'), Cx43 (forward 5'-GGG CGT TAA GGA TCG GGT TAA GG-3/, reverse 5-GTT
GGT GAG GAG CAG CCA TTG AA-3") and VE-cadherin (forward 5-GGC TCA GAC
ATC CAC ATA ACC-3', reverse 5'-CTT ACC AGG GCG TTC AGG GAC-3") were used at
a final concentration of 200 nM. Data were analyzed using iCycler 1Q software and compared
by the AACT method. QPCR was performed in triplicate for PCR yield validation. Results
were expressed relative to gene expression levels on day 1. Each QPCR was performed in
triplicate. Data were normalized to PO (ribosomal protein) mRNA expression for each
condition and quantified relative to cbfal/runx2, ALP, VE-cadherin, Cx43, OCN and type |
collagen (Col1A1) gene expression in HBMSCs cultured alone in the matrix after 24 h, which
was standardized to 1.

2.9. Immunolabeling of proteins

The HBMSCs grown alone and co-cultured with PDECs in the 3-D matrix for 1, 3, 9 and 12
days were fixed with 4% (w/v) PFA at 4 °C for 30 min and permeabilized with Triton X-100
0.1% (v/v) for 30 min at 4 °C. Then they were incubated for 1 h in PBS 0.1 M, pH 7.4
(Gibco) containing 1% (w/v) BSA before incubation of primary antibodies mouse anti-VE-
cadherin (diluted in PBS 1X with 0.5% (w/v) BSA at 1/500; Santa Cruz Biotechnology) or
mouse pro-COL1A1 (diluted in PBS 1X with 0.5% (w/v) BSA at 1/500; TAKARA) overnight
at 4 °C. Subsequently, cells were washed in PBS 0.1 M pH 7.4 (Gibco) and incubated with
Alexa fluor 488-conjugated rabbit anti-mouse IgG diluted at 1:4000 (molecular probes) for 2
h at 37 °C. Cells were incubated with the nuclear probe DAPI (4', 6'-diamidino-2-
phenylindole, FluoProbes 5 mg ml—1, dilution 1:5000) for 30 min at room temperature to
label the nucleus and were thereafter observed with a fluorescence microscope (Nikon Eclipse
80i, Japan) equipped with a digital camera (Nikon Dxm 1200C, Japan). To localize Cx43,
cells were incubated with primary mouse monoclonal antibody against Cx43 (Millipore)
diluted 1:300 in PBS-BSA 1% (w/v). Subsequently, the cells were washed and incubated
with Alexa 488-conjugated goat anti-mouse 1gG (diluted at 1:300; Invitrogen) for Cx43.
Cultures were examined with a fluorescence microscope (Leica DMi 3000 B) equipped with
the appropriate epifluorescence filter sets described above.

2.10. Alkaline phosphatase (ALP) assay

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

2.11. Cryo-sections of tissue-engineered constructs for confocal microscopy
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At the end of cell culture experiments, cellularized matrices were rinsed four times in PBS 0.1
M, pH 7.4, and then fixed for 30 min with 4% (w/v) paraformaldehyde (PFA) at 4 °C. The
matrices were then deposited on a glass slide, dried with a paper and then immersed in gel
freeze for 1 min (Labonord SAS, Templemars, France) in isopentane at a temperature of —45
°C. Sections 10 um thick were obtained using a cryostat (Leica CM 1850 UV) and were
placed on glass slides previously covered with a layer of gelatin 2% (w/v) in order to allow
their maintenance during the various stages of immunolabeling.

2.12. Von Kossa staining

Von Kossa staining was performed to assess the level of calcium deposition by the HBMSCs
and PDECs, cultured and co-cultured. After 1, 3, 9 and 12 days of culture, cells were fixed in
4% (w/v) PFA and incubated with 2.5% (w/v) silver nitrate for 30 min at room temperature in
the dark. The silver nitrate was removed, and then the cells were rinsed with distilled water.
Carbonate sodium/formalin solution (25 ml formalin, 5 g Na2CO3 and 100 ml distilled water)
was added to the cells for 1 min and the cells were rinsed with tap water. Extracellular matrix
(ECM) staining was observed using an optical microscope (Zeiss, Axiovert 25).

2.13. Gelatin zymography of MMP-2 and MMP-9

Matrix metalloproteinases (MMP) secreted by ECs are thought to play a key role in the
processes of matrix remodeling and endothelial cell migration during angiogenesis [58]. In
particular, the gelatinases MMP-9 and MMP-2 are involved in vascular cell migration [59].
Here, gelatinolytic activities of secreted MMP-2 and MMP-9 were analyzed by zymography
on gelatin-containing polyacrylamide gels. Cells in mono- and co-cultures were seeded onto
the matrices as previously described. The culture media previously collected and conserved
after 1, 2, 7 and 24 h were used for these assays. The culture medium used for the cell culture
of HBMSCs and PDECs was used as control. Briefly, samples were applied to 10% (w/v)
polyacrylamide gels copolymerized with 1 mg ml—1 gelatin. After electrophoresis, the gels
were washed four times for 15 min in 2.5% (v/v) Triton X-100 to remove the SDS, followed
by one wash of 10 min in 5 mM Tris—HCI, pH 7.4, containing 5 mM CaCl2, 0.2 M NaCl, and
0.1% (v/v) Triton X-100 and incubated in the same solution for 18 h. The gels were stained
with 0.25% (v/v) Coomassie brilliant blue (50% (v/v) methanol, 10% (v/v) acetic acid) for 90
min at room temperature and destained in a water solution containing 50% (v/v) methanol and
10% (v/v) acetic acid), the gelatinase bands appearing as white on a blue background. The
gels were scanned, and intensities were determined using the NIH 1.62 image analyzer
software.

2.14. Gap junction inhibition with Cx43 mimetic peptide: 43 GAP27

Gap junction communications involving Cx43 were inhibited using the synthetic connexin-
mimetic peptide, 43 GAP27 (SRPTEKTIFII; GeneCust, Dudelange, Luxembourg), whose
specificity was checked in a previous study [60] and [61]. Cells in mono-cultures and co-
cultures were treated with 300 uM of 43 GAP27 during co-culture (from 1 to 12 days) before
analysis of the cellular phenotype of the HBMSCs by QPCR.

2.15. Implantation of tissue-engineered constructs ectopically in mice

The procedures and treatment of mice were based on the principles of Laboratory Animal
Care formulated by the National Society for Medical Research and approved by the Animal
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Care and Experiment Committee of University of Bordeaux Segalen. Experiments were
carried out in accredited animal facilities according to European recommendations for
laboratory animal care (directive 86/609 CEE of 24/11/86).

Scaffolds were preliminarily seeded with HBMSCs (4 x 105 cells) or with HBMSC-PDEC
co-cultures (ratio 1:1) for 1 day before implantation. Matrices were implanted in dorsal
subcutaneous sites of 12-week-old NOG mice weighing 25-30 g at 3 and 8 weeks. Five
samples were used for histological analysis, for each condition and for each time of
implantation. Five mice with two matrices were used for each condition. The animals were
euthanized after 3 or 8 weeks. These times were chosen as an early and late time of ectopic
implantation for providing data on biointegration and osteoinduction [62].

2.16. Histological analyses

Three and eight weeks post-implantation, samples were retrieved, fixed in 4% (w/v) PFA for
4 h at 4 °C, dehydrated and embedded in paraffin. Sections (4-5 um thick) were de-
paraffinized using toluene, rehydrated in decreasing concentrations of ethanol (100-50%),
washed in distilled water and finally stained with Mayer’s hemalum and erythrosine Masson’s
trichrome (Invitrogen/Life Technologies, Carlsbad, CA, USA). The samples were observed
using a Nikon Eclipse 80i microscope. The osteoid tissue area on paraffin sections was
quantified by ImageJ software. Two blades by sample, with 15 average fields were used for
quantification.

2.17. Statistical analysis

Data are represented as the mean * standard deviation resulting from independent
experiments. Two modes of analysis of variance were performed to compare the mean values
between groups using the post hoc Bonferroni test. GraphPad Prism software (GrapPad Inc.,
San Diego California USA) was used for the statistical tests. Differences were considered
significant when P < 0.05 (*):*x* indicates a significant difference with P < 0.01; **x* indicates
a significant difference with P < 0.001.

3. Results
3.1. Cell culture of infected cells and phenotypic expression

HBMSCs and PDECs infected by lentiviral transduction for expressing GFP and TdTomato
were tested with flow cytometry for the presence or absence of lineage-specific markers and
adhesion molecules (Fig. 1). Six independent samples of HBMSCs were analyzed, cultured in
a basic culture medium (DMEM/F12) arising from the second subculturing for flow
cytometry. HBMSCs, labeled with GFP, were positive for CD90, CD105 and CD73, and
negative for CD34 and CD45, without significant differences from unlabeled HBMSCs (Fig.
1A). On three independent samples of TdTomato—PDEC, infected cells expressed as non-
infected cells, von Willebrand factor and CD31 (Fig. 1B). Cells were negative for typical
lymphocytic markers such as CD45 (Fig. 1B).

3.2. HBMSCs and PDECs form cellular aggregates within 3-D macroporous
polysaccharide-based matrices
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Using GFP-HBMSCs (Fig. 1C) and TdTomato-PDECs (Fig. 1D), the present authors
examined the behavior and distribution of HBMSCs co-cultured or not with PDECs, seeded
within the 3-D porous polysaccharide-based scaffold. Time-lapse videomicroscopy revealed
that HBMSCs in mono-culture, which had been initially dispersed within the 3-D structure
after cell seeding (Fig. 2A), had migrated during the first 24 h of culture (Fig. 2C) to form
well-organized cellular aggregates. These aggregates were 150 = 50 um on average and
appeared homogeneously distributed within the pores of the matrix. The cell viability within
these matrices was demonstrated using the LIVEDEAD® assay.

Cell aggregation within the matrix also occurred in co-culture of GFP-HBMSCs with
TdTomato—PDECs (Fig. 2B, D). Strikingly, during the first 24 h of culture, the co-cultured
TdTomato—PDECs migrated within the scaffold into a PDEC ring formed around the
HBMSCs (Fig. 2D). The aggregates formed in the co-cultures were of comparable size to
those observed in mono-cultures.

The time course of the formation of these cellular aggregates within the macroporous matrix
was quantified in the GFP—HBMSCs mono-cultures and in the GFP—HBMSC/TdTomato—
PDEC co-cultures (Fig. 2E). Co-cultures were performed in this experiment at two different
cellular density ratios (HBMSC-PDEC 1:1 and HBMSC-PDEC 1:4). In mono-cultures, the
cellular surface occupied by the cells within the matrix decreased with time of culture and
became linear after 20 h (Fig. 2E). In the HBMSC—-PDEC co-cultures, the surface occupied
by the cells also decreased with time of co-culture and became linear before 17 h (Fig. 2E),
whatever the ratio used for co-culturing the two cell types (1:1 or 1:4). These data suggest that
cell migration occurred during this culture phase and that co-cultured cells exhibited a
significant increase in cell migration from the dispersed cell state into aggregate formation in
24 h of 3-D co-culture.

3.3. MMP-2 and MMP-9 activities are increased in the 3-D co-cultures

Zymography was used to check the activities of MMP-9 and MMP-2 secreted by cells in
mono- and co-cultures in the 3-D polysaccharide-based matrix from 1 to 24 h of culture (Fig.
3). Zymography for MMP-9 (Fig. 3A) and quantitative data (Fig. 3B) evidenced a significant
increase in MMP-9 activity in the HBMSC-PDEC co-culture after 24 h in 3-D compared with
HBMSCs cultured alone in 3-D (Fig. 3A, B). For MMP-2, the ratio MMP-2a/MMP-2 was
significantly increased after 7 h of HBMSC-PDEC co-culture (Fig. 3C, D).

3.4. HBMSCs and PDECs in 3-D co-cultures have cellular contacts

The distribution of PDECs around the HBMSCs in 3-D co-culture, observed using
TdTomato—PDECs (Fig. 4A), was confirmed by immunostaining of VE-cadherin after 1 day
(D1) of co-culture (Fig. 4B). Confocal images observed at D1 revealed specific labeling at the
periphery of the cellular aggregates, as shown by confocal images of co-cultured TdTomato—
PDECs within the scaffold (Fig. 4A). Quantification of VE-cadherin mRNA levels from D1
to D12 in HBMSC-PDEC co-cultures demonstrated a substantial expression of this
endothelial-specific marker molecule in the co-cultured PDECs after 3 days of co-cultures
within the matrix (Fig. 4C). Thereafter, the expression of VE-cadherin decreased from D3 to
D12.

Since a specific function of Cx43 that influences osteogenesis was evidenced in 2-D cultures
between HBMSCs and ECs from umbilical vein (HUVEC), the expression of this junctional
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protein in the 3-D co-cultured cells was studied. Immunolabeling of Cx43 was performed in
HBMSCs and in 3-D HBMSC-PDEC co-cultures during 12 days of culture within the
scaffold (Fig. 4D). Specific punctuated dots of Cx43 appeared mainly in the co-cultures from
D1 to D12, well evidenced after 12 days of 3-D co-culture, although it was impossible to
conclude about the nature of the labeled cells expressing this junctional protein within the 3-D
matrix. However, some specific punctuated dots appeared at D12 in the periphery of the
cellular aggregates where the PDECs are mainly located, as well as in the center of the
aggregates composed mainly of HBMSCs (Fig. 4D).

QPCR revealed a significant increase in Cx43 mRNA level only in the 3-D HBMSC-PDEC
co-cultures from D1 to D12 (Fig. 4E). After 12 days of co-culture, Cx43 mRNA level was 14-
fold higher in the co-cultured samples than in the mono-culture groups.

3.5. Differentiation of HBMSCs in 3-D co-cultures within the matrix

The phenotype of the HBMSCs—PDECs, co-cultured from 1 to 12 days (D1-D12) in the 3-D
matrix, was first evaluated qualitatively by cytochemistry of ALP activity, immunostaining of
type 1 collagen and Von Kossa staining, to assess the ability of these cells to undergo the
osteoblastic phenotype within the 3-D scaffold in a cellular aggregate conformation. Both the
aggregates formed in mono-cultures and co-cultures exhibited ALP activity (Fig. 5A) and
were labeled for type | collagen, whatever the time of culture (Fig. 5B) from D1 to D12. Von
Kossa staining (Fig. 5C) revealed calcium deposition within these cellular aggregates, which
increased with time of culture, as evidenced after 12 days in both cultures.

3.6. Role of Cx43 in 3-D co-cultures within the polysaccharide-based matrix

The level of expression of the bone-specific markers, i.e., cbfal/runx2, ALP, CollAl and
OCN was quantified by QPCR in cells cultured in the 3-D scaffold for 12 days. Moreover, to
investigate the role of gap junctions and the function of Cx43, over-expressed in the 3-D co-
culture (Fig. 5), the mRNA levels of specific osteoblastic markers were quantified, as well as
the junctional proteins, i.e., VE-cadherin and Cx43, in mono-culture and co-culture in the
presence or not of the peptide 43 GAP27, a specific inhibitor of Cx43.

In the absence of inhibitory peptide, the direct contact of HBMSCs with PDECs within the
polysaccharide-based matrix increased the expression of cbfal/runx2 (Fig. 6A) after 3 days of
co-culture compared with mono-cultures. Their level of expression remained significantly
higher over the course of the co-culture. Co-cultured HBMSCs also showed a higher level of
ALP mRNA (Fig. 6B) after 3 days of co-culture. Their expression decreased after 9 and 12
days of co-culture, but the ALP mRNA level remained higher in the co-cultured cells than in
the mono-cultured cells at all 3-D culture times. For Col1Al (Fig. 6C), it was significantly
up-regulated in the co-cultures up to 9 days compared with HBMSCs alone (Fig. 6C). The
maximal CollAl expression was observed in the 3-D co-cultures after 12 days, where the
level was at least 30-fold higher than in the HBMSCs group. The undifferentiated HBMSCs
showed a low level of expression for Col1AL, irrespective of the time of culture.

With regard to the late osteoblastic-specific marker (Fig. 6D), the OCN mRNA level was also
up-regulated by the 3-D co-culture, the expression starting at D3 and increasing with time of
co-culture. The level of expression in HBMSCs alone remained unchanged by this 3-D
culture over the time of culture.
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The addition of the peptide mimetic 43 GAP27 significantly decreased the mRNA level of
both early (cbfal/runx2, ALP, Col1Al) and late (OCN) osteoblastic marker expression in the
3-D co-culture from D1 to D12, whatever the time of co-culture.

In mono-culture, inhibition of junctional activity with the peptide mimetic 43 GAP27
significantly decreased the mRNA level of cbfal/runx2 in HBMSCs cultured alone, only from
D3 to D12 (Fig. 6A). A substantial negative effect of the peptide 43 GAP27 was observed for
OCN expression in HBMSCs cultured alone for 9 days. However, this inhibitory effect on
OCN mRNA levels induced by the 43 GAP27 peptide occurred only at D9.

Addition of the peptide mimetic 43 GAP27 significantly decreased the mRNA level of the
junctional protein Cx43 (Fig. 6E), both in HBMSC mono-culture and in HBMSC-PDEC co-
cultures, whatever the time of 3-D culture. After 12 days of 3-D co-culture, the inhibition by
the peptide mimetic 43 GAP27 was markedly evidenced.

The over-expression of VE-cadherin (only expressed in PDECS) in the co-cultured cells at D3
was significantly abolished by the 43 GAP27 peptides (Fig. 6F).

3.7. HBMSCs and PDEC:s in 3-D co-cultures induce osteoid formation ectopically

After 3 weeks of implantation (Fig. 7A), scaffolds seeded with the two cell types (Fig. 7A4)
showed macroscopically a vascular network around the implants connected with the
vasculature of the host tissue compared with scaffold seeded with HBMSCs alone (Fig. 7A1).
Histological analysis (Fig. 7A2—A6) revealed new osteoid formation in the implants seeded
with stem cells in mono-cultures or in co-cultures. Quantitative data (Fig. 7C) showed that the
osteoid surfaces of the HBMSC—PDEC co-cultures within the matrix increased significantly,
as well as the fraction of osteoid surfaces in the implant, and remained higher than those
quantified within the implant cellularized with HBMSCs alone.

After 8 weeks of implantation (Fig. 7B), the amount of osteoid tissue increased with time of
implantation in the mono-culture and co-culture groups, and remained significantly higher
after 8 weeks of implantation of scaffolds with HBMSCs—PDECs (Fig. 7C) compared with
scaffolds with HBMSCs alone.

4. Discussion

In bone tissue engineering, ensuring differentiation of seeded cells on scaffolds is important
for successful transplantation, especially when MSCs are combined with a scaffold. In
addition, current progress in bone tissue engineering has revealed the tremendous potential of
vascularization strategies for the treatment of bone fracture and fracture non-union.
Improvement in vascularization in tissue-engineered constructs by implementation of ECs or
their progenitors may play a key role in engineering bone constructs of large dimensions. The
process of angiogenesis and osteogenesis is thought to be dependent on a close interaction
between the bone-forming cells and the ECs. This study demonstrates that the biodegradable
natural scaffold composed of pullulan and dextran offers a 3-D microenvironment to promote
cell interactions between human stem cells by inducing multicellular aggregates, the
establishment of junctional proteins, and a resulting activation of osteoblastic differentiation
of HBMSCs stimulated by the presence of PDECs within the scaffolds. Regarding the choice
of this scaffold, the characteristics of bone, especially in regard to mechanical properties, are
not the goals for the starting material, since a stimulation of bone formation by resident cells
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and/or delivered cells with inducers is then expected. For the implanted biomaterials that
should facilitate early mineralization and support new bone tissue formation, cell organization
and differentiation are key steps in the neo-tissue formation. The biomaterials could thus
favor these biological cell requirements (3-D organization, cell communication, adjustable
scaffold degradation kinetics, local sequestration of biochemical cues). In this context, this
matrix meets these specifications.

The macroporous hydrophilic matrix used in this study is composed of natural
polysaccharides, pullulan and dextran, and has already been used in cell therapy [48]. Pullulan
and dextran are hydrophilic, and their biochemical similarity with the ECM is the rationale for
their use as biodegradable scaffolds for tissue engineering [63]. Pullulan is an attractive
biomaterial, thanks to its good mechanical properties and biocompatibility, and it is neutral,
linear and non-immunogenic [64]. This 3-D structure was prepared by cross-linking the
biopolymers in the absence of organic solvents. A cross-linking process carried out in
aqueous conditions provided a simple method of obtaining a polysaccharide-based scaffold
[65]. Investigations combining cross-linking with a porogen agent and a salt-leaching
technique allowed preparation of porous scaffolds of controlled porosity that could be
colonized by various cell types, including MSCs [50] and [51]. In this work, the matrix
exhibits an interconnected porosity of 37% and pore sizes between 40 and 200 um, but the
porosity could be increased to > 50% to improve tissue infiltration [66]. In addition, the
chemical versatility of these scaffolds makes it possible to include other components in the 3-
D structure to improve the cell responses as well a specific function [56].

One specification of this matrix is their ability to improve the cellular interactions between the
resident cells through Cx43 activities. To the present authors’ knowledge, this is the first
study to report the direct function of Cx43 in a co-culture of human MSCs and human
endothelial progenitor cells within a macroporous scaffold to promote osteoblastic
differentiation of MSCs. These events were associated with an increase in MMP-2a and
MMP-9 activities, although the specific function of MMP-9 and MMP-2 in aggregate
formation remains unknown.

The aggregate conformation of the co-cultured cells in the 3-D matrices was unexpected.
Most of the scaffolds used for tissue engineering, such as polyurethane [22], polycaprolactone
starch scaffold [67], polylactic acid [20] seeded with ECs and osteoblastic cells from different
sources and different stages of cell differentiation, support the formation of tube-like
structures and vessel-like formation. In contrast to these other tissue-engineered constructs or
scaffolds used for co-culturing stem cells, the matrix of pullulan/dextran promoted the
formation of multicellular aggregates, such as spheroids, distributed homogeneously within
the matrix pores. These results may also originate from the cell source and the stage of cell
differentiation used for the 3-D co-cultures. Previous studies showed that different
osteoblastic cells (human, murine, differentiated or undifferentiated) combined with different
endothelial cell types (microvascular ECs, macrovascular ECs, endothelial progenitors of
differentiated cells) may possess different morphological organizations when combined
within a 3-D scaffold. For example, Fuchs et al. [14] demonstrated that OEC from human
peripheral blood are able to form an interconnected network of cord-like structures when co-
cultured with the osteosarcoma cell line MG63. This study used human MSCs from bone
marrow, which are non-hematopoietic cells (CD34-, CD45-) expressing the markers CD105,
CD73 and CD90. Human PDECs used in the co-culture are positive for CD31 and von
Willebrand factor and negative for CD45. Before using MSCs expressing GFP and PDECs
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expressing TdTomato in co-cultures within the scaffold, it was checked that their phenotype
was unchanged by lentiviral infection.

These labeled cells were used here to assess the distribution of the respective co-cultured cells
within the matrix. After 24 h, most of the red-stained cells (PDECs) were located around the
MSCss expressing GFP. This location was evidenced by confocal imaging of TdTomato—
PDECs in the 3-D scaffold and was confirmed by VE-cadherin immunostaining. Spheroidal
co-cultures of osteoprogenitor cells and ECs have been reported before [19], [64] and [65].
The assays were performed with a spheroid co-culture model by incorporating OB cells into
the EC spheroids, which were seeded or not on a collagen matrix. The co-cultures led to the
formation of a 3-D prevascular network inside the spheroids [68]. In contrast, Stahl et al. [19]
reported that spheroid co-cultures differentiate spontaneously into a core of OBs and a surface
layer of ECs. In the same context, the PDEC and HBMSC aggregates in the present work
were formed inside the pores of the macroporous matrix, but the endothelial cell organization
was not dependent on the ratio used for the 3-D co-culture. Matrices seeded with a higher
percentage of PDECs (HMBSC-PDEC used at 1:4) showed a similar organization of
endothelial cell structures.

Since the HMBSC-PDEC co-cultures were initiated from a dispersed cell population, time-
lapse videomicroscopy performed during the first 24 h suggested that the cells were capable
of migrating within the scaffolds, and that the combination of endothelial progenitor cells
with MSCs increased the Kinetic of formation of the cellular aggregates. Recently, Shah et al.
[20] observed the migration patterns of primary osteoblast cells and endothelial cells
(HUVEC) in co-culture within a composite scaffold composed of hydroxyapatite and
polylactic acid. They demonstrated that the ECs did not migrate to the same extent in co-
culture with osteoblastic cells as they did in mono-culture. The exact mechanism of this
occurrence is still unknown, but it is thought to be due to VEGF secretion, an angiogenic
factor produced by the MSCs. Previous work performed in 2-D and in 3-D alginate
microspheres loaded with MSCs and HUVEC [28] demonstrated an increase in VEGF165
secretion by HBMSCs and an up-regulation of the VEGF-R1 and VEGF-R2 in the co-
cultured HUVEC.

Among the other factors required for cell migration and angiogenesis, mesenchymal cell types
are known to promote up-regulation of a different set of endothelial cell proteases used in
vessel morphogenesis and endothelial cell migration, including the MMP [69]. HBMSCs and
HUVEC in a 2-D co-culture have been shown to up-regulate MMP-2 expression in the self-
assembled network formed when HUVEC and HBMSCs were co-cultured together on plastic
culture dishes, although the active form MMP-2a was undetectable, even though the MMP-2
inhibitor I prevented the self-assembled network observed in 2-D co-culture [70]. In these 3-D
cultures, MMP-2 was found in its active form. The PDEC-HBMSC co-culture in the matrix
stimulates the activities of MMP-2a and MMP-9, as shown by zymographic analysis after 7 h
and 24 h of co-culture compared with mono-cultures of HBMSCs, respectively.

The formation of these specific cellular organizations contributes to an increase in the cross-
talk between the two cell types, which in turn influences the reciprocal activities of PDECs
and HBMSCs [17]. These effects are thought to be due to junctional communications between
the co-cultured cells, since they are observed only when the cells are touching each other. In
this study, there was evidence of the formation of VE-cadherin between the PDECs in the
cellular aggregates, a junctional protein that was up-regulated after 3 days of co-culture. The
fact that VE cadherin expression decreased between D3 and D12, combined with a lower
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TdTomato—PDEC signal after 3 days of co-culture, suggests the senescence of the PDECs in
the long-term co-culture period. In turn, this suggests that they do not survive in these static
culture conditions, since the diffusion of oxygen and nutrients was probably limited within the
scaffolds. Similarly, Stahl et al. [19] showed that, when ECs and osteoblastic cells are co-
cultured together, the senescence of ECs is rapidly induced in static co-culture conditions.
More recently, MSCs have been shown to inhibit endothelial proliferation and angiogenesis
after cell—cell contact through modulation of the VE-cadherin and -catenin signaling pathway
[71]. In the present co-culture, the up-regulation of VVE-cadherin after 3 days of co-culture,
followed by a decrease in its expression and a decrease in immunostaining, may be the result
of the disruption of the VE-cadherin/-catenin interaction, which could abrogate the
functionality of the co-cultured ECs.

The present findings also demonstrate that gap junctions were formed between the MSCs
and/or between the PDECs. As observed in 2-D co-cultures between HBMSCs and HUVEC
[18], there was evidence that Cx43 was up-regulated from day 3 to day 12 in MSCs and
HUVEC co-cultured in the scaffold. Immunostaining of Cx43 suggested the formation of gap
junctions between HBMSCs. The evidence of Cx43 between PDECs and HBMSCs was
interesting in the 3-D matrix, although specific labeling was observed in the periphery of the
aggregates composed mainly of PDECs. The use of a specific inhibitor to Cx43, the 43
GAP27 peptide, directed against the extracellular domains of connexin, significantly
decreased the cell communication occurring between the PDECs, between the HBMSCs or
between the PDECs and HBMSCs, by a down-regulation of VE-cadherin, and strikingly
reduced the Cx43 expression in the co-cultured cells. Various studies have indicated that gap
junction formation is dependent on the assembly of the adherens junctions. This was first
demonstrated by studies in which antibody-mediated disruption of cadherin-containing cell
adhesion contacts was shown to block gap junction formation [72] and [73]. In the same
context, when gap junction antibodies were injected into 2-cell mouse embryos, the latter
failed to undergo compaction, a process regulated by cadherins [74]. In another study,
treatment of cells with Fab fragments targeting Cx43 blocked gap junctions as well as
adherens junction formation [75]. Together, these findings indicate that the processes of gap
junction formation and adherens junction formation are intimately linked. The massive
increase in Cx43 mRNA level in the 3-D co-cultures correlates with the osteoblastic
differentiation of HMBSC when they were co-cultured with PDECs. Once the spheroid
network was formed, there began the osteoblastic differentiation of HBMSCs co-cultured or
not with PDECs, and cells formed a mineralized tissue inside the cellular aggregates within 1
week.

This phenomenon is in accordance with the role of the 3-D microenvironment to promote
osteogenesis. As observed here, the spheroid configuration inside the scaffold promotes
interactions between cells by way of cellular junctional proteins (cadherins and connexins),
thereby promoting osteogenic differentiation and stimulating the production of a mineralized
matrix. This has also been demonstrated in the literature with MSCs [76] and embryonic stem
cells [77] cultured alone.

Quantitative analysis performed by QPCR confirmed the increased expression of all bone-
specific markers in the co-cultured cells compared with mono-cultures, with a different
Kinetic of expression according to the bone markers. Cbfal, an early bone-specific marker,
was over-expressed from D3 to D9 in the co-cultures, then decreased at D12, but remained
higher in the co-cultured cells, whatever the time of culture. The same pattern of expression
was observed for ALP. The maximal stimulation of ALP mRNA occurred after 3 days of 3-D

139



RESULTATS — Il. Interactions cellulaires entre les cellules mésenchymateuses de la moelle osseuse et
des progéniteurs endothéliaux au sein d’'une matrice tridimensionnelle de polysaccharides

co-cultures and then decreased. Regarding the late osteoblastic marker OC, which is involved
in the mineralization matrix, its expression increased in the co-cultured cells from D3 to D12.
The calcium deposition in the matrix confirmed the mineralization of the ECM. The mRNA
expression profiles of these osteogenic markers are in agreement with other reports describing
osteogenic differentiation of 3-D cultured MSCs in several bone substitutes, suggesting that
the chemical nature and the 3-D structure of this scaffold can drive the fate of stem cell
differentiation to osteoblastic lineage. In addition, the present results suggest that Cx43 is a
critical parameter in the osteoblastic differentiation of MSCs in this 3-D matrix. Support for
this concept is the massive increase in Cx43 in the 3-D HBMSC-PDEC co-culture as well the
inhibitory effect of peptide 43 GAP27, which is specific to Cx43, on the osteoblastic
differentiation of co-cultured HBMSCs induced by the cell—cell contact with PDECs. Such a
peptide allows the treatment of 3-D cultures over 12 days and abolishes the expression of
early and late osteoblastic markers in co-cultured cells and in mono-cultures. This finding also
suggests that both homotypic and heterotypic junctions play a fundamental role in promoting
osteogenesis and bone formation.

Finally, the fate after subcutaneous implantation of the tissue-engineered constructs exhibiting
cellular aggregates confirmed that the 3-D co-cultures significantly increased osteoid
formation compared with the scaffold loaded only with HBMSCs. This confirms the
importance of the vascular environment for bone tissue engineering [78] and [79] and shows
that the aggregate conformation of stem cells in a 3-D matrix can generate bone formation and
mineralization.

Future studies should focus on the signaling pathways involved in the heterotopic
communication produced by 3-D HBMSC-PDEC co-cultures and which act on bone
formation. Taken together, the present results show that the use of cellular aggregates with
cell—cell contact in an appropriate porous scaffold holds potential for optimizing therapeutic
strategies involving MSCs and endothelial progenitor cells for bone tissue regeneration.
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Figure 1. Analysis of HBMSCs and PDECs expressing or not expressing GFP and
TdTomato.

(A) Characterization by flow cytometry of HBMSCs and GFP-HBMSCs stained with
markers CD90, CD105, CD73, CD34 and CD45. (B) Characterization by flow cytometry of
PDECs and TdTomato—PDECs stained with markers CD45, CD31 and von Willebrand factor
(vWf). (C) Fluorescence microscopic analysis of GFP-HBMSCs. (D) Fluorescence
microscopic analysis of TdTomato—PDECs.
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Figure 2. Time-lapse videomicroscopy of HBMSCs and PDECs in mono-culture and co-
culture within scaffold.

(A) Fluorescence microscopic analysis of GFP—-HBMSCs (A, C) in co-culture with PDECs
(B, D) after cell seeding (TO) (A, B) within polysaccharide-based scaffold or after one day of
culture (D1) (C, D). (E) Time course of formation of multicellular aggregates in mono-culture
of HBMSCs and in co-culture of HBMSCs-PDECs used at two different ratios (1:1 and 1:4).
Time course was measured by extent of total labeled cell surfaces in pixels?, using Image J
software. Data are expressed as representative surface as a function of time, normalized at
100% after cell seeding (T0). Three independent experiments were performed. *P < 0.05;

=P < (0.001.
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Figure 3. Gelatin zymography analysis of MMP-9 and MMP-2.
(A) Zymography of MMP-9 in culture media of HBMSCs in mono-culture or in HBMSC-

PDEC co-culture after 1 h (1H, lanes 1-3), 2 h (2H, lanes 4-6), 7 h (7H, lanes 7-9) and 24 h
(24H, lanes 10-12). (B) Quantitative analysis of gelatinase activities: culture medium used for
cell culture of HBMSCs and PDECs was used as control (lanes 1, 4, 7, 10). (C) Zymography
of MMP-2 in culture media of HBMSCs in mono-culture or in HBMSC-PDEC co-culture
after 1 h (1H, lanes 1-3), 2 h (2H, lanes 4-6), 7 h (7H, lanes 7-9) and 24 h (24H, lanes 10—
12). (D) Quantitative analysis. Three independent experiments were performed. *P < 0.01;
=P < 0.001.

149



RESULTATS — Il. Interactions cellulaires entre les cellules mésenchymateuses de la moelle osseuse et
des progéniteurs endothéliaux au sein d’une matrice tridimensionnelle de polysaccharides

A B D HBMSCs HBMSCs-PDECs

TdTomato-PDECs VE-cadherin

C %,
34
24
75 um
1
04
D1 D3 D9
E 20+

3 Mono-culture
@8 Co-culture
154

*** .
104 * % %k
5-‘ I
Lom ﬁi i

D12

Figure 4. Dlstrlbutlon of TdTomato PDECs co-cultured with HBMSCs and expression
of Cx43 in mono-cultures or co-cultures.
(A) Fluorescence microscopy of TdTomato—PDECs co-cultured with HBMSCs after 1 day.

(B) Immunocytochemistry of VE-cadherin in HBMSCs co-cultured with PDECs at 1 day.
VE-cadherin immunolabeling was detected with Alexa 488-conjugated goat anti-mouse IgG.
(VE-cadherin in green). (C) Quantitative gene expression of VE-cadherin induced in co-
culture. Data are standardized to expression of VE-cadherin obtained after day 1, relative to
expression of housekeeping gene. (D) Immunocytochemistry of Cx43 in HBMSCs mono-
cultured and in HBMSCs-PDECs co-cultured for 1 day (D1), 3 days (D3), 9 days (D9) and
12 days (D12). Cx43 labeling was detected with Alexa 488-conjugated goat anti-mouse 1gG
(Cx43 in green). Nuclei were stained by DAPI. TdTomato—PDECs were detected in red. (E)
Quantitative gene expression of Cx43 expressed in mono-cultures and co-cultures. Data are
standardized to expression of Cx43 obtained after day 1, relative to expression of
housekeeping gene. Four independent experiments were performed. **P < 0.01.
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Figure 5. Immunolabeling of
(A) ALP cytochemistry detection after 1 day (D1), 3 days (D3), 9 days (D9) and 12 days (D12)

of culture. (B) Immunocytochemistry of COL1A1 after 1 day (D1), 3 days (D3), 9 days (D9) and
12 days (D12) of culture. COL1A1 was detected with Alexa 488-conjugated goat anti-mouse
IgG (COL1A1 in green). TdTomato-labeled PDECs were detected in red. (C) Von Kossa staining
was performed to assess level of calcium deposition (dark) in mono-culture of HBMSCs and
in HBMSCs—PDECs after 1 day (D1), 3 days (D3), 9 days (D9) and 12 days (D12).
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Figure 6. Quantitative analysis of bone-specific expression and junctional proteins in
HBMSCs or in HBMSCs—PDEC:s: effect of peptide 43GAP27.
Quantitative gene expression of (A) Cbfal, (B) ALP, (C) Col1A1, (D) OCN in mono-culture

and co-culture treated or not with peptide 43GAP27 for | (D1) to 12 days (D12). Four
independent experiments were performed. (E) Quantitative gene expression of Cx43
expressed in mono-culture and co-culture treated with peptide 43GAP27 from 1 (D1) to
12 days (D12). (F) Quantitative gene expression of VE-cadherin expressed in mono-culture
and co-culture treated with peptide 43GAP27 from 1day (D1) to 12 days (D12). Four
independent experiments were performed. *P < 0.05; P < 0.01; =P < 0.001.
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Figure 7. Subcutaneous implantation of matrices in mice seeded with mono-culture
HBMSCs and with HBMSC-PDEC co-cultures: histological and quantitative analysis.
(A) Three weeks of implantation: cylinders (white arrows) 4 mm in diameter and 4 mm thick

loaded with cells in mono-cultures (A1-A3) and in co-cultures (A4-A6) were inserted into
subcutaneous pockets in dorsum of 12-week-old NOG mice weighing 25-30 g. (Al, A4)
Macroscopic images of implants. (A2, A3) Representative histological images of decalcified
sections of subcutaneous implantation of matrix loaded with HBMSCs at two different
magnifications. (A5, A6) Representative histological images of subcutaneous implantation of
matrix loaded with HBMSCs-PDECs at two different magnifications (Masson trichrome
staining). (B) Eight weeks of implantation: representative histological images of decalcified
sections of subcutaneous implantation of scaffold loaded with cells in mono-cultures (B1-B3)
and in co-cultures (B4-B6) (Masson trichrome staining). (C) Quantification of osteoid
surface: average size of osteoid surface and average fraction of osteoid surface from images
obtained with both matrices (o 3 weeks of implantation; m 8 weeks of implantation). Data are
presented as means + standard deviation for n =6 samples for each group. **Statistically
significant difference compared with the other group with P < 0.001.

C. Conclusions

Dans ce travail, les cellules mésenchymateuses issues de la moelle osseuse humaine
(HBMSCs) ont été associées a des progéniteurs endothéliaux issus de sang de cordon
ombilical (PDECs) au sein d’'une matrice macroporeuse de polysaccharides naturels, le
dextrane et le pullulane.
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Le but de cette étude était d’analyser la communication ostéo-endothéliale et de
démontrer :

In vitro son réle dans la différenciation ostéoblastique des HBMSCs au sein de cette
matrice 3D en I'absence de facteurs ostéoinducteurs.

In vivo la capacité du produit cellularisé a promouvoir la formation d’un tissu osseux
vascularisé.

De la méme fagon que précédemment, les HBMSCs en mono et en co-cultures avec
les PDECs envahissent toute la structure, migrent et forment des agrégats multicellulaires
intégrés dans les pores de la matrice. La vitesse de formation de ces agrégats varie en
fonction du type de culture, la cinétique d’agrégation est plus rapide dans la co-culture
cellulaire que dans la mono-culture.

Nos résultats démontrent que cette matrice est capable d’orienter la différenciation
des HBMSCs en mono-culture ou en co-culture vers la voie ostéogénique sans adjonction de
facteurs ostéoinducteurs au milieu de culture. De facon plus précise, la co-culture
tridimensionnelle stimule I'expression des marqueurs ostéoblastiques par rapport a une
mono-culture de HBMSCs. Aprés 12 jours de culture, les cellules cultivées en trois
dimensions sont capables d’exprimer les marqueurs osseux spécifiques précoces (PAL,
Col1Al) ou tardifs (Cbfal, OCN) et présentent une minéralisation de la matrice
extracellulaire.

Dans ce contexte, la Connexine 43, protéine constituant les jonctions communicantes de
type GAP, connue pour stimuler la différenciation ostéoblastique en deux dimensions,
semble jouer un réle essentiel au sein de cette co-culture 3D.

L’'inhibition de la Connexine 43 par un peptide mimétique spécifique (43Gap27) démontre le
role de cette protéine dans la communication ostéo-endothéliale et dans la différenciation
ostéoblastique. En présence de l'inhibiteur, nous observons une diminution de I'expression
des marqueurs de différenciation ostéoblastique dans les cultures cellulaires, mais de facon
plus importante dans la co-culture entre les HBMSCs et les PDECs.

Dans cette étude, il apparait évident que les cellules endothéliales ne survivent pas en co-
culture au-dela de 3 a 9 jours en co-culture. La perte de ces cellules dans une culture
tridimensionnelle peut expliquer la diminution observée dans I'expression génique des
marqueurs endothéliaux au cours du temps. La diffusion en oxygéne au sein de la matrice 3D
de polysaccharides est une cause probable de I'absence de survie de ces cellules qui sont
plus sensibles a la teneur en oxygene que les cellules mésenchymateuses. D’autre part,
I'absence de contrainte mécanique peut également étre un facteur de sénescence des
cellules endothéliales en 3D (231).
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L'implantation en sous-cutané chez la souris Nog des matrices de polysaccharides
cellularisées avec les HBMSCs seuls révele la formation d’un tissu osseux faiblement
vascularisé apres 8 semaines. Dans le cas d’'une co-culture de PDECs avec des HBMSCs, nous
observons la présence d’un tissu osseux néoformé plus important et des vaisseaux sanguins
plus nombreux, aussi bien en périphérie qu’au centre du matériau.

En conclusion, ces résultats montrent que la co-culture au sein de la matrice de
polysaccharides permet d’augmenter la communication cellulaire par I’établissement de
jonctions communicantes de type GAP (sans qu’il soit possible de définir si elles sont
homotypiques ou hétérotypiques) et de les engager vers une voie de différenciation
ostéoblastique sans facteurs ostéogéniques.

Ces produits d’ingénierie tissulaire sont actuellement en cours d’évaluation chez le rat dans
un modele d’implantation en site osseux (au niveau du condyle fémoral).

Enfin, il sera important d’introduire la culture dynamique de ces matrices précellularisées
par les deux types cellulaires pour améliorer la survie des cellules endothéliales et la
formation d’un réseau vasculaire.

lll. La moelle osseuse humaine comme unique source cellulaire
endothéliale et mésenchymateuse pour I'ingénierie du tissu osseux

A. Introduction

En ingénierie tissulaire, l'utilisation de cellules de différentes sources et de stade de
différenciation hétérogene induit une certaine complexité dans la fabrication de ces
produits. L’identification d’une seule source de cellules réparatrices incluant les deux
composantes vasculaire et osseuse représente donc un défi majeur pour le développement
de produits d’ingénierie tissulaire osseuse utilisables en clinique.

L’objectif de cette troisieme étude a été de proposer Iutilisation de la suspension totale de
moelle osseuse humaine sans une étape d’expansion préalable pour I’élaboration d’un
produit d’ingénierie tissulaire. Les populations de cellules endothéliales de cellules
mésenchymateuses ont été caractérisées au sein de cette suspension cellulaire.
L’association directe de la suspension de moelle osseuse dans la matrice 3D permet
d’obtenir in vitro et in vivo la formation d’'un pseudo réseau vasculaire et d’'une matrice
osseuse minéralisée.

B. Article 3 :

Abstract

Current approaches in bone tissue engineering have shown limited success, mostly owing to
insufficient vascularization of the construct. A common approach consists in co-culture of
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endothelial cells and osteoblastic cells. This strategy uses cells from different sources and
differentiation states, thus increasing the complexity upstream of a clinical application. The
source of reparative cells is paramount for the success of bone tissue engineering applications.
In this context, stem cells obtained from human bone marrow hold much promise. Here, we
analyzed the potential of human whole bone marrow cells directly expanded in a 3D polymer
matrix and focused on the further characterization of this heterogeneous population and on
their ability to promote angiogenesis and osteogenesis, in vitro and in vivo, in a subcutaneous
model. Cellular aggregates were formed within 24 hours and over the 12-day culture period
expressed endothelial and bone-specific markers and a specific junctional protein. Ectopic
implantation of the tissue-engineered constructs revealed osteoid tissue and vessel formation
both at the periphery and within the implant. This work sheds light on the potential clinical
use of human whole bone marrow for bone regeneration strategies, focusing on a simplified
approach to develop a direct 3D culture without 2D isolation or expansion.

Keywords

Bone tissue engineering; Bone marrow; Mesenchymal stem cell; Endothelial cell;
Osteogenesis; Angiogenesis.

1. Introduction

In regenerative medicine, a major challenge of cell-based therapies is to identify the cell
sources that can be implanted or attracted to the injury site and that will differentiate into the
specific cell lineages required for functional tissue regeneration. The majority of bone tissue
engineering approaches utilize mesenchymal stromal cells (MSCs) from various sources (e.g.
adipose tissue, bone marrow) [1]. In vitro, these cells can differentiate into chondrocytes and
osteoblasts so they are a potential autologous cell source [2-9]. In addition to stromal cells, the
important role played by vascular endothelial cells in bone tissue regeneration is now largely
recognized. Even with the use of biomaterials and autologous stromal cells, vascularization
remains one of the main hurdles that must be overcome in order to achieve successful
reconstruction of large bone defects [10, 11]. Insufficient vascularization of implanted tissue-
engineered constructs containing MSCs leads to a limited access of nutrients to the implanted
cells, thereby compromising their viability [12, 13]. In recent years, several strategies aiming
at improved vascularization of tissue-engineered constructs have been developed [14-16].
Among those, the in vitro pre-vascularization of three-dimensional tissue constructs has
received much attention by using co-cultures of vascular endothelial cells (ECs) and bone-
forming cells or mesenchymal stromal cells [17, 18]. In vitro studies have shown the potential
of these co-culture systems to improve osteogenesis and to form a vascular network organized
mostly into tube-like structures [19-21]. In some cases, the in vivo implantation of these
tissue-engineered constructs leads to the formation of an osteoid tissue exhibiting vessels [22-
24].

A large number of co-culture studies using two different lineages from different sources and
including differentiated cells mixed with undifferentiated cells (e.g. mesenchymal stem cells
or progenitors) have been reported. Among these, human umbilical vein endothelial cells
(HUVECs) [25], human outgrowth endothelial cells (OECs) [26], human microcapillary

156



RESULTATS — lll. La moelle osseuse humaine comme unique source cellulaire endothéliale et
mésenchymateuse pour l'ingénierie du tissu osseux

endothelial cells (HDMECSs) [27], and endothelial progenitor cells from cord blood have been
studied for co-culture with human bone-derived cells (HBDCs) [28], osteoblast-like MG63
cells [29], primary human osteoblast cells (HOS) [30] human osteoprogenitor cells from bone
marrow [31], MSCs from adipose tissue [32] and bone marrow [33]. However, the co-culture
of these two different lineages from different sources involves limitations with a view to
clinical applications.

In this context, human bone marrow is promising as it contains both MSCs and microvascular
endothelial cells (MECs) that are able to support both osteogenesis and angiogenesis,
respectively. Indeed, this approach has already been reported and although bone healing was
improved, the hypothesized increase in vascularization and the impact on MSC differentiation
towards the osteoblastic lineage was not determined [34]. In a recent clinical trial, it was also
shown that the direct injection of concentrated bone marrow cells could successfully
accomplish the regeneration of non-union fractures [35], supporting the potential of this cell
source.

Several strategies have been used to achieve the local delivery of stem to in the injured site in
order to promote tissue regeneration. To address this issue and to mimic a relevant 3D
microenvironment, scaffolds are needed to create physicochemical macro- and
microstructures that can promote cellular interplay and differentiation. A wide range of
scaffolds have been used for bone tissue engineering, including inorganic, calcium-based
phosphate matrices and polymeric structures. The latter can be considered suitable as they can
mimic the aqueous in vivo environment [36]. Moreover, the macroporous interconnectivity
provided by the polymeric scaffold favors the migration of cells within the material and the
invasion/integration of the host cells [37]. Owing to their composition and structure, they have
inherent design flexibility and can thus be tailored to a specific need [38] such as the
promotion of angiogenic events. The use of polysaccharides such as alginate, chitosan,
pullulan or cellulose [39-44] has been extensively reported and numerous studies are in
progress focusing on bone tissue engineering. These natural polymers hold promise as
matrices for tissue regeneration strategies since they are highly permeable, facilitating the
transport of nutrients and metabolites [45]. Here, we focused on a macroporous matrix
composed of the naturally occurring hydrophilic polysaccharides pullulan and dextran. These
biodegradable matrices have already been shown suitable for cell therapy [46, 47], as attested
by their capability to sustain vascular cell growth [48] and the culture of mesenchymal stem
cells derived from adipose tissue [49]. In addition, these matrices have recently been shown to
favor the co-culture of human MSCs and human EPCs, promoting cell communication and
improved bone formation [50].

Here, we investigated the potential of human whole bone marrow cells (hWBMCs) as a
unique source of reparative cells for regenerating bone tissue and vasculature directly within
polysaccharide-based macroporous matrices, without preliminary selection or 2-dimensional
(2D) expansion. We characterized i) the population formed by the multicellular components
of human whole bone marrow cells in two-dimensional assays and thereafter in three-
dimensional matrices; ii) its contribution to promote bone and endothelial cell specific
markers in 3D culture; iii) the fate of the tissue-engineered constructs after ectopic
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implantation in a NOG mice model. Taken together, our findings provide new insights into
the potential of this heterogeneous cell source within a 3D macroporous matrix for bone
regeneration strategies that involve a limited ex-vivo culture and cell manipulation. This
might help such strategies to move closer to the bedside.

2. Materials and Methods

2.1 Preparation of three-dimensional (3D) macroporous scaffolds

Macroporous scaffolds (6 mm diameter, 2 mm thickness, 20 mm3) were produced using a
blend of pullulan/dextran 75:25 (pullulan, MW 200,000, Hayashibara Inc; Dextran, MW
500,000, Sigma) prepared by dissolving 9 g of pullulan and 3 g of dextran into 40 mL of
distilled water containing 14 g of NaCl, as previously described [51]. Chemical cross-linking
was carried out using trisodium trimetaphosphate. Pores were created by a patented gas-
foaming technique. Resulting scaffolds were cut into the desired shape, soaked in PBS, and
then washed extensively with a 0.025 % NaCl solution. After freeze-drying, scaffolds were
stored at room temperature until further use. Regarding their characterization, pore size and
pore area were determined using Environmental Scanning Electron Microscopy and confocal
microscopy (FITC-Labeled dextran scaffolds). Water content and swelling ratio were
determined as previously described [52]. Scaffolds with 6 mm diameter, 2 mm thickness, 20
mm3, porosity 68 + 3 %, and pore size 243 + 14 um were used in this work.

2.2 Isolation and culture of whole bone marrow cell population

Human Whole Bone Marrow Cells (hWBMCs) were isolated from human bone marrow
samples as previously described [53]. Briefly, bone marrow was aspirated from the femoral
diaphysis or iliac bone after obtaining consent from patients undergoing hip prosthesis
surgery after trauma. Here, in the totality of this study 10 different samples of hWBMCs from
different donors were used, with an average donor age of 66 + 11 years. For each independent
experiment a different donor was used. The study was approved by the local institutional
review board. Cells were separated by sequential passages through syringes fitted with 16-,
18- or 21-gauge needles. After centrifugation for 15 min at 800 [J g, the pellet was
resuspended in the following 50/50 culture medium containing 50% (v/v) of [J-Minimal
Essential Medium ([J-MEM; Invitrogen, Carlsbad, CA, USA) supplemented with 10% (v/v)
fetal calf serum (FCS; Gibco, Karlsruhe, Germany) and 50% (v/v) endothelial cell growth
medium-2 (EGM-2; Lonza, Verviers, France) and 5% (v/v) FCS before flow cytometry
analysis or cell seeding within the scaffolds.

2.3 Flow cytometry

hWBMCs were isolated as previously described, red blood cells were lysed using FACS
lysing solution (BD Biosciences, San Jose, CA). Next, hWBMCs were washed with PBS 1X
pH 7, and incubated with coupled antibodies against CD73 (cat#561254), CD34
(cat#555824), CD271 (cat#563451), CD105 (cat#561443) (markers for mesenchymal cells;
BD Biosciences, San Jose, CA, USA) and CD31 (cat#55445), CD34 (cat#555824), CD146
(cat#560846), CD29 (cat# 563513) (markers for endothelial cells; BD Biosciences, San Jose,
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CA, USA) during 1h at room temperature. 100 000 events were acquired and analyzed using a
BD FACS Canto flow cytometer (BD Biosciences, San Jose, CA, USA).

2.4 Immunolabeling of Microvascular Endothelial Cells in hWBMCs in 2D culture

hWBMCs cultured on plastic culture plates during 5 days without medium change were fixed
with 4% (w/v) paraformaldehyde (PFA) at 4°C for 30 min and permeabilized with Triton X
100 at 0.1% (v/v) for 30 min at 4°C. Then, samples were blocked during 1 hour in PBS 1X
pH 7.4 (Gibco) containing 1% (w/v) BSA and then incubated with mouse anti-human VE-
cadherin antibody (cat#sc-9989) (Santa Cruz Biotechnology, Dallas, USA), or mouse anti-
human CD31 antibody (cat#sc-13537) (Santa Cruz Biotechnology, Dallas, USA), or rabbit
anti-human Von Willebrand factor antibody (VWF) (cat#A0082) (Dako, Les Ulis, France)
overnight at 4°C. Subsequently, cells were washed in PBS 1X pH 7.4 (Gibco, Karlsruhe,
Germany) and incubated with Alexa fluor 568-conjugated rabbit anti-mouse IgG
(cat#A11061) (Molecular Probes, Eugene, Oregon, USA) or Alexa fluor 488-conjugated goat
anti-rabbit 1gG (cat#A11008) (Molecular Probes, Eugene, Oregon, USA) for 2 hours at 37°C.
Cells were incubated with the nuclear probe DAPI (4', 6’-diamidino-2-phenylindole;
Invitrogen, Carlsbad, CA, USA) for 30 min at room temperature to label the nucleus and were
thereafter observed with a fluorescence microscope (Nikon Eclipse 80i, Japan) equipped with
a digital camera (Nikon Dxm 1200C, Japan).

2.5 Cell seeding within a 3D macroporous scaffold

Dried scaffolds (6 mm diameter, 2 mm thickness) were submitted to UV radiation for 30
minutes before cell seeding. For culture experiments, hWBMCs were cultured for 1, 6 and 12
days in the 50/50 culture medium (a-MEM and EGM-2 MV at a ratio 1:1 (v/v)). The cells
were seeded at 4x105 cells/disk. Cells seeding into the 3D scaffold were detected after 24
hours by calcein staining, (cat#L3224) (Molecular Probes, Eugene, Oregon, USA) and
examined with modular stereo microscope (Leica MZ 10 F; Leica Microsystemes, Nanterre,
France).

2.6 Alkaline phosphatase (ALP) assay

Intracellular alkaline phosphatase (ALP) activity was assessed in cells cultured within
scaffolds by using the conversion of a colorless p-nitrophenyl phosphate to a colored p-
nitrophenol (Sigma diagnostic kit (85L-2), Aldrich, Saint Louis, MO, USA).

2.7 Cryo-sections of tissue-engineered constructs for microscopy

At designated time points, cellularized matrices were rinsed four times with PBS (1X pH 7.4)
and then fixed for 30 min with 4% (w/v) PFA at 4°C. The matrices were then included in gel
freeze (Labonord SAS, Templemars, France). Sections of 10 um thickness were obtained
using a cryostat (Leica CM 1850 UV; Leica Microsystemes, Nanterre, France).

2.8 Immunolabeling of endothelial marker proteins and connexin43 into the 3D scaffold
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After 1, 6 and 12 days of culture the matrices containing hWBMCs were fixed with 4% (w/v)
PFA at 4°C for 30 min and permeabilized with Triton X 100 at 0.1% (v/v) for 30 min at 4°C.
Then, they were blocked for 1 hour in PBS 1X pH 7.4 (Gibco, Karlsruhe, Germany)
containing 1% (w/v) BSA before incubation with primary antibodies: mouse anti-human
CD31 (cat#sc-13537) (Santa Cruz Biotechnology, Dallas, USA), or rabbit anti-human Von
Willebrand factor (VWF) (cat#A0082) (Dako, Les Ulis, France) overnight at 4°C.
Subsequently, cells were washed in PBS 1X pH 7.4 (Gibco, Karlsruhe, Germany) and
incubated with Alexa fluor 488-conjugated rabbit anti-mouse IgG (cat#A11061) (Molecular
Probes, Eugene, Oregon, USA) for 2 hours at 37°C or Alexa fluor 568-conjugated goat anti-
rabbit 19G (cat#A11008) (Molecular Probes, Eugene, Oregon, USA) for 2 hours at 37°C. To
label the nucleus, cells were incubated with the nuclear probe DAPI (Invitrogen, Carlsbad,
CA, USA) for 30 min at room temperature and were thereafter analyzed with a fluorescence
microscope (Nikon Eclipse 80i, Japan) equipped with a digital camera (Nikon Dxm 1200C,
Japan). For Connexin43 (Cx43) labeling, cells were incubated with a primary antibody mouse
anti-human against Cx43 (cat#MAB3068) (Millipore, Billerica, MA, USA). Subsequently,
they were washed and incubated with Alexa 488-conjugated goat anti-mouse IgG
(cat#A11001) (Molecular Probes, Eugene, Oregon, USA). Cultures were examined with a
fluorescence microscope (Leica DMi 3000 B; Leica Microsystemes, Nanterre, France).

2.9 Immunolabeling of bone marker proteins

After 1, 6 and 12 days of culture the matrices containing hWBMCs were fixed with 4% (w/v)
PFA at 4°C for 30 min and permeabilized with Triton X 100 at 0.1% (v/v) for 30 min at 4°C.
Then, they were blocked for 1 hour in PBS 1X pH 7.4 (Gibco, Karlsruhe, Germany)
containing 1% (w/v) BSA before incubation with primary antibodies: mouse anti-human
Osteocalcin (OCN) (cat#35-5400) (Takara, Otsu, Japan), or mouse anti-human COL1Al
(cat#MO011) (Takara, Otsu, Japan) overnight at 4°C. Subsequently, cells were washed in PBS
1X pH 7.4 (Gibco, Karlsruhe, Germany) and incubated with Alexa fluor 488-conjugated
rabbit anti-mouse 1gG (cat#A11061) (Molecular Probes, Eugene, Oregon, USA) for 2 hours at
37°C. For nuclear labeling, cells were incubated with the nuclear probe DAPI (Invitrogen,
Carlsbad, CA, USA) for 30 min at room temperature and were thereafter analyzed using a
fluorescence microscope (Nikon Eclipse 80i, Japan) equipped with a digital camera (Nikon
Dxm 1200C, Japan).

2.10 Alizarin Red staining

Alizarin Red staining was performed in order to assess the level of calcium deposition
induced by the hWBMC culture. After 1, 6 and 12 days of culture, cells were fixed in 4%
(w/v) PFA. Next, cells were stained with alizarin red S (2%, pH 4.2; Millipore, Billerica, MA,
USA) for 2 min. After aspiration of the overflow, cells were washed three times with water.
Extracellular matrix staining was observed using an optical microscope (Zeiss, Axiovert 25).

2.11 Quantitative real-time polymerase chain reaction (QPCR)

Total RNA was extracted using the RNeasy Total RNA kit (Qiagen), as indicated by the
manufacturer, and 101g was used as the template for single-strand cDNA synthesis, using the
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Superscript system (cat#11904-018) (Invitrogen, Carlsbad, CA, USA). cDNA diluted at a
1:80 ratio was loaded onto a 96-well plate. Real-time PCR amplification was performed using
the SYBR-Green Supermix (Bio-Rad). Primers of the ubiquitary ribosomic protein PO, ALP,
COL1A1, Cbfal/runx2, OCN, Cx43 as previously described [50] and CD31 and vVWF as
previously described [54] were used at a final concentration of 200 nM. Data were analyzed
using iCycler 1Q software and compared by the AACT method. Q-PCR was performed in
triplicate. Results were expressed relative to gene expression levels on day 1. Data was
normalized to PO (ribosomal protein) mRNA expression for each condition and was
quantified relative to cbfal/runx2, ALP, CD31, vVWF, OCN and COL1ALl gene expression in
WHBMCs cultured alone in the matrix after 24 h, which was standardized to 1.

2.12 Ectopic implantation of tissue-engineered constructs in mice

The procedures and animal handling followed the principles of Laboratory Animal Care
formulated by the National Society for Medical Research and approved by the Animal Care
and Experiment Committee of the University of Bordeaux. Experiments were carried out in
accredited animal facilities according to European recommendations for laboratory animal
care (directive 86/609 CEE of 24/11/86). Scaffolds were seeded with hWBMCs (4x105
cells/scaffold) 1 day before implantation. Then, matrices were implanted in a dorsal
subcutaneous site of 12-week-old NOG female mice weighing 25-30 g (from the central
animal facility of the University of Bordeaux, Bordeaux, France). For each condition and for
each time of implantation, five samples were used for histological analysis. Five mice with
two matrices were used for each condition. Animals were euthanized at 3 or 8 weeks. These
time points were chosen as early and late time points of ectopic implantation in order to
provide data regarding biointegration and osteoinduction [55].

2.13 Histological analysis

At three and eight weeks post-implantation, samples were retrieved, fixed in 4 % (w/v) PFA
for 4 h at 4 °C, dehydrated and embedded in paraffin. Sections (4-5 um in thickness) were de-
paraffinized using toluene, rehydrated in decreasing concentrations of ethanol (100-50 %),
washed in distilled water and finally stained with Mayer’s Hemalum and Erythrosine
Masson’s trichrome (Invitrogen, Carlsbad, CA, USA). The samples were observed with a
Nikon Eclipse 80i microscope. The osteoid tissue area on paraffin sections was quantified
using the ImageJ software. Two slides per sample with 15 average fields were used for
quantification.

2.14 Immunohistochemistry

At 3 and 8 weeks post-implantation, samples were retrieved and fixed in 4 % (w/v) PFA for 4
h at 4 °C, dehydrated and embedded in paraffin. Sections (4-5 um in thickness) were de-
paraffinized using toluene, rehydrated in decreasing concentrations of ethanol (100-50 %) and
finally washed in distilled water. Antigen recovery was performed in TBS buffer (10mM Tris,
1mM EDTA, 0.05% Tween 20, pH 9.0) at 100°C for 20 min. Then, endogenous peroxidase
was quenched in 3% H202, in PBS, for 5 min. After washing with PBS, slides were blocked
using 3% goat serum in PBS for 30 min. For CD31 immunolabeling, incubation was
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performed overnight with a rabbit polyclonal anti-human/mice CD31 antibody (cat#ab28364)
(Abcam, Paris, France) at 4°. After two washes with PBS, the slides were incubated with the
components of the anti-rabbit ABC kit (Vector Labs), as indicated by the manufacturer, and
then revealed using DAB solution (Impact DAB; Vector Labs, Burlingame, CA, USA).
Staining was stopped in distilled water and samples were then counterstained in Mayer’s
hematoxylin and washed in running tap water for 10 min. Finally, samples were dehydrated
and mounted using Entellan. Cell species identification was achieved by an overnight
incubation at 4°C with a rat monoclonal anti-human HLA-1 antibody (cat#SM2012P) (Acris,
Herford, Germany). After two washes with PBS, the slides were incubated with the
components of the anti-rat ImmPRESS kit (Vector Labs, Burlingame, CA, USA), as indicated
by the manufacturer, and then revealed using DAB solution (Impact DAB; Vector Labs,
Burlingame, CA, USA). Counterstaining and mounting were performed as previously
described.

2.15 Statistical analysis

Data are represented as the mean + standard deviation resulting from independent
experiments. The GraphPad Prism software (GrapPad Inc., San Diego California USA) was
used for statistical analysis. For the Q-PCR analysis, the two modes of analysis of variance
(ANOVA) were performed in order to compare the mean values between groups using the
post-hoc Bonferroni test. For the histological analysis, the t test was used to compare the
mean values between groups. Differences were considered significant when p < 0.05 (*), p
<0.01 (**) or p <0.001 (***).

3. Results

3.1 Characterization of freshly-isolated human whole bone marrow cells and two-
dimensional in vitro expansion: evidence for microvascular endothelial cells

hWBMC characterization in terms of endothelial and mesenchymal cell-specific markers was
performed to establish further the components of this heterogeneous population. Six
independent samples of freshly isolated hWBMCs were processed for immunostaining and
analyzed by flow cytometry. FACS analysis showed that 9.5+/-1.0% of hWBMCs were
positive for CD73 and negative for CD34, 10.0+/-0.5% for CD105, 12.0+/-1.5% for CD271
(Figure 1A). Additionally, 6.3+/-0.2% of the population was double-positive for CD31/CD34
and 5.0+/-1.5% positive for CD146 and 8.0+/-1.5% for CD29 (Figure 1B).

The expression of these endothelial cell-specific markers was further confirmed by the
immunolabeling of CD31, vVWF and VE-Cadherin in two-dimensional hWBMC cultures, after
5 days of culture (Figure 1C, D and E). Additionally, CD31 staining revealed that labeled
cells formed a specific tubular-like network within the monolayer of hWBMC culture (Figure
1C).

3.2 Three-dimensional hWBMC cultures: evidence for spheroid formation

To establish the behavior and distribution of the hWBMCs once seeded within the 3D porous
polysaccharide-based scaffold (Figure 2A), we analyzed their fate after 24 hours of culture.
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Optical microscopy after calcein staining revealed that hWBMCs, which had been initially
seeded within the 3D structure (Figure 2B), migrated during the first hours of culture to form
well-organized spheroids (Figure 2, C-F) distributed within the pores of the material. The
aggregates measured 150 + 50 um and appeared homogeneously distributed within the pores
of the matrix.

3.3 hWBMCs develop a network positive for endothelial markers within the spheroid
formed in the 3D macroporous matrix

To evaluate the expression and distribution of endothelial specific markers within the 3D
hWBMC cultures, immunostaining for CD31 and VWF was performed after 1 day (D1), 6
days (D6) and 12 days (D12) of culture. A tube-like network was observed within the
spheroids, as shown by the labeling for CD31 and VWF (Figure 3A and B), well evidenced at
D6 and D12 in the cell aggregates for vVWF labeling (Figure 3B and C). The presence of
vascular endothelial cells was further confirmed by the quantification of CD31 and vVWF gene
expression from day 1 to day 12 in the 3D cultures (Figure 3D and E). Gene expression
evaluation revealed a peak of expression of these two endothelial-specific markers after 6
days of culture within the matrices (Figure 3D and E).

3.4 hWBMC spheroid formation contributes to increased Cx43 expression

Since the 3D culture of hWBMCs within the matrix revealed a specific organization in
spheroids, we assessed the expression of Cx43, a major actor of cell-cell communication in
GAP junction protein family, after 1, 6 and 12 days of the 3D culture. Specific punctuated
labeling of Cx43 appeared after 6 days of culture and was further evidenced after 12 days of
culture. Cx43-positive cells were found in close proximity to vVWF-positive cells (Figure 3C,
D12). The quantification of Cx43 gene expression within the 3D matrices over time indicated
a significant increase in the expression of this GAP junction protein from days 1 to day 12.
Indeed, a 5-fold over-expression of Cx43 mRNA was obtained after 12 days of culture as
compared to day 1 (Figure 3F).

3.5 hWBMCs within spheroid conformation express bone-specific markers

We then assessed the ability of hWBMCs to express osteoblastic markers and to undergo
osteoblastic phenotype differentiation within the 3D scaffold. The analysis of bone-specific
markers in hWBMCs cultured within the 3D matrices was first qualitatively evaluated by
cytochemistry for alkaline phosphatase (ALP) activity, immunostaining for type 1 collagen
and osteocalcin and alizarin red staining, on days 1 to 12 (D1 to D12), (Figure 4A, B, C and
D, respectively). The spheroids formed within the 3D matrix exhibited ALP activity and were
positive for type | collagen during the time of culture (i.e. from day 1 to day 12; Figure 4A
and B). Osteocalcin (OCN) expression was shown at 1, 6 and 12 days of culture (Figure 4C).
Alizarin red staining showed an increased calcium deposition over the time of culture that was
associated with the cellular aggregates (Figure 4D). Additionally, the gene expression of
bone-specific markers (i.e. cbfal/runx2, ALP, Col1Al and OCN) was quantified in hWBMCs
cultured within the 3D scaffold for 1, 6 and 12 days. Cbfal (a master gene for bone
differentiation), expression was shown to increase during time of culture, up to a 3 fold
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increase at day 12, compared with day 1 (Figure 5A). Both ALP and Col1A1 gene expression
showed a peak at day 6 of culture. A significant decrease at day 12 was observed for ALP and
Col1A1l, but still with levels remaining significantly higher compared to day 1 (Figure 5B and
C). There was a significant steady increase in the gene expression of the late osteoblastic-
specific marker OCN from day 1 until day 12 (Figure 5D).

3.6 3D cultures of hWBMCs promote osteoid formation ectopically

The potential of these tissue-engineered constructs for promoting bone formation was
evaluated after 3 and 8 weeks upon subcutaneous implantation in NOG mice by histological
analysis using Masson’s Trichrome staining. Empty scaffolds did not reveal any osteoid
formation or vascularization inside the implants (Figure 6A-1 and 6A-2) both at 3 weeks and
8 weeks post-implantation. On the other hand, scaffolds seeded with hWBMCs (Figure 6B-1)
presented a vascular network mainly around the implant (Figure 6B-2) and an osteoid tissue
formation (Figure 6B-3) at 3 weeks post-implantation. After 8 weeks of implantation, the
scaffolds seeded with hWBMCs (Figure 6C-1) exhibited vessels that invaded the scaffold
(Figure 6C-2). Additionally, the amount of osteoid tissue formed increased in comparison
with the 3-week time point (Figure 6C-3). Semi-quantitative image analysis showed a
significant increase in the osteoid surfaces, the average size of the osteoid surfaces and the
average fraction of the osteoid surfaces at 8 weeks as compared to 3 weeks (Figure 6D, 6E
and 6F, respectively).

3.7 3D cultures of hWBMCs within the matrix promote formation of blood vessels and
partially incorporated in autologous blood vessels

To assess the angiogenic potential of this tissue-engineered construct, the number of blood
vessels was assessed both outside and inside the region of the implanted materials (Figure 7A-
1 to 7A-3) by CD31 immunostaining. The outside region corresponds to the tissue in the
vicinity of the implanted scaffold. CD31 immunolabeling showed that blood vessels and
capillary structures were formed in the vicinity and inside the matrix (Figure 7B-1 to 7C-2) at
both time points. When quantified, more vessels were observed outside the materials than
inside the scaffold (Figure 7D). Interestingly, the number of vessels significantly increased
with time of implantation both outside and inside the matrix (Figure 7D).

The fate of the human cells after implantation was analyzed with human HLA-I specific
immunolabeling. Cells positive for human HLA-1 were observed in the vicinity of the
material in structures resembling blood vessels (Figure 7E-1 and F-1, for 3 and 8 weeks,
respectively). Additionally, the cellular aggregates were maintained for up to 8 weeks inside
the scaffolds, as demonstrated by the HLA-I positive cells inside the materials (Figure 7E-2
and F-2, for 3 and 8 weeks, respectively).

4. Discussion

In this work, we focused on a further characterization of whole bone marrow cells and tested
their potential to induce bone and vessel formation when seeded within a 3D matrix, without
selection and 2D cell expansion. We found that the biodegradable natural scaffold composed
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of pullulan and dextran is an appropriate 3D microenvironment for promoting i) the
maintenance of these human bone marrow cells, ii) a specific cellular organization in
spheroids promoting cell interactions and the establishment of junctional communications, iii)
the activation of endothelial and osteoblastic markers and iv) the formation of a microvascular
network within the spheroids, observed in vitro and in vivo, after ectopic implantation in
mice.

For many years, bone marrow extracts have been used for treating non-union gaps in
orthopedic surgery. However, the understanding of the cellular interplay involved in the
coupling between angiogenesis and osteogenesis remained elusive. Recently, the interplay
between mesenchymal stem cells and endothelial cells was reviewed [56]. This study shed
light into the underlying mechanisms whereby MSCs promote or inhibit neo-angiogenesis and
into the interactions between MSCs and ECs in various physio-pathological conditions and in
tissue regeneration. Endothelial cells derived from bone marrow have been shown to produce
angiocrine factors that promote organ recovery and restore normal organ function, including
bone tissue function [57].

Numerous studies have reported the use of multipotent MSCs as promising candidates to
support bone formation and vascularization of tissue constructs. However, in tissue
engineering applications, a common strategy consisted in the isolation of autologous
mesenchymal stem cells (MSCs) from bone marrow samples before their seeding within a
scaffold [58]. Yet owing to the pre-selection of cells, these cultures were deprived of
interactions with the other cell types present in the whole bone marrow suspension, such as
cells from the hematopoietic compartment. In addition to MSCs, endothelial cells or their
progenitors from different sources (e.g. peripheral blood, cord blood) have been shown to
promote successfully the formation of vessels and thus directly contribute to the formation of
an intrinsic microvasculature within the implants. However, their application in clinical
practice is hampered owing to the difficulties of co-culturing both autologous cell types from
different sources, after their respective isolation and amplification, as shown by the limited
number of clinical trials reported in the literature for bone tissue regeneration.

In this work, we confirmed the potential of whole human bone marrow as a candidate for
bone tissue engineering for promoting both vasculature and bone formation. The
characterization of cells from bone marrow by flow cytometry revealed that they express
typical MSC markers such as CD73, CD105, CD271 and are negative for CD45, the latter
being a hematopoietic stem cell marker. Additionally, we also detected a population
expressing CD31, CD34, CD146 and CD29, which are typical EC markers. These markers are
commonly used for bone marrow characterization either by positive or negative selection
[59]. Our flow cytometry results reflect the variable proportion of MSC cells detected among
different patients and are consistent with previous reports [2, 60-62]. The existence of an
endothelial microvascular population from human bone marrow (HBMECs) and their
subsequent purification has already been described [63], but the corresponding quantification
and characterization were not undertaken.
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While hWBMCs formed a multilayer with time of 2D culture, they were organized in
spheroids up to 24 hours of 3D culture that were distributed within the pores of the matrix
when seeded in a polysaccharide-based scaffold. Here, we used a macroporous hydrophilic
matrix composed of natural polysaccharides. Owing to their biochemical similarity with the
extracellular matrix and inherent biocompatibility, pullulan and dextran are relevant
candidates for the formation of tissue engineering constructs able to support cell viability and
differentiation [47, 64]. Both have recently been used as a bioactive scaffold for human bone
marrow mesenchymal stem cells co-cultured or not with human endothelial progenitor cells
[50]. This 3D macroporous structure was prepared in the absence of organic solvents by the
cross-linking of the biopolymers. This matrix exhibited interconnected pores and different
porosities, key factors for improving cell migration and allowing the formation of blood
vessels inside the scaffold. One of the main features of these matrices is their ability to
support cellular interactions and to promote the formation of cell clusters. Our previous work
showed that human bone marrow stromal cells co-cultured with endothelial progenitor cells
from cord blood also generated spheroids in the same scaffold [50].

3D spheroids have been extensively used in the field of angiogenesis [65-67]. In particular,
when spheroid-based engineering of a human vasculature was performed in mice, endothelial
cells (ECs) could be grafted as spheroids into a matrigel-fibrin matrix and gave rise to a
complex three-dimensional network of human neovessels connected to the mouse circulation
[66]. The authors developed a quantitative spheroid-based EC transplantation technique for
the formation of durable vascular networks in vivo. Several approaches for generating cell
spheroids have been described in the literature, including the hanging drop technique [68], the
carboxymethylcellulose technique [66] and the liquid overlay method [69]. In this study, we
used a simple biocompatible macroporous matrix that promotes the spontaneous formation of
spheroids measuring 50 to 200 um homogeneously distributed through the pores of the
matrix. Moreover, they led to the formation of CD31-positive vascular structures that were
well evidenced after 12 days of culture. Von Willebrand factor staining confirmed the
presence of differentiated endothelial cells, mainly in the periphery of the spheroids after 12
days of 3D culture.

Other scaffolds used for bone tissue engineering, such as polyurethane [25], polycaprolactone
starch scaffold [70], polylactic acid [71] seeded with co-cultures of endothelial cells and
osteoblastic cells from different sources and at different stages of cell differentiation, have
been shown to support the formation of tube-like structures and vessel-like formation. Here,
3D culture with hWBMCs induced the conformation of aggregates, unlike the conformation
observed with the two-dimensional monolayer cultures of hWBMCs, which led to a tubular—
like network formed by CD31 or vVWF positive cells. Indeed, within the 3D matrix, tubular
structures were restricted to the spheroids, and in some cases networks between two or more
spheroids could be observed.

In our study, spheroid aggregation allowed cell stabilization during the first day of culture and
improved physiological conditions due to augmented cell-to-cell contact formation.
Moreover, the spheroids formed exhibited an increasing expression of connexin43, a major
protein involved in gap junctional communication that plays a key role in bone cell
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differentiation [72]. Connexin 43-positive labeling was evidenced at day 12 and was found
close to the CD31-positive vascular structures, strongly suggesting its effect in cell
differentiation towards osteoblastic lineage. However, the identity of these labeled cells
remains elusive. Cell-to-cell contacts observed with hWBMC cultures were also shown for
co-cultures of MSCs and PDECs in the same scaffold. The key role of this protein in bone cell
differentiation was previously demonstrated with the use of inhibitory peptides for Cx43 [50].

Cell-to-cell contact drives fundamental events for cell phenotype establishment. It is widely
thought that the spheroid 3D microenvironment markedly influences the behavior and
function of the incorporated stem cells. Our findings demonstrate that hWBMC cultures in 3D
spheroids and within the matrix possess the ability to differentiate into microvascular
endothelial cells. The fact that CD31 and VWF in vitro expression decreased between day 6
and day 12 could suggest a senescence of these human microvascular endothelial cells, which
are present in the whole bone marrow fraction, over the long-term culture period in vitro.
Although spheroidal aggregation may protect cells from apoptosis, they could not survive in
static culture conditions, since the diffusion of oxygen and nutrients in static conditions is
probably limited within the scaffolds and the spheroids [73, 74] in static cultures.

Regarding the fate of MSCs and their orientation to the osteoblastic lineage, quantitative
analysis performed by g-PCR confirmed the increased expression of all bone-specific markers
for hWBMCs cultured within the matrix, with expression profiles in accordance with the
corresponding bone markers. Cbfal, an early bone-specific marker, was over-expressed from
day 1 to day 12 in the hWBMC culture. Maximal stimulation of ALP mRNA, an early bone
marker, occurred after 6 days of 3D culture and then decreased. The same expression pattern
was observed for CollAl. Both genes are early markers for bone differentiation what might
explain the gene expression peak at 6 days of culture and the subsequent decrease at day 12.
The late osteoblastic marker OCN involved in matrix mineralization showed an increased
expression from day 1 to day 12 in hwBMC cultured cells. The calcium deposition in the
matrix confirmed the mineralization of the ECM. Cytochemical analysis, immunostaining of
bone markers and their quantitative analysis confirmed that this tridimensional cellular
conformation was able to sustain the expansion and differentiation of osteogenic cells arising
from hWBMCs without the need for preliminary 2D selection or expansion cultures.

Ectopic implantation of the matrix loaded with hWBMCs validated the suitability of the
spheroidal structures to support bone and vessel formation in vivo. Osteoid formation
increased with time of implantation from 3 to 8 weeks. Importantly, we also demonstrated
that hWBMC spheroid-seeded scaffolds supported an increased vascularization in the
periphery of the scaffold and inside the matrix with time of implantation. The role of the
hWBMCs loaded within the matrix and their impact in the neovascularization process of the
implant was assessed by immunolabeling a specific human marker (i.e. HLA-I). Human cells
were detected in the aggregates after 8 weeks of implantation inside the scaffold, suggesting
their contribution to bone formation and/or the vascularization of the tissue. In addition,
positive cells associated with vessels were observed in the periphery of the implants.
However, the exact role of these human cells loaded in this scaffold for tissue regeneration
and their potential interactions with the murine cells remain unknown. Scaffolds seeded with
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hWBMCs may contribute to the vascularization of the implant by the release of growth
factors, including chemoattractive factors and angiogenic factors, thereby facilitating the
recruitment of cells inducing in vivo the formation of new vessels arising from the host cells.
Additionally, further studies considering the use of this approach in a bone defect are
underway, aiming to confirm the potential of this cell source, in combination with the selected
biomaterial, to improve bone regeneration.

5. Conclusion

This study demonstrates that the human whole bone marrow cell population, without
preliminary isolation or two-dimensional expansion, can be used directly after extraction for
the development of a bone regeneration and vascularization strategy, once seeded in an
appropriate bioactive matrix. The ability of the 3D matrix to promote spheroids spontaneously
contributes to the formation of a vascularized tissue. This approach is therefore suitable for
improving the efficacy of MSC-based vascularization strategies in tissue-engineering
applications without the need for preliminary 2D or 3D cultures, enabling a simplified
approach with higher potential to reach the bedside.
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Figure 1. Flow cytometry analysis and immunolabeling of hWBMCs in 2D culture.

(A) Flow cytometry characterization of one freshly isolated hWBMC for mesenchymal
lineage (CD73" and CD34" (9.5+/-1.0%), CD105" (10.0+/-0.5%) and the CD271" (12.0+/-
1.5%) (B) Flow cytometry characterization of one freshly isolated hWBMC for endothelial
lineage (CD31" and CD34" (6.3+/-0.2%), CD146" (5.0+/-1.5%) and the CD29" (8.0+/-1.5%))).
Six independent experiments were performed. (C) hWBMC immunocytochemistry for CD31
(in red), (D) Von Willebrand factor (in green) and (E) VE-cadherin (in red) at day 5 of 2D
culture. Nucleus stained with DAPI.

Figure 2. Spheroid formation within 3D matrix.

(A) Brightfield image of macroporous matrix after hydration with PBS at day 0 (D0). (B)
Brightfield image of macroporous matrix after hWBMC seeding at day 0 (D0). (C, D and F)
Calcein assay of hWBMCs after 1 day (D1) of culture within the macroporous matrix at
different magnification. (E) Brightfield image of macroporous matrix after seeding with
hWBMCs at day 1 (D1).
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Figure 3. Immunolabeling and quantitative gene expression for endothelial specific
markers of hWBMCs. Connexin 43 immunolabeling and quantitative gene expression in
hWBMC:s.

(A) CD31 (in red) and (B) Von Willebrand (vVWF) factor (in green) immunolabeling after 1
(D1), 6 (D6) and 12 days (D12) of culture within the 3D polysaccharide-based scaffold.
Nucleus stained with DAPI. (C) Von Willebrand factor (vWF, in red) and Connexin 43
(Cx43, in green) immunolabeling after 1 (D1), 6 (D6) and 12 days (D12) of culture, within
the 3D polysaccharide-based scaffold. Nucleus stained with DAPI. (D) Quantitative gene
expression of CD31 and (E) VWF in hWBMCs after 1 (D1), 6 (D6) and 12 days (D12) of
culture within the 3D polysaccharide-based scaffolds. (F) Quantitative gene expression of
Cx43 in hWBMCs after 1 (D1), 6 (D6) and 12 days (D12) of culture within 3D
polysaccharide-based scaffolds. Four independent experiments were performed. * and ***
denotes p<0.05 and p<0.001, respectively.
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Figure 4. Immunolabeling of bone-specific markers in hWBMC 3D cultures.

(A) ALP cytochemistry detection after 1 (D1), 6 (D6) and 12 days (D12) of culture within the
3D polysaccharide-based scaffold. (B) Collagen type | (COL1AL, stained in green) and (C)
osteocalcin (OCN, stained in green) immunolabeling after 1 (D1), 6 (D6) and 12 days (D12)
of culture within the 3D polysaccharide-based scaffold. (D) Alizarin red staining of matrices
after 1 (D1), 6 (D6) and 12 days (D12) of culture was performed to assess level of calcium
deposition (in red).
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Figure 5. Quantitative analysis of bone-specific gene expression.

(A) Quantitative gene expression of Cbfal, (B) ALP, (C) COL1A1, (D) OCN in 3D cultures
of hWBMCs after 1 (D1), 6 (D6) to 12 days (D12). Four independent experiments were
performed. *, ** and *** denotes p<0.05, p<0.01 and p<0.001, respectively.
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Figure 6. Subcutaneous implantation in mice of matrices seeded with hWBMCs:
histological and quantitative analysis.
Masson’s trichrome staining of histological sections at 3 and 8 weeks of implantation of
cylinders without cells (A-1 and A-2, for 3 and 8 weeks, respectively) 6 mm diameter and 2
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mm thickness, and at 3 (B-1) and 8 weeks (C-1) seeded with hWBMCs. Representative
images of vascular structures (B-2 and C-2, for 3 and 8 weeks, respectively) and osteoid
tissue (B-3 and C-3, for 3 and 8 weeks, respectively). Quantification of osteoid surface (D),
average size of osteoid surface (E) and average fraction of osteoid surface (F) from images
obtained at both time points (_]: 3 weeks of implantation; [JJ: 8 weeks of implantation). Data
presented as means + standard deviation for n=5 samples (scaffolds) for each group. **
denotes a statistically significant difference between groups, p<0.01.
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Figure 7. Subcutaneous implantation in mice of matrices seeded with hWBMCs:
immunohistochemistry for CD31 and HLA-I.

(A-1) Schematic representation of the two areas defined for the immunohistochemistry
analysis of the decalcified transversal sections of the subcutaneously implanted matrix loaded
with hWBMC:s: the interior and exterior are well defined as evidenced by comparison of the
schematic representation (A-2) and matrix imaging (A-3). Representative zone of CD31
immunolabeling of sections after 3 weeks (B-1 and B-2, for outside and inside, respectively)
and 8 weeks (C-1 and C-2, for outside and inside, respectively) of subcutaneous implantation
of matrices loaded with hWBMCs. (D) Quantification of the number of vessels inside and
outside the scaffold ((_]: 3 weeks of implantation; [J|: 8 weeks of implantation). Data are
presented as means + standard deviation for n=5 samples (scaffolds) for each group. ***
indicates a statistically significant difference between groups, p<0.001. Representative zone
of human HLA-I immunolabeling of sections after 3 weeks (E-1 and E-2, for outside and
inside, respectively) and 8 weeks (F-1 and F-2, for outside and inside, respectively) of

Outside the scaffold Inside the scaffold
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subcutaneous implantation of matrices loaded with hWBMCs.
C. Conclusions

Nous avons pu, dans ce travail, mettre en évidence, I'intérét d’utiliser la fraction totale de
moelle osseuse sans isolement et amplification cellulaire en 2D, pour favoriser
I'angiogenese et la formation osseuse en 3D.

Le but de cette étude a été dans un premier temps de caractériser les populations
multicellulaires présentes dans cette suspension et principalement le lignage
mésenchymateux et endothélial. Dans un deuxieme temps, nous avons évalué les capacités
ostéogéniques et angiogéniques de la fraction totale de moelle osseuse dans une culture in
vitro, puis in vivo aprés implantation en site ectopique.

La présence de ces deux lignages a été identifiée par cytométrie en flux. La population de
cellules mésenchymateuses a été caractérisée a I'aide des marqueurs CD73, CD105 et
CD271. La population des cellules du lignage endothéliale a été caractérisée a I'aide des
marqueurs CD31, CD34, CD146 et CD29. Une fois ensemencée au sein de la matrice de
polymeéres décrite dans les deux premiers articles, la population multicellulaire s’organise
sous forme d’agrégats multicellulaires intégrés dans les pores de la matrice de la méme
facon que dans les études précédentes (Article 1 et Article 2).

Ce microenvironnement 3D favorise la différenciation ostéoblastique des cellules de la
moelle osseuse et permet la formation et le maintien d’'un pseudo réseau vasculaire in vitro
au cours du temps. De facon plus précise, cette culture tridimensionnelle stimule
I’expression des marqueurs ostéoblastiques (PAL, Col1A1, Cbfal, OCN) pendant les 12 jours
de culture et la production d’une matrice extracellulaire minéralisée. De plus, nous avons pu
observer la formation d’un pseudo réseau vasculaire au sein des agrégats cellulaire présents
dans cette matrice. Le réseau vasculaire étant caractérisé par un marquage spécifique du
CD31 et du vVWF.

Par la suite, I'implantation en sous-cutané chez la souris Nog révéle la formation d’un tissu
osseux vascularisé apres 3 et 8 semaines. L'immunohistochimie du CD31 ainsi que le
marquage de [|‘antigéne humain HLA révelent également la présence de cellules
endothéliales humaines dans le réseau vasculaire formé en périphérie et au centre de
I'implant.

En conclusion, ce travail met en lumiere |'utilisation potentielle de la moelle osseuse
humaine autologue pour les stratégies de régénération d’un tissu osseux vascularisé, en
mettant l'accent sur une approche thérapeutique et chirurgicale simplifiée applicable en
clinique.
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L’ensemble de nos résultats nous aura permis de mettre en évidence I'intérét de la culture
des cellules souches mésenchymateuses humaine de la moelle osseuse (HBMSCs) dans un
environnement tridimensionnel (3D) et plus particulierement au sein d’'une matrice
macroporeuse de polysaccharides par rapport a une culture « classique » en 2D.

Depuis des années, I'adhérence et I'étalement cellulaire était un pré-requis nécessaire a
I’établissement de signaux cellulaires. Or, depuis peu, la culture de cellule dans des
structures 3D, répond aux critéres physiologiques d’un tissu. Dans ce travail, la culture des
cellules souches mésenchymateuses de la moelle osseuse au sein de la matrice 3D
combinant du pullulane et du dextrane, permet de créer un microenvironnement structurel
et biochimique propice aux HBMSCs et a l'orientation de leur phénotype vers le lignage
ostéoblastique. Cette matrice peut ainsi servir de support a la culture des cellules en 3D mais
également de vecteur cellulaire pour des applications précliniques en ingénierie tissulaire
osseuse.

En ingénierie du tissu osseux, des cellules sont associées a des matériaux 3D servant de
support aux cellules lors de leur culture.

Les cellules ensemencées et cultivées dans une culture dite « classique » en 2D forment
généralement une monocouche cellulaire. Cette configuration peut limiter les interactions et
les échanges cellule-cellule par [I'établissement de jonctions adhérentes et/ou
communicantes. La matrice 3D macroporeuse induit dans ce travail la formation de
complexes multicellulaires, appelés agrégats, organisés en sphéroides distribués de facon
homogene au sein des pores de la matrice de polysaccharides. Cet assemblage cellulaire
tridimensionnel favorise les contacts entre cellules via des protéines jonctionnelles, comme
le montre la surexpression protéique et génique de la Connexine 43 chez les HBMSCs, par
rapport aux mémes cellules en culture 2D.

De plus, la formation de ces agrégats cellulaires permet également de stimuler Ia
différenciation ostéogénique, révélée par I'expression des marqueurs de différenciation
ostéoblastique précoces (ALP, COL1A1) et tardifs (OCN, Cbfal/Runx2). Ces marqueurs de
différenciation étaient absents dans la culture en 2D des HBMSCs durant la méme période
de culture. La configuration 3D permet également d’induire la production d’une matrice
extracellulaire minéralisée, elle aussi absente dans la monocouche cellulaire de HBMSCs.

Cet environnement matriciel et cette conformation cellulaire sous forme d’agrégats activent
dans tous les cas le dialogue intercellulaire, qu’il soit homotypique ou hétérotypique. Parmi
les modes de communication cellule-cellule qui peuvent étre sollicités, nous nous sommes
intéressés dans un premier temps a I'étude des Pannexines 1 et 3 dans les HBMSCs, en
comparant une culture 3D et 2D au cours du temps. Dans un second temps, nous avons
étudié principalement la communication des jonctions communicantes de type GAP, et plus
particulierement la fonction de la Connexine 43, pouvant intervenir entre les mémes types
cellulaires (entre HBMSCs) et/ou entre deux types cellulaires différents (entre HBMSCs et les
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cellules du lignage endothéliale). L'un des aspects majeurs de ce travail a été d’identifier le
role de la Cx43 dans la régulation de la différenciation ostéoblastique des HBMSCs au sein de
la communication ostéo-endothéliale en 3D.

Nous avons décrit l'influence de la culture 3D des HBMSCs sur la surexpression des
Pannexines par rapport a une culture en 2D. La Pannexine 1 est trés majoritairement
exprimée dans les agrégats cellulaires. D’autre part, nous avons observé une corrélation
entre la surexpression de la Pannexine 3 et I'expression des marqueurs de différenciation
ostéoblastique chez les HBMSCs. Cette surexpression de la Pannexine 3 s’accompagne
également de la surexpression de la Connexine 43. L’environnement 3D de cette matrice de
polymeéres favorise ainsi les jonctions intercellulaires de type GAP et celles sollicitant
I'activité des Pannexines.

Le role de la Pannexine 1 dans ce travail a été révélé par I'utilisation d’inhibiteurs spécifiques
de cette protéine, un inhibiteur pharmacologique et un peptide mimétique. Nous avons
démontré que la Pannexine 1 était impliquée dans la compaction des agrégats cellulaires et
gue cette compaction n’avait a priori pas d’influence sur la différenciation des HBMSCs vers
le phénotype ostéoblastique. Par ailleurs, I'inhibition de la Pannexine 1 par un peptide
mimétique induit une surexpression de la Connexine 43 au bout de 4 jours de culture au sein
de la matrice de polysaccharides. Cette surexpression pourrait étre le reflet d’une
compensation d’expression de la protéine des jonctions GAP en réponse a 'inhibition de la
Pannexine 1. Il serait intéressant de définir les interactions entre ces deux jonctions
communicantes ainsi que les voies de signalisation qui sont couplées dans ces deux types de
jonctions intercellulaires.

Concernant la fonction de la Pannexine 3, une étude complémentaire semble nécessaire afin
de déterminer plus précisément son role et son implication dans la différenciation des
HBMSCs vers le lignage ostéoblastique en 3D. Nous aurons recours pour ce faire a une
stratégie antisens.

Dans la deuxieme partie de ce travail, nous avons utilisé une stratégie de pré-vascularisation
in vitro des matrices de polyméres par des précurseurs ostéogenes et angiogenes. Les
cellules endothéliales, utilisées comme composante endothéliale, sont des cellules
progénitrices (PDECs) issues du sang de cordon ombilical. Ces cellules associées aux HBMSCs
vont permettre de favoriser la formation d’un pré-réseau vasculaire.

Dans ce systéme in vitro de co-culture 3D, le phénotype ostéoblastique des HBMSCs est
stimulé vers le lignage ostéoblastique par la présence de ces progéniteurs endothéliaux. De
la méme facon que dans les mono-cultures de HBMSCs en 3D, la communication entre les
deux types cellulaires a été démontrée par l'inhibition de la Connexine 43 par un peptide
mimétique spécifique (43GAP27).

Lors de cette inhibition, nous avons observé une diminution d’expression génique de la VE-
Cadhérine, protéine responsable des jonctions adhérentes entre les cellules endothéliales.
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La protéine composante des jonctions GAP pourrait donc avoir aussi un réle dans la mise en
place ou le maintien des jonctions adhérentes des cellules endothéliales. De méme,
I'inhibition de la Cx43 abolit I'effet positif de la co-culture et entraine une diminution de tous
les marqueurs de différenciation ostéoblastique.

Cependant, l'inhibition de la Cx43 sur la différenciation ostéoblastique n’est pas totale. Il
existe donc probablement d’autres voies de communication qui permettent de contrdler la
différenciation des HBMSCs en co-culture, telle que la production de facteurs de croissance
ostéogene et angiogene. Leurs mécanismes précis restent donc a élucider.

Dans ce contexte d’ingénierie tissulaire et de thérapie cellulaire, I'idéal serait de disposer de
la méme source biologique pour les deux types cellulaires. Néanmoins, comme cela a pu étre
déja décrit, 'utilisation de deux composantes cellulaires pour I’élaboration d’'un produit
d’ingénierie tissulaire souléve d’importantes limites pour une application clinique.

De nombreuses études publiées depuis de nombreuses années démontrent que la moelle
osseuse contient a la fois des cellules microvasculaires, capables de former un pseudo
réseau vasculaire dans une culture en 2D et des cellules mésenchymateuses.

La derniére partie de ce travail de thése a été consacrée a I'étude du devenir de la fraction
totale de moelle osseuse humaine dans la matrice 3D de polysaccharides. Les principaux
résultats ont montré in vitro la formation d’un pseudo réseau vasculaire (positif pour le CD31
et le facteur de von Willebrand) et I'expression de marqueurs de différenciation
ostéoblastique. Les structures vasculaires se développent et se ramifient au cours du temps
dans les agrégats cellulaires formés au sein des pores de la matrice macroporeuse. Ces
agrégats multicellulaires expriment tous les marqueurs du phénotype ostéoblastique
(COL1A1, OCN, ALP, Cbfal). La minéralisation de ces agrégats apparait trés précocement
avec une matrice minéralisée positive a la coloration au rouge Alizarine.

Dans tous les cas, |'association de ces deux lignages cellulaires sans expansion ni
amplification préalable, au sein d’une matrice pertinente, pourrait ouvrir d’importantes
perspectives dans les techniques d’ingénierie du tissu osseux, principalement pour les pertes
massives d’os ou la vascularisation du tissu néoformé reste a ce jour la principale limite des
techniques existantes.

Ces données in vitro et in vivo confirment l'intérét d’utiliser extemporanément cette
suspension de moelle osseuse humaine pour générer un tissu osseux vascularisé.

Une autre source cellulaire qui parait jouer une fonction similaire est la fraction stromale
vasculaire issues du tissu adipeux. Néanmoins, la suspension provenant de la moelle osseuse
offre également la composante hématopoiétique qui n’a pas été étudiée dans ce travail et
qui joue pourtant un réle majeur dans les processus d’ostéoformation. De plus, la moelle
osseuse est naturellement riche en facteurs de croissance, en facteurs ostéogéniques et en
facteurs angiogéniques. Enfin, la fraction stromale vasculaire nécessite, avant son utilisation
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une étape de digestion enzymatique du tissu adipeux afin de la séparer de la fraction
adipocytaire.

L'une des perspectives de ce travail sera de placer les matrices de polyméres cellularisées au
sein d’un bioréacteur a perfusion afin de faciliter une meilleure circulation des nutriments,
une oxygénation plus importante et I’élimination des déchets métaboliques cellulaires. La
culture dynamique pourra également renforcer les interactions cellule-cellule, notamment
par la transmission des contraintes mécaniques en signal biochimique par I'intermédiaire
des jonctions communicantes et la Connexine 43.

En ce qui concerne les modeles expérimentaux utilisés dans ce travail, nos efforts se sont
concentrés sur des modeles ectopiques chez la souris afin d’étudier le potentiel
ostéoconducteur de la matrice cellularisée ainsi que le devenir des cellules humaines lors du
processus d’ostéogénese et de vascularisation.

Le modele ectopique chez la souris Nude a permis de montrer que :

La co-culture de HBMSCs et d’EPCs améliore la cinétique de néoformation osseuse et
la quantité de vaisseaux néoformés.

L’'ensemencement extemporanément de la suspension totale de moelle osseuse
humaine conduit a un résultat similaire de vascularisation et de régénération osseuse.

Un marquage des vaisseaux sanguins (CD31) ainsi qu’une détection de I’antigene HLA
humain a permis de mettre en évidence la présence de structures vasculaires d’origine
humaine a l'intérieur de la matrice ainsi qu’en périphérie de lI'implant au bout de 8
semaines. Ceci démontre le maintien des cellules humaines au cours du temps dans le
biomatériau ainsi que la participation des cellules humaines au processus de formation
osseuse et de vascularisation en site ectopique.

La perspective de ce travail sera d’utiliser un modele orthotopique chez le petit animal
comme le modéle de lésion osseuse au niveau du condyle fémoral.

En conclusion générale de ce travail, le succés des stratégies d’ingénierie cellulaires repose
au moins sur les parameétres suivants :

@® Disposer d’'une matrice 3D capable de véhiculer les cellules ostéogéniques et
vasculaires.

® Disposer d’une source cellulaire pertinente qui réponde au mieux aux aspects
réglementaires en vu d’applications cliniques.

® Privilégier les mécanismes d’interactions cellulaires entres les cellules de
différents lignages pour promouvoir la régénération tissulaire.
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Ce travail a été limité a l'ostéogenése et la vascularisation ouvre d’importantes
perspectives de recherche fondamentale et expérimentale sur le role du
microenvironnement matriciel pour régénérer des tissus vascularisés et sur la fonction du
tissu hématopoiétique sur I’ostéogeneése telles que :

® Disposer de modeéles précliniques pertinents répondant aux besoins cliniques
identifiés.

@ Utiliser des techniques d’investigation a haute résolution permettant d’analyser
de fagon longitudinale les tissus néoformés.

Enfin, cette stratégie de régénération osseuse s’appuie en partie sur l'utilisation d’une
composante cellulaire. La stratégie « sans cellules » peut offrir un intérét potentiel pour
I'ingénierie tissulaire pour des questions réglementaires, mais la condition requise sera de
disposer d’une matrice structurée, modifiée, fonctionnalisée et qui devra répondre aux
cahiers des charges d’un substitut osseux.
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