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Les nombreuses avancées dans le domaine des biomatériaux ont permis l’émergence 

d’une nouvelle discipline qui combine aux biomatériaux des cellules et des signaux 

biochimiques : l’ingénierie tissulaire (Figure 1). L’ingénierie tissulaire, telle que définie 

par R. Langer et J.P. Vacanti, est le champ disciplinaire regroupant l’ingénierie et la 

biologie, qui permet nt le développement de substituts biologiques dont la vocation est 

de restaurer, de maintenir ou d’améliorer la fonction d’un tissu (Langer and Vacanti, 

1993). 

 

Figure 1 : Les trois piliers de l’ingénierie tissulaire (Ohba et al., 2009). 
L’ingénierie tissulaire est le champ disciplinaire où sont réunis biomatériaux, cellules et signaux biochimiques, dans 
le but de développer ou de remplacer un tissu.  

Si le but premier de l’ingénierie tissulaire est donc de remplacer et de réparer des 

tissus ou organes abimés (voie thérapeutique), l’autre pendant de cette discipline est 

le développement de modèles in vitro de tissus vivants permettant de mieux 

comprendre leur physiologie (voie expérimentale). In vivo, les cellules évoluent dans 

un microenvironnement complexe et tridimensionnel. Paradoxalement, la majeure 

partie de nos connaissances sur la physiologie cellulaire est issue d’expériences 

réalisées sur des cellules cultivées sur du plastique et en deux dimensions. Ces 

différences ne peuvent qu’avoir une influence sur le comportement des cellules qui 

n’entretiennent plus les mêmes relations spatiales entre elles, ainsi qu’avec leur 

environnement. Le développement de modèles de culture cellulaire osseuse en trois 
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dimensions (3D) devient alors indispensable afin de se rapprocher des conditions in 

vivo et ainsi mieux comprendre la physiologie cellulaire dans un environnement à la 

fois simplifié et contrôlé. Si des études ont déjà été réalisées au sein de substrats 

macroarchitecturés, c’est-à-dire au sein de structures supérieures à 100 µm, leur 

architecture est très souvent difficlement contrôlée, en raison des techniques de 

fabrication utilisées (lyophilisation, agent porogène, ...). Le développement des 

procédés de fabrication additive, communément appelée impression 3D, permet 

désormais une standardisation et la personnalisation des biomatériaux, avec un taux 

de reproductibilité élevé. A l’heure actuelle, les quelques études pertinentes se sont 

focalisées uniquement sur le dépôt de matrice extracellulaire ou n’ont que près peu 

investigées le devenir des cellules osseuses au sein de telles structures. 

Afin d’étudier l’influence de la macroarchitecture du substrat sur la différenciation 

ostéoblastique, des céramiques en phosphate de calcium à architecture contrôlée ont 

été développées au sein de notre laboratoire. Une première étude a été entreprise sur 

des substrats en relief macroarchitecturés, présentant des sillons de différentes 

géométries. Ces travaux nous ont permis d’observer et de comprendre les 

mécanismes impliqués dans la réponse des cellules vis-à-vis des différentes 

macrostructures. Les résultats obtenus sont décrits dans deux articles, présents dans 

la première et seconde partie des Travaux réalisés. Afin de poursuivre ces 

investigations dans des conditions plus proches de l’in vivo, un modèle de culture 

cellulaire 3D a été développé au sein du bioréacteur BOSE ElectroForce® 5270 

BioDynamic®. Celui-ci permet d’explorer les interactions cellulaires-substrat sous 

perfusion et en réponse à des contraintes mécaniques (forces de cisaillement). Les 

résultats de ces travaux, encore inaboutis, sont présentés dans la troisième partie des 

Travaux réalisés. 

La revue bibliographique qui débute ce document présente la biologie du tissu osseux, 

puis retrace les différents effets connus de l’architecture du biomatériau sur le 

comportement des cellules, ainsi que les autres paramètres dont il est important de 

tenir compte lors de la réalisation d’études en ingénierie tissulaire osseuse à but 

expérimental.   
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A. Le tissu osseux 

I. Les fonctions de l’os 

Le tissu osseux est un tissu conjonctif spécialisé, comprenant des cellules et une 

matrice extracellulaire minéralisée. Il assure trois grandes fonctions essentielles au 

bon fonctionnement de l’organisme.  

La première et la plus évidente est la fonction mécanique. Le tissu osseux est capable 

de résister à d’importantes contraintes mécaniques, donnant ainsi au squelette son 

rôle de soutien et de protection des différents organes du corps. 

Le tissu osseux n’en reste pas moins un tissu dynamique. Il participe activement à 

l’homéostasie globale en libérant des facteurs hormonaux (fonction métabolique). Par 

exemple, l’ostéocalcine, sécrétée par les ostéoblastes matures, stimule la sécrétion 

d’adiponectine par les adipocytes ainsi que la prolifération des cellules β du pancréas 

(Wei et al., 2014; Zhang et al., 2012). L’autre grande hormone osseuse est le facteur 

de croissance fibroblastique 23 (FGF23), synthétisé par les ostéocytes. Son action 

porte sur les glandes parathyroïdiennes et les reins, et provoque une diminution de la 

concentration de phosphate circulant (Fukumoto and Martin, 2009; Karsenty and 

Ferron, 2012). L’os est également une des cibles de la parathormone (PTH) et de la 

vitamine 1,25(OH)2D3, qui participent au fait que l’os constitue la plus importante 

source de calcium (99%) et de phosphore (85%) du corps humain. 

Les os renferment la moelle osseuse, lieu de stockage des cellules souches 

hématopoïétiques (fonction hématopoïétique). Ces cellules vont produire les 

différentes cellules issues de la lignée hématopoïétique telles que les érythrocytes, les 

lymphocytes et les plaquettes. 

II. La structure du tissu osseux 

L’os est classé en deux catégories selon sa structure et sa porosité : l’os cortical ou 

compact, très dense, et l’os trabéculaire, aussi appelé os spongieux et dont la porosoté 

peut atteindre 95%. 

1. Os cortical  
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L’os cortical, qui représente 80% de la masse osseuse totale, se situe sur la face 

externe des os ; il est particulièrement épais le long de la diaphyse des os longs (Figure 

3C). Sa densité élevée lui confère une grande résistance aux forces mécaniques. Il 

est composé par un ensemble de structures lamellaires cylindriques, les systèmes de 

Havers, aussi appelés ostéons. 

Un ostéon est constitué d’un canal central, appelé canal de Havers, contenant des 

vaisseaux sanguins et lymphatiques, ainsi que des nerfs et de lamelles osseuses 

périphériques, qui renferment les ostéocytes. Les ostéons sont reliés entre eux par 

des canaux transversaux, les canaux de Volkmann, qui contiennent des vaisseaux 

sanguins et des nerfs (Figure 2). 

 

Figure 2 : Système de Havers (Quizlet, 2016) 

2. Os trabéculaire  

L’os trabéculaire, aussi appelé os spongieux, est présent dans les os plats et dans 

l’épiphyse et la métaphyse des os longs (Figure 2B). 

L’os trabéculaire, dont la porosité peut atteindre 95% de l’os total, est constitué de 

nombreuses travées. Ces travées osseuses participent au soutien mécanique, et 

particulièrement dans les vertèbres et les os porteurs (fémurs). A la ménopause et 
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dans un contexte d’ostéoporose, le nombre de travées diminue, augmentant le risque 

de fracture. 

 

Figure 3 : Structure de l’os (Cummings, 2007). 

Bien que l’os cortical et l’os trabéculaire aient des structures différentes, ils sont tout 

deux constitués des mêmes cellules spécifiques responsables du maintien de 

l’intégrité du tissu osseux et d’une matrice extracellulaire complexe.  

III. Les différents types cellulaires du tissu osseux 

Responsables de la formation et du remodelage osseux, les cellules osseuses ne 

forment cependant pas un groupe homogène et ont des origines différentes. Les 

ostéoblastes, cellules à l’origine de la formation osseuse, sont issues de progéniteurs 

mésenchymateux alors que les ostéoclastes, responsables de la dégradation osseuse, 

proviennent de la lignée hématopoïétique, également à l’origine des cellules sanguines 

(lymphocytes, hématies, mégacaryocytes, monocytes).   
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 Lignée ostéoblastique 

 Les membres de la lignée ostéoblastique 

Les cellules de la lignée ostéoblastique sont un groupe de cellules issues de la 

différenciation d’une cellule souche squelettique. Au cours de sa différenciation, la 

cellule ostéoblastique exprime différents facteurs qui déterminent son avancée dans 

celle-ci : ces stades sont successivement le progéniteur ostéoblastique, le pré-

ostéoblaste, l’ostéoblaste puis l’ostéocyte ou la cellule bordante (selon le devenir de 

l’ostéoblaste) (Figure 4). 

 

Figure 4 : Cinétique de différenciation des cellules de la lignée ostéoblastique.  
Au cours de sa différenciation, la cellule ostéoblastique exprime de nombreux facteurs correspondants à des stades 
définis. L’importance de la quantité de facteurs est exprimée en degrés de gris. 

Ostéoblastes 

Les ostéoblastes sont localisés sur les faces interne et externe de l’os, à l’interface 

entre la matrice minéralisée et la moelle osseuse (endoste) ou les tissus conjonctifs 

périphériques de l’os (périoste). Ce sont des cellules à forme cubique, polarisée, dont 

la taille est comprise entre 15 et 30 µm de diamètre. 

Les ostéoblastes synthétisent l’ostéoïde, la matrice osseuse non encore minéralisée, 

en sécrétant du collagène de type I et des protéines non collagéniques telles que 

l’ostéopontine et l’ostéocalcine (Figure 4). Témoignant de leur forte activité de 
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synthèse protéique, les ostéoblastes sont très riches en organites (réticulum 

endoplasmique granuleux, mitochondries). 

Les ostéoblastes ont également un rôle dans la résorption osseuse où ils participent à 

l’activation des précurseurs ostéoclastiques, notamment par la synthèse de 

« Receptor Activator of Nuclear Factor Kappa-b Ligand » (RANK-L).  

Une fois le dépôt de matrice osseuse terminé, les ostéoblastes ont plusieurs devenirs. 

Si la majorité d’entre eux meurent par apoptose, les ostéoblastes restants vont soit 

être incorporés dans la matrice osseuse et se différencier en ostéocyte, soit rester à 

la surface de la matrice osseuse et devenir des cellules bordantes.  

Ostéocytes (Franz-Odendaal, 2005) 

Les ostéocytes sont des ostéoblastes différenciés, qui ont été emprisonnés dans la 

matrice osseuse minéralisée lors de la synthèse de l’ostéoïde.  Il s’agit des cellules 

majoritaires de l’os, représentant 90 à 95% des cellules du tissu osseux mature (Franz-

Odendaal et al., 2006). 

Les ostéocytes communiquent entre eux, avec les ostéoblastes et les cellules 

bordantes via leurs prolongements cytoplasmiques au moyen de jonctions 

communicantes. Les nombreux prolongements cytoplasmiques leur permettent de 

créer un réseau tridimensionnel.  

Les ostéocytes sont de puissants régulateurs du remodelage osseux, en réponse aux 

signaux mécaniques et hormonaux. Cette régulation semble être en partie médiée par 

la sclérostine, produit du gène SOST, et par « Dickkopf-related protein 1 » (DKK1), 

toutes deux synthétisés par les ostéocytes.  

Cellules bordantes 

Les cellules bordantes, souvent décrites comme des ostéoblastes quiescents, 

recouvrent les surfaces osseuses qui ne sont pas actives, c’est-à-dire ni en formation 

ni en résorption (voir Partie A.III.3). De forme étalée, les cellules bordantes ont des 

noyaux plats et sont connectées entre elles et aux ostéocytes via des jonctions gap.  

Elles sont notamment responsables de l’homéostasie calcique, régulant le passage du 

calcium entre la matrice minéralisée et le système sanguin.  Sous l’influence de stimuli, 

tels que la PTH, les cellules bordantes sont capables de proliférer et de se différencier, 

pouvant servir de source de précurseurs ostéoblastiques (Kim et al., 2012; Miller et al., 

1989). Responsables de la modulation de l’activité des ostéoclastes via la sécrétion 

d’ostéoprotégérine et de RANK-L, les cellules bordantes vont nettoyer la surface de 
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l’os en digérant les fibrilles de collagène non minéralisé grâce à des métalloprotéinases 

matricielles (MMP), puis s’écarter pour donner aux ostéoclastes accès à la matrice 

osseuse (Florencio-Silva et al., 2015). 

 La différenciation ostéoblastique  

Comme décrit ci-dessus, les cellules ostéoblastiques font partie de la lignée 

mésenchymateuse et sont issues de la différentiation de cellules souches 

squelettiques (CSS). Les CSS sont des cellules périvasculaires, assimilées à des 

péricytes, capables de générer les chondrocytes, les adipocytes médullaires et les 

ostéoblastes. Elles participent à l’organisation du microenvironnement médullaire via 

l’organisation du réseau vasculaire, le recrutement des ostéoclastes et en constituant 

la niche des cellules souches hématopoïétique (Bianco and Robey, 2015).  

La différenciation des cellules de la lignée ostéoblastique nécessite l’expression de 

facteurs de transcriptions spécifiques à des temps précis, qui vont permettre de définir 

des stades successifs de différenciation ostéoblastique.  

Runx2 et Osterix 

Runt-related transcription factor 2 (Runx2), aussi connu sous le nom de « Core-binding 

factor alpha 1 » (Cbfa1), est le facteur de transcription le plus précoce qui permet 

l’engagement des cellules progénitrices dans la lignée ostéoblastique. Des souris 

knock-out pour Runx2 (Runx2-/-) présentent à la naissance un squelette non ossifié, et 

donc uniquement cartilagineux, résultant d’une absence totales d’ostéoblastes, 

indiquant son rôle indispensable dans la différenciation ostéoblastique (Komori et al., 

1997; Otto et al., 1997). Runx2 régule la prolifération cellulaire, intervient dans de 

nombreuses voies de signalisation et contrôle l’expression d’un grand nombre de 

gènes intervenants dans la maturation des ostéoblastes. Au cours de la différenciation 

ostéoblastique, Runx2 régule l’expression de gènes ostéoblastiques spécifiques tels 

que le collagène de type Ia, de l’ostéopontine (OPN), de la sialoprotéine osseuse 

(BSP) et de l’ostéocalcine (OCN) (Kern et al., 2001). Cependant, si Runx2 induit la 

différenciation des progéniteurs ostéoblastiques, son expression diminue dans les 

ostéoblastes matures, n’étant plus nécessaire au maintien de l’expression de ces 

protéines (Komori, 2010). 

De plus, Runx2, en se liant au promoteur d’Osterix, régule son activation faisant 

d’Osterix la cible directe de Runx2. Tout comme pour Runx2, l’extinction génique 

d’Osterix (Osx-/-) provoque un déficit total en ostéoblastes (Nakashima et al., 2002). 
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Cela fait que Runx2 et Osx sont tous deux nécessaires pour la différenciation 

ostéoblastique et la formation osseuse. Osx, en se liant au « Nuclear factor of activated 

T cells » (NFAT), active lui aussi les promoteurs de nombreux gènes ostéoblastiques, 

dont l’OPN, l’OCN et la BSP, ainsi que celui du collagène de type I (Karsenty, 2000; 

Koga et al., 2005).  

La voie de signalisation Wnt/β-caténine 

La famille Wingless (Wnt) comprend plus de 19 membres qui ont d’importants rôles 

dans l’embryogénèse et le développement postnatal. Lorsque Wnt n’est pas exprimé, 

APC (Adenomatous polyposis coli), la glycogène synthétase kinase-3β (GSK-3β), la 

caséine kinase 1 (CK-1α), l’axine et la β-caténine sont complexées ensemble (Figure 

5). GSK-3 et CK-1α phosphorylent la β-caténine, ce qui va provoquer sa dégradation 

par le protéasome.  En cas de liaison de Wnt au récepteur membranaire Frizzled (Frz), 

GSK-3 est inactivé et se libère du complexe, ce qui conduit à la stabilisation de la β-

caténine. La β-caténine s’accumule alors dans le cytoplasme et est transloqué au 

noyau, où elle va s’associer avec les facteurs de transcription TCF/LEF (Figure 5). 

Cette interaction provoque l’activation des gènes cibles de Wnt, dont font parties 

l’ostéocalcine et Runx2. La voie de signalisation Wnt/β-caténine est aussi impliquée 

dans le remodelage osseux, en inhibant la différenciation des monocytes sanguins en 

ostéoclastes via la modulation de l’expression de l’ostéoprotégérine (OPG), récepteur 

bloquant de RANK-L, par les ostéoblastes et les ostéocytes (Figure 5). De plus, en 

absence de stimulation mécanique, les ostéocytes vont fortement exprimer 

DKK1/sclérostine. La sclérostine agit également comme un inhibiteur compétitif des 

récepteurs des « Bone morphogenetic proteins » (BMP), ce qui provoque une 

diminution des BMP et donc empêche la minéralisation de la matrice osseuse par les 

ostéoblastes (Semënov et al., 2005; Robling et al., 2008; Krause et al., 2010).  
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Figure 5 : La voie Wnt-β-caténine (Robert, 2010). 

(A) En absence de stimulation des récepteurs FZD par un ligand WNT, la β-caténine est phosphorylée par les 

kinases GSK-3β et CK-1α. Cette phosphorylation la conduit vers son ubiquitine-ligase, β-TRCP,et vers le 

protéasome. (B) Quand Wnt se lie à son récepteur Frz, le complexe n’est pas formé et la β-caténine non 

phosphorylée peut entrer dans le noyau où elle s’associe à un ensemble de molécules impliquées dans la 

transcription, en particulier les facteurs TCF/LEF. La levée de la répression permet la transcription de nombreux 

gènes de différenciation ostéoblastique, dont le gène de l’ostéocalcine et celui de Runx2. 

 Ostéoclastes 

Responsables de la résorption osseuse, les ostéoclastes sont des cellules issues de 

la lignée hématopoïétique, et plus particulièrement de la lignée des précurseurs 

monocytes/macrophages. Un ostéoclaste actif est une cellule polarisée avec, au sein 

de son cytoplasme, un important appareil de Golgi, de nombreuses mitochondries et 

une multitude de vacuoles contenant des protéases. Ces enzymes comprennent entre 

autres la cathepsine K, la phosphatase acide tartrate-résistante (TRAP) et les 

métalloprotéines 9 et 13 ; elles sont capables de détruire la matrice osseuse au cours 

de la résorption. 
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Figure 6 :  Mécanismes impliqués dans la résorption osseuse par les ostéoclastes (Kumar et al., 2005). 
RANKL, sécrété par les ostéoblastes, permet la différenciation des ostéoclastes ainsi que leur activation. La 
membrane cytoplasmique forme une bordure en brosse au contact de la surface osseuse, qui permet d’augmenter 
la surface membranaire disponible. Les podosomes créent une zone de scellement autour de la bordure en brosse, 
constituant la lacune de résorption. De nombreux acides (acide citrique, acide lactique), fabriqués par les 
mitochondries sont secrétés dans des vésicules cytoplasmique et libérés dans la lacune de résorption, tout comme 
les enzymes ostéolytiques (e.g. cathepsine K). Des ions H+ sont également libérés via les pompes à protons ATP-
dépendante. L’ensemble de ces éléments induit une acidification du milieu dans la lacune de résorption, provoquant 
une dégradation de la MEC et la dissolution de la phase minérale osseuse. Les différents éléments résiduels, tels 
que le collagène ou les minéraux, sont phagocytés par l’ostéoclaste.  

Sous l’action de différents facteurs, tels que le « Macrophage-Colony Stimulating 

Factor » (M-CSF) et RANK-L, les précurseurs ostéoclastiques vont commencer leur 

différenciation en pré-ostéclastes dans la moelle osseuse. En réponse à la sécrétion 

de RANK-L par les ostéoblastes, les pré-ostéoclastes vont migrer à la surface de l’os 

à résorber. Ils vont alors fusionner entre eux et former des ostéoclastes matures, 

cellules géantes (de 20 à 100 µm de diamètre) multinuclées.  

Au cours de la résorption, l’ostéoclaste s’ancre à la matrice osseuse au moyen des 

intégrines, et plus particulièrement αvβ3, qui reconnaissent les motifs RGD présents 

sur les protéines de la matrice osseuse (McHugh et al., 2000). Cette liaison provoque 

une réorganisation du cytosquelette d’actine, avec l’émission de pseudosomes et la 

formation d’un anneau d’actine, aboutissant à la création d’une lacune de résorption, 

aussi appelée lacune de Howship, isolée de l’environnement extérieur (Mulari et al., 
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2003). Au sein de cette zone scellée, la membrane cytoplasmique va former de 

nombreuses villosités et constituer une bordure en brosse où se trouve la pompe à 

protons H+ATPase. Avec les acides citrique et lactique, son rôle est d’acidifier la lacune 

de résorption et de permettre la dissolution des cristaux d’hydroxyapatite (Blair et al., 

1989). De plus, stockées jusqu’alors dans les vésicules lysosomales, les enzymes 

ostéolytiques (cathepsine K, TRAP, MMP9 et 13) sont libérées dans la lacune de 

résorption et participent à la dégradation de la matrice extracellulaire (MEC) osseuse. 

Les produits issus de la dégradation de la matrice osseuse, tels que les fragments de 

collagène et les ions Ca2+ et PO4
3-, sont internalisés dans l’ostéoclaste puis libérés 

dans la circulation générale. 

 Remodelage 

L’os est un tissu dynamique, en constante réorganisation. En effet, avec l’âge, des 

micro-fractures apparaissent dans la matrice minéralisée. Il devient alors nécessaire 

de renouveler cet os abimé. C’est ce processus que l’on appelle remodelage osseux. 

A l’âge adulte, une partie du squelette est renouvelé chaque année, à hauteur de 10% 

(Frost, 1990). Le remodelage osseux est donc essentiel au bon maintien de l’intégrité 

du squelette correspondant, dans des conditions optimales, à un équilibre entre 

résorption osseuse ostéoclastique et formation osseuse ostéoblastique. Cet équilibre 

nécessite une coordination parfaite entre ces deux évènements, connue sous le terme 

de « couplage ». 

Le remodelage osseux est soumis à de multiples régulations qui peuvent provoquer 

un ajustement de ce couplage. Par exemple, quand l’os est soumis à des contraintes 

mécaniques, il y a une augmentation de la formation osseuse ; à l’inverse, quand il n’y 

a que peu de contraintes subies, la balance tend vers la résorption ostéoclastique. Le 

remodelage permet ainsi une adaptation du squelette aux forces et contraintes 

mécaniques tout au long de la vie d’un individu, mais également le maintien de 

l’homéostasie phosphocalcique de l’organisme par la libération ou le stockage des sels 

minéraux.  
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Figure 7 : Les différents acteurs du remodelage osseux (adapté de Baron et Kneissel, 2013).  

Le remodelage osseux est le résultat d’un couplage entre la résorption par les ostéoclastes et la formation osseuse 

par les ostéoblastes. En réponse à la synthèse de RANK-L par les ostéoblastes, les monocytes s’activent, se 

différencient en ostéoclastes et commencent à résorber la MEC osseuse. Les ostéoblastes, issus de la 

différenciation d’une cellule souche squelettique, synthétisent l’ostéoïde. Après la minéralisation de la MEC, les 

ostéoblastes vont soit entrer en apoptose, soit s’emmurer dans la matrice et devenir des ostéocytes, soit entrer en 

quiescence sous la forme de cellules bordantes. Cet ensemble de cellules situées au niveau du site de remodelage 

constitue l’unité multicellulaire basique (BMU).  

Le remodelage osseux débute par (1) une activation des cellules bordantes en 

réponse à un stimulus chimiotactique, qui nettoient la surface de l’os du collagène non-

minéralisé. Les pré-ostéoclastes migrent alors à la surface de l’os à remodeler. Ils vont 

se différencier en ostéoclastes et fusionner entre eux pour former les ostéoclastes 

matures, cellules géantes multinuclées. (2) Les ostéoclastes vont alors s’ancrer à la 

matrice osseuse grâce à leurs podosomes et via des intégrines, ce qui va provoquer 

la réorganisation du cytosquelette et la formation d’une zone de scellement. Les 

enzymes ostéolytiques vont alors se déverser au sein de cet espace confiné, 

permettant la résorption de la matrice osseuse. Les ions Ca2+ et PO4
3- vont être libérés 

et se déverser dans la circulation sanguine. (3) A la fin de la résorption, les 

ostéoclastes se détachent et libèrent des signaux chimiotactiques pour la migration et 

la différenciation des précurseurs ostéoblastiques. Au site de résorption, les pré-

ostéoblastes vont proliférer et se différencier en ostéoblastes. (4) Ils vont alors 
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synthétiser la nouvelle matrice osseuse. (5) A la fin de la phase de formation, les 

ostéoblastes qui ne sont pas entrés en apoptose vont se mettre en quiescence à la 

surface du tout nouvel os formé, constituant les cellules bordantes (Figure 7).  

Si le cycle du remodelage osseux suit le même schéma (activation-résorption-

formation), le processus de remodelage entre os trabéculaire et os cortical est tout de 

même légèrement différent. Dans l’os trabéculaire, le remodelage s’effectue à la 

surface des travées. Les ostéoclastes creusent une rigole, progressivement comblée 

derrière eux par les ostéoblastes. L’unité de remodelage est séparée de la moelle par 

une couche de cellules, la canopée, au contact direct d’un vaisseau sanguin qui 

pourrait servir de voie d’accès aux cellules progénitrices (Kristensen et al., 2014). Dans 

l’os cortical, les ostéoclastes forment des cônes de résorption qui creusent des tunnels 

au centre desquels circulent des vaisseaux sanguins. Ces tunnels sont par la suite 

refermés par les ostéoblastes en déposant l’os secondaire, lamellaire, qui va constituer 

les ostéons (Sims and Martin, 2014) (Figure 8).  

 

Figure 8 : Différences de remodelage osseux entre os trabéculaire et os cortical (Sims & Martin, 2014). 
Le remodelage osseux débute, dans l’os trabéculaire, sous la canopée formée par les cellules bordantes et, dans 
l’os cortical, permet la formation du canal de Havers. 
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IV. La matrice osseuse 

La matrice extracellulaire osseuse est composée d’une phase organique et d’une 

phase minérale. Les proportions entre ces deux phases varient entre autres selon le 

sexe, l’âge et l’os d’intérêt (Boskey, 2013).  La matrice extracellulaire osseuse est 

composée d’une phase organique (30% de la masse sèche totale) et d’une phase 

minérale (70% de la masse sèche totale) (Figure 9). 

 La phase organique  

La phase organique de la matrice extracellulaire est essentillement déposée par les 

ostéoblastes, sous forme d’ostéoïde. Elle est constituée de ≈90% collagène de type I, 

≈5% de protéines non collagéniques (PNC), ≈2% de lipides et d’eau. Les PNC 

constituent jusqu’à 15% de la matrice osseuse. Les constituants majeurs des PNC 

sont, entre autres, les membres de la famille des « Small Integrin-Binding Ligand N-

glycosylated » (SIBLING) et les protéoglycanes. Les protéines de la phase organique 

de la MEC osseuse assurent à la fois des rôles structurels (en particulier le collagène) 

et fonctionnels (interactions cellulaires, piégeage/libération de facteurs de croissance, 

régulation de la mineralisation de la matrice, …). 

 Le collagène de type I 

La phase organique de la matrice osseuse est constituée de plus de 90% de collagène 

de type I, possédant une structure en triple hélice, formée de deux chaines α1 et d’une 

chaine α2. Le collagène est consitué par des motifs répétés Glycine-X-Y, avec X étant 

souvent une proline et Y une hydroxyproline. Après synthèse par les cellules, les 

molécules de collagène, communément appelé tropocollagène, sont sécrétées hors 

de la cellule, minéralisés au niveau de leur extrémité (site de nucléation de l’HA) et 

vont fusionner en fibrilles (Dubey and Tomar, 2009). Ces fibrilles vont s’associer entre 

elles et former les fibres de collagène définitives, qui seront ensuite des sites de 

minéralisation matricielle. 

La forte proportion de collagène de type I au sein du tissu osseux a plusieurs fonctions 

: donner à la fois de l’élasticité et de la résistance mécanique au tissu, stabiliser la 

MEC, permettre le dépôt de minéral ainsi que la liaison aux autres macromolécules. 
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 La fibronectine 

La fibronectine, bien qu’étant un constituant mineur de la matrice osseuse, est l’une 

des premières protéines synthétisées par les ostéoblastes. Elle précède le dépôt des 

fibres de collagène et assure le maintien de l’intégrité de la matrice collagénique. Les 

premières interactions entre cellule et MEC reposent également sur la liaison entre les 

intégrines et la fibronectine, et pouvent déclencher des réponses cellulaires 

spécifiques selon l’organisation du réseau matriciel (Sottile and Hocking, 2002) (voir 

Partie III.1).  

 Les protéines de la famille des SIBLING 

Les « Small Integrin-Binding Ligand N-linked Glycoproteins » sont une famille de 

protéines comprenant la « dentine sialophosphoprotein » (DSPP), la « dentine matrix 

protein 1 » (DMP1), la « matrix extracellular glycophosphoprotein » (MEPE), 

l’ostéopontine (OPN/SPP1) et la BSP. Des études in silico ont montré que ces 

protéines avaient une origine commune, expliquant leur alignement et localisation 

dans la même région chromosomique (4q21 chez l’homme, 5qE5 chez la souris). De 

plus, des études phylogénétiques ont montré que ces protéines étaient apparues en 

même temps que l’ossification du squelette interne chez les poissons, indiquant un 

rôle important dans la minéralisation osseuse. Par exemple, l’ostéopontine, une 

protéine de la famille des SIBLING, joue un rôle dans la liaison des cristaux 

d’hydroxyapatite et est un régulateur négatif de la formation osseuse (Hunter et al., 

1994).  

 Les protéoglycanes 

Les protéoglycanes (PG) sont une famille de macromolécules, composée d’un corps 

protéique auquel sont rattachés des glycosaminoglycanes (GAG), polysaccharides 

formés par la répétition d’unités disaccharides. Ces unités disaccharides sont 

constituées d’une hexosamine, N-acétylée ou N-sulfatée, et d’un ose (acide 

glucoronique, acide iduronic, galactose). Un GAG majeur de la MEC, l’acide 

hyaluronique, n’est pas un PG masi une chaine de sucres libres, qui joue un rôle 

majeur de rétention d’eau et de facteurs actifs. Dans la matrice osseuse, les PG les 

plus abondants de la matrice osseuse sont le biglycan et la décorine, dont les chaines 

sont des chondroitine-sulfates. 
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Un rôle majeur des PG est de faciliter les interactions entre les différents composants 

de la MEC osseuse, principalement entre les fibres de collagène et la phase minérale 

au cours de la minéralisation osseuse. Ils ont également une fonction importante de 

stockage/régulation de l’action de facteurs de croissance. La décorine module la 

fibrillogenèse du collagène en se liant à la triple hélice de collagène, participant à leur 

arrangement et empêchant leur fusion entre elles, ce qui est fait un régulateur de la 

minéralisation (Mochida et al., 2009; Weber et al., 1996). Pour sa part, le biglycan se 

lie avec le collagène et stimule la voie de signalisation BMP/TGFβ, activant ainsi la 

transcription de gènes responsables de la différenciation ostéoblastique (Nastase et 

al., 2012). 

 Les Gla-protéines 

Les Gla-protéines sont des protéines contenant un domaine Gla, abréviation pour 

« Gamma-Carboxy Glutamic Acid », et dont les modifications post-traductionnelles (γ-

carboxylation) sont médiées par la vitamine K. Bien que la γ-carboxylation soit un 

phénomène relativement ubiquitaire, il existe moins de 20 Gla-protéines référencées 

à l’heure actuelle, dont la majorité sont peu étudiées. L’une de ces Gla-protéines est 

restrouvée au niveau de l’os : l’ostéocalcine. 

Synthétisée par les ostéoblastes matures, l’ostéocalcine, sous sa forme carboxylée, 

possède une forme affinité pour les cristaux d’hydroxyapatite, dû à son domaine Gla 

et à sa forte affinité pour le calcium. Sous sa forme décarboxylée, l’ostéocalcine perd 

cette affinité pour les ions calcium et agit, telle une hormone, sur d’autres tissus que 

l’os comme sur le pancréas en stimulant la production d’insuline par les cellules β ou 

sur les adipocytes en augmentant la quantité d’adiponectine produites par les 

adipocytes (Lee et al., 2007; Wei et al., 2014).  
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Figure 9 : La matrice extracellulaire osseuse (Gaharwar et al., 2015). 
La MEC osseuse est constituée de nombreux éléments, comprenant des protéines, facteurs de croissance et 
minéraux. Ceux-ci influencent les cellules via des actions biologiques et physiques. 

 La phase minérale 

La phase minérale osseuse est essentiellement constituée de phosphate de calcium 

polysubstitué dont la composition chimique est très proche de celle de l’hydroxyapatite 

(Ca10(P04)6(OH)2). Elle constitue la réserve majeure de calcium (99%), de phosphore 

(85-90%) et de magnésium (50-60%) de l’organisme, assurant un rôle dans la 

régulation de l’homéostasie phosphocalcique. 

Au cours de la formation osseuse, l’ostéoïde va être minéralisé par l’accumulation de 

phosphate de calcium, sous la forme de cristaux d’hydroxyapatite, dont la nucléation 

est initiée sur les fibres de collagène et qui sont orientés dans le même sens que les 

fibres de collagène (Hadjidakis and Androulakis, 2006). Cet ajout de minéral aux fibres 

de collagène permet de renforcer la structure collagénique et contribue à la résistance 

mécanique. Ce processus permet la fabrication du matériau composite à la fois très 

résistant et relativement léger qu’est l’os.  
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B. Interactions entre les cellules osseuses et leur substrat : du 

tissu aux biomatériaux 

I. Les substrats en ingénierie tissulaire osseuse 

 Les biocéramiques 

Les céramiques à base de phosphate de calcium sont fortement utilisées en ingénierie 

osseuse en raison de leur biocompatibilité (non toxique vis-à-vis des cellules) et leur 

ostéoconduction (propriété passive d’un matériau à favoriser la formation d’un 

nouveau tissu osseux, en permettant son invasion vasculaire et cellulaire à partir du 

tissu hôte) mais surtout parce que leur composition chimique est relativement proche 

de la phase minérale de la MEC osseuse (Habraken et al., 2007).  

Ces biocéramiques regroupent les biomatériaux fabriqués à partir d’hydroxyapatite 

(Ca10(PO4)6(OH)2, HA) et/ou de phosphate tricalcique (Ca3(PO4)2, β-TCP) ; les 

matériaux mixtes comportant à la fois de l’HA et du β-TCP constituent les phosphates 

de calcium biphasiques (BCP). 

De nombreuses études ont montré que les phosphates de calcium influençaient in vitro 

et in vivo la prolifération et la différenciation des cellules, qu’elles soient de type osseux 

ou non (Douard et al., 2016; Rezwan et al., 2006; Viateau et al., 2016). Cependant, 

ces céramiques en phosphate de calcium ont une faible résistance aux compressions 

mécaniques, limitant leur utilisation en clinique aux os non porteurs (Oh et al., 2006). 

Leur biodégradabilité, relativement faible, peut être modulée par la modification des 

groupements chimiques : la substitution dans l’hydroxyapatite du groupement OH par 

un groupement carbonate (i.e. hydroxyapatite carbonatée) permet d’augmenter la 

dégradabilité de la céramique et de favoriser également sa bioactivité (Shepherd et 

al., 2012). 

 Les verres bioactifs 

Les verres bioactifs sont des biomatériaux à base de silice (SiO2) et contiennent en 

plus des quantités variables d’oxyde de sodium (Na2O), d’oxyde de calcium (CaO) et 

de pentoxyde de phosphore (P2O5). Par exemple, la composition du Bioglass® 45S5, 
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le plus vieux bioverre mis au point, est de 45% de la masse totale SiO2, 24,5% Na2O, 

24,5% CaO et 6% P2O5 (Hench, 2006) 

Ces différentes espèces chimiques assurent au bioverre sa bioactivité (capacité à 

induire une activité biologique spécifique) et permettent, après implantation in vivo ou 

en culture in vitro, d’être recouverts par les minéraux du milieu environnant, 

aboutissant à la formation d’une couche de phosphate de calcium tout autour du 

matériau. Les bioverres ont pour avantage d’être biocompatibles, de stimuler 

l’ostéogénèse et la vascularisation (Handel et al., 2013; Tsigkou et al., 2007) mais leur 

faiblesse réside dans leur fragilité et faible résistance mécanique. Il est possible de 

modifier la composition des bioverres afin de contrôler la vitesse du dépôt et de 

dégradation des phosphates de calcium (Rahaman et al., 2011).  

 Les polymères 

Les polymères, qu’ils soient d’origine naturelle ou synthétique, ont pour avantage 

d’être biocompatibles et biodégradables. Il est également possible de les utiliser pour 

délivrer les molécules bioactives de manière locale, telles que des BMPs, le « Vascular 

endothelial growth factor » (VEGF) et autres facteurs de croissance (Barati et al., 2016; 

Gothard et al., 2014; Tong et al., 2016).  

En ingénierie tissulaire osseuse, les polymères synthétiques communément utilisés 

sont l’acide polylactique (PLA), l’acide polyglycolique (PGA) et le polycaprolactone 

(PCL). Quant aux polymères naturels, il s’agit de composants de matrice 

extracellulaire qui peuvent être divisés en deux sous-groupes : les protéines 

(collagène, soie, fibrine) et les polysaccharides (acide hyaluronique, chitosan, alginate) 

(Lichte et al., 2011).  

Les polymères d’origine synthétique ont une forte capacité de résilience, et leur 

dégradation peut être contrôlée par leur procédé de fabrication, en modulant par 

exemple les proportions de chaque polymère utilisé ou en faisant varier la quantité 

d’agent porogène (Rezwan et al., 2006). La dégradation de certains polymères comme 

le PLA et le PGA crée une acidification de l’environnement local, dont il faut tenir 

compte dans les réponses cellulaires.   

Il est possible d’ajouter aux polymères des phosphates de calcium (HA, β-TCP, BCP) 

afin d’améliorer les propriétés mécaniques du biomatériau et de se rapprocher de la 

phase minérale de la matrice extracellulaire osseuse (Fricain et al., 2013). 
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 Les biomatériaux métalliques 

En ingénierie tissulaire osseuse, les métaux fréquemment utilisés sont le titane (Ti) et 

le tantale (Ta). Ces métaux ont une grande résistance aux forces mécaniques ainsi 

qu’une bonne biocompatibilité et ostéoconductivité (Balla et al., 2010; Dabrowski et al., 

2010; Xue et al., 2007). Pour ces raisons, les biomatériaux métalliques, et 

particulièrement ceux en titane, sont très fréquemment employés en chirurgie (e.g. 

prothèse de hanche, plaque de fixation) et en odontologie (e.g. implants dentaires). 

Des études sur des matériaux en titane ont montrées que des modifications de la 

surface permettaient de favoriser l’ostéoconductivité de ces matériaux (Das et al., 

2008; Dumas et al., 2015). Cependant, contrairement aux biocéramiques et aux 

polymères, les biomatériaux métalliques ne sont pas dégradables et ne peuvent donc 

pas être réellement intégré au tissu. De plus, il se pose également de la question du 

relargage des ions Ti2+ dans l’organisme, bien qu’aucune toxicité n’ait été démontrée 

à ce jour.  
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II. De l'importance de la géométrie : les différentes échelles de 

la structure osseuse 

Figure 10 : Organisation hiérarchique du tissu osseux (Wang et al., 2013).  

L’échelle sub-nanmétrique (<1 nm) correspond à la triple hélice de collagène, qui s’auto-assemble en 

tropocollagène. L’échelle nanométrique, comprise entre 1 et 100 nm, est constituée des molécules des fibrilles de 

collagène, résultant de l’assemblage du tropocollagène. L’échelle micrométrique (<100 µm) correspond à 

l’organisation de ces fibrilles en lamelles déposées par les ostéoblastes, au sein de structures de type ostéon. Les 

ostéons et lamelles osseuses forment les structures globales de l’organe osseux, l’os cortical et les trabeculae 

(échelle macrométrique, >100 µm). 

L’os est organisé de façon hiérarchique et comprend des échelles macro-, micro-, 

nano- et sub-nanométriques (Figure 10). Chaque niveau a des fonctions mécaniques, 

biologiques et chimiques qui lui est propre. Les propriétés mécaniques ainsi que 

l’architecture d’une structure à une échelle donnée dépendent des propriétés du 

matériau à l’échelle inférieure. Par exemple, les propriétés mécaniques des 

microstructures (ostéon) dépendent des propriétés constitutives des fibres de 

collagènes minéralisées et de leur arrangement à l’échelle nanométrique.  

 Echelle nanométrique 

L’échelle nanométrique comprend des structures allant de 10 nm à 1 µm.  

 In vivo 

Les protéines de la matrice extracellulaire (MEC) sont composées de nombreuses 

structures nanométriques, qui vont contribuer aux interactions cellule-matrice, sous la 
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forme de protéines matricielles. C’est le cas, par exemple du collagène, dont les 

molécules mesurent 300 nm de long et 1,5 nm de large ; elles vont s’auto-assembler 

en fibrille de collagène pour former des structures de plus grande échelle (0,5 µm de 

diamètre, Figure 10).  

Les cellules peuvent interagir avec la MEC de nombreuses manières, parmi lesquelles 

un phénomène connu sous le nom d’orientation de contact (« contact guidance »). Ce 

phénomène caractérise le fait que les cellules ajustent leur orientation et leur 

alignement en fonction du support sur lequel elles sont cultivées, ce qui en fait un 

facteur essentiel dans la régulation de la migration cellulaire. En ingénierie tissulaire, 

l’orientation de contact peut être utilisée pour la construction de tissus orientés, tels 

que les nerfs ou les tendons, mais également pour contrôler les réponses cellulaires 

par l’ajout de motifs spécifiques (Nguyen et al., 2016; Persidis, 1999).  

 In vitro 

Grâce aux avancées technologiques des dernières années, telles que l’électrofilage 

(« electrospinning »), la nano-texturisation de surface par laser femtoseconde ou la 

photolithographie, de nombreuses études sur l’influence de la nano-architecture sur le 

comportement cellulaire ont été réalisées.  

Il a été démontré que les cellules étaient capables de « sentir » des structures de 

l’ordre de que 10 nm (Dalby et al., 2004). Il est d’ailleurs possible que les cellules 

puissent être capables de réagir à des structures encore plus petites mais les outils 

actuels ne permettent pas de contrôler la topographie à ces échelles.  

Des cellules cultivées sur des structures présentant des sillons nanométriques (5-350 

nm de profondeur et 20-1000 nm de largeur) s’orientent parallèlement aux sillons 

(Loesberg et al., 2007). Une texturisation de surface avec des nano-creux 

(« nanopits ») limite l’étalement des cellules mais stimule l’expression de gènes 

ostéoblastiques (Biggs et al., 2007; Dumas et al., 2015). Il a d’ailleurs été montré que 

des nano-creux de 75 nm stimulaient la synthèse de MEC par les ostéoblastes ainsi 

qu’une expression accrue des gènes des marqueurs ostéoblastiques BSP et OCN 

(Lamers et al., 2010). Les nano-colonnes (« nano-pillars ») diminuent également 

l’adhésion des cellules mais influencent l’orientation cellulaire selon la distribution des 

colonnes à la surface du substrat (Figure 11). 

D’autres structures nanométriques ont également prouvé leurs capacités à stimuler 

l’expression des gènes ostéoblastiques. Des cellules souches squelettiques cultivées 
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sur des nanotubes de diamètre supérieur à 30 nm -dans l’étude de Brammer et al. 

compris entre 70 et 100 nm- expriment ainsi en plus grande quantité la PAL, Osx et 

CollI (Brammer et al., 2011). 

Alors que la nano-topographie affecte plutôt l’adhésion et l’organisation du 

cytosquelette, la microstructure influence d’autres comportements cellulaires. 

 

Figure 11 : Schéma de l’impact des différentes structures (sur une surface plane et à des échelles nano-et 
micrométriques) sur le comportement cellulaire (Jeon et al., 2014).  

Sur une surface plane, les cellules ne trouvent pas de point d’ancrage et ne s’étalent que légèrement sur le substrat. 
La présence de nanostructures permet un bon étalement et alignement des cellules, alors que des cellules cultivées 
sur un support microstructuré forment des ponts entre les microtextures et ont une plus grande capacité de 
migration.  

 Echelle micrométrique 

L’échelle micrométrique est comprise entre 1 et 100 µm ; les structures de cette 

échelle permettent le contrôle des relations entre cellules.  

 In vivo 

La matrice extracellulaire est composée de protéines et de polysaccharides, formant 

des structures situées à la fois dans l’échelle nano- et micrométrique. Ces composants 

(collagène, glycosaminoglycanes, …) vont en effet s’assembler via des ponts 

disulfures, des liaisons hydrophobes et ioniques et former des structures 

supramoléculaires de taille micrométrique. Ces assemblages influencent directement 

les propriétés du tissu, apportant ses caractéristiques mécaniques de la 

microarchitecture osseuse. 

A l’âge adulte et chez l’être humain, l’os est caractérisé par une organisation lamellaire. 

Les fibres de collagène, synthétisées par les ostéoblastes, vont s’aligner et constituer 

une lamelle d’une épaisseur de 3 à 20 µm. Les lamelles successives, dans lesquelles 
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les fibres de collagène ont des orientations différentes les unes des autres, vont se 

superposer, aboutissant à l’enfermement des ostéoblastes au sein de la matrice 

osseuse (voir Partie A.II). Ainsi, les ostéons peuvent être considérés comme des 

structures à mi-chemin entre l’échelle micro et macrométrique, compris entre 10 et 500 

µm de diamètre. 

 In vitro 

Tout comme à l’échelle nanométrique, grâce au phénomène d’orientation de contact, 

les cellules sont capables de s’aligner le long de sillons micrométriques (Holthaus et 

al., 2012). De plus, une surface quadrillée favoriserait la migration cellulaire, qui peut 

être orientée via le motif de quadrillage utilisé pour texturiser la surface (Jeon et al., 

2010). Cependant, des sillons de 5 µm de profondeur organisés de façon radiale ont 

démontré un recrutement des ostéoblastes beaucoup plus élevé que des sillons 

organisés parallèlement. Après implantation dans des défects osseux de calvaria, les 

biomatériaux à sillons radiaux permettaient une régénération osseuse supérieure aux 

biomatériaux nus ou à sillons parallèles (Yoon et al., 2016). Il est également 

intéressant de noter que plus les sillons sont larges (30 µm vs 10 µm), plus les cellules 

(primaires de calvaria de rat) maintiennent des contacts entre elles via les jonctions 

communicantes (connexine-43) et sont à un stade de différenciation avancé (Kirmizidis 

and Birch, 2009). La présence de micro-sillons de 2 à 4 µm de largeur permettent 

également d’accroitre les niveaux d’expression de la PAL et Runx2 au sein de culture 

de cellules de type MC3T3-E1, comparés à des substrats plats (Cha et al., 2012). 

 Echelle macrométrique 

L’échelle macrométrique représente les échelles supérieures à 100 µm, qui donnent 

sa forme globale à l’organe.  

 In vivo 

A l’échelle macrométrique, les os sont composés de deux différentes structures : l’os 

cortical et l’os trabéculaire. Comme détaillé ci-dessus, l’os cortical est une structure 

dense, en périphérie des os alors que l’os trabéculaire, à l’intérieur des os, est 

constitué d’un réseau tridimensionnel de travées et où se loge la moelle osseuse. 

L’orientation et le nombre de ces travées varient selon le site anatomique et les 

contraintes mécaniques appliqués au tissu osseux (voir Partie A.II). 
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 In vitro 

En ingénierie tissulaire, l’échelle macroscopique influence de nombreux facteurs, dont 

l’infiltration cellulaire, la croissance tissulaire, la réponse inflammatoire et les propriétés 

mécaniques des biomatériaux. Au sein de rigoles dont la largeur peut être comprise 

entre 200 à 500 µm, le comportement des cellules varie selon l’importance de celle-ci. 

Si, dans les plus petites rigoles (200 et 300 µm de large), les cellules s’orientent 

parallèlement à la longueur du pore, dans les pores plus larges, les cellules ne 

semblent plus soumis au phénomène de « contact guidance » et sont orientées de 

manière aléatoire (Knychala et al., 2013).  

L’organisation de ces structures, et particulièrement leur géométrie, influence 

également le comportement cellulaire. 

Porosité et taille des pores 
La porosité et la taille des pores des biomatériaux ont un rôle très important dans la 

formation osseuse in vitro et in vivo. 

La porosité est définie comme étant le pourcentage d’espace libre (pore) dans un 

matériau solide. La porosité a un impact direct sur les propriétés mécaniques, telles 

que la résistance à la compression. Ainsi, plus la porosité d’un matériau est important, 

plus les propriétés mécaniques diminuent. 

Les pores sont nécessaires à la formation osseuse parce qu’ils permettent la migration 

et la croissance des cellules. En ingénierie tissulaire osseuse, de nombreuses études 

ont été menées afin de déterminer quelle pouvait être la taille de pore idéale pour 

favoriser l’activité des ostéoblastes. La taille des pores d’un biomatériau devrait être 

d’au moins 100 µm de diamètre, afin de permettre la diffusion optimale des nutriments 

et les échanges gazeux pour maintenir la viabilité cellulaire (Rouwkema et al., 2008). 

Il a été démontré que les ostéoblastes avaient tendance à coloniser préférentiellement 

les pores de faible diamètre (40 µm), mais que les pores plus larges (100 µm) 

favorisaient la migration cellulaire (Akay et al., 2004). D’après Kuboki et al., des pores 

d’une taille supérieure à 300 µm permettent d’obtenir à la fois une colonisation et une 

prolifération cellulaires idéales, ainsi qu’une différenciation ostéoblastique accrue 

(Kuboki et al., 2001). Paradoxalement, des pores dont la taille est comprise entre 200 

et 350 µm permettent la bonne croissance du tissu osseux selon (Murphy et al., 2010) 

mais il a également été montré que des pores compris entre 10 et 100 µm stimulent le 

dépôt de matrice extracellulaire et d’ostéoïde (Karageorgiou and Kaplan, 2005). De 
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plus, il a également été observé in vivo qu’une bonne vascularisation des biomatériaux 

ne se produisait que dans des structures de plus de 300 µm de diamètre (Kuboki et 

al., 2001; Murphy et al., 2010). Il convient tout de même de noter que la rapidité à 

laquelle les cellules se différencient en cellules ostéoblastique est influencée par le 

biomatériau (composition chimique, porosité) mais aussi le type cellulaire (des cellules 

souches exprimeront plus tardivement la PAL par rapport à des cellules de la lignée 

MC3T3-E1) (Oh et al., 2010).  

En raison de ces nombreuses contradictions, il est difficile d’affirmer qu’il existe une 

taille de pores optimale (Murphy et al., 2010). De plus, la majorité de ces études a été 

réalisée en utilisant des techniques (agent porogène, lyophilisation, séparation de 

phase, …) ne permettant pas de maitriser de façon précise la porosité, la taille et la 

forme des pores des biomatériaux. Le développement des procédés de fabrication 

additive, communément appelé impression 3D, ces dernières années permet 

aujourd’hui la standardisation de la fabrication de biomatériaux, leur personnalisation 

ainsi qu’une reproductibilité importante  (Charbonnier et al., 2016a). 

Géométrie locale 
Si, comme décrit ci-dessus, l’influence de la topographie sur le comportement 

cellulaire à des échelles nano et micrométrique a été très étudiée, elle reste néanmoins 

peu explorée au sein de structures macrométriques. C’est pourquoi nous nous 

intéresserons plus particulièrement à l’influence de la forme du substrat à une échelle 

macrométrique, supérieure à 100 µm. Afin de comparer des structures de géométries 

différentes (e.g. cercle vs triangle), la notion de courbure/fermetrure est régulièrement 

utilisée car elle permet de s’abolir de ce paramètre géométrique. Bien que le degré de 

courbure et de fermeture représente la même notion, la courbure s’emploie plus 

volontiers dans le cadre de modélisation mathématique et le degré de fermeture du 

substrat correspond à une notion biologiquement plus parlante. Afin d’éviter toute 

confusion, seul le terme de courbure sera employé ci-dessous. 
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La courbure locale ki en un point i correspond à l’inverse du rayon de cercle inscrit 

passant par ce point ainsi que par les deux points voisins (i-1) et (i+1)(Rumpler et al., 

2008). 

 

Figure 12 : Relation entre courbure et géométrie. 
Le cercle inscrit, de rayon Ri, passe par i et ses points voisins (i-1) et (i+1) et est représenté ici (A) dans un sillon 
semi-circulaire et (B) dans un sillon triangulaire. (C) La courbure locale du substrat K i est inversement 
proportionnelle au rayon Ri du cercle inscrit.  

La courbure du substrat joue un rôle dans l’orientation et le contrôle du comportement 

cellulaire. La géométrie des pores de taille supérieure à 100 µm est capable de 

moduler la croissance tissulaire et l’organisation des cellules entre elles. Il a été 

démontré que les cellules étaient capables de répondre à des structures bien plus 

grandes qu’elles, et notamment à leur rayon de courbure. Au sein de matériaux à pores 

de courbure croissante et donc à géométrie locale de plus en plus étroite 

(circulaire>hexagonale>carrée>triangulaire), une étude a établi que la formation 

tissulaire débutait dans les coins des pores et qu’au fur et à mesure que la culture 

avançait, la couche tissulaire supérieure prenait une forme arrondie (Rumpler et al., 

2008) (Figure 13). 

 

Figure 13 : Croissance tissulaire au sein de matériaux à architecture contrôlée (adapté de Rumpler et al., 2008).  

Marquage des fibres de stress d’actine après 21 jours de culture dans les pores hexagonaux, carrés et triangulaires 

et après 30 jours dans les pores circulaires, de cellules de lignée MC3T3-E1 en plaque de culture. 
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Une courbure élevée du substrat (e.g. triangle) provoquerait un stress mécanique 

local, auquel les cellules répondraient par la formation de fibres de stress d’actine. De 

ces observations, Bidan et al., en 2013, ont développé un modèle mathématique afin 

de décrire le taux de croissance tissulaire en fonction de la géométrie du pore. Selon 

ce modèle, appelé « chord model », les cellules forment des points d’ancrage sur la 

courbure, permettant la création de cordes d’actine et générant un stress mécanique 

local auquel les cellules vont répondre en synthétisant de la MEC (Bidan et al., 2013; 

Gamsjäger et al., 2013).  

 

 

Figure 14 : Le « chord model » (Bidan et al., 2012).  

Des forces de tension (indiquées par les flèches violettes) sont exercées sur les cellules selon (A) un substrat 

convexe ou (B) un substrat concave. (C) L’épaisseur de la couche cellulaire δ est proportionnelle à la courbure du 

substrat, avec la cellule formant une corde I (en rose). (D) Les cordes cellulaires se combinent entre elles au cours 

de la croissance tissulaire.  

La courbure jouerait également un rôle dans l’organisation et l’orientation des fibres 

de collagène, affectant la structure tissulaire (Engelmayr et al., 2006). Des 

biomatériaux texturisés ont montré l’influence de la courbure sur la formation osseuse. 

Sur des céramiques en phosphate de calcium, le dépôt de calcium débute 

préférentiellement au niveau des concavités, comparé à une surface plane (Bianchi et 

al., 2014). Urquia Edreira et al. ont observé que des concavités de petit diamètre (400 

µm) augmentent la croissance de cellules stromales issues de tissu adipeux (AT-

MSC), par rapport à des diamètres de 800 et 1800 µm et à une surface plane. De plus, 

l’expression du gène de l’ostéocalcine est augmentée dans les concavités de 440 µm, 

pouvant indiquer une différenciation plus rapide en cellules osseuses (Urquia Edreira 
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et al., 2016). Des études in vivo ont confirmé ces observations. Ripamonti et al. ont 

découvert que des concavités (diamètre de 800 à 1600 µm, profondeur de 400 à 800 

µm), structures semblables à des hémi-ostéons, à la surface de biomatériaux en titane 

étaient capables de stimuler la différenciation des progéniteurs ostéoblastiques en 

l’absence de facteurs ostéogéniques (Ripamonti et al., 2012). Plus récemment, une 

étude a montré que des implants en titane texturisés avec des surfaces concaves 

favorisaient la formation osseuse, contrairement à des surfaces convexes (Scarano et 

al., 2014). 

III. Interactions cellules-matériaux 

Comme décrit ci-dessus, les cellules sont capables de réagir aux différentes échelles 

de leur substrat grâce à un mécanisme bien particulier : la mécanotransduction.  

La mécanotransduction est le mécanisme par lequel les cellules réagissent à un 

stimulus mécanique en convertissant celui-ci en signal biochimique, provoquant des 

réponses cellulaires spécifiques (Figure 15). Ce processus inclut toutes les 

composantes de la cellule, depuis la membrane cytoplasmique jusqu’au noyau 

cellulaire. 

 La mécanotransduction : généralités 

Les cellules interagissent mécaniquement avec les structures environnantes, grâce 

aux intégrines et aux protéines des contacts focaux. Les microtubules, les canaux 

ioniques et les fibres d’actine sont également impliqués dans le mécanisme de 

mécanotransduction. Les molécules principales impliquées dans la mécanosensibilité 

sont les intégrines, qui reconnaissent les motif RGD présents sur un grand nombre de 

protéines matricielles, telles que la fibronectine ou le collagène (Figure 15A). En 

réponse à une contrainte mécanique, plusieurs mécanismes cellulaires entrent en jeu. 

Tout d’abord, des canaux ioniques présents au niveau de la membrane plasmique de 

la plupart des cellules, dont les ostéoblastes, vont s’ouvrir et provoquer un influx d’ions 

Ca2+ (« stretch-activated channels », Figure 15B). Cette dépolarisation cellulaire 

déclenche les voies de signalisation Ca2+dépendantes, dont l’activation des kinases 

au niveau des contacts focaux (Chen et al., 2000). D’autre part, les intégrines recrutent 

un complexe protéique comprenant des protéines adaptatrices (e.g. la taline, la 

vinculine, la paxilline), des kinases (e.g. les « focal adhesion kinase » (FAK)) et des 
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éléments du cytosquelette (e.g. actine) (Figure 15C). Cela déclenche l’activation de la 

voie de signalisation des « mitogen-activated protein kinases » (MAPK) et la 

transmission du signal au noyau, régulant l’apoptose, la différenciation et la survie 

cellulaires. 

 

Figure 15 : Mécanismes cellulaires induits par les interactions cellule-matrice extracellulaire (Hoffmann et al., 

2011).  

(A) Les cellules sont des structures stimulables mécaniquement, dans lesquelles la matrice extracellulaire et le 

cytosquelette sont reliées via les intégrines et les contacts focaux. (B) Sous l’influence d’un stress mécanique, un 

canal ionique peut s’ouvrir et induire des changements intracellulaires biochimiques. (C) Sous stimulus mécanique, 

les intégrines vont recruter un complexe protéique, comprenant, entre autres, la vinculine, la taline et l’actine. 

 Les fibres de stress 

Comme décrit ci-dessus, les éléments du cytosquette interagissent avec la matrice 

extracellulaire via les contacts focaux (Figure 15C). Sous l’effet d’un stimulus 

mécanique, comme par exemple une rugosité du substrat, les cellules vont répondre 

à celui-ci par la fabrication de fibres de stress (Hirata et al., 2007). Il est intéressant de 

noter que les fibres de stress ne sont que très peu observées in vivo et sont parfois 

considérées comme des artefacts issus de la culture cellulaire in vitro, conséquences 

d’un passage d’environnement 3D à 2D.   

 Structure 

L’unité de base des fibres de stress est l’actine, une protéine de ≈45 kDa, dont la 

structure en double hélice constitue le filament d’actine. Au cours de la création des 

fibres de stress, 10 à 30 filaments d’actine, parallèles les uns aux autres, sont 

assemblés et maintenus ensemble par l’α-actinine. D’autres protéines participent à la 
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stabilisation des filaments d’actine : la filamine, la fimbrine et la fascine. Ces fibres 

constituent les principaux éléments contractiles de la cellule. Les filaments d’actine 

sont en effet accompagnés de leur protéine motrice associée, la myosine II non 

musculaire (NMMII). Cet ensemble constitue le complexe « actomyosine », permettant 

la contractilité cellulaire, nécessaire dans la migration, l’adhésion et l’adaptation 

morphologique des cellules non musculaires. La distribution de l’α-actinine et de la 

myosine sur les filaments d’actine est périodique, ressemblant à des sarcomères. 

Cependant, contrairement aux fibres musculaires, les fibres de stress sont contractées 

en permanence mais de manière hétérogène. En effet, la répartition de NMMII et d’α-

actinine n’est pas homogène sur toute la longueur des fibres (plus concentrées au 

centre par rapport aux extrémités), provoquant un étirement plus important au centre 

par rapport aux extrémités des fibres de stress (Peterson et al., 2004).  

 La signalisation intracellulaire 

La formation des fibres de stress est régulée par la famille des RhoGTPases, petites 

protéines impliquées dans la régulation de l’expression génique en réponse aux 

signaux mécaniques extracellulaires. De tous les membres de cette famille, RhoA est 

celui qui intervient le plus dans la formation des fibres de stress (Pritchard et al., 2004). 

Après, par exemple, la liaison d’un contact focal avec une intégrine, RhoA se lie à un 

GTP et active les Rho-associated coiled-coil forming kinases (ROCK) ainsi que la 

formine mDia/DRF1 (Figure 16). 

Comme toutes les formines, mDia est impliquée dans la régulation du cytosquelette, 

et plus particulièrement dans la polymérisation de l’actine. L’activation de mDia permet 

d’acccroitre l’alignement parallèle des fibres d’actine et d’accentuer la polymérisation 

de l’actine (Tominaga et al., 2000). 

ROCK a plusieurs cibles. Tout d’abord, il phosphoryle la chaine légère de la NMMII 

(MLC) ainsi que la phosphatase de cette dernière (MLCP), ce qui inhibe la MLCP et 

entraine une stimulation de l’activité de NMMII. La myosine va alors se lier aux 

filaments d’actine préalablement polymérisés par mDia et permettre ainsi la formation 

des fibres de stress (Kimura et al., 1996). Parallèlement, ROCK active la kinase LIM, 

qui va alors inactiver la cofiline/ADF, responsable de la dépolymérisation des filaments 

d’actine. ROCK permet donc indirectement une augmentation du nombre de filaments 

d’actine disponibles au sein de la cellule (Carlier et al., 1997). 



39 
 

 

Figure 16 : Voie de signalisation de RhoA, impliquée dans la formation des fibres de stress 

 Rôles dans la mécanotransduction 

La tension mécanique générée par les fibres de stress est transmise au noyau 

cellulaire via les protéines de la famille de la nestine, situées au niveau de la 

membrane nucléaire externe (Figure 17). Ces protéines assurent la liaison entre les 

filaments d’actine et les protéines situées sur la face interne de la membrane nucléaire, 

telles que la lamine A, la titine ou les protéines Klarsicht/ANC-1/Syne-1/Sad1/UNC-84 

(KASH/SUN). Ces interactions se traduisent par une déformation nucléaire, une 

recombinaison de la chromatine, une augmentation du transport nucléo-cytoplasmique 

des ARNm et une modification de l’expression génique via l’activation de facteurs de 

transcription (Wang et al., 2009).  

 

Figure 17 : Transmission du stress mécanique au noyau (Liu, 2012).  
Les fibres d’actine se lient à la nestine, qui est directement au contact du complexe KASH/SUN, localisé dans le 
noyau cellulaire. Cette interaction provoque une modification de la structure des la chormatine et des lamines, 
induisant une déformation de la forme du noyau et la modification du spectre d’expression génique.  
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 Rigidité du subtrat 

Les propriétés mécaniques de la MEC peuvent être modulées par les cellules elles-

mêmes : par exemple la sécrétion de protéases permet d’obtenir une MEC plus 

poreuse et lâche, alors que la synthèse de collagène renforce la structure matricielle. 

Selon le type cellulaire, la rigidité du substrat peut varier et provoquer d’autres 

interactions mécaniques cellule-MEC, régulant ainsi des processus cellulaires comme 

l’attachement, la migration et la différenciation cellulaire (Brown and Discher, 2009). 

La rigidité du substrat est caractérisée par le module d’Young (E), défini comme la 

relation de proportionnalité entre la force appliquée sur une surface (σ) et la 

déformation d’un matériau (ε). Ainsi, plus est matériau est élastique, plus E est faible, 

et au contraire, plus un matériau est rigide donc peu déformable, plus E est élevé 

(Figure 18). 

 

Figure 18 : Définition du module d’Young.  

Un substrat mou (E≈1 kPa) favorise la différenciation des cellules souches en cellules 

neuronales, une élasticité intermédiaire (E≈15 kPa) induit plutôt une différenciation en 

cellules musculaires et un substrat dur (E≈35 kPa) favorise une différenciation 

ostéogénique (Engler et al., 2006; Halder et al., 2012). Il est important de noter qu’in 

vitro les cellules sont cultivées sur des boites de culture, fabriquées en plastique ou en 

verre, dont le module d’Young est bien plus élevé que n’importe quel tissu du corps 

humain (E≈106 kPa) (Figure 19).  
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Figure 19 : Propriétés élastiques des tissus, caractérisées par le module d’Young (Blau et al., 2015).  

Le module d’Young (E) représente la déformation élastique d’un matériau et est proportionnel à la force nécessaire 

pour obtenir une déformation de ce matériau. 

La réponse à la rigidité du substrat implique la protéine nucléaire « Yes-associated 

protein » (YAP) et son coactivateur TAZ. Leur fonction est finement régulée par les 

Rho GTPases et l’état de stress mécanique du cytosquelette (actine) (Aragona et al., 

2013). En effet, des cellules cultivées sur un substrat dur expriment de nombreuses 

fibres de stress, bien visibles et organisées, qui vont permettent la translocation de 

YAP au noyau. Au contraire, sur un substrat mou, ces fibres sont relativement fines, 

peu discernables et orientées de manière totalement aléatoires, YAP restant alors 

piégé dans le cytoplasme (Figure 20) (Dupont et al., 2011; Pelham and Wang, 1997).  

 
Figure 20 : Influence de la rigidité du substrat sur les fibres de stress (Prager-Khoutorsky et al., 2011).  

Les fibres de stress sont plus importantes chez des fibroblastes cultivés sur un gel de polydimethylsiloxane (PDMS) 
dur (2MPa), que dans les mêmes cellules cultivées sur un substrat mou (5 kPa). Les fibroblastes ensemencés sur 
le substrat dur ont des fibres de stress bien visibles et parallèles les unes aux autres alors que les fibres de stress 
des cellules ensemencées sur les substrats mous sont beaucoup plus fines et aléatoirement organisées. 

Les propriétés mécaniques du microenvironnement sont donc capables d’influencer 

les réponses biologiques et la formation osseuse, à la fois in vitro et in vivo. En 

comprenant et en agissant sur les mécanismes impliqués, il est donc possible 

d’orienter le comportement des cellules, comme par exemple, en stimulant le dépôt de 

MEC ou la différenciation ostéoblastique.  
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C. Les autres acteurs de l’ingénierie tissulaire osseuse 

I. Le type cellulaire : comment bien le choisir ? 

Dans le domaine de la biologie osseuse, les cellules utilisées dans les études in vitro 

sont soit des cellules dites de lignée, soit des cellules primaires isolées à partir d’un 

tissu. Dans les deux cas, les cellules peuvent être à des stades plus ou moins 

différenciés, allant de la pseudo « cellule souche » à l’ostéocyte. Le choix du type 

cellulaire va donc dépendre du but de l’étude envisagée. 

 Cellules primaires 

L’un des avantages des cellules primaires est qu’elles peuvent être isolées chez des 

animaux génétiquement modifiés, présentant par exemple une délétion ou une 

surexpression génique. Cela permet d’éviter des manipulations géniques (e.g. 

transfection) sur des cellules en culture, dont l’efficacité et la stabilité dans le temps 

sont toujours difficiles à contrôler. Les populations de cellules primaires osseuses sont 

cependant hétérogènes, contenant des cellules de lignages différents, mais aussi à 

des stades de différenciation différents, allant par exemple de l’ostéoprogéniteur à 

l’ostéocyte dans le cas des populations de cellules osseuses.  

 Cellules primaires humaines 

Le principal avantage des cellules primaires humaines est le fait qu’il est possible de 

les utiliser pour tester des thérapies, mais également pour réduire les risques de 

différences de comportements inter-espèces (des cellules murines, par exemple, n’ont 

pas nécessairement la même réaction à une molécule que des cellules humaines). De 

plus, les ostéoblastes primaires humains ont un phénotype relativement stable in vitro. 

Malgré tout, l’activité cellulaire peut montrer d’importantes variations selon l’âge du 

donneur : les ostéoblastes de donneur âgé (>60 ans) prolifèrent moins et synthétisent 

moins de collagène de type I et d’ostéonectine que des ostéblastes obtenus d’un jeune 

donneur (<30 ans) (Fedarko et al., 1992; Voegele et al., 2000). Le site donneur est 

également important : les ostéoblastes de la tête fémorale prolifèrent moins mais 

sécrètent plus de PAL et d’OCN que les cellules issues du tibia proximal ou du fémur 

distal (Martínez et al., 1999). De nombreux facteurs influencent donc le comportement 
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des cellules ostéoblastiques primaires humaines, dont il faut tenir compte dans 

l’interprétation des résultats obtenus.  

 Cellules primaires murines 

Des cellules ostéoblastiques primaires de souris et de rat peuvent être isolées à partir 

de différents sites osseux, dont le calvarium (os du crâne) et les os longs (Ecarot-

Charrier et al., 1983; Malaval et al., 1994, 1999; Maniatopoulos et al., 1988). Tout 

comme pour les cellules primaires humaines, il existe des différences de phénotypes 

ostéoblastiques selon l’âge et le site donneur. Par exemple, après 3 semaines de 

cultures d’ostéoblastes de calvaria de souris, la synthèse d’ostéocalcine est 6 fois plus 

importante quand les calvaria ont été prélevées sur des souriceaux agés de 2 et 3 

jours, comparée à des donneurs de 5 à 6 jours (Carpenter et al., 1998).  

Les populations de cellules ostéoblastiques primaires comprennent des 

ostéoprogéniteurs qui vont former, après confluence et en présence d’acide 

ascorbique et de β-glycérophosphate, des « nodules osseux ». Ces nodules sont issus 

d’un ostéoprogéniteur unique et sont formés en trois temps : (1) prolifération, (2) dépôt 

et maturation de la MEC, semblable au tissu ostéoïde puis (3) minéralisation de la 

MEC. A la fin de la phase de prolifération, les cellules ostéoblastiques expriment 

fortement la phosphatase alcaline. Avec le début de la minéralisation, d’autres 

protéines vont être synthétisées, avec entre autres un pic d’OPN et l’apparition de 

l’OCN et de la BSP. L’OPN est déjà fortement exprimée au pic de prolifération, elle va 

ensuite diminuer et de nouveau ré-augmenter au début de la minéralisation. 

Contrairement l’OPN, l’OCN est exprimée tardivement, au moment de la différenciation 

terminales des ostéoblastes, ce qui en fait le marqueur des ostéoblastes matures.  

Quant à elle, la BSP est synthétisée une fois les nodules formés, par les pré-

ostéoblastes tardifs et les ostéoblastes actifs, dont elle est aussi un marqueur (Malaval 

et al., 1999).  

 Lignées cellulaires 

En temps normal, les cellules issues d’un organisme ne se divisent qu’un certain 

nombre de fois avant de perdre leur capacité à proliférer et d’entrer en sénescence. 

Ce nombre de division est par ailleurs génétiquement déterminé. Pour échapper à ce 

phénomène, certaines cellules peuvent devenir immortelles (i.e. capacité à se diviser 

indéfiniment) grâce à un mécanisme appelé transformation, qui rend la capacité de 
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proliférer permanente. Celui-ci peut survenir spontanément (e.g. mutation de p53, 

comme dans le cas de certains cancers) ou être induites (e.g. insertion d’un gène viral). 

Cette prolifération indéfinie permet d’obtenir en relativement peu de temps un grand 

nombre de cellules sans isolation préalable. Les autres avantages des cellules de 

lignées sont leur facilité d’entretien et la bonne reproductibilité des cultures. Les 

lignées cellulaires sont également pures, c’est-à-dire qu’elles ne comprennent qu’un 

seul type de cellules. Mais les cellules de lignée présentent également des 

inconvénients. Bien que décrit comme stable en culture, le phénotype des cellules 

varie considérablement selon le passage auquel les cellules sont utilisées (Hausser 

and Brenner, 2005; Yan et al., 2014). De plus, les cellules de lignée ne reflètent pas le 

réel comportement des ostéoblastes, avec une prolifération qui n’est pas 

physiologique mais forcée par une dérégulation du cycle cellulaire. Il est intéressant 

de noter que les cellules immortalisées ont un cytosquelette diffus et beaucoup plus 

déformable que les cellules primaires ; leur noyau présente aussi une forte 

déformation (Anselme et al., 2010). A la vue de ces observations, il est préférable de 

ne pas utiliser de cellules immortalisées pour des études d’interactions cellules-

matériaux. Malgré tout, les cellules de lignée sont régulièrement utilisées, et les lignées 

ostéoblastiques les plus fréquentes sont les MG-63, les SaOs-2 et les MC3T3-E1.  

 Lignées cellulaires issues d’ostéosarcomes 

Les cellules des lignées MG-63 et SaOs-2 sont des cellules humaines cancéreuses, 

issues d’ostéosarcomes. Contrairement aux cellules « normales » qui arrêtent de 

proliférer quand elles finissent par former une monocouche cellulaire en boite de Pétri 

(inhibition de contact), les cellules cancéreuses ne sont pas sensibles à ce phénomène 

et prolifèrent sans discontinuité, du fait d’une dérégulation du cycle cellulaire (e.g. 

mutation de p53). 

Décrites comme étant des cellules de type ostéoblaste immature, les MG-63 sont très 

prolifératives et finissent par former des colonies denses. Les études sur la 

différenciation des MG-63 révèlent que les niveaux de PAL sont relativement faibles 

et qu’elles ont une faible capacité de minéralisation de la matrice déposée (Saldaña et 

al., 2011). A la vue de ces capacités d’expression du phénotype ostéoblastique 

relativement limitées, les cellules de la lignée SaOs-2 sont une alternative à la lignée 

MG-63. En effet, celles-ci expriment très fortement la PAL et forment une matrice 

extracellulaire minéralisée, avec une structure collagénique similaire à celle des 
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ostéoblastes primaires humains (Fernandes et al., 2007). L’expression de la PAL peut 

être stimulée chez les SaOs-2 par l’ajout de dexaméthasone et de β-glycérophosphate 

dans le milieu de culture (Czekanska et al., 2012). Cependant, en raison de cette très 

forte activité PAL en conditions basales, il est important de limiter la quantité de 

phosphates ajoutés, afin d’éviter des effets délétères sur la survie cellulaire 

(Czekanska et al., 2012).  

 Lignée cellulaire non cancéreuse : les MC3T3-E1 

Figurant parmi les types cellulaires les plus utilisées en ingénierie tissulaire osseuse, 

la lignée MC3T3-E1 allie les avantages des cellules de lignée tout en évitant d’être 

cancéreuse. Cellules de type pré-ostéoblastique issues de calvaria de souris, les 

MC3T3-E1 sont capables de se différencier en présence d’acide ascorbique et de β-

glycérophosphate (Kodama et al., 1981). Ces cellules prolifèrent activement et 

synthétisent du collagène de type I dès le troisième jour de culture. La minéralisation 

de la matrice extracellulaire commence à apparaitre vers le dixième jour, avec une 

expression génique de la BSP et de l’OCN (Wang et al., 1999). Les différentes 

caractéristiques de cette lignée cellulaire en font un modèle apprécié pour l’étude in 

vitro de la différenciation ostéoblastique. Cependant, une coloration Von Kossa ne 

permet de révéler la présence de dépôt de minéral que dans des cultures cellulaires 

des sous-clones 4 et 14, indiquant que la minéralisation de la MEC très dépendante 

de la variante utilisée (Wang et al., 1999). De plus, le minéral déposé par les MC3T3-

E1 ne correspond pas à de l’hydroxyapatite, contrairement à celui déposé par des 

cellules de calvaria de rat (Bonewald et al., 2003). Certains sous-clones, comme les 

n° 24 et 30 ne se différencient que très peu (très faible expression de BSP et OCN) et 

ne synthétisent pas de matrice minéralisée (Wang et al., 1999). 

 

Il convient donc de prendre soin de choisir le type cellulaire en fonction de l’étude 

envisagée et de sa problématique. La table 1 récapitule les principaux avantages et 

inconvénients des types cellulaires les plus utilisés en ingénierie tissulaire osseuse. 
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Table 1 : Les modèles cellulaires les plus utilisés en ingénierie tissulaire osseuse 

Type cellulaire Phénotype Avantages Inconvénients 

Cellules humaines 

primaires 

Progéniteurs 

ostéoblastiques à 

ostéoblastes 

 Approprié pour les 

études cliniques 

 Isolation longue 

 Difficile à obtenir 

 Phénotype cellulaire 

dépendant du donneur 

Cellules primaires 

murines 

Progéniteurs 

ostéoblastiques à 

ostéoblastes 

 Facile à obtenir 

 Choix du génotype 

 Extraction des 

cellules à partir de 

tous les os du 

squelette 

 Phénotype cellulaire 

dépendant de l’âge et 

du site d’extraction 

 Génome différent de 

l’humain 

SaOs-2 
Ostéoblaste 

immature 

 Nombre illimité de 

cellules 

 Forte expression de 

la PAL 

 Minéralisation de la 

MEC 

 Structure 

collagénique 

semblable à 

l’humain 

 Déformation aberrante 

du cytosquelette et du 

noyau 

 Sensibles aux fortes 

concentrations de 

phosphates 

MG-63 
Ostéoblaste 

mature 

 Nombre illimité de 

cellules 

 Bonne réponse 

hormonale 

 Déformation aberrante 

du cytosquelette et du 

noyau 

 Arrêt de la 

différenciation au stade 

pré-ostéoblaste 

 Pas/peu de 

minéralisation 

MC3T3-E1 Pré-ostéoblastes 

 Nombre illimité de 

cellules 

 Différenciation des 

pré-ostéblastes en 

ostéoblastes 

matrures 

 Signes de sénescence 

lors des hauts passages 

(P>36) 

 Pas/peu de 

minéralisation de la 

MEC 

 Variabilité des 

propriétés selon les 

clones 
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II. Les bioréacteurs 

Les bioréacteurs sont définis comme des outils utilisés pour cultiver des cellules et/ou 

tissus au sein d’un environnement contrôlé (e.g. concentrations gazeuses, pH, 

température, pression, …). Ils permettent également de soumettre les cultures 

cellulaires à des contraintes mécaniques et d’assurer l’apport des nutriments pour la 

bonne croissance tissulaire.  

En ingénierie tissulaire osseuse, trois types de bioréacteurs sont couramment utilisés : 

les « spinner flasks », les « rotating wall vessels » et les bioréacteurs sous perfusion 

(Figure 21).  

 

Figure 21 : Les trois types de bioréacteurs les plus utilisés en ingénierie tissulaire osseuse (adapté de Olivier et 

al., 2004). 

(A) Spinner flask, (B) bioréacteur en rotation et (C) bioréacteur à perfusion. Les flèches rouges en pointillés 

indiquent en (A) le mouvement du barreau aimanté, en (B) le sens de déplacement de la chambre de culture et en 

(C) le sens de circulation du milieu de culture à l’intérieur du bioréacteur. Les flèches rouges indiquent le sens du 

flux de perfusion des biomatériaux dans les bioréacteurs correspondants. 

 Spinner flasks 

Les « spinner flasks » sont les bioréacteurs les plus simples utilisés, principalement 

utilisés pour l’ingénierie du cartilage (Frondoza et al., 1996). Selon le type de fiole 

employé, 12 matériaux peuvent être cultivés simultanément. Les biomatériaux sont 

suspendus dans le milieu de culture et un barreau magnétique est placé au fond de la 

fiole. Lors de sa mise en rotation, le barreau va mobiliser le milieu de culture, dont le 
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mouvement peut être contrôlée par sa vitesse. Le flux qui en résulte va perfuser les 

biomatériaux mais cette perfusion provoque des tuburlences du flux qui peuvent être 

délétères pour les cellules. De plus, le flux créé n’est pas suffisamment puissant, ce 

qui entraine une perfusion hétérogène du biomatériau, avec une croissance cellulaire 

accrue en périphérie, au préjudice des cellules situées au centre (Yeatts and Fisher, 

2011).  

De nombreuses études ont été réalisées avec des « spinner flasks » : des cellules 

souches ainsi que des ostéoblastes cultivés dans ces systèmes augmentent leur 

production de PAL et d’OCN (Hosseinkhani et al., 2005; Ichinohe et al., 2008). Plus 

l’agitation est élevée, plus l’expression de la PAL est importante (Hosseinkhani et al., 

2005).  

Cependant, en raison des nombreux inconvénients de ces bioréacteurs (perfusion non 

homogène, contrôle du flux difficile, turbulences importantes), ils sont de moins en 

moins utilisés. 

 Bioréacteurs en rotation 

Développé par l’agence spatiale américaine (NASA) pour étudier initialement les effets 

de la microgravité, le bioréacteur en rotation, communément appelé « rotating wall 

vessel », est composé de deux cylindres : le cylindre interne est statique alors que le 

cylindre externe est en rotation. L’espace entre les deux cylindres constitue la chambre 

de culture où les biomatériaux seront cultivés, après remplisage par du milieu de 

culture. En tournant sur lui-même, le bioréacteur met en mouvement le milieu de 

culture. Parce que la force hydrodynamique (créée par la rotation) contrebalance la 

gravité, les biomatériaux restent en suspension à l’intérieur du bioréacteur et la 

mobilisation du milieu assure leur perfusion (Unsworth and Lelkes, 1998). Un des 

inconvénients est justement le fait que les biomatériaux soient en suspension dans la 

chambre de culture et peuvent donc se cogner les uns aux autres, au risque d’être 

endommagés et de perturber la culture cellulaire (mouvement libre et aléatoire).  

C’est peut-être, en partie, pour cette raison que les études réalisées sur ce type de 

bioréacteurs sont contradictoires : si certaines équipes ont montré une augmentation 

de l’expression de la PAL et de la minéralisation, d’autres au contraire n’ont pas 

observé de changement des niveaux de PAL et d’ostéocalcine par rapport à une 

culture cellulaire en condition statique (Goldstein et al., 2001; Sikavitsas et al., 2002). 
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 Bioréacteurs à perfusion 

Les bioréacteurs à perfusion sont les bioréacteurs les plus développés à l’heure 

actuelle. Leur principe est relativement simple : une pompe aspire le milieu de culture 

et force son passage à travers un biomatériau poreux, permettant l’apport des 

nutriment et l’élimination des déchets. Dans la pratique, il existe de nombreux designs 

de bioréacteurs mais qui partagent des caractéristiques communes : (1) un réservoir 

de milieu de culture, (2) une chambre de perfusion et (3) une pompe (péristaltique ou 

continue). Les bioréacteurs à perfusion sont facilement personnalisables, ce qui fait 

que de nombreux modèles ont été conçus selon les études menées, avec des types 

de biomatériaux particuliers et des flux de perfusion bien définis. L’ajout d’un système 

de compression dynamique permet de stimuler mécaniquement les cellules (Figure 

22). 

Figure 22 : Modèles de bioréacteurs à perfusion (Bouet et al, 2015).  

(A) Bioréacteur à perfusion comprenant un réservoir de milieu, une pompe, une chambre de perfusion et un 

système de tubes permettant la circulation du milieu aux précédents éléments. (B) Bioréacteur à perfusion avec un 

dispositif de compression mécanique. La force de compression s’applique, ici, perpendiculairement au flux de 

perfusion. 

En raison de cette très grande personnalisation des bioréacteurs, il est difficile de 

comparer des résultats d’expériences réalisées sur différents bioréacteurs, avec des 

biomatériaux et des types cellulaires différents. Cependant, il est communément admis 

que les bioréacteurs à perfusion permettre d’augmenter les niveaux d’expression de 

la PAL et de l’OCN, tout comme les autres bioréacteurs décrits ci-dessus mais avec 

une efficacité supérieure (Davidson et al., 2012). 

Les différents effets du flux de perfusion sur les cellules sont décrits ci-dessous.  
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III. Conditions de culture in vitro 

 Ensemencement 

L’ensemencement des cellules, bien que souvent considéré comme une étape parmi 

d’autres de la culture cellulaire, représente une étape-clé pour le bon déroulement des 

expérimentations. Un ensemencement non homogène est source de résultats non 

reproductibles, à la fois intra- et inter-expériences. Si en culture classique (i.e. 2D) la 

qualité de l’ensemencement ne présente pas de réelles difficultés, c’est tout autre 

chose dans une culture tridimensionnelle.  

L’ensemencement des biomatériaux en statique est l’une des techniques les plus 

utilisées : la suspension cellulaire est déposée sur le biomatériau, ou bien le 

biomatériau est plongé directement dans la suspension cellulaire. Un vide est souvent 

appliqué afin d’évacuer les bulles d’air et de favoriser la pénétration des cellules à 

l’intérieur du biomatériau. Cependant, le résultat est très hétérogène, avec une forte 

concentration de cellules à la surface du biomatériau et très peu à l’intérieur, et d’autant 

plus que le matériau est gros. Outre la mauvaise pénétration des cellules à l’intérieur 

du matériau, le nombre de cellules repiquées est faible (efficacité de 

l’ensemencement) (Holy et al., 2000; Kim et al., 1998; Li et al., 2001).  

Pour favoriser l’entrée des cellules à l’intérieur du biomatériau, l’ensemencement sous 

flux dynamique peut être utilisé. Un ensemencement dynamique peut-être réalisé à 

l’aide de bioréacteurs, comme ceux décrits ci-dessus. Par exemple, en utilisant un 

« spinner flask » qui va créer un flux, les cellules contenues dans le milieu de culture 

vont traverser les biomatériaux en suspension dans la fiole. Cependant, parce que le 

flux est bien souvent trop faible pour pénétrer jusqu’au centre du biomatériau, il a été 

montré que les ensemencements par « spinner flaks » ne sont pas efficaces, à la fois 

en terme de cellules repiquées et de distribution (Carrier et al., 1999; Kim et al., 1998; 

Wendt et al., 2003).  

L’utilisation de bioréacteurs à perfusion permet de conserver le principe de passage 

de la suspension cellulaire à travers le biomatériau, tout en l’optimisant : le passage 

de la suspension cellulaire est forcé à travers l’ensemble du biomatériau, de la 

périphérie jusqu’au centre. Cette technique a montré de bien meilleurs résultats, avec 

une augmentation de la densité de repiquage et une distribution plus homogène des 

cellules à l’intérieur du matériau, comparé à un ensemencement statique ou par 
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« spinner flask » (Wendt et al., 2003). De plus, cette technique permet de réaliser à la 

fois ensemencement et culture au sein du même bioréacteur et donc de limiter les 

risques de contamination lors de la manipulation et du transfert entre les bioréacteurs.  

Contrôler l’ensemencement signifie également contrôler le nombre de cellules 

repiquées. Ainsi, il a été démontré que l’ensemencement de biomatériaux à forte 

densité cellulaire augmente la croissance tissulaire 3D, accélère la minéralisation 

osseuse et favorise l’organisation d’un tissu cardiaque (Carrier et al., 1999; Holy et al., 

2000).  

 Forces de cisaillement 

En ingénierie tissulaire osseuse, la force de cisaillement, communément appelée 

« shear stress », est la conséquence de la création d’un flux de perfusion par un 

bioréacteur (voir ci-dessus). Cette force de cisaillement permet de stimuler 

mécaniquement les cellules, à la fois en culture 2D et 3D. 

 Le flux de perfusion et ses conséquences 

Le flux de perfusion, et par conséquent la force de cisaillement, va directement 

influencer la différenciation des cellules ostéoblastique, en stimulant la formation 

osseuse et l’expression de gènes spécifiques (Bancroft et al., 2002; Santos et al., 

2009; Yu et al., 2004). Il est possible de calculer et de prédire la force de cisaillement 

au sein de cultures in vitro 2D et 3D grâce aux modèles numériques (Botchwey et al., 

2004).  

De nombreuses études ont démontré que des cellules ostéoblastiques, cultivées au 

sein d’un bioréacteur et donc soumises à des forces de cisaillement, ont une activité 

PAL stimulée, une sécrétion d’OPN augmentée et un dépôt de minéral plus important 

comparé à des cellules cultivées en condition statique (Bancroft et al., 2002; Holtorf et 

al., 2005; Leclerc et al., 2006). Par exemple, un flux de perfusion de 1 mL.min-1 permet 

un dépôt de matrice minéralisée par des ostéoblastes primaires 6 fois plus important 

qu’avec un flux de 0,3 mL.min-1 (<0,1 Pa dans ce système). Cependant, un flux de 

perfusion trop important (3 mL.min-1) finit par être délétère pour l’activité cellulaire 

(Bancroft et al., 2002). Une autre étude, réalisée par (Cartmell et al., 2003)a également 

démontré qu’il existait un seuil limite supérieur critique pour les cellules. Des cellules 

de la lignée MC3T3-E1 ont été cultivées pendant 1 semaine à des différents flux de 

perfusion : 0,01, 0,1, 0,2 ou 1 mL.min-1. Le plus petit débit (0,01 mL.min-1) favorisait la 
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prolifération cellulaire, le débit le plus fort (1 mL.min-1) provoquait une chute de la 

viabilité cellulaire mais le débit intermédiaire (0,2 mL.min-1) permettait à la fois une 

bonne survie cellulaire et une augmentation des marqueurs ostéoblastiques Runx2, 

PAL et OCN (Cartmell et al., 2003). D’autres études ont ainsi montré que des flux de 

perfusion suffisamment élevés (>10 mPa) augmentaient l’activité cellulaire et la 

synthèse de MEC jusqu’à un certain seuil (Bancroft et al., 2002; Grayson et al., 2011). 

L’augmentation du flux de perfusion ne permet pas seulement d’accroitre le dépôt de 

MEC mais semble également agir sur la morphologie cellulaire. Ce changement serait 

dû à l’activation des voies de mécanotransduction en réponse à la force de cisaillement 

créée par le flux de perfusion.  

 Les mécanismes cellulaires impliqués 

En condition statique, quand la cellule n’est pas soumise à des forces de cisaillement, 

le cytosquelette est en équilibre entre forces de tension et de compression, ce qui 

donne sa forme à la cellule. Sous flux de perfusion, cet équilibre entre tension et 

compression est déséquilibré, provoquant alors la déformation du cytosquelette 

(Figure 23). Celle-ci se traduit par une réorganisation, avec une réorientation des fibres 

d’actine (voir Partie B.III.1). Certaines protéines intracellulaires vont se rapprocher, ce 

qui va permettre leur interaction et activer des voies de transduction qui régulent 

l’activité cellulaire (Ingber, 2006). Il a été montré que les forces de cisaillement 

stimulent la phosphorylation des « extracellular signal-regulated kinases » (ERK) et de 

p38, la synthèse de PGE2 et l’expression du collagène de type I et des gènes 

ostéoblastiques (OPN, OCN et BSP) (Kapur et al., 2003; Kreke et al., 2008). 

Les forces de cisaillement agissent à la fois sur la MEC et les cellules par 

l’intermédiaire de protéines situées dans la membrane cellulaire. Un stress mécanique, 

sous la forme de force de cisaillement, va déformer la MEC à laquelle les cellules sont 

rattachées via leurs intégrines. Ce changement de configuration de la MEC va activer 

la voie de signalisation FAK  (Katsumi et al., 2004) (voir Partie B.III). De plus, la très 

forte sensibilité des cellules au flux de perfusion pourrait être expliquée par l’implication 

du cil primaire (Malone et al., 2007). Les cellules ostéoblastiques possèdent un cil 

primaire qui, sous l’action d’un flux de perfusion, se tord et provoque l’ouverture de 

canaux Ca2+. Ces ions calcium se fixent sur l’adénylate cyclase 6 (AC6), empêchant 

le clivage de l’adénosine triphosphate (ATP) en adénosine monophosphate cyclique 

(AMPc). Cette baisse d’AMPc intracellulaire déclenche l’activation de voies de 
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signalisation et aboutit à une augmentation de l’expression génique de l’OPG, de 

l’OPN et de la cyclo-oxyagénase 2 (COX-2) (Hoey et al., 2012; Kwon et al., 2010; You 

et al., 2001). COX2 intervient dans la production de la prostaglandine E2, qui stimule 

la différenciation ostéoblastique (Conconi et al., 2002). Il semblerait que la torsion du 

cil primaire induit également l’activation de la voie des MAPK de manière indépendante 

des « stretch-activated channels » et du Ca2+ (Malone et al., 2007). 

 

Figure 23 : Réponses cellulaires aux forces de cisaillement (Haase & Peeling, 2015).  
Les forces de cisaillement sont ressenties par les cellules au niveau de récepteurs présentes dans la membrane 
plasmique (« stretch-channels », récepteurs couplés aux protéines G, cil primaire). De plus, les forces peuvent 
également agir sur la MEC et être ressenties par les cellules via les contacts focaux (FA). Les forces de cisaillement 
sur la cellule provoquent une réorganisation du cytosquelette. Les nombreuses voies de transduction du signal vont 
provoquer des changements d’expressions géniques et protéiques, afin de permettre l’adaptation des cellules aux 
contraintes mécaniques. 
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Comme décrit ci-dessus, l’architecture du substrat de culture influence le 

comportement des cellules. Si beaucoup d’études ont été réalisées pour étudier 

l’impact de la géométrie du substrat à des échelles nano et microscopiques, il n’existe 

à l’heure actuelle que très peu d’informations sur l’influence de la macroarchitecture 

(échelle supérieure à 100 µm) sur l’activité et la différenciation des ostéoblastes, la 

seule étude notable s’étant concentrée uniquement sur le dépôt de matrice 

extracellaire par les cellules. Pourtant, dans l’os, les cellules évoluent au sein de 

structures macroscopiques telles que les travées osseuses ou les ostéons. L’objectif 

principal de cette thèse a été d’élaborer un modèle de différenciation osseuse in vitro 

au sein de céramiques en hydroxyapatite, et pour cela, nous avons étudié les effets 

de la macroarchitecture du substrat, et plus particulièrement la forme de celui-ci, sur 

le comportement ostéoblastique.  

Des premiers travaux ont été menés sur des substrats macroarchitecturés, cultivés en 

boite de Pétri et sans flux de perfusion. Trois géométries différentes ont été testées : 

des sillons sous la forme d’une onde sinusoïdale (« S2 ») et des sillons sous la forme 

d’ondes triangulaires de deux périodes différentes (« T2 » et « T »). Ces 

biocéramiques ont été comparées à un substrat plat, de même composition (« Flat »), 

ce qui nous a permis d’analyser le comportement des cellules ostéoblastiques en 

fonction de la macroarchitecture de leur environnement. Tout d’abord, nous nous 

sommes intéressés à l’influence de la courbure du substrat sur le dépôt de MEC et la 

différenciation ostéoblastique (Etude 1). Nous avons également voulu observer quel 

impact la macroarchitecture du substrat avait au niveau des cellules individuelles, en 

termes de morphologie et de cytosquelette (Etude 2). Ces données nous ont permis 

d’accéder à des informations importantes pour la suite de ces travaux, qui était le 

développement d’un modèle tridimensionnel d’ostéogenèse en culture perfusée. Des 

céramiques macroporeuses, à pores circulaires (mimant le motif « S2 ») ou à pores 

triangulaires (incluant des angles à 90° et 45°, mimant respectivement les motifs 

« T2 » et « T »), ont été cultivées sous perfusion au sein du bioréacteur BOSE® 

ElectroForce® 5270 BioDynamic® de la plateforme Equipex IVTV du Campus Santé 

Innovations de Saint-Etienne. Ce modèle 3D permettait d’explorer l’influence de la 

macroarchitecture dans des conditions de culture perfusée, afin d’analyser la réponse 

des cellules aux forces de cisaillement dues au flux de perfusion (Etude 3).  
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A. Etude 1 : Influence de la géométrie du substrat sur la 
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Abstract 

While the impact of substrate topographies at nano- and microscale on bone cell 

behavior has been particularly well documented, very few studies have analyzed the 

role of substrate closure at a tissular level. Moreover, these have focused on matrix 

deposition rather than on osteoblastic differentiation. In the present work, mouse 

calvaria cells were grown for 15 days on hydroxyapatite (HA) ceramics textured with 

three different macrogrooves shapes (>100 µm): 1 sine and 2 triangle waveforms. We 

found that macrotopography favors cell attachment, and that bone-like tissue growth 

and organization are promoted by a tight “closure angle” of the substrate geometry. 

Interestingly, while Flat HA controls showed little marker expression at the end of the 

culture, cells grown on macrogrooves, and in particular the most closed (triangle 

waveform with a 517 µm spatial period) showed a fast time-course of osteoblast 

differentiation, reaching high levels of gene and protein expression of osteocalcin and 

sclerostin, a marker of osteocytes. 

Keywords: osteoblast differentiation, bioceramics, substrate closure, macrotopography 
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 Introduction 

Bone grafts are currently the gold standard for the treatment of bone defects, despite 

the drawbacks of limited availability and potential health risks. Because of their 

composition close to the mineral phase of bone extracellular matrix and their 

osteoconductive properties (i.e. passive property of a scaffold allowing vascular and 

cellular invasion from the host tissue), calcium phosphate (CaP) based bioceramics 

are frequently used as alternatives to bone grafts (Shepherd et al., 2012). The success 

of such synthetic bone substitute is determined by its ability to interact positively with 

the host tissue (e.g., cell invasion, degradation, and replacement). The architecture of 

the implant may directly (e.g., cell colonization) or indirectly (e.g., local stimuli) 

influence the cell fate through its macroscopic (> 100 mm) and microscopic (< 20 mm) 

features. It is well known that cells are influenced by the parameters of their local 

environment, such as substrat geometry, extracellular matrix (ECM) stiffness or 

mechanical stimulation (Bidan et al., 2013; Bouet et al., 2015a; Trappmann and Chen, 

2013). In response to those stimuli, intracellular mechanotransduction signal pathways 

are activated, such as the formation of stress fibers, causing an adaptive cellular 

response (Brown and Discher, 2009; Hoffman et al., 2011). 

Many in vitro studies on topography at nano (<100 nm) and microscale (<100 µm) have 

demonstrated that these material features could influence and orient cellular behavior, 

by promoting cell adhesion or osteoblast differentiation (Lan Levengood et al., 2010; 

Saiz et al., 2013; Xia et al., 2014). However, if studies have already been conducted 

on macroarchitectured bioceramics (>100 µm), the techniques used for their 

elaboration (salt leaching, freeze drying, foaming, etc) do not allow precise control of 

key parameters such as porosity, size and shape. The development of additive 

manufacturing processes allowed the standardized production of ceramics with 

precisely defined characteristics and the personalization of their design (Melchels et 

al., 2012). The first noticeable study realized on controlled macrostructures showed 

that local tissue growth was proportional to the substrate curvature, demonstrating that 

cells can sense and react to the macroarchitecture (Rumpler et al., 2008). Concerning 

osteoblast differentiation, the few studies performed on macroarchitectured substrates 

showed that cuvature affected osteoblast behavior. Small-diameter concavities 

(440 µm) promoted cell growth and osteocalcin gene and protein expression (Urquia 

Edreira et al., 2016) whereas cells grown in grooves no larger than 135 µm showed a 
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higher expression of alkalin phosphatase and collagen I (Faia-Torres et al., 2015). 

Moreover, it has been shown that the pore geometry influences colonization by blood 

vessels in vivo (Magnaudeix et al., 2016) and thus could have an important role to 

guide cell behavior.  

To further analyze the impact of local substrate architecture on osteoblastic behavior, 

both in terms of extracellular matrix deposition and osteoblast differentiation, we used 

mouse calvaria cells grown on macrogrooved CaP bioceramics presenting different 

degrees of closure, defined as the angle of separation of the groove slopes. Based on 

previously published work, our hypothesis was that macroarchitectures will promote 

both tissue growth and osteoblast differentiation, proportionally to the closure of the 

substrate.  
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 Material and methods 

 Ceramics manufacturing and design 

Hydroxyapatite (Ca10(PO4)6(OH)2, HA) bioceramics with macroscopic grooves were 

produced through an additive manufacturing process, detailed in (Charbonnier et al., 

2016b). Briefly, wax molds were produced by 3D printing and impregnated with a 

hydroxyapatite suspension. After drying, the green bodies (i.e., mold surrounded by 

dried slurry) were firstly heat treated at 500 °C for 2 hours (h) to remove the molds and 

organics addictives (i.e. debinding) then sintered at 1200 °C for 2 h. HA ceramics 

display three different grooved macroarchitectures: 1 sine and 2 triangle waveforms 

with spatial period of 1247.2±6.6 µm (named S2), 1243.5±8.2 µm (named T2) and 

517.0±8.7 µm (named T), respectively (Figure 24). Pellets (Flat controls) of the same 

composition (HA) and submitted to the same heat treatment (2 h at 500 °C, 2 h at 

1200 °C) were used for comparison. Dimension parameters of the ceramics are given 

in Table 2. The height and diameter of the bioceramics pellets were measured with a 

calliper (N=6 ceramics, accuracy 1 µm). The bioceramics (N=3/architecture) were 

included in a thermosetting epoxy resin (EpoThin, Buehler, USA). After inclusion, 

samples were polished by means of an automated polishing system (Prepamatic, 

Struers, Denmark) to reveal the grooved architectures of the bioceramics (i.e., 

perpendicularly to the grooves direction). The latter were imaged by means of a 

binocular, then their geometrical features were determined via the ImageJ freeware 

(http://imagej.nih.gov/ij/, National Institutes of Health, USA). The average roughtness 

(Ra) values indicated a low variability (453 to 895 nm) regardless of the Flat or grooved 

samples (Figure 25). 

  

http://imagej.nih.gov/ij/
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Figure 24 : Topography of the three different macroarchitectured bioceramics (A) with hemi-circular grooves 

(S2), and with triangular grooves with an angle of (B) T2 or (C) T. 
Images were acquired in microcomputed tomography (µCT, left column) and in optical microscopy after section 
(right column). The differents areas of the grooved ceramics, refered to in the text, are defined in the right row. 
Scale bar = 200 µm. 

 
Table 2 : Ceramic dimensions.  

Values are per ceramic unit. Mesurements were done on 3 ceramics (for diameters) and 8 grooves/ceramic (for 
groove depth). Area were calculated from the dimensions of the different architectures (see Materials and methods 
for details). Data are presented as mean ± standard deviation. 

Parameters Flat  S2 T2 T 

Ceramic diameter 

(mm) 
9.39±0.03  10.59±0.03 10.56±0.03 10.59±0.04 

Groove depth (µm) -  603.1±10.4 532.2±11.0 424.9±11.5 

Surface area (mm²) 69.23±0.46  125.83±2.54 108.79±2.46 173.16±7.08 

Top area (mm²) -  11.32±0.83 8.63±0.76 14.97±1.71 

Slope area (mm²) -  103.19±0.88 91.25±0.99 138.41±3.03 

Bottom area (mm²) -  11.32±0.83 8.91±0.71 19.81±2.31 
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Figure 25 : The average roughness (Ra) on the surface of the different ceramics. 

Ra was mesured on the different areas (top, slope, bottom) of each macroarchitectured ceramics and the mean of 
these three Ra measurements was take into account. (A) 3D surface topography, (B) A representative roughness 
profile on 1 mm and the mean of Ra measurements. N=5 measurements/area/pattern, with mean ± standard 
deviation. 
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 Cell culture 

Mice (mixed 129sv/CD1 outbred background) were housed and bred in the PLEXAN 

facility (Platform of Experiments and Analysis, Faculty of medicine, University of Saint-

Etienne, France). The procedures for care and killing of the animals were in 

accordance with the European Community Standards on the care and use of 

laboratory animals (Ministère de l'Agriculture, France, Authorization Nr C-18 0801). All 

animal experiments were approved by the « Comité du Bien-Etre Animal » (Animal 

welfare committee) of the PLEXAN. Mice were kept at standard temperature (22±1 °C), 

in a light controlled environment (12 h light/12 h dark cycle). Animals were fed a 

standard pellet diet (A03 food, Scientific Animal Food and Engineering, Aury, France) 

and were allowed water ad libitum. Four day-old mice were killed by decapitation and 

the skull caps (calvaria) were dissected out. The calvaria were isolated, cleaned of all 

connective tissues, cut along the sagittal suture and pooled (Bellows and Aubin, 1989). 

The fragments were then digested at 37 °C in 0.2 % (w/v) type IV collagenase (Sigma, 

Saint-Louis, MO, USA) in Ham’s Nutrient Mixture F-12 (Sigma), under gentle stirring. 

Cells, extracted during the first 5 minutes (min) of digestion and six consecutive 

digestions of 5 to 15 min, were collected. After centrifugation, calvarial cells were 

pooled, filtered and plated in T-75 flasks in Minimum Essential Medium Eagle (Sigma) 

supplemented with 2 mM L-glutamine (Sigma), 50 U/ml penicillin (Sigma), 50 µg/ml 

streptomycin (Sigma) and 10% (v/v) fetal calf serum (FCS, Biowest, Nuaillé, France), 

hereafter referred as “culture medium”. After 24 h, the cells were trypsinized and plated 

at 40 000 cells/ceramic. To induce osteogenesis, the culture medium was 

supplemented with 50 µg/ml ascorbic acid (Sigma) and 10 mM β-glycerophosphate 

(Sigma). Cell culture was performed at 37 °C under 5% CO2, and culture medium was 

changed every other day. 

 Cell attachment assay 

One hour after seeding, the ceramics were collected, rinsed with PBS (each grooved 

ceramic was flushed three times) and fixed in 3.7 % (w/v) paraformaldehyde (PFA), for 

15 min at room temperature. The samples were rinsed in PBS and incubated with 

10 µg/ml 4′6-diamidino-2-phenylindole dihydrochloride (DAPI, Sigma) for 20 min at 

room temperature, to label nuclei. Ceramics were observed with a Zeiss 

AxioObserver® optical fluorescent video microscope (Zeiss, Oberkochen, Germany) 

and 6 fields per ceramic were acquired using the AxioCam® camera using the 
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AxioVision® software (Zeiss, version 4.8.1.0) with a 10 µm step along the Z-axis. 

Image analysis was performed with the ImageJ freeware. Three different areas (top, 

slope, bottom) were defined in the architectures, as described in Figure 1. The bottom 

area was encompassed by the first image of the stack, the top area was the last image 

and the slope was covered by the images in between. Their respective areas are given 

in Table 1. Labeled nuclei were counted separately in each zone for each bioceramic 

design and the number of nuclei was normalized to the surface area of the zone 

analyzed. 

 Metabolic activity assessment 

At day 3, 6, 10 and 15, cell metabolic activity was mesured using the alamarBlue® 

assay (Invitrogen, Life Technologies, Eugene, OR, USA) according to the 

manufacturer’s instructions (10% alamarBlue® in culture medium). After 3 h of 

incubation, the absorbance was measured at λ=570 nm (normalized at λ=600 nm), 

using a plate-reader (Multiskan Spectrum, ThermoFisher Scientific, Waltham, MA, 

USA). Each sample was run in duplicate in the assays. Data were normalized by DNA 

content, also used to assess cell population size in the cultures (see below). 

 Live and dead assay 

Cell viability in the ceramics was assessed by staining live cells with calcein AM 

(Invitrogen) and dead cells with propidium iodide (Sigma). Ceramics were observed 

with a Zeiss AxioObserver® optical fluorescent video microscope (Zeiss) and images 

were acquired with the AxioCam® camera using the AxioVision® software (Zeiss, 

version 4.8.1.0). 

 Scanning Electron Microscopy (SEM) and roughness mesureament 

Scanning electron microscopy (SEM, JEOL, JSM-6500F, USA) was used to image 

cells and ECM deposited in ceramics after 15 days of culture. After a first rinsing in 

sodium cacodylate buffer solution (0.1 M, pH=7.4, Sigma), ceramics were fixed with 

2.5 % (w/w) glutaraldehyde/sodium cacodylate for 1 h at 4 °C, then rinsed twice in 

sodium cacodylate buffer solution. Samples were dehydrated in successive ethanol 

baths of increasing concentration, then immersed in hexamethyldisilazane (HMDS, 

Sigma) for 30 seconds (s) before drying. Prior to imaging, samples were coated with 

gold by the low vacuum sputter coating method (Quorum, Q150R ES, UK).   
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Ra was measured on images taken with the optical 3D surface metrology system, 

InfiniteFocus (ALICONA, Graz, Austria). The system acquires a series of images at 

different heights. Each image contains pixels that are more or less in focus depending 

on the height at which the information was captured. The software processes the set 

of several hundred images to determine the maximum focus for each pixel. It then 

creates the 3D surface topography image where each pixel is at its maximum focus 

and where the altitude variations can be analyzed. Ra is the area between the 

roughness profile (peak heights and valleys) and its mean line. The measurements 

were taken with a vertical resolution of 0.2 µm, a lateral resolution of 1 µm and a cut-

off wavelength of 80 µm. 

 Sections 

At day 15 of culture, ceramics were washed in PBS, fixed with 3.7 % PFA, deshydrated 

in acetone and embedded in methylmetacrylate. Blocks were cut with a diamond wire 

(ESCIL, Chassieu, France) at a 200 µm thickness. Sections were stained with either 

hematoxylin-eosin or Von Kossa, mounted and observed under an optical microscopy 

(Zeiss).  

 Immunostaining and quantification 

At day 15, the ceramics were washed in PBS, fixed with 3.7 % PFA for 15 min at room 

temperature, permeabilized for 3 min by 0.1 % Triton X-100 in PBS. They were labeled 

overnight at 4 °C in a humid chamber with primary monoclonal antibodies against 

fibronectin (FN, 1:100, Sigma, ref F3648) or osteopontin (OPN, 1:100, Santa-Cruz, CA, 

USA, ref sc-21742), diluted in PBS containing 10 % (v/v) of goat serum (labelling 

buffer). The samples were rinsed with PBS and incubated with a mixture of secondary 

antibodies (1:100) and DAPI in labelling buffer for 90 min at room temperature. After 

rinsing, the ceramics were observed with a confocal microscope (Nikon A1R MP 

Plus®, Tokyo, Japan) and images acquired with the NIS-Elements software (Nikon), 

with a 4 µm step along the Z-axis. Image analysis was performed with the ImageJ 

freeware. The maximal thickness of the tissue layed by the cells was measured in the 

middle of the grooves.  

 ELISA assays 

After 3, 6, 10 and 15 days of culture, ELISA assay was performed on culture medium 

to measure OPN (DY441, R&D Systems, Minneapolis, MN, USA), osteocalcin (OCN, 
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60-1305, Immunotopics) and sclerostin (MSST00, R&D Systems) according to the 

manufacturer’s instructions. Each sample was run in duplicate in the assays. 

Mesurements were corrected for fresh culture medium values. 

 Nuclei acid extraction and qRT-PCR 

For DNA quantification, cells were rinsed with PBS and digested with lysis buffer 

(1 mg/mL proteinase K (Euromedex) in directPCR Lysis Reagent (Viagen Biotech)) for 

5 h at 55 °C. Lysates were collected and heated for 45 min at 85 °C to inactivate the 

enzyme. Cell lysates were centrifuged at 10 000g for 90 s to remove debris. 

Supernatants were eliminated and DNA was resuspended in nuclease-free water. 

Samples were stored at -20 °C until use. DNA concentration was measured with the 

Picogreen kit (Invitrogen). DNA samples from a known number of mouse calvaria cells 

were used to build a standard curve and quantify cell numbers in the ceramics. For 

evaluation of gene expression, cells were detached with trypsin, centrifuged and 

extracted with TRI reagent (Sigma). Cell lysates were centrifuged at 10 000g at 4 °C 

for 10 min to remove debris and RNA isolated from the supernatants. Total RNA quality 

was checked with the Experion automated electrophoresis station (BIO-RAD, 

Hercules, CA, USA) and concentration was measured with the Ribogreen kit 

(Invitrogen). Samples were stored at -80 °C until use. Complementary DNA (cDNA) 

was synthetized from 1 µg of total RNA with the iScriptTM cDNA Synthesis kit (BIO-

RAD) for Thermal Cycler (BIO-RAD) according to the manufacturer’s instruction. 50 ng 

of cDNA were amplified using SYBR Green I dye (Lightcycler faststart DNA master 

SYBR green I, Roche, Germany). Reactions were performed in 20 µL PCR mixture 

containing 5X Master Mix (dNTP mixture with dUTP, MgCl2, SYBR Green I dye, Taq 

DNA polymerase and reaction buffer) and 10 µM primers. Primer sequences for OPN, 

OCN and SOST (sclerostin gene) are displayed in Table 3, along with Cyclophilin A 

which was used to normalize mRNA expression. An RNA sample from mouse calvaria 

cells grown on plastic was used to build the standard curves from 10-fold dilutions of 

total RNA. 
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Table 3 : Oligonucleotides primers used in qRT-PCR. 
The meaning of the abbreviations is explained in the text. 

Genes 5’-3’ 3’-5’ 
Product 

size (pb) 
Source 

CyclophilinA tacacgccataatggcactg ccatggcttccacaatgttc 227 NM_008907.1 

OPN cccggtgaaagtgactgattc atggctttcattggaattgc 193 NM_009263.2 

OCN ctctgacctcacagatgccaa ctggtctgatagctcgtcaca 190 NM_007541.2 

SOST tcctcctgagaacaaccagac tgtcaggaagcgggtgtagtg 127 NM_024449.5 

 Statistical analysis 

Quantitative data are presented as box-plots, with Min to Max whiskers. Statistical 

analysis was performed with the non-parametric Kruskall-Wallis test followed by 

Dunn’s post hoc test, using the GraphPad Prism 5 software (GraphPad, San Diego, 

CA, USA). Sample sizes are given in the figure legends. 

.  
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 Results 

 Cellular dynamics 

After one hour of seeding, cells were adherent to all substrates. However, the number 

of cells attached was at least 2 fold higher on grooved ceramics than on Flat controls 

(p<0.01), with no difference between architectures (Figure 26A). On grooved ceramics, 

cell densities were similar on the top and slope area (Figure 26B). In all 3 

macroarchitectures, the cell density at the bottom of the grooves was higher than in 

other areas. Of note, it was significantly lower in the grooves of the T bioceramics, 

compared to the S2 pattern at the bottom (Figure 26B). 

During the culture, cell numbers, as assessed through DNA content, sharply increased 

until day (D)6 on most substrates (the S2 pattern peaked at day 10), then remained 

stable or decrease slightly later on (Figure 27A). At D6, cell numbers in angular 

grooved substrates, and more particularly the T pattern, were higher. At the end of 

the cultures (D15), cell numbers in the different substrates were similar, although 

slightly higher in the T pattern (Figure 27A). At D1, metabolic activity, normalized for 

cell numbers (DNA) was strikingly higher on grooved substrates, compared to Flat 

controls (Figure 27B). No difference between substrates nor variation with time were 

observed at later culture times (Figure 27B). At D6 and D15, cells were distributed on 

most of the surface area, but they were less dense in the grooves of the S2 pattern. 

Cells were rare at D6 in the Top area of the T2 and T grooves (Figure 27C), the 

latter remaining poorly cover at D15. 
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Figure 26 : Cell attachment on grooved ceramics after one hour. 
(A) Number of cells attached on the whole substrate. (B) Density of cells attached in the differents areas of grooves 
(top, slope and bottom). N=10 ceramics/pattern (6 fields/ceramic). **:p<0.01, ***: p<0.001 vs other substrates. 
Kruskall-Wallis test, with Dunn’s post-hoc. 
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Figure 27 : Cell culture dynamics in grooved ceramics. 

(A) Cell numbers and (B) metabolic activity, measured at successive days of culture on substrates, with S2, T2 

and T patterns, as well as Flat controls ; note the log scale in B. N=5 materials/geometry. *: p<0.05, ***: p<0.001 
vs other substrates. Kruskall-Wallis test, with Dunn’s post-hoc test. (C) Z-stacked images of DAPI-stained cell 
nuclei distribution in each susbtrate geometry at D6 and D15. The white stars mark the top of the ridges. Scale 
bar = 100 µm.  
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 Extracellular matrix deposition 

During the 15 days of culture, cells had formed a thick tissue in the macroarchitectured 

ceramics, consisting in a network of ECM in which some cells were progressively 

embedded. The top of the tissue layed in the grooves was a curved shape cell layer 

(Figure 28A, bottom row). In the most open geometries (S2 and T2), the grooves 

were not completely filled by ECM at the end of culture time. In the T substrates, ECM 

nearly reached the top of the ridges (Figure 28A, white stars), as confirmed on 

ceramics sections (Figure 28A, bottom row). The thickness of the tissue layed by the 

cells was 3 to 5 fold higher in macroarchitectured ceramics than in Flat controls 

(p<0.01, Figure 28B). Tissue thickness was the same in the S2 and T patterns, and 

significantly lower in the T2 ceramics (Figure 28B). The total volume of ECM per 

substrate was two fold higher in the S2 and T2 geometries than in Flat controls 

(p<0.01), reflecting differences in tissue thickness and in absolute available 

area/substrate (Table 1). Strikingly, it was twice higher in the T pattern than in the two 

other macroarchitectures (Figure 28C). Increase in cell planting density (40 000 to 

140 000 cells/substrate) did not affect the volume of ECM layed either in Flat controls 

or in macroarchitectured ceramics after 15 days of culture (data not shown). Reported 

to the available surface area and substrate volume, tissue volume remained higher in 

grooved ceramics, and particularly in the T pattern (Figure 28D-E). 
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Figure 28 : Tissue deposition in the ceramics after 15 days of culture. 
(A) Imaging of filled grooves in scanning electron microscopy (SEM, top row) and microscopic observations of 
sections in hematoxylin-eosin staining (section, bottom row). (B) ECM thickness was measured on confocal 
microscopy image stacks and (C) the total volume of tissue formed per ceramic was calculated. Tissue volume was 
normalized (D) to the available plating area and (E) to the avaible volume in the three macroarchitectured 
substrates. N=4 ceramics/geometry, with 3 fields measured/ceramics. **p<0.01, ***p<0.001 vs other substrates. 
Kruskall-Wallis test, with Dunn’s post-hoc. 
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 Cell viability 

Evolution of cell viability after seeding on the HA ceramics was assessed with a 

Live/Dead fluorescent staining (Figure 29). Throughout the culture, most cells were 

stained with calcein AM (green), indicating that they were viable on the different 

substrates. At late culture times (D10 and D15), when the grooves began to be filled 

with ECM (Figure 29B), a few propidium iodide stained cells (PI+, red) appeared in all 

substrate types, either Flat or grooved (Figure 29A-B). PI+ cells were mostly located 

in the bottom of the grooves, colocalizing with viable cells in the tissue layers (Figure 

29B). At the end of the cultures (D15), most cells were stained with calcein, indicating 

that cell viability was still preserved at this stage, and that substrates were not 

cytotoxic. On Flat controls, PI+ cells appeared from D6 (Figure 29A) but were absent 

on the grooved ceramics (Figure 29C). However, althought no PI+ cells were detected 

in the most open geometries (S2 and T2), a few was present in the late culture times 

(D10 and D15) in the T pattern.  
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Figure 29 : Live/Dead labeling of calvaria cells grown on macroarchitectured  ceramics. 
Stack of images in top view, showing the surface of the cultures, (blue frame , A-C) were taken with a 
videomicroscope from D1 to D15 of the cultures, and Z-views (red frame, B) were reconstructed for the 
macrogrooved substrates. Living cells are stained in green by calcein AM, dying cells are stained in red by iodure 
propidium. The white dotted line marks the limits of the ceramic, the white stars mark the top of the ridges, the 
black stars mark the bottom of the grooves. Scale bar = 100 µm. 
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 Osteoblast differentiation 

Expression of the early osteoblast differentiation marker OPN by mouse calvaria cells 

during the 15 days of culture was assessed by qRT-PCR and ELISA (Figure 30A-B). 

On grooved substrates, OPN gene and protein expressions peaked at D6, followed by 

a decrease and a final surge of mRNA expression at D15 for the T ceramics (Figure 

30A). Interestingly, OPN gene expression on Flat controls was at the same level at D8 

as at D6 while it had already decreased on grooves at this point (p<0.01), indicating a 

delay in OPN expression kinetic on Flat controls, compared to grooved ceramics. In 

the culture medium of macroarchitectured ceramics, OPN protein concentration was 

detectable by D3 and peaked at D6 with a later decrease (Figure 30B). In contrast, 

OPN was not detectable in the medium of Flat controls before D10. 

Confocal microscopy of cultures immunostained for fibronectin (FN) and OPN at D15 

revealed their distinct localization inside the grooves (Figure 30C). FN was detected at 

the tissue-medium interface and in the upper part of the tissue layer. In the S2 and 

T2 substrates, OPN was mostly located at the bottom of the grooves, in the lower 

tissue layer, but also as a thin superficial labelling at the tissue-medium interface. In 

the T substrates, OPN was present in smaller amounts throughout the entire tissue 

layer than in the other patterns, with a stronger signal in the inner part of the grooves. 

Merging of the two labellings highlights the deeper presence of most OPN in all 

macrogrooves (Figure 30C). 
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Figure 30 : Expression and distribution of OPN and FN in cultures. 
(A) Time course of OPN mRNA expression and (B) ELISA of OPN protein in the culture medium at successive days 
of culture in Flat and macrogrooved ceramics. The dot at D15 in B shows an extreme value. The sensitivity limit of 
the ELISA is given by the dotted line. N=5 ceramics/time point. *: p<0.05, **: p<0.01, ***: p<0.001 vs other 
substrates. Kruskall-Wallis test, with Dunn’s post-hoc test. (C) 3D confocal reconstructions of immunolabelling for 
OPN (red) and fibronectin (green) in ceramics at D15 of the culture. DAPI labelled nuclei are blue. The white dotted 
line marks the limits of the ceramic, the white stars mark the tops of the grooves. Scale bar = 100 µm.  
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Messenger RNA expression of OCN and sclerostin, respectively markers of mature 

osteoblasts and of osteocytes, was significantly expressed only after D10 (Figure 31A-

C). OCN protein was barely detectable in the culture medium at D10 and reached 

significant levels at D15 only in the macroarchitectured ceramics, most prominently in 

the angular grooves (Figure 31B). By D15, SOST, sclerostin gene, was highly 

expressed by cells grown in triangular grooves, reaching a very high, although variable, 

level in the T pattern (Figure 31C). A strikingly similar pattern was observed for 

slerostin protein levels in the culture medium, with significant values already reached 

at D10 in the medium of T angular ceramics (Figure 31D). 

After 15 days of culture on Flat substrates, some osteoblastic mineralized colonies 

were stained with Von Kossa (Figure 31E). However, because of the thin layer of 

tissue, no particular structure could be observed in sections (not shown). Von Kossa 

staining of sections of grooved ceramics revealed the presence of stained mineral 

deposits within the tissue layer (Figure 31E, yellow arrows). The bone-like tissue filling 

the grooves could be separated into two zones. An upper thin layer, superficial (Figure 

31E, indicated by φ), consisting in ECM poorly stained by Von Kossa, displayed linear 

oriented perpendicularly to the axis of the grooves. This zone appeared thicker in the 

T2 grooves than in the S2 pattern, and seemed to extend down to the bottom of T 

grooves (Figure 31E). Deeper in the S2 and T2 tissue, the matrix appeared denser, 

randomly oriented and stained by Von Kossa in brown (collagen) or black (mineral). 

Mineral staining was either diffuse or condensed in spots (Figure 31E, yellow arrows). 

These mineralized structures, which sometimes resolved as star-shaped cells (Figure 

31E, 3rd and 4th rows), were also present in the bottom part of the tightest geometry 

(T) (Figure 31E, 2nd row). 
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Figure 31 : Time course of expression of OCN and sclerostin in cell cultures on grooved substrates.  
Gene expression of (A) OCN and (C) SOST; protein expression in the culture medium of (B) OCN and (D) sclerostin, 
at successive days of culture in Flat and macrogrooved substrates. The sensitity limit of the ELISA is given by the 
dotted line. (E) Von Kossa staining of calvaria cell cultures on Flat controls and of sections of embedded grooved 
substrates at D15. The white stars mark the tops of the ridges. The black arrow shows mineralized colonies on the 
Flat control, the yellow arrows the mineralized structures inside the ECM and the white line φ indicate the top layer 
of the tissue. N=5 ceramics/time point. *: p<0.05, **, p<0.01, ***: p<0.001 vs other substrates. KruskallWallis test, 
with Dunn’s post-hoc test. 
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 Discussion 

The aim of this study was to evaluate the impact of the macroarchitecture of HA 

bioceramics on osteoblastic behavior, and specifically on osteoblast differentiation, in 

order to promote osseointegration of implants in vivo and to optimize the design of 

scaffolds for in vitro three-dimensional bone tissue models. Our hypothesis was that 

macroarchitectures would promote osteogenesis, and in particular that the osteoblast 

differentiation of calvaria cells would be accelerated in the tightest geometries, due to 

an increase of cell-cell and cell-scaffold interactions (Nelson and Chen, 2002; Urquia 

Edreira et al., 2016). 

In our study, we have shown that cells settle in highter density at the bottom of the 

grooves of macroarchitectured ceramics, likely due to gravity effects on cells which 

landed on slanted « top » and « slope » areas. Cells attached in greater numbers on 

grooved ceramics, compared to Flat controls (Figure 26A), suggesting that adhesion 

to the bioceramics is promoted by the macroarchitecture. The differences in 

microtopography (Roughness, Figure 25) detect between the different patterns do 

not correlate either with plating efficiency (Figure 26) or with the dynamics of cell 

growth or metabolic activity (Figure 27). At D6, the T architecture displayed the 

highest DNA content (Figure 27B), suggestive of an early effect of substrate closure 

on growth rate. Higher metabolic activity at D1 on macrogrooved ceramics may result 

from higher cell density but also suggests a cell activity promoting effect of the 

macrotopography. As previously shown, cells are also able to sense structures of 

several hundred micrometers (Knychala et al., 2013), and in macroarchitectures the 

tissue growth rate has been shown to be proportional to the local curvature (Bidan et 

al., 2013; Rumpler et al., 2008). However, despite the fact that in our tightest 

geometry the final tissue volume layed was the highest in our tightest geometry, our 

results do not apparently support a strictly proportional relationship between tissue 

deposition and closure, as the amount of tissue layed in the T2 grooves is lower 

than in the S2 pattern. 
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Figure 32 : Assessment of opening angles of the three macroarchitectured substrates (A) S2, (B) T2 and (C) 

T. 
The bottom of the groove is indicated by the red dotted line. Scale bar = 200 µm 

Althought larger at the bottom than the T2 substrate (≈107°, Figure 32), the opening 

angle of the sine waveforme (S2) substrate becomes tighter on the slopes (≈26°), 

corresponding to an average angle of « 66° ». The geometry of the sinusoidal shape 

could explain both the higher tissue volume layed in its grooves compared to the T2 
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substrate (tighter angle of the slopes) and the slower dynamics of the culture in the 

S2 pattern (larger angle at the bottom) (Figures 27A-31). Of note, Rumpler et al. 

used the MC3T3-E1 cell line while in this study we grew mouse primary calvaria 

cells, which can both synthetize ECM and differentiate into mineralizing cells. As a 

cellular osteoblast model, primary calvaria cell cultures are directly pertinent to in vivo 

applications for skullcap defect repairs, but also of high general interest for in vitro 

models of osteogenesis (see (Mechiche Alami et al., 2016) for review) as they 

reproduce in culture the whole process of primary osteogenesis, permitting in 

particular the complete differentiation of the osteoblast ligneage (Malaval et al., 

1999), up to and including osteocytes (see below). Additionaly, the heterogeneous 

cellular population extracted from the calvaria includes auxiliary cell types of high 

value for the in vitro reconstitution of a realistic bone microenvironment, such as 

dedicated macrophages (osteomacs,(Chang et al., 2008). Others additional factors, 

such as different cell plating densities or distinct substrate chemical compositions 

might have contributed to the differences between our results and those of previous 

studies. 

Fibronectin, a marker of immature bone ECM, is densely labeled in the top tissue layer 

in each pattern and absent from the bottom of the grooves only in the T 

macroarchitectures. Early FN deposition has been shown to be required for osteoblast 

differentiation and bone formation (Damsky, 1999) in a model in which cells would first 

lay down fibronectin and collagen, similar to what has been hypothesized for the 

closure-driven process of osteon formation in vivo (Parfitt, 1994). Interestingly, in the 

S2 and T2 macrogrooves, labeling for OPN, a early marker of osteoblast 

differentation is distributed between two regions: in a thin layer at the top of the tissue 

and in higher amounts inside the ECM. These observations could be linked with OPN 

distribution within bone nodules grown on plastic, where OPN is present in the exterior 

layers, secreted by proliferative preosteoblastic cells, as well as inside the nodule, 

trapped in the matrix during ECM mineralization by mature osteoblasts (Bouet et al., 

2015b; Liu et al., 1994). The surge of OPN level in qRT-PCR at D15 indeed fits with 

the maturation of bone extracellular matrix (Denhardt and Guo, 1993). However, no 

surge in assayable OPN is found in the culture medium, probably due to protein 

trapping within the mineralized matrix. Suprisingly, immunostaining signal of OPN in 

T macrogrooves was weaker than in other macroarchitectures. This could reflect the 
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masking of the antigen by the mineral or a different maturation/turnover of the ECM in 

a tissue that would be more advanced, as suggested by the lower FN labeling and the 

higher sclerostin expression. 

Von Kossa staining highlights the presence of mineralized structures, including fibers 

within the matrix layed inside the grooves. While spots of mineralization matrix are 

visible in all three groove types, the layer of highly oriented matrix fibers increases in 

thickness with substrate closure, encompassing the whole tissue in the T substrates 

(Figure 31E). In these, mineralized fibers appear parallel to the bottom of the grooves 

on sections, i.e. perpendicular to the groove axis. This can reflect a « contact 

guidance » process, defined as the adjustement of cell and matrix orientation and 

alignement according to substrate geometry. While this has been well study in nano 

and microgrooves ((Holthaus et al., 2012; Loesberg et al., 2007), (Knychala et al., 

2013) observed that cells were no longer guided in structures larger than 200 µm. In 

our ECM-rich 3D cultures in T macrogrooves, a contact guidance process could be 

the consequence of a mechanical constraint exerted by the closed substrate on the 

tissue in contact, which would orient by proxy the laying/modeling of the rest of the 

tissue throughout the depth of the grooves. Other, more open geometries (T2 and 

S2), would apply less constraints on the cells and their ECM, resulting in a 

lessening/absence of this preferential orientation, except near the tissue-medium 

interface (Dalby et al., 2007; Knychala et al., 2013).  

We observed that substrate closure also affected osteoblast differentiation, with an 

earlier and higher level of gene and protein expression of osteoblast markers OPN, 

OCN and ultimately sclerostin in macroarchitectured ceramics. Osteoblast 

differentiation in T substrates is also faster, with important levels of both sclerostin 

gene and protein as early as D10. This clearly establishes the differentiation and 

activity of osteocytes within the tissue layed in the grooves (Poole et al., 2005). Thus, 

osteoblastic cells, trapped inside the matrix, would differentiate into osteocytes and 

induce matrix mineralization, similarly to what is observed in vivo (Bonewald, 2011; 

Clarke, 2008) at a much faster rate in closed macroarchitectures. Thus, the T 

macroarchitecture, with the most accute angle accelerates osteocyte differentiation 

respective to other macrostructures. 
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 Conclusion 

In this study, we fabricated macrogrooved bioceramics that could promote cell 

attachment, and proved to be non deleterious for long term cell culture. Our results 

suggest that osteoblast differentiation is promoted by angular structures, with a 

correlation between the angle of closure and the rate of osteoblast differentiation. 

Moreover, closure affects the organization of the ECM, in correlation with the promotion 

of osteogenesis. Bioceramics with closed, highly constraining macroarchitectural 

features could be used in bone tissue engineering to promote both osteoblast 

differentiation and abundant bone matrix formation, thus ensuring a fast 

osseointegration of implants as well as a model in basic research for testing drugs 

affecting osteoblast behavior. 
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II. Conclusions et perspectives 

Au cours de cette étude, nous avons pu observer que la macroarchitecture influence 

fortement le comportement des cellules ostéoblastiques. En particulier, la cinétique de 

différenciation ostéoblastique semble être accélérée sur les biocéramiques 

macroarchitecturées, par rapport au substrat plat (Flat), comme en témoigne 

l’expression génique et protéique de l’OPN. De plus, plus la courbure est importante 

(T>T2> S2>Flat), plus les cellules parviennent à un stade de différenciation 

avancée. L’état de différenciation ostéoblastique semble suivre l’importance de la 

fermeture du substrat, sans toute fois affirmer l’existence un effet strict de 

proportionnalité. 

Le simple ajout de sillons macroscopiques stimule fortement le volume de MEC 

déposé par les cellules de calvaria, jusqu’à 4 fois plus. Dans la géométrie la plus aigue 

(T) et uniquement dans celui-ci, les fibres minéralisées de la MEC ont une orientation 

perpendiculaire à l’axe du sillon. Comme décrit par Bidan et al. dans son modèle 

thérorique, en réponse à une courbure locale, les cellules forment des cordes 

d’actine,ce qui pourrait provoquer une synthèse stimulée de MEC. De plus, cette 

orientation des fibres minéralisée dans les sillons les plus fermés (T) pourrait être dû 

à une sorte de contrainte passive exercée par le substrat sur le tissu en croissance, 

diluée au fur et à mesure que la structure s’ouvre. De plus, la maturation de la MEC 

semble se faire en deux temps, comme le suggère la coloration Von Kossa et les 

immunomarquages pour l’OPN et la FN. Nous n’avons malheureusement pas réussi à 

réaliser d’immunomarquages pour les marqueurs tardifs ostéoblastiques (OCN) et 

ostéocytaires (SOST), n’ayant pas pu trouver d’anticorps primaires satisfaisant et/ou 

de protocole adéquat. Cela constitue une limite de ce travail car nous n’avons pas pu 

visualiser directement d’ostéocytes, bien que la mise en évidence de l’expression de 

sclérostine à la fois en qRT-PCR et en ELISA nous permet raisonnablement d’affirmer 

leur présence au sein de notre tissu osseux. 

Afin de mieux comprendre le phénomène de « contact guidance » sous-jacent à 

l’orientation de la matrice dans les sillons T, une étude approfondie des 

comportements cellulaires dans ces cultures et fait l’objet d’un second article. 
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Abstract 

During the last twenty years, the impact of nano and micro-topographies on cell 

behavior and the mecanisms involved have been well documented. However, little is 

known on the manner in which geometry can affect tissue growth and specially 

osteoblast differentiation at macroscale, i.e. in structures larger than 100 µm. In this 

study, mouse calvaria cells were grown on hydroxyapatite (HA) bioceramics textured 

with different macrogrooves of increased degrees of closure: 1 sine and 2 triangle 

waveforms. We show that osteoblastic cells are able to sense and response to the 

local and macro-environment. A dense layer of mineralizing matrix was layed down in 

the macrogrooves. This tissue embedded cells in which stress fiber orientation was 

determined by the degree of closure of the macrogrooves, showing massive alignment 

perpendicular to the groove axis in the tighest geometry, a triangle waveform with a 

517 µm spatial period (named T). Nucleus deformation analysis showed a 

progressive rounding when going deeper in the tissue layer, in all geometries but the 

T pattern in which nuclei elongated toward the bottom of the grooves. However, no 

preferential orientation of cell nuclei was observed deeper than the tissue-culture 

medium interface, which may reflect a major influence of mineralization on embedded 

bone cells or singularities of their response to constraints in a 3D microenvironment. 

Keywords: macrotopography, nucleus deformation, actin stress fibers, ECM orientation 
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 Introduction 

Cells interact with their environment, through chemical and mechanical signals, 

adapting their behavior to these stimuli. They can sense and react to various scales of 

topography, from structures smaller than 10 nm to patterns larger than several hundred 

micrometers (Dalby et al., 2004; Rumpler et al., 2008). Numerous studies on 

engineered substrates with defined topography have shown that nano (<100 nm) and 

microscale (<100 µm) patterns influence cell behavior, such as attachment, spreading 

and migration (Dumas et al., 2015; Jeon et al., 2010; Nguyen et al., 2016). However, 

the impact of macrotopography remains little explored, despite the fact that cells in 

vivo, and more particularly bone cells, are in direct contact with macrostructures such 

as trabeculae. The cell impact of substrate geometry has been studied through 

theoretical models, which suggest that tissue growth would be proportional to the local 

curvature/closure of the substrate (Bidan et al., 2012; Gamsjäger et al., 2013). Cells 

would react to the macroarchitecture by generating actin chords, also called stress 

fibers (Hirata et al., 2007; Rumpler et al., 2008). Stress fibers (SF), mostly made of 

actin microfilaments, are cytoplasmic structures involved in cell migration, mitosis, 

morphogenesis and mechanotransduction, and required for cell response to 

mechanical forces (Tojkander et al., 2012). 

To explore the spatial relationship between bone cells and their environment at a tissue 

level, we used bioceramics textured with macroscopic grooves (Juignet et al., 

submitted) in which osteoblastic cells differentiate and lay down an abundant and 

complex network of extracellular matrix. As described previously (Juignet et al., 

submitted), extracellular matrix (ECM) synthesis is highly stimulated in macrogrooved 

substrates. Moreover, triangular grooves promote osteoblast differentiation, and 

mineralized fibers display a preferential orientation in the tighest geometry. To highlight 

the mecanisms involved in the cell response to substrate macroarchitecture, we 

analyzed cell behavior and matrix deposition by growing mouse calvaria cells on 

macrogrooved CaP bioceramics of different degrees of closure. Our hypothesis was 

that macroarchitectures will affect the mechanical stress experienced by the cells and 

orient cytoskeletal structuration and deposition of ECM components, resulting in a 

higher degree of orientation in the tighest geometries. 
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 Material and methods 

 Scaffold design and synthesis 

Hydroxyapatite (Ca10(PO4)6(OH)2, HA) bioceramics with macroscopic grooves were 

produced through an additive manufacturing process, detailed in Charbonnier et al., 

2016. Briefly, wax molds were produced by 3D printing and impregnated with a 

hydroxyapatite suspension. Molds were removed with a heat treatment at 500 °C for 

2 hours (h), followed by a sintering at 1200 °C for 2 h. HA scaffolds display three 

different grooved macroarchitectures: 1 sine and 2 triangle waveforms with spatial 

period of 1247.2±6.6 µm (named S2), 1243.5±8.2 µm (named T2) and 

517.0±8.7 µm (named T), respectively (Figure 33). Scaffold diameters were 

9.39±0.03 mm for Flat controls, 10.59±0.03 mm for S2, 10.56±0.03 mm for T2 and 

10.59±0.04 mm for T. Respective groove depth in the 3 microarchitectures were 

603.1±10.4 µm for S2, 532.2±11.0 µm for T2 and 424.9±11.5 µm for T. The HA 

area available for culture was 69.2±0.5 mm2 in Flat controls, 125.8±2.5 mm2 in S2, 

108.8±2.5 mm2 in T2 and 173.2±7.1 mm2 in T. Mesurements were done on 

3 ceramics/geometry (for diameter and area) and 8 grooves/each of 3 ceramics (for 

groove depth). All values are mean ± standard deviation of N=3 ceramics. 
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Figure 33 : Osteogenic cultures in the three macroarchitectured bioceramics.  
(A) Images of the three different grooves bioceramics were acquired in optical microscopy after section and Von 
Kossa staining. Scale bar = 200 µm. (B) Observations of ECM after Von Kossa staining on macroarchitectured 
scaffolds after 15 days of culure. The white stars marks the tops of the ridges. The yellow arrows show mineralized 
structures inside the ECM. Scale bar = 200 µm. (C) Osteocalcin and sclerostin concentrations in the culture medium 
of scaffold cultures, assessed by ELISA after 15 days of culture. N=5 scaffolds. $: p<0.05, $$$: p<0.001 between 
Flat vs grooved scaffolds, **, p<0.01 vs other grooved scaffolds. KruskallWallis test, with Dunn’s post-hoc test.   
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 Cell culture 

Mice (mixed 129sv/CD1 outbred background) were housed and bred in the PLEXAN 

facility (Platform of Experiments and Analysis, Faculty of medicine, University of Saint-

Etienne, France). The procedures for care and killing of the animals were in 

accordance with the European Community Standards on the care and use of 

laboratory animals (Ministère de l'Agriculture, France, Authorization Nr C-18 0801).  All 

animal experiments were approved by the « Comité du Bien-Etre Animal » (Animal 

welfare committee) of the PLEXAN. Mice were kept at standard temperature (22±1 °C), 

in a light controlled environment (12 h light/12 h dark cycle). Animals were fed a 

standard pellet diet (A03 food, Scientific Animal Food and Engineering, Aury, France) 

and were allowed water ad libitum. Four day-old mice were killed by decapitation and 

the skull caps (calvaria) were dissected out. The calvaria were isolated, cleaned of all 

connective tissues, cut along the sagittal suture and pooled (Bellows and Aubin, 1989). 

The fragments were then digested at 37 °C in 0.2 % (w/v) type IV collagenase (Sigma, 

Saint-Louis, MO, USA) in Ham’s Nutrient Mixture F-12 (Sigma), under gentle stirring. 

Cells, extracted during the first 5 minutes (min) of digestion and six consecutive 

digestions of 5 to 15 min, were collected. After centrifugation, calvarial cells were 

pooled, filtered and plated in T-75 flasks in Minimum Essential Medium Eagle (Sigma) 

supplemented with 2 mM L-glutamine (Sigma), 50 U/ml penicillin (Sigma), 50 µg/ml 

streptomycin (Sigma) and 10 % (v/v) fetal calf serum (FCS, Biowest, Nuaillé, France), 

hereafter referred as “culture medium”. After 24 h, the cells were trypsinized and plated 

at 40 000 cells/scaffold. To induce osteogenesis, the culture medium was 

supplemented with 50 µg/ml ascorbic acid (Sigma) and 10 mM β-glycerophosphate 

(Sigma). Cell culture was performed at 37 °C under 5 % CO2, and culture medium was 

changed every other day. 

 Sections 

At day (D) 15 of culture, bioceramics were washed in PBS, fixed with 3.7 % PFA, 

deshydrated in acetone and embedded in methylmetacrylate. Blocks were cut with a 

diamond wire (ESCIL, Chassieu, France) at a 200 µm thickness. Sections were stained 

with Von Kossa, mounted and observed under an optical microscopy (Zeiss). 
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 ELISA assays 

After 15 days of culture, ELISA assay was performed on culture medium to measure 

osteocalcin (OCN, 60-1305, Immunotopics) and sclerostin (MSST00, R&D Systems) 

concentrations according to the manufacturer’s instructions. Each sample was run in 

duplicate in the assays. Mesurements were corrected for fresh culture medium values 

and normalized to DNA content. 

 Analysis of structure orientation 

At D6 and D15, the cells were fixed in 3.7 % (w/v) buffered paraformaldehyde solution 

(PFA), for 15 min at room temperature, then rinsed in PBS. To label nuclei, the samples 

were incubated with 10 µg/ml 4′6-diamidino-2-phenylindole dihydrochloride (DAPI, 

Sigma) for 20 min at room temperature. To label actin stress fibers, the samples were 

permeabilized for 3 min by 0.1 % Triton X-100, rinsed in PBS and incubated with 

rhodamine-phalloidin (1:50, Invitrogen) and 10 µg/ml DAPI (Sigma) for 45 min at 

37 °C. Scaffolds were observed with a multiphoton confocal microscope (Nikon A1R 

MP Plus®, Tokyo, Japan) and images acquired with the NIS-Elements software 

(Nikon), with a 4 µm step along the Z-axis. Image analysis was performed with the 

ImageJ software (http://imagej.nih.gov/ij/). After backgroung removal, the 

« Directionality » plugin was used to determine the orientation of nuclei or stress fibers 

on each image of the stack. Degree (°) 0 is defined as parallel to the Y-axis of the 

scaffolds, i.e. to the top of the ridges; 90° is parallel to the X-axis, thus perpendicular 

to the groove orientation. Results are given in percentage of nuclei or stress fibers with 

a given orientation (2° steps) in each image of the stack, i.e. at increasing distance 

from the bottom of the groove (Z-axis). Three fields (450x450 µm) were analyzed in 3 

different grooves of each of 4 different ceramics, seeded and grown with 4 different 

cell isolates.  

 Analysis of nucleus shape 

Nuclei from D6 and D15 DAPI labeled scaffolds were imaged with the multiphoton 

confocal microscope. Image analysis was performed with the ImageJ software. After 

backgroung removal, the « Shape descriptors » plugin was used to determine the 

cellular shape factor on each image of the stack. A « shape factor » (f) = 1 corresponds 

to a perfectly round shape; f decreases with nucleus elongation. 

http://imagej.nih.gov/ij/
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 Statistical analysis 

Quantitative data are presented as box-plots, with Min to Max whiskers. Statistical 

analysis was performed with the non-parametric Kruskall-Wallis test followed by 

Dunn’s post hoc test, using the GraphPad Prism 5 software (GraphPad, San Diego, 

CA, USA). 
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 Results 

 Times course of in vitro bone tissue formation in macrogrooved HAP 

scaffolds 

After 15 days of culture, cells had layed an important network of extracellular matrix 

(ECM), which even reached the top of the ridges in T. Von Kossa staining on sections 

revealed the presence of mineralized fibers, oriented parallel to the groove axis in T 

but with no preferential orientation in S2 and T2 (Figure 33B, detailed in Juignet et 

al.). Protein expression of OCN and sclerostin, respectively late osteoblast and 

osteocyte markers, was highter in the triangle waveforms, and more particularly in the 

T pattern (Figure 33C, detailed in Juignet et al., submitted). 

 Cytoskeleton dynamics: actin stress fibers 

At D6 and D15, actin stress fibers were observed with confocal microscopy after 

phalloidin staining (Figure 34). On Flat HA substrates, cells had a very spread 

morphology and displayed abundant stress fibers, at all depth in the tissue and at both 

culture times investigated. In contrast, on grooved scaffolds, stress fiber formation and 

abundance varied according to depth and culture time. At the tissue-culture medium 

interface, there were more stress fibers at D6 on the T2 pattern, compared to the two 

other geometries (Figure 34A, top row). After 15 days of culture, stress fiber density in 

the top tissue layers of macrogrooved scaffolds appeared higher and similar to the Flat 

controls (Figure 34B, top row). 
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Figure 34 : Actin stress fibers distribution in cultures on macrogrooved scaffolds. 
(A) Fluorescent microscopy imaging of actin stress fibers at 6 days (top row) and 15 days (botom row) of culture. 
Stress fibers are labeled with phalloidin (green) and nuclei with DAPI (blue). The « Top Cell Layer » row shows the 
tissue layer-culture medium interface, whose thickness varies with time and pattern. The « Inside Matrix » row 
shows a slice of the tissue layer at Z=20% of the height of the grooves on macrogrooved scaffolds and Z=20 µm 
on Flat controls (see Materials &methods for details). The white star marks the top of the ridge, the white frame 
correspond to the zoomed area. Scale bar = 100 µm. 
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Figure 35 : Quantitative analysis of the orientation of actin stress fibers in cultures on macrogrooved scaffolds. 
The orientation angle α=0° is defined as parallel to the top of the ridges (= Y-axis). Depth (Z) is expressed in 
percentage of height for macrogrooved scaffolds, with 0% at the bottom of the groove and 100% at the top of the 
ridge. The red arrow marks the tissue-culture medium interface. The proportion of actin stress fibers with a given 
orientation α angle (i) is shown in the vertical dimension. Values for (i) have been distributed in 5% classes, each 
identified by a color code (see legend at the bottom of the Figure). Each 3D picture thus maps the proportion (i) of 
stress fibers found oriented at a given angle (α), at a given depth (Z) in the grooves. Mean (n=4 scaffolds, with 3 
fields/scaffolds). 
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 Nucleus shape and orientation 

Shape and orientation of DAPI stained nuclei were quantified at D6 and D15 of the 

cultures. On Flat controls, the average nucleus shape factor remained around f≈0.7-

0.8, near to circular (Figure 36). On S2 and T2 macroarchitectures at D6, nucleus 

shapes showed a linear trend between the tissue-medium interface and the bottom of 

the grooves, from a more elongated shape in the top part of the tissue layer (f≈0.5) to 

a roundish shape, similar to Flat controls at the bottom (f≈0.8, Figure 36). D15 cultures 

showed the same linear trend, but with a shift to higher values, i.e. overall more 

roundish shapes, especially in the S2 pattern (f≈0.9 at the bottom). In T, at D6, 

nuclear shapes followed the same linear trend observed in the S2 and T2 patterns. 

Strikingly, at D15, this trend was reversed. While the nuclei at the top of the tissue layer 

(between Z=100 % and ≈80 %) showed the same drive towards higher f (at Z=80 %, 

f≈0.6), deeper cells showed a progressive and strikingly proportional increased 

nucleus elongation, down to f≈0.4 for Z=0-10 %. A statistical analysis of the spatial 

orientation of the major axis of cell nuclei was performed with the same protocol used 

for stress fibers (Figure 37). It revealed a bimodal distribution of nucleus orientation at 

the tissue-medium interface (i.e. for Z values above the red arrow) in the S2 pattern, 

with a 90° peak and two peaks at 0° and 180° which are equivalent (nucleus “direction” 

being an artefact of the software analysis), at both D6 and D15 (Figure 37, top row). 

This nuclear orientation pattern disappeared inside the tissue layer (i.e. for Z values 

below the red arrow). A similar but less pronounced clustering was observed in T2 in 

the same area (Figure 37, middle row), while in T, no preferential nucleus orientation 

could be detected at any time, even in the bottom of the grooves at D15 (Figure 37, 

bottom row) where nucleus elongation was maximal (Figure 36). 
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Figure 36 : Quantitative analysis of nuclear shape factor in cultures on macrogrooved scaffolds. 
(A) Plotting of nucleus shape factor (f) value in D6 (blue dots) and D15 (red dots). Depth (Z) is expressed in 
percentage of height, with 0% at the bottom of the groove and 100% to the top of the ridge. Each point gives the 
average of f values on each image of the stack. (B) Confocal images of DAPI-stained cell nuclei at Z=30% (lower 
tissue layer) and Z=80% (upper tissue layer), at D15. Scale bars = 100 µm. 
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Figure 37 : Quantitative analysis of the orientation of cell nuclei in culture on macrogrooved scaffolds.  
The orientation angle α=0° is defined as parallel to the groove (= Y-axis). Depth (Z) is expressed in percentage 
groove height for macrogrooved scaffolds, with 0% at the bottom of the groove and 100% at the top of the ridge. 
The red arrow marks the tissue-culture medium interface. The proportion (i) of nuclei with a given orientation α 
angle orientation of their major radius is shown in the vertical dimension. Values for (i) have been distributed in 
5% classes, each identified by a color code (see legend at the bottom of the Figure). Each 3D picture thus maps 
the proportion (i) of nuclei found oriented at a given (a) angle, at a given (Z) depth in the grooves. Mean (n=4 
scaffolds, with 3 fields/scaffold). 
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 Discussion 

The aim of this study was to understand the influence of macrotopography on cell 

orientation, its role in extracellular matrix organization and in the formation of three-

dimensional tissue structures. Our hypothesis was that macroarchitectures, in contrast 

to a flat substrate, will mechanically constrain the tissue in formation -a process defined 

as « contact guidance » (Nguyen et al., 2016)- and induce, through cellular shape and 

behavior response, a guided orientation of matrix (collagen) fibers. 

Stress fibers labelling revealed that their abundance at the interface between tissue 

and culture medium (top cell layer) was similar in flat controls and grooved scaffolds. 

One hypothesis is that this interface would be perceived by the cells in the same way 

as a two-dimensional substrate, despite the 3D set up of the whole culture. The ECM 

deposited would form a flat, rigid substrate on which the cells could spread. Indeed the 

amount of stress fibers is higher at D15, similar to the Flat controls, suggesting that the 

denser network of ECM layed down results in a higher stiffness of the substrate 

(Discher et al., 2005; Solon et al., 2007; Trappmann and Chen, 2013).  

The mechanical stress of the cytoskeleton is highly regulated and activates responding 

pathways, such as the MAPK kinase cascade involved in cell migration and 

differentiation (Brown and Discher, 2009). A predictive model of bone tissue growth 

driven by the macroscopic geometry of substrate has been develop by Bidan et al. 

(2012). Their hypothesis is that cells attached to a concave surface would create 

tensile elements, also called actin chords. The chords would generate a local 

mechanical stress, to which the cells would respond by synthetizing ECM (Bidan et al., 

2012; Rumpler et al., 2008). A key aspect of a chord system would be its preferential 

orientation. Inside the tissue layers generated in our scaffolds, the orientation of stress 

fibers varied depending on the degree of closure. While in S2, stress fibers did not 

display any preferential orientation, suggestive of the absence of contact guidance, in 

angular grooves, the orientation of the stress fibers increased with the tightening of the 

geometry, as if constrained by the substrate, and perpendicular to the axis of the 

grooves, as would chords. The impressive alignment of stress fibers in the T pattern 

suggests that tension forces, resulting in mechanical interactions between the cells in 

response to substrate closure, organize the whole volume of the tissue.  

Beside the orientation of actin stress fibers, deformation of the nucleus, the most rigid 

component of the cell, has also been linked to cellular mechanical response, with a 
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direct impact on gene expression (Reddy et al., 2008; Taddei et al., 2004). 

Interestingly, while in contrast to the cytoskeleton and the mineralized ECM the nuclei 

did not orient in a preferential direction in the depth of the tissue layers of angular 

grooves, their shape was nonetheless affected in a time and depth dependent manner. 

In all macroarchitectured scaffolds, the nuclei located in the top tissue layer showed 

the highest elongation factor, pointing to a high tissular tension that would 

progressively decrease in deeper cells, buried in the tissue layer (Caille et al., 1998). 

The striking reversal at D15 for this pattern in T, which display increased nuclear 

deformation in the culture, is a sign of increasing tissue tension. This would be 

expected for cells trapped in a dense, highly oriented matrix and displaying a high level 

of polarization, even though the number of stress fibers is lower than in the interface 

layer. ECM mineralization could also play a role in the process of nuclear deformation, 

which remains to be evaluated in this model. Overall, as mentionned, the behavior of 

the nuclei, while reflecting cell tension, appeared remarkably uncoupled from the stress 

fibers system, at least inside the tissue. Althought several studies have shown that 

nucleus shape and orientation are influenced by stress fibers (Khatau et al., 2009; Kim 

et al., 2014; McKee et al., 2011; Vishavkarma et al., 2014), it is noteworthy that they 

were all done on cultures grown in plastic, two-dimensional substrate, laying very little 

ECM. Such models are similar to the cell-medium interface of the scaffolds, in which 

nuclei displayed a bimodal orientation, with one mode at least paralleling the stress 

fibers (Figure 37). The other peak (at 0/180°) may reflect the top and/or slopes of the 

scaffolds, which would explain that it is absent in the T pattern, in which the grooves 

are filled up, and the top of the ridges are nearly devoid of cells from the onset of the 

cultures (not shown here, Juignet et al., submitted). Deep within the tissue layed inside 

the macrogooves of our biomaterials, bone cells undertake multiple interactions in all 

direction of space, a condition very different from thin 2D cultures. Further 

investigations will be required to analyze the coupling between nucleus and 

cytoskeleton in the mechanotransduction response of bone cells in such 3D 

environnements. 
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 Conclusion 

In this study, we showed that in macrogrooved bioceramics with increased degrees of 

closure (T>T2>S2), cells are able to sense the substrate macroarchitecture and 

align their cytoskeleton in response to the degree of closure. That nucleus deformation 

is unexpectedly not linked to the stress fiber reorientation and could reflect constraints 

due to matrix mineralization or highlight specificities of bone cell behaviour in a 3D 

tissue culture. 
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II. Conclusions et perspectives 

Au cours de ce travail, nous avons pu observer que la macroarchitecture du substrat 

provoquait une réponse mécanique des cellules ostéoblastiques. La double étude 

quantitative de la déformation du cytosquelette et du noyau nous a permis d’analyser 

cette réponse. 

L’état de stress mécanique des cellules varie en fonction de leur profondeur au sein 

des sillons, mais également selon qu’elles soient incluses ou non dans la couche 

tissulaire. Ainsi, dans la couche cellulaire supérieure, les cellules forment énormément 

de fibres de stress que ce soit sur le substrat plat ou dans les macroarchitecturés. Mais 

à l’intérieur du tissu, si les cellules continuent d’exprimer des fibres de stress, leur 

quantité est considérablement réduite, indiquant que les cellules sont et se considèrent 

dans un environnement tridimensionnel. L’évolution de la déformation du noyau suit 

également cette observation, avec une forme de plus en plus arrondie au fur et à 

mesure que les cellules sont situées dans la profondeur de la couche tissulaire. 

Cependant, dans la géométrie la plus aigue (« T ») et uniquement dans celle-ci, les 

fibres de stress sont orientées perpendiculairement au substrat (parallèlement au fond 

du biomatériau) sur toute la profondeur du sillon, comme les fibres minéralisées 

décrites dans l’article 1. Cela confirme donc que le substrat exerce une contrainte 

passive sur les cellules, qui vont alors synthétiser la matrice extracellulaire orientée 

selon le signal mécanique qu’elles perçoivent. Une expérience complémentaire sera 

prochainement réalisée afin de déterminer si l’orientation des cellules influence 

l’organisation du dépôt de collagène par celles-ci. Un développement logique de ce 

travail serait d’analyser et de localiser l’expression des acteurs de voie de réponses 

aux contraintes mécaniques, tels les RhoGTPases ou YAP/TAZ (Aragona et al., 2013; 

Halder et al., 2012; Hoffman et al., 2011).  

Au sein de substrats macroarchitecturés, nous avons montré que les cellules étaient 

capables de recréer un environnement tridimensionnel, proche de leur condition de 

développement in vivo. Nous avons mis à profit ces macrostructures pour développer 

un modèle de culture 3D sous perfusion, dans lequel des effets de l’utilisation de 

molécules pharmacologiques ainsi que de stress mécaniques, sous la forme de forces 

de cisaillement, pourraient être testés. 
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C. Etude 3 : Développement d’un modèle de culture 

tridimensionnelle pour l’ostéogénèse in vitro 

I. Contexte 

Les cultures de cellules en trois dimensions ont l’avantage de se rapprocher de la 

physiologie in vivo, par rapport à des cultures classiques en boite de Pétri, tout en 

constituant des modèles simplifiés et contrôlés. Cependant, la culture cellulaire 3D 

nécessite l’utilisation d’un bioréacteur, afin de créer un flux qui va perfuser et permettre 

un renouvellement du milieu de culture jusqu’au centre du biomatériau. Ce flux de 

perfusion provoque par là même des contraintes mécaniques, sous la forme de forces 

de cisaillement. 

Les travaux présentés préalablement nous ont permis de déterminer que les cellules 

étaient sensibles à la courbure du substrat, qu’il était donc possible de moduler le 

comportement cellulaire en fonction de ce paramètre. Le passage à un environnement 

perfusé ainsi que l’ajout de contraintes mécaniques (forces de cisaillement) pouvaient 

nous permettre de confirmer nos résultats exposés précédemment mais surtout 

d’explorer les interactions cellules-substrat en réponse à un stress mécanique.  

II. Matériel et méthodes 

1. Les cultures cellulaires 

 La lignée C3H10T1/2 (clone 8) 

La lignée C3H10T1/2 (clone 8) a été isolée en 1972 à partir de cellules embryonnaires 

de souris C3H (Reznikoff et al., 1973). Il s’agit d’une lignée cellulaire immortalisée mais 

non cancéreuse. De morphologie fibroblastique, les cellules C3H10T1/2 sont 

capables, en présence de facteurs spécifiques, de s’engager soit dans le lignage 

ostéoblastique (acide ascorbique, β-glycérophosphate), soit dans le lignage 

adipocytaire (roziglitazone, insuline) (David et al., 2007).  Utilisées entre les passages 

P11 et P15, les C3H10T1/2 ont été cultivées dans du DMEM complet (DMEM, 10% 

SVF, 1% Pénicilline-Streptomycine, 1% Glutamax®).  

La lignée cellulaire C3H10T1/2 a été utilisée dans cette étude pour les expériences de 

mises au point de l’ensemencement.   
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 Les cellules primaires de calvaria de souris 

Les cellules primaires de calvaria de souris sont des populations riches en 

progéniteurs ostéoblastiques isolées à partir de calvaria de souriceaux grâce à des 

digestions répétées avec la collagénase (Ecarot-Charrier et al., 1983). Cultivées dans 

du milieu de culture αMEM complet (αMEM, 10% SVF, 1%Pénicilline-streptomycine, 

1% Glutamine) en présence d’acide ascorbique (50 µg.mL-1) et de β-glycérophosphate 

(10 mM), les cellules primaires de calvaria sont capables de former des colonies 

ostéoblastiques minéralisées (aussi appelées « nodules osseux »). Elles constituent 

donc un bon modèle d’étude de la différenciation ostéoblastique. Cependant, en raison 

de la quantité considérable de cellules nécessaires dans le cadre de cette étude (et 

donc d’animaux), ces cellules n’ont été utilisées qu’une fois les conditions 

d’ensemencement validées avec les cellules de lignée (voir ci-dessus). Pour plus de 

détails sur les cellules primaires murines, voir la Revue bibliographique, Partie C.I.1. 

2. Les matériaux 

Les matériaux utilisés au cours de cette étude étaient en hydroxyapatite 

(Ca10(PO4)6(OH)2, HA). Ils ont été fabriqués via un procédé de fabrication additive : (1) 

des moules de cires sont fabriqués par impression 3D, (2) une barbotine d’HA est 

coulée dans ces moules, (3) l’ensemble subit un premier traitement thermique (500°C 

pendant 2 heures) qui va permettre l’élimination du moule de cire (4) suivi d’un frittage 

à 1200°C pendant 2 heures. Du fait du processus de fabrication (impression d’un 

moule de cire avec une résolution machine de 26 µm), les matériaux en HA 

possèdaient une rugosité interne périodique. Les biomatériaux formaient des cylindres 

dont les dimensions finales étaient de 10 mm de diamètre et 5 mm de hauteur. 

Les pores de ces matériaux pouvaient présenter deux géométries, circulaires ou 

triangulaires, mais de surface de section identique. Les pores circulaires formaient des 

cylindres de 740±15 µm de diamètre et les pores triangulaires étaient des pyramides 

isocèles, qui présentaient deux angles de 45° et un angle de 90° (Figure 38). 

 

Figure 38 : Les biomatériaux en hydroxyapatite utilisés pour l’étude en bioréacteur. 
Schémas et photographies du (A) biomatériau à pores circulaires et (B) biomatériau à pores triangulaires. Barre 
d’échelle = 100 µm 
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La mise au point des différents paramètres a été faite avec des matériaux modèles en 

PMMA, à pores circulaires (dimensions identiques). Ces matériaux avaient l’avantage 

d’être rapidement réalisables et d’être biocompatibles. 

3. Techniques d’ensemencement testées 

 Rotation 

Les matériaux ont été placés dans des tubes stériles d’un diamètre légèrement 

supérieur au matériau (11 mm Ø) puis recouverts d’une suspension cellulaire (3x106 

cellules dans 10 mL), l’ensemble étant ensuite complété avec du milieu de culture, 

puis le tube fermé hermétiquement. Le tube d’ensemencement était placé sur un 

agitateur rotatif (20 tours par minute soit 0,21 m.s-1) à 37°C. Le matériau en rotation 

se déplaçait au sein de la suspension cellulaire qui le traversait de part en part. 

 Sous vide 

Les tubes contenant les matériaux et la suspension cellulaire ont été placés dans une 

fiole à vide stérile. Un vide (-100 mmHg) a été appliqué 3x1 minute afin d’aspirer les 

bulles d’air hors des pores du matériau. Les tubes ont ensuite été fermés 

hermétiquement puis placés à 37°C pendant 2h. Après une heure, ils ont été remués 

délicatement de façon à ce que le matériau se retourne à l’intérieur du tube.  

 Sous vide suivi de rotation 

Les tubes d’ensemencement sont préparés comme décrit en (a), soumis à 3x1 minute 

de vide (voir b), puis immédiatement mis en rotation (voir a).  

4. Evaluation de l’ensemencement 

Afin de valider une méthode d’ensemencement des matériaux, trois critères ont été 

pris en compte : une bonne reproductibilité du nombre de cellules ensemencés sur les 

matériaux, une homogénéité de répartition intra et inter-pores et la maximisation du 

nombre de cellules attachées. 

 Evaluation indirecte 

Après ensemencement, la suspension cellulaire a été récupérée et centrifugée à 100g. 

Le surnageant a été éliminé et le culot resuspendu dans un volume connu de milieu 

de culture.  Le nombre de cellules a ensuite été compté sur cellule de Malassez puis 
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soustrait du nombre de cellules initial. Le nombre obtenu était une évaluation du 

nombre de cellules ensemencées sur le biomatériau.  

Nombre cellulesensemencées = nombre cellulestotales – nombre cellulesrestant dans la suspension 

 Comptage cellulaire 

Après ensemencement, le matériau a été récupéré, rincé au PBS et fixé dans du 

paraformaldéhyde à 3,7% (PFA). L’ADN nucléaire a ensuite été marqué au 4',6'-

diamidino-2-phénylindole (DAPI, λexcitation = 350 nm ; λémission = 450-490 nm), agent 

fluorescent se liant fortement à l’ADN qui marque les noyaux des cellules et donc de 

permettre de les localiser. Après découpe verticale avec une scie à fil diamantée, les 

matériaux ont été observés au vidéomicroscope à fluorescence et des images 

acquises avec une caméra AxioCam® utilisant le logiciel AxioVision®. L’analyse des 

images a été réalisée avec le logiciel ImageJ, afin d’observer la répartition et de 

compter le nombre de cellules.  

 Dosage d’ADN 

La quantification du nombre de cellules a été réalisée par dosage de l’ADN via la 

technique fluorimétrique Picogreen. Le dosage Picogreen peut être utilisé pour des 

quantités d’[ADN]extraits très faibles du fait de sa sensibilité particulièrement élevée. Le 

complexe ADN-Picogreen est fluorescent (λexcitation = 485 nm ; λémission = 538 nm). A 

l’aide d’une gamme, il est possible de déterminer le nombre de cellules ensemencées 

en fonction de la quantité d’ADN récoltée.  

Après ensemencement, le biomatériau a été récolté, rincé au PBS puis incubé dans 

un tampon de digestion (1 mg/ml protéinase K dans du DirectPCR lysis reagent 

(Viagen Biotech)) 5h à 55°C. La digestion a lysé les cellules et libéré l’ADN tout en le 

protégeant des DNases. Les lysats cellulaires ont ensuite été récoltés, vortexés puis 

incubés au bain-marie à 85°C pendant 45 min pour inactiver la protéinase K. Après 

centrifugation, les surnageants, contenant l’ADN, ont été récoltés et stockés à -20°C 

jusqu’au dosage. Lors du dosage Picogreen, l’extrait a été dilué dans du Tris-EDTA 

(facteur de dilution à déterminer par essai préalable) de façon à ce que la concentration 

mesurée soit comprise dans la gamme d’étalonnage. Les extraits ont ensuite été 

déposés dans un même volume de Picogreen. Après 5 min d’incubation, la 

fluorescence a été lue sur un spectrofluoromètre (CFX96, BIO-RAD).  
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5. Le bioréacteur BOSE ElectroForce® 5270 BioDynamic® 

Le bioréacteur BOSE ElectroForce® 5270 BioDynamic® est un bioréacteur installé sur 

la plateforme « Ingénierie et Vieillissement des Tissus Vivants » (IVTV) au Campus 

Santé Innovations de Saint-Etienne. Dispositif de culture sous perfusion, il permet la 

culture de prélèvement biologiques sous perfusion ainsi que celle de structures 

macroporeuses, dans un environnement mécanique et physicochimique contrôlé. Les 

échantillons peuvent être stimulés mécaniquement au moyen d’un flux pulsatile (force 

de cisaillement) et/ou de forces de traction/compression. Le comportement des 

échantillons peut également être suivi en direct avec la présence de capteurs de force 

et de pression. 

 

Figure 39 : Le bioréacteur Bose de la plateforme Equipex IVTV. 

(A) Le système ElectroForce® 5270 BioDynamic®, permettant un contrôle et un enregistrement en temps réel des 

paramètres mécaniques. (B) Photographie de la la chambre de culture utilisée dans cette étude. Le milieu de culture 

arrive par le piston du bas, perfuse l’ensemble des pores du biomatériau et est évacué par le piston du haut, le tout 

est glissé dans une jupe de silicone. 
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Les chambres pour la culture osseuse se composent de deux pistons entre lesquels 

va se placer le biomatériau ; l’ensemble (piston+matériau) est glissé dans une jupe de 

silicone qui va assurer l’étanchéité du circuit. Chaque piston porte à son extrémité une 

grille métallique dont les pores font soit 40 µm soit 100 µm. Leur rôle, d’après le 

fabricant, est d’homogénéiser le flux au contact du biomatériau. 

 

Figure 40 : Grilles métalliques du dispositif de perfusion du bioréacteur BOSE. 
(A) Photographies des grilles métalliques du BOSE. (B) Images prises en microscopie électronique à balayage, 
montrant la microarchitecture des grilles. Barre d’échelle = 500 µm. 

Dans le cadre de nos expériences, la pompe utilisée était une pompe péristaltique 

multi-canaux fonctionnant à des débits compris entre 2 µL/min et 44 mL/min (Ismatec, 

France).  

Le milieu de culture était contenu dans un réservoir, relié par un tube à la pompe 

péristaltique qui l’aspirait et l’envoyait vers la chambre de culture. Le milieu arrivait par 

le piston du bas, traversait le biomatériau puis était évacué par le piston du haut. Il 

était ensuite réinjecté dans le réservoir (circuit fermé).  

6. Evaluation de la différenciation ostéoblastique au sein des cultures 3D 

 Dosages ELISA  

Au cours de la culture dans le bioréacteur, 50% du milieu de culture était renouvelé 

tous les 3-4 jours. Ce milieu usagé, appelé perfusat, était ensuite aliquoté et stocké à 
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-20°C jusqu’à utilisation. Des dosages ELISA pour l’OPN ont été réalisés sur ces 

perfusats (R&D Systems, ref DY441). 

 Immunomarquages 

Après 15 jours de culture, les biomatériaux ont été récupérés, rincés au PBS, fixés au 

PFA et découpés à l’aide d’une scie à fil diamanté (Eslec). Après perméabilisation (3 

minutes, 0,1% Triton X-100 dans du PBS), des immunomarquages pour la fibronectine 

(1:100, Sigma, ref F3648) et l’ostéopontine (1:100, Santa-Cruz, ref sc-21742) ont été 

réalisés. 

 Coloration du minéral 

Après 15 jours de culture dans le bioréacteur BOSE, les matériaux en PMMA ont été 

récupérés, rincés et fixés au PFA. Le matériau a été plongé dans une solution de rouge 

Alizarine 2% dans l’eau déminéralisée (w/v, pH≈4,1) afin de mettre en évidence la 

présence de dépôt de calcium.  

 Analyses statistiques 

L’analyse des résultats quantitatifs a été réalisée avec le test non-paramétrique 

Kruskall-Wallis, suivi d’un post-hoc Dunn’s, à l’aide du logiciel GraphPad Prism 5 

(GraphPad, San Diego, CA, USA). 

 

III. Résultats  

1. Ensemencement 

Les résultats obtenus selon les différentes techniques sont donnés dans la Table 4.  

 Méthode de comptage 

Le dénombrement indirect des cellules par soustraction s’est révèlé être une technique 

peu fiable, avec des écarts de valeur très importants quelque soit la technique 

d’ensemencement utilisée. En dénombrement direct, que ce soit par comptage direct 

ou par quantification ADN, le nombre de cellules ensemencé trouvé était sensiblement 

identique selon la technique d’ensemencement. Cependant la quantification ADN s’est 

révélée être plus rapide et moins fastidieuse.  
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Table 4 : Evaluation de la qualité de l’ensemencement des biomatériaux 3D. 
Utilisation de la quantification indirecte, par soustraction, ou de la quantification directe, par comptage des cellules 
marquées au DAPI ou par dosage ADN. N= 5 matériaux par méthode de comptage et par méthode 
d’ensemencement. Test statistique : Kruskall-Wallis, avec test post-hoc de Dunn’s. 

Méthode de 
comptage 

Technique 
d’ensemencement 

Nombre de 
cellules  

(min; max) 

Nombre de 
cellules 

(médiane) 

Différences 
statistiques 

Soustraction 
(indirecte) 

Rotation 110000; 720000 240000 

NS Sous vide 140000; 520000 240000 

Rotation+vide 68000; 840000 230000 

Comptage 
(directe) 

Rotation 5392; 143232 60500 

NS Sous vide 5768; 43376 12790 

Rotation+vide 6048; 50800 22850 

Dosage ADN 
(directe) 

Rotation 18574; 328965 201200 
«Sous vide» 

vs 
«rotation+vide

» : p<0.01 

Sous vide 17798; 27526 24130 

Rotation+vide 40273; 66547 58370 

 

 Technique d’ensemencement 

La technique de rotation seule a permis d’obtenir un nombre de cellules repiquées 

dans le matériau important. Cependant, elle présentait le désavantage d’être très peu 

reproductible : le nombre de cellules ensemencé variait considérablement d’un 

matériau à l’autre mais aussi à l’intérieu d’un même matériau, certains pores pouvaient 

être remplis de cellules alors que d’autres étaient totalement vides (non montré). A 

l’inverse, la technique d’ensemencement sous vide était très reproductible mais peu 

de cellules étaient repiquées dans le biomatériau, avec une concentration principale 

aux extrémités. En couplant ces deux techniques (rotation + « sous vide »), le nombre 

de cellules repiquées doublait par rapport au seul ensemencement « sous vide » tout 

en conservant une très bonne reproductibilité et une bonne répartition des cellules sur 

toute la longueur des pores. L’ensemencement couplé était d’ailleurs significativement 

plus efficace que l’ensemencement seul « sous vide » (p<0,01). Cependant, la densité 
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de cellules repiquées reste toujours inférieure à celle de l’ensemencement en rotation 

seule, et donc optimale. 

L’ensemencement ainsi que la quantification ayant nécessité de nombreuses mises 

au point, les expérimentations sur le bioréacteur avaient déjà débuté. Les réasultats 

présentés par la suite ont été réalisés sur des cultures cellulaires ensemencées par 

rotation seule. 

2. Culture cellulaire 

 Choix de la grille 

Comme décrit ci-dessus, les pistons du bioréacteur BOSE peuvent comporter des 

grilles, dont le but (selon le fabricant) est d’homogénéiser le flux à l’entrée de 

l’échantillon. Afin de choisir le système le plus adapté à la culture cellulaire, chaque 

type de grille a été testée. Après 7 jours de culture au sein du bioréacteur (300 µL.min-

1/234 µm.s-1), les matériaux en PMMA ont été récupérés, marqués au DAPI et 

observés en microscopie à fluorescence.  

 

Figure 41 : Optimisation du montage de perfusion des biomatériaux 3D cultivés dans le bioréacteur BOSE.  
Les cellules ont été cultivés dans un matériau en PMMA au sein du bioréacteur, pendant 7 jours, sous un flux de 
perfusion de 300 µL.min-1, avec la présence ou non d’une grille métallique dans le piston. Photographies en 
mosaïque des faces d’entrée et de sortie du matériau après marquage des noyaux cellulaires au DAPI. 

En absence de grille, seuls très peu de pores comportent des cellules, que ce soit en 

entrée ou en sortie du matériau (Figure 41). Les pores contenant des cellules se 

trouvaient principalement au centre du matériau. L’ajout d’une grille en amont 

augmentait considérablement le nombre de pores comblés, où les cellules avaient 

réussi à croitre. Cependant, la porosité affectait l’homogénéité de la croissance 
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cellulaire. Si la grille de 40 µm semblait favoriser les canaux situés à la périphérie du 

matériau, la grille de 100 µm permettait d’obtenir une croissance presque homogène, 

dans la plupart des pores du matériau à l’exception des plus périphériques. 

Au vu de ces résultats, les cultures ultérieures ont été réalisées en plaçant dans le 

piston une grille de 100 µm. 

 Choix du débit  

Une étude de flux a ensuite été réalisée afin de déterminer la vitesse de perfusion 

optimale pour la croissance cellulaire. Trois débits de perfusion ont été testés afin de 

déterminer lequel permettrait à la fois une croissance homogènesur tout la longueur 

des canaux et le maintien d’un flux suffisant pendant des cultures à long terme (> 7 

jours) : 50, 300 et 500 µL.min-1. Ces débits ont été choisis en fonction de protocoles 

décrits dans la littérature (Bancroft et al., 2002; Cartmell et al., 2003; McCoy et al., 

2012b). 

 

Figure 42 : Optimisation du flux de perfusion des cultures 3D dans le bioréacteur BOSE.  
Les cellules ont été cultivés dans un matériau en PMMA au sein du bioréacteur, pendant 7 jours, sous un flux de 
perfusion de 50, 300 ou 500 µL.min-1.Photographies en mosaïque des faces d’entrée et de sortie du matériau après 
marquage des noyaux cellulaires au DAPI. 

Après 7 jours de culture, les matériaux ont été retirés du bioréacteur, fixés au PFA, 

marqués au DAPI et observés en microscopie à fluorescence (Figure 42). A un débit 

de 50 µL.min-1 (vitesse de 39 µm.s-1), les pores du matériau étaient totalement 

bouchés en face d’entrée ; aucun noyau n’était visible sur la face de sortie, indiquant 

que toutes les cellules en sortie étaient mortes. A 300 µL.min-1 (234 µm.s-1), les faces 

d’entrée et de sortie semblaient identiques ; les pores avaient commencé à être 

comblés mais ne l’étaient pas encore totalement. A 500 µL.min-1 (389 µm.s-1), la 

croissance des cellules apparaissait relativement homogène dans les différents pores 
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du matériau (Figure 42, faces d’entrée et de sortie relativement semblables) mais 

semblait plus faible qu’au débit « 300 µL.min-1 », surtout en sortie du matériau 

(comblement moindre). 

Afin d’assurer une croissance cellulaire à la fois suffisante et homogène, un débit de 

perfusion de 300 µL.min-1 nous a semblé être le plus approprié pour notre étude. 

 Différenciation ostéoblastique 

Une fois le système mis au point, nous avons utilisé pour les expérimentations 

suivantes des matériaux en hydroxyapatite, dont les pores étaient soit circulaires 

(comme précédemment), soit triangulaires. Les matériaux ensemencés ont été mis en 

culture pendant 15 jours (30 pour le dosage ELISA) au sein du bioréacteur. 

Au cours de la culture, les cellules ont proliféré et synthétisé une matrice extracellulaire 

(Figure 43). Après observation à la fois en microscopie optique et électronique à 

balayage, cette matrice apparaissait relativement fine dans les pores circulaires, les 

cellules semblant avoir juste recouvert l’intérieur des pores. Dans les pores 

triangulaires, par contre, les cellules avaient synthésisé une matrice épaisse d’une 

centaine de micromètres, mais uniquement dans les angles. De plus, cette MEC 

apparaissait bien plus épaisse dans les angles de 45° que dans l’angle de 90°. Noter 

que les images en MEB permettent d’observer la microtopographie de surface, liée à 

la résolution de l’imprimante 3D des moules des biomatériaux HA. 

 

Figure 43 : Dépôt de matrice extracellulaire au sein des biomatériaux 3D. 
Les cellules ont été cultivés dans un biomatériau en HA au sein du bioréacteur, pendant 15 jours, sous un flux de 
perfusion de 300 µL.min-1.Observations du dépôt de MEC dans des deux types de pores en (A) microscopie optique 
et en (B) microscopie électronique à balayage après découpe. Le cadre jaune correspond à un zoom sur une zone 
d’intérêt. La flèche verte indique la présence de la MEC dans le pore, l’étoile verte indique l’emplacement de l’angle 
dans le biomatériau coupé en deux. Barre d’échelle = 100 µm. 
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Sur les perfusats récoltés lors des changements de milieu de culture, un dosage ELISA 

a été réalisé pour l’OPN (Figure 44A). Au cours de la culture, la concentration d’OPN 

dans le milieu recyclé augmentait selon une courbe à allure sigmoïde. Il est intéressant 

de noter que les valeurs semblaient stagner entre D14 et D18 puis repartaient à la 

hausse. A partir de D21, les cellules semblaient sécrèter plus d’OPN au sein des pores 

triangulaires (noir), par rapport aux cellules cultivées au sein des pores circulaires 

(bleu).  

Après 15 jours de culture, des biomatériaux ont été récupérés et un double 

immunomarquage a été réalisé afin de mettre en évidence la localisation de la 

fibronectine (FN) et de l’OPN (Figure 44B). Pour faciliter l’observation, les biomatériaux 

ont été coupés en deux, dans le sens de la longueur des pores. Si, dans les pores 

circulaires, l’OPN et la FN semblaient être colocalisées et ne laissaient pas apparaitre 

de structures particulières, dans les pores triangulaires la FN synthétisée par les 

cellules semblait être orientée parallèlement aux macrostructures dans les zones de 

faible densité cellulaire, mais en un réseau perpendiculaire à cette rugosité de surface 

dans les zones de matrice dense, proches des angles. De plus, si nous avons 

également observé une colocalisation entre FN et OPN, il est intéressant de noter que 

l’OPN était présente seule le long des angles (Figure 44B). Une coloration au Rouge 

Alizarine a mis en évidence la minéralisation de la matrice déposée dans les pores 

circulaires d’un matériau-modèle en PMMA après 15 jours de culture de cellules de 

calvaria, confirmant l’ostéogénèse au sein des biomatériaux dans ce modèle (Figure 

44C).  
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Figure 44 : Différenciation ostéoblastique dans les biomatériaux 3D cultivés dans le bioréacteur BOSE. 
Les cellules ont été cultivées dans le bioréacteur sous un flux de perfusion de 300 µL.min-1. (A) Dosage ELISA de 
l’ostéopontine sur les perfusats de culture des matériaux HA à pores circulaires (bleu) et à pores triangulaires (noir) 
(Moyenne±SD, n=4 biomatériaux/géométrie). (B) Observations en microscopie confocale d’immunomarquages 
pour la fibronectine (vert) et l’ostéopontine (bleu) sur des biomatériaux HA cultivés dans le bioréacteur pendant 15 
jours et coupés en deux. (C) Coloration Rouge Alizarine sur un matériau-modèle en PMMA après 15 jours de 
culture. Kruskall-Wallis avec test post hoc de Dunn’s (NS). 

  



129 
 

IV. Discussion 

L’utilisation de modèles 3D passe tout d’abord par une bonne qualité de 

l’ensemencement, c’est-à-dire une répartition homogène des cellules au sein des 

canaux et une bonne reproductibilité. Sans cela, il est extrêmement compliqué 

d’interpréter les résultats obtenus à la fois au sein d’une même expérience mais aussi 

entre plusieurs expériences distinctes. Bien que les ensemencements dynamiques 

soient souvent décrits comme améliorant le nombre de cellules ensemencées, il 

convient tout de même de noter que, dans notre cas, la rotation seule ne permet pas 

une bonne reproductibilité de l’ensemencement bien que les densités observées 

soient plus élevées (Du et al., 2009; Kim et al., 1998; Wendt et al., 2003). Cela peut 

être expliqué par l’architecture de notre biomatériau, des canaux de plusieurs 

millimètres sans interconnexion où l’air aurait des difficultés à être expulsé. C’est 

pourquoi combiner rotation et vides multiples permet un passage de la suspension 

cellulaire dans chaque pore, assurance d’une bonne reproductibilité. 

Malheureusement, les sensités d’ensemencement obtenues restaient très inférieures 

à la rotation seule, et le rendement de cette approche demandera à être amélioré. 

Après l’ensemencement, les biomatériaux sont placés au sein du bioréacteur BOSE 

et cultivés sous perfusion, en milieu ostéogénique. La perfusion permet d’assurer 

l’apport des nutriments aux cellules sur toute la longueur du pore, mais également 

génère un stimulus mécanique sous forme de forces de cisaillement. Ces forces de 

cisaillement pourraient être utilisées pour moduler le comportement des cellules in 

vitro, comme par exemple en stimulant l’ostéogénèse (Bancroft et al., 2002; Barron et 

al., 2012; McCoy et al., 2012a). Après 7 jours de culture dans le BOSE, un flux de 

perfusion de 50 µL.min-1 (10 µm.s-1) a considérablement stimulé la croissance des 

cellules, au point que la perfusion n’étaiit plus assurée sur toute la longueur des canaux 

(cellules mortes en sortie). A l’inverse, un flux dix fois plus important, de 500 µL.min-1 

(100 µm.s-1), a permis une bonne perfusion sur l’ensemble des pores mais limitait la 

croissance des cellules. Le flux de perfusion de 300 µL.min-1 (60 µm.s-1) assure un 

bon compromis, c’est-à-dire une bonne croissance cellulaire homogène sur le long des 

pores qui se maintient pendant toute la durée de la culture. Il convient donc d’adapter 

le débit au système utilisé, comprenant la combinaison d’un bioréacteur et d’un 

matériau particulier. Ces raisons expliquent la discordance existant entre les 
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différentes études sur la différenciation ostéoblastique sous perfusion, rendant leur 

comparaison difficile (Bouet et al., 2015c; Cartmell et al., 2003).  

Tout comme dans nos études préliminaires présentées ci-dessus et réalisées sur les 

substrats macroarchitecturés en boite de culture, la croissance des cellules de calvaria 

sous perfusion dans le bioréacteur est apparue stimulée par les angles de 45° (mimant 

le motif « T ») et moins active dans les angles de 90° (« T2 »). Cependant, 

contrairement à ce que l’on pouvait attendre, la croissance des cellules primaires de 

calvaria dans les biomatériaux HA était très limitée dans les pores circulaires alors que 

les mises au point avaient montré qu’après 7 jours de culture les cellules avaient formé 

une couche tissulaire conséquente. De plus, la coloration au Rouge d’Alizarine a 

permis d’observer la présence d’une MEC minéralisée importante dans les pores 

centraux des matériaux en PMMA. Cette différente est sans doute due aux types 

cellulaires utilisés (C3H10T1/2 pour les mises au point vs cellules primaires de calvaria 

pour les cultures ostéogéniques), aux compositions de matériaux différents (PMMA vs 

HA) mais aussi aux textures/microtopographies (surface non polie en PMMA, 

résolution d’impression des biomatériaux HA). Nous avons tout de même réussi à 

mettre en évidence la présence de matrice minéralisée déposée par les cellules de 

calvaria dans un matériau en PMMA, et par conséquent le fait que les progéniteurs 

sont capables de se différencier en ostéoblastes matures dans nos conditions de 

culture. De plus, le dosage ELISA a montré la sécrétion de quantités importantes 

d’OPN par les cultures en biomatériaux HA. L’augmentation des quantités dosées 

avec le temps de culture reflète certainement l’accumulation d’OPN dans le milieu (le 

circuit de perfusion est fermé) ; celle-ci est sans doute aussi compensée par la 

dégradation de la protéine en fragments non dosables (Bouet et al., 2015b). La 

contribution de ces mécanismes opposés aux valeurs finales dosées n’a pas été 

évaluée. Le plateau de la courbe entre J14 et J18 pourrait correspondre à la diminution 

d’OPN observée sur les cultures cellulaires en boite de Pétri entre J6 et J15 (voir Etude 

1), diminution qui pourrait être compensée par l’accumulation d’OPN neuve dans le 

milieu. Il est intéressant de noter que, bien que l’ensemencement des biomatériaux ait 

été réalisé avec la technique de rotation seule (la moins reproductible), l’écart des 

valeurs entre les matériaux de géométries différentes s’est maintenu sur la durée de 

la culture, et la variabilité inter-matériau (voir les écarts-types) est demeurée 

raisonnable. 
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Bien que le dosage ELISA ait indiqué une augmentation de l’OPN sécrétée dans les 

biomatériaux, la qualification du stade de différenciation des ostéoblastes s’est révélée 

être difficile. En effet, en raison de la forte affinité des ARN messagers pour 

l’hydroxyapatite, il n’a pas été possible de recueillir suffisamment de matériels pour 

réaliser des analyses qRT-PCR. De même, des dosages ELISA pour des marqueurs 

ostéoblastiques matures (ostéocalcine, sclérostine) ne se sont pas révélés concluants 

du fait de la trop grande dilution de ces protéines dans le milieu de culture circulant 

et/ou une dégradation trop rapide. 
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V. Conclusion 

Le but de cette étude était de développer un modèle tridimensionnel d’ostéogénèse 

sous perfusion afin d’explorer les interactions des cellules entre elles et avec leur 

environnement en réponse des stimuli physiques (forces de cisaillement). Pour utiliser 

un bioréacteur commercialisé, le bioréacteur BOSE ElectroForce® 5270 

BioDynamic®, nous avons développé des biocéramiques en hydroxyapatite à 

l’architecture adaptée et reproductible. Grâce à cette architecture (canaux 

longitudinaux), il serait possible de modéliser les flux et les comportements cellulaires 

dans ce modèle de culture, ce qui se révèlerait beaucoup plus difficile dans des 

structures poreuses à organisation complexe. La modélisation numérique pourrait 

alors permettre de mieux expliquer et comprendre le comportement des cellules vis-à-

vis de divers stimuli.  

Après avoir mis au point une technique d’ensemencement reproductible de nos 

matériaux mais dont la densité de repiquage pourrait être optimisée, le système de 

culture BOSE nous a permis de cultiver de manière viable des cellules de calvaria de 

souris sur une durée de 7 à 30 jours. Bien que nous n’ayons pas pu mettre en évidence 

de différence dans le stade de différenciation ostéoblastique entre les cellules cultivées 

au sein des pores circulaires et triangulaires, la synthèse de MEC était stimulée dans 

les angles de 45° des pores triangulaires, en accord avec les résultats obtenus en 

cultures statiques sur des biomatériaux macroarchitecturés (Etudes 1 et 2). 

Des expériences complémentaires seront nécessaires pour optimiser la méthode 

d’ensemencement et mettre au point une technique permettant d’extraire une quantité 

suffisante d’ARN messagers pour évaluer l’état de différenciation des cellules. Des 

études de flux complémentaires avec des cultures de cellules primaires de calvaria de 

souris en biomatériaux HA permettraient d’ajuster le débit à ce type cellulaire pour 

stimuler d’avantage leur croissance dans les cultures en 3D. Ces mises au point 

supplémentaires n’ont pas été possibles au cours de cette étude du fait de contraintes 

de temps et de coût. 

  



133 
 

  



134 
 

 

 

 

 

 

 

 

DISCUSSION GENERALE ET 

PERSPECTIVES 
  



135 
 

L’objectif général de cette thèse était de mieux comprendre les effets de la 

macroarchitecture du substrat sur le comportement des ostéoblastes par le 

développement d’un modèle d’ostéogénèse in vitro soumis à des contraintes 

mécaniques. Ces contraintes mécaniques, sous la forme de forces cisaillement, 

peuvent être obtenues grâce à l’utilisation d’un bioréacteur qui va créer un flux de 

perfusion à l’intérieur des biomatériaux. Le but de ce modèle serait, à terme, de tester 

des molécules pharmacologiques affectant l’ostéogenèse dans un modèle 

reproductible de physiologie osseuse in vivo. 

Pour répondre à cet objectif, la première partie de mon travail de thèse a consisté à 

étudier l’influence de la géométrie du substrat sur des biomatériaux 

macroarchitecturés en culture classique (boite de Pétri). Des cellules ont été cultivées 

sur des biomatériaux en hydroxyapatite de différentes géométries : plat (Flat), sillons 

semi-circulaires (S2), sillons triangulaires à angle de 90° (T2) ou angle de 45° (T). 

Nous avons observé que plus l’angle était refermé, plus la différenciation 

ostéoblastique était rapide. Cela s’est traduit par une augmentation des niveaux 

d’expression génique et protéique d’ostéocalcine et de sclérostine. La présence de 

sclérostine nous indique même la présence d’ostéocyte au sein de notre tissu, 

démontrant ainsi que les ostéoprogéniteurs ont été capables de réaliser une 

différenciation ostéoblastique complète. Il est également intéressant de noter que, 

contrairement à ce qui a été observé dans la littérature, le dépôt de MEC n’était pas 

strictement proportionnel à la courbure du substrat. Ce n’est qu’au sein de la structure 

à l’angle le plus fermé (i.e. « T ») que des structures fibreuses minéralisées, orientées 

parallèlement au fond du substrat ont été observées. Cette orientation s’est confirmée 

au niveau cellulaire, avec une orientation similaire des fibres de stress et un étirement 

des noyaux cellulaires. La courbure du substrat influence donc le comportement des 

cellules en modifiant très probablement leur signalisation intracellulaire. Des 

investigations plus approfondies seront requises pour comprendre les mécanismes qui 

sont impliqués, en particulier analyser les changements dans la rigidité de la MEC, 

signes d’un stade de maturation matricielle différent, et les voies de signalisation 

cellulaires qui pourraient y répondre (rôle des connexines, de YAP/TAZ, de la famille 

Hippo (Aragona et al., 2013; Halder et al., 2012; Hoffman et al., 2011). L’observation 

de la cinétique du dépôt du tissu, via des coupes histologiques, ainsi qu’un marquage 

des cellules proliférantes, (immunomarquage Ki67), permettrait également de mieux 

comprendre pourquoi, contrairement à ce que nous attendions, le dépôt de MEC est 
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important dans le motif S2 par rapport aux motifs T2. Il serait également intéressant 

de cultiver les cellules sur des temps plus importants, afin de voir si le profil 

d’expression de l’ostéocalcine et de sclérostine sur le matériau plat finit par rattraper 

celui des biomatériaux macroarchitecturés. 

La seconde partie de ces travaux a été le développement d’un modèle d’ostéogénèse 

3D au sein d’un bioréacteur à perfusion. A partir des observations ainsi que des 

résultats précédents, nous avons confirmé qu’une biocéramique à sillons triangulaires 

était la plus apte à permettre une différenciation ostéoblastique optimale, avec un 

dépôt tissulaire plus abondant dans les angles 45°, où la fermeture de l’angle 

correspond à celle du motif « T » (Figure 45). 

 

Figure 45 : Section transversale d’un pore triangulaire après culture au sein du bioréacteur 
(schéma hypothétique).  

Les cellules ostéoblastiques ont déposé une matrice extracellulaire dense (en vert) au niveau des angles, et de 
manière plus importante dans les angles 45°. Les ostéoprogéniteurs se sont différenciés en ostéoblastes dont 
certains, emmurés dans la MEC, ont atteint le stade ostéocytaire. Ces cellules et cette MEC forment un tissu osseux 
in vitro, capable de répondre aux contraintes mécaniques de l’environnement. 

Cependant, si nous avons validé le système de culture (biocéramique, perfusion, 

bioréacteur), cela n’a malheureusement pas été fait avec les mêmes types cellulaires 

(C3H10T1/2 vs cellules primaires de calvaria de souris) ni la même composition 

(hydroxyapatite vs PMMA), ce qui pourrait expliquer les variations des résultats 

obtenus, et notamment sur le dépôt de MEC.  

Le coût relativement élevé de cette étude en bioréacteurs (matière première, temps-

machine, temps-personnel, pour un nombre important de matériaux) ne nous 

permettrait pas de poursuivre ce projet avec des matériaux en hydroxyapatite. Un 

nouveau projet développé au sein de notre laboratoire, en collaboration avec l’Ecole 

Nationale d’Ingénieurs de Saint-Etienne (ENISE), débutera prochainement, basé en 

partie sur les résultats de ces travaux de thèse. Des biomatériaux en titane TiA6V, de 
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même géométrie (canaux circulaires et triangulaires) que ceux que nous avons utilisé, 

seront cultivés au sein du bioréacteur BOSE avec des cellules souches squelettiques 

humaines (PT2501, Lonza) et sur le long terme (15 à 30 jours). Les résultats obtenus 

avec ces nouvelles caractéristiques (composition, cellules) pourront alors être 

comparés avec nos données, que ce soit en termes de croissance cellulaire, d’état de 

différenciation ou présence de minéralisation. 

Un autre développement potentiel de ce travail serait son application à la réparation 

de défaux osseux in vivo, avec des matériaux présentant les différents types de 

géométries, afin d’observer si, comme dans nos résultats, l’ostéointégration est 

réellement favorisée par des structures fermées (« T »). L’application peut également 

s’étendre au revêtement de matériaux existants, comme par exemple les matériaux 

en titane destinés aux prothèses. Si les biomatériaux en titane sont souvent recouverts 

d’un revêtement en hydroxyapatite pour stimuler l’ostéointégration, leur surface est 

« lisse » ou présente des nano-motifs. L’ajout d’une macrostructure permettrait de 

stimuler le dépôt d’un néo-tissu, ainsi que de sa minéralisation accélérée. De plus, la 

présence de motifs seuls permet d’induire une ostéogénèse tout en passant de 

facteurs de croissance dont BMP-2, connu pour avoir provoqué des ossifications 

ectopiques en raison d’une libération non contrôlée dans l’organisme. Une autre étude 

a également montré que des céramiques en HA silicatée à pores triangulaires 

stimulaient la vascularisation in vivo, et ce en absence de VEGF (Magnaudeix et al., 

2016).  

Pour conclure ce manuscrit, il est important de souligner que l’ingénierie tissulaire 

osseuse ne se borne pas uniquement à la réparation de défects osseux mais intervient 

également dans le développement de modèles in vitro s’efforçant de reproduire de 

manière à la fois fidèle et contrôlable la physiologie des tissus in vivo. Ces modèles 

peuvent en particulier enrichir la compréhension de la physiopathologie osseuse et 

pourraient servir, à terme, à tester et valider de nouvelles molécules pharmacologiques 

(Bouet et al., 2015c). A l’heure où les modèles animaux sont de plus en plus remis en 

cause et où la réglementation sur leur utilisation se durcit de plus en plus, les modèles 

de culture 3D apparaissent comme une alternative à ceux-ci. 
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Calcul de la courbure du substrat sur les matériaux 

macroarchitecturés 

 Notation 

Nombre de sillons/substrat N 

Diamètre moyen des 

substrats 
D 

Profondeur des sillons H 

Largeur du méplat des 

sillons 
m 

Angle A 

Hauteur de MEC h 

 

I. Matériaux à sillons triangulaires 

 Rayon de courbure 

 

Sachant m=DC et le cercle de la coubure, de centre O et de rayon OX 
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Sachant que l’angle 𝐴𝐷̂𝑋 est l’angle supplémentaire de 𝐺𝐸̂𝐹 (i.e. somme des angles 

égale à 180°) :  

 

 

tan 𝑂𝐷̂𝑋 =
𝑂𝑋

𝐷𝑋
 

𝑂𝑋 = 𝐷𝑋. (tan 𝑂𝐷̂𝑋) = (
𝑚

2
) . tan 𝑂𝐷̂𝑋 

 

 

 

 Courbure 

La courbure K correspond à l’inverse du rayon de courbure 

𝐾 =
1

𝑅
=

1

𝑂𝑋
=

1

(
𝑚
2 ). (tan 𝑂𝐷̂𝑋)

 

II. Matériaux à sillons circulaires 

 Rayon de courbure 

 

𝐻 = 2𝑅 

𝑅 =
𝐻

2
 

 Courbure 

La courbure K correspond à l’inverse du rayon de courbure 

𝐾 =
1

𝑅
=

1

𝐻
2

=
2

𝐻
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Calcul de la surface et du volume au sein des matériaux 

macroarchitecturés 

 

 Notation 

Nombre de sillons/substrat N 

Diamètre moyen des 

substrats 
D 

Profondeur des sillons H 

Largeur du méplat des 

sillons 
m 

Angle A 

Hauteur de MEC h 

 

𝐴𝑖𝑟𝑒 𝑑𝑢 𝑠𝑢𝑏𝑠𝑡𝑟𝑎𝑡 =  𝜋 × (
𝐷

2
)

2

 

𝐴𝑖𝑟𝑒 𝑑𝑢 𝑐𝑎𝑟𝑟é é𝑞𝑢𝑖𝑣𝑎𝑙𝑒𝑛 = 𝐷2 

𝐴𝑖𝑟𝑒
𝑠𝑢𝑏𝑠𝑡𝑟𝑎𝑡

𝑐𝑎𝑟𝑟é
é𝑞𝑢𝑖𝑣𝑎𝑙𝑒𝑛𝑡 =

𝜋

4
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I. Matériau 

 

 Calcul de l’aire du matériau 

 Aire du sillon dimatéral  

Aire du sillon diamétral = (AC + CC’ + C’A’) x D = (2AC + CC’) x D 

 𝐴𝐶 =
𝐵𝐶

𝑠𝑖𝑛𝐴
=

𝐻

𝑠𝑖𝑛𝐴
 

𝐴𝑖𝑟𝑒 𝑑𝑢 𝑠𝑖𝑙𝑙𝑜𝑛 𝑑𝑖𝑎𝑚é𝑡𝑟𝑎𝑙 = (
2𝐻

sin 𝐴
+ 𝑚) . 𝐷 

 Aire du matériau 

𝐴𝑖𝑟𝑒 𝑑𝑢 𝑚𝑎𝑡é𝑟𝑖𝑎𝑢 = 𝑎𝑖𝑟𝑒 𝑠𝑖𝑙𝑙𝑜𝑛 𝑑𝑖𝑎𝑚𝑡é𝑟𝑎𝑙 × 𝑁 ×
𝜋

4
 

𝐴𝑖𝑟𝑒 𝑑𝑢 𝑚𝑎𝑡é𝑟𝑖𝑎𝑢 = (
2𝐻

sin 𝐴
+ 𝑚) . 𝐷. 𝑁.

𝜋

4
 

 Volume du matériau  

 Section du sillon diamétral 

Section du sillon diamétral = aire (AA’C’C) 

Aire (AA’C’C) = aire (BB’C’C) + aire (ABC) + aire (B’A’C’) = aire (BB’C’C) + 2.aire(ABC) 

 𝐴𝑖𝑟𝑒 𝐵𝐵′𝐶′𝐶 = 𝐵𝐵′ × 𝐵𝐶 = 𝑚. 𝐻 

 𝐴𝑖𝑟𝑒 𝐴𝐵𝐶 =
𝐴𝐵×𝐵𝐶

2
=  

𝐴𝐵×𝐻

2
 

 𝐴𝐵 =  
𝐵𝐶

tan 𝐴
=

𝐻

tan 𝐴
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𝐴𝑖𝑟𝑒 𝐴𝐵𝐶 =

𝐻
tan 𝐴  × 𝐻

2
=

𝐻2

𝑡𝑎𝑛𝐴
/2  

𝐴𝑖𝑟𝑒 𝐴𝐴′𝐶′𝐶 = 𝑚. 𝐻 + 2.
(

𝐻2

𝑡𝑎𝑛𝐴)

2
= 𝑚𝐻 +

𝐻2

𝑡𝑎𝑛𝐴
 

 Volume du sillon diamétral 

Volume sillon diamétral = (section du sillon diamétral).D 

𝑉𝑜𝑙𝑢𝑚𝑒 𝑠𝑖𝑙𝑙𝑜𝑛 𝑑𝑖𝑎𝑚é𝑡𝑟𝑎𝑙 = (𝑚𝐻 +
𝐻2

𝑡𝑎𝑛𝐴
) . 𝐷 

 Volume du matériau 

𝑉𝑜𝑙𝑢𝑚𝑒 𝑑𝑢 𝑚𝑎𝑡é𝑟𝑖𝑎𝑢 = (𝑣𝑜𝑙𝑢𝑚𝑒 𝑑𝑢 𝑠𝑖𝑙𝑙𝑜𝑛 𝑑𝑖𝑎𝑚é𝑡𝑟𝑎𝑙). 𝑁.
𝜋

4
 

𝑉𝑜𝑙𝑢𝑚𝑒 𝑑𝑢 𝑚𝑎𝑡é𝑟𝑖𝑎𝑢 = (𝑚𝐻 +
𝐻2

𝑡𝑎𝑛𝐴
) . 𝐷. 𝑁.

𝜋

4
 

 

 

 

 Calcul de l’aire du matériau 

 Aire du sillon diamétral 

Aire du sillon diamétral = aire de 2 demi-cylindres 

𝐴𝑖𝑟𝑒 𝑑𝑢 𝑠𝑖𝑙𝑙𝑜𝑛 𝑑𝑖𝑎𝑚é𝑡é𝑟𝑎𝑙 = 2.
2𝜋. 𝑟. 𝐷

2
= 2𝜋. 𝑟. 𝐷 
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 Aire du matériau  

𝐴𝑖𝑟𝑒 𝑑𝑢 𝑚𝑎𝑡é𝑟𝑖𝑎𝑢 = 𝑎𝑖𝑟𝑒 𝑠𝑖𝑙𝑙𝑜𝑛 𝑑𝑖𝑎𝑚é𝑡𝑟𝑎𝑙 × 𝑁 ×
𝜋

4
 

𝐴𝑖𝑟𝑒 𝑑𝑢 𝑚𝑎𝑡é𝑟𝑖𝑎𝑢 = 2𝜋. 𝑟. 𝐷. 𝑁.
𝜋

4
=

𝜋2.𝑟.𝐷.𝑁

2
  

 

 Volume du matériau  

 Section du sillon diamétral 

Section du sillon diamétral = aire du demi-disque DD’ + aire CC’D’D + 2.aire BCD 

 𝐴𝑖𝑟𝑒 𝑑𝑢 𝑑𝑒𝑚𝑖 − 𝑑𝑖𝑠𝑞𝑢𝑒 𝐷𝐷′ =  
𝜋.𝑟²

2
 

 𝐴𝑖𝑟𝑒 𝐶𝐶′𝐷′𝐷 = 𝐶𝐶′ × 𝐶𝐷 = 𝑟. 𝑑 = 𝑟 × 2𝑟 = 2𝑟2 

 𝐴𝑖𝑟𝑒 𝐵𝐶𝐷 = 𝑎𝑖𝑟𝑒 𝐵𝐶𝐷𝑂 −
𝑎𝑖𝑟𝑒 𝑐𝑒𝑟𝑐𝑙𝑒 𝑂

4
= (𝐵𝐶 × 𝐶𝐷) −

𝜋.𝑟2

4
= 𝑟2 −

𝜋.𝑟2

4
 

𝑆𝑒𝑐𝑡𝑖𝑜𝑛 𝑑𝑢 𝑠𝑖𝑙𝑙𝑜𝑛 𝑑𝑖𝑎𝑚é𝑡𝑟𝑎𝑙 =  
𝜋. 𝑟²

2
+ 2𝑟2 + 2.

(4 − 𝜋)𝑟²

4
=  

𝜋. 𝑟²

2
+

4𝑟²

2
+

(4 − 𝜋)𝑟²

2

=  
𝜋. 𝑟2 + 4𝑟2 + 4𝑟2 − 𝜋𝑟²

2
=  

8𝑟²

2
= 4𝑟² 

 Volume du sillon diamétral 

𝑉𝑜𝑙𝑢𝑚𝑒 𝑑𝑢 𝑠𝑖𝑙𝑙𝑜𝑛 𝑑𝑖𝑎𝑚é𝑡𝑟𝑎𝑙 = 𝑠𝑒𝑐𝑡𝑖𝑜𝑛 𝑑𝑢 𝑠𝑖𝑙𝑙𝑜𝑛 𝑑𝑖𝑎𝑚é𝑡𝑟𝑎𝑙 × 𝐷 = 4𝑟2. 𝐷 

 Volume du matériau  

𝑉𝑜𝑙𝑢𝑚𝑒 𝑑𝑢 𝑚𝑎𝑡é𝑟𝑖𝑎𝑢 = (𝑣𝑜𝑙𝑢𝑚𝑒 𝑑𝑢 𝑠𝑖𝑙𝑙𝑜𝑛 𝑑𝑖𝑎𝑚é𝑡𝑟𝑎𝑙). 𝑁.
𝜋

4
 

𝑉𝑜𝑙𝑢𝑚𝑒 𝑑𝑢 𝑚𝑎𝑡é𝑟𝑖𝑎𝑢 = 4𝑟2. 𝐷. 𝑁.
𝜋

4
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II. Matrice extracellulaire 

 

 Calcul du volume de matrice extracellulaire déposée 

 Section du sillon diamétral empli de MEC (MECd) 

Section MECd = aire AYA’C’C 

Aire AYA’C’C = aire de la section du sillon – aire demi-ellipse AYA’ 

 𝐴𝑖𝑟𝑒 𝑑𝑒𝑚𝑖 − 𝑒𝑙𝑙𝑖𝑝𝑠𝑒 𝐴𝑌𝐴′ =  
𝜋.(𝐴𝑋).(𝑋𝑌)

2
=  

𝜋.(𝐴𝐵+𝐵𝑋).((𝐻−ℎ)

2
=  

𝜋.(𝐴𝐵+
𝑚

2
).(𝐻−ℎ)

2
  

o 𝐴𝐵 =  
𝐵𝐶

𝑡𝑎𝑛𝐴
=  

𝐻

𝑡𝑎𝑛𝐴
 

𝐴𝑖𝑟𝑒 𝑑𝑒𝑚𝑖 − 𝑒𝑙𝑙𝑖𝑝𝑠𝑒 𝐴𝑌𝐴′ =  
𝜋. (

𝐻
𝑡𝑎𝑛𝐴

+
𝑚
2

) . (𝐻 − ℎ)

2
 

𝑆𝑒𝑐𝑡𝑖𝑜𝑛 𝑀𝐸𝐶𝑑 = (𝑚𝐻 +
𝐻2

𝑡𝑎𝑛𝐴
) −  

𝜋. (
𝐻

𝑡𝑎𝑛𝐴 +
𝑚
2 ) . (𝐻 − ℎ)

2
 

 Volume de MEC dans le sillon diamétral 

𝑉𝑜𝑙𝑢𝑚𝑒 𝑑𝑒 𝑀𝐸𝐶 𝑑𝑎𝑛𝑠 𝑙𝑒 𝑠𝑖𝑙𝑙𝑜𝑛 𝑑𝑖𝑎𝑚é𝑡𝑟𝑎𝑙 = 𝑠𝑒𝑐𝑡𝑖𝑜𝑛 𝑀𝐸𝐶𝑑 × 𝐷

= (𝑚𝐻 +
𝐻2

𝑡𝑎𝑛𝐴
) −  

𝜋. (
𝐻

𝑡𝑎𝑛𝐴 +
𝑚
2 ) . (𝐻 − ℎ)

2
. 𝐷 

 Volume de MEC sur le matériau  

𝑉𝑜𝑙𝑢𝑚𝑒 𝑀𝐸𝐶 = (𝑣𝑜𝑙𝑢𝑚𝑒 𝑑𝑒 𝑀𝐸𝐶𝑑). 𝑁.
𝜋

4
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𝑉𝑜𝑙𝑢𝑚𝑒 𝑀𝐸𝐶 =  (𝑚𝐻 +
𝐻2

𝑡𝑎𝑛𝐴
) −  

𝜋. (
𝐻

𝑡𝑎𝑛𝐴 +
𝑚
2 ) . (𝐻 − ℎ)

2
. 𝐷. 𝑁.

𝜋

4
 

 Normalisation du volume de MEC par la surface de matériau 

𝑉𝑜𝑙𝑢𝑚𝑒 𝑑𝑒 𝑀𝐸𝐶

𝐴𝑖𝑟𝑒 𝑑𝑢 𝑚𝑎𝑡é𝑟𝑖𝑎𝑢
=  

(𝑚𝐻 +
𝐻2

𝑡𝑎𝑛𝐴) −  
𝜋. (

𝐻
𝑡𝑎𝑛𝐴 +

𝑚
2 ) . (𝐻 − ℎ)

2 . 𝐷. 𝑁.
𝜋
4

(𝑚𝐻 +
𝐻2

𝑡𝑎𝐴) . 𝐷. 𝑁.
𝜋
4

=  
(𝑚𝐻 +

𝐻2

𝑡𝑎𝑛𝐴) −  
𝜋. (

𝐻
𝑡𝑎𝑛𝐴 +

𝑚
2 ) . (𝐻 − ℎ)

2

𝑚𝐻 +
𝐻2

𝑡𝑎𝑛𝐴

 

 Normalisation du volume de MEC par le volume de matériau  

𝑉𝑜𝑙𝑢𝑚𝑒 𝑑𝑒 𝑀𝐸𝐶

𝑉𝑜𝑙𝑢𝑚𝑒 𝑑𝑢 𝑚𝑎𝑡é𝑟𝑖𝑎𝑢
=  

(𝑚𝐻 +
𝐻2

𝑡𝑎𝑛𝐴) −  
𝜋. (

𝐻
𝑡𝑎𝑛𝐴 +

𝑚
2 ) . (𝐻 − ℎ)

2 . 𝐷. 𝑁.
𝜋
4

4𝑅². 𝐷. 𝑁.
𝜋
4

=  
(𝑚𝐻 +

𝐻2

𝑡𝑎𝑛𝐴) −  
𝜋. (

𝐻
𝑡𝑎𝑛𝐴

+
𝑚
2

) . (𝐻 − ℎ)

2

4𝑅²
 

 

 Calcul du volume de matrice extracellulaire déposée 

 Section du sillon diamétral empli de MEC (MECd) 

Section MECd = BYB’D’D 

Aire BYB’D’D = aire de section du sillon – aire demi-ellipse BYB’ 

 𝐴𝑖𝑟𝑒 𝑑𝑒𝑚𝑖 − 𝑒𝑙𝑙𝑖𝑝𝑠𝑒 𝐵𝑌𝐵′ =  
𝜋.𝐵𝑋.𝑋𝑌

2
=  

𝜋.(𝑟+𝑟).(𝐻−ℎ)

2
=  

𝜋.2𝑟.(𝐻−ℎ)

2
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𝑆𝑒𝑐𝑡𝑖𝑜𝑛 𝑀𝐸𝐶𝑑 =  4𝑟2 − 
𝜋. 2𝑟. (𝐻 − ℎ)

2
= 4𝑟2 − 𝜋. 𝑟(𝐻 − ℎ) 

 Volume de MEC dans le sillon diamétral 

𝑉𝑜𝑙𝑢𝑚𝑒 𝑀𝐸𝐶𝑑 = 𝑠𝑒𝑐𝑡𝑖𝑜𝑛 𝐸𝐶𝑑 × 𝐷 = (4𝑟2 −  𝜋. 𝑟. (𝐻 − ℎ)). 𝐷 

 Volume de MEC sur le matériau  

𝑉𝑜𝑙𝑢𝑚𝑒 𝑀𝐸𝐶 = (𝑣𝑜𝑙𝑢𝑚𝑒 𝑀𝐸𝐶𝑑). 𝑁.
𝜋

4
 

𝑉𝑜𝑙𝑢𝑚𝑒 𝑀𝐸𝐶 = (4𝑟2 −  𝜋. 𝑟. (𝐻 − ℎ)). 𝐷. 𝑁.
𝜋

4
 

 Normalisation du volume de MEC par la surface de matériau 

𝑉𝑜𝑙𝑢𝑚𝑒 𝑑𝑒 𝑀𝐸𝐶

𝐴𝑖𝑟𝑒 𝑑𝑢 𝑚𝑎𝑡é𝑟𝑖𝑎𝑢
=  

(4𝑟2 −  𝜋. 𝑟. (𝐻 − ℎ)). 𝐷. 𝑁.
𝜋
4

(𝑟𝐻 +
𝐻2

𝑡𝑎𝑛𝐴) . 𝐷. 𝑁.
𝜋
4

=  
(4𝑟2 −  𝜋. 𝑟. (𝐻 − ℎ))

(𝑟𝐻 +
𝐻2

𝑡𝑎𝑛𝐴)
 

 Normalisation du volume de MEC par le volume de matériau  

𝑉𝑜𝑙𝑢𝑚𝑒 𝑑𝑒 𝑀𝐸𝐶

𝑉𝑜𝑙𝑢𝑚𝑒 𝑑𝑢 𝑚𝑎𝑡é𝑟𝑖𝑎𝑢
=  

(4𝑟2 −  𝜋. 𝑟. (𝐻 − ℎ)). 𝐷. 𝑁.
𝜋
4

4𝑟². 𝐷. 𝑁.
𝜋
4

=  
4𝑟2 −  𝜋. 𝑟. (𝐻 − ℎ)

4𝑟2

=
4𝑟²

4𝑟²
−

𝜋. 𝑟. (𝐻 − ℎ)

4𝑟2
=   1 −

𝜋. (𝐻 − ℎ)

4𝑟
 

 

 

  



170 
 

RESUME 
 

In vivo, les cellules osseuses évoluent dans un microenvironnement complexe, 

tridimensionnel et interagissent avec celui-ci à de nombreuses échelles, depuis le 

nanomètre (tropocollagène) jusqu’à des structures de plusieurs centaines de micromètres 

(trabécules). Paradoxalement, la majeure partie de nos connaissances sur la physiologie 

cellulaire est issue d’expériences réalisées sur des cellules cultivées sur du plastique et 

en deux dimensions. Ces différences ne peuvent qu’avoir une influence sur le 

comportement des cellules, qui n’entretiennent plus les mêmes relations spatiales entre 

elles, ainsi qu’avec leur environnement. De plus, si ces dernières années, nombre 

d’études ont été réalisées sur l’influence de la topographie à des échelles nano et 

micrométriques, peu d’études ont montré le rôle de la géométrie du substrat à une échelle 

tissulaire, soit au sein de structures supérieures à 100 µm.  

Afin d’étudier l’influence de la macroarchitecture du substrat sur le comportement 

cellulaire, des céramiques en hydroxyapatite à architecture contrôlée ont été 

ensemencées avec des cellules primaires de calvaria de souris. Une première étude a été 

entreprise sur des substrats macroarchitecturés, présentant des sillons de différentes 

géométries : sillons semi-circulaires (Wave), sillons triangulaires à angle de 90° ou à angle 

de 45°. Plus la géométrie du substrat était refermée (45°>90°>Wave), plus la 

différenciation ostéoblastique était rapide. Cela s’est traduit par une augmentation des 

niveaux d’expression génique et protéique d’ostéocalcine et de sclérostine, indiquant la 

présence d’ostéocytes au sein de l’important tissu déposé par les cellules. De plus, au 

sein de la géométrie à l’angle le plus fermé (i.e. « 45° »), des structures fibreuses 

minéralisées, orientées parallèlement au fond du substrat ont été observées. Cette 

orientation s’est confirmée au niveau cellulaire, avec une orientation similaire des fibres 

de stress et un étirement des noyaux cellulaires. La géométrie du substrat influence donc 

le comportement des cellules en modifiant très probablement leur signalisation 

intracellulaire. 

Ces investigations ont été poursuivi par le développement d’un modèle d’ostéogénèse 3D 

sous perfusion au sein du bioréacteur BOSE ElectroForce® 5270 BioDynamic®de la 

plateforme Equipex IVTV, afin d’explorer les interactions cellulaires-substrat en réponse à 

des contraintes mécaniques (forces de cisaillement). Le dépôt tissulaire était 

particulièrement abondant au sein des pores triangulaires à angle de 45°, confirmant les 

données obtenues sur les substrats macroarchitecturés et laissant penser que ce type de 

pores est le plus à même de permettre une différenciation ostéoblastique optimale.  

Les résultats de ces travaux pourront permettre des avancées dans la compréhension de 

la biologie de l’os, mais également dans la conception d’implants innovants destinés à la 

réparation de défaux osseux, avec une ostéointégration stimulée via la présence de 

structures à géométrie fermée, tel que des sillons triangulaires à angles de 45°. 

 

Mots-clés : macrotopographie, différenciation ostéoblastique, matrice extracellulaire, 

hydroxyapatite.  
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ABSTRACT 
 

In vivo, cells reside in a complex and three-dimensional microenvironment, with which they 

interact at multiple scales, from the nanometer (tropocollagen) to structures of several 

hundred of micrometers (trabeculae). However, most of our knowledge on cell physiology 

has been obtained from cells grown in Petri dishes, on plastic and in two dimensions. In 

those conditions, the spatial relationships between cells and their environment can only be 

deeply modified. Moreover, if the impact of substrate closure at a cellular level is 

particularly well documented, very few studies have shown its role at a tissue level (i.e. 

greater than 100 µm), and thus focused mostly on the matrix deposition rather than on the 

osteoblastic differentiation. 

In order to study the effects of substrate macroarchitecture on cells, primary mouse 

calvarial cells were seeded on hydroxyapatite-based bioceramics, made from wax molds 

by 3D printing. A first study was conducted on macroarchitectured substrates. These 

bioceramics have three patterns of different degrees of closure: semi-circular grooves 

(Wave), triangular grooves with 90° angle and triangular grooves with 45° angle. The 

tighter was the substrate geometry (45°> 90°> Wave), the faster was osteoblastic 

differentiation. This resulted in increased levels of gene and protein expression of 

osteocalcin and sclerostin, indicating the presence of osteocytes inside the tissue layed by 

cells. Moreover, in the tightest geometry (i.e. 45°), mineralized fibrous structures, oriented 

parallel to the bottom substrate were observed. This orientation was confirmed at the 

cellular level, with a similar orientation of stress fibers and a stretch of cell nuclei. Thus, 

the substrate macroarchitecture influences the cellular behavior by, most likely, modifying 

the intracellular signaling. 

These investigations were pursued with the development of a 3D model of osteogenesis 

under perfusion, in the BOSE 5270 ElectroForce® BioDynamic® bioreactor of the IVTV 

Equipex platform, to explore cell-substrate interactions in response to mechanical stress 

(shear forces). Tissue deposition was particularly abundant in the triangular pores with 45° 

angles, confirming our previous observations and suggesting that this geometry was able 

to promote osteoblast differentiation. 

Our results could lead to breakthroughs in the understanding of the bone biology but also 

in the design of innovative implants for the repair of bone defects, with a stimulated 

osseointegration throught the presence of structures with closed geometries, such as 

triangular grooves with 45° angles. 

 

Key-words: macroarchitecture, osteoblast differentiation, extracellular matrix, 

hydroxyapatite. 


