
HAL Id: tel-02065562
https://theses.hal.science/tel-02065562

Submitted on 12 Mar 2019

HAL is a multi-disciplinary open access
archive for the deposit and dissemination of sci-
entific research documents, whether they are pub-
lished or not. The documents may come from
teaching and research institutions in France or
abroad, or from public or private research centers.

L’archive ouverte pluridisciplinaire HAL, est
destinée au dépôt et à la diffusion de documents
scientifiques de niveau recherche, publiés ou non,
émanant des établissements d’enseignement et de
recherche français ou étrangers, des laboratoires
publics ou privés.

Développement d’une bio-encre pour la bioimpression
3D de tissus vivants : étude de la formulation et

caractérisation du développement tissulaire
Léa Pourchet

To cite this version:
Léa Pourchet. Développement d’une bio-encre pour la bioimpression 3D de tissus vivants : étude de la
formulation et caractérisation du développement tissulaire. Biotechnologie. Université de Lyon, 2018.
Français. �NNT : 2018LYSE1232�. �tel-02065562�

https://theses.hal.science/tel-02065562
https://hal.archives-ouvertes.fr


 
 
 
 
 
 
 
 
N° d’ordre NNT : 2018LYSE1232 
 
 
 

THESE de DOCTORAT DE L’UNIVERSITE DE LYON 
opérée au sein de 

l’Université Claude Bernard Lyon 1 
 

Ecole Doctorale N° accréditation  
Ecole Doctorale Interdisciplainaire Sciences-Santé 

 
Spécialité de doctorat : Biotechnologie 

 
 

 
Soutenue publiquement le 23 Novembre 2018, par : 

 
Léa POURCHET 

 
Développement d’une bio-encre pour la 

bioimpression 3D de tissus vivants : 
étude de la formulation et 

caractérisation du développement 
tissulaire 

 
 
 
 
Devant le jury composé de : 
 
 
Amédée, Joëlle   Directrice de Recherche INSERM   Rapporteure 
Blum, Loïc    Professeur des Universités, UCBL   Président  
Layrolle, Pierre   Directeur de Recherche INSERM   Rapporteur 
Letourneur, Didier   Directeur de Recherche INSERM   Examinateur 
Marquette, Christophe  Directeur de Recherche CNRS  Directeur de thèse 
Taly, Valérie    Directrice de Recherche CNRS   Examinatrice



 

 
 

 



 

 
 

UNIVERSITE CLAUDE BERNARD - LYON 1 
 

Président de l’Université 

Président du Conseil Académique  

Vice-président du Conseil d’Administration 

Vice-président du Conseil Formation et Vie Universitaire  

Vice-président de la Commission Recherche 

Directeur Général des Services 

M. le Professeur Frédéric FLEURY 

M. le Professeur Hamda BEN HADID 

M. le Professeur Didier REVEL 

M. le Professeur Philippe CHEVALIER 

M. Fabrice VALLÉE 

M. Alain HELLEU 
 

COMPOSANTES SANTE 
 

Faculté de Médecine Lyon Est – Claude Bernard 

Faculté de Médecine et de Maïeutique Lyon Sud – Charles 
Mérieux 

Faculté d’Odontologie  
Institut des Sciences Pharmaceutiques et Biologiques 

Institut des Sciences et Techniques de la Réadaptation 

Département de formation et Centre de Recherche en Biologie 
Humaine 

Directeur : M. le Professeur J. ETIENNE 

Directeur : Mme la Professeure C. BURILLON 

Directeur : M. le Professeur D. BOURGEOIS 

Directeur : Mme la Professeure C. VINCIGUERRA 

Directeur : M. le Professeur Y. MATILLON 

Directeur : Mme la Professeure A-M. SCHOTT 

 

COMPOSANTES ET DEPARTEMENTS DE SCIENCES ET TECHNOLOGIE 

Faculté des Sciences et Technologies 
Département Biologie 
Département Chimie Biochimie 
Département GEP 
Département Informatique 
Département Mathématiques 
Département Mécanique 
Département Physique 

UFR Sciences et Techniques des Activités Physiques et Sportives 

Observatoire des Sciences de l’Univers de Lyon 

Polytech Lyon 

Ecole Supérieure de Chimie Physique Electronique 

Institut Universitaire de Technologie de Lyon 1 

Ecole Supérieure du Professorat et de l’Education 

Institut de Science Financière et d'Assurances 

Directeur : M. F. DE MARCHI 
Directeur : M. le Professeur F. THEVENARD  
Directeur : Mme C. FELIX 
Directeur : M. Hassan HAMMOURI 
Directeur : M. le Professeur S. AKKOUCHE 
Directeur : M. le Professeur G. TOMANOV 
Directeur : M. le Professeur H. BEN HADID 
Directeur : M. le Professeur J-C PLENET  

Directeur : M. Y.VANPOULLE  

Directeur : M. B. GUIDERDONI  

Directeur : M. le Professeur E.PERRIN 

Directeur : M. G. PIGNAULT 

Directeur : M. le Professeur C. VITON 

Directeur : M. le Professeur A. MOUGNIOTTE 

Directeur : M. N. LEBOISNE 



 

 
 



 

 
 

 RRemerciements 

Cette thèse a été un travail de longue haleine qui a été rendu possible grâce à toutes 
les personnes qui se sont investies directement dans ce projet. Je tenais à donc à faire une 
liste de remerciements (non-exhaustive) des personnes qui ont croisées mon chemin pendant 
ces années académiques. Alors merci… 

À Christophe, d’avoir été le directeur de thèse rêvé 

 À mes rapporteurs le Dr Joëlle Amédée et le Dr Pierre Layrolle pour avoir acceptés de 
juger mon travail, ainsi que le Dr Valérie Taly et Le Dr Didier Letourneur pour avoir acceptés 
de participer à mon jury de thèse 

 À l’ensemble des membres de l’équipe GEMBAS de l’ICBMS pour leur gentillesse et 
leur disponibilité tout au long de ces années : Agnès D, Agnès GE, Béa, Bastien, Marjorie, Fred, 
Meriem, Ophélie, Juju et Lolo, ainsi qu’au Pr Loïc Blum pour m’avoir accueilli au sein de ce 
laboratoire 

 À toute l’équipe de 3d.FAB qui ne cesse de s’agrandir ! Mes remerciements les plus 
profonds : 

- À Céline avec qui j’ai partagé bien plus qu’un bureau, 
- À Edwin-Joeffrey pour tes explications des plus pédagogiques pour toute la partie  

rhéologie, 
- À Emma pour avoir partagé des journées de manip’ inoubliables avec une question 

qui restera pour toujours : est-ce que c’est conta ??? 
- À Célia qui a partagé mon bureau dans mes heures les plus sombres de la rédaction 

et qui a su garder un discours toujours bienveillant et encourageant, 
- À tous les doctorants et stagiaires qui se sont succédés : Chloé (la petite), Nicolas, 

Alizée, Arthur, Olivier, Coralie  

À toutes les personnes qui ont collaborées sur ce projet, un grand merci : 

- À Amélie Thépot, CEO de LabSkin Creations qui a vu le potentiel de la technologie 
dès les premiers instants de notre rencontre, 

- À toute l’équipe de LabSkin et du laboratoire des substituts cutanés pour le travail 
sur la peau, 

- À Adrien Grelet de chez Tobeca®, de nous avoir fabriqué le premier prototype de 
bioprinter, 

- À Astrid et Christel de IMoPa à Nancy pour tout le travail sur le cartilage, 
- À Eric Olmos et Céline Loubière pour le travail sur la CFD, 
- À Naïma pour toutes les coupes/marquages histologiques, 
- À Nathalie Picollet-D’hahan et Emeline Groult pour leurs remarques pertinentes 

lors de mes CST 

À mes anciennes tutrices de stages Catherine et Alexandra qui m’ont donné le goût de 
la recherche académique 

À mes co-thésards, Dr Aymard, Dr Arhab et Dr Garcia qui ont été indispensables au 
maintien de ma santé mentale et qui ont toujours été présents dans les moments difficiles 



 

 
 

comme dans les moments de joie. Sachez que nos discussions enflammées à la MDH font 
parties de mes meilleurs souvenirs de ces années académiques 

À tous mes formidables amis, et je choisis de n’en citer aucun (surtout par peur d’en 
oublier). Mais vous saurez vous reconnaitre et je vous suis éternellement reconnaissante 
d’exister 

À Lydie (a.k.a Dond’) d’avoir été un soutien sans faille et surtout d’avoir accepté la 
correction orthographique de cet ouvrage 

À ma famille, belle-famille, petits et grands, de m’avoir entourée, questionnée, et 
écoutée 

À mes parents, pour m’avoir toujours dit que c’était possible 

À Simon (a.k.a George) mon frère préféré 

À Maxence, pour tout. 

  



 

1 
 

SSommaire  
LISTE DES ABREVIATIONS ................................................................................................................................. 7 

INTRODUCTION GÉNÉRALE............................................................................................................................... 9 

CHAPITRE 1 : ETUDE BIBLIOGRAPHIQUE ......................................................................................................... 15 

I. LA BIOIMPRESSION 3D .......................................................................................................................... 17 

I.1 LE PROCEDE DE BIOIMPRESSION 3D ............................................................................................................ 17 

I.2 LES TECHNIQUES DE BIOIMPRESSION 3D ...................................................................................................... 18 

I.2.1 Le jet d’encre............................................................................................................................ 18 
I.2.1.1 Jet d’encre thermique ........................................................................................................................ 19 
I.2.1.2 Jet d’encre piézoélectrique ................................................................................................................. 20 

I.2.2 La bioextrusion ......................................................................................................................... 21 

I.2.3 Dépôt de sphéroïdes pour la bioimpression 3D de structures tubulaires ..................................... 24 

II. LES BIOMATERIAUX COMPOSANTS DE LA BIO-ENCRE ........................................................................... 25 

II.1 L’ALGINATE .......................................................................................................................................... 25 

II.1.1 Description ............................................................................................................................... 25 

II.1.2 Utilisation de l’alginate dans la bioimpression .......................................................................... 26 

II.2 LA GELATINE ......................................................................................................................................... 28 

II.2.1 Description ............................................................................................................................... 28 

II.2.2 Utilisation de la gélatine dans la bioimpression......................................................................... 28 

II.3 LE FIBRINOGENE ET LA FIBRINE ................................................................................................................... 30 

II.3.1 Description ............................................................................................................................... 30 

II.3.2 Utilisation du fibrinogène dans la bioimpression 3D .................................................................. 32 

II.4 LE COLLAGENE....................................................................................................................................... 32 

II.4.1 Description ............................................................................................................................... 32 

II.4.2 Utilisation du collagène dans la bioimpression .......................................................................... 33 

II.5 L’ACIDE HYALURONIQUE .......................................................................................................................... 34 

II.5.1 Description ............................................................................................................................... 34 

II.5.2 Utilisation de l’acide hyaluronique dans la bioimpression .......................................................... 34 

II.6 INFLUENCE DE LA CONTRAINTE DE CISAILLEMENT ............................................................................................ 35 

II.7 SUPPORT CELLULAIRE POUR LA MATURATION TISSULAIRE .................................................................................. 36 

III. LA BIOIMPRESSION 3D DE TISSUS ......................................................................................................... 37 

III.1 LA PEAU .......................................................................................................................................... 38 

III.1.1 Physiologie de la peau .............................................................................................................. 38 
III.1.1.1 L’épiderme .................................................................................................................................... 38 



 

2 
 

III.1.1.2 La jonction dermo-épidermique ..................................................................................................... 40 
III.1.1.3 Le derme ....................................................................................................................................... 40 

III.1.1.3.1 Les cellules du derme ............................................................................................................... 41 
III.1.1.3.2 La matrice extracellulaire du derme .......................................................................................... 41 

III.1.2 Etude de la reconstruction de la peau in vitro par ingénierie tissulaire classique ........................ 42 

III.1.3 La bioimpression 3D de peau .................................................................................................... 44 

III.2 LE CARTILAGE ................................................................................................................................... 50 

III.2.1 Physiologie du cartilage............................................................................................................ 50 
III.2.1.1 Les cellules du cartilage articulaire ................................................................................................. 50 
III.2.1.2 La matrice extracellulaire du cartilage ............................................................................................ 51 

III.2.2 La reconstruction in vitro de cartilage par ingénierie tissulaire classique ................................... 52 

III.2.3 La bioimpression de cartilage ................................................................................................... 53 

III.3 LE TISSU VASCULAIRE .......................................................................................................................... 59 

III.3.1 Physiologie de l’endothélium vasculaire .................................................................................... 59 
III.3.1.1 Organisation générale ................................................................................................................... 59 
III.3.1.2 Les cellules endothéliales............................................................................................................... 60 

III.3.2 La reconstruction in vitro de vaisseaux par ingénierie tissulaire classique .................................. 61 

III.3.3 La bioimpression 3D de vaisseaux ............................................................................................. 62 
III.3.3.1 Stratégies de vascularisation des tissus bioimprimés ...................................................................... 62 

III.3.3.1.1 Approche directe par extrusion basée sur un échafaudage ........................................................ 62 
III.3.3.1.2 Approche indirecte par extrusion basée sur un échafaudage ..................................................... 64 

III.4 AUTRES TISSUS BIOIMPRIMES HAUTEMENT SPECIFIQUES .............................................................................. 69 

III.4.1 Le tissu cardiaque..................................................................................................................... 69 

III.4.2 Le tissu rénal ............................................................................................................................ 71 

IV. METHODES DE CULTURE POUR LA MATURATION DES TISSUS : DU STATIQUE AU DYNAMIQUE ............ 73 

IV.1 CULTURE STATIQUE ............................................................................................................................ 73 

IV.2 LES BIOREACTEURS POUR L’INGENIERIE TISSULAIRE ..................................................................................... 74 

IV.2.1 Systèmes de bioréacteurs avec une contrainte de flux ............................................................... 75 

IV.2.2 Systèmes de bioréacteurs pour une stimulation physique .......................................................... 76 

V. CONCLUSIONS ....................................................................................................................................... 78 

CHAPITRE 2 : PROTOCOLES ............................................................................................................................. 79 

I. TABLEAU DES REACTIFS ......................................................................................................................... 81 

II. PREPARATION DE LA BIO-ENCRE ........................................................................................................... 82 

II.1 PREPARATION DES SOLUTIONS MERES.......................................................................................................... 82 

II.2 SOURCES CELLULAIRES UTILISEES ET CONDITION DE CULTURE 2D ........................................................................ 82 

II.2.1 NIH 3T3 eGFP ........................................................................................................................... 82 

II.2.2 Fibroblastes ............................................................................................................................. 83 



 

3 
 

II.2.3 HDMEC .................................................................................................................................... 83 

II.2.4 HUVEC ..................................................................................................................................... 83 

II.2.5 CSM ......................................................................................................................................... 84 

III. IMPRESSION .......................................................................................................................................... 84 

III.1 PREPARATION DE LA SERINGUE.............................................................................................................. 84 

III.2 UTILISATION DU LOGICIEL REPETIER ........................................................................................................ 85 

III.3 L’ETAPE DE POLYMERISATION ............................................................................................................... 87 

III.4 GESTION DE LA TEMPERATURE .............................................................................................................. 88 

IV. SUIVI POST-IMPRESSION ....................................................................................................................... 89 

IV.1 CUBES TEST...................................................................................................................................... 89 

IV.2 GROS OBJETS ................................................................................................................................... 89 

V. METHODES DE CARACTERISATION ........................................................................................................ 90 

V.1 MICROSCOPIE OPTIQUE ET SUIVI DE LA GFP ............................................................................................. 90 

V.2 METHODE DESTRUCTRICE .................................................................................................................... 90 

V.2.1 Rhéologie ................................................................................................................................. 90 

V.2.2 Histologie et immunohistochimie .............................................................................................. 91 
V.2.2.1 Les colorations de routine : histologie ............................................................................................ 91 
V.2.2.2 Les différents marquages utilisés : immunohistochimie .................................................................. 92 

V.2.2.2.1 Peau ........................................................................................................................................ 92 
V.2.2.2.2 Cartilage................................................................................................................................... 92 
V.2.2.2.3 Endothélium vasculaire ............................................................................................................ 93 

V.2.3 Microscopie Electronique à Transmission .................................................................................. 93 

V.2.4 Suivi de croissance cellulaire ..................................................................................................... 94 

V.3 METHODES NON-INVASIVE : DOSAGES ENZYMATIQUES ................................................................................ 94 

V.3.1 Glucose .................................................................................................................................... 95 

V.3.2 Lactate ..................................................................................................................................... 96 

CHAPITRE 3 : ETUDE EXPERIMENTALE DE LA FORMULATION D’UNE BIO-ENCRE ............................................ 97 

I. EVOLUTION DE LA STRATEGIE DE BIOIMPRESSION 3D .......................................................................... 99 

I.1 FILS D’ALGINATE .................................................................................................................................... 99 

I.2 FILS D’ALGINATE/GELATINE....................................................................................................................... 99 

I.3 PROGRESSION DU PROTOCOLE ................................................................................................................. 100 

I.4 AJOUT DE MOTIFS D’ADHESION CELLULAIRE ................................................................................................ 101 

I.4.1 Fibronectine ........................................................................................................................... 101 

I.4.2 Alginate RGD.......................................................................................................................... 102 

I.4.3 Fibrinogène ............................................................................................................................ 103 

I.5 INFLUENCE DU TEMPS DE POLYMERISATION ................................................................................................ 104 



 

4 
 

II. UTILISATION D’UN INHIBITEUR DE THROMBINE.................................................................................. 105 

II.1 CINETIQUE D’INHIBITION ........................................................................................................................ 106 

II.1.1 Test colorimétrique en présence d’un substrat chromogénique ............................................... 106 

II.1.2 Test de turbidité en présence de fibrinogène ........................................................................... 108 

II.2 ESSAI AVEC LA BIO-ENCRE....................................................................................................................... 110 

III. ETUDE RHEOLOGIQUE : RECHERCHE DES CONDITIONS OPTIMALES D’IMPRESSION ............................ 113 

III.1 IMPRIMABILITE, DEPOT ET MAINTIEN DE L’OBJET BIOIMPRIME ..................................................................... 113 

III.2 IMPRIMABILITE AU REGARD DE LA SURVIE CELLULAIRE : UTILISATION DU LOGICIEL FLOWTIPS ............................... 115 

IV. SUIVI DE VIABILITE ET MATURATION CELLULAIRE ............................................................................... 118 

IV.1 VIABILITE CELLULAIRE ....................................................................................................................... 119 

IV.2 RETRACTATION ............................................................................................................................... 120 

IV.3 COURBE DE CROISSANCE ................................................................................................................... 121 

IV.4 DOSAGE ENZYMATIQUE PAR SPECTROPHOTOMETRIE ................................................................................. 123 

IV.4.1 Suivi de la consommation du glucose ...................................................................................... 123 

IV.4.2 Suivi de la production de lactate ............................................................................................. 124 

V. CONCLUSION ....................................................................................................................................... 126 

CHAPITRE 4 : ELABORATION D’UNE BIOIMPRIMANTE .................................................................................. 127 

I. TRANSFORMATION D’UNE IMPRIMANTE FDM PLASTIQUE EN UNE BIOIMPRIMANTE V1 ................... 129 

I.1 CONSTRUCTION 3D D’UN POUSSE-SERINGUE .............................................................................................. 131 

I.2 CONSTRUCTION D’UN DOUBLE EXTRUDEUR ................................................................................................. 135 

I.3 CARACTERISTIQUES DE LA BIOIMPRIMANTE V1 ............................................................................................ 136 

I.4 LIMITATIONS ET SOLUTIONS .................................................................................................................... 136 

II. EVOLUTION DU CAHIER DES CHARGES ET PROTOTYPE V2RECHERCHE. ............................................... 137 

II.1 CARACTERISTIQUES DE LA MACHINE V2RECHERCHE ...................................................................................... 138 

II.2 EXTRUSION PAR POUSSEE PNEUMATIQUE ................................................................................................... 139 

II.3 LIMITATIONS ET SOLUTIONS .................................................................................................................... 140 

III. PROTOTYPE V3PROD ........................................................................................................................... 142 

IV. LE BAB : BIOASSEMBLYBOT® ............................................................................................................... 143 

V. CONCLUSION ....................................................................................................................................... 145 

CHAPITRE 5 : LA BIOFABRICATION IN VITRO DE TISSUS COMPLEXES ET FONCTIONNELS .............................. 147 

I. LA BIOIMPRESSION DE DERME ............................................................................................................ 149 

I.1 CONTEXTE ET OBJECTIFS......................................................................................................................... 149 

I.2 RESULTATS ......................................................................................................................................... 150 



 

5 
 

I.2.1 HPS ........................................................................................................................................ 150 
I.2.1.1 Contrôle négatif sans cellule ............................................................................................................. 150 
I.2.1.2 Après 12 jours de maturation ........................................................................................................... 151 
I.2.1.3 Ensemencement des kératinocytes ................................................................................................... 152 
I.2.1.4 Après 38 jours de maturation ........................................................................................................... 153 

I.2.2 Trichrome de Masson ............................................................................................................. 154 
I.2.2.1 Contrôle négatif sans cellule ............................................................................................................. 154 
I.2.2.2 Après 12 jours de maturation ........................................................................................................... 155 
I.2.2.3 Après 38 jours de maturation ........................................................................................................... 156 

I.2.3 Immunofluorescence .............................................................................................................. 157 
I.2.3.1 Immunofluorescence des marqueurs de l’épiderme .......................................................................... 157 
I.2.3.2 Immunofluorescence des marqueurs de la jonction dermo-épidermique (JDE)................................... 158 
I.2.3.3 Immunofluorescence des marqueurs dermiques ............................................................................... 159 

I.2.4 Microscope électronique à transmission ................................................................................. 161 

I.3 CONCLUSION ET PERSPECTIVES DE LA BIOIMPRESSION D’UNE PEAU TOTALE ......................................................... 162 

II. DEVELOPPEMENT D’UNE NOUVELLE STRATEGIE DE TRAITEMENT DES LESIONS FOCALES 

CARTILAGINEUSES GRACE A LA BIOIMPRESSION .......................................................................................... 164 

II.1 CONTEXTE ET OBJECTIFS......................................................................................................................... 164 

II.2 RESULTATS HISTOLOGIQUES .................................................................................................................... 164 

II.2.1 Comparaison des densités cellulaires d’ensemencement ......................................................... 165 

II.2.2 Effet du temps de culture ....................................................................................................... 166 

II.2.3 Effet des facteurs de croissance .............................................................................................. 167 

II.2.4 Effet de l’hypoxie .................................................................................................................... 169 

II.3 CONCLUSION ET PERSPECTIVES ................................................................................................................ 170 

III. BIOIMPRESSION DE TISSUS MICROVASCULARISES .............................................................................. 171 

III.1 CONTEXTE ET OBJECTIFS .................................................................................................................... 171 

III.2 MICROVASCULARISATION DES OBJETS IMPRIMES...................................................................................... 172 

III.2.1 Co-impression de cubes tests .................................................................................................. 172 
III.2.1.1 HDMEC-GFP ................................................................................................................................ 172 

III.2.1.1.1 Colorations histologiques ....................................................................................................... 173 
III.2.1.1.2 Fluorescence GFP des cellules endothéliales ........................................................................... 174 
III.2.1.1.3 Marqueurs endothéliaux ........................................................................................................ 176 

III.2.2 Ensemencement des HDMEC-GFP ........................................................................................... 178 

III.2.3 HUVEC ................................................................................................................................... 179 

III.3 MATURATION DANS UN ENVIRONNEMENT DYNAMIQUE : UTILISATION D’UN BIOREACTEUR ................................. 182 

III.3.1 Cube Statique ......................................................................................................................... 183 

III.3.2 Evolution du système de bioréacteur ...................................................................................... 184 
III.3.2.1 Utilisation d’un système commercial ............................................................................................ 184 



 

6 
 

III.3.2.2 Elaboration par impression 3D d’un système de bioréacteur personnalisable ................................ 186 
III.3.3 Mécanique des fluides numérique (computational fluid dynamics = CFD) ................................ 189 

III.3.4 Caractérisations des tissus avec une maturation en environnement dynamique ...................... 193 

III.3.5 Comparaison de la culture statique et de la culture dynamique ............................................... 194 

III.3.6 Conclusion.............................................................................................................................. 195 

IV. CONCLUSION ....................................................................................................................................... 196 

CONCLUSION GENERALE ET PERSPECTIVES................................................................................................... 197 

RÉFÉRENCES BIBLIOGRAPHIQUES ................................................................................................................. 203 

PUBLICATIONS ............................................................................................................................................. 221 

COMMUNICATIONS...................................................................................................................................... 227 



 

7 
 

LLISTE DES ABREVIATIONS 
 

2D/3D  Deux dimensions/trois dimensions 

ADSC  Adipose Derived Stromal Cell 

AM  AcéthoxyMéthyle 

BMP  Bone Morphogenic Protein 

CAO  Conception assistée par Ordinateur 

CD 31  Cluster de différenciation 31 

CMS  Cellules Souches Mésenchymateuses 

DICOM  Digital Imaging and Communication in Medicine 

DMEM  Dulbecco’s Modified Eagle’s Medium 

DGA  Direction Générale des Armées 

EDTA  EthylèneDiamineTétreaAcétique 

EGM  Endothelial cell Growth Medium 

EGF  Epidermal Growth Factor 

FDM  Fused Deposition Modeling 

FITC  Fluorescein IsoThioCyanate 

FRESH  Freeform Reversible Embedding of Suspended Hydrogels 

GCode  Programmation de commande numérique 

GelMA  Gelatin-methacryloyl 

GFP  Green Fluorescent Protein 

GAG  GlycosAminoGlycane 

hCMPC Human CardioMyocytes Progenitor Cells 

HDMEC Human Dermal Microvascular Endothelial Cells 

HE  Hématoxyline-Eosine 

HPS  Hématoxyline Phloxine Saffran 

HUVEC  Human Umbilical Vein Endothelial Cells 

IF  ImmunoFluorescence 



 

8 
 

IT  Inhibiteur de Thrombine 

ITS  Insuline-Transférrine-Sélénium 

IRM  Imagerie par Résonance Magnétique 

JDE  Jonction Dermo-Epidermique 

LAP  Lithium phenyl-2,4,6-trimethylbenzoylphosphinate 

MESH  Maillage tridimensionnel 

NFC  NanoFibrillated Cellulose 

PBS  Phosphate-Buffered Saline 

PCL  PolyCaproLactone 

PEG  PolyEthylèneGlycol 

PFA  ParaFormAldéhyde 

PGA  PolyGlycolique Acid 

PID  Proportionnel Intégral Dérivé 

PVP  PolyVinylPyrrolidone 

RGD  Motif d’adhérence Arginine-Glycine-Aspartate 

STL  Standard Tessellation Language 

TGF  Transforming Growth Factor 

UV  UltraViolet 

VEGF  Vascular Endothelial Growth Factor 

VWF  Von Willebrand Factor 

 

 

 

 



 

9 
 

IINTRODUCTION GÉNÉRALE



 

10 
 



Introduction générale 

11 
 

Chaque année des millions de patients souffrent de la perte ou d’un dysfonctionnement 

d’un organe ou d’un tissu, à la suite de maladie ou d’accidents. A différentes échelles, tous les 

êtres vivants sont capables de régénération lors d’une atteinte à leur intégrité physique mais 

la capacité de régénération des tissus humains est limitée lorsqu’il s’agit de la restauration des 

fonctions initiales1. A la place d’un organe endommagé, du tissu cicatriciel est présent afin de 

combler le manque morphologique. Quand les dommages sont trop importants pour être 

régénérés (de manière interne) ou réparés (de manière exogène, à l’aide d’une chirurgie) la 

transplantation peut être envisagée. Cependant, elle est extrêmement limitée par la pénurie 

de donneur. Le nombre de greffes pratiquées en France augmentent constamment, entre 

2012 et 2016, la progression était de 17%. Malgré cela, en 2016, plus de 22 000 patients 

étaient encore en attente de greffes2.  

Une autre alternative est possible grâce à l’émergence, il y une cinquantaine d’année, 

d’un nouveau champ de la médecine : la médecine régénérative qui englobe le domaine de 

l’ingénierie tissulaire. Ce dernier se retrouve au croisement de plusieurs disciplines 

scientifiques comme la biologie cellulaire, la chimie des matériaux et des polymères et 

l’environnement biomécanique. L’ingénierie tissulaire peut donc se définir comme l’ensemble 

des techniques qui s’inspirent des principes de l’ingénierie et des sciences de la vie afin de 

développer des substituts biologiques pouvant restaurer ou maintenir les fonctions d’un tissu 

spécifique3.  

L’objectif de cette approche est de recréer in vitro un organe ou un tissu sur demande 

afin de rétablir une fonction physiologique. Même si des avancées considérables ont été 

réalisées dans ce domaine, la maîtrise de ces techniques n’est pas encore suffisante pour 

aboutir à des applications cliniques systématiques.  

Les méthodes de mises en œuvre pour récréer des tissus in vitro se basent sur plusieurs 

approches. Certaines se concentrent sur l’ingénierie de l’architecture utilisant les organes 

décellularisés4, les feuillets cellulaires5 et la bioimpression que l’on développera 

ultérieurement. D’autres approches se focalisent sur la programmation du devenir des cellules 

grâce aux cellules souches associées aux thérapies cellulaires6–8. 
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Figure 1. Représentation schématique des étapes classiques en ingénierie tissulaire3,9. 

Historiquement, la principale méthode d’obtention de tissus par ingénierie tissulaire 

classique utilise la croissance in vitro de cellules associées à un échafaudage biodégradable (= 

un scaffold). Les étapes schématisées sur la Figure 1 partent d’une biopsie chez un patient. 

Une fois les cellules cibles prélevées, leur culture et leur multiplication en 2D est nécessaire 

afin d’en obtenir un nombre suffisant dans le but de les exploiter. Ensuite, la phase 

d’ensemencement sur un échafaudage permet aux cellules de pénétrer grâce à la gravité au 

sein de la structure, d’y adhérer et de se multiplier, dans un environnement 3D. L’étape 

critique de la maturation voit le développement des cellules en un tissu grâce à leur propre 

sécrétion de matrice extracellulaire, témoin de la création d’un tissu dit mature mais rarement 

fonctionnel. Dans les cas idéaux, on peut alors procéder à la réimplantation chez le patient de 

ce tissu nouvellement formé, qui va pouvoir interagir avec son environnement originel3.  

Il est important de rappler que l'ingénierie tissulaire a été introduite comme une 

procédure de survie pour les patients brûlés10. La prise de greffe réussie de feuillets 

épidermiques autologues a été la première preuve de concept de la puissante technologie que 

nous connaissons aujourd'hui11. Cependant, cette approche initiale très intéressante est 

tombée dans une certaine déconsidération en raison des inconvénients et limitations 

perçues12. Effectivement, malgré de nombreux premiers succès, il existe encore peu de 

produits tissulaires disponibles et utilisables en clinique. Des défis majeurs deumeurent, 

concernant l’adaptation des technologies d’ingénierie tissulaire à une utilisation clinique. 

L’adaptation depuis une décénnie (Figure 2) de la technologie de fabrication additive à 

ces problématiques de l’ingénierie tissulaire a créé un nouveau champ disciplinaire : la 

bioimpression.  
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Figure 2. Histoire de la fabrication additive et de son application dans l'ingénierie tissulaire; l'introduction de technologies et 
de résultats scientifiques majeurs. Adapté de13 

 

 Les objectifs de ces travaux de thèse sont les suivants : 

- Développer et caractériser un procédé de bioimpression 3D, 

- Bioimprimer plusieurs tissus modèles tels que la peau, le cartilage et le tissu vasculaire. 

Pour atteindre ces objectifs, plusieurs thèmes seront abordés en commençant par une 

étude bibliographique permettant de contextualiser ce projet en introduisant les différentes 

technologies de bioimpression, les biomatériaux utilisés et les tissus déjà obtenus grâce à la 

bioimpression. Ensuite, nous verrons dans un deuxième chapitre la méthodologie employée 

afin d’arriver aux résultats obtenus. Ces derniers sont articulés autour de trois chapitres 

comprenant premièremement l’étude et la caractérisation d’une bio-encre utilisable par 

bioextrusion, deuxièmement la modification d’une imprimante 3D en bioimprimante puis la 

création d’un appareillage dédié à nos problématiques. Et troisièmement, seront abordés les 

tissus obtenues grâce à la combinaison des deux premiers chapitres en se concentrant sur la 

peau, le cartilage et le tissu vasculaire. Un bilan des résultats obtenus au cours de cette thèse 

clôturera ce manuscrit et les perspectives offertes par ces travaux de recherche seront 

exposées.
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Dans ce premier chapitre d’étude bibliographique, nous allons passer en revue les 

techniques de bioimpression 3D. Il en existe deux principales que nous développerons, la 

technologie de jet d’encre et la technologie de bioextrusion. Ces deux technologies servent à 

imprimer des biomatériaux, cellularisés ou non. Ces technologies de bioimpression 3D 

combinées aux biomatériaux et aux connaissances actuelles en ingénierie tissulaire 

permettent désormais la bioimpression de tissus. Seront développés dans cette partie la 

bioimpression de peau avec une partie descriptive de la physiologie de ce tissu pour mieux 

comprendre les enjeux de sa reconstruction, suivit de plusieurs études de cas afin de faire 

l’état de l’art de la bioimpression de peau. Le tissu cartilagineux et vasculaire sera traité de la 

même manière. Puis succinctement, nous présenterons la bioimpression de tissus hautement 

spécifiques tels que le tissu cardiaque et rénal. Tous ces tissus demandent une maturation 

spécifique et pour conclure ce chapitre, nous développerons la thématique des bioréacteurs 

qui permettent une maturation dynamique des tissus. 
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I. La bioimpression 3D 
L’impression 3D, comme la bioimpression 3D possède un certain nombre d’étapes 

communes qu’il est important de bien maitriser afin d’obtenir un objet en 3D cellularisé. 

L’impression 3D est une technique de fabrication additive où l’ajout couche par couche de 

matière permet de réaliser un objet en trois dimensions à partir d’un fichier informatique et 

d’une imprimante. La bioimpression 3D est une technique de fabrication, basée sur cette 

approche de l’impression 3D conventionnelle, qui permet le dépôt couche par couche de 

biomatériaux et de cellules pour fabriquer des tissus14. Il faut distinguer la bioimpression de 

la bioimpression 3D. La bioimpression, représentée par la technique laser, reste limitée par 

les hauteurs finales des objets, ne pouvant pas excéder 100 μm15, ainsi que par l’incapacité à 

réaliser des objets morphologiquement complexes. On se concentrera ici sur les techniques 

de bioimpression 3D, le jet d’encre et l’extrusion. 

 

I.1 Le procédé de bioimpression 3D 

Le procédé de fabrication d’un tissu biologique par bioimpression 3D se décompose en 

plusieurs étapes. Tout d’abord, l’étape de conceptualisation, c’est-à-dire la conception 

assistée par ordinateur (CAO) de l’architecture du tissu biologique, au cours de laquelle 

l’organisation spatiale de l’ensemble des constituants des tissus est définie. C’est également 

au cours de cette étape que la programmation des paramètres d’impression des bio-encres 

s’effectue. Plusieurs logiciels entrent en jeu pour passer d’une image médicale, obtenue par 

IRM ou scanner, à un fichier pris en charge par l’imprimante (Figure 3).  

 

Figure 3. Représentation schématique des différentes étapes de préparations des fichiers avant l'étape d'impression 3D. 

Le GCode transmet les instructions (de mouvement) à l’imprimante 3D, c’est donc à cette 

étape qu’il faut déterminer quels sont les paramètres d’impression en fonction de la bio-encre 

utilisée. On retrouve par exemple la hauteur des couches, la vitesse d’impression, ou encore 
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le mode de remplissage de l’objet. Vient ensuite l’étape d’impression à l’aide de la machine, 

la bioimprimante, qui reproduit les motifs conçus par ordinateur en déposant l’encre 

biologique. 

 

I.2 Les techniques de bioimpression 3D 

Il existe deux techniques principales pouvant convenir à la bioimpression 3D d’encre 

cellularisée. La principale différence entre celles-ci s’observe au moment du dépôt de la bio-

encre sur le plateau d’impression. Comme nous allons le voir, nous retrouvons deux cas, le 

premier qui repose sur l’éjection de matière sous forme de gouttes par jet d’encre, et le 

second avec le dépôt de matière en continu grâce à une buse d’extrusion, la bioextrusion. 

I.2.1 Le jet d’encre 
La technique du jet d’encre16 est grandement inspirée de l’impression 2D papier. Elle 

consiste à projeter des gouttes de bio-encre sur le plateau d’impression. L’éjection de la 

goutte se produit soit grâce à la formation d’une microbulle (liée à l’élévation rapide et locale 

de la chaleur), soit grâce à un mécanisme utilisant un quartz piézoélectrique (liée à sa 

déformation sous l’effet d’une tension électrique). Le volume d’éjection à travers les 

microbuses est extrêmement précis, de l’ordre du picolitre. Les bioimprimantes à jet d’encre 

peuvent dispenser des biomatériaux avec des viscosités faibles comprises entre 3,5 et 12 

mPa.s17 (pour information la viscosité de l’eau est de 1 mPa.s). 

 

Figure 4. Représentation schématique de la technique de bioimpression par jet d'encre couplée à une photopolymérisation UV 
et une configuration avec deux seringues, l'une pour les cellules en suspension et l'autre pour les biomatériaux9. 
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La technique de jet d’encre fait partie d’une technique plus large que l’on peut traduire 

par la bioimpression à base de gouttes. Elle comprend deux autres techniques (éjection de 

gouttes par acoustique et par jet électrodynamique) que nous ne développerons pas ici18. La 

technologie de bioimpression jet d’encre manipule physiquement une solution de bio-encre 

pour générer des gouttes, en s’appuyant sur des phénomènes physiques de mécanique des 

fluides pour les éjecter sur le plateau d’impression. La bio-encre est chargée dans une seringue 

où elle est maintenue en place par la tension de surface au niveau de l’orifice de la buse19. 

Ensuite, un actuateur thermique, piézoélectrique ou électrostatique provoque une impulsion 

qui va éjecter une gouttelette lorsque la tension de surface est rompue.  

 

Figure 5. Représentation schématique montrant le fonctionnement d'un système d'impression à jet d'encre par pression 
générée dans la chambre de la bio-encre par A) un actuateur thermique, B) un actuateur piézoélectrique. Traduit à partir de17 

 

I.2.1.1 Jet d’encre thermique 
Le chauffage très local va former une bulle de vapeur (Figure 5-A) qui se dilate 

rapidement et explose, ce qui va générer une impulsion de pression à l’intérieur de la chambre 

de la bio-encre. La conséquence directe est l’augmentation de tension de surface à l’orifice de 

la buse, concomitante à l’éjection d’une goutte. Les études de bioimpression utilisant cette 

technique sont limitées à l’évaluation de son impact sur la viabilité des cellules 

bioimprimées20. Par exemple, des neurones bioimprimés par jet d’encre thermique 

présentent un phénotype neuronal et des fonctions électrophysiologiques. Plusieurs autres 

types cellulaires ont été bioimprimés avec cette technologie : cellules cardiaques21, 

endothéliales22 et cartilage23.  
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I.2.1.2 Jet d’encre piézoélectrique 
L’actuateur piézoélectrique (Figure 5-B) se déforme ponctuellement sous l’effet d’une 

différence de potentiel. Cette déformation, comme avec la technique précédente, engendre 

une modification du volume de la chambre de la bio-encre et augmente la tension de surface 

à l’orifice de la buse pour provoquer l’éjection d’une goutte24.  

D’autres études ont tenté de contrôler le nombre de cellules encapsulées dans des 

gouttes éjectées pour des applications potentielles dans les domaines du diagnostic, de la 

thérapeutique et de la biologie cellulaire25,26.  

Les biomatériaux utilisés et les exemples d’utilisations de cette technologie pour la 

bioimpression sont nombreux, nous les présenterons par la suite dans ce chapitre (partie II et 

III). 

 

Pour résumer (Tableau 1), les avantages de cette technique se concentrent sur une facilité 

de mise en place du système avec une certaine versatilité comme la possibilité d’utiliser 

plusieurs cartouches à la fois, tout en gardant un contrôle précis du volume du dépôt. Ce 

contrôle accru permet de déposer des volumes extrêmement précis ce qui facilite les 

constructions multicellulaires par le positionnement précis des cellules. Néanmoins, les 

diamètres des buses étant compris entre 35 et 75 μm, les phénomènes de buses bouchées 

peuvent poser problème lors de l’utilisation de matériaux trop visqueux (supérieur à 10 mPa.s) 

ou de concentration cellulaire trop importante (supérieure à 1.106 cellules/mL). De plus, 

l’éjection de ces gouttes qui entraîne (dans l’air) pour certaines, leur gélification, doit être bien 

caractérisée afin d’éviter une gélification précoce qui empêcherait l’assemblage des gouttes18. 
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I.2.2 La bioextrusion 
La bioextrusion27 repose sur l’utilisation d’une buse de dimension et de géométrie 

contrôlable, à travers laquelle est extrudé un jonc de matière. Celui-ci se dépose sur un 

support solide (le plus souvent thermostaté). Le principe reste assez proche de l’impression 

FDM (Fused Deposit Modelling), où le fil thermoplastique passe à travers l’extrudeur chauffant 

à la température de fusion de ce thermoplastique (souvent entre 210 et 230 °C) et va se 

déposer sur le plateau d’impression. Dans le cas de la bioextrusion, à la place d’un fil plastique, 

une seringue est utilisée. Cette dernière contient un mélange de biomatériaux et de cellules 

(= la bio-encre) qui se dépose de la même manière (que le fil plastique), formant, couche après 

couche, un objet en trois dimensions. Il est possible  d’intégrer plusieurs seringues afin 

d’imprimer plusieurs matériaux dans un seul et même objet et/ou plusieurs types cellulaires. 

Ces matériaux peuvent être photopolymérisables ou non, l’usage de la lampe UV n’est donc 

pas systématique (Figure 6). 

 

Figure 6. Représentation schématique de la technique de bioimpression par extrusion couplée à une photopolymérisation UV 
et une seringue chargée d’une bio-encre elle aussi photopolymérisable9. 

C’est la technique la plus utilisée en bioimpression, du fait de sa grande versatilité dans la 

gamme des biomatériaux imprimables et de viscosités supportées de 30 à 6.107 mPa.s28. Cette 

gamme étendue permet d’utiliser des matériaux présentant une contrainte seuil afin de 

permettre d’augmenter les épaisseurs (jusqu’à plusieurs centimètres) des constructions. La 

valeur d’une contrainte seuil dans un fluide est déterminée par la force à appliquer à celui-ci 

pour qu’il s’écoule. La connaissance de cette valeur permet de connaitre la force minimale à 

appliquer pour extruder la bio-encre, mais aussi la hauteur limite des constructions 

bioimprimées avant que ces dernières ne s’éffondrent29. 



Chapitre 1 : Etude bibliographique 

22 
 

Les autres avantages concernent (Tableau 1) : 

- La possibilité d’intégrer des concentrations cellulaires élevées (plusieurs millions de 

cellules/mL)27, 

- La rapidité d’impression (en moyenne 10 mm3/min), 

- La viabilité cellulaire de l’ordre de 90% (dépendante de la viscosité des bio-encres)30. 

Cependant, cette approche fournit une résolution assez faible qui dépend de la taille de la 

buse utilisée (souvent comprise entre 100 et 400 μm de diamètre) et ne permet pas le 

positionnement précis d’une cellule. La technique s’appuiera néanmoins sur l’auto-

organisation des cellules en exploitant l’adhésion cellule-cellule et leurs capacités à 

développer leur propre matrice extracellulaire31,32,33. 

Il a souvent été démontré que l’utilisation de la bioextrusion était néfaste pour la survie 

cellulaire. Les chiffres de viabilité donnés sont, pour la plupart, compris entre 40 et 80 %14. 

Cette variabilité peut s’expliquer par les différentes géométries des buses d’impression 

utilisées. Comme nous le verrons par la suite, la géométrie du cône ou de l’aiguille, la pression 

exercée, et l’ajout d’agents de réticulation, vont être déterminants quant à la survie des 

cellules. Cependant, il faut noter que dans une étude de 200834, le pourcentage de 97% de 

survie cellulaire a été atteint avec un débit de 0,5 mm3/s, une concentration cellulaire de 10 

millions de cellules/mL et une viscosité de l’hydrogel d’environ 80 Pa/s. 

Les biomatériaux utilisés et les exemples d’utilisation de cette technologie pour la 

bioimpression sont nombreux, nous les présenterons par la suite dans ce chapitre, dans les 

parties II et III. 
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Tableau 1. Comparatif de ces deux  technologies de bioimpression 3D. 

Technologie Jet d’encre Extrusion 

Principe 

Dépôt de microgouttelettes de bio-

encre, éjectées via une valve (piézo-

électrique, thermique ou 

électrostatique) sur le plateau 

d’impression 

Dépôt d’un filament de bio-encre extrudé 

d’une seringue sur le plateau d’impression 

grâce à une pression mécanique ou 

pneumatique 

Classification 

du dépôt 
Sans contact Avec contact 

Viscosité 

supportée 

Gamme de biomatériaux peu 

visqueux 

3,5 à 12 mPa.s 

Gamme très étendue 

30 à 6.107 mPa.s 

Viabilité 

cellulaire 
80 % 90% 30 

Densité 

cellulaire 
< 106 cellules/mL 106 > 207 cellules/mL 

Résolution du 

dépôt 
1 > 300 pL 0,2 > 1 mm 

Vitesse 

d’impression 
1-10 000 gouttes/s 10 mm3/min 

Avantages Précision du dépôt 

Dépôt rapide de grande quantité de 

matière et de cellules 

Incorporation directe des cellules dans la 

bio-encre 

Inconvénients 

 Obligation de limiter la densité 

cellulaire pour éviter de boucher 

la tête d’impression. 

 Dommages thermiques et stress 

mécanique des cellules. 

 Nombre de biomatériaux 

imprimables limités 

 Peu de précision au niveau du placement 

cellulaire 

 Nécessite une maîtrise parfaite des 

conditions de polymérisation, gélation et 

réticulation pour conserver la structure 

3D 

Références 16,35,36 27,28,37–40 
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I.2.3 Dépôt de sphéroïdes pour la bioimpression 3D de structures tubulaires 
Yanagi et al.41 ont récemment développé une méthode hybride de bioimpression 3D pour 

l’obtention de tissus : le dépôt de shpéroïdes sur des aiguilles (Figure 7). Les sphéroïdes sont 

des agrégats sphériques de cellules et il est possible de les utiliser comme brique de base pour 

la bioimpression42.  

 

Figure 7. Représentation schématique de la stratégie de bioimpression 3D par dépôt de sphéroïdes pour l’obtention de tissus 
hépatiques maturés in vitro et implantés chez la souris, traduit de41. 

Tous les biomatériaux utilisés pour la production d’échafaudages doivent faire face à des 

problématiques telles que la cytocompatibilité, le comportement à la dégradation ou 

l'immunogénicité potentielle31. Dans cette étude, ils s’affranchissent de l’utilisation de 

biomatériaux en utilisant les sphéroïdes comme briques de base de la construction tissulaire. 

Les étapes sont les suivantes : 

- Assemblage des sphéroïdes (avec 3 types cellulaires) dans une plaque 96 puits. 

- Collecte des sphéroïdes et embrochage de ceux-ci sur un porte-épingle (= needle array-

system) en utilisant une bioimprimante sur-mesure (Regenova®, Cyfuse, Japon), 

- Fusion des sphéroïdes au cours de la maturation, 

- Extraction du tissu mature et implantation chez la souris. 

Leurs résultats ne montrent aucune obstruction vasculaire et une connexion directe entre 

le greffon et le tissu hépatique natif après transplantation (pendant 90 jours). Cette méthode 

de fabrication permet au milieu de culture de circuler immédiatement autour des sphéroïdes 

après l’étape de bioimpression et d’éviter l’ischémie des tissus puisque ces derniers sont 

maintenus par les aiguilles. Cependant, un inconvénient majeur apparait avec la contrainte de 

forme imposée par le placement des aiguilles. 
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II. Les biomatériaux composants de la bio-encre 
La bio-encre est composée d’au minimum deux parties essentielles : la matrice 

composée de matériaux et les cellules d’intérêt, sélectionnées en fonction des tissus ciblés. La 

composante matricielle sera formulée à partir de biomatériaux. 

Les biomatériaux destinés à la bioimpression peuvent être divisés en deux catégories bien 

distinctes, les polymères synthétiques (type polycaprolactone) et les hydrogels. Ces derniers 

peuvent être d’origine synthétique ou naturelle43.  

Dans cette partie, nous allons étudier de manière plus détaillée la deuxième catégorie de 

biomatériaux en détaillant leur structure et leurs implications dans le procédé de 

bioimpression afin de comprendre leurs impacts sur la formulation de la bio-encre. 

 

II.1  L’alginate 

II.1.1 Description 
L’alginate de sodium, issu des algues brunes par extraction basique, est un copolymère à 

bloc composé de deux monomères bien distincts : l’acide mannuronique (M) et guluronique 

(G). La liaison β(1→4) entre ces deux polysaccharides va donner une chaîne de polymère 

d’alginate. La proportion et la répartition entre M et G dépend de l’espèce et de la partie de 

l’algue dont est extrait l’acide alginique44. Seuls les blocs d’acide guluronique sont 

responsables de la réticulation intermoléculaire avec des cations divalents et utilisés lors de 

la gélation44.  

Les hydrogels d’alginate s’agrègent par chélation de manières réversibles grâce à un 

cation divalent, souvent le calcium. Ce dernier va interagir avec les fonctions acides 

carboxyliques chargées négativement tout au long de la chaîne au sein d’une cavité créée par 

une paire de séquences guluronates et ainsi former une structure de « boite à œuf » (Figure 

8). On obtient alors un assemblage de deux chaînes qui va ensuite s’associer à d’autres chaînes 

en multimères pour donner lieu à un réseau en 3D d’alginate réticulé44. 



Chapitre 1 : Etude bibliographique 

26 
 

 

Figure 8. Représentation schématique des motifs de monomères de l’alginate (acide guluronique et mannuronique) et leur 
assemblage lors de la chélation par le calcium, traduit de45. 

Il possède d’excellentes propriétés biocompatibles et il est couramment utilisé dans le 

domaine biomédical46 pour des applications d’encapsulation et de relargage contrôlé de 

cellules ou de facteurs de croissance par exemple47.  

 

II.1.2 Utilisation de l’alginate dans la bioimpression 
L’utilisation de l’alginate dans la bioimpression 3D est très courante, et ne se limite pas à 

une technologie. Sa gamme large de viscosité (en fonction de sa concentration et de la 

longueur de chaîne) lui permet d’être bioimprimé seul grâce à la technologie par jet d’encre 

lorsque sa viscosité est inférieure à 10 mPa.s, et par extrusion quand sa viscosité est 

supérieure. Comme nous l’avons vu, sa méthode de polymérisation reposant sur sa chélation 

par le calcium est simple à mettre en place par immersion de l’objet bioimprimé dans une 

solution de calcium.  

Certaines équipes utilisent la bioimpression coaxiale composée de deux seringues (une 

d’alginate avec les cellules et l’autre de calcium) et d’une seule buse. L’éjection simultanée 

des deux liquides permet la chélation instantanée de l’alginate lors du dépôt sur le plateau 

d’impression. Il est alors possible, comme présenté sur la Figure 9 d’obtenir des structures 

complexes de joncs par bioextrusion. 
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Figure 9. A) Design de la buse coaxiale pour la fabrication de canaux microfluidiques. B) Le tube cellularisé et chargé de milieu 
de culture afin de montrer l’intégrité de celui-ci. Adapté de48  

 

Son utilisation en bioimpression est extrêmement variée (Figure 10) : 

 

Figure 10. Description globale de l'utilisation de l'alginate dans le domaine de la bioimpression 3D par jet d’encre et par 
extrusion27,49,50. 

Il présente plusieurs avantages pour la bioimpression comme sa versatilité d’utilisation 

pour plusieurs techniques, liée à sa large gamme de viscosité. De plus sa gélification rapide en 

fait un bon candidat pour la création de structures 3D43. Cependant formulé seul dans une 

bio-encre, son utilisation est plus compliquée, car malgré sa biocompatibilité, il ne présente 

pas de motifs d’attachement cellulaire ce qui ne permet donc pas aux cellules incorporées 

dans la bio-encre de se développer. C’est pourquoi, certaines équipes lui greffent ces motifs 

d’adhésion (motifs RGD par exemple)50. Dans le domaine de la bioimpression, l’utilisation 
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d’alginate est souvent couplée à d’autres biomatériaux apportant pour certains une viscosité 

plus importante51, et pour d’autre des motifs d’adhésion cellulaire52.  

 

II.2  La gélatine 

II.2.1 Description 

La gélatine est une protéine qui peut être produite de deux manières différentes : soit par 

l’hydrolyse acide partielle du collagène I ce qui donne la gélatine de type A, soit par traitement 

basique pour donner la gélatine de type B. Dans le domaine des biomatériaux, l’utilisation de 

la gélatine de type A prédomine. Malgré les traitements subit pour sa production, la gélatine 

conserve certaines séquences de signalisation comme le motif Arginine-Glycine-Aspartate 

(RGD) qui favorise l’adhésion et la croissance cellulaire53–55. L’hydrogel de gélatine se forme 

grâce à une reconstruction partielle de sa triple hélice via des nœuds de réticulation quand sa 

température passe en-dessous de sa température de gélification (Figure 11). Cette 

température va varier selon les lots de gélatine et leur mode de préparation mais également 

en fonction de sa concentration. Les solutions de gélatine sont le plus souvent caractérisées 

par leur degré Bloom. Ce dernier correspond à la force à appliquer à un cylindre de 12,5 mm 

de diamètre pour qu’il s’enfonce, à température ambiante, de 4 mm dans une solution de 

gélatine d’une concentration à 6,67% m/v56.  

 

Figure 11. Représentation schématique de l'état des chaînes macromoléculaires de la gélatine à l'état liquide et à l'état de 
gel57. 

 

II.2.2 Utilisation de la gélatine dans la bioimpression 
La gélatine se prépare par dissolution dans une solution aqueuse à pH neutre. Puis, une 

augmentation de température proche de son point de fusion (28°C) permet l’obtention d’une 
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solution visqueuse transparente. Elle peut être alors imprimée par jet d’encre ou par 

bioextrusion à température ambiante. Seule, elle est alors utilisable comme support fugitif 58. 

Cependant, cette utilisation n’est pas destinée à supporter une maturation tissulaire à 37°C43. 

Son utilisation en bioimpression est toujours couplée à l’ajout (Figure 12) : 

- D’autres composants comme l’alginate par exemple qui après réticulation par le 

calcium donnera un hydrogel capable de conserver sa forme 3D pendant la maturation 

cellulaire59. 

- D’un agent réticulant comme la transglutaminase60,61. La solution de transglutaminase 

diffuse dans l’objet bioimprimé et catalyse la formation de liaisons covalentes entre 

les groupes carbonyles des glutamines et les groupes amino- des lysines. Grâce à cette 

modification, la gélatine réticulée va pouvoir supporter la croissance cellulaire pendant 

la phase de maturation du tissu62. 

- D’une modification chimique permettant sa réticulation : la gélatine méthacrylate 

(GELMA) qui permet sa photopolymérisation UV. La photopolymérisation est une 

réaction de polymérisation dont l’étape d’amorçage est déclenchée par un 

photoinitiateur sensible à une longueur d’onde qui lui est spécifique. En bioimpression, 

les photoinitiateurs les plus utilisés sont l’Irgacure 295963 et LAP64 qui sont sensibles à 

la lumière UV et l’Irgacure 81965 sensible à la lumière visible. L’action de la lumière va 

exciter le photoinitiateur en radical libre qui va permettre le clivage d’une double 

liaison carbone-carbone de l’un des monomères de GELMA qui va pouvoir polymériser 

et former un réseau insoluble. L’étape de propagation de la photopolymérisation 

permet la croissance de la chaîne moléculaire par addition de monomères ou de 

polymères déjà formés. Grâce à cette modification, la gélatine méthacrylate peut 

supporter une mise en forme 3D et permettre une maturation à 37°C66. 



Chapitre 1 : Etude bibliographique 

30 
 

 

Figure 12. Description globale de l'utilisation de la gélatine dans le domaine de la bioimpression 3D par jet d’encre et par 
extrusion52,62,66 

 

II.3 Le fibrinogène et la fibrine 

II.3.1 Description  
Le fibrinogène est une protéine présente dans le sang à des concentrations de 1,4 à 4 

mg/mL. Il est impliqué dans les cascades de coagulation permettant la formation d’un caillot 

lors d’une plaie ouverte. Le fibrinogène est une glycoprotéine fibrillaire de 340 kDa composée 

de trois paires de chaînes polypeptidiques liées ensemble par 29 liaisons dissulfures. Elle 

mesure 45 nm de longueur et possède deux domaines globulaires, les domaines D, et une 

partie centrale hélicoïdale, le domaine E. Les domaines D sont reliés au domaine central par 

deux super-hélices67.  

La molécule de fibrinogène possède un site de liaison au calcium qui permet la 

modulation de la polymérisation en améliorant l’agrégation latérale des chaînes afin d’obtenir 

des fibres plus larges. En partant d’une molécule de fibrinogène, le mécanisme d’auto-

assemblage se fait en plusieurs étapes comme décrit dans la Figure 1367 : 

- A : le clivage des fibrinopeptides sous l’action de la thrombine, 
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- B : la formation de monomères de fibrine ainsi que des interactions « hole-knob » 

[Hole-knob interaction = (domaine D x 2) + domaine E] 

- C : un allongement de ces monomères jusqu’à 600 nm, appelées les protofibrilles de 

fibrine, 

- D : l’empilement de ces protofibrilles pour aboutir à un gel de fibrine insoluble. Cette 

étape est modulée par la présence de calcium67. 

 

Figure 13. Mécanisme d’auto-assemblage du fibrinogène en fibrine. A : représentation de la molécule de fibrinogène humaine. 
B : Après clivage des fibrinopeptides par la thrombine, obtention de monomères de fibrine et attachement de ces monomères 
entre eux grâce aux interactions « Knob-holes ». C : élongation de ce motif de base en protofibrilles de fibrine. D : empilements 
des protofibrilles pour former une fibre de fibrine. Adapté librement de Weisel67 (PDB : 10.2210/pdb3GHG/pdb) 
 

La thrombine (EC 3.4.21.5) est une enzyme de type protéase à sérine qui catalyse la 

transformation du fibrinogène en fibrine lors de l’activation de la cascade de coagulation. 

Physiologiquement, elle n’est produite que très localement lorsque l’hémostase est rompue, 

par conversion de la prothrombine via deux mécanismes différents (intrinsèque ou 

extrinsèque). Il a été aussi décrit que la thrombine avait un rôle mitogène sur les fibroblastes 

et les cellules endothéliales, ce qui explique sa large utilisation en ingénierie tissulaire pour 

favoriser le développement de substituts dermiques68. 
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II.3.2 Utilisation du fibrinogène dans la bioimpression 3D 
Très utilisée en ingénierie tissulaire69, son utilisation en bioimpression 3D est très souvent 

couplée à d’autres biomatériaux. Comme le fibrinogène en solution est très liquide, une 

équipe a développé une méthode permettant son impression directe dans un bain de 

gélatine/thrombine (méthode FRESH)70. 

 

Figure 14. Description globale de l'utilisation du fibrinogène dans le domaine de la bioimpression 3D par jet d’encre et par 
extrusion70–72 

Du fait de sa faible viscosité, le fibrinogène seul est principalement utilisée par le 

technique jet d’encre, comme substrat de dépôt de cellules ou comme fibrine (déjà auto-

assemblée avant l’étape d’impression) cellularisée71. 

La plupart du temps, on retrouve le fibrinogène comme un constituant de la bio-encre 

dans lequel il joue un rôle dans l’adhésion cellulaire. Après sa polymérisation (après 

impression), par immersion dans une solution de thrombine/calcium, il forme un réseau de 

fibrine insoluble supportant la structure 3D bioimprimée et permettant le développement 

cellulaire72. 

 

II.4 Le collagène 

II.4.1 Description 

Le collagène est une famille de protéine fibrillaire qui représente une composante très 

abondante dans la plupart de la matrice extracellulaire des tissus73. Chez les mammifères, on 
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retrouve 28 différents types de collagène qui contiennent tous au moins un domaine en triple 

hélice qui correspond à la répétition du triplet (Gly-X-Y)n (X étant fréquemment la proline et 

Y l’hydroxyproline) dans la séquence d’acides aminés. Cette protéine joue un rôle 

fondamental dans la résistance à la traction des tissus. La synthèse du collagène commence 

par la sécrétion par les fibroblastes du procollagène. Une fois dans la matrice extracellulaire, 

l’association de trois chaînes polypeptidiques donne le tropocollagène. L’assemblage 

supramoléculaire de ce dernier permet la formation des fibrilles de collagène et plusieurs 

fibrilles associées engendre la création d’une fibre de collagène mature(Figure 15)54,74. Les 

fibres de collagène présentent de nombreuses séquences RGD (arginine-glycine-acide 

aspartique) essentielles à l’adhésion cellulaire (voir pages 36). 

 

Figure 15. Représentation schématique (adapté de75) de la formation du collagène mature à partir de la triple hélice du 
tropocollagène, puis de l'agencement en fibrilles de collagène pour donner une fibre de collagène mature. 

 

II.4.2 Utilisation du collagène dans la bioimpression 
Le collagène présente de nombreux avantages comme la biocompatibilité et la promotion 

de l’adhésion cellulaire. Son utilisation en ingénierie tissulaire est commune et bien décrite 

pour plusieurs tissus et principalement pour la peau76. L’extraction de collagène des tissus 

vivants se fait par extraction acide (pH 2,5), le collagène à l’état de solution n’est alors pas 

compatible avec l’ajout de cellules. Pour son utilisation en bioimpression, il est nécessaire 

d’ajuster son pH par ajout de base jusqu’à obtenir un pH physiologique.  
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Figure 16. Description globale de l'utilisation du collagène dans le domaine de la bioimpression 3D par jet d’encre et par 
extrusion77,78. 

Lorsqu’il est utilisé pour l’extrusion, il est associé à d’autres biomatériaux qui vont lui 

apporter la tenue mécanique nécessaire à son dépôt sur le plateau d’impression72. Il a 

l’avantage de permettre l’adhésion des cellules à l’intérieur de la bio-encre. Cependant, 

comme son temps de gélation est lent, il est impossible de l’utiliser seul en extrusion. De plus, 

une fois sous forme d’hydrogel, il est peu stable sur le long terme72. 

 

II.5 L’acide hyaluronique 

II.5.1 Description  
C’est un glycosaminoglycane (GAG) présent dans les tissus conjonctifs. C’est un polymère 

disaccharide formé de l’association de l’acide D-glucuronique et D-N-acétylglucosamine. Il 

n’est pas sulfaté contrairement aux autres GAG du corps humain79. Il est présent dans le 

cartilage mais aussi dans les tissus conjonctifs où il participe à la bonne hydratation des 

tissus79.  

 

II.5.2 Utilisation de l’acide hyaluronique dans la bioimpression 
Son utilisation en bioimpression est souvent couplée à sa modification par l’ajout de 

groupement méthacrylate afin de permettre sa photopolymérisation par UV80 (même principe 

que la gélatine méthacrylate) ou par l’ajout de groupement thiol81 afin de permettre la 

formation de ponts dissulfures. 
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Figure 17. Description globale de l'utilisation du collagène dans le domaine de la bioimpression 3D par jet d’encre et par 
extrusion80–83. 

Son utilisation présente l’avantage de permettre aux cellules d’adhérer dans la bio-encre 

après réticulation par le biais de molécules transmembranaires non intégriniques tels que les 

protéines de la famille CD4484 (spécifique de la reconnaissance et de l’adhésion à l’acide 

hyaluronique). Il s’utilise toujours par incorporation avec d’autres biomatériaux85,86. 

 

II.6 Influence de la contrainte de cisaillement 

L'interaction entre la surface de la buse (en contact avec les biomatériaux) et la pression 

appliquée pour l’extrusion du biomatériau détermine la contrainte de cisaillement subie par 

le matériau. Lorsque des cellules sont imprimées dans des hydrogels biocompatibles, elles 

subissent également ces forces, ce qui peut avoir un impact significatif sur la viabilité de ces 

cellules. Par exemple, une étude a évalué les effets des différentes pressions exercées sur leur 

viabilité. Ce travail a démontré que lorsque les constructions tissulaires étaient imprimées à 

40 psi (2,8 Bars), la viabilité diminuait de près de 40% par rapport aux structures tissulaires 

imprimées à 5 psi (0,3 Bar)87. Une autre étude a comparé les effets de contraintes de 

cisaillement : faibles (<5 kPa), modérées (5-10 kPa) et fortes (>10 kPa). Les résultats montrent 

que les cellules exposées à de faibles contraintes de cisaillement ne semblent pas affectées 

par le processus d’impression en ce qui concerne leur viabilité. Cependant, à des contraintes 

plus élevées (>5 kPa) la croissance cellulaire et le taux de prolifération est fortement 

affectée88. Cela illustre l’effet important du cisaillement sur la viabilité cellulaire. 
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II.7 Support cellulaire pour la maturation tissulaire 

En plus de toutes les spécificités à prendre en compte lors de l’utilisation de polymères 

pour la bioimpression, un élément clé reste à considérer : le microenvironnement. C’est 

l’environnement qui se retrouve au contact d’une cellule. En effet, même si l’hydrogel s’avère 

biocompatible, qu’il se dégrade de manière contrôlée, et qu’il a les propriétés mécaniques 

attendues, cela ne signifie pas que les cellules vont pouvoir y adhérer puis se multiplier. 

L’adhésion de celles-ci à leur environnement est crucial à leur survie89.  

Il faut pour cela qu’elles reconnaissent des domaines bien précis sur les chaînes de 

polymères, comme par exemple, le motif RGD90, la séquence DGEA ou YISRG44. Ces domaines 

servent alors d’ancrage aux cellules qui vont pouvoir retrouver leurs fonctions basales en 

induisant l’activation de protéines de signalisation par exemple. L’obtention d’un 

microenvironnement capable de contrôler le devenir des cellules est un enjeu majeur en 

ingénierie tissulaire91. En effet, le développement d’un tissu est régit par de nombreux 

facteurs régulateurs qui interagissent dynamiquement dans le temps et l’espace. Les récents 

développements concernent des systèmes se rapprochant le plus possible de l’environnement 

d’un tissu in vivo et contrôlable31. Un tel biomimétisme résulte d’une parfaite synchronisation 

entre les facteurs biologiques et physiques permettant aux cellules de se différencier et de 

proliférer au bon endroit, au bon moment tout en conservant le phénotype d’intérêt et en 

formant un tissu fonctionnel. Cet environnement doit donc apporter tous les signaux 

nécessaires, moléculaires, structurels et physiques pour garantir la régénération tissulaire. 

C’est également pour cette raison qu’un nombre croissant d’études s’intéresse aux bio-encre 

formulées à partir de tissus cibles décellularisés et hydrolysés. En utilisant la matrice 

extracellulaire dont les cellules in vivo sont issues, leur développement in vitro sera facilité par 

la reconnaissance de la matrice extracellulaire dont elles sont issues en permettant leur 

développement physiologique92–94. 

En résumé, le ou les biomatériaux doivent posséder : 

- Les propriétés mécaniques appropriées pour permettre le dépôt de matière (soit par 

extrusion soit par jet d’encre), 

- La conservation de la forme 3D dans sa globalité après l’impression, 
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- Un environnement favorable à la survie des cellules et ce pendant toutes les étapes de 

la bioimpression. 

III. La bioimpression 3D de tissus 
Cultiver et caractériser un tissu en 3D requiert des outils et des conditions de culture 

spécifiques. Dans cette partie, nous allons nous intéresser aux tissus bioimprimés fonctionnels 

ainsi qu’à leur maturation avec pour but final la fabrication de substituts implantables chez 

l’homme. 

Au début des années 2000, rien que le fait d’imprimer avec des cellules est une avancée 

scientifique majeure pour ce domaine émergent95. Plusieurs études datant de 2011 montrent 

que l’impression seule, n’est pas néfaste pour la survie des cellules96,97. A partir de là, de très 

nombreuses preuves de concept voient le jour et un tout nouveau champ de recherche 

émerge : la bioimpression 3D de tissus. 

Dès lors, l’impression de cellules fait ses preuves dans de nombreuses publications 

scientifiques. Cependant, le défi reste immense quand il s’agit de transformer des couches 

d’hydrogel cellularisé en un tissu fonctionnel98. 

La bioimpression 3D de tissus concerne quasiment tous les types cellulaires présent dans 

le corps humain. Cependant, les niveaux d’avancement de ces recherches dépendent 

fortement des domaines d’application et une forte hétérogénéité est observée dans les 

résultats. Ces études varient de la simple preuve de concept de bioimpression 3D de cellules 

à la bioimpression 3D in vivo chez l’animal. Dans ce paragraphe, nous allons nous concentrer 

sur les tissus dermiques, cartilagineux et vasculaires avec premièrement un état de l’art de la 

composition de ces tissus cibles (matrice extracellulaire et cellules présentes), puis 

deuxièmement un aperçu des techniques d’ingénierie tissulaire classique pour la 

reconstruction in vitro de ces tissus et troisièmement, les différentes stratégies de 

bioimpression 3D de peau, de cartilage et de structures vasculaires. Pour finir, une description 

non-exhaustive des dernières avancées de bioimpression 3D de tissus hautement spécifiques 

et complexes sera présentée. 
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III.1 La peau 

III.1.1 Physiologie de la peau 
La peau est le plus grand organe du corps humain puisqu’elle représente en moyenne 16 

% de la masse totale d’un individu adulte pour une surface de 2m²,99. Elle représente la 

première défense de l’organisme contre les agressions extérieures, joue un rôle majeur contre 

la déshydratation et assure la protection contre les rayonnements UV. Grâce à ses multiples 

terminaisons nerveuses, elle fait également partie des organes sensoriels et nous permet de 

percevoir un grand nombre de stimuli différents qu’ils soient mécaniques (pression, 

vibration), thermiques ou douloureux (= la nociception).  

 

Figure 18. Représentation schématique des différentes couches de la peau avec l’épiderme en surface, la jonction dermo-
épidermique, le derme et l’hypoderme, librement adapté de100. 

La peau est constituée de 3 couches distinctes (de l’extérieur vers l’intérieur) : 

l’épiderme, le derme et l’hypoderme (Figure 18). Son épaisseur est variable en fonction de sa 

localisation, par exemple, elle ne fera pas plus d’un millimètre sur les paupières alors qu’elle 

peut atteindre 4 mm sous la plante des pieds101. 

 

III.1.1.1 L’épiderme 
Ce tissu est un épithélium squameux stratifié kératinisé avasculaire, composé 

essentiellement de kératinocytes qui assurent une barrière jointive contre l’extérieur11. Il est 

également constitué des mélanocytes qui confèrent à la peau sa couleur, des cellules de 

Merkel permettant la perception tactile, et des cellules de Langerhans qui sont impliquées 

dans les réactions du système immunitaire102. 
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L’épiderme est organisé en 4 couches (Figure 19) distinctes, correspondant chacune à un 

état de différenciation des kératinocytes, de l’extérieur vers l’intérieur103 : 

- La couche cornée ou stratum corneum qui est constituée des cornéocytes ou cellules 

cornée qui résultent d’un processus de maturation des kératinocytes, dit de 

« kératinisation ». Ce sont des cellules apoptotiques, jointives et remplies de kératine. 

- La couche granuleuse ou stratum granulosum, dans laquelle les cellules sont chargées 

de grains de kératohyaline. 

- La couche de Malpighi/épineuse ou stratum spinosum, où les cellules sont liées entre-

elles par de nombreux desmosomes qui leur donne un aspect « épineux », lors de 

l’examen des coupes histologiques.

- La couche basale ou stratum germinativum composée des cellules souches 

épidermiques qui prolifèrent pour donner naissance aux kératinocytes des couches 

plus superficielles. Ces cellules sont reliées à la membrane basale par des 

hémidesmosomes.  

 

Figure 19. Schéma représentant les quatre couches principales de l'épiderme avec leurs organites spécifiques ainsi que les 
protéines majoritaires (cytokératine 10, filagrine et loricrine) en fonction de leur localisation103. 
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Pour caractériser un épiderme sain, la présence de plusieurs protéines spécifiques peut 

être identifiée (Figure 18). La cytokératine 10 qui se localise dans les trois dernières couches 

de l’épiderme atteste de la différenciation des cellules épithéliales en kératinocytes104. La 

filagrine qui se situe dans les deux dernières couches en se liant à la kératine est un témoin de 

la qualité de la stratification de l’épiderme104. La loricrine, spécifique de la couche cornée est 

représentative de la fonction de barrière cutanée de la peau105. 

 

III.1.1.2 La jonction dermo-épidermique 
C’est une membrane basale qui sépare la couche épidermique de la couche dermique, et 

sur laquelle est ancrée la couche basale de kératinocytes. Elle est composée principalement 

de collagène de type IV et VII sécrété à la fois par les kératinocytes de l’épiderme et par les 

fibroblastes du derme106. Son rôle premier est celui d’ancrage qui permet aux kératinocytes 

de s’orienter pour une différenciation optimale. Son second rôle implique la communication 

entre les deux couches de la peau et une diffusivité des nutriments jusqu’aux kératinocytes. 

Son intégrité est le signe d’une peau ou d’un modèle de peau fonctionnelle et bien organisé106–

108. La détection de plusieurs protéines spécifiques comme la laminine 332 et le collagène VII 

par immunomarquage par exemple, est signe d’une jonction dermo-épidermique saine106. 

 

III.1.1.3 Le derme 
C’est un tissu conjonctif composé principalement de fibroblastes et de cellules dermiques 

du système immunitaire (macrophages, mastocytes et cellules dendritiques). On distingue 

deux régions différentes dans le derme. La partie la plus superficielle est appelée derme 

papillaire dans lequel on retrouve les fibroblastes avec une forte activité de synthèse 

matricielle109. Il est séparé du derme réticulaire par le plexus vasculaire qui est un réseau 

constitué de capillaires artério-veineux formant un « lit » vasculaire100. La dernière partie, plus 

dense et au contact de l’hypoderme, contient des fibres de la matrice extracellulaire de 

diamètre plus important (entre 75 et 105 nm) ayant une orientation préférentiellement 

parallèle à la surface de la peau et lui donnant sa résistance109 (Figure 20). 
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Figure 20. Schéma représentatif du derme avec deux régions distinctes : le derme papillaire associée à une proportion de 
cellules/matrice extracellulaire équivalente et le derme réticulaire avec une prédominance de la matrice extracellulaire 109. 

 

III.1.1.3.1 Les cellules du derme 

Les cellules les plus représentées dans le derme sont les fibroblastes110. En 2D comme en 

3D, elles adoptent des formes fusiformes caractérisées par des pseudopodes très fins. Ces 

cellules sont des dérivés des cellules souches mésenchymateuses qui sont responsables de la 

synthèse et de la dégradation des protéoglycanes et des glycoprotéines de la matrice 

extracellulaire, ainsi que de la sécrétion d’un certains nombres de signaux/facteurs solubles 

et de facteurs de croissance111. Ils sont définis comme des cellules adhérentes qui ne sont 

d’origine ni endothéliale, ni épithéliale, ni hématopoïétique112. Ils ont aussi un rôle important 

dans la cicatrisation via leur changement phénotypique en myofibroblastes113 et dans la 

régulation de l’inflammation. De plus, ils sont responsables de la sécrétion des enzymes telles 

que la collagénase et des protéases matricielles permettant de dégrader la matrice 

extracellulaire afin de la renouveler et de la réorganiser114. 

 

III.1.1.3.2 La matrice extracellulaire du derme 

La matrice extracellulaire du derme est une structure complexe, constituée de fibres 

élastiques et de fibres de collagène. Trois types de fibres élastiques sont décrits dans la 

littérature grâce à leurs variations de composition biochimique109 : 

- Les fibres oxytalanes composées de microfibrilles principalement constituées de 

fibrilline, 
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- Les fibres d’élaunine dites immatures composées majoritairement de microfibrilles et 

de peu d’élastine (elle-même formée de l’assemblage de monomère de tropoélastine), 

- Les fibres élastiques matures composées de peu de microfibrilles et majoritairement 

d’élastine. 

Les fibres de collagène sont regroupées en deux catégories : les fibres de collagène de 

diamètre élevé (en moyenne 90 nm) regroupées en faisceaux denses et les fibres de réticuline 

de diamètre inférieur à 60 nm organisées en trousseaux lâches. Ces dernières sont 

principalement localisées à proximité de la jonction dermo-épidermique74. 

Entre les cellules et le réseau de fibre se trouve la substance fondamentale (ou matrice 

extrafibrillaire) qui contient essentiellement des glycosaminoglycanes non sulfatés comme 

l’acide hyaluronique et des glycosaminoglycanes sulfatés qui s’associent au réseau fibrillaire 

pour donner des protéoglycanes. La substance fondamentale est aussi composée de protéines 

d’adhérence telles que la fibronectine et les laminines. Cet ensemble forme un gel qui permet 

la circulation des facteurs de signalisation cellulaire indispensable à la migration et à la 

prolifération cellulaire115. 

La matrice extracellulaire du derme lui confère ses propriétés anisotropiques : 

l’orientation des fibres, de collagène notamment, lui donne une forte résistance à la traction. 

Les études réalisées par indentation in vivo indiquent des valeurs de module de Young 

comprises entre 0,001 et 10 MPa115,116. Les variations de ces valeurs dépendent très fortement 

de l’âge de la personne et de la méthode de caractérisation. 

 

III.1.2 Etude de la reconstruction de la peau in vitro par ingénierie tissulaire 
classique 

L’évolution des modèles de peau équivalente en trois dimensions et reconstruit par 

ingénierie tissulaire ne cesse de s’accélérer. Depuis les premières cultures de kératinocytes12 

sur les couches nourricières, les recherches pour produire des substituts de peau sont 

motivées par le défi de traiter les grands brûlés (atteinte de plus de 70% du corps), les plaies 

chroniques (difficilement cicatrisables) et par la règlementation européenne exigant des 

preuves d’innocuité et d‘efficacité des produits cosmétiques tout en supprimant les tests sur 
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les animaux. Cette demande conduit à l’évolution et à la complexification des peaux 

reconstruites. 

Le premier modèle décrit de peau équivalente proposé par Karasek et Charlton en 1971117 

utilise un hydrogel de collagène. Il a été produit par extraction acide du collagène d’une queue 

de rat, puis reconstitué dans une boîte de pétri par élévation du pH grâce à des vapeurs 

d’ammoniac. Le pH a été ensuite équilibré par des bains successifs de DMEM. Les fibroblastes 

ont ainsi pu être ensemencés sur cette matrice à l’intérieur de laquelle ils ont pu migrer. Ce 

modèle a évolué depuis pour permettre, à la surface de l’hydrogel de collagène cellularisé par 

les fibroblastes, l’ensemencement de kératinocytes. Les kératinocytes se multiplient et 

prolifèrent, entrainant la formation d’un épiderme. La différenciation épidermique est 

améliorée par l’élévation du tissu à l’interface air-liquide118–120. 

L’utilisation d’une matrice de collagène présente des désavantages (II.4.2) c’est pourquoi 

d’autres équipes se sont intéressées à différentes matrices d’ensemencement, comme 

l’éponge de collagène-glycosaminoglycane-chitosane. Elle est préparée par le mélange de 

collagène de type I et III, de chitosane et de chondroïtine 4-6 sulfate. Ce mélange est ensuite 

congelé puis lyophilisé pour être utilisé comme substrat de développement aux fibroblastes 

qui seront ensemencés121. Le résultat est l’obtention d’une matrice extracellulaire 

nouvellement synthétisée et contenant toutes les macromolécules souhaitées. Ce derme ainsi 

reconstruit permet le développement et la régénération d’un épiderme pluristratifié et 

différencié avec la présence d’une jonction dermo-épidermique organisée122. En effet, 

l’association in vitro des fibroblastes et des kératinocytes permet d’aboutir à une synergie 

avec des sécrétions de facteurs de croissance bien supérieures à celles observées en présence 

d’une seule lignée122. On appelle cette association du derme et de l’épiderme : la peau totale 

reconstruite. 

Dans le domaine de l’ingénierie tissulaire pour la peau, la littérature décrit peu les 

propriétés mécaniques des substituts obtenus. Une étude123 utilisant les éponges de 

collagènes décrites précédemment et commercialisées, entre autre, par BASF (MIMEDisc™ 

BASF BCS, France), montre que cette matrice acellulaire possède un module de Young de 4 

kPa, le derme reconstruit par des fibroblastes (après 28 jours de maturation) permet de 

constater une augmentation de celui-ci à 9 kPa tandis que la peau totale reconstruite (ajout 

des kératinocytes à J28, puis culture immergée 7 jours et interface air-liquide 14 jours) a un 
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module de Young atteignant 83 kPa. Cette augmentation montre bien l’effet de la sécrétion 

matricielle (caractérisée histologiquement dans le même temps) sur la résistance de ces 

substituts. De plus, l'ensemencement des kératinocytes au sommet du derme reconstruit 

stimule le métabolisme des fibroblastes. Ces résultats sont à mettre en regard des valeurs in 

vivo qui se situent dans le même ordre de grandeur. Là aussi les méthodes de caractérisation 

vont fortement influencer les résultats.  

Ces stratégies de reconstruction de peaux équivalentes montrent que les fibroblastes 

ensemencés dans une matrice sont capables de sécréter de la matrice extracellulaire. La 

qualité du derme généré va favoriser le bon développement d’un épiderme pluristratifié avec 

une jonction dermo-épidermique organisée. Cependant, la génération de structures plus 

larges intégrant des propriétés mécaniques du même ordre de grandeur que la peau in vivo, 

n’est pas encore disponible. 

 

III.1.3 La bioimpression 3D de peau 

La peau fait partie des tissus les plus étudiés en bioimpression 3D. Sa stratification en 

couche fait d’elle un sujet adapté pour commencer la bioimpression 3D et valider de nouveaux 

concepts d’impression ou de nouvelles bio-encres. 

En 2014, Lee et al124, ont été les premiers à déposer des kératinocytes et des fibroblastes 

en un arrangement stratifié, comme présenté sur la Figure 21. Ils utilisent la technologie de 

jet d’encre avec deux seringues distinctes, la première composée d’un précurseur de 

collagène de type I à une concentration de 3 mg/mL et la deuxième de cellules en suspension 

avec des densités allant de 0,5 à 2 millions de cellules/mL pour les fibroblastes et de 0,5 à 5 

millions de cellules/mL pour les kératinocytes. La bioimpression commence par l’éjection de 

gouttelettes de collagène (52 nL) pour former la première couche avec une étape de 

polymérisation basique du collagène par nébulisation de bicarbonate de sodium. Ensuite, la 

construction tissulaire se poursuit par l’alternance de deux couches de collagène puis une 

couche de fibroblastes, trois fois de suite. Les deux dernières couches sont composées des 

kératinocytes seuls. L’hydrogel ainsi cellularisé va être mis en culture (immergé pendant 4 à 8 

jours) pour ensuite subir une phase de maturation à l’interface air-liquide afin de permettre 

aux kératinocytes de se différencier (pendant 10 à 14 jours). 
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Figure 21. Construction de tissu cutané tridimensionnel. (a) Impression couche par couche de la matrice de collagène, des 
kératinocytes et des fibroblastes pour construire les compartiments dermique et épidermique dans une seule structure. (b) 
Schéma du tissu cutané imprimé en 3D montrant la coupe (à gauche) et la vue du dessus (à droite) 124. 

Les caractérisations histologiques du tissu nouvellement formé, après sa maturation à 

l’interface air-liquide, montre un épithélium pluristratifié qui se développe sur un équivalent 

de derme contenant des fibroblastes et une matrice de collagène. Ce modèle de peau 

bioimprimé conserve la forme et les dimensions 3D donnés lors de l’impression pendant la 

phase de maturation. 

Cette étude préliminaire présente pour la première fois la bioimpression de peau 

(fibroblastes et kératinocytes). Cependant, les caractérisations histologiques se limitent à 

l’organisation générale sans évoquer la fonctionnalité du tissu. De plus, l’impression d’un tissu 

de 6 x 6 x 1,2 mm avec la technologie jet d’encre est chronophage : 60 minutes. 

 

Binder et al.125, en 2011, ont quant à eux été les premiers à bioimprimer directement sur 

une plaie cutanée in vivo, grâce à la technologie de jet d’encre. Une fois la plaie scannée grâce 

à un laser pour en déterminer la profondeur ainsi que la largeur, ils ont grâce à une imprimante 

jet d’encre, délivrés leur bio-encre composée de fibroblastes, de kératinocytes et de fibrine. 

L’épithélialisation de la plaie a été observée après deux semaines avec une ré-épithélialisation 

complète après huit semaines. 
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Dans un souci de complexification des modèles, une autre équipe de chercheurs a inclus 

au sein de leur encre des mélanocytes afin d’obtenir une peau pigmentée126. Ils se sont tout 

d’abord penchés sur la formulation d’un milieu de culture pouvant supporter la prolifération 

de trois types cellulaires différents : les kératinocytes, les mélanocytes ainsi que les 

fibroblastes. Là encore, la biofabrication de ce tissu découle de plusieurs étapes : tout d’abord, 

l’impression de collagène-fibroblastes grâce à la technologie de jet d’encre, puis quatre jours 

plus tard celle des kératinocytes-mélanocytes (avec cette même technologie). Ces derniers 

sont intégrés dans une bio-encre de PolyVinylPyrrolidone (PVP) décrit dans un travail 

précédent127. 

Pour avoir un point de comparaison dans cette nouvelle approche, ils ont réalisé la même 

expérimentation avec cette fois-ci, un dépôt manuel du mélange de cellules kératinocytes-

mélanocytes. L’ensemencement manuel ne permet pas une pigmentation homogène (Figure 

22 à droite). Leurs résultats montrent une facilité de déposition lors de l’étape de 

bioimpression des kératinocytes-mélanocytes avec une distribution homogène des granules 

de mélanine (Figure 22 à gauche). Les kératinocytes sont, quant à eux, bien développés de 

manière stratifiés et différenciés ce qui est essentiel pour le transfert de mélanine (des 

mélanocytes aux kératinocytes) et l’obtention d’une peau totale pigmentée et fonctionnelle. 

 

Figure 22. Images représentatives de constructions de peaux humaines pigmentées fabriquées par deux approches différentes. 
A gauche, l’approche par bioimpression 3D de peau de mouton pigmentée avec une pigmentation uniforme de la peau, la 
zone pigmentée est entourée par la ligne en pointillée marron. (Droite) A droite, l’approche d’encensement manuelle, avec 
une pigmentation inégale et la présence de taches pigmentées foncées indiquées par les flèches noires, la zone pigmentée est 
entourée par la ligne pointillée brune tandis que la zone non pigmentée est entourée par la ligne pointillée noire; barre 
d'échelle: 2 mm126. 



Chapitre 1 : Etude bibliographique 

47 
 

L’utilisation de la technologie de bioextrusion pour la bioimpression de peau est peu 

répandue. L’équipe de Dong-Woo Cho128 a développé un système de trois impressions 

distinctes en une seule étape en proposant une solution à la rétractation du derme (lors de la 

phase de maturation) grâce à un insert imprimé sur-mesure et dans le même temps 

d’impression. L’autre innovation vient de la combinaison de trois technologies de 

bioimpression dans le même objet. En effet, l’insert est imprimé en PolyCaproLactone grâce à 

l’extrusion, puis le derme est bioimprimé par bioextrusion. Ce dernier est composé de 

fibroblastes (à une concentration de 2,5.105 cellules/mL) et de collagène de type I. Après trois 

jours de maturation en culture immergée, les kératinocytes (à une concentration de 1.106 

cellules/mL) vont être bioimprimés avec la technologie de jet d’encre.  

 

Figure 23. Représentation schématique de la fabrication et de l'étape de maturation d'un modèle de peau bioimprimée avec 
un insert lui aussi imprimé, le tout en un procédé comprenant une seule étape128. 

La présence d’un insert sur-mesure présente des avantages certains. Outre l’économie, il 

permet d’empêcher la rétractation du derme et ainsi permettre d’ensemencer les 

kératinocytes en une seule étape de bioimpression. Les résultats en immunofluorescence 

montrent la présence de collagène de type I dans le derme (sans témoin difficile de conclure 

sur la néo-sécrétion par les fibroblastes) et la présence de la cytokératine 10, témoin de la 

différenciation épidermique. 
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Au cours des dix dernières années, la conception par bioimpression 3D d’une peau 

similaire à une peau humaine normale est à l’étude dans plusieurs laboratoires. Bien que la 

structure cutanée complexe bioimprimée ne soit pas encore atteinte, les résultats actuels 

montrent des progrès significatifs dans la création de peaux équivalentes. Pour résumer129 : 

 Les cellules les plus utilisées sont les fibroblastes pour le derme et les kératinocytes 

pour l’épiderme. La majorité des peaux reconstruites par bioimpression 3D 

contiennent ces deux types cellulaires mais dans une peau humaine native on 

rencontre une complexité supérieure avec la présence de mélanocytes pour la 

pigmentation, de cellules endothéliales pour la vascularisation, des follicules pileux et 

des glandes sébacées130,131. Afin d’obtenir une peau complète, les recherches devront 

se concentrer sur l’intégration de ses différents types cellulaires par des 

bioimpressions 3D multicellulaires. 

 Les deux technologies principales qui sont le jet d’encre et la bioextrusion semblent 

être bien adaptées surtout quand les deux sont combinées respectivement pour la 

bioimpression de kératinocytes et de fibroblastes. La bioimpression multicellulaire 

exige un positionnement précis et local de certains types cellulaires qui est supporté 

par les évolutions technologiques des nouvelles bioimprimantes combinant plusieurs 

technologies128. 

 En ce qui concerne les biomatériaux, les plus utilisés sont le collagène, le fibrinogène, 

la gélatine et l’alginate132. Cependant, ces biomatériaux, seuls ou dans un mélange, 

présentent des propriétés mécaniques inférieurs à celles de la peau humaine 

normale100. De plus, si l’on envisage à plus long terme, des greffes de peaux 

bioimprimées, ces biomatériaux devront être approuvés règlementairement et de 

grade clinique, ce qui est déjà le cas pour certaines référence de fibrinogène, de 

gélatine et d’alginate. 

  Au niveau de la maturation, la méthode de référence porte sur la culture tout d’abord 

immergée et statique, suivie d’une phase à l’interface air-liquide pour provoquer la 

différenciation de l’épiderme11. Cette maturation peut évoluer grâce à l’apport des 

bioréacteurs afin d’augmenter l’organisation de la matrice extracellulaire. Pour 

l’instant très peu d’études impliquent la mise sous contrainte de peaux bioimprimées, 

c’est une des innovations à envisager. 
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 Les caractérisations des peaux bioimprimées doivent prendre en compte l’organisation 

complexe et à différentes échelles de la peau, en utilisant une combinaison de 

plusieurs techniques comme l’immunohistologie pour la détection des marqueurs de 

l’épiderme par exemple, mais aussi la microscopie électronique pour rendre compte 

de l’ultrastructure de la jonction dermo-épidermique. Une stratification correcte 

concomitante avec la localisation des marqueurs de la différenciation épidermique est 

un indicateur important d’un comportement épidermique normal et donc un témoin 

d’une reconstruction physiologique133. 
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III.2 Le cartilage 

III.2.1 Physiologie du cartilage 
Il existe plusieurs types de cartilage dans le corps humain : le cartilage articulaire ou 

hyalin, le cartilage élastique (qu’on retrouve par exemple dans le nez ou dans l’oreille) et le 

cartilage de croissance. Le cartilage articulaire se retrouve sur les régions épiphysaires de l’os. 

C’est un tissu conjonctif hautement spécialisé, sans innervation ni vascularisation, qui permet 

grâce à ses propriétés mécaniques de jouer un rôle d’amortisseur et de protecteur. En effet, 

il va favoriser le glissement des surfaces osseuses entre elles, grâce à un coefficient de friction 

extrêmement faible, et rendre possible le mouvement d’une articulation134. 

Il possède d’excellentes propriétés biomécaniques de résistance à la pression135 par une 

charge physiologique permanente (environ 15 MPa) grâce à une matrice extracellulaire 

extrêmement riche en eau et en collagène de type II136. 

 

III.2.1.1 Les cellules du cartilage articulaire 

Le cartilage hyalin est constitué d’un seul type cellulaire : les chondrocytes. Ils occupent 

en moyenne 10% du volume total du cartilage et proviennent de cellules souches 

mésenchymateuses qui se différencient, sous l’influence de facteurs de croissance, en 

chondroprogéniteurs puis en chondroblastes, et enfin en chondrocytes (Figure 24). La 

combinaison des facteurs de différenciation et de transcription intervient à des stades et à des 

niveaux très précis. Ce procédé de différenciation cellulaire implique un changement constant 

du microenvironnement qui va guider les cellules vers leur état différencié137.  

Les chondrocytes possèdent une activité de synthèse matricielle très importante. En 

raison du caractère avasculaire de ce tissu, les nutriments diffusent uniquement depuis le 

liquide synovial pour les couches superficielles et grâce à l’os sous-chondral pour les couches 

profondes. Chaque chondrocyte établit un microenvironnement spécialisé avec une 

responsabilité dans la sécrétion de la matrice extracellulaire adjacente. Le chondrocyte ainsi 

piégé, ne migre plus, et ne se divise plus : ce sont des cellules quiescentes135,138. Les 

chondrocytes répondent cependant à une multitude de stimuli biochimiques (facteurs de 

croissance) et physiques (pression mécanique). Ainsi, suivant les différents signaux perçus, ils 
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sont responsables de la production, de l’organisation et du maintien de l’intégrité du 

cartilage138.  

 

 

Figure 24. La chondrogenèse (adapté de137) : séquence schématique d'événements conduisant à la différenciation des cellules 
souches mésenchymateuses (CSM) jusqu’aux chondrocytes. 

  

III.2.1.2  La matrice extracellulaire du cartilage 
Elle est composée d’un mélange de protéines et de glycosaminoglycanes dont la 

composition varie en fonction de la profondeur dans le tissu (Figure 25). Elle est composée 

principalement de collagène de type II (en moyenne 60 %) et de protéoglycanes (5 à 10 %) 

comme l’aggrécane, la chondroïtine sulfate, la kératane sulfate et des glycosaminoglycanes 

qui permettent aux chondrocytes de s’ancrer. L’association de tous ces composés matriciels 

permet de retenir efficacement une certaine quantité d’eau (20 à 40 %) en apportant les 

propriétés mécaniques de résistance à la compression des articulations138. 
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Figure 25. Schéma représentatif de l'organisation du cartilage articulaire. A gauche, coupe histologique hématoxyline/éosine. 
A droite, la morphologie des chondrocytes en fonction de leur localisation et l'organisation de la matrice extracellulaire139. 

L’altération de cette matrice extracellulaire conduit à la dédifférenciation des 

chondrocytes. La disposition de ce réseau tridimensionnel et la répartition des molécules 

d’eau à l’intérieur maintiennent donc les chondrocytes dans un état différencié. 

Des valeurs de propriétés mécaniques du cartilage sont complexes à obtenir à partir de la 

littérature, notamment à cause d’un nombre élevé d’appareillages différents utilisables en 

fonction des tests (compression, traction, cisaillement) ou des méthodes de mise en œuvre 

(dynamique, statique, milieu confiné). Ceci explique les nombreuses divergences trouvées 

dans la littérature. La mesure de compression grâce à du cartilage prélevé (ex-vivo) permet 

néanmoins d’avoir une idée de l’ordre de grandeur du module de Young compris entre 5 et 

30 MPa140 . 

 

III.2.2 La reconstruction in vitro de cartilage par ingénierie tissulaire classique 
Quand il est endommagé, les lésions du cartilage sont comblées par un tissu cicatriciel 

que l’on nomme le fibrocartilage. C’est un tissu cartilagineux qui possède des propriétés 

biomécaniques inférieures à ceux des tissus sains, conduisant au développement de 

pathologies arthrosiques. Selon le type de lésions, plusieurs techniques de réparation peuvent 

être envisagées : 

- La chirurgie : microfracture, autogreffe ostéochondrale ou injection de chondrocytes 
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- L’ingénierie tissulaire du cartilage. 

Pour cette dernière option, deux choix apparaissent pour la sélection de la source 

cellulaire. En effet, le chondrocyte semble être le candidat idéal puisqu’il est le seul 

représentant du cartilage mature. Cependant, deux inconvénients notables existent. 

Premièrement, le prélèvement de cartilage est un acte invasif et il doit être réalisé sur des 

zones non portantes, ce qui limite sa disponibilité et augmente la morbidité. Deuxièmement, 

l’expansion des cellules prélevées et cultivées en monocouche pose problème en raison de 

l’instabilité phénotypique des chondrocytes. Ils vont avoir tendance à se dédifférencier, en 

sécrétant préférentiellement du collagène de type I ce qui induit la formation d’une matrice 

fibreuse cicatricielle139. 

Actuellement, les recherches s’orientent vers l’utilisation de cellules souches 

mésenchymateuses (prélèvement de moelle osseuse ou de tissus adipeux) dont la 

différenciation peut être induite par les facteurs de croissance après l’encensement sur une 

matrice tridimensionnelle138. Les étapes restent nombreuses avant d’obtenir un substitut 

cartilagineux utilisable en clinique134. Les optimisations portent sur l’utilisation de facteurs de 

croissance comme le TGF-β (= Transforming Growth Factor) et les BMP (Bone Morphogenic 

Protein), ainsi que sur la culture en hypoxie pour mimer au mieux l’environnement in vivo. 

Plusieurs études montrent l’importance d’utiliser un échafaudage avec une élasticité 

contrôlable et mesurable141,142. Les propriétés mécaniques des échafaudages pour diriger la 

différenciation des cellules souches mésenchymateuses doivent être intégrées dans la 

conception et le développement des stratégies d’ingénierie tissulaire du cartilage143. 

Cependant, peu d’études font le lien entre les propriétés mécaniques des échafaudages, 

l’intégration de cellules souches mésenchymateuses, l’apport de facteurs de croissance et le 

devenir phénotypiques des cellules. 

 

III.2.3  La bioimpression de cartilage 
Le cartilage est un tissu qui n’est pas vascularisé et qui comporte un seul type cellulaire, 

cela en a fait un choix judicieux dans les applications de bioimpression 3D en ne nécessitant 

pas de co-culture ou de mise en forme complexe. 
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Kesti et al.144 ont développé une nouvelle formulation de bio-encre composée de Gellan 

(3% m/v), d’alginate (2% m/v) et de matrice extracellulaire de cartilage décellularisée (40% 

m/m). Ils ont ajouté à ce mélange de biomatériaux des chondrocytes bovins à une 

concentration de 6.106 cellules/mL. Ils utilisent une technologie de bioextrusion en se servant 

d’un matériau support (Pluronic F127) pour l’impression de surplomb car la viscosité de leur 

bio-encre ne leur permet pas l’impression directe de surplomb. La viabilité des cellules après 

impression est de 80% (suivi de viabilité cellulaire avec un kit live/dead) et de 100% après 7 

jours de maturation en conditions statiques. L’étude in vitro s’est poursuivie pendant 8 

semaines avec l’observation de dépôt de protéines spécifiques de la matrice du cartilage telles 

que le collagène de type II et des glycosaminoglycanes. 

 

L’une des premières études sur la bioimpression de cartilage a été réalisée par jet d’encre 

couplé à un mécanisme de photopolymérisation UV entre chaque couche23. La bio-encre 

contient du poly(éthylèneglycol) dimethylacrylate (PEGDA) qui se photopolymérise grâce à un 

photoinitiateur (Irgacure 2959) sous l’action d’un rayonnement UV, et des chondrocytes à une 

concentration de 5.106 cellules/mL. L’objectif est d’imprimer cette bio-encre à l’intérieur d’un 

explant de condyle fémoral bovin (Figure 26) et d’observer son intégration à la matrice 

naturelle. 

 

Figure 26. Représentation schématique de la bioimpression 3D de cartilage par un procédé de jet d’encre et de 
photopolymérisation23. 

Les résultats montrent une stabilité mécanique suffisante jusqu’à 400 kPa (module de 

compression), et un maintien de la viabilité des chondrocytes pendant 6 semaines. De plus, 

les caractérisations histologiques indiquent la présence de collagène II et d’agrécane témoin 

du maintien du phénotype chondrogénique. La production de matrice extracellulaire est plus 
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importante à l’interface entre l’hydrogel et le tissu du cartilage hôte, ce qui indique une bonne 

intégration. 

 

D’autres auteurs ont utilisé de la « nanofibrillated cellulose »145 (= NFC) qui est un 

composé hydrophile et biocompatible obtenu par hydrolyse enzymatique combinée à une 

homogénéisation à haute pression de cellulose146. Les auteurs ont fait varier la formulation de 

l’encre en jouant sur la proportion de NFC et d’alginate (permettant la gélification de l’encre 

en présence de CaCl2 à une concentration de 90 mM). Ils ont utilisé la bioextrusion et quatre 

bio-encres ont été formulées et étudiées pour trouver les proportions les plus appropriées de 

NFC/alginate en se basant sur les propriétés rhéologiques, la fidélité de la forme 3D et la 

stabilité dans le temps de leurs constructions tissulaires. Certaines de leurs impressions, telles 

qu’un modèle d’oreille humaine, suggèrent qu’ils sont capables d’imprimer des formes 

complexes (Figure 26-B). Cette publication présente la preuve de concept d’impression de 

chondrocytes dans un hydrogel. Les cellules restent vivantes pendant les 7 jours de 

l’expérimentation (Figure 27-A). 

 

Figure 27. A) Pourcentage de viabilité des chondrocytes avant et après bioimpression 3D (jusqu’à 7 jours). B) Exemple d’une 
bioimpression d’un modèle réduit d’oreille humaine145. 

 

En utilisant la bio-encre développée dans le paragraphe précédent (NFC/alginate), une 

seconde étude démontre qu’elle est adaptée à la bioimpression par bioextrusion de cellules 

souches reprogrammées (iPS) pour le développement d’un substitut cartilagineux147. La 

composition de la bio-encre est de 60% m/v de NFC et de 40% m/v d’alginate. Les cellules iPS 
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ont été différenciées après l’étape de bioimpression, par un cocktail de facteurs de croissance. 

Après 5 semaines de culture, ils ont constatés une expression du collagène de type II et 

l’absence d’expression de Oct4 (signifiant le caractère non-tumorigène des cellules). Ils en 

concluent que l’utilisation de cette bio-encre est appropriée à la production de substituts 

cartilagineux. 

 

Dutchi et al.64 ont publié une étude sur la bioimpression coaxiale de cartilage in situ. Pour 

cela, ils ont utilisé la technique d’extrusion coaxiale de deux bio-encres photopolymérisables 

aux UV. Les deux bio-encres utilisées conjointement forment une structure cœur-coquille avec 

un extérieur photoréticulable acellulaire (Gélatine méthacrylate 10% m/v /acide hyaluronique 

2% m/v /photoinitiateur 0,1% m/v) et un noyau composé de cellules souches adipeuses 

(ADSC) en suspension dans un mélange gélatine méthacrylate/acide hyaluronique. L’action 

des UV après l’impression permet de polymériser l’enveloppe extérieure sous l’action du 

photoinitiateur.  

 

Figure 28. A) Représentation schématique de l'imprimante 3D coaxiale. B) Représentation schématique de la buse coaxiale. C) 
Photographie d’une cartouche avec un agrandissement de la buse lors du dépôt coaxial. D) Représentation d’images 
confocales de l’échantillon imprimé, en rouge la bio-encre (coquille) acellulaire et en vert la bio-encre interne chargée de 
cellules64. 

La preuve de concept concerne principalement la viabilité, de plus de 90%, des cellules 7 

jours après l’impression. Les cellules adipocytaires ont été cultivées pendant 8 semaines in 

vitro en présence de facteurs de croissance chondrogéniques. Une caractérisation complète 

comprenant l'analyse de l'expression des gènes et des protéines, l'immunohistologie, la 
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microscopie confocale, la microscopie à force atomique et la compression mécanique non 

confinée ont démontré que leur stratégie de biofabrication in situ représente une innovation 

avec des implications importantes pour la personnalisation de la réparation du cartilage chez 

les patients présentant des lésions cartilagineuses et une arthrose. 

 

Joydip Kundu et al.148 ont mené une étude sur l’utilisation d’un échafaudage rigide de PCL 

(PolyCaproLactone) imprimé en 3D par extrusion pneumatique (système de dépôt multi-tête) 

couplé à la bioimpression 3D d’alginate (4 % m/v) cellularisé par des chondrocytes à une 

concentration de 1.106 cellules/mL et supplémenté avec du TGF-β. Les tissus ainsi obtenus et 

maturés pendant 24 heures dans du DMEM, ont été implanté chez une souris nude pendant 

4 semaines. 

 

Figure 29. Caractérisation histologique A) des glycosaminoglycanes sulfatés par le bleu alcian, les flèches jaunes correspondent 
à l’accumulation des GAG, et les flèches noires correspondent à la structure de l’échafaudage. Barre d’échelle : 200 μm. B) Par 
Hématoxyline–Eosine montrant un tissu conjonctif dense avec la présence de fibre de collagène (rose vif) et de 
chondrocytes148. 

Quatre semaines après l'implantation, les échafaudages PCL/alginate/cellules    

(chondrocytes + TGF-β1) présentaient une teneur élevée en matrice extracellulaire et en 

glycosaminoglycanes dans le cartilage néofabriqué, sans réponse indésirable (inflammation 

par exemple) des tissus. En conclusion, il a été présenté un échafaudage hybride supportant 

la régénération du cartilage et bioimprimé par extrusion. 
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Les techniques de bioimpression du cartilage ouvrent des perspectives dans la génération 

d’implants cartilagineux. Plusieurs points importants à résumer : 

 L’utilisation de chondrocytes, de cellules souches mésenchymateuses et de cellules 

souches reprogrammées ont montré que ces sources cellulaires étaient adaptées à 

l’obtention de substituts cartilagineux. La quantification des protéines sécrétées doit 

être systématique afin de déterminer la qualité de la matrice extracellulaire sécrétée 

pour exclure la présence de collagène I par exemple qui indique la présence d’un 

cartilage fibreux non fonctionnel. 

 Les biomatériaux de grade médical, donc utilisables en clinique, comme l’alginate, ne 

présentent pas des caractéristiques mécaniques du même ordre de grandeur que le 

cartilage natif. Les biomatériaux photopolymérisables, qui ont des propriétés 

mécaniques suffisantes, ne sont pas disponibles au grade clinique. C’est un point 

important d’amélioration pour envisager de propulser ces technologies de 

bioimpression en médecine régénérative. 
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III.3 Le tissu vasculaire 

Le rôle principal de la vascularisation est bien entendu le transport des nutriments, des 

gaz ainsi que l’élimination de déchets sécrétés par les cellules. L’organisation anatomique de 

cet endothélium dépend principalement du diamètre du vaisseau correspondant. Le profil 

d’expression et le rôle des cellules endothéliales varient en fonction de leur localisation dans 

le corps.  

 

III.3.1 Physiologie de l’endothélium vasculaire 

III.3.1.1 Organisation générale 
Les vaisseaux sanguins transportent le sang dans l’organisme. Leur organisation se 

distingue en fonction de leur localisation, de l’aorte à la sortie du ventricule gauche jusqu’à la 

veine cave dans l’atrium droit149–151 : 

- L’aorte, située à la sortie du ventricule gauche du cœur, est l’artère la plus grosse du 

corps avec 3 cm de diamètre, elle supporte des pressions sanguines de 100 mmHg en 

moyenne, 

- Les artères transportant le sang oxygéné jusqu’aux tissus ont des diamètres très 

variables allant de 2 cm à une centaine de microns. Les pressions supportées par ces 

vaisseaux sont de l’ordre de 40 mmHg. Leur organisation comprend trois couches bien 

distinctes : l’intima, la plus interne composée d’une monocouche de cellules 

endothéliales, la media qui est la couche élastique composée de cellules musculaires 

lisses et d’un fort contingent de fibres élastiques, et pour finir, la plus externe, 

l’adventice qui est composée de fibroblastes et de fibres de collagène associées, 

apportant la résistance mécanique, 

- Les artérioles apportant le sang à l’intérieur des organes en régulant sa distribution 

avec des diamètres de 25 μm en moyenne, l’adventice est ici très mince, 

- Les capillaires qui permettent l’échange des nutriments et de l’oxygène dans les tissus. 

Leur diamètre est compris entre 3 et 20 μm et ils possèdent une lame basale et une 

monocouche de cellules endothéliales, 

- Les veinules issues des capillaires sont chargées de collecter le sang dépourvu 

d’oxygène. L’endothélium y est toujours présent et il présente une mince couche 
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conjonctive. Leurs diamètres augmentent progressivement avec la mise en place d’une 

structure veineuse, 

- Les veines, qui peuvent être classées suivant leur composition : essentiellement 

musculaire, ou fibreuse ou fibro-élastiques. 

L’élément commun à toutes ces structures est l’endothélium vasculaire. Ses 

fonctions sont essentielles : maintenir l’hémostase et l’intégrité vasculaire, prévenir les 

thromboses, permettre et contrôler les échanges (nutriments et gaz)152,153. 

 

III.3.1.2 Les cellules endothéliales 
De très nombreuses études sur l’angiogenèse et l’ingénierie vasculaire utilisent des 

cellules endothéliales provenant de la veine ombilicale (= HUVEC)154. Ces cellules présentent 

de nombreux avantages. Ells sont disponibles en grande quantité, facilement isolables et 

amplifiables.  

Les cellules endothéliales peuvent être extraites de différents tissus et donc présentent 

une grande variété de phénotypes155,156. Ces variations phénotypiques peuvent influencer la 

perméabilité moléculaire à l’intérieur des vaisseaux par exemple. L’origine de la source 

cellulaire dans le but d’une reconstruction vasculaire n’est donc pas à négliger. Il existe par 

exemple, des cellules endothéliales extraites spécifiquement de la microcirculation du derme : 

Human Dermal Microvasvular Endothelial Cells, les HDMEC157.  

Malgré leurs provenances variables, les cellules endothéliales possèdent des 

caractéristiques communes. C’est grâce à des marqueurs spécifiques que l’on pourra les 

discriminer des autres types cellulaires au sein d’un tissu nouvellement formé par 

immunohistochimie. Les protéines identifiables spécifiques les plus utilisés sont : 

- Le CD31 (= Cluster of Differentiation 31) qui est une protéine transmembranaire 

appartenant à la famille des immunoglobulines. Le CD31 est exprimé à la surface des 

plaquettes, macrophages, neutrophiles et monocytes, mais aussi au niveau des 

jonctions intercellulaires des cellules endothéliales. On lui attribue plusieurs rôles, tout 

d’abord, dans l’adhésion entre les cellules endothéliales adjacentes, mais aussi dans la 

régulation de l’angiogenèse et dans la régulation de l’inflammation158. 
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- Le VEGFR-2 (Vascular Endothelial Growth Factor Receptor 2) qui est un récepteur de 

type tyrosine kinase, situé à la surface des cellules endothéliales. Il joue un rôle dans 

l’induction de la réponse proliférative des cellules endothéliales lors de sa stimulation 

médiée par son ligand : le VEGF159. 

- La VE-Cadhérine (Vascular Endothelial Cadherin) est une protéine spécifique de 

l’endothélium vasculaire et se situe à la surface des cellules endothéliales. La VE-

Cadhérine est exprimée de façon constitutive et participe à de nombreuses fonctions 

endothéliales telles que le maintien de l’intégrité vasculaire, l’angiogenèse, la 

migration et la survie cellulaire160.  

- Le vWF (Von Willebrand Factor) qui est une glycoprotéine intracellulaire synthétisée 

par les cellules endothéliales et stockée à l’intérieur de celles-ci dans les corps de 

Weibel Palade161,162. 

 

III.3.2  La reconstruction in vitro de vaisseaux par ingénierie tissulaire classique 
Les prothèses vasculaires servant au remplacement des gros vaisseaux (aorte et artère) 

sont déjà utilisées en clinique. La problématique de l’ingénierie tissulaire vasculaire doit 

répondre à des remplacements de vaisseaux de petits diamètres (inférieurs à 6 mm). On 

retrouve trois principales approches pour la reconstruction de substituts vasculaires163 : 

- Les matrices décellularisées164 qui sont la plupart du temps issues de petits vaisseaux 

des intestins. L’avantage principal est que l’architecture est déjà en trois dimensions 

avec la présence de molécules d’intérêt comme le collagène I et l’élastine. Il suffit alors 

de les re-énsemencer avec des cellules endothéliales et des cellules musculaires lisses. 

Plusieurs études ont démontrées une résistance mécanique suffisante pour un 

substitut vasculaire ainsi qu’une bonne colonisation des deux types cellulaires.  

- Les feuillets cellulaires développés par l’Heureux et al.165, ne nécessitent quant à eux 

pas d’échafaudage. La technique s’appuie sur la capacité des cellules à former des 

feuillets cellulaires qui peuvent être mis en forme autour de cylindres afin de donner 

un tissu cylindrique pouvant alors supporter des pressions allant jusqu’à 2000 mmHg 

(= 266 kPa). Elles ont déjà été utilisées en clinique chez une population de patients 

dialysés. 
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- Les échafaudages de biomatériaux synthétiques ou naturels qui ont été développés 

par Niklason et al.166. Ils ont apporté une des premières preuves de concept dans la 

fabrication d’un substitut vasculaire implantable formulé à partir  d’acide 

polyglycolique (PGA) ensemencé par des cellules musculaires lisses sur la face externe 

et par des cellules endothéliales sur la face interne. Après 8 semaines de culture, les 

substituts obtenus résistent à des pressions pouvant atteindre 2150 mmHg (= 286 

kPa). 

 

III.3.3 La bioimpression 3D de vaisseaux 

La principale limite à l’utilisation de la bioimpression pour la fabrication d’un organe de 

taille cliniquement pertinente vient de la difficulté à intégrer à ce tissu une vascularisation 

fonctionnelle. La capacité de reconstruire, à l’intérieur même d’un tissu issu de l’ingénierie 

tissulaire, un réseau vasculaire hiérarchisé (diamètres variables) et perfusable, constitue un 

défi majeur pour les prochaines années. La bioimpression 3D, grâce à sa capacité à intégrer 

des structures multicellulaires complexes avec une précision pertinente, apporte une solution 

concrète et la possibilité de voir un jour la bioimpression de tissus vascularisés émerger.  

 

III.3.3.1 Stratégies de vascularisation des tissus bioimprimés 
Il y a deux problématiques bien distinctes dans la bioimpression 3D vasculaire. La 

première concerne la fabrication de structures vasculaires tubulaires pour répondre à la 

problématique de vaisseaux endommagés, que l’on nommera l’approche directe. Et 

deuxièmement, une approche destinée à la bioimpression 3D de tissus vascularisés avec 

l’intégration d’un système vasculaire à l’intérieur même d’un tissu fonctionnel, que l’on 

nommera l’approche indirecte. 

 

III.3.3.1.1 Approche directe par extrusion basée sur un échafaudage 

L’obtention de tubes, avec des géométries ramifiées, spécifiques et adaptables aux 

besoins d’un patient, est désormais possible grâce à l’apport de la bioimpression 3D.  
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Nakamura et al.167 ont étudié la génération d’une structure tubulaire colonisée par des 

cellules Hela grâce à la technologie de jet d’encre. Leur bio-encre est composée d’alginate et 

de cellules Hela (à une concentration de 6 millions de cellules/mL), qui est éjecté dans un bain 

de calcium (10% m/v) et de polyvinylalcool (PVA), présent uniquement afin d’augmenter la 

viscosité. Ils obtiennent des tubes cellularisés d’un diamètre de 200 μm en moyenne. 

Xu et al.168 ont affiné cette technique pour arriver à la bioimpression de structures 

tubulaires supportant des surplombs. En sélectionnant de l’alginate à 1% m/v et des 

fibroblastes (3.106 cellules/mL), ils ont bioimprimé à l’aide de la technologie de jet d’encre, un 

tube de 5 mm de hauteur avec un angle de surplomb de 63° (Figure 30).  

 

Figure 30. Etapes de la bioimpression 3D d’un tube vascularisé avec un surplomb168. 

Les résultats de viabilité cellulaire montrent une viabilité de 82%, 72 heures après 

l’impression ainsi qu’une conservation de la structure imprimée. L’obtention de surplomb 

bioimprimés permet d’aller plus loin dans la complexification des impressions et ainsi, ne plus 

être limité technologiquement dans l’optique d’une personnalisation patient-spécifique. 

Une étude publiée par Tan et Yeong169 démontre la fabrication de constructions 

tubulaires en alginate par bioextrusion. Ils ont imprimé successivement une couche d’alginate 

(de diamètre de 6 mm, à des concentrations variant entre 1 et 3% m/v) puis « une couche » 

de CaCl2 qui joue le rôle d’agent réticulant. Les échafaudages faisaient en moyenne 15 mm de 

hauteur. L’avantage de cette méthode est la fabrication rapide de structure de grand diamètre 

rapidement. Cependant, cette méthode nécessite encore des optimisations pour compenser 

les pertes de précisions induites par l’étape de réticulation. 
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Figure 31. Construction tubulaire de 15 mm de hauteur dans l'axe vertical169. 

III.3.3.1.2 Approche indirecte par extrusion basée sur un échafaudage 

L’essentiel dans la création d’un réseau vasculaire pour l’ingénierie tissulaire est qu’il 

puisse assurer une perfusion stable pendant la phase de maturation in vitro du tissu, puis qu’il 

continue d’assurer sa fonction sur le site d’implantation in vivo170. Ces deux points sont les 

principaux verrous dans la génération de tissus de volumes et de complexité cliniquement 

pertinente. Afin de parvenir à outrepasser ces limites, plusieurs exigences doivent être prises 

en compte : 

- Utiliser une technologie (ou plusieurs) permettant de produire des objets bioimprimés 

de taille physiologique, 

- Permettre l’intégration de différents types cellulaires, 

- Permettre la perfusion d’un réseau de vascularisation (dès la fin de l’impression) afin 

d’apporter les nutriments nécessaires jusqu’au centre du tissu (plusieurs centimètres), 

- Contrôler la maturation de ce tissu in vitro.  

 

Une première étude52 développée par Li et al. montre l’obtention, par bioimpression 

grâce à la technologie de bioextrusion, d’une structure contenant des tubes verticaux 

formulée avec deux combinaisons différentes d’hydrogels (Figure 32-A). L’enveloppe 

extérieure contient de la gélatine, de l’alginate, du chitosane et des hépatocytes. Les 

structures tubulaires sont formées de gélatine, d’alginate, de fibrinogène et de cellules 

souches adipocytaires (ADSC). La bio-encre est extrudée dans un environnement thermostaté 

à 6°C pour garder la gélatine en dessous de sa température de fusion et ainsi apporter à la 

structure la viscosité nécessaire supportant l’impression couche par couche (Figure 32-B). Puis 

la réticulation des autres biomatériaux se fait successivement grâce à la thrombine (pour le 

fibrinogène), le chlorure de calcium (pour l’alginate) et le glutaraldéhyde pour le chitosane. 
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Figure 32. A) Représentation schématique de la structure avant la bioimpression. B) L’étape de bioimpression couche par 
couche par bioextrusion. C) Immunofluorescence révélant l’albumine sécrétée par les hépatocytes, barre d’échelle : 100 μm52. 

Ces prémices de réseau vasculaire montrent le potentiel de cette technologie pour la mise 

en forme complexe de différents biomatériaux cellularisés. Les ADSC ont été induites in situ 

en cellules endothéliales grâce à un facteur de croissance l’EGF (epidermal growth factor)171. 

Les hépatocytes se multiplient, prolifèrent et assurent une des fonctions normales de 

sécrétion comme en témoigne le marquage par immunofluorescence de l’albumine 

(principale protéine sécrétée par les hépatocytes) (Figure 32-C).  

Plutôt que d’imprimer des tubes vides, plusieurs études décrivent l’utilisation d’une encre 

dite fugitive. Sa fonction consiste à être imprimée dans le même temps d’impression que la 

bio-encre cellularisée, puis une fois l’étape de bioimpression terminée, cette encre fugitive 

peut être dissoute pour laisser place à des canaux pouvant accueillir des cellules 

endothéliales61,172,173. Par exemple, Miller et al.174 utilise un mélange de polysaccharides 

(glucose, sucrose et dextran) qu’ils portent à ébullition (165°C) afin d’obtenir une solution 

pouvant être chargée dans une seringue et imprimée à 110°C. Ensuite, une matrice 

cellularisée (essai avec différents biomatériaux : PEG, fibrine, alginate, agarose) va être coulée 

sur le réseau de polysaccharides. La dissolution de ce réseau par une perfusion de milieu de 

culture laissera alors un réseau creux (Figure 33-A).  
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Figure 33. A) Représentation schématique du procédé permettant d'obtenir un réseau ouvert et interconnecté grâce à une 
encre sacrificielle. B) Observation en microscopie électronique d’une coupe transversale de la section d’un tube cellularisé par 
des HUVEC (marquée à la calcéine AM. Barre d’échelle : 200 μm174. 

 

Cette encre fugitive peut aussi être formulée à base de polyoxamères dont le plus connu 

est l’acide Pluronic F127®. Ils possèdent des caractéristiques de liquéfaction à partir de 4°C et 

se retrouve sous la forme d’un hydrogel quand il est à température ambiante86,175. De plus, il 

a été démontré qu’il était biocompatible176. Son utilisation comme encre fugitive est simple 

puisqu’il suffit de le solubiliser à froid (4°C) puis de le charger dans une seringue pour son 

impression à température ambiante. Son élimination peut se faire après la phase d’impression 

par rinçage avec du PBS ou du DMEM à 4°C. 

 

Kolesky et al61,177 ont développé une méthode de bioimpression par bioextrusion, en se 

servant d’une encre fugitive, une structure vascularisée de plus de 1 cm d’épaisseur qu’ils ont 

gardé en culture pendant plus de 6 semaines. Pour cela, trois encres imprimables ont dû être 

formulées. La première est l’encre en silicone utilisée pour imprimer le bioréacteur 

perfusable. La deuxième est l’encre fugitive active composée d’acide pluronique (Pluronic 

F127®) et de thrombine. Et la troisième est la bio-encre composée de gélatine, et de 

fibrinogène chargée de fibroblastes. 

Ici, l’encre fugitive a deux rôles, le premier de permettre la formation de canaux mesurant 

45 μm de diamètre après sa dissolution mais aussi, et grâce à la thrombine, de polymériser la 
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bio-encre à son contact (auto-assemblage fibrinogène en fibrine). Cette polymérisation locale 

permet dès la fin de la dissolution la possibilité de perfuser directement le bioréacteur. 

Toutes les différentes étapes décrites sur la Figure 34, montrent comment ils ont obtenu 

un tissu qu’ils ont pu perfuser avec des HUVEC dès la fin de l’étape d’impression afin 

d’apporter rapidement une vascularisation fonctionnelle à l’ensemble du tissu.  

 

Figure 34. Représentation schématique du procédé de fabrication des tissus. i) Impression de l’encre fugitive dite vasculaire 
(en bleue) qui contient de l’acide pluronique et de la thrombine, suivit de la bioimpression de la bio-encre (gélatine et 
fibrinogène) chargée de cellules, à l’intérieur d’une puce à perfusion. iii) Lors du refroidissement l’encre fugitive qui se liquéfie 
est évacuée laissant un réseau de tubes vides. iv) Ce réseau peut être perfusé et endothélialisés par des HUVEC61. 

Dans cette même publication, l’équipe de Jenifer A. Lewis a fait un progrès significatif 

dans l’obtention de tissus vascularisés en réussissant la bioimpression, toujours par 

bioextrusion, de multimatériaux permettant la création de tissus vascularisés de plus de 1 cm 

d’épaisseur61. Ces tissus sont remplis de matrice extracellulaire, d’un système vasculaire 

intégré et de plusieurs types cellulaires différents. L’étude va encore plus loin en démontrant 

la perfusion active de ces constructions pendant plus de 6 semaines afin de favoriser la 
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différenciation de cellules souches mésenchymateuses vers une lignée ostéogénique in situ61. 

Dans cette même publication, il a été également montré la formation d’un vaisseau de 

plusieurs centaines de microns de diamètre et de quelques millimètres de longueur à 

l’intérieur même d’un tissu composé de fibroblastes. 

 

 

Pour conclure, ces deux approches (directe et indirecte) ne répondent pas aux mêmes 

attentes et ne nécessitent pas les mêmes développements: 

 Pour l’approche directe, le but est d’obtenir des vaisseaux de petits diamètres 

(inférieur à 6 mm) qui pour l’instant ne possèdent pas d’équivalent en clinique 

contrairement à des vaisseaux de gros diamètres qui peuvent être remplacés 

(substituts textile avasculaires en Dacron par exemple). Les résultats se concentrent 

sur le développement de bio-encres pouvant supporter l’empilement des couches sur 

plusieurs centimètres et inclure de potentielles bifurcations, sans déformation. Ces 

spécificités sont dictées par un objectif d’implantation clinique patient-spécifique. 

 L’approche indirecte est concernée par l’intégration multicellulaire dans un même 

tissu, avec l’apport d’une vascularisation fonctionnelle. Cette approche complexe doit 

répondre à de multiples problématiques comme par exemple des temps de 

maturation différents en fonction des types cellulaires utilisés mais aussi l’adaptation 

de milieux de culture répondant aux exigences de tous les types cellulaires présents. 
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III.4 Autres tissus bioimprimés hautement spécifiques 

III.4.1 Le tissu cardiaque 
Dans l’un des premiers travaux utilisant des cellules cardiaques, Gaetani et al.178 ont 

démontré que la bioimpression 3D par bioextrusion peut être utilisée pour imprimer des 

cellules progénitrices cardiaques humaines, dans une suspension d’alginate, tout en 

préservant leur viabilité à 89% après 7 jours de culture. Ils ont aussi démontré que le procédé 

de bioimpression n’affecte pas l’engagement en lignée cardiaque des cellules.  

Les travaux les plus récents concernent la bioimpression de patchs cardiaques85. Par 

exemple, un patch composé de cellules progénitrices cardiaques humaines (hCMPC) à une 

concentration de 30.106 cellules/mL de bio-encre (mélange de gélatine et d’acide 

hyaluronique : HyStem matrix). Après la bioimpression grâce à la machine BioScaffolder (Sys 

+ Eng, Gladbeck, Allemagne), les constructions sont réticulées grâce à un agent contenant un 

thiol réactif (pour la création de ponts dissulfures), puis mises en culture pendant 7 jours avant 

transplantation in vivo chez une souris durant 4 semaines.  

 

Figure 35. Greffe d'un patch bioimprimé contenant des cellules cardiaques. Ces patchs sont visibles chez toutes les souris 
traitées sur la paroi ventriculaire après 1 semaine (A) et 4 semaines (C). B) La présence de cellules humaines (transplantées) a 
été confirmé par une analyse par immunofluorescence de la b-intégrine spécifique à l’homme. D) Immunofluorescence 
révélant la présence de la lamin A/C en présence des hCMPC dans tout le patch85. 
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Leurs résultats montrent que les hCMPC conservent leur phénotype cardiogénique, 

pendant plus d’un mois et sont capables de se différencier. La fixation du patch sur un cœur 

de souris a montré la préservation de la fonction cardiaque en réduisant le remodelage 

cicatriciel du ventricule gauche et en améliorant la viabilité du myocarde. 

 

D’autres recherches se penchent plus précisément sur la bioimpression de la valve 

aortique179. Celle-ci présente une anatomie et une hétérogénéité complexe en trois 

dimensions, pour une fonction essentiellement biomécanique. Plusieurs études montrent la 

bioimpression de valves cardiaque par bioimpression et certaines études utilisent une bio-

encre photopolymérisable déposée par bioextrusion composée de polyétylèneglycol 

diacrylate (PEG-DA) mélangé à l’alginate, additionné d’un photoinitiateur (Irgacure 2959). 

Hockaday et al. ont utilisé cette bio-encre qu’ils ont, au fur et à mesure de la construction, 

polymérisé à l’aide d’une lampe UV (365 nm) pour obtenir un hydrogel pouvant atteindre un 

module de Young de 75 kPa. Les cellules de valve interstitielle ont été ensemencées après la 

bioimpression et les constructions ont été maintenues en culture pendant 21 jours. 

 

Figure 36. Test de viabilité des cellules de la valve interstitielle, cultivées sur les constructions de valves imprimées en 3D. A) 
Les cellules vivantes sont visibles à la fois à la surface et en haut de la valve et dans les folioles après 1, 7 et 21 jours de 
maturation. Barre d’échelle : 2mm. B) Des cellules ont également été détectés dans l’interstice des folioles. Barre d’échelle : 
100 mm179. 

Ces échafaudages ensemencés de cellules ont permis la conservation de la viabilité 

cellulaire proche de 100% pendant 21 jours. Ces résultats montrent que les constructions en 

hydrogel par photopolymérisation permettent la bioimpression de valves aortiques très 

proches morphologiquement de l’anatomie physiologique. 
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III.4.2 Le tissu rénal 
Des modèles tridimensionnels de tissus rénaux qui reproduisent les réponses 

physiologiques sont nécessaires pour le criblage de médicaments, la modélisation de maladies 

et l’ingénierie de l’organe complet. L’équipe de Jenifer Lewis a réussi à bioimprimer des 

tubules proximaux rénaux entièrement intégrés dans une matrice extracellulaire et logés dans 

des puces perfusables leur permettant un maintien en culture pendant 2 mois180. Il y a quatre 

étapes pour arriver à la fabrication d’un tube proximal 3D sur une puce (Figure 37) : 

- Impression de l’encre fugitive (pluronic F127 et thrombine 100 U/mL) sur une matrice 

composée de gélatine 7,5% m/v, fibrinogène 10 mg/mL, CaCl2 2,5 mM et 

transglutaminase à 0,2% m/v, 

- Coulage de cette même matrice autour du canal nouvellement formé, 

- Evacuation de l’encre fugitive par rinçage à 4°C afin de créer un tube ouvert, 

- Perfusion de cellules rénales dans ce tube. 

 

Figure 37. Tubule proximal 3D sur puce. A) Représentation schématique du néphron mettant en évidence le tubule. B et C) 
Représentation schématique des étapes dans la fabrication du tubule perfusable. D) Visualisation 3D du tubule proximal 
imprimé par microscopie confocale avec l’actine colorée en rouge et les noyaux en bleu180. 
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Contrairement aux dispositifs de reins sur puce basés sur des monocouches de cellules, 

les tubules de reins proximaux bioimprimés en 3D et perfusables, permettent la collecte de 

10000 cellules pour un échantillonnage précis en cytométrie de flux et ainsi l’obtention de 

réponses quantifiables. Ces tubules proximaux favorisent la formation d’un épithélium 

analogue au tissu in vivo avec des propriétés phénotypiques et fonctionnelles améliorées par 

rapport aux mêmes cellules cultivées en 2D. En effet, les auteurs observent une polarisation 

de l’épithélium nouvellement formé qui est une condition essentielle pour le transport et la 

filtration de molécules, avec la présence de microvillosités du côté apical (face à la lumière 

ouverte du canal) et des cellules en forme de colonne, similaires à celles que l’on retrouve in 

vivo. En ce qui concerne la fonctionnalité, les auteurs constatent une augmentation de 

l’absorption de l’albumine et de la mégaline, témoin de l’organisation fonctionnelle de ce 

tubule. De plus, ce modèle permet l’étude des mécanismes d’endommagement des tubules 

induit par certains médicaments en regardant de plus près les jonctions cellulaires et la 

mortalité des cellules. Cette méthode de bioimpression ouvre de nouvelles voies pour la 

création d’organe sur puce avec des cellules d’intérêts dans un microenvironnement 

physiologique. 
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IV. Méthodes de culture pour la maturation des tissus : du statique au 
dynamique 

IV.1 Culture statique 

C’est en s’inspirant de la culture classique de cellules en 2D que les premiers éléments 

d’ingénierie tissulaire ont été cultivés de manière passive par simple diffusion de nutriments 

et de gaz181. Cependant, la diffusivité des nutriments et des gaz, jusqu’au centre d’un hydrogel 

est un paramètre limitant à surveiller attentivement. Il est pourtant difficile de conclure sur 

une distance limite précise car cela dépendra de la composition du gel et des besoins du type 

cellulaire présent. Il a été montré que l’oxygène diffuse sur des distances allant jusqu’à 500 

μm, et il est communément admis que la diffusion des gaz et des nutriments à l’intérieur de 

tissus ne dépasse pas cette limite de 500 μm182,183. La conséquence de cette limitation peut 

être illustrée par une des premières études sur la formation de sphéroïdes de cellules 

cancéreuses de colons qui montre qu’au-delà d’un diamètre de 1 mm, les sphéroïdes 

contiennent une zone centrale nécrotique et hypoxique184. 

Cette contrainte de taille peut être outrepassée en utilisant un des paramètres de la 

bioimpression 3D : le remplissage. En effet, lors d’une construction tissulaire, au moment du 

choix des paramètres (GCode), il peut être défini un remplissage inférieur à 100% et ainsi 

espacer les joncs déposés dans les axes X et Y créant ainsi des espaces permettant au milieu 

de culture de s’infiltrer en ne dépassant jamais cette limite de 500 μm. En modulant 

l’architecture interne des tissus bioimprimés cela permet d’obtenir des structures de taille 

globale supérieure à 500 μm d’épaisseur (Figure 38). 

 

Figure 38. Schéma représentatif d'un cube de dimensions 5 x 5 x 0,5 cm avec deux remplissages différents l'un à 100 % (à 
gauche) et l'autre à 50 % (à droite). 
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IV.2 Les bioréacteurs pour l’ingénierie tissulaire 

Dans ce paragraphe ne seront abordés que les bioréacteurs dédiés à la culture de tissus. 

Ils peuvent dès lors se diviser en plusieurs catégories. Tout d’abord, ceux qui permettent une 

distribution homogène des cellules sur un échafaudage185, puis ceux qui apportent les gaz, et 

les nutriments de manière homogène jusqu’à l’intérieur des tissus en formation, grâce à des 

transports de masse efficaces, et pour finir ceux qui exposent les constructions tissulaires à 

des forces mécaniques186. 

De manière générale, un bioréacteur comprend (Figure 39): 

- Une cuve dans laquelle se trouve le tissu cultivé, 

- Un système d’agitation,  

- Des capteurs et des régulateurs de température,  

- Une sonde de pH couplée à un injecteur de NaOH/CO2 pour l’équilibre du pH, 

- Une sonde oxymétrique pour le contrôle de l’oxygène dissout, 

 

 

Figure 39. Représentation schématique générale d'un bioréacteur avec un système d’agitation, une régulation de la 
température, un contrôle du pH, pour la culture d’un tissu. 
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IV.2.1 Systèmes de bioréacteurs avec une contrainte de flux 
Cette catégorie de bioréacteur est utilisée dans le but de mélanger efficacement le milieu 

de culture autour des constructions tissulaires en atténuant les problèmes liés à la fourniture 

des nutriments et à l’élimination des déchets grâce à une circulation constante et homogène 

du milieu de culture187. Le transport des nutriments et des gaz peut se faire par convection en 

assurant une distribution plus uniforme des facteurs de croissance par exemple, par rapport 

à une culture statique. Dans ce dernier cas, les phénomènes de diffusion prédominent et dans 

le cas de molécules de haute masse moléculaire en faibles concentrations comme les facteurs 

de croissance, ils seront peu susceptibles de se distribuer uniformément dans le tissu188. 

 

Figure 40. Mécanismes des bioréacteurs à contrainte de flux (la structure tissulaire est représentée en gris). A) Le "spinner 
flask". B) La plateforme oscillante. C) Le système de perfusion. 

 

Il existe trois types de bioréacteurs à contrainte de flux présentés sur la Figure 40 :  

- Le « spinner flask » (Figure 40-A) qui consiste à apporter une agitation mécanique dans 

la cuve où se trouvent les tissus. Le but est d’accroitre la prolifération cellulaire et la 

production de matrice extracellulaire. Plusieurs résultats mettent en évidence son 

utilisation pour l’expansion de population de cellules souches, mais aussi pour 

l’ingénierie du cartilage189, des os190 et de tissus cardiaques191. 

- La plateforme oscillante, ou bioréacteur à vague, (Figure 40-B) qui provoque une 

agitation de gauche à droite et va mélanger le milieu de culture. Son utilisation est 

cependant limitée à certaines étapes lors de la création de tissus comme par exemple 

pour induire une agrégation cellulaire de cellules cardiaques192. 
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- Les systèmes de perfusion par un flux de milieu de culture (Figure 40-C) contenant ou 

non des cellules à ensemencer. Ils sont fréquemment utilisés dans le domaine 

vasculaire pour recréer des tubes vascularisés61,95,193, ou étudier l’angiogenèse. Un flux 

pulsatile peut être utilisé afin d’exercer des forces de cisaillement sur les cellules 

endothéliales, améliorant ainsi l’organisation structurelle et la résistance mécanique 

de la paroi166. Ils ont aussi été utilisés dans le domaine osseux en améliorant de 

manière homogène les transports de nutriments et de gaz dans les constructions 

tridimensionnelles194. 

  

IV.2.2 Systèmes de bioréacteurs pour une stimulation physique 
Les bioréacteurs peuvent être utilisés pour générer des contraintes mécaniques à 

l’intérieur d’un tissu afin de provoquer une organisation spécifiques des cellules, d’organiser 

la matrice extracellulaire et d’obtenir une réponse globale du tissu. Cela permet de parvenir à 

une maturation dynamique. Les stimulations physiques peuvent être de plusieurs types :  

- Les contraintes passives (Figure 41-A) provoquées par le contrôle de l’élasticité du 

support de culture cellulaire qui peut orienter la différenciation des cellules souches 

mésenchymateuses. Lorsque les cellules souches mésenchymateuses sont 

ensemencées sur des hydrogels avec de faibles rigidités (0,1 à 1 kPa), elles expriment 

des niveaux élevés de facteurs de transcription neurogènes. Sur des gels possédant 

une rigidité intermédiaire (11kPa) ces cellules expriment préférentiellement des 

facteurs de transcription myogéniques. Et sur des gels très rigides (34 kPa) des niveaux 

élevés de facteurs de transcription ostéogéniques sont détectés. 

- Les tractions dynamiques (Figure 41-B) provoquées par des cycles d’étirement et de 

relaxation. Ce type de bioréacteur peut être utilisé dans l’ingénierie du tissu 

musculaire35,195,196. Par exemple, une équipe a créé des tissus musculaires en 

ensemençant les cellules des muscles squelettiques dans une matrice de 

collagène/Matrigel197. Après une maturation passive in vitro de 16 jours, ces 

constructions cellularisées ont été attachées de part et d’autre à un système leur 

appliquant des cycles de traction et de relaxation pendant 8 jours. Les résultats 

montrent une augmentation du diamètre des fibres (myofibres) de 12% et une 

augmentation de la surface de 40% de ces fibres. 
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- La stimulation électrique (Figure 41-C) permet de faire passer un courant à travers le 

tissu cardiaque par exemple198. Une étude a démontré l’efficacité de cette stimulation 

sur des tissus myocardiques199 (des myocytes ont été ensemencés avec du Matrigel 

sur des éponges de collagène et cultivés sans simulation pendant 1, 3 ou 5 jours). Après 

8 jours de simulation, les cellules ont montré un niveau de différenciation 

ultrastructurale comparable à celui du myocarde natif (cellules alignées, allongées et 

un noyau allongé positionné au centre de la cellule). De plus, cette stimulation induit 

une amélioration de l’alignement et du couplage cellulaire (contractions synchrones).  

-  La compression dynamique (Figure 41-D) utilisée principalement dans l’ingénierie 

tissulaire du cartilage. Ce type de contrainte, très similaire à celle que subit le cartilage 

in vivo, favorise les transports de nutriments et de facteurs de croissance au sein même 

du tissu en augmentant leur disponibilité pour les cellules200. Plusieurs études 

montrent une augmentation de la sécrétion des glycosaminoglycanes et du collagène 

de type II, concomitante à l’obtention d’un module de Young plus élevé201,202. 

 

 

Figure 41. Bioréacteurs dynamiques en ingénierie tissulaire. A) Bioréacteur à contrainte constante. B) Bioréacteur à traction 
dynamique. C) Bioréacteur à simulation électrique. D) Bioréacteur à compression dynamique 
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Comme vu précédemment, il existe, dans le cops humain, un éventail de rigidité/élasticité 

de tissus (Figure 42) alors que les mises en forme par bioimpression sont limitées par les 

hydrogels utilisés qui ont eux, des élasticités sensiblement équivalentes203. 

 

Figure 42. Modules d’Young des différents tissus non-osseux présents dans le corps humains, exprimés en kPa. 

De nombreuses études montrent que l’utilisation de facteurs de croissance permet de 

générer une induction de la synthèse matricielle et ainsi induire la mise en place d’un 

microenvironnement favorable137,143. Ils sont cependant insuffisants pour l’obtention d’une 

matrice extracellulaire avec des propriétés d’élasticité similaires à celles d’un tissu humain. 

Une des solutions permettant de lever ce verrou repose sur l’utilisation de stimulation 

physique par le biais de bioréacteurs dédiés décrits dans ce paragraphe. 

 

 

V. Conclusions 
 

Dans cette première partie, plusieurs thématiques ont été abordées en commençant 

par la présentation des différentes techniques de bioimpression 3D. Les deux techniques 

présentent des avantages et des inconvénients qui, lorsqu’elles sont utilisées conjointement 

permettent la bioimpression 3D d’un grand nombre de structures et de compositions. Ces 

techniques nécessitent l’utilisation de biomatériaux déjà couramment utilisés en ingénierie 

tissulaire. Leurs modifications et leurs mises en forme 3D ont été appréhendées afin de 

comprendre les enjeux de leur utilisation dans une bio-encre. Ces techniques et ces 

biomatériaux ont ouvert un nouveau champ de recherche, la bioimpression 3D, qui permet 

désormais la fabrication de tissus en trois dimensions avec des perspectives de 

complexifications pour arriver à des tissus toujours plus proches du in vivo. 
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La méthodologie générale de ce projet de thèse a été exécutée dans le but de fabriquer 

in vitro des substituts tissulaires fonctionnels. Cette partie décrit l’ensemble des techniques 

et des méthodes utilisées lors de mes travaux de recherche. Tout d’abord, un tableau des 

réactifs décrit l’ensemble des produits utilisés lors des expérimentations. Ensuite, le protocole 

de préparation de la bio-encre, qui a largement évolué depuis les premiers essais, est décrit 

dans sa version finale d’utilisation avec un aperçu synthétique de la culture en 2D des cellules 

utilisées. Puis toute l’étape de bioimpression est décrite avec une précision importante : les 

objets bioimprimés au cours de cette thèse et présentés dans ce manuscrit sont de deux 

types : des cubes tests de taille 1x1x0,5 cm et des objets de grande taille de 2x2x2 cm. Sont 

abordés pour finir le suivi post-impression et les méthodes de caractérisation des tissus. 
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I. Tableau des réactifs 
Tableau 2. Tableau des réactifs nécessaires en fonction des étapes de la bioimpression. 

Etapes Désignation produit Fournisseur Référence 
Concentration 

initiale (m/v) 
Solvant 

Bi
o-

en
cr

e 

Gélatine Sima-Aldrich G1890-500G 20% 
DMEM sans 

calcium 

Alginate 

Alpha Aesar 

very low 

viscosity 

A18565 4% 

DMEM sans 

calcium 

Fibrinogène Sima-Aldrich F8630-10G 8% 
DMEM sans 

calcium 

Po
ly

m
ér

isa
tio

n 

CaCl2 Sima-Aldrich C5670-100G 3% Eau stérile 

Thrombine Sima-Aldrich T4648-10KU 500 U/mL Eau stérile 

Cu
ltu

re
 2

D 
et

 m
at

ur
at

io
n 

3D
 

Acide ascorbique Sima-Aldrich  50 mg/mL DMEM 

DMEM, high 

glucose, Glutamax 

Gibco 31966021 
/ / 

DMEM, sans calcium Gibco 21068-028 / / 

EGM-2 PromoCell C-22011 / / 

Amphotéricine Gibco 15290-026 / / 

Pénicilline-

Streptomycine 

Gibco 15140122 
/ / 

Sérum de Veau 

Fœtal 

Gibco 10270-106 
/ / 

Trypsine 

(EC 3.4.21.4) 

Gibco 15400054 
/ / 

PBS Gibco 14190185 / / 

Collagénase 

(EC 3.4.24.3) 

Roche 10103586001 
/ /  
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II. Préparation de la bio-encre 
 

La préparation de la bio-encre est un élément essentiel de la bioimpression de tissus. 

Seront présentés ici la préparation des solutions mères et brièvement les protocoles de 

culture des cellules en 2D.  

 

II.1 Préparation des solutions mères 

Les solutions mères ont été préparées systématiquement la veille de l’expérimentation, 

puis placées à l’incubateur, 37°C, 5% CO2 et saturé en humidité, pour une solubilisation 

complète et homogène, dans des Falcon 50. Toutes les solutions ont été préparées dans du 

milieu de culture DMEM sans calcium (Thermofisher, 21068-028) : 

- Gélatine à 20% m/v (Sigma-Aldrich, France, CAS No. 9000-70-8),  

- Alginate à 4% m/v (Alpha Aesar, France, CAS No. 9005-38-3), 

- Fibrinogène à 8% m/v (Sigma-Aldrich, France, CAS No. 9001-32-5). 

 

Les solutions de gélatine et d’alginate nécessitent une forte agitation manuelle au 

moment de la préparation afin d’éviter la formation d’agrégats solides non dissous. A l’inverse, 

pour le fibrinogène, il suffit de tapoter légèrement le Falcon afin que le milieu de culture 

s’immisce partout. 

 

II.2 Sources cellulaires utilisées et condition de culture 2D 

II.2.1 NIH 3T3 eGFP 
Les cellules ont été obtenues chez Cell Biolabs Inc, (San Diego, USA) et cultivées dans du 

DMEM (ThermoFisher Scientific, France, 11995065) supplémenté avec 10% v/v de SFV (Sérum 

de Veau Fœtal), 1% v/v de pénicilline-streptomycine et 0,5% v/v de fungizone. Les cellules ont 

été cultivées en flasque T75, le milieu changé tous les 2-3 jours, puis une fois à 80% de 

confluence, trypsinées (1200 rpm pendant 5 minutes) et comptées. Après centrifugation, elles 

ont été soit réensemencées, soit utilisées dans la bio-encre à la concentration souhaitée. 
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II.2.2 Fibroblastes  
Ils proviennent d’échantillons de peau normale humaine issus de donneurs anonymes au 

Laboratoires de substituts cutanés de Lyon (Hôpital Edouard Herriot). Les résidus chirurgicaux 

ont été prélevés conformément à la règlementation française en vigueur (DC n° 2014-2281) 

et avec l’accord du consentement écrit du patient. Ils ont ensuite été dissociés et purifiés pour 

n’obtenir que des fibroblastes. Ces derniers ont pu être cultivés en flasque T75 dans du DMEM 

(ThermoFisher Scientific, France, 11995065) supplémenté avec 10% v/v de SFV (Sérum de 

Veau Fœtal), 1% v/v de pénicilline-streptomycine et 0,5% v/v de fungizone, le milieu était 

changé tous les 2-3 jours. Une fois à 80% de confluence, ils ont été trypsinés (1200 rpm 

pendant 5 minutes) et comptés. Après centrifugation, ils ont été soit réensemencés, soit 

utilisés dans la bio-encre à la concentration souhaitée. Les fibroblastes ont été utilisés entre 

les passages 4 et 13. 

 

II.2.3 HDMEC 
Les HDMEC (Human Dermal Microvascular Endothelial Cell) nous ont été fournis par le 

CEA (Grenoble, France) et cultivés dans du DMEM (ThermoFisher Scientific, France, 11995065) 

supplémenté avec 10% v/v de SFV (Sérum de Veau Fœtal), 1% v/v de pénicilline-streptomycine 

et 0,5% v/v de fungizone. Les cellules ont été cultivées en flasque T75, le milieu changé tous 

les 2-3 jours, puis une fois à 80% de confluence trypsinées (1200 rpm pendant 5 minutes) et 

comptées. Après centrifugation, elles ont été soit réensemencées, soit utilisées dans la bio-

encre à la concentration souhaitée. 

 

II.2.4 HUVEC 
Les HUVEC (Human Umbilical Vein Endothelial Cell) ont été obtenus chez PromoCell 

GmbH (Heidelberg, Allemagne) et cultivées dans de l’EGM-2 (PromoCell, C-22011). Les cellules 

ont été cultivées en flasque T25, le milieu changé tous les 2-3 jours, puis une fois à 80% de 

confluence trypsinées (1200 rpm pendant 5 minutes) et comptées. Après centrifugation, elles 

ont été soit réensemencées, soit utilisées dans la bio-encre à la concentration souhaitée. 
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II.2.5 CSM 
Les CSM (Cellule Souche Mésenchymateuse) ont été isolées de la moelle osseuse humaine 

après une chirurgie de remplacement de la hanche, en collaboration avec le CHRU de Nancy. 

La moelle osseuse héparinisée a été diluée dans une solution de PBS (Phosphate Buffered 

Saline) puis centrifugée à 1600 tr/min pendant 5 min. Le culot dilué dans le milieu de culture 

a été ensemencé dans des boîtes de Pétri à raison de 4.106 cellules/T75 et le milieu inchangé 

pendant les 3 premiers jours. Les cellules non adhérentes ont été éliminées par changements 

séquentiels de milieu. Au cours de l'expansion en monocouche, les CSM ont été cultivées avec 

du milieu Eagle modifié de Dulbecco avec faible taux de glucose (DMEM-LG, 31885, Gibco) 

additionné de 10% v/v de SVF (FBS, Sigma), 1 ng/mL de bFGF (Miltenyi), 2 mM de glutamine 

(Gibco) et de la pénicilline-streptomycine (Gibco). Le milieu a changé deux fois par semaine. 

Lorsque les cellules adhérentes ont atteint environ 80% de confluence, elles ont été trypsinées 

et étalées à une densité de 0,5.106 cellules/T75. Le milieu a été changé tous les 2-3 jours. Lors 

du dernier passage (P3) avant l’ensemencement dans la bio-encre, une étape de pré-

différenciation chondrogénique a été réalisée. Des CSM ont été cultivées avec un milieu de 

différenciation composé de DMEM (4,5 g/mL de glucose) supplémenté avec du pyruvate de 

sodium (110 μg/mL, Gibco), du bFGF (1 mg / ml, Miltenyi), de la pénicilline-streptomycine et 

des suppléments chondrogéniques: proline (40 μg / ml, Sigma), acide L-ascorbique-2-

phosphate (50 μg/mL, Sigma) et dexaméthasone (10-7 M, Sigma). 

 

III. Impression 
III.1 Préparation de la seringue  

Une fois les solutions préparées et dissoutes de manière homogène, il suffit de les 

mélanger suivant les proportions suivantes, pour une seringue de 8 mL : 

- 4 mL de gélatine, 

- 2 mL d’alginate, 

- 2 mL de fibrinogène + les cellules en culot. 

Le mélange se fait dans cet ordre grâce à une pipette à liquide visqueux (P1000) dans un 

Falcon 50. Les cellules d’intérêt sont ajoutées, une fois trypsinées, à la bonne concentration 

et en culot, dans les 2 mL de fibrinogène, suivant la concentration souhaitée. Le mélange est 
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homogénéisé par des aspirations douces successives grâce à la pipette (pas plus d’une 

vingtaine pour ne pas induire de stress cellulaire). La bio-encre ainsi formulée a été coulée 

dans une seringue de 10 mL (Nordson EDF) préalablement autoclavée et fermée par un 

bouchon stérile d’un côté, et de l’autre (une fois la bio-encre dans le corps de la seringue) 

bouchée par un piston, stérile lui aussi. Ensuite, un bref dégazage a été réalisé par simple 

retournement de la seringue et débouchage avec une pression du piston pour éviter toutes 

bulles d’air lors de l’impression. 

La seringue ainsi remplie subit un protocole d’homogénéisation de température afin 

d’atteindre la rhéologie souhaitée. Elle passe 20 minutes à 21°C puis 30 minutes à 28°C. 

Il suffit alors d’enlever le bouchon et de connecter une buse d’impression tronconique 

ayant une ouverture de 400 μm. La seringue est alors chargée dans l’emplacement prévu à 

cet effet, dans la bioimprimante. 

 

III.2 Utilisation du logiciel Repetier 

L’imprimante Tobeca® est pilotée grâce à un logiciel nommé Repetier. Après avoir 

conçu, grâce à un logiciel de dessin 3D, le ou les objets à imprimer, il suffit de les charger sur 

Repetier. La procédure est ensuite divisée en quatre étapes : 

1. La disposition sur le plateau d’impression  

 

Figure 43. Les six cubes tests sont chargés sur le plateau d'impression. 
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2. Le choix des paramètres d’impression tels que la hauteur des couches, le type de 

remplissage, la vitesse d’impression, le diamètre du cône…. 

 

Figure 44. Ouverture du logiciel Slic3r pour déterminer les paramètres d'impression. 

3. Le tranchage qui gère (toujours avec Slic3r) le découpage des objets en couches 

successives 
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4. Le lancement de l’impression. 

 

III.3 L’étape de polymérisation 

Une fois les objets bioimprimés, vient l’étape de polymérisation. Cette étape est 

essentielle afin de polymériser l’objet que l’on vient d’imprimer afin de pouvoir le faire 

maturer à 37°C. La préparation de cette solution se fait conjointement à l’étape d’impression. 

C’est une solution de CaCl2 à une concentration de 3% m/v auquel il faut ajouter 

extemporanément un aliquot de thrombine à 500 U/mL. La procédure à suivre dépend des 

objets 3D qui viennent d’être imprimés (Tableau 3) : 

Tableau 3. Tableau de correspondance entre les objets bioimprimés et la procédure de polymérisation à suivre. 

Objets 3D 
Volume de 

solution total (mL) 

Volume de 

thrombine (μL) 
Contenant 

Temps 

de 

contact 

6 cubes (~ 2 mL 

de bio-encre) 
10 200 Boîte de pétri 10 1H 

12 cubes (~ 4 mL 

de bio-encre) 
20 400 Boîte de pétri 10 1H 

Gros objet (~ 6 

mL de bio-encre) 
20 400 Falcon 50 1H30 
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En ajoutant la solution de polymérisation, il faut s’assurer que tous les objets sont 

décollés de leur surface d’impression afin que la polymérisation soit le plus homogène 

possible. Après le temps imparti, les objets doivent avoir une couleur plus opaque qui doit là 

aussi être homogène. 

Et pour finir, les objets sont rincés par du PBS puis répartis dans des plaques 6 puits 

(pour les cubes) ou dans le bioréacteur. Le milieu de culture peut ensuite être ajouté de 

manière à ce qu’il recouvre totalement les objets bioimprimés. 

 

III.4  Gestion de la température 

 

Pour récapituler, le respect des températures, pour la préparation de la bio-encre, 

l’impression et la polymérisation, est primordial (comme on le verra dans le chapitre 3). Voici 

donc un schéma représentant les étapes majeures de la bioimpression de tissus et les 

températures correspondantes à respecter. 

 

 

Figure 45. Graphique récapitulatif des changements de températures appliqués à la bio-encre puis à l'objet bioimprimé. 
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IV. Suivi post-impression 
Les consommables utilisés sont pour la plupart identiques à ceux de la culture cellulaire 

classique. Par rapport à la culture cellulaire en 2D, la maturation des objets bioimprimés 

nécessitent un traitement spécifique. Pour les deux cas de figure qui suivent, un changement 

complet de milieu de culture est fait à J+1 afin d’éliminer les traces de gélatine liquéfiée et 

d’alginate non polymérisé. 

 

IV.1 Cubes test 

Le suivi post-impression des cubes test se réalise suivant plusieurs indications : 

- Tous les jours (pour les cubes contenant des fibroblastes) avec l’ajout d’acide 

ascorbique à une concentration finale de 50 μg/mL, 

- Tous les 2-3 jours par l’aspiration de la moitié du milieu de culture et l’ajout de milieu 

frais, 

- Si le milieu est trop acide (jaune), surtout en fin d’expérimentation (après 21 jours), 

un changement de plaque peut être effectué. Un certain nombre de cellules se 

détachent du cube pour adhérer sur le fond de la plaque ce qui acidifie 

considérablement le milieu de culture. 

IV.2 Gros objets 

Pour les gros objets dans le bioréacteur, là aussi plusieurs étapes sont à réaliser tous les 

jours : 

- Sortir le plateau de l’incubateur sur lequel est fixé le bioréacteur, 

- Prélever 1 ou 2 mL de milieu de culture pour les dosages futurs, 

- Mettre 1 goutte sur une lame pour vérifier la non-contamination du milieu, 

- Injecter, via la seringue branchée sur le système, 2 à 5 mL (en fonction des 

prélèvements) de milieu frais supplémenté avec de l’acide ascorbique (pour une 

concentration finale de 50 μg/mL), 

- Replacer le plateau à l’incubateur. 
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V. Méthodes de caractérisation  
V.1 Microscopie optique et suivi de la GFP 

Dans le cas de tissus contenant des cellules fluorescentes exprimant la GFP, le suivi de 

ces cellules se déroule par microscopie optique à fluorescence avec un filtre laissant passer 

uniquement les ondes à 395 nm (longueur d’onde de la GFP). 

Plusieurs microscopes ont été utilisés au cours de cette thèse : 

- Microscope optique Olympus IX51,  

- Microscope optique Nikon Micro TS2 FL, 

- Microscope optique Leica DMD 108 (pour les images de cartilage), 

- Microscope électronique à transmission Jeol JEM 1400 (pour l’ultrastructure de la 

peau totale). 

V.2 Méthode destructrice 

V.2.1 Rhéologie 
Un rhéomètre rotationnel à contrainte imposée (DHR2, instruments TA, USA) a été utilisé 

pour caractériser le comportement rhéologique de la bio-encre à l’aide d’une géométrie cône-

plan (40 mm, 2°) afin d’assurer une homogénéité du taux de cisaillement subit par 

l’échantillon. 

Deux tests ont été réalisés : 

- Un test de balayage en fréquence à 28°C (mode dynamique), qui est la température 

de bioimpression, afin de caractériser le comportement viscoélastique de la bio-

encre.  

- Un test de rampe en contrainte à 28°C (mode continu), afin de mesurer la contrainte 

seuil de la bio-encre. 

Le débit volumique Qv constant peut être calculé grâce à l’équation suivante : 

 

Avec v = la vitesse d’extrusion de la bio-encre en fonction du temps (en g/s) et Mv la masse 

volumique de la bio-encre de 1,14 g/cm3. Soit un débit obtenu de 117 μL/s. 
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V.2.2 Histologie et immunohistochimie 
Une fois les objets bioimprimés et matures, plusieurs possibilités d’analyse se présentent. 

L’histologie consiste à fixer les tissus dans des blocs de paraffine puis à les couper (5 μm) et à 

effectuer des colorations ou des marquages immunohistochimiques suivant un protocole 

établi : 

- Dans une Falcon 50, préparer une solution de PFA (ParaFormAldhéyde) à 4 % v/v en 

ajoutant 48 mL de DPBS puis 2 mL de PFA,  

- Immerger les cubes/objets bioimprimés directement dans la solution de PFA, 

- Incuber suivant l’épaisseur des objets entre 12 à 24 h à 4°C,  

- Transférer les objets dans les cassettes histologiques appropriées, 

- Immerger les cassettes dans l’éthanol 70 % v/v, 

- Effectuer l’inclusion dans la paraffine puis les coupes grâce à un microtome, les 

montages sur les lames, le déparaffinage et les colorations ou marquages. 

V.2.2.1 Les colorations de routine : histologie 
Voici la liste des différentes colorations utilisées au cours des différentes 

expérimentations de bioimpression de tissus (Tableau 4). 

Tableau 4. Liste des différentes colorations utilisées. 

Nom du colorant Cible Couleur attendue 

HE 

Hématoxyline-éosine 

Noyaux 

Cytoplasme 

Bleu/violet 

Rose/rouge 

HPS 

Hématoxyline phloxine 

Safran 

Noyaux 

Cytoplasme 

Fibres de collagène 

Bleu/violet 

Rose 

Rose-orangé 

Trichrome de Masson 

Noyaux 

Cytoplasme 

Fibres de collagène 

Violet foncé 

Rouge-rosé 

Vert 

Bleu alcian 
Glycosaminoglycanes 

sulfatés 
Bleu 

Rouge Sirius Fibres de collagène Rouge-rosé 
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V.2.2.2 Les différents marquages utilisés : immunohistochimie 
L’immunohistochimie est une méthode de localisation des protéines dans les cellules 

d’une coupe grâce à la détection d’antigène (présents dans les tissus biologiques et plus ou 

moins spécifique d’un certain type de protéines) par les anticorps. Ce type de marquage peut 

être visualisé par la conjugaison anticorps/enzyme qui catalyse une réaction produisant un 

composé coloré (IHC) par l’utilisation d’anticorps marqués par une sonde fluorescente (IF) 

(FITC, Alexa Fluor…). Pour réaliser des IF, les tissus sont le plus souvent congelés (-80°C) en 

inclusion dans une résine (OCT Compound par exemple) afin d’éliminer tout bruit de fond lié 

à la présence de PFA. 

 

V.2.2.2.1 Peau 

Pour des raisons de confidentialité, les anticorps utilisés et leurs conditions d’utilisation 

en immunofluorescence (IF) de la peau ne seront pas détaillés ici. Seule la liste des protéines 

marquées est disponible : 

- Pour l’épiderme : cytokératine 10, filagrine, loricrine, 

- Pour la jonction dermo-épidermique : laminine 332, collagène VII, 

- Pour le derme : collagène I, collagène V, fibrilline, élastine. 

 

V.2.2.2.2 Cartilage 

Une seule immunohistochimie (IHC) a été réalisée afin d’identifier clairement le collagène 

II. Elle a été réalisée grâce au kit LSAB®+ (HRP, Dako) sur la base des techniques d’avidine-

biotine. Un anticorps monoclonal primaire spécifique du collagène II (Labvision, France) a été 

utilisé. Les coupes de 5 μm ont été déparaffinées, traitées avec de la pepsine (0,4 % m/v) 

pendant 30 minutes à température ambiante et incubées dans une solution de peroxyde 

d’hydrogène pendant 5 min pour bloquer la peroxydase endogène. Le collagène II sécrété par 

les cellules apparait avec une coloration marron. 
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V.2.2.2.3 Endothélium vasculaire 

En ce qui concerne l’endothélium vasculaire deux marqueurs immunohistochimiques ont 

été utilisés. Ils ont été utilisés en inclusion en paraffine pour une observation dans le visible et 

en immunofluorescence. Ils sont détaillés dans le tableau ci-dessous. 

Tableau 5. Tableau présentant les spécificités deux marqueurs utilisés en immunohistochimie de l'endothélium vasculaire 

Nom du 

marqueur 

Cible 

spécifique 
Source Fournisseur Dilution 

Longueur d’onde 

du marqueur 

fluorescent 

Anticorps 

anti-

endothélium 

[EN4] 

CD31 
Monoclonal 

Espèce : souris 
Abcam 1/20 495 

Anticorps 

anti-Von 

Willebrand 

facteur 

[VWF] 

Corps de 

Weibel 

Palade 

Monoclonal 

Espèce : souris 
Abcam 1/50 495 

 

V.2.3 Microscopie Electronique à Transmission 
L’ultrastructuration des peaux bioimprimées a été étudiée grâce à des analyses au 

microscope électronique à transmission. La procédure a été de les fixer avec un tampon 

cacodylate de sodium à 0,1 M contenant 2% v/v de glutaraldéhyde et un pH de 7,5 à 4°C 

pendant une nuit et ensuite post-fixé avec 1% v/v de tétroxyde d’osmium. Après 

déshydratation, les échantillons ont été incorporés dans une résine époxy polymérisée 

pendant 3 jours à 56°C. Les coupes ont ensuite été contrastées successivement avec une 

solution à 7% v/v d’acétate d’uranyle, puis avec du citrate de plomb. Les images ont été 

effectuées au centre d’imagerie de Laënnec (Lyon, France) à l’aide d’un microscope 

électronique à transmission Jeol JEM 1400. 
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V.2.4 Suivi de croissance cellulaire 
Afin de déterminer la croissance cellulaire dans les cubes test, une procédure a été créée 

pour la dissociation d’un cube et la numération des cellules à l’intérieur de ce dernier : 

- Préparer une solution de Trypsine-EDTA diluée 1/10 (0,5 mL dans 5 mL de PBS), 

- Préparer une solution de collagénase à 3% (0,3 g dans 10 mL de DPBS), 

- Mettre au bain-marie le milieu complet, le DPBS, la trypsine-EDTA diluée au 1/10 et la 

collagénase 3% m/v pendant 15 min avant de commencer l’expérience, 

- Peser et noter le poids d’un tube Falcon 15 mL vide, 

- Prélever le fragment de tissu bioimprimé et le déposer dans le tube Falcon 15 mL, 

- Peser et noter le poids du tube Falcon 15mL contenant le tissu, 

- Ajouter 1 mL de trypsine-EDTA diluée au 1/10 dans du PBS et incuber dans le bain-

marie 5 min à 37°C, 

- Ajouter 1 mL de milieu DMEM complet et centrifuger 5 min à 1200 rpm, 

- Vider le surnageant et re-suspendre dans 5 mL de PBS, 

- Centrifuger 5 min à 1200 rpm puis vider le surnageant, 

- Re-suspendre dans 0,5 mL de collagénase 3% et incuber dans le bain marie 10 min à 

37°C, 

- Centrifuger 5 min à 1200 rpm, 

- Vider le surneageant et re-suspendre avec 1 mL de DPBS ; la re-suspension se fait ici 

en faisant des allers-retours doux successifs avec une pipette de 1 mL, 

- Observation microscopique pour numération. 

 

V.3 Méthodes non-invasive : dosages enzymatiques 

Afin d’évaluer la croissance des cellules sans avoir besoin de détruire les échantillons, et 

dans l’optique d’effectuer un suivi de croissance au sein d’un bioréacteur, nous avons essayé 

de mettre en place deux méthodes de dosage, du glucose et du lactate présents dans le milieu 

de culture. Les différents dosages reposent sur des mesures d’absorbances qui ont été 

réalisées sur un lecteur de plaque Infinite® 200 PRO (Tecan).  
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V.3.1 Glucose  
Le glucose est l’une des principales sources de carbone et d’énergie de la cellule. Afin de 

suivre la consommation par les cellules de glucose présent dans le milieu de culture, un kit 

(GLUCOSE GOD-PAP, Biolabo) de dosage quantitatif est utilisé. Ce dosage fonctionne selon 

une double réaction enzymatique : dans la première, la glucose-oxydase (GOD) oxyde le 

glucose en acide gluconique en présence d’oxygène, alors réduit en peroxyde d'hydrogène 

(H2O2). Ce dernier est pris en charge par une seconde enzyme, une peroxydase, qui oxyde un 

substrat chromogénique, l’o-dianisidine, en un produit coloré qui absorbe à 500 nm. La 

formation de ce produit est suivie par spectrophotométrie.  

 

Figure 46. Représentation schématique du fonctionnement réactionnel du dosage du glucose par spectrophotométrie grâce 
au kit GLUCOSE GOD-PA, Biolabo. 

Le milieu de culture dans lequel mature le tissu bioimprimé est prélevé tous les quatre 

jours, afin de quantifier le glucose potentiellement consommé. 

Une gamme d’étalonnage de concentrations connues en glucose a été réalisée dans le 

DMEM. L’équation de la droite étalon (Abs = 0,096 x [glucose] + 0,2186) a été utilisée pour 

déterminer la concentration en glucose dans les échantillons prélevés. 

Les prélèvements de milieu sont dilués au 1/10ème dans du NaCl 9 g/L. Pour chaque 

échantillon, 10 μL sont mélangés à 200 μL du mélange de réactifs (100 μL de R1 : (Tampon 

phosphate (150 mmol/L), Glucose oxydase (GOD) (>20 000 UI/L), Péroxydase (POD) (> 1000 

UI/L), 4-Amino-antipyrine (PAP) et 100 μL de R2 : Chloro-4-phénol (2 mmol/L)) dans le puits 

d’une plaque 96 puits à fond plat, en triplicat. Après 20 min d’incubation à température 

ambiante, l’absorbance à 500 nm est mesurée et la valeur d’absorbance du blanc réactif est 

soustraite à celle de l’échantillon. La concentration en glucose du milieu est ensuite obtenue 

grâce à la courbe d’étalonnage 
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V.3.2 Lactate 
Afin de suivre la production de lactate, un kit de dosage (L-Lactic Acid Assay Kit, 

Megazyme) est utilisé. Ce dosage nécessite deux étapes : la première fait intervenir la lactate 

déshydrogénase, qui oxyde le lactate en pyruvate en présence de NAD+. L‘équilibre de cette 

réaction tend vers la formation du lactate, c’est pourquoi une deuxième enzyme est utilisée, 

la D-glutamate-pyruvate transaminase (D-GPT) : celle-ci convertit le pyruvate en alanine en 

présence d’un excès de glutamate produisant du 2-oxoglutarate. La production de NADH lors 

de la première réaction est suivie par spectrophotométrie à 340 nm. 

 

Figure 47. Représentation schématique du fonctionnement réactionnel du dosage du lactate par spectrophotométrie grâce 
au kit L-Lactic acid assay kit, Megazyme. 

Le milieu de culture dans lequel mature le tissu bioimprimé est prélevé tous les quatre 

jours, afin de quantifier le lactate potentiellement produit. 

Une gamme d’étalonnage de concentrations connues en lactate a été réalisée dans le 

DMEM. L’équation de la droite étalon (Abs = 0,584 x [lactate] – 0,0193) a été utilisée pour 

déterminer la concentration en lactate dans les échantillons prélevés. 

Pour chaque échantillon, 10 μL sont mélangés à : 150 μL d’eau distillée, 50 μL de solution 

1 (Buffer (25 mL, pH 10) plus D-glutamate and sodium azide (0,02% m/v)), 10 μL de solution 2 

(NAD+/PVP) puis 2 μL de solution 3 (D-Glutamate-pyruvate transaminase suspension) en 

triplicat dans un puits d’une plaque 96 puits à fond plat. Une première lecture (A1) est faite à 

340 nm après 3 min. La réaction est initiée en ajoutant 2 μL de la solution 4 (L-Lactate 

déshydrogénase). Après 10 min d’incubation à température ambiante, l’absorbance à 340 nm 

est mesurée et l’absorbance A1 est soustraite à A2, puis la différence d’absorbance (A2-A1) 

du blanc réactif est soustraite à celle de l’échantillon. La concentration en lactate du milieu 

est ensuite obtenue grâce à la courbe d’étalonnage. 
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CCHAPITRE 3 : ETUDE EXPERIMENTALE DE 
LA FORMULATION D’UNE BIO-ENCRE 
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Ce chapitre a pour but de présenter l’évolution de la formulation de la bio-encre pour 

arriver jusqu’à celle définitive utilisée dans toutes les expérimentations de tissus bioimprimés. 

Certains facteurs limitants ont pu être déterminés et optimisés afin d’obtenir plus de 

reproductibilité dans notre procédé de bioimpression. L’utilisation d’un inhibiteur de la 

thrombine a été étudiée dans le but d’une utilisation dans la polymérisation homogène d’un 

objet de grande taille (épaisseur supérieure à 1 cm). Puis plusieurs caractérisations par étude 

de la rhéologie ont été conduites afin de s’assurer que les contraintes de cisaillement pendant 

l’étape de bioimpression n’endommageaient pas les membranes cellulaires. Et pour finir, 

plusieurs suivis de viabilité cellulaire ont été réalisés afin de caractériser la maturation 

tissulaire grâce à différentes méthodes destructives ou non-destructives (dosages 

enzymatiques).
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I. Evolution de la stratégie de bioimpression 3D 
I.1 Fils d’alginate 

Le premier objectif est de réussir à extruder un fil d’alginate dans une solution de 

calcium afin d’obtenir un fil polymérisé. Comme indiqué dans l’étude bibliographique, 

l’alginate est un biomatériau biocompatible et largement utilisé en ingénierie tissulaire, ce qui 

en a fait un candidat de choix pour débuter ces premiers essais. 

Une seringue d’alginate à une concentration de 4 % m/v a été préparée et extrudée petit 

à petit dans un bain de calcium à une concentration de 1 % m/v. Avec cette configuration, 

l’alginate sortant remonte à la surface, ne permettant ni la formation d’un fil, ni l’adhésion 

des fils entre eux dans le but de former un objet en trois dimensions. L’alginate étant préparé 

dans l’eau, sa densité est égale à celle du bain de calcium, il a fallu trouver un additif afin 

d’augmenter la densité du mélange extrudé. Du glycérol a été choisi afin d’augmenter la 

densité du fil d’alginate. Les fils alors extrudés ne flottent plus et sont parfaitement 

homogènes en diamètre mais ils n’adhèrent toujours pas entre eux.  

Le résultat est l’obtention d’un filament qui se polymérise en temps réel. Cependant, 

aucune adhésion entre les couches n’est observée ce qui est un critère indispensable à la 

réussite de la bioimpression. 

 

I.2 Fils d’alginate/gélatine 

Il a été décidé, pour augmenter l’adhésion des filaments entre eux, de s’affranchir d’une 

phase liquide pendant l’étape de bioimpression. Une des exigences est que la bio-encre puisse 

« tenir » sur le plateau dans le temps de l’impression, en terme rhéologique : avoir un seuil 

suffisant. La gélatine a été sélectionnée pour sa disponibilité, sa facilité de préparation et sa 

modulation en fonction de sa concentration (de très liquide à un hydrogel compact). La 

gélatine étant un biomatériau thermosensible, avec une température de transition liquide/gel 

qui va dépendre de sa concentration et de son degré Bloom, il a été décidé de la préparer à  

une concentration de  20 % m/v et de la solubiliser pendant 6 heures à 37°C. Elle a ensuite été 

ajoutée à l’alginate dans la proportion 2 : 1 (Gélatine : Alginate).  
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Cet ajout permet un dépôt continu par bioextrusion directement sur le plateau 

d’impression. Les joncs de biomatériaux adhèrent entre eux, et supportent le poids des 

couches suivantes. 

I.3 Progression du protocole 

Désormais, la gélatine et l’alginate sont préparés indépendamment dans du DMEM, afin 

d’apporter aux cellules les nutriments nécessaires pendant l’étape de préparation et 

d’impression, et ainsi réduire leur mortalité. Puis, ces biomatériaux, préparés suivant les 

concentrations finales de gélatine de 10 % m/v et d’alginate de 1 % m/v, ont été mélangés 

avec les cellules NIH 3T3 eGFP (100 000 cellules/mL en moyenne) pour être imprimés en une 

seule étape. L’obtention rapide de plusieurs petits cubes (0,5 cm3) a été un succès. Une fois 

les cubes bioimprimés, ils ont été immergés dans une solution de calcium (3 % m/v) pendant 

30 minutes puis ils ont été mis en culture.  

 

Figure 48. A) Observation par microscopie de fluorescence des cellules NIH 3T3 eGFP à l'intérieur du cube après 1 jour de 
maturation. B) Observation par microscopie de ces mêmes cellules accrochées au fond de la boîte de pétri après 5 jours de 
maturation. Barre d'échelle : 100 μm. 

L’observation par microscopie de fluorescence après 1 jour de maturation indique une 

répartition homogène des cellules à l’intérieur de l’objet (Figure 48-A). Cependant, après 5 

jours de maturation, il apparait très compliqué de les observer par microscopie de 

fluorescence. L’objet imprimé auto-fluoresce énormément ne laissant que très peu de 

visibilité. La seule observation possible est celle du fond de la boîte de pétri dans laquelle les 

cellules qui se détachent du pourtour de l’objet viennent s’accrocher (Figure 48-B). Leur forme 

allongée est caractéristique de ce type cellulaire en 2D indiquant l’absence d’effet cytotoxique 

des biomatériaux.  

Après 3 semaines de maturation, l’objet a été détruit manuellement afin d’observer s’il 

restait des cellules à l’intérieur. La présence de plusieurs cellules rondes et fluorescentes a été 

constatée. Cette fluorescence indique que leurs membranes cellulaires sont encore intactes 
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ce qui signifie qu’elles sont encore vivantes. De plus, leur viabilité après 3 semaines de 

maturation permet de conclure que le procédé de bioimpression en préserve un nombre 

suffisant pour garantir leur survie. En effet, en dessous d’une certaine densité (dépendant du 

type cellulaire), les cellules se retrouvent trop éloignées les unes des autres, dans 

l’impossibilité de communiquer entre-elles, ce qui provoque leur mort par apoptose.  

L’information importante à extraire est l’absence de cellules de forme allongée, c’est-à-

dire adhérentes, à l’intérieur d’un cube signifie que le mélange de biomatériaux ne permet 

pas leur adhésion à l’intérieur de ce cube.  

 

I.4 Ajout de motifs d’adhésion cellulaire 

La composition finale de la bio-encre est désormais de 10  % m/v de gélatine et de 1  % 

m/v d’alginate. Les étapes suivantes consistent en l’incorporation au sein de cette bio-encre 

de motifs d’adhésion cellulaire qui vont permettre aux cellules de se développer en un 

réseau204. Pour cela, trois biomatériaux ont été ajoutés et testés en parallèle : la fibronectine, 

l’alginate RGD et le fibrinogène.  

I.4.1 Fibronectine  

La fibronectine est une glycoprotéine présente dans la matrice extracellulaire d’un grand 

nombre de tissus. Elle a été incorporée à la bio-encre à une concentration de 1 mg/mL et les 

fibroblastes à une concentration de 200 000 cellules/mL. L’utilisation de fibroblastes primaires 

est corrélée aux débuts de notre collaboration avec LabSkin Creations et notre volonté de 

construction de modèle de peau physiologique. 

 

Figure 49. Observation macroscopique de l’objet bioimprimé 1 semaine après l'impression. Barre d'échelle : 500 μm. 
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Quelques heures seulement après la fin de l’impression, des cellules de formes allongées 

(et réfringentes) ont pu être observées à l’intérieur de l’objet imprimé. Cependant, l’objet 

s’est rapidement dégradé en une semaine (Figure 49), ne laissant pas la possibilité de 

l’observation de la création d’un réseau cellulaire. Cette dégradation est liée à la faible tenue 

mécanique du cube à 37°C, conséquence directe de la liquéfaction de la gélatine. 

Théoriquement, c’est l’alginate qui apporte toute sa structure au cube en maturation. 

Cependant, seul, il ne suffit pas à maintenir l’intégrité de la structure pendant l’étape de 

maturation.  

 

I.4.2 Alginate RGD  
L’objectif avec l’alginate RGD est d’ajouter un réseau de polymère supplémentaire afin de 

renforcer la structure de l’objet pendant la maturation des cellules tout en apportant des 

motifs d’adhésion pour ces dernières. Il a été ajouté à la bio-encre à une concentration finale 

de 1 % m/v (Novapatch MVG, Novamatrix). La concentration théorique de RGD dans un cube 

est de 52 nmol/cm3. 

 

Figure 50. Observation macroscopique du cube après 2 semaines de maturation. Barre d’échelle : 500 μm. 

Le cube a été conservé à l’incubateur pour l’étape de maturation pendant 2 semaines. Sa 

structure apparait comme préservée avec un pourtour plus opaque témoin d’un réseau dense 

d’alginate. Cependant, il n’est pas possible de distinguer les cellules. Les seules que l’on peut 

voir se trouvent au fond de la boîte de pétri, bien adhérentes et allongées. L’objet reste en 

culture pendant deux semaines sans trouver de possibilité d’observation des cellules. 
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I.4.3 Fibrinogène 

Le fibrinogène est une protéine présente dans la circulation sanguine (chapitre 1) et très 

utilisée en ingénierie tissulaire. Elle a été solubilisée dans du DMEM à une concentration de 

80 mg/mL et incorporée à la bio-encre avec les NIH 3T3 eGFP (100 000 cellules/mL). La 

concentration théorique de RGD est de 3700 nmol/cm3. Après impression, une solution de 

calcium à une concentration de 3 % m/v a été utilisée avec une solution et de thrombine à 20 

U/mL. Différents temps de contact ont ainsi pu être évalués (partie suivante, I.5). 

Une des premières preuves de concept vient de l’observation de la croissance des NIH 

3T3 eGFP après 5 jours de maturation (Figure 51). 

 

Figure 51. Observation par microscopique de fluorescence des NIH 3T3 eGFP à l'intérieur d'un cube bioimprimé avec la 
formulation finale de la bio-encre. Barre d'échelle : 200 μm. 

Les cellules forment un réseau dense en 3D, sont de formes allongées et connectées entre 

elles. Cela démontre leur intégration à la bio-encre et leur développement en 3D. Quant au 

cube, il semble conserver sa structure pendant au moins 2 semaines prouvant que le réseau 

de biomatériaux apporte une stabilité suffisante au cube en maturation. La bio-encre 

polymérisée est capable de maintenir les cellules en vie, et de provoquer leur attachement 

par le biais de motifs d’adhésion cellulaire. 

Pour résumer, l’évolution de la formulation s’est faite en gardant comme objectif la 

création d’un tissu par bioextrusion (Tableau 6).  
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Tableau 6. Récapitulatif des différentes formulations testées et des problématiques rencontrées. 

Formulation (concentration finale des 

biomatériaux en m/v) 
Remarques 

Alginate seul Pas imprimable par bioextrusion 

Gélatine (10 % m/v) 

Alginate (1% m/v) 

Pas de motifs d’adhésion cellulaire donc pas 

de formation tissulaire 

Gélatine (10 % m/v) 

Alginate (1 % m/v) 

Fibrinogène (2 % m/v) 

Formulation finale 

 

Ces premiers essais ont permis la création d’un protocole dédié à la bioimpression de tissu 

(chapitre 2, II) avec l’identification des points les plus importants pour la formulation de cette 

bio-encre : 

- La solubilisation homogène des solutions mères avec la mise en place d’une 

préparation la veille de l’expérimentation, 

- La température de ces solutions mères doit être à 37°C afin de faciliter le mélange avec 

les cellules en minimisant la formation de bulles problématiques pour les contrôles de 

débit d’impression notamment, 

- L’influence du temps de polymérisation. 

 

I.5 Influence du temps de polymérisation 

L’étape de polymérisation va former un hydrogel par auto-assemblage des brins de 

fibrine après hydrolyse par la thrombine et par chélation du calcium par l’alginate. Ceci permet 

de stabiliser l’objet imprimé pendant la phase de maturation à 37°C. Cette étape est donc 

cruciale en regard de la formation d’un tissu. Différents temps de contact entre le cube test 

et la solution de polymérisation ont été testés : 10 minutes, 25 minutes et 45 minutes. 
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Figure 52. Différence de développement des cellules NIH 3T3 eGFP après 5 jours de maturation suite à un temps de 
polymérisation  de A) 10 min, B) 25 min, et C) 45 min, barre d’échelle : 200 μm. 

Ces résultats permettent d’identifier qu’un temps de contact inférieur à 45 minutes induit 

la formation de sphéroïdes à l’intérieur même du cube test. En effet, un temps de 

polymérisation trop court va entraîner une polymérisation partielle de l’hydrogel, rendant sa 

tenue plus fragile et pouvant expliquer l’apparition de sphéroïdes. Les cellules ne pouvant pas 

adhérer à la microstructure du gel, celles-ci se regroupent entre elles et forment ainsi des 

sphéroïdes.  

Pour la bioimpression 3D d’un tissu, le résultat espéré est la formation homogène d’un 

tissu en 3D. Un temps de contact de l’objet bioimprimé avec la solution de polymérisation 

d’au moins 45 minutes est nécessaire pour l’obtention d’une répartition cellulaire et d’une 

maturation homogène.    

 

 

II. Utilisation d’un inhibiteur de thrombine 
La solution de polymérisation agit par diffusion jusqu’à l’intérieur du cube. La création 

potentielle d’un gradient de diffusion ne pose pas de problème si un temps de contact d’au 

moins 45 minutes (chapitre 3-I.5) est respecté et si la taille du cube est standardisée, soit 1 x 

1 x 0,5 cm. En cas de taille supérieure, ce gradient n’étant pas caractérisé, sa diffusion peut 

alors être limitée dans la profondeur de l’objet. Afin d’outrepasser ces éventuels problèmes 

de diffusion de la solution de polymérisation à l’intérieur d’un objet imprimé de taille plus 

importante (qu’un cube test), un inhibiteur de thrombine sensible à la lumière a été utilisé. 

Initialement le but est d’incorporer la thrombine inhibée dans la bio-encre. Après l’étape 

d’impression et en même temps que la polymérisation par le calcium, l’inhibition de la 
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thrombine est levée par exposition à la lumière visible engendrant alors la polymérisation du 

fibrinogène.  

L’inhibiteur de thrombine (appelé IT), le p-Amidinophényl-(E)-4-diéthylamino-2-hydroxy-

alpha-méthylcinnamate a été synthétisé par le Dr Joseph et le Dr Fournet de l’ICBMS,  à partir 

de la publication de Porter et al.205. Cet inhibiteur se fixe de manière covalente au groupement 

hydroxyle d’une sérine du site actif de la thrombine (Figure 53). Une longueur d’onde de 366 

nm provoque une réaction de lyse206 permettant la libération du site actif de la thrombine 

conduisant au clivage du fibrinogène et son auto-assemblage en fibrine.  

 

Figure 53. Représentation schématique de l’action de l’inhibiteur de thrombine et de sa réactivation par la lumière. Adapté 
de205 

 

Toutes les expérimentations ont donc été réalisées dans l’obscurité et les phases 

d’exposition à la lumière ont été effectuées grâce à la lumière visible205 du PSM (Poste de 

Sécurité Microbiologique équipée d’un néon de 35 Watt situé à 50 cm de l’objet).  

 

II.1 Cinétique d’inhibition 

II.1.1 Test colorimétrique en présence d’un substrat chromogénique 
La réaction catalysée par la thrombine a été étudiée en présence d’un substrat 

chromogénique de la thrombine. Ce substrat est un peptide (Alanine-Glycine-Arginine) sur 

lequel est greffé un chromophore (p-nitroanilide). L’action de la thrombine libère le p-

nitroanilide dont la longueur d’onde maximale d’absorbance est de 405 nm. 
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La première étape a été d’étudier l’efficacité de l’inhibition de la thrombine par l’IT. 

L’activité de la thrombine a été mesurée après différents temps de contact entre la thrombine 

et l’inhibiteur et les vitesses de formation du produit de réaction ont été mesurées (Figure 

54). 

 

Figure 54. Influence du temps de contact entre l'inhibiteur et la thrombine sur l'activité enzymatique de la thrombine (20 
U/mL). Le témoin correspond à l’activité de la thrombine en absence d’inhibiteur.  

Après 30 secondes de contact entre l’IT et le substrat chromogénique, aucune différence 

d’activité significative n’a été constatée par rapport au témoin (thrombine seule). En effet, 

l’ordre de grandeur de l’activité mesurée est similaire, respectivement de 5,32 μM/min et de 

5,94 μM/min. En revanche, au bout de 10 minutes de contact (toujours dans l’obscurité) une 

inhibition de l’activité apparait, la vitesse de formation passe alors à 2,03 μM/min soit une 

diminution de l’activité de plus de 60 %. Après 20 minutes de temps de contact, une inhibition 

encore plus importante est mesurée 1,48 μM/min soit un pourcentage d’inhibition de 70 %. 

Dans le contexte de l’utilisation d’un substrat chromogénique, ce pourcentage 

d’inhibition peut paraitre encore trop faible cependant, il a été décidé que pour notre 

application finale (avec le fibrinogène et les cellules) il était suffisant puisqu’il permet son 

incorporation dans la bio-encre et l’impression d’un objet sans polymériser prématurément 

le fibrinogène (Chapitre 3, II.2). 

Ensuite, le temps de réactivation de la thrombine par exposition à la lumière a été étudié 

à l’aide cette même méthode spectrophotométrique (Figure 55). 
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Figure 55. Influence du temps d’exposition à la lumière sur la réactivation de la thrombine inhibée par contact avec IT.  

La réactivation de la thrombine par la lumière se fait dès les premières secondes. Après 

10 minutes d’exposition à la lumière, la thrombine a retrouvé plus de 50 % de son activité 

(3,07 μM/min). Au bout de 45 minutes, la vitesse de formation d’un composé coloré 

mesurable est de 5,18 μM/min ce qui correspond à 97 % de l’activité de la thrombine. 

Les conditions retenues pour l’inhibition de la thrombine par l’IT sont donc de 20 minutes 

de contact dans l’obscurité, et de 45 minutes de réactivation à la lumière. 

 

II.1.2 Test de turbidité en présence de fibrinogène 
L’objectif est d’utiliser l’IT dans la bio-encre, sa cinétique d’inhibition a donc été conduite 

sur son substrat d’origine, le fibrinogène. Ce dernier ne libérant pas de composant coloré ou 

de molécules détectables par spectrophotométrie, il a été décidé de mesurer la turbidité du 

mélange fibrinogène/thrombine/IT.  

Dans un premier temps, l’influence de la concentration de la thrombine a été étudiée afin 

de déterminer avec quelle concentration de thrombine, les mesures de turbidité sont les plus 

représentatives. 
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Figure 56. Influence de la concentration en thrombine sur la mesure de turbidité par la formation de fibrine. Le substrat étant 
le fibrinogène à une concentration de 80 μg/mL. 

Comme observé très clairement sur la Figure 56, c’est avec de la thrombine à une 

concentration de 20 U/mL que la vitesse d’apparition de la turbidité est la plus élevée. Cette 

concentration est justement celle utilisée en routine dans la solution de polymérisation avec 

le calcium. L’hypothèse est qu’avec des concentrations plus fortes, la formation de fibrine 

s’initie trop rapidement en formant un gel très dense où l’absorbance est alors difficile à 

évaluer. 

Afin de pouvoir utiliser cet inhibiteur dans la bio-encre, une dernière vérification est à 

effectuer. Il faut vérifier que la thrombine inactivée peut retrouver toute son activité afin de 

pouvoir enclencher la formation de fibrine in situ. Il s’agit alors, comme précédemment, de 

réaliser son inhibition par l’IT à l’obscurité pendant 20 minutes. Ensuite, le mélange de 

thrombine inactivée est exposé à la lumière et mis en contact du fibrinogène pour une 

première mesure, c’est notre premier point à T = 0. La thrombine inactivée (mais exposée à la 

lumière donc en phase de réactivation) va être prélevée et mise en contact du fibrinogène à 

des temps de 11, 23, 35, 45, et 60 minutes afin de vérifier le retour d’une activité identique à 

celle du témoin. Les mesures de turbidité représentent alors les vitesses de quantité de fibrine 

formée et par conséquent sa vitesse de formation liée à la réactivation de la thrombine (Figure 

57). 
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Figure 57. Influence du temps d'exposition à la lumière du mélange IT/thrombine sur la réactivation de la thrombine par 
mesure de turbidité provoquée par la formation de fibrine. 

Il a été observé une nette augmentation de la turbidité en fonction des temps 

d’exposition à la lumière à partir de 23 minutes (Figure 57) où la turbidité mesurée atteint 

50% de la valeur du témoin. Après 35 minutes d’exposition un palier est observé avec des 

valeurs similaires à celle du témoin, signe que la thrombine inactivée à retrouver toute son 

activité permettant ainsi la formation de fibrine.  

Les étapes d’inactivation de la thrombine par l’IT, de son incorporation au fibrinogène 

suivi d’une phase d’exposition à la lumière permettent la formation de fibrine démontrant 

ainsi la réactivation de la thrombine. 

 

II.2 Essai avec la bio-encre 

L’objectif principal est son l’utilisation au sein de notre bio-encre. Sans l’aide de cet 

inhibiteur, il est très compliqué de polymériser de manière homogène un objet bioimprimé 

comprenant des épaisseurs dépassant 1 cm. Cette distance correspond à la limite de diffusion 

critique identifiée pendant un temps de polymérisation de 45 minutes. L’IT a été utilisé pour 

l’impression d’un objet grand format : une oreille de taille humaine avec des épaisseurs 

dépassant 1 cm.  

Comme pour les manipulations précédentes, il a fallu inhiber la thrombine (20 U/mL) 

pendant 20 minutes. Le mélange inactivé d’IT/thrombine a été incorporé à 4 mL de 
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fibrinogène (à une concentration de 80 μg/mL). L’absence de turbidité à l’obscurité a confirmé 

que le fibrinogène ne s’auto-assemblait pas. Ensuite, les cellules (NIH 3T3 eGFP) ont été 

reprises dans le fibrinogène/IT/thrombine puis la gélatine et l’alginate ont été ajoutés dans 

les proportions habituelles (chapitre 2) et l’impression lancée. Toutes ces manipulations ont 

eu lieu dans l’obscurité et les Falcon/seringues ont été protégé grâce à du papier d’aluminium. 

A la fin de l’impression, l’oreille a été exposée à la lumière visible du PSM (source la plus 

directe, puissance de 35 Watt, située à 50 cm de l’objet) et plongée dans une solution de 

calcium (pour la chélation de l’alginate) à une concentration de 3 % m/v. L’oreille a pu être 

mise en présence de DMEM et placée à l’incubateur pour une durée de 2 semaines. 

 
Figure 58. Photographie représentant une oreille de taille humaine bioimprimée à l'aide d'un inhibiteur de thrombine. 

L’étape de bioimpression s’est déroulée aisément et la structure 3D a été conservée 

suivant le dessin 3D original (Figure 58). Dû à une épaisseur importante l’observation des 

cellules a été compliquée, certaines ont cependant pu être observées au bout de deux 

semaines (Figure 59). 

 

Figure 59. Cellules NIH 3T3 eGFP à l'intérieur de l'oreille après 2 semaines maturation. 
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La conservation de la structure pendant une durée de 2 semaines démontre que la 

polymérisation s’est faite efficacement. Cependant malgré certaines zones cellularisées 

(Figure 59), d’autres semblent complètement dépourvues de cellules. De plus, le 

comportement mécanique de l’oreille après deux semaines de maturation est très faible : 

l’objet immergé conserve sa forme mais il est impossible de le sortir du milieu liquide sans le 

détruire totalement. 

L’hypothèse mise en avant concerne le manque de diffusion des nutriments et des gaz. 

En effet, au-delà d’une certaine épaisseur (500 μm en moyenne) les cellules n’ont plus accès 

aux échanges de nutriments et gazeux ce qui provoquent leur apoptose.  

L’idée de polymériser un objet bioimprimé directement de l’intérieur, et par simple 

exposition à la lumière, afin d’éviter les hétérogénéités était un bon postulat de départ. 

Cependant, son utilisation avec des cellules a ses limites : là où la solution de polymérisation 

ne peut pas diffuser, le milieu de culture ne diffusera pas non plus, induisant une mort 

cellulaire prématurée. 
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III. Etude rhéologique : recherche des conditions optimales 
d’impression 
Cette partie a pour objectif de définir la capacité d’un matériau, ici la bio-encre, à être 

imprimable. L’imprimabilité est dans notre cas défini comme la capacité de la bio-encre à 

présenter un comportement rhéologique adapté, permettant son dépôt et le maintien de 

l’objet imprimé, tout en garantissant la survie des cellules contenues dans la bio-encre. 

 

III.1 Imprimabilité, dépôt et maintien de l’objet bioimprimé 

Le comportement rhéologique de la bio-encre a été étudié à travers un test de balayage 

en fréquence (mode dynamique) à contrainte imposée (Figure 60). Celui-ci permet d'étudier 

le comportement viscoélastique de la bio-encre, au regard de la variation des parties 

élastiques et visqueuses représenté par le module de conservation (G') et le module de perte 

(G''), respectivement. Il est important de noté qu'une validation du domaine linéaire fut 

préalablement réalisée, permettant de définir la valeur de la contrainte imposée. 

 

Figure 60. Evolution des modules de conservation G’ et de perte G’’ en fonction de la fréquence angulaire ω de la bio-encre à 
28°C. 

La supériorité de G’ sur G’’ montre que la partie élastique de la bio-encre prédomine sur 

la partie visqueuse, ce qui indique que la bio-encre se comporte comme un gel.  
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A partir de ces mêmes résultats, une autre caractérisation du comportement 

viscoélastique de notre bio-encre peut-être réalisée au regard de la viscosité complexe en 

fonction de la fréquence angulaire (Figure 61). Dans ce cas, nous cherchons à savoir si la bio-

encre a un comportement newtonien, (la viscosité est indépendante de la fréquence 

angulaire), un comportement rhéoépaississant (la viscosité augmente avec la fréquence 

angulaire) ou alors un comportement rhéofluidifiant (la viscosité diminue avec l’augmentation 

de la fréquence). 

 

Figure 61. Comportement rhéofluidifiant de la bio-encre à 28°C. Viscosité complexe η* (Pa.s) en fonction de la fréquence 
angulaire ω (rad/s). 

Les résultats rhéologiques obtenus sur la bio-encre démontrent un comportement 

rhéofluidifiant, puisque plus la fréquence angulaire ω appliquée augmente, plus la viscosité 

η* diminue. C’est un comportement qui va faciliter l’impression 3D puisque la bio-encre 

(soumise à la pression du piston) se fluidifie lorsqu’elle passera à travers des sections fines 

telles que la buse. Ce phénomène peut s’expliquer par une réorganisation des chaînes de 

polymères sous l’effet de la contrainte. Il est important de remarquer que ce comportement 

est susceptible de diminuer la contrainte de cisaillement subie par les cellules lors du procédé 

d’impression, et par conséquent, de maximiser leur viabilité après dépôt. Cette capacité sera 

étudiée dans la partie suivante (III.2). 

La dernière étude rhéologique de la bio-encre porte sur la présence ou non d’une 

contrainte seuil (σy). La contrainte seuil (σy) est définie comme la pression minimale à exercer 

sur le matériau pour l’écouler. En dessous de cette valeur, le matériau garde un caractère 

solide qui s’oppose à l’écoulement. 
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La contrainte seuil s’obtient classiquement par réponse du taux de cisaillement induit par 

une contrainte de cisaillement imposée. L’interprétation graphique de la courbe  

permet d’accéder à la contrainte seuil à travers l’intersection des tangentes tracées aux faibles 

et aux fortes contraintes (Figure 62). 

 

Figure 62. Détermination de la contrainte seuil de la bio-encre à 28°C. Taux de cisaillement  en fonction de la contrainte de 
cisaillement σ. 

La contrainte seuil nous indique la pression à appliquer à la bio-encre pour arriver à 

l’extruder au moment de l’impression. La présence de cette constante peut aussi être reliée à 

la pression que peut supporter la bio-encre, c’est-à-dire le nombre de couches capable d’être 

supporté avant que l’objet imprimé en 3D ne s’effondre. 

 

III.2 Imprimabilité au regard de la survie cellulaire : utilisation du logiciel FlowTips 

Après avoir démontré la potentialité de notre bio-encre par l’impression 3D par dépôt, 

nous allons maintenant nous intéresser à sa capacité de préservation des cellules. Pour ce 

faire, nous avons utilisé le logiciel FlowTips crée par le Dr Courtial de la plateforme 3d.FAB. 

C’est un logiciel libre d’accès qui nous permet de calculer les contraintes de cisaillement subit 

par la bio-encre au sein du procédé207. De nombreuses études scientifiques montrent que la 

contrainte de cisaillement est un paramètre majeur pour expliquer la survie cellulaire lors de 
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la phase d’impression88. Il a notamment été démontré qu’une valeur de contrainte supérieure 

à 5000 Pa impactait directement la viabilité cellulaire des fibroblastes34,38.   

 

Figure 63. Représentation schématique des différentes sections à l'intérieur d'une seringue Nordson EDF ainsi que les différents 
types de sections (tubulaire ou conique). (http://www.nordson.com). 

 

Pour utiliser le logiciel FlowTips, il est nécessaire de renseigner le rhéogramme de la bio-

encre obtenu précédemment (viscosité complexe en fonction de la fréquence angulaire), de 

déterminer le nombre de section, dans notre cas 4, puis le débit de matière déposé : 117 μL/s. 

Pour chaque section, un ensemble de paramètres géométriques doivent être indiqués comme 

le rayon (supérieur et inférieur), la longueur et l’angle de réduction ϴ (Figure 63). Une fois 

l’ensemble des paramètres implémentés, le calcul peut être lancé. 
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Figure 64. Représentations graphique de A) du temps moyen de résidence (d’une molécule) à l’intérieur de chaque section, B) 
de l’évolution du taux de cisaillement à proximité des bords de la seringue, C) de l’accord entre la simulation et les données 
expérimentales, D) de l’évolution de la contrainte de cisaillement à proximité des bords de la seringue. 

Dans un premier temps, FlowTips fait apparaitre des résultats généraux (Figure 64). La 

Figure 64-A représente le temps moyen de séjour de la bio-encre en fonction des différentes 

sections. Ensuite, la Figure 64-B indique l’évolution du taux de cisaillement à proximité de la 

paroi (de la seringue ou de la buse) où l’on remarque qu’il est le plus important dans la section 

4 (buse, courbe violette) et que les sections tubulaires 1 et 3 sont représentées par une droite. 

La Figure 64-C représente la validation de l’ensemble des résultats à travers la courbe 

rhéologique précédemment obtenue (cercle bleu). Celle-ci est comparée à une modélisation 

(courbe orange) basée sur un calcul de rétro-ingénierie qui en cas de concordance, démontre 

l’exactitude des résultats obtenus. Pour finir, la Figure 64-D, représente l’évolution de la 

contrainte de cisaillement à la paroi. Dans le cas d’une zone tubulaire, on retrouvera une 

droite puisque cette contrainte est directement liée au diamètre dans lequel passe la bio-

encre : la droite bleue correspondant à la section 1 (corps de seringue) et la droite jaune à la 

section 3 (de plus petit diamètre avec une contrainte donc plus importante). Dans le cas d’une 

buse tronconique, la contrainte de cisaillement augmentera progressivement au fur et à 

mesure que le diamètre diminuera : la courbe orange correspond à la section 2 et la courbe 

violette correspond à la buse d’extrusion.  
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Figure 65. Evolution surfacique de la contrainte de cisaillement subit par la bio-encre (T = 28°C, débit : 117 μL/s) au sein des 
quatre sections définies dans notre étude. 

Premièrement, nous pouvons remarquer sur ces graphiques que la contrainte de 

cisaillement est maximale à la paroi de chacune des sections. Dans les zones tubulaires (Figure 

65-1 et 3), cette valeur de contrainte est constante dans la longueur. Dans les zones 

tronconiques (Figure 65-2 et 4) la contrainte de cisaillement augmente lorsque le rayon de la 

section diminue. Dans notre configuration, les contraintes de cisaillement sont maximales 

dans la section 4 et plus particulièrement à l’extrémité de la buse (500 Pa). 

Le logiciel FlowTips permet donc d’anticiper les phénomènes de mort cellulaire. Dans les 

conditions que nous avons utilisées, l’écoulement de la bio-encre au travers du système de 

dépôt (seringue, buse) n’est pas dommageable pour les cellules puisque les contraintes 

maximales restent extrêmement faibles au regard de ce que peuvent subir les cellules avant 

d’être altérée (500 Pa contre 5000 Pa). 

 

IV. Suivi de viabilité et maturation cellulaire 
Afin de pouvoir caractériser et quantifier plus précisément le développement cellulaire 

des fibroblastes à l’intérieur des cubes tests, plusieurs suivis de viabilité cellulaire ont été 
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conduits. Tout d’abord avec des tests commerciaux de type live/dead (Kit Live/Dead™ 

Thermofisher) pour dénombrer les cellules vivantes et les cellules mortes. Un comparatif 

visuel est ensuite présenté afin d’appréhender la maturation qui est directement reliée aux 

phénomènes de rétractation grâce à la sécrétion matricielle. Puis, une caractérisation chiffrée 

avec une numération plus précise des cellules à l’intérieur des cubes a été conduite. Enfin, 

seront présentés des tests non-destructifs s’appuyant sur la consommation en glucose des 

cellules et leur production de lactate afin de déterminer leur activité métabolique. 

Toutes ces quantifications ont été effectuées sur des cubes de 0,5 cm3 contenant des 

fibroblastes qui en maturant sécrètent leur propre matrice extracellulaire et aboutissent à la 

formation d’un derme (qui sera caractérisé dans le chapitre 5). 

 

IV.1 Viabilité cellulaire 

Afin d’avoir une première idée de la mortalité cellulaire pendant l’étape de 

bioimpression de nos premiers cubes tests, des tests commerciaux bicomposants ont été 

utilisés :  

- Les cellules vivantes se distinguent par la présence d'une activité estérase 

intracellulaire qui va être déterminée par la conversion enzymatique de la calcéine AM 

(AM= acétoxyméthyle) (non fluorescente), en calcéine fluorescente verte. 

- Les cellules mortes sont identifiées grâce à l’iodure de propidium qui ne pénètre que 

dans les cellules présentant des membranes endommagées. En effet, les membranes 

cellulaires intactes sont imperméables à cette molécule. Dans ces cellules mortes la 

fluorescence rouge est générée lors de la liaison de l’iodure de propidium à l'ADN 

génomique.  
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Figure 66. Observation par microscopie de fluorescence des cellules vivantes et mortes après l'impression, après la 
polymérisation et après 3 jours de maturation. Barre d'échelle : 200 μm. 

Après l’étape d’impression (Figure 66), les cellules vivantes et vertes semblent être 

réparties de manière homogène dans le cube test. De plus, il n’a pas été détecté de cellules 

mortes dans la bio-encre par le biais de cette méthode.  

Après l’étape de polymérisation (Figure 66), les cellules vivantes ont une intensité moins 

importante, ce qui peut s’expliquer soit par une diffusion de la calcéine dans le cube pendant 

la durée de la polymérisation, soit par une opacification du cube dû notamment à la 

transformation de fibrinogène en fibrine. De même que précédemment, il n’a pas été détecté 

de cellules mortes dans le cube après l’étape de polymérisation.  

Après un nouveau marquage réalisé après 3 jours de maturation (Figure 66), les cellules 

vivantes s’accrochent par le biais de pseudopodes aux composants de la bio-encre et 

notamment la fibrine. L’absence de détection de cellules mortes indique que le procédé mis 

en place pour la bioimpression des cubes n’est pas dommageable pour les cellules. 

 

IV.2 Rétractation 

Pendant la phase de maturation, les fibroblastes sécrètent leur propre matrice 

extracellulaire (caractérisée dans le chapitre 5). Comme vu précédemment (chapitre 1), 

l’organisation des fibrilles de tropocollagène en fibres de collagène provoque une traction76 à 

l’intérieur du cube. La conséquence directe est la rétractation de l’hydrogel contenant des 



Chapitre 3 : Etude expérimentale de la formation d’une bio-encre 

121 
 

fibroblastes. Les cubes tests après impression ont des dimensions bien connues qui sont celles 

données par leur dessin en 3D de 1 x 1 x 0,5 cm. Après 21 jours de maturation et avec une 

simple observation visuelle, la rétractation est évidente et la mesure (à l’aide d’une règle 

graduée) indique 0,6 cm par côté, autrement dit une perte de 40  % de taille initiale (Figure 

67). Cette réduction de taille indique par contrôle visuel la formation d’un tissu avec une 

sécrétion matricielle importante ce qui est un excellent indicateur de la maturation tissulaire. 

 

Figure 67. Comparaison de la taille des cubes bioimprimés après l’étape de bioimpression et après une maturation de 21 jours. 

 

IV.3 Courbe de croissance 

L’objectif de ce suivi de croissance est de pouvoir quantifier, grâce à une numération 

précise, la prolifération des fibroblastes dans un cube bioimprimé. La première problématique 

vient de la dissociation des cubes qui doit être complète sans endommager les cellules. Afin 

de minimiser l’impact de cette dissociation sur la viabilité cellulaire, qui sera par la suite 

évaluée grâce au bleu Trypan (permettant l’identification des cellules mortes par pénétration 

dans la cellule morte d’un colorant azoïque), le protocole établi utilise deux enzymes avec 

chacune un rôle bien défini (chapitre 2) : 

- La trypsine qui détache les cellules de leur matrice extracellulaire par clivage de leurs 

protéines membranaires d’adhérence, 

- La collagénase qui a pour action la réduction de la taille des fibres de collagène 

synthétisées par les fibroblastes. 
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L’évolution de la croissance cellulaire est représentée par le nombre de cellules par cube 

de tissu dissocié.  

 
Figure 68. Evaluation de la croissance cellulaire exprimée en nombre cellulaire par cube de derme bioimprimé. (n=3). 

Sur ce graphique, plusieurs phases peuvent être identifiées : 

- De 0 à 5 jours, où la croissance cellulaire semble faible, la vitesse de croissance 

cellulaire est de 9,7.103 cellules/jours. Les fibroblastes fraichement bioimprimés 

possèdent une phase de latence qui correspond au moment à partir duquel ils 

adhérent à la bio-encre avant de pouvoir proliférer. Cette phase en condition 

classique 2D est de 4 jours (après trypsination par exemple), ici dans un 

environnement tridimensionnel sa durée semble être du même ordre de grandeur. 

- De 6 à 23 jours, une forte prolifération cellulaire est mise en évidence avec une 

population cellulaire qui atteint 4,5.106 cellules/cubes et une vitesse de croissance de 

2,4.105 cellules/jours. 

- De 24 à 35 jours, une diminution de la quantité de cellules est observable avec une 

vitesse de croissance négative, -3,5.105 cellules/jours, ce qui indique un arrêt de la 

croissance et plusieurs hypothèses sont envisagées. La première est que la sécrétion 

matricielle reliée directement à la rétractation importante (50 %) après 24 jours de 

culture induit une mort cellulaire en emprisonnant les cellules dans un réseau plus 

hermétique dans lequel les nutriments et les gaz diffusent de manière moins efficace. 

La deuxième hypothèse porte sur une mort prématurée due à une étape 
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supplémentaire dans le protocole de dissociation. Cette étape supplémentaire a été 

nécessaire afin d’obtenir des agrégats de tailles équivalentes aux jours de maturation 

précédents. La troisième hypothèse la plus probable concerne le cycle de croissance 

cellulaire. En 2D comme en 3D, les cellules sont soumises après une phase de 

croissance, à une phase dite stationnaire pendant laquelle les cellules arrêtent de se 

diviser lorsqu’elles sont arrivées à confluence, c’est ce qu’on appelle l’inhibition de 

contact. 

Cette courbe de croissance nous indique des chiffres précis sur la  vitesse et la 

prolifération cellulaire à l’intérieur d’un cube. Au départ, il y a 16 000 cellules par cube en 

moyenne, la population cellulaire atteint 1 million de cellules par cube après 12 jours de 

maturation, soit une multiplication de la population par 63. 

 

IV.4 Dosage enzymatique par spectrophotométrie 

Pour la maitrise de la maturation des tissus, il est nécessaire de déterminer les 

paramètres qui influencent les mécanismes biologiques, tel que la prolifération cellulaire 

(grâce aux courbes de croissance), la production de matrice extracellulaire (grâce à 

l’histologie). Dans cette partie seront présentées l’évolution de la concentration en glucose et 

en lactate dans le milieu de culture par dosage enzymatique. Ces deux métabolites sont des 

indicateurs importants de la croissance et de l’efficacité du métabolisme cellulaire.  

L’objectif de ces dosages est de quantifier la consommation de glucose par les cellules et 

leur production de lactate. La mise en place de ce suivi permettrait de s’assurer que la 

croissance et la maturation du tissu se déroule de manière physiologique, sans nécessité de 

destruction des cubes. Et à plus long terme, ce protocole pourrait être étendu lors de l’usage 

d’un bioréacteur dans lequel il y a une impossibilité de prélèvement en ligne. 

  

IV.4.1 Suivi de la consommation du glucose 
Le glucose est l’une des principales sources de carbone et d’énergie de la cellule. Afin de 

suivre sa consommation par les cellules, un kit (GLUCOSE GOD-PAP, Biolabo) de dosage 

quantitatif est utilisé. Un échantillon (2 mL) de milieu de culture dans lequel mature le tissu 
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bioimprimé est prélevé tous les quatre jours (avant le changement complet de milieu, chapitre 

2), afin de quantifier le glucose potentiellement consommé par les cellules en quatre jours. 

 

Figure 69. Représentation graphique de l'évolution de la concentration en glucose dans le milieu de culture d'un derme 
bioimprimé en fonction du temps (n=3). 

La concentration initiale en glucose du milieu est de 4,5 g/L de glucose, et chaque cube 

est immergé dans 5 mL de milieu. Comme attendu, la concentration de glucose baisse au cours 

du temps et ce malgré des changements de milieu réguliers. La consommation sur la première 

semaine est peu visible, ce qui peut poser problème pour l’utilisation de ce test si les résultats 

sont attendus à court terme. Pour une utilisation de ce test sans changement de milieu, la 

diminution devrait être plus flagrante. 

L’objectif final est l’intégration de prélèvements réguliers (mais sans renouvellement total 

du milieu) lors de la culture en bioréacteur afin de surveiller la croissance cellulaire par le biais 

de la composition du milieu de culture. Il faudra alors bien étudier la proportion de milieu de 

culture en fonction de la concentration cellulaire du tissu en maturation. Si ces proportions 

sont mal ajustées, les baisses de glucose seraient alors indétectables. 

 

IV.4.2 Suivi de la production de lactate 
Le milieu de culture a aussi permis de quantifier la production de lactate par les cellules. 

Le suivi de ce deuxième métabolite est un indicateur du maintien des cellules dans un 

environnement physiologique et sans induction de stress. Afin de suivre la production de 

lactate, un kit de dosage (L-Lactic Acid Assay Kit,  Megazyme) est utilisé.  
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Figure 70. Représentation graphique de la production de lactate par les dermes bioimprimés en fonction du temps de 
maturation des tissus (n=3). 

La concentration initiale en lactate dans le milieu est proche de 0 et comme attendu. Une 

augmentation de la production de lactate est observable et quantifiable grâce à des 

prélèvements (2 mL) tous les quatre jours (suivis d’un changement de milieu). La production 

de lactate de plus en plus rapide, est corrélée à l’augmentation de la concentration de cellules 

dans un cube. 

Comme pour le glucose, l’augmentation de lactate dans le milieu de culture est un bon 

indicateur du métabolisme cellulaire. L’utilisation de ce dosage permet de la relier 

directement à la croissance cellulaire sans avoir besoin de détruire le cube.  

 

Le suivi de ces deux métabolites permet d’obtenir une indication générale du 

comportement des cellules. Malgré des changements de milieu réguliers, les évolutions sont 

détectables. La tendance de la courbe de croissance cellulaire est directement reliée à la 

diminution de la concentration du glucose et à l’augmentation de la concentration de lactate 

dans le milieu de culture. Ces différentes variations de concentrations sont de plus en plus 

importantes ce qui signifie que la consommation de glucose et la production de lactate 

deviennent plus rapide avec des temps de maturation plus long. 
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V. Conclusion 
 

Dans ce chapitre nous avons étudié les étapes clés de la formulation définitive de la bio-

encre utilisée pour la bioimpression de tissus. L’ajout de motifs d’adhérence grâce au 

fibrinogène a permis l’obtention d’une bio-encre répondant aux critères de biocompatibilité, 

de maintien de la viabilité cellulaire et de support pour la formation d’un réseau cellulaire en 

trois dimensions. Cette dernière a été caractérisée par rhéologie afin de déterminer si le 

procédé de bioimpression ne présentait pas de contraintes de cisaillement trop importantes 

pour les cellules en risquant de les endommager. Un inhibiteur de thrombine a été à l’étude 

pour envisager la bioimpression de structures plus épaisses (supérieure à 1 cm).  Un suivie de 

la croissance cellulaire a été réalisé par destruction des cubes suivi d’une numération cellulaire 

avec la création d’un protocole dédié. Enfin, deux dosages enzymatiques ont été utilisés afin 

de contrôler de manière indirecte mais non-destructive, la consommation par les cellules de 

glucose et leur production de lactate. Cette dernière approche est à relier à l’utilisation d’un 

bioréacteur pour lequel la méthode de destruction des cubes n’est pas envisageable. Ces 

dosages constituent une alternative satisfaisante afin de caractériser la croissance cellulaire. 
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CCHAPITRE 4 : ELABORATION D’UNE 
BIOIMPRIMANTE
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Les besoins en ingénierie tissulaire ne se limitent plus à la seule compréhension des 

mécanismes cellulaires mais à une vision beaucoup plus globale de la régénération d’un 

organe entier. Les exigences se concentrent sur l’inclusion de plusieurs types cellulaires ainsi 

que de plusieurs biomatériaux différents, avec des dimensions centimétriques (ordre de 

grandeur d’un organe complet), tout en prenant en compte la logistique d’une maturation 

post-impression ajustable en fonction de l’organe ou du tissu visé. La bioimpression 3D offre 

ainsi de nouvelles voies de recherches innovantes pour l’ingénierie tissulaire. Cependant, le 

coût des bioimprimantes au commencement de ce travail était un frein à l’utilisation 

exploratoire de la bioimpression dans le cadre de recherches préliminaires de preuve de 

concept. Les offres technologiques concernant la bioextrusion se limitaient à des systèmes de 

pousse-seringues montés sur une structure se déplaçant suivant des coordonnées 

cartésiennes. 

 

Ce chapitre a pour but de présenter l’évolution technologique que nous avons apporté 

à une imprimante 3D FDM pour arriver jusqu’à une bioimprimante 3D permettant l’impression 

de plusieurs types cellulaires associés à leurs bio-encres respectives. Le point de départ a été 

d’adapter une technologie open-source (impression 3D de plastique PLA) à la bioimpression 

pour permettre l’inclusion de composants vivants, grâce au développement d’une machine 

ayant un coût de quelques centaines d’euros. Après de nombreuses preuves de concept, nous 

avons fait évoluer le cahier des charges de notre premier prototype V1 pour arriver à une 

version V2recherche. Cette dernière a été légèrement modifiée afin de répondre à des 

problématiques de production de peau in vitro chez LabSkin Creations (V3prod). La dernière 

évolution technologique s’est faite grâce à l’acquisition d’un bras robotique 6 axes qui nous a 

permis d’effectuer des bioimpressions sur des surfaces complexes
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I. Transformation d’une imprimante FDM plastique en une 
bioimprimante V1 

 

La problématique à laquelle nous avons essayé de répondre, en commençant à travailler 

sur cette nouvelle thématique qu’est la bioimpression 3D, est l’acquisition d’une 

bioimprimante 3D. Début 2015, aucune machine ne répondait à tous nos critères. La 

technologie n’était encore pas assez mature, et deux verrous avaient été identifiés : des 

bioimprimantes très onéreuses (Tableau 7) et des contraintes au niveau de la propriété 

intellectuelle. Ces contraintes concernent plusieurs points critiques : 

- Les logiciels propriétaires très peu flexibles, ce qui nous a poussé à utiliser des 

logiciels libres de droits (= open-source), 

- La conception « fermée » des machines alors que nous voulions justement pouvoir 

apporter librement tous types de modifications possibles (ajout d’une seringue 

supplémentaire par exemple). 
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Tableau 7. Liste des entreprises utilisant des bioimprimantes avec une technologie de bioextrusion en 2015. 

Entreprise 
Nom de la 

machine 

Matériaux 

utilisables 

Développement 

principal 
Prix 

Organovo NovoGen MMX™ 
Hydrogels 

cellularisés 

Bioimpression 

de cellules 

rénales pour 

l’industrie 

pharmaceutique 

Non 

commercialisée 

3D 

Bioprinting 

Solutions 

FABION 
Hydrogels et 

sphéroïdes 

Bioimpression 

de tissu 

thyroïdien 

Non 

commercialisée 

RegenHU 
3D Discovery 

3D Biofactory 

Bio-encres 

propriétaires 

Développement 

technologique 

pour la 

bioimpression 

d’hydrogels 

cellularisés 

200 000 $ 

EnvisionTEC 3D Bioplotter 

Hydrogels, 

silicone, 

hydroxyapatite 

Scaffold pour 

les tissus osseux 
200 000 $ 

Aspect 

Biosystem 
BioAssemblyBot® 

Thermoplastiques 

Hydrogels 

Silice 

Bras robotique 

multi-axes 
200 000 € 

Allevi (Biobot) Biobot 
Hydrogels 

cellularisés 

Bioimprimante 

de « bureau » 
10 000 $ 

Ourobotics 
Revolution 3D 

printer 
Hydrogels 

Multiples têtes 

d’extrusion 
12 500 € 

Cellink Inkredible 
Leur propre bio-

encre 

Bioimprimante 

de « bureau » 
10 000 € 

*Données obtenues grâce au rapport sur l’impression 3D : porte d’entrée dans l’industrie du 21ème siècle (http://www.boostzone.fr/wp-

content/uploads/2015/09/impression-3d-etude-1509.pdf). 
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Figure 71. Carte mentale des spécifications de la bioimprimante V1. 

 

Il a été rapidement décidé, plutôt que de faire l’acquisition d’une machine commerciale, 

que nous allions apporter des modifications sur l’imprimante 3D T2 commercialisée par 

Tobeca®. Une fois le cahier des charges établi (Figure 71), l’objectif principal fixé a été 

d’imprimer des cellules dans un hydrogel grâce à une bioimprimante open-source. Toutes les 

validations de performances de la bioimprimante ont été confirmées par la survie des cellules 

juste après l’impression, puis grâce au suivi de la fluorescence des cellules imprimées pendant 

le temps de leur maturation. Le développement d’un réseau cellulaire en 3D et une synthèse 

matricielle confirmée par histologie étaient les cibles privilégiées pour la validation des 

performances de notre imprimante (Chapitre 3). 

 

I.1 Construction 3D d’un pousse-seringue 

La première étape a été de substituer l’extrudeur plastique par un système compatible 

avec l’utilisation de biomatériaux et du matériel cellulaire. Un pousse-seringue sur-mesure 

(Figure 72) a été conçu puis imprimé en 3D grâce à une autre imprimante 3D Tobeca®. Il 

fonctionne grâce à un moteur pas à pas (NEMA 17). De manière simplifiée, le schéma de 

commande se déroule en plusieurs étapes : 

- L’écriture du Gcode par le programme Repetier (position des axes, température de 

consigne, déplacements et vitesse), 
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- La carte Arduino (microcontrôleur) transforme ce Gcode en impulsion électrique, 

- Le moteur pas à pas traduit cette impulsion électrique en mouvement angulaire 

(pas/min), 

- Ce mouvement angulaire actionne la vis sans fin, ce qui va avoir pour résultat de 

pousser le piston de la seringue et d’extruder la matière sur le plateau 

d’impression. 

 

Figure 72. Schéma représentant, sous différents angles, la conception du pousse-seringue avant impression. 

 

Un patch chauffant permettant la régulation de la température à l’intérieur de la seringue 

a lui aussi été installé et relié au circuit de chauffage de l’extrudeur. Ce dernier fonctionne 

grâce à un correcteur PID (= Proportionnel, Intégral, Dérivé) qui est un système de contrôle 

permettant d’améliorer les performances d’un asservissement. En automatisme, 

l’asservissement est un système dont le but est d’atteindre le plus vite possible sa valeur de 
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consigne, en imposant un dépassement autorisé, et de la maintenir quelles que soient les 

perturbations externes. La réponse, qui dépend de la précision des capteurs de température, 

peut être représentée par une courbe qui suit (Figure 73) : 

 

Figure 73. Courbe représentant l'évolution de la température en fonction du temps lors de la régulation PID du patch chauffant. 

 

Une fois le pousse-seringue imprimé, il a été fixé sur l’axe X de l’imprimante. Le patch 

chauffant a ainsi pu être installé à son tour pour donner la version finale du prototype V1 

(Figure 74). 

 

Figure 74. Photo du montage final. A gauche : image en 3D du pousse-seringue conçu sur SketchUp avant impression et à 
droite : son montage final sur le prototype V1 de la bioimprimante. 
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Figure 75. Photo de la bioimprimante pendant la bioimpression 3D d'un cube test. 

Ce premier prototype V1 a été testé grâce à la bio-encre afin d’imprimer des cubes tests, 

ensuite mis en culture (Figure 75). Plusieurs tests de viabilité cellulaire (Chapitre 3) ont révélé 

qu’il n’y avait pas de mort cellulaire due à l‘impression. Puis le réseau cellulaire se développant 

en 5 jours, il a été conclu, dans un premier temps, que le procédé n’entravait pas la survie 

cellulaire sur le long terme (Figure 76).  

 

Figure 76. Image par microscopie optique de fibroblastes fluorescents (NIH 3T3 eGFP) juste après la bioimpression et 7 jours 
plus tard. 
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I.2 Construction d’un double extrudeur 

De nombreuses publications utilisent un double extrudeur dans le but d’imprimer les 

biomatériaux et les cellules conjointement mais de préparer les seringues séparément52,208. 

L’objectif étant d’obtenir une incorporation de cellule homogène dans les biomatériaux, au 

moment du dépôt.  

Des impressions ont été testées sur ce principe de co-extrusion avec d’un côté un mélange 

de biomatériaux et de l’autre les cellules en suspension afin d’avoir un dépôt précis de celles-

ci. Un double extrudeur (jaune) a été imprimé en 3D dans une résine acrylate 

photopolymérisable (Figure 77). Le procédé consiste à injecter dans le même temps le 

mélange de biomatériaux et les cellules pour que ces dernières se retrouvent associées aux 

biomatériaux au moment de l’impression. 

  

Figure 77. A) Dessin en 3D du double extrudeur avant son impression 3D. B) Photographie de la première version du double 
extrudeur monté sur le prototype V1 de la bioimprimante. C) Photographie durant une bioimpression à l’aide du double 
extrudeur.  

Cette première version du double extrudeur permet l’impression d’un hydrogel mais 

celui-ci n’est pas homogène. De plus, le volume mort à l’intérieur de l’extrudeur est très 

important (au moins 1 mL), ce qui ne permet l’impression que d’un seul objet par 

expérimentation (les seringues utilisées pour cette manipulation sont des seringues de 1 mL). 
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I.3 Caractéristiques de la bioimprimante V1 

Les caractéristiques principales de ce premier prototype V1 sont intrinsèquement liées 

à celles de la machine 3D FDM, avec :  

- Une résolution des différents axes : 15 μm, 

- Une vitesse d’impression maximale : 200 mm/s, 

- Un volume d’impression maximal : 20 x 20 x 25 cm, 

- Plateau chauffant : température ambiante jusqu’à 90°C 

Les caractéristiques que nous avons apportées grâce aux modifications sont inhérentes 

aux composants ajoutés : 

- Un contrôle de la température grâce à un patch chauffant collé sur la seringue (plage 

de température : ambiante jusqu’à 70°C), 

- Des consommables standards utilisés en culture cellulaire tels qu’une seringue stérile 

et des cônes de pipette (P200). 

 

I.4 Limitations et solutions 

La limitation principale de ce premier prototype V1 est l’absence d’enceinte close, ce 

qui rend la thermorégulation difficile et amène l’impossibilité d’imprimer dans des conditions 

stériles. Ensuite, le développement en parallèle d’une bio-encre thermosensible complique 

son utilisation avec ce prototype. Le contrôle de température, au moment du dépôt sur le 

plateau, est crucial si l’on veut conserver une bonne définition de l’objet. De plus, les 

matériaux de fabrication de cette machine, sont peu compatibles avec les exigences de 

l’utilisation de cellules. Le bois est difficilement nettoyable et les poussières s’accumulent et 

s’accrochent dans les nombreux recoins. Enfin, le pousse-seringue a été conçu pour des 

diamètres de seringues faibles (1mL) mais le protocole de préparation évoluant, le besoin 

d’utiliser des volumes plus importants (8mL) est apparu.  

Dans le Tableau 8, sont résumées les limitations rencontrées avec V1 ainsi que les 

solutions à apporter sur le prochain prototype. 
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Tableau 8. Récapitulatif des limitations rencontrées avec cette version 1 et les solutions technologiques à mettre en place. 

Limitations rencontrées sur V1 Solutions à apporter 

Pas de thermorégulation de l’atmosphère Enceinte thermostaté 

+ 

Moyen de stérilisation entre chaque 

impression 

Pas de possibilité d’imprimer en conditions 

stériles 

Difficulté de contrôle de la bioimpression 

de biomatériaux thermosensibles 
Plateau thermostaté : 4°C à 90°C 

Matériaux de fabrication peu compatibles 

avec la culture cellulaire (bois) 

Matériaux Inox ou de grades médicaux 

facilement stérilisables 

Impossibilité de faire varier le volume des 

seringues (1mL) 

Changer la configuration du pousse-

seringue 

 

 

II. Evolution du cahier des charges et prototype V2recherche. 
 

Les capacités du prototype V1 même limitées, nous ont permis d’obtenir de solides 

preuves de concept (Chapitre 3). C’est pourquoi, rapidement, les attentes technologiques 

nous ont poussées à faire évoluer le cahier des charges afin de développer, en partenariat 

avec l’entreprise Tobeca®, un nouveau prototype V2recherche destiné à la recherche. 
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Figure 78. Carte mentale initiale du cahier des charges de V2recherche. 

 

II.1 Caractéristiques de la machine V2recherche 

La cartérisation de l’imprimante V2recherche a permis de travailler dans un 

environnement beaucoup plus propre (Figure 79). La stérilité ne pouvant être garantie que 

par un flux d’air stérile orienté, une manipulation minutieuse et attentive est toutefois 

nécessaire afin d’éviter une contamination directe des échantillons. Les matériaux de 

fabrication en Inox sont également beaucoup plus simples à nettoyer de toutes projections de 

matières organiques ou de poussière. 

De plus, le plateau thermostaté (entre 4 et 90°C) permet d’avoir des impressions plus 

régulières. Grâce au refroidissement du plateau, le contrôle de la viscosité de la bio-encre se 

déroulait de manière plus reproductible. Cependant, si l’objet à imprimer fait plus de 1 

centimètre de haut, il se trouve mal défini sur les dernières couches. En effet, le plateau étant 

refroidissant (4°C) et la température de l’enceinte fixée par la température ambiante, cela 

crée un gradient thermique entre le plateau et le haut de l’objet imprimé (hauteur Z de 

l’objet). Notre bio-encre étant thermosensible, ce gradient de température, même faible, 
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entraîne une hétérogénéité lors de l’impression d’un objet de plus de 1 cm de haut. Ces 

hétérogénéités étaient accentuées lorsque la température de la pièce dépassait les 25°C. 

 

 

Figure 79. Photo du prototype V2recherche. 

 

II.2 Extrusion par poussée pneumatique 

La rhéologie de notre encre, caractérisée dans le chapitre précédent, a permis de mettre 

en lumière sa viscoélasiticité. Ce type de comportement associé à une extrusion mécanique 

définie par le pas de vis fixe du pousse-seringue (pas/min) rend l’impression hétérogène en 

fonction des temps d’impression, des hauteurs des objets, des températures extérieures. Le 

déplacement mécanique imposé permet d’influencer le débit à la sortie de la seringue mais 

en aucun cas de contrôler la pression exercée à l’intérieure de le seringue. Ce déplacement 

permet de mesurer une quantité de matière (extrudée) par unité de temps mais celui-ci sera 

fonction de la viscosité de la bio-encre et donc de la perte de charge dans la buse. 

C’est donc naturellement que le passage vers une poussée pneumatique a été décidée, 

afin d’obtenir des débits considérés reproductibles, quelques soit les variations de 

températures. L’inactivation de l’extrusion mécanique s’est réalisée par simple 

débranchement des moteurs concernés. Ensuite, le montage d’un tel système pneumatique 

s’est fait grâce au contrôleur ValveMAte™ de chez Nordson EFD fonctionnant 

indépendamment de la bioimprimante. De manière simple le schéma de montage comprend : 
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- La seringue de chez Nordson EFD, montée sur l’axe X de la bioimprimante, qui est reliée 

au contrôleur par un tuyau à air, 

- Le contrôleur Nordson EFD qui règle la pression donnée, 

- Ce dernier est branché directement sur le réseau d’air comprimé, également grâce à 

un tuyau à air. 

 

II.3 Limitations et solutions 

Parmi les spécifications définies par le cahier des charges du V2recherche, plusieurs 

éléments n’ont pas pu être mis en place. Notamment, l’auto-calibration en Z qui nécessitait 

l’ajout d’un module complexe, ainsi que le système de mélangeur pour deux seringues qui 

amenait un problème d’encombrement.

Les limitations de ce prototype V2recherche, concernent principalement les régulations 

de température, contrôlées par des régulateurs PID (enceinte, plateau et seringue). Les 

températures de consignes étant très proches de la température de changement de phase de 

notre bio-encre, il est complexe d’obtenir un protocole reproductible. En effet, à chaque 

changement de température de la pièce, il faut adapter les températures de consigne au 

risque de se retrouver avec une bio-encre beaucoup trop liquide ou au contraire impossible à 

extruder (Figure 80).  

 
Figure 80. Schéma représentant les variations de températures et les conséquences sur la bio-encre. 
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 Les températures de l’enceinte et de la seringue ne sont régulées que par chauffage (pas 

de refroidissement), par conséquent, si la température de la pièce est au-dessus de la valeur 

de consigne, aucune régulation ne sera possible. De plus, le plateau thermostaté peut refroidir 

de manière indépendante mais le système de refroidissement étant présent dans la même 

pièce que la machine, l’énergie calorifique rejetée pour le refroidissement contribue à faire 

augmenter la température de la pièce. 

  Dans le cas d’une température de la pièce inférieure à 20°C, il faut considérer que 

l’enceinte est volumineuse. Cela va entraîner une inertie importante de la plaque de chauffage 

dont le but est de chauffer l’enceinte afin que le capteur PID (situé sur l’axe X) atteigne la 

valeur de consigne. Le dépassement de la valeur de consigne peut alors être important et 

entrainer une hétérogénéité à l’intérieur même de l’enceinte.  

 De plus, un contrôle plus fin des températures pourrait être réalisé grâce à l’utilisation 

de régulateurs thermostatés qui, le cas échéant, serait en mesure de refroidir efficacement la 

seringue et l’enceinte. 

 

 

 

 
Tableau 9. Récapitulatif des limitations rencontrées avec cette version 2 et les solutions technologiques à mettre en place. 

Limitations rencontrées sur V2research Solutions à apporter 

Difficulté de calibration de l’axe Z manuelle Calibration automatique (cellule optique) 

Régulation de température de l’enceinte et 

de la seringue peu adaptée aux plages de 

températures utilisées 

Pièce climatisée 

Contrôle plus fin des températures Régulateur thermostaté 
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III. Prototype V3prod 
 

Le but de ce nouveau prototype V3prod est de prendre en compte les écueils des 

machines précédentes afin d’obtenir une machine destinée à une production soutenue de 

tissus. En effet, les optimisations précédentes nous ont permis de fixer les conditions 

d’impression idéales et en parallèle de mettre au point un procédé de fabrication 

reproductible. 

 

 

Figure 81. Carte mentale du cahier des charges du prototype de bioimprimante V3prod. 

 

La carte mentale (Figure 81) nous indique que les spécifications de bases ne changent pas, 

c’est-à-dire qu’il faut toujours 4 portoirs pour les seringues, un plateau froid, des matériaux 

de grade clinique associés à une décontamination par rayonnement UV entre chaque 

impression. On apportera de la reproductibilité en fixant les températures de consigne à 28°C 

et en restant dans une pièce climatisée pour éviter tout changement de température et ainsi 

avoir un protocole fixe. 
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Ce prototype V3 a été validé par de multiples bioimpression 3D de derme et par le dépôt 

d’un brevet209 sur : « Le procédé de fabrication de substituts corporels par fabrication 

additive ». Un transfert de technologie vers l’entreprise LabSkin Creations a permis d’installer 

cette nouvelle bioimprimante dans ses locaux à l’hôpital Edouard Herriot. Elle est maintenant 

utilisée en routine par l’entreprise, pour la fabrication de substituts bioimprimés de peau 

totale (derme + épiderme). 

 

Figure 82. Photo du prototype V3 pendant une bioimpression dans une boîte de pétri. 

 

IV. Le BAB : BioAssemblyBot® 
 

Toutes les preuves de concept ayant été validées sur plusieurs machines et sur plusieurs 

tissus bioimprimés différents, l’acquisition d’un bras robotique à 6 axes nous a permis de 

passer les dernières limitations technologiques. Commercialisé par Advanced Solution depuis 

2014, le BioAssemblyBot® est essentiellement composé d’un robot multiaxes conçu pour 

reproduire des assemblages de tissus en 3D (Figure 83). En plus de pouvoir imprimer en 3D, 

vient s’ajouter avec ce bras, la possibilité d’imprimer avec plusieurs bio-encres, non plus 

couche par couche, mais sur des surfaces courbes (Figure 84). 

Cette imprimante 3D commerciale offre une large gamme de spécificités. Elle est capable 

d’imprimer des structures avec une résolution de 20 μm pour un volume de construction 

maximal de 30 x 25 x 15 cm. Cette machine offre aussi un échange automatisé de seringue 
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(parmi les 8 modules disponibles) et une calibration automatique en Z (hauteur). Les modules 

permettent un contrôle accru de la température avec un module chauffant, et un 

refroidissant. La pression est elle aussi contrôlée par la machine dans des gammes 

compatibles avec l’usage de cellules (de 1 à 85 psi c’est-à-dire de 0,07 à 6 bars). 

 

Figure 83. Photo de la machine BioAssemblyBot® (https://lifesciences.solutions/bioassemblybot/) 

 

 

Figure 84. Bioimpression 3D sur une surface (courbe) d'un cœur (https://lifesciences.solutions/bioassemblybot/) 

 

L’acquisition d’une telle technologie a fait partie d’un projet financé par la DGA (Direction 

Générale des Armées) (ASTRID : ANR-16-ASTR-0021) appelé BLOC-PRINT. Ce projet se propose 
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de traiter le problème de la disponibilité des greffons autologues notamment pour les greffes 

de peau et de cartilage, en utilisant, grâce à l’impression 3D, les cellules du patient provenant 

d’une biopsie. Les essais de cette nouvelle technologie ont débuté par l’impression d’une bio-

encre (sans cellules) sur un modèle morphologique humain (Figure 85). 

 

 

Figure 85. Bioimpression sur un modèle morphologique humain A) d'une oreille, B) d'un patch de peau. 

 

 

V. Conclusion 
 

Ce chapitre a traité de l’évolution technologique de la bioimprimante 3D utilisée au 

cours de cette thèse. Nous sommes partis d’une imprimante 3D FDM classique pour la 

transformer en bioimprimante 3D afin de permettre les premières preuves de concept de 

bioimpression 3D de tissus. Le cahier des charges a ensuite évolué pour aboutir, avec notre 

partenaire Tobeca®, à une machine beaucoup plus adaptée à nos besoins, la V2recherche. 

Cette dernière a évolué pour donner naissance à la V3prod destinée à notre partenaire 

LabSkin Creations. Ces évolutions nous ont enfin conduits à l’acquisition d’une bioimprimante 

6 axes multi-têtes. Cette dernière va nous permettre de faire les premiers essais de 

bioimpression in vivo chez le petit animal, avec pour objectif : la bioimpression in vivo chez 

l’Homme. 
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CCHAPITRE 5 : LA BIOFABRICATION IN VITRO 
DE TISSUS COMPLEXES ET FONCTIONNELS 



Chapitre 5 : La biofabrication in vitro de tissus complexes et fonctionnels 

148 
 

 

Les chapitres précédents se sont concentrés sur l’étude de la bio-encre et le 

développement de la bioimprimante. Celui-ci est centré sur les caractérisations des tissus 

bioimprimés grâce à la méthode développée précédemment. Dans ce chapitre, différents 

tissus bioimprimés seront présentés avec : 

- Le derme et sa maturation vers une peau totale, 

- Le cartilage et la bioimpression de cellules souches mésenchymateuses, 

- Un tissu microvascularisé avec l’incorporation de cellules endothéliales, 

- Un tissu perfusable en utilisant une approche de culture dynamique en bioréacteur.
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I. La bioimpression de derme 
I.1 Contexte et objectifs 

Bien que de nombreuses techniques d’ingénierie tissulaire aient déjà conduit au 

développement des premières générations de peau in vitro, de tels procédés sont 

généralement chronophages et limités à des géométries planes12,77. Plusieurs recherches ont 

également démontrées le potentiel de la bioimpression de peau par jet d’encre132,210 et par 

laser98,211.  

L’étude présentée dans cette première partie est axée sur la bioimpression par extrusion 

et la caractérisation de systèmes épiderme/derme, appelés peau totale. Toutes les 

bioimpressions de dermes sont basées sur le même dessin 3D d’un cube de dimensions 1 x 1 

x 0,5 cm. 

Toutes les expérimentations se sont déroulées dans un contexte partenarial avec 

l’entreprise LabSkin Creations et plus spécifiquement avec le Dr Amélie Thépot PhD (PDG) et 

le Dr Marion Albouy. Ces expérimentations se sont développées suivant le calendrier présenté 

dans la Figure 86. Depuis le début de cette collaboration, un brevet209 et une publication133 

ont été produits. 

 

Figure 86. Calendrier des jalons à franchir jusqu'à la bioimpression de peau in vivo prévue en 2019. 
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I.2 Résultats 

I.2.1 HPS 
La coloration HPS (Hématoxyline Pholixine Safran) est utilisée en routine, c’est une 

coloration trichromatique dite topographique. Elle met en évidence le cytoplasme des cellules 

en rose (Pholixine), leurs noyaux en bleu (Hématoxiline) et les fibres de collagène en rose-

orangé (Safran). Cette coloration permet d’apprécier l’organisation de notre tissu bioimprimé 

à différents temps de maturation. 

I.2.1.1 Contrôle négatif sans cellule

Un contrôle négatif sans cellule a été réalisé. La préparation de la bio-encre, la 

bioimpression, la polymérisation et l’étape de maturation se sont déroulées suivant le 

protocole établi (chapitre 2). On ne remarque aucune coloration spécifique, excepté la 

présence d’amas marron foncés. Ces artéfacts granulaires disparaissent totalement lorsque 

les cellules sont présentes dans la bio-encre. Il apparait également sur cette coupe, des 

inclusions non colorées d’une cinquantaine de microns qui peuvent être liées soit à la 

dégradation de la bio-encre après 12 jours de maturation soit à l’inclusion de paraffine. 

 

Figure 87. Caractérisation histologique par HPS de la bio-encre bioimprimée sans cellules, après 12 jours de maturation. Coupe 
de 5 μm, barre d’échelle 50 μm. 

La matrice bioimprimée est continue et ne présente pas de marquage ce qui signifie que 

ce marquage est spécifique et marquera ainsi uniquement les cellules bioimprimée et la 

matrice extracellulaire sécrétée.  
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I.2.1.2 Après 12 jours de maturation 
Afin d’observer le développement de la maturation du derme bioimprimé, plusieurs 

cubes tests ont été fixés et analysés après 12 jours de maturation. Les fibroblastes 

bioimprimés sont distribués de manière homogène à l’intérieur du derme en formation, 

preuve de la cytocompatibilité de notre bio-encre. Ils ont la morphologie attendue, c’est-à-

dire qu’ils sont bien allongés avec des pseudopodes très fins. Ils forment également une 

couche plus dense tout autour de l’objet bioimprimé, là où l’accès aux nutriments est direct, 

signe d’une prolifération efficace. Leur nombre important (1000 cellules/mm² estimation à 

l’intérieur du carré rouge) à l’intérieur même de l’objet (500 μm de profondeur), signifie que 

la diffusion de nutriments et des gaz est suffisamment efficace pour les maintenir en vie. Leur 

croissance ayant été quantifiée (chapitre 3), à ce stade de maturation la population de 

fibroblastes a doublé. L’émergence d’une légère coloration jaune-orangé est le signe de 

l’apparition de collagène dans la matrice extracellulaire (Figure 88, flèches rouges). 

 

Figure 88. Caractérisation histologique par HPS du derme bioimprimé, après 12 jours de maturation. Les flèches rouges désigne 
une légère coloration jaune-orangée, signifiant la présence de collagène. A gauche, grossissement x10 et à droite x20. Coupe 
de 5 μm, barre d’échelle : 50 μm. 

 

Il est également important de mentionner que ce derme bioimprimé présentant une 

accumulation de fibroblastes à l’interface entre l’objet imprimé et le milieu de culture sera un 

excellent substrat122 pour un ensemencement de kératinocytes afin de créer un épiderme 

différencié. 
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I.2.1.3 Ensemencement des kératinocytes 
La survie et la prolifération des fibroblastes ayant été validées, les temps 

d’ensemencement des kératinocytes ont pu être évalués. Cet ensemencement, pour qu’il soit 

efficace, ne doit pas permettre aux kératinocytes de pénétrer en profondeur dans le derme 

en formation. Ce dernier doit donc agir comme un substrat. L’avantage d’une matrice formée 

de fibroblastes pour l’ensemencement des kératinocytes a été prouvé puisque les fibroblastes 

potentialisent la formation d’un épiderme sain grâce à des échanges dermo-épidermiques 

notamment de facteur de croissance130.  

 L’obtention d’une peau totale nécessite des temps de culture très long. L’objectif ici était 

de constater si un ensemencement précoce (5 jours après la bioimpression du derme) des 

kératinocytes ne perturbait pas le bon développement de cette peau totale.  

 En ingénierie tissulaire de la peau, les ensemencements de kératinocytes se déroulent 

classiquement après 12 jours de maturation du derme, le temps pour les fibroblastes de 

sécréter une quantité suffisante de matrice extracellulaire afin de supporter la croissance des 

kératinocytes. Ici, deux temps différents d’encensement ont été défini : après 5 jours (Figure 

89-A) et après 12 jours de maturation (Figure 89-B). Pour la préparation de ces peaux totales 

(derme + épiderme), des kératinocytes épidermiques humains (donneurs âgés de 1 an) ont 

été ensemencés, à une densité de 10 000 cellules/cm², sur les dermes maturés à 5 et 12 jours. 

Après 3 jours de culture submergée, les dermes épidermalisés ont été placées à l’interface air-

liquide afin de déclencher la différenciation épidermique124. Les échantillons ont enfin été 

récoltés et fixés, après 30 jours de maturation, dans une solution de formol à 4% puis inclus 

dans de la paraffine pour l’analyse histologique. 
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Figure 89. Coupe histologique de 5 μm par HPS d’une peau totale après 30 jours de maturation. A) avec ensemencement des 
kératinocytes à J5. B) avec ensemencement des kératinocytes à J12. Barre d'échelle : 50 μm. 

 Comme constaté sur la Figure 89, le développement kératinocytaire apparait similaire 

dans les deux cas. De manière plus spécifique, la jonction dermo-épidermique semble plus 

continue sur la Figure 89-A et les fibroblastes du derme sont répartis de manière plus 

homogène. En effet, sur la Figure 89-B, ces derniers semblent regroupés en amas, ce qui peut 

entraîner une sécrétion hétérogène de matrice extracellulaire.  

 Afin d’accélérer au maximum les temps d’élaboration des peaux totales, il a été défini 

dans le protocole de bioimpression de peau totale d’inclure cet ensemencement précoce 

après 5 jours de maturation des dermes bioimprimés. 

 

I.2.1.4 Après 38 jours de maturation 

Les peaux totales ont été conservées en culture pendant 38 jours puis fixées et colorées 

afin d’en faire une analyse histologique. Sur la Figure 90, l’épiderme, la jonction dermo-

épidermique et le derme semblent bien définis. Les cellules ont proliféré passant de 1000 

cellules/mm² à 1500 cellules/mm². 
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Figure 90. Caractérisation histologique par HPS d'une peau totale cultivée pendant 38 jours. Les pointillés noirs suivent la 
jonction dermo-épidermique. Coupe de 5 μm, barre d’échelle 50 μm. 

Ces derniers résultats nous montrent une synthèse dense de la matrice extracellulaire, un 

épiderme bien organisé en multicouche et une jonction dermo-épidermique cohésive. Cette 

coupe histologique nous indique également que les fibroblastes contenus dans le derme ont 

synthétisé leur propre matrice extracellulaire (coloration jaune orangée). Ce derme est 

capable de supporter le développement d’un épiderme différencié et stratifié, séparé du 

derme grâce à une jonction dermo-épidermique cohésive. 

I.2.2 Trichrome de Masson 
La coloration trichrome de Masson est utilisée afin de mettre en évidence les fibres de 

collagène. Elle associe trois colorants, un colorant nucléaire violet (hématoxyline), un colorant 

cytoplasmique rouge (fuchsine ponceau) et un colorant des fibres de collagène vert (vert 

lumière). Cette coloration va nous permettre d’évaluer la sécrétion du collagène néo-

synthétisé par les fibroblastes pour corroborer les résultats obtenus avec la coloration HPS. 

 

I.2.2.1 Contrôle négatif sans cellule 

Comme pour la coloration par l’HPS, un contrôle négatif sans cellule a été réalisé. La 

préparation de la bio-encre, la bioimpression, la polymérisation et l’étape de maturation se 

sont déroulées suivant le protocole établi (chapitre 2). 
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Figure 91. Caractérisation histologique par le trichrome de Masson de la bio-encre bioimprimée sans cellules, après 12 jours 
de maturation. Coupe de 5 μm, barre d’échelle 50 μm, et 25 μm dans le carré zoomé. 

Comme pour le témoin négatif de la coloration HPS, en l’absence de fibroblaste, la coupe 

présente uniquement un bruit de fond de couleur rosée, preuve là aussi de la spécificité du 

marquage. 

I.2.2.2 Après 12 jours de maturation 
Après 12 jours de maturation, les fibroblastes se trouvent répartis de manière homogène 

à l’intérieur du cube test ce qui prouve la cytocompatibilité de notre bio-encre. De plus, la 

coloration verte montre une forte présence de matrice extracellulaire néosynthétisée et 

sécrété par les fibroblastes envahissant la totalité du derme bioimprimé (Figure 92). 

 

Figure 92. Caractérisation histologique par le trichrome de Masson du derme bioimprimé, après 12 jours de maturation. Barre 
d’échelle 50 μm, et 25 μm dans l’insert. 
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Visuellement, et sans avoir à détruire l’échantillon, une rétractation du derme de 20% de 

la taille initiale ainsi qu’une opacification de celui-ci ont été observées. Après l’analyse 

histologique, cela s’explique par la sécrétion massive de matrice extracellulaire. En effet, en 

proliférant, les fibroblastes sécrètent de plus en plus de matrice, remplaçant la bio-encre. Les 

fibrilles de collagène néosynthétisées, en s’associant en fibres vont induire une contraction 

des extrémités libre de l’échantillon121. 

I.2.2.3 Après 38 jours de maturation 

Les peaux totales ont été gardées en culture pendant 38 jours, puis la culture stoppée et 

les tissus fixés. Cette coupe histologique indique que l’ensemencement des kératinocytes au 

sommet des dermes se déroule de la manière attendue avec un niveau remarquable de 

stratification et de différenciation épidermique. La caractérisation histologique a démontré 

que la peau bioimprimée était morphologiquement et biologiquement représentative de la 

peau humaine normale. Le derme bioimprimé soutient la formation épidermique et 

potentialise sa prolifération afin de produire une peau totale d’une épaisseur physiologique. 

Néanmoins, une différence de coloration peut être observée entre la peau humaine normale 

et la peau bioimprimée. Cela est principalement dû au fait que les peaux bioimprimées 

présentent une matrice extracellulaire moins organisée que la peau humaine mature 

puisqu’elles ne contiennent que des fibroblastes et non un mélange complexe de plusieurs 

cellules (les cellules du système immunitaire et les cellules endothéliales par exemple). 

 

Figure 93. Caractérisation histologique par le Trichrome de Masson avec la mise en évidence de l’épiderme, de la jonction 
dermo-épidermique (JDE) et du derme. A) d'une peau humaine normale, B) d'une peau bioimprimée. Coupe de 5 μm, barre 
d’échelle 50 μm. 
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Après ces 38 jours de maturation, l’obtention d’une peau totale est validée. Cependant, 

il a été constaté une réduction de près de la moitié de la taille des peaux totales. Comme 

précédemment, l’explication vient de la création d’un collagène mature qui tracte les 

extrémités du tissu, indiquant au passage l’obtention d’un réel tissu qui s’organise et non plus 

un simple hydrogel cellularisé.  

 

I.2.3 Immunofluorescence 
La technique d’immunomarquage a été également utilisée afin de confirmer la présence 

d’un certain nombre de protéines spécifiques de l’épiderme, de la jonction dermo-

épidermique et du derme, pour s’assurer de la reconstruction correcte de la peau totale 

bioimprimée. 

I.2.3.1 Immunofluorescence des marqueurs de l’épiderme 

L’épithélium obtenu est non seulement morphologiquement semblable à la peau 

humaine normale mais il exprime également un certain nombre de marqueurs spécifiques liés 

à la différenciation et la prolifération épidermique (Figure 94). Plus spécifiquement, ces 

marqueurs concernent : 

- La cytokératine 10, témoin de la différenciation des cellules épithéliales104, 

- La filaggrine qui est une protéine se liant à la kératine qui est donc exprimée dans 

les kératinocytes des deux couches supérieures de l’épiderme, montrant ainsi la 

qualité de sa stratification105, 

- La loricrine représentative de la fonction de barrière cutanée car étroitement liée 

à la formation de la couche cornée105. 

La présence de ces marqueurs dans la peau totale reconstruite indique de manière précise 

une différenciation des kératinocytes et leur transformation en cornéocytes. Ces derniers sont 

le témoin d’une des fonctions primaires de la peau qui est la protection grâce à la formation 

d’une couche cornée fonctionnelle. 
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Figure 94. Caractérisation par immunofluorescence des protéines marqueurs de la différenciation et de la prolifération 
épidermique de la peau bioimprimée en regard de la peau humaine normale. Les noyaux des cellules sont marqués par le DAPI 
(bleu), la cytokératine et la loricrine en rouge et la filaggrine en vert, la jonction dermo-épidermique est représenté par les 
pointillés blancs. Observation par microscopie de fluorescence. Coupe de 5 μm, barre d'échelle 50 μm. 

 

I.2.3.2 Immunofluorescence des marqueurs de la jonction dermo-épidermique 
(JDE) 

Au niveau de la JDE, le marquage par immunofluorescence de la laminine 332 démontre 

la morphogénèse complète de novo de la couche la plus interne de l’épiderme pour 

l’obtention d’une JDE fonctionnelle212. La laminine est impliquée dans la cohésion des 

kératinocytes à la lame basale en déterminant leur orientation (polarité)131. Le marquage du 

collagène VII nous indique également l’organisation correcte de cette JDE avec une partie 

fibrillaire permettant l’ancrage des fibres de collagène du derme106. 
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Figure 95. Caractérisation par immunofluorescence des protéines de la jonction dermo-épidermique de la peau bioimprimée 
en regard de la peau humaine normale. Le marquage des noyaux par le DAPI apparait en bleu et les marquages spécifiques 
de la laminine 332 et du collagène VII apparaissent en vert. Pour plus de clarté, la jonction dermo-épidermique a été 
matérialisée, légèrement en dessous de sa réelle place, par des pointillés blancs. Observation par microscopie de fluorescence. 
Coupe de 5 μm, barre d'échelle 50 μm. 

 

 

I.2.3.3 Immunofluorescence des marqueurs dermiques 

L’analyse immuohistologique du derme a également montré l’expression d’un nombre 

important de protéines présentes dans la matrice extracellulaire du derme. Le collagène I et 

V, et la fibrilline sont abondamment exprimés (Figure 96). Il a aussi été démontré la présence 

d’élastine, en rouge sur la Figure 97. La présence abondante de ces protéines indique une 

reconstruction complexe et une réorganisation importante des peaux bioimprimées. 
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Figure 96. Caractérisation par immunofluorescence des protéines dermiques de la peau bioimprimée en fonction de la peau 
humaine normale. Le marquage des noyaux au DAPI apparait en bleu et les marquages spécifiques du collagène I, du collagène 
V et de la fibrilline apparaissent en vert, la jonction dermo-épidermique est représenté par les pointillés blancs. Observation 
par microscopie de fluorescence. Coupe de 5 μm, barre d'échelle 50 μm. 

 

 

Figure 97. Caractérisation par immunofluorescence de l’élastine de la peau bioimprimée. Le marquage des noyaux par le 
DAPI apparait en bleu et les marquages spécifiques du collagène I apparait en vert et de l’élastine en rouge. Observation par 
microscopie de fluorescence. Coupe de 5 μm, barre d'échelle 50 μm. 
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I.2.4 Microscope électronique à transmission 
L’observation des peaux totales grâce à un microscope électronique à transmission nous 

a permis d’identifier de manière plus précise l’organisation ultrastructurale de la peau 

bioimprimée, en mettant en évidence l’organisation du collagène et des organites présents 

dans la JDE et l’épiderme. 

Les granules de kératohyaline sont présents dans le stratum granulosum et le stratum 

coreum. Ces deux couches sont formées par l’association de 6 à 7 couches liées par des 

cornéodesmosmes (Figure 98-A et B). Les kératinocytes, dans la couche stratum spinosum, 

sont associés entre eux par de multiples desmosomes attachés à des filaments cytoplasmiques 

abondants (Figure 98-C). La présence de desmosomes entre les kératinocytes adjacents a mis 

en évidence des interactions cellulaires cruciales pour la formation de l'épiderme. Une 

membrane basale continue avec lamina lucida et lamina densa, typique des structures 

cutanées humaines normales, a également été observée avec les hémidesmosomes au niveau 

de la membrane basale des cellules basales (Figure 98-D). Ces hémidesmosomes semblent 

être liés aux filaments de kératine des kératinocytes basaux. 

Ces observations révèlent également une organisation structurée de la matrice 

extracellulaire néosynthétisée, dans laquelle les fibrilles de collagène sont regroupées en un 

réseau de faisceaux (Figure 98-E et F). Entre ces faisceaux, il a été identifié un matériel 

fibrillaire abondant : de l’élastine (Figure 98-G). 
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Figure 98. Images ultrastructurales de peau bioimprimée obtenues par analyse grâce à un microscope électronique à 
transmission. A) Le stratum corneum montrant les cornéodesmosomes. B) Les granules de kératohyalines dans le stratum 
granulosum. C) Les nombreux desmosomes dans le stratum spinosum. D) La zone membranaire de la JDE contenant de 
nombreux hémidesmosomes liés aux filaments de kératine. E,F) Les fibrilles de collagène organisées en fibres de collagène 
matures, regroupées en coupes transversale et longitudinale. G) Le dépôt d’élastine soluble se trouvant dans le derme. 

 

 

I.3 Conclusion et perspectives de la bioimpression d’une peau totale 

Notre stratégie de bioimpression sans échafaudage a permis la génération d’une peau 

totale conçue à partir de cellules primaires humaines et d’une épaisseur physiologique (5 

mm). Le principal avantage est la rapidité de mise en œuvre avec seulement quelques minutes 

d’impression pour atteindre un derme viable de 5 mm d’épaisseur. De plus, les cellules sont 

réparties de manière homogènes dans un environnement en 3D ce qui induit une 

différenciation rapide du derme sur lequel il est aisé d’ensemencer l’épiderme. Avec 

l’utilisation d’éponges de collagène par exemple, il faut attendre 12 jours afin de pouvoir 

ensemencer les kératinocytes. Dans notre cas, cet ensemencement est réalisé après 

seulement 5 jours de maturation. De ce fait, la maturation de la peau totale a été réduite de 

plusieurs jours par rapport à d’autres méthodes plus classiques d’ingénierie tissulaire.  

Cette approche de bioimpression offre donc des avantages significatifs grâce à un dépôt 

rapide de la bio-encre. Les résultats présentent de nombreuses similitudes biologiques avec 
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le derme in vivo. La présence d’un grand nombre de protéine et notamment d’élastine en fait 

un excellent modèle d’étude. 

La complexification de ce premier modèle est toujours à l’étude. Récemment, l’épiderme 

a pu être ensemencé non plus manuellement mais grâce à une deuxième étape de 

bioimpression par jet d’encre, sur les dermes matures de 5 jours. L’automatisation de cette 

étape a permis l’intégration, avec succès, d’un nouveau type cellulaire : les mélanocytes qui 

sont responsables de la pigmentation de la peau (Figure 99). 

 

Figure 99. Caractérisation histologique par le Melan-A (marqueur de la différenciation mélanocytaire) sur une peau normale 
humaine et sur une peau bioimprimée. Les mélanocytes sont marqués en marron.  

Après l’intégration réussie de mélanocytes, les nouvelles recherches se tournent sur la 

bioimpression de l’hypoderme grâce à l’utilisation d’adipocytes. 

 

Cette collaboration fructueuse qui a abouti au dépôt d’un brevet international et à une 

publication scientifique, se poursuit avec un projet financé par la DGA (ASTRID : ANR-16-ASTR-

0021). La partie de bioimpression de peau y est intégrante et le but final est la bioimpression 

in vivo : amener la bioimprimante dans le bloc opératoire pour une opération en un seul temps 

sur les grands brûlés.  
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II. Développement d’une nouvelle stratégie de traitement des lésions 
focales cartilagineuses grâce à la bioimpression 

II.1 Contexte et objectifs 

L’ingénierie du cartilage propose depuis plusieurs années un certain nombre de 

solutions mais aucune d’elles ne répond entièrement à tous les critères de stabilité dans le 

temps et d’intégration dans la matrice existante (sur le site d’implantation)139. Malgré les 

quelques exemples de bioimpression de substituts cartilagineux qui existent, aucun n’est 

satisfaisant au niveau de la composition de la matrice extracellulaire et des propriétés 

mécaniques obtenues.  

Toutes les expérimentations concernant la bioimpression de cartilage décrites dans ce 

manuscrit se sont faites en collaboration avec le laboratoire IMoPA (Ingénierie Moléculaire et 

Physiolpathologie Articulaire) de Nancy en interaction forte avec Dr. Astrid Pinzano et Christel 

Henrionnet. 

Les objectifs principaux sont dans un premier temps de réussir la bioimpression de 

cellules souches mésenchymateuses (CSM) et d’engendrer in situ une différenciation 

chondrogénique de ces dernières, accompagnée d’une sécrétion de matrice extracellulaire 

caractéristique de ce tissu. Le deuxième but est de pouvoir garder les cartilages bioimprimés 

en culture assez longtemps, jusqu’à 56 jours, afin de pouvoir observer la sécrétion matricielle 

qui est longue à se mettre en place.  

Pour tous les résultats présentés dans cette partie, les substituts cartilagineux ont été 

préparés suivant le protocole habituel (formulation, impression et polymérisation) et 

maintenus en culture pendant 28 ou 56 jours, en présence de milieu de culture supplémenté 

par de l’ITS (Insulin Transferrin Selenium) pour les contrôles négatifs ou supplémenté par un 

cocktail de facteurs de croissance (TGF-β1 à une concentration de 10 ng/mL et/ou BMP-2 à 

une concentration de 50 ng/mL), et placés dans un incubateur en normoxie ou en hypoxie.  

 

II.2 Résultats histologiques 

Plusieurs colorations ont été utilisées : l’HES (Hématoxyline Eosine Safran) pour mettre 

en évidence la morphologie des cellules bioimprimées et leur répartition, le bleu alcian pour 
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démontrer la présence de glycosaminoglycanes sulfatés et le rouge Sirius pour prouver la 

sécrétion de collagène (non-spécifique à un type de collagène) par les cellules. Afin de mettre 

en évidence la sécrétion de collagène de type II, spécifique de la différenciation phénotypique 

correcte en cartilage hyalin, des marquages immunohistochimiques ont été effectués. 

 

II.2.1 Comparaison des densités cellulaires d’ensemencement 
De nombreuses publications sur l’ingénierie du cartilage évoquent des ensemencements 

de CSM à plusieurs millions de cellules/mL, souvent supérieur à 10 millions213. Quelques autres 

utilisent des ensemencements plus faibles. En s’appuyant sur nos résultats de bioimpression 

de peau et notre formulation de bio-encre, nous avons lancé une première série 

d’expérimentation afin de vérifier la cytocompatibilité de notre bio-encre avec des cellules 

souches et apprécier leur développement sur une période de 28 jours en faisant varier la 

concentration de cellules par millilitre de bio-encre. 

 

Figure 100. Caractérisation histologique des substituts cartilagineux 28 jours après impression avec 1 million de cellules/mL 
ou 2 millions de cellules/mL, traités ou non par du TGF-β1. A) Coloration HES. B) Coloration au bleu alcian. C) 
Immunohistochimie du collagène II. Coupe de 5 μm, barre d’échelle : 200 μm. 

Tous les substituts cartilagineux traités avec de l’ITS, ne présentent que très peu de 

synthèse matricielle, les coupes histologiques apparaissent peu colorées. On remarque au 

contraire que dans les substituts traités avec du TGF-β1, les cellules sont toujours bien 

vivantes grâce à la coloration HES (encart zoomé sur la Figure 100) et qu’elles possèdent une 
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morphologie ronde caractéristique des CSM. La coloration par le bleu alcian démontre qu’une 

densité cellulaire de 1 million de cellules/mL est la plus adaptée à la sécrétion de 

glycosaminoglycanes. L’immunohistochimie du collagène II confirme une sécrétion plus 

importante de collagène II lors d’un ensemencement à 1 million de cellules/mL. 

Ces résultats préliminaires mettent en évidence que l’utilisation d’une concentration 

cellulaire de 1 million de cellules/mL de bio-encre semble être la plus appropriée afin d’obtenir 

une sécrétion matricielle riche en collagène de type II et en protéoglycanes.  

 

II.2.2 Effet du temps de culture 
Les expérimentations suivantes ont été effectuées afin de déterminer les meilleures 

conditions de culture des substituts cartilagineux. Tout d’abord, l’étude de l’effet du temps de 

culture sur la sécrétion matricielle a été conduite. Il s’agit de comparer deux temps de culture 

différents et de conclure si un arrêt après 28 jours de maturation est suffisant ou s’il est 

nécessaire de garder les substituts jusqu’à 56 jours de maturation afin de mieux apprécier leur 

évolution. Pour cela, plusieurs analyses histologiques ont été conduites, l’une avec le bleu 

alcian pour la détection de glycosaminoglycanes sulfatés et l’autre avec le rouge sirius pour la 

détection de fibres de collagène. 

 

Figure 101. Caractérisation histologique des substituts cartilagineux bioimprimés à J28 et J56 avec une coloration par le bleu 
Alcian pour les glycosaminoglycanes sulfatées et par le rouge Sirius pour les fibres de collagène. Coupe de 5 μm, barre d'échelle 
500 μm. 
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Une légère différence d’intensité de la coloration a été constatée entre les deux temps de 

maturation. En effet, après 28 jours de maturation, les colorations par le bleu alcian et par le 

rouge Sirius sont légèrement moins intenses et plus hétérogènes, ce qui est synonyme d’une 

sécrétion matricielle de glycosaminoglycane et de collagène moins importante qu’après 56 

jours de maturation. Afin de confirmer ces résultats une immunohistochimie du collagène II a 

été réalisée. 

 

Figure 102. Caractérisation immunohistochimique du collagène II sur les substituts cartilagineux après 28 et 56 jours de 
maturation. Coupe de 5 μm, barre d'échelle 50 μm. 

La Figure 102 indique clairement une synthèse matricielle du collagène II beaucoup plus 

importante après 56 jours de culture. Cela s’explique par le fait que les cellules souches 

mettent du temps à proliférer et à se différencier en chondrocytes qui sont alors responsables 

de la sécrétion matricielle. Donc, pour les expérimentations suivantes, tous les substituts 

cartilagineux ont été conservés en culture pendant 56 jours. Afin de vérifier le développement 

cellulaire les substituts bioimprimés ont été arrêtés à 28 jours (contrôle) et à 56 jours de 

maturation (résultats présentés par la suite). 

 

II.2.3 Effet des facteurs de croissance
La différenciation des CSM se fait sous l’influence de facteurs de croissance bien 

connus144. Le milieu de culture basal contient de l’ITS (Insuline Transférine, Sélénium) auquel 

il faut rajouter des TGF-β (Transforming Growth Factor). Ils appartiennent à une très large 

famille de protéines qui contient entre autre le TGF-β1 et TGF-β3 ainsi que la BMP-2 (Bone 

Morphogenetic Protein 2) qui sont impliqués spécifiquement dans la transformation des CSM 
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en chondrocytes137. Afin d’identifier le ou lesquels induisent le plus de synthèse matricielle, 

une étude comparative de l’influence de ces facteurs de croissance a été réalisée. Trois 

conditions de maturation des cubes bioimprimés ont été retenues : le milieu basal (ITS), puis 

celui-ci supplémenté avec du TGF-β1 et enfin un milieu plus complet avec l’ajout de la BMP-

2. 

 

Figure 103. Caractérisation histologique après 56 jours de maturation (par le bleu alcian et le rouge sirius) et 
immunohistochimique du collagène II des substituts cartilagineux bioimprimés et traités avec de l'ITS, du TGF-β1 et du BMP-
2. Coupe de 5 μm, barre d'échelle 500 μm. 

Le TGF-β3 a été aussi testé mais les résultats ne sont pas présentés ici. Il a été trouvé qu’il 

induisait une plus forte synthèse de matrice après 28 jours de maturation mais que cette effet 

s’estompait et s’inversait pour les résultats à 56 jours. 

Comme constaté sur la Figure 103, l’association TGF-β1/BMP-2 semble être le cocktail 

idéal pour une synthèse matricielle homogène des glycosaminoglycanes et du collagène II. En 

d’autres termes, la BMP-2 potentialise les effets du TGF-β1. 
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II.2.4 Effet de l’hypoxie 
L’utilisation d’une culture de chondrocytes maintenue en hypoxie (1% O2 et 5% CO2) est 

importante dans la conservation d’un phénotype chondrogénique214. Une étude de 

maturation en condition d’hypoxie des substituts bioimprimés a donc été effectuée. 

 

Figure 104. Caractérisation histologique (par le bleu alcian et le rouge sirius) et immunohistochimique du collagène II des 
substituts cartilagineux maintenus en normoxie ou en hypoxie pendant 56 jours. Coupe de 5 μm, barre d'échelle 500 μm. 

Par rapport à une culture en normoxie classique, le placement en hypoxie des substituts 

cartilagineux n’induit pas d’effet positif sur la production de matrice extracellulaire. Au niveau 

de la synthèse des glycosaminoglycanes, une diminution de l’intensité de la coloration au bleu 

alcian indique que l’hypoxie n’induit pas plus de synthèse matricielle. Ces résultats 

histologiques sont à prendre avec prudence puisque l’hypoxie, dans le cadre de substituts 

cartilagineux, apporte des bénéfices au niveau cellulaire et phénotypique214. L’analyse 

histologique n’est donc pas adaptée à l’infirmation ou à la confirmation de l’avantage de 

l’utilisation de l’hypoxie sur l’obtention de cartilage par bioimpression avec la conservation 

d’un phénotype cartilagineux. 

Afin de mesurer le phénotype des CSM dans nos substituts cartilagineux, une analyse 

phénotypique est en cours au laboratoire IMoPa à Nancy. L’étude de l’expression de plusieurs 

gènes d’intérêt est réalisée par RT-qPCR pour vérifier la différenciation des CSM en 

chondrocytes. 
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II.3 Conclusion et perspectives 

Ces premiers résultats démontrent la faisabilité de l’obtention de substituts 

cartilagineux grâce à la bioimpression par extrusion de cellules souches mésenchymateuses. 

La formulation de la bio-encre est identique à celle utilisée pour la bioimpression de derme, 

ce qui indique une certaine versatilité de cette dernière et confirme qu’elle offre un 

environnement favorable aux cellules primaires et aux cellules souches. 

L’optimisation des conditions de préparation et de culture nous ont permis de déterminer 

les conditions les plus favorables de production de ces substituts. C’est grâce aux analyses 

histologiques que nous avons pu arriver à des conclusions pertinentes :  

- Une synthèse homogène et intense de matrice extracellulaire notamment de 

glycosaminoglycanes qui est un élément essentiel du cartilage, et de collagène de 

type II. Ce dernier est un bon indicateur que les cellules conservent leur phénotype 

chondrogénique puisque seul les chondrocytes sont capables de sa sécrétion215.  

- La sécrétion du collagène II qui indique une bonne différenciation chondrogénique 

potentialisée par une culture en présence des facteurs de croissance TGF-β1 et 

BMP-2.  

- L’impact du temps de culture a aussi son importance sur la qualité de la synthèse 

matricielle, et c’est à 56 jours de culture qu’elle est la plus importante. 

Cependant, plusieurs autres analyses doivent être réalisées afin notamment de vérifier la 

stabilité du phénotype cellulaire obtenu. Il est impératif pour l’obtention de substituts 

cartilagineux que les cellules différenciées (en chondrocytes) conservent ce phénotype 

chondrogénique. Cela pourrait se faire grâce à une analyse phénotypique ou plus simplement 

par une coloration par le rouge alizarine afin d’écarter tout dépôt calcique (et donc exclure 

une différenciation en ostéocytes). Il serait aussi intéressant de déterminer exactement le rôle 

de l’hypoxie, qui est utilisé en routine pour la culture in vitro de substituts cartilagineux, mais 

qui a un impact peu probant sur nos résultats. D’autres études sur la résistance mécanique de 

nos substituts devront aussi être conduites afin de constater qu’elles sont proches des valeurs 

physiologiques des propriétés mécaniques du cartilage (un module d’Young compris entre 5 

et 30 MPa140). 
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III. Bioimpression de tissus microvascularisés 
III.1 Contexte et objectifs 

La vascularisation, essentielle à tous les tissus du corps humain (sauf le cartilage et la 

cornée), est l’élément clé de la réussite du passage de tissus bioimprimés in vitro au stade 

clinique pour une transplantation14. En effet, l’obtention de tissus de taille pertinente (cm3) 

ne peut se faire que grâce à la mise en place d’un système vasculaire à l’intérieur même de 

l’objet afin d’apporter tous les nutriments et les gaz nécessaires à la survie des cellules 

présentent en profondeur dans le tissu216, 217. 

La problématique est la suivante : la technologie de bioimpression 3D permet-elle la 

formation de microvascularisation fonctionnelle? Mais également, le transfert de la technique 

de bioimpression d’un cube contenant des fibroblastes de quelques cm3, à un tissu avec des 

épaisseurs supérieures à 1cm, est-il possible ?  

 

Figure 105. Illustration de la problématique du passage d'un cube à un tissu bioimprimé plus épais, à gauche des dermes 
bioimprimés et à droite un substitut d’oreille humaine adulte. 

Le système vasculaire est composé de vaisseaux de différents diamètres, allant de 

plusieurs centimètres (artères), à quelques microns (capillaires). Ces échelles de grandeurs 

très différentes induisent aussi une différence morphologique et organisationnelle à 

l’intérieur même de l’endothélium vasculaire (chapitre 1).  

L’objectif dans cette partie de ces travaux de thèse est d’induire la mise en place d’un 

réseau microvasculaire pendant la phase de maturation du tissu. L’approche d’auto-

assemblage des tissus est ici privilégiée pour aborder cette nouvelle thématique218.  

Dans un premier temps, nous avons cherché à déterminer la non-cytotoxicité de la bio-

encre pour les cellules endothéliales grâce à un encensement de celles-ci dans un objet 
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bioimprimé. Ensuite, a été testé la co-impression de deux types cellulaires dans le même objet, 

l’un servant à la formation d’un tissu grâce à une sécrétion matricielle (fibroblastes), l’autre à 

la mise en place du réseau microvasculaire (Human Dermal Microvascular Endothelial Cells = 

HDMEC-GFP, qui sont des cellules endothéliales du derme159). Cette expérimentation a pour 

but principal de se rapprocher le plus possible de l’organisation d’un tissu in vivo afin de 

pouvoir considérer (ou non) la mise en place d’un réseau microvasculaire fonctionnel à 

l’intérieur d’un tissu en culture in vitro. Enfin, nous avons fait varier la source cellulaire de ces 

cellules endothéliales afin d’observer la différence de comportement au sein de la bio-encre 

pendant la phase de maturation grâce à l’utilisation d’HUVEC (Human Umbilical Vein 

Endothelial Cell). 

 

III.2 Microvascularisation des objets imprimés 

Afin de débuter cette nouvelle thématique, plusieurs étapes ont dû être franchises afin 

de valider les preuves de concept au fur et à mesure de la complexification de notre modèle.  

 

III.2.1 Co-impression de cubes tests  

III.2.1.1  HDMEC-GFP 

Afin d’étudier plus précisément l’intégration et le développement des HDMEC-GFP dans 

un environnement en 3D, elles ont été intégrées directement à la formulation de la bio-encre. 

Dans l’optique d’obtenir un tissu microvascularisé, des fibroblastes ont également été intégrés 

et c’est grâce à leur sécrétion rapide (et déjà caractérisée) de matrice extracellulaire que nous 

obtenons la formation d’un tissu support similaire à un environnement physiologique. En 

mettant en place ces conditions physiologiques, l’objectif est premièrement de constater la 

formation d’un tissu (grâce aux fibroblastes) et dans un deuxième temps, la mise en place d’un 

réseau vasculaire (grâce aux cellules endothéliales). L’ensemencement des cellules est de 

625 000 cellules/mL pour les HDMEC-GFP et de 125 000 cellules/mL pour les fibroblastes. Le 

protocole habituel de formulation, d’impression, de polymérisation et de maturation a été 

suivi (chapitre 2). 
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III.2.1.1.1 Colorations histologiques 

Comme pour les autres tissus, il est nécessaire de contrôler grâce à des colorations de 

routine la maturation des cellules et leur organisation en tissu. Les colorations par 

l’Hématoxyline-Eosine (HE) et par le trichrome de Masson ont donc été utilisées. 

 

Figure 106. Caractérisation histologique par l’HE après 31 jours de maturation. Les flèches rouges pointent les structures 
d’intérêts. Coupe de 5 μm, barre d’échelle 200 μm. 

La coloration HE confirme la présence d’un réseau cellulaire bien réparti à l’intérieur du 

tissu après 31 jours de maturation. Des structures continues, indiquées par les flèches rouges 

sur la Figure 106, apparaissent clairement, laissant supposer une organisation spécifique de 

ces cellules. 

 

 

Figure 107. Caractérisation histologique par le trichrome de Masson après 31 jours de maturation. Coupe de 5 μm, barre 
d’échelle 100 μm. 
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La coloration par le trichrome de Masson indique une sécrétion importante de matrice 

extracellulaire comme l’indique la coloration verte sur la Figure 107. Cette sécrétion 

matricielle est directement liée à la présence de fibroblastes qui sont à même de produire leur 

propre microenvironnement, ainsi qu’un tissu de soutien au potentiel développement 

endothéliale.  

III.2.1.1.2 Fluorescence GFP des cellules endothéliales 

Le suivi des tissus bioimprimés au cours de la maturation est impossible par microscopie 

optique (Figure 108-Gauche) car l’épaisseur est trop importante. Pour une indication en temps 

réel du devenir des cellules, c’est le suivi de la GFP des HDMEC qui est utilisée (Figure 108-

Droite).  

 

Figure 108. Observation des cubes bioimprimés à J1 par microscopie optique. A gauche, en lumière visible, et à droite en 
fluorescence. Coupe de 5 μm, barre d'échelle 200 μm. 

Après 1 jour de maturation, les cellules sont mises en évidence dans leur répartition 

homogène et certaines sont adhérentes (à l’intérieur de la bio-encre) avec des pseudopodes 

visibles, signe de leur attachement au sein du cube. 
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Figure 109. Observation par microscopie de fluorescence des HDMEC-GFP après 8 jours de maturation. 

Après 8 jours de maturation, un réseau en 3D des HDMEC a été clairement observé par 

microscopie de fluorescence. Les structures tubulaires communiquent entre elles. La Figure 

109 montre distinctement quelques exemples de structures retrouvées dans les objets 

bioimprimés. 

 

Figure 110. A) Observation des HDMEC-GFP par microscopie optique de fluorescence après 14 jours de maturation. B) 
marquage des noyaux cellulaire par DAPI, les zones entourées correspondent aux zones d’intérêt avec les noyaux de 
fibroblastes. 

Après 14 jours de maturation, l’observation macroscopique (à l’œil nu) indique un début 

de rétractation des cubes tests, signifiant un développement matriciel provoqué par les 
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fibroblastes et confirmé par la coloration par le trichrome de Masson. La destruction manuelle 

(découpe de fines tranches de 1 mm de cube grâce à un scalpel) pour l’observation plus 

approfondie par microscopie de fluorescence a été nécessaire. Sur la Figure 110-A, il a été 

observé un fort développement des HDMEC-GFP en un réseau en 3D. La coloration par le DAPI 

(Figure 110-B) discrimine les noyaux des HDMEC-GFP et des fibroblastes notamment dans les 

zones indiquées par un cercle blanc.  

 

Figure 111. Observation des HDMEC-GFP par microscopie de fluorescence après 31 jours de maturation. 

Après 31 jours de maturation, le réseau cellulaire de HDMEC-GFP est réparti de manière 

homogène. Les structures observables sont toujours tubulaires avec un diamètre plus régulier 

qu’après 14 jours de maturation, laissant supposer une organisation en un réseau fonctionnel.  

 

III.2.1.1.3 Marqueurs endothéliaux 

Afin de déterminer plus précisément l’organisation fonctionnelle d’un réseau vasculaire 

en 3D, des marqueurs endothéliaux spécifiques ont été choisis.  

Tout d’abord l’EN4 a été utilisé. Cet anticorps cible les épithéliums vasculaires de petits 

comme de grands diamètres en reconnaissant la protéine CD31 (Cluster de Différenciation 31) 

spécifique des cellules endothéliales. Cette protéine étant exprimée fortement dans les 

jonctions intercellulaires des vaisseaux, c’est aux pourtours des cellules que le marquage sera 

le plus intense.  
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Figure 112. Caractérisation par immunofluorescence du réseau vasculaire grâce au marqueur EN4, les lumens observables 
sont indiqués par des flèches blanches. A, B et C) Marquage EN4 des cellules endothéliales en rouge et marquage des noyaux 
en bleu (DAPI), barre d’échelle : 50 et 25 μm. D) Mise en évidence du marquage d’une structure tubulaire par EN4. Coupes de 
5 μm, barre d’échelle 10 μm. 

Après 14 jours de culture, les cubes ont été placés dans un milieu cryopréservant afin 

d’effectuer des marquages de l’EN4 par immunofluorescence. La Figure 112 indique 

distinctement la mise en place d’un réseau vasculaire en 3D avec une visualisation claire des 

lumens formés. 

Pour corroborer ces premiers immunomarquages, l’anticorps anti-VWF (Von Willebrand 

Factor) a été utilisé. Le facteur de Von Willebrand est synthétisé par les cellules endothéliales 

puis stocké par ces dernières dans leurs cytoplasmes à l’intérieur des corps de Weibel 

Palade161. In vivo, il intervient notamment dans la maintenance de l’hémostase en 

promouvant l’adhésion des plaquettes lors d’une blessure mais il est aussi présent in vitro et 

cela en fait une bonne cible pour vérifier la bonne fonctionnalité du réseau vasculaire créé. 
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Figure 113. A) Caractérisation par immunofluorescence des cellules endothéliales grâce au marqueur VWF en rouge, les 
noyaux des cellules apparaissent en bleu (DAPI). B) Caractérisation immunohistochimique grâce au marqueur VWF en brun. 
Coupe de 5 μm, barre d’échelle 25 μm et 10 μm.  

Après 14 jours de culture, le même protocole que pour le marquage EN4 a été utilisé. 

Comme observé sur la Figure 113-A, une forte intensité de coloration apparait dans le 

cytoplasme cellulaire sous forme de granules rouges, témoins de la présence du facteur VWF 

à l’intérieur des cellules endothéliales. Le marqueur VWF a également été utilisé en 

immunohistochimie en paraffine afin de s’assurer de sa spécificité (Figure 113-B). Les cellules 

endothéliales apparaissent clairement avec un cytoplasme coloré en brun. Cela confirme que 

les cellules endothéliales ont un fonctionnement physiologique. Il a été possible d’identifier 

un certain nombre de fibroblastes dû à leur absence de marquage spécifique du VWF 

(résultats non présentés). 

 

III.2.2 Ensemencement des HDMEC-GFP  
L’obtention d’une microvascularisation grâce aux HDMEC a été prouvée. Il a été décidé 

d’expérimenter si ces cellules pouvaient donner des structures vasculaires de diamètres plus 

important : de la macro-vascularisation. Pour ce faire, une bio-encre acellulaire a été 

formulée, imprimée (Figure 114) et polymérisée suivant le protocole défini (chapitre 2). 

Ensuite, les HDMEC-GFP ont été ensemencées manuellement sur la surface du cube à une 

concentration de 2 millions de cellules/mL, laissées à température ambiante pendant 15 

minutes pour permettre l’adhésion des cellules à l’objet, puis mises en culture (submergée) 
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suivant le protocole établit (chapitre 2). L’objet consiste en un cube ouvert remplit par une 

grille qui forme des canaux continus verticaux de 1,5 mm de diamètre. 

 

Figure 114. A gauche, le dessin en 3D de l'objet à imprimer (motif de remplissage : nid d’abeille 50%). A droite, après 9 jours 
de maturation, observation par microscopie de fluorescence du réseau cellulaire, barre d’échelle 500 μm. 

Après 9 jours de maturation, il a été constaté la mise en place d’un réseau en 3D des 

HDMEC-GFP. Ce réseau semble être connecté et continu. La première conclusion est que les 

cellules adhèrent et se développent à la surface de l’objet (Figure 114). Il n’a pas été constaté 

de migration de celles-ci à l’intérieur des filaments de l’objet et leur répartition est hétérogène 

dû à un dépôt manuel. La difficulté d’observation de la globalité de l’objet de taille 

centimétrique rend l’observation, pendant le temps de maturation, compliquée. L’apparence 

sur la Figure 114 d’un réseau interconnecté, n’en fait pas forcément un réseau vasculaire 

fonctionnel. Les cellules se sont développées autour des filaments de bio-encre, ne laissant 

très certainement pas de lumen caractéristique d’un vaisseau. De plus, la continuité attendue 

des structures tubulaires verticales n’est pas constatée. 

 

III.2.3 HUVEC 

L’utilisation d’HUVEC (Human Umbilical Vein Endothelial Cell) dans l’étude de la 

vascularisation est incontournable. L’objectif principal est de comparer leur comportement 

dans un objet bioimprimé par rapport aux HDMEC. Les mêmes conditions d’impression et de 
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polymérisation ont été utilisées (chapitre 2). Pour ce qui est de la maturation, elle s’est 

déroulée en condition statique mais le milieu de culture a dû être adapté à la culture des 

HUVEC. Après plusieurs contrôles en 2D avec un mélange représentatif de 

fibroblastes/HUVEC, il a été décidé que le milieu de culture des tissus serait de 50% v/v de 

DMEM et 50% v/v d’EGM-2 (Endothelial Growth Medium). Ces sont les proportions qui 

garantissent une croissance équivalente pour les fibroblastes et les HUVEC cultivés 

conjointement dans les proportions utilisées pour leur bioimpression (test réalisé en interne). 

Au niveau des concentrations cellulaires, il a été décidé de garder les mêmes proportions 

qu’avec les HDMEC-GFP, soit 125 000 fibroblastes/mL de bio-encre et 625 000 HUVEC/mL de 

bio-encre afin d’avoir un point de comparaison. Les mêmes colorations et marquages que 

pour les HDMEC-GFP ont été réalisés. 

 

Figure 115. A) Caractérisation histologique HE après 31 jours de maturation. B, C et D) Caractérisation histologique à différents 
grossissements par le trichome de Masson après 31 jours de maturation des tissus fibroblastes/HUVEC. Coupe de 5 μm. 

La coloration HE (Figure 115-A) montre une bonne répartition des cellules à l’intérieur du 

tissu avec des structures similaires à celles déjà observées avec les HDMEC-GFP. En ce qui 

concerne le trichrome de Masson, la coloration verte apparait comme peu intense (Figure 

115-B, C, D). L’objet est visuellement rétracté, mais cela ne vient a priori pas d’une sécrétion 

matricielle. L’hypothèse la plus probable est que les HUVEC se développent de manière 
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anarchique et en grande quantité gênant ainsi la croissance des fibroblastes qui ne peuvent 

pas sécréter de matrice extracellulaire.  

Afin d’identifier clairement s’il y a une organisation des cellules endothéliales, un 

immunomarquage à l’EN4 a été réalisé. 

 

Figure 116. Caractérisation par immunofluorescence du réseau vasculaire grâce à l’anticorps EN4. Marquage par l’EN4 des 
cellules endothéliales en rouge et marquage des noyaux en bleu (DAPI). Coupe de 5 μm, barre d’échelle : 50, 25 μm et 10 μm. 

La mise en place d’un réseau vasculaire grâce aux HUVEC est beaucoup moins évidente 

qu’avec les HDMEC (Figure 116). En effet, les structures semblent continues mais peu 

nombreuses et l’intensité de fluorescence est bien moins importante que sur la Figure 112. La 

concentration des cellules est importante mais elles sont loin d’être organisées entre elles. De 

plus, par immunofluorescence, il a été impossible d’identifier des fibroblastes, c’est-à-dire la 

présence de noyaux (grâce au DAPI) non associés à un marquage par l’EN4.  

Ces premiers résultats de l’utilisation des HUVEC dans notre encre n’ont pas donné 

entière satisfaction. D’une part, la sécrétion de matrice est faible ce qui indique que le tissu 
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ne s’est pas correctement développé. Cela a certainement eu pour incidence d’inhiber la 

croissance des fibroblastes par manque de structuration interne. D’autre part, les HUVEC qui 

expriment toujours le CD31 puisque le marquage à l’EN4 est positif, ne semblent pas s’être 

organisés entre eux. La faible intensité de l’EN4 ainsi que le manque de continuité des 

structures présentent laissent penser que le réseau vasculaire ne s’est pas développé 

correctement.   

Les HUVEC ont été utilisés avec l’objectif d’obtenir une comparaison avec l’utilisation des 

HDMEC. Les HUVEC sont utilisés entre autres pour l’endothélialisation de structures 

vasculaires de diamètres variables219. Le but ici était de constater la formation d’une 

macrovascularisation c’est-à-dire de structures tubulaires avec des diamètres supérieurs par 

rapport aux HDMEC. Ces résultats peuvent s’expliquer par une proportion de 

fibroblastes/HUVEC qui n’est peut-être pas adapté. Il semblerait que dans la littérature, 

plusieurs études de co-culture en 3D de fibroblastes et d’HUVEC utilisent des ratios inverses, 

plus de fibroblastes et moins d’HUVEC (entre 8 : 1 et 4 : 1)220,221.  

 

III.3 Maturation dans un environnement dynamique : utilisation d’un bioréacteur 

Comme nous l’avons vu précédemment, le changement d’échelle des substituts 

corporels est indispensable, nous nous sommes donc penchés sur cette problématique en 

essayant de cultiver des objets de tailles supérieure (8 cm3) grâce à une maturation en 

condition dynamique.  

L’utilisation d’un bioréacteur n’est plus a démontré pour la maturation de tissus 

biofabriqués222. L’objectif ici est de mettre en place un protocole de maturation d’un objet 

bioimprimé de grande taille en milieu dynamique, afin de favoriser le développement de la 

microvascularisation. Le dessin en 3D de cet objet est un cube mesurant 8 cm3, fermé sur les 

côtés et rempli par un grillage traversant (144 trous d’environ 1 mm de diamètre, dessin 3D 

Figure 122) (Figure 117). 
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Figure 117. Photographie de profil et de face des gros objets bioimprimés grâce à la bio-encre contenant les fibroblastes et les 
HDMEC-GFP. 

Ce cube a été formulé avec la bio-encre habituelle (fibroblastes et HDMEC), puis imprimé, 

et polymérisé de la même manière que les cubes tests (chapitre 2). 

 

III.3.1 Cube Statique 
Cette première itération a pour objectif un contrôle négatif vis-à-vis de la maturation 

dynamique, c’est-à-dire que l’on prendra comme référence négative cet objet maturé comme 

un cube test en condition statique. Le but ici est d’imprimer un objet de plus grosse taille, 

contenant des cellules endothéliales (HDMEC-GFP) et des fibroblastes, et de le faire maturer 

dans les mêmes conditions que les cubes tests afin de comparer et d’identifier l’impact des 

conditions de culture dynamique sur la maturation de tissus bioimprimés de grande taille. 

Cette expérience de contrôle sans flux, a permis de conclure que le tissu final conservait très 

peu sa structure interne initiale et que très peu de structures tubulaires étaient présentes 

dans l’objet. De plus, la rétractation est normalement évidente lorsqu’un tissu contient des 

fibroblastes matures, elle apparait ici de manière très faible : 10% seulement de sa taille 

initiale.  
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Figure 118. Caractérisation histologique et par fluorescence du tissu bioimprimé après 7 jours de maturation. A) Vue de la 
taille réelle de l'objet coloré par le trichrome de Masson. B) Coupe plus détaillée de l'organisation cellulaire et de la matrice 
extracellulaire. C) Imagerie par fluorescence des HDMEC-GFP, les flèches rouges pointent les sphéroïdes. Coupe de 5 μm. 

La remarque principale est que le peu de rétractation s’explique par le peu de densité de 

matrice extracellulaire observable. En effet, la coloration par le trichrome de Masson révèle 

une couleur en majorité rose et non verte (Figure 118 A). Les fibroblastes ont donc été peu 

productifs. En regardant de plus près, les cellules endothéliales, semblent s’être organisées en 

un réseau connecté mais leur accumulation en sphéroïdes (flèches rouge sur la Figure 118 C) 

indique que la matrice était trop lâche pour qu’elles puissent y adhérer en préférant se 

regrouper entre-elles. Finalement, il n’a pas été détecté de structure microvasculaire avec un 

lumen suggérant une maturation incomplète du réseau de cellules endothéliales. 

 

III.3.2 Evolution du système de bioréacteur 

III.3.2.1  Utilisation d’un système commercial 
Plusieurs systèmes de bioréacteurs ont été testés avant d’arriver à un montage final. Tout 

d’abord, un bioréacteur commercial de chez Applikon Biotechnology a été utilisé. Destiné à la 

base à l’expansion de cellules en suspension, plusieurs modules ont été rajoutés afin de 

l’utiliser pour notre domaine d’application. Il comprend un contrôleur qui gère les injections 

de soude (pour l’équilibre du pH), et d’oxygène, ainsi que les mesures en temps réel de la 
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température et du pH. Ensuite, on trouve la cuve du bioréacteur où se passent les mesures 

grâce à plusieurs sondes, les injections (oxygène et soude) ainsi qu’un système mélangeur 

pour avoir un milieu homogène. De cette cuve part donc le milieu équilibré et oxygéné qui 

passe à travers la pompe péristaltique pour se déverser dans la cuve où se trouve notre objet 

bioimprimé.  

 

Figure 119. Photographie du montage du système commercial avec de droite à gauche : le contrôleur, le bioréacteur où sont 
plongées les sondes de pH et l’injecteur (soude et oxygène), la pompe péristaltique, le système d’agitation et la cuve contenant 
l’objet. 

Le premier essai s’est arrêté au bout de seulement quatre jours car le cube a commencé 

à se désagréger complètement. Pour les expérimentations suivantes, un couvercle a été 

ajouté à l’habitacle du tissu bioimprimé (Figure 120). Cette manipulation s’est 

systématiquement arrêtée au bout de 5 jours, car le couvercle se détachait et le cube 

bioimprimé se mettait à flotter. Aucune autre solution technologique n’a été trouvée pour 

remplacer ce couvercle tout en garantissant la stérilité du montage. La récupération de l’objet 

puis sa mise en culture classique (boîte de pétri) nous a montré que les cellules étaient encore 

vivantes et que certaines se détachaient de l’objet pour migrer au fond de la boîte de pétri, 

révélant que les deux types cellulaires (fibroblastes et HDMEC-GFP) étaient encore présents.  
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Figure 120. Photographie de la cage qui maintenait l'objet bioimprimé en culture avec un couvercle amovible, un habitacle 
aux dimensions de l’objet bioimprimé, et une cage ouverte contenant un barreau aimanté pour l’homogénéisation du milieu. 

Il y a plusieurs hypothèses à l’échec de mise en œuvre de cette expérimentation. 

Premièrement, l’agitation devait être trop intense (malgré la plus faible intensité disponible) 

pendant les premiers jours de culture, alors que l’objet bioimprimé était encore trop fragile 

(avec peu de sécrétion matricielle). Deuxièmement, l’utilisation de 500 mL de milieu pour 

remplir les deux cuves et tout le système semble disproportionnée par rapport aux nombres 

de cellules à faire maturer (6 millions). Cette proportion ne permettait pas une bonne 

interaction entre les cellules en diluant intégralement les facteurs de signalisation sécrétés 

par ces cellules. 

 

III.3.2.2  Elaboration par impression 3D d’un système de bioréacteur 
personnalisable 

Le peu de disponibilité et de modulabilité des bioréacteurs commerciaux spécifiques à 

l’ingénierie tissulaire, nous ont poussés à concevoir notre propre système. Dans un premier 

temps, il a été décidé que le bioréacteur serait constitué d’une petite cuve sur-mesure, 

adaptée à la taille de notre cube bioimprimé. Elle est dotée d’une entrée et d’une sortie fixe 

où sont branchés les tubes qui font circuler le milieu de culture grâce à une pompe 

péristaltique. Tous les circuits sont préalablement montés puis stérilisés à l’autoclave. Ensuite, 

l’objet est imprimé puis polymérisé suivant le protocole habituel et inséré dans la cuve prévue 

à cet effet. L’ajout de milieu de culture se fait progressivement à l’aide d’une seringue 

branchée en série sur le tube de sortie. Plusieurs conceptions ont ainsi pu être testées. 
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Figure 121. Evolution de la conception de la cuve de notre bioréacteur personnalisé. 

Sur la Figure 121 sont regroupées trois conceptions différentes : 

- La configuration 1, où la cuve est placée dans une enveloppe externe où circule de 

l’eau thermostatée à 37°C. Il y a un couvercle, maintenu par des pinces et une 

ouverture sur laquelle un tube avec un filtre à 0,22 μm de diamètre est fixé afin 

d’apporter passivement les échanges gazeux nécessaires au développement 

cellulaire. Le principal problème venait du couvercle peu étanche qui a provoqué 

une contamination rapide de l’échantillon. 

- La configuration 2 où les pinces ont été remplacés par des vis afin d’apporter plus 

d’étanchéité à la cuve. Cependant, l’enveloppe thermostatée ne permettait pas un 

maintien à une température de 37°C et après vérification, le milieu de culture se 

trouvait plutôt à 34°C. Les tubes d’entrée et de sortie étant exposée à la 

température ambiante, la déperdition thermique était trop importante. 

- La configuration 3, est celle que nous avons gardée pour toutes les 

expérimentations. On retrouve la cuve, installée dans l’incubateur, avec une entrée 

et une sortie d’où les tubes rejoignent la pompe péristaltique située à l’arrière de 

l’incubateur. Le couvercle est simplement posé sur la cuve pour que les échanges 

gazeux se fassent (comme dans une boîte de pétri). 
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La dernière évolution apportée vient du matériau utilisée pour construire la cuve. D’abord 

imprimée par la technologie jet d’encre en résine acrylate, elle a ensuite été imprimée en 

silicone (Sikasil®-C, SIKA, Suisse). Ce matériau a pour avantage d’être plus facilement 

stérilisable (il se déforme moins), et cela apporte une modulation dans le choix de la position 

des aiguilles d’entrée et de sortie qui sont simplement insérées dans la cuve avant stérilisation 

(Figure 122). 

 

 

Figure 122. A) Représentation schématique du bioréacteur (bleu clair) avec l'objet bioimprimé à l'intérieur (rose) B) Vue 
supérieure de l’objet avant impression. C) Vue de côté de ce même objet. 

Le tissu de 8 cm3 a été bioimprimé avec un réseau interne laissant 80% du volume de 

l’objet ouvert à la diffusion du milieu de culture (Figure 122-B, C). Ce réseau a été choisi de 

sorte à ce que l’épaisseur du tissu en chaque point de l’objet ne dépasse jamais 1 mm tout en 

ayant un objet atteignant une taille de 8 cm3. Cette épaisseur a été déterminée en fonction 

de l’acceptation classique de la limite de diffusion passive des nutriments et des gaz de 500 

μm donnée par Jos Malda et ses collaborateurs pour des constructions de substituts 

cartilagineux. Ce remplissage de 20% conduit à la production de macro-porosité de taille 

millimétrique à l’intérieur du tissu. De plus, l’objet imprimé présente des parois pleines sur 

quatre périmètres pour orienter le flux dans une seule direction au sein de l’objet. La 

dynamique des fluides numérique (CFD) a été utilisée pour simuler le débit du milieu de 

culture dans le grand tissu bioimprimé.
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III.3.3 Mécanique des fluides numérique (computational fluid dynamics = CFD) 
Ce travail a été réalisé en collaboration avec le laboratoire LRGP (Laboratoire des 

Réactions et Génie des Procédés) de Nancy en interaction forte avec le Dr Eric Olmos et Céline 

Loubière. Cette approche complémentaire, basée sur la dynamique des fluides a été utilisée 

pour identifier la trajectoire théorique du milieu de culture dans le bioréacteur à l’intérieur 

duquel se trouve un objet de grande taille, lors de la phase de maturation. Pour simplifier la 

configuration, l’objet imprimé est considéré comme un solide ouvert ne permettant pas la 

diffusion du milieu (à l’intérieur même des filaments de la bio-encre). Le débit est fixé à 300 

mL/heure avec une entrée et une sortie de 0,4 mm, comme en conditions expérimentales.  

 

Figure 123. Représentation des trajectoires du flux de milieu de culture dans le système perfusé. Les couleurs représentent le 
temps après injection, c’est-à-dire le temps nécessaire à un élément fini pour atteindre une position particulière dans le tissu. 

Cette représentation, qui exprime le trajet que prend le fluide à la sortie de l’aiguille, met 

en évidence une zone dite « morte » en bas à gauche sur la Figure 123. Cela signifie qu’à cet 

endroit de l’objet, le fluide stagne et ne se renouvelle que très peu. On observe aussi que 

lorsque le milieu de culture sort de l’aiguille, deux trajets préférentiels apparaissent : un 

premier qui traverse verticalement le cube de manière rapide (couleur bleue foncée) et se 

dirige vers la sortie, et un deuxième qui va se disperser contre la paroi et remonter pour 

former une boucle. C’est donc dans la partie supérieure de l’objet imprimé et dans sa partie 

opposée à l’entrée, que le renouvellement du milieu de culture se fait le plus rapidement.  

Afin d’arriver à des conclusions pertinentes, trois zones d’intérêt ont été choisies pour 

être corrélées aux coupes histologiques : 

- La zone-A, située à l’entrée de l’aiguille dans l’objet, 
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- La zone-B au milieu de l’objet, 

- La zone-C à l’autre extrémité (sortie du flux). 

 

Figure 124. A) Vitesse d'écoulement du fluide dans les trois zones d'intérêt. Les couleurs représentent la vitesse du fluide à 
l’intérieur de l’objet. L’aiguille est représentée par le trait rouge. 

 

Le cube bioimprimé a été cultivé pendant 12 jours dans le système de perfusion en 

utilisant un débit d'entrée de 300 mL/heure de milieu de culture avec injection quotidienne 

de vitamine C (concentration finale de 50 μg/mL), qui est un facteur de croissance des 

fibroblastes bien connu pour induire la sécrétion de la matrice cellulaire223. Afin de permettre 

le contrôle de la température et l’équilibre du pH dans le bioréacteur, celui-ci a été placé 

directement dans un incubateur standard de culture cellulaire. Après une semaine de culture 

dynamique, le tissu présentait une réduction de volume isomorphe claire de 8 cm3 à 6 cm3, 

typique de la maturation tissulaire des fibroblastes dans laquelle la matrice extracellulaire est 

sécrétée en induisant une rétractation.
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Figure 125. A) Caractérisation histologique par le trichrome de Masson du tissu bioimprimé après 12 jours de culture 
dynamique, coupe de 5 μm et barre d’échelle de 500 μm. B) Vitesse d'écoulement du fluide dans chaque zone, les couleurs 
représentent la vitesse du milieu de culture qui passe à travers l’objet (ce dernier n’est pas représenté, il est transparent). C) 
Contrainte de cisaillement imposées par la circulation du fluide à l’intérieur de l’objet. 

 

La production de cette matrice a été mise en évidence sur la Figure 124-A par coloration 

par le trichrome de Masson. La Figure 124-A décrit également la macroporosité interne du 

grand tissu bioimprimé. En effet, la porosité initiale a été conservée pendant la maturation 

dynamique des tissus, conduisant à des structures tubulaires dans le tissu bioimprimé et 

orientées dans la direction du flux de perfusion et perpendiculaires à la section histologique 

de 3 μm. La comparaison entre l'hétérogénéité de la production de la matrice extracellulaire 

obtenue et la distribution des vitesses d'écoulement à l'intérieur de l'objet a montré 

clairement un lien entre les deux phénomènes (Figure 124-B et Figure 124-C). En effet, une 
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faible production de matrice extracellulaire a été observée dans la zone A, avec un impact 

évident sur la position de l'entrée de l'aiguille. Ensuite, la zone B, qui se caractérise par une 

diffusion plus large de la vitesse d’écoulement, a mis en évidence une production de matrice 

extracellulaire homogène. Enfin, en accord avec le temps d’écoulement et de post-injection 

(Figure 123), la zone C représentait la production de matrice la plus intense et la plus 

homogène. Fait intéressant, cette variabilité de la production de matrice extracellulaire au 

sein du tissu a également été directement liée à la contrainte mécanique appliquée. En effet, 

les contraintes de cisaillement du fluide des zones A, B et C illustrés à la Figure 124-C 

démontrent clairement une corrélation directe entre la stimulation mécanique et la 

production de la matrice extracellulaire. Il est alors clair que dans ce système actuel, un effet 

additif de la disponibilité localisée des nutriments et de la stimulation mécanique conduit à 

une maturation tissulaire localisée. 

Cette simulation met donc en évidence un profil de circulation du milieu de culture 

préférentiel avec une certaine hétérogénéité de trajectoire. Pour relier ces résultats à nos 

données expérimentales et ainsi évaluer l’impact du flux sur l’organisation cellulaire, d’autres 

analyses histologiques ont été réalisées. 
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III.3.4 Caractérisations des tissus avec une maturation en environnement 
dynamique 

Afin de déterminer si le tissu a maturé de manière physiologique, plusieurs analyses 

histologiques ont été réalisées après 14 jours de maturation dynamique. 

 

Figure 126. Caractérisation histologique et immunohistochimique du tissu bioimprimé après 14 jours de maturation en culture 
dynamique. A) Coloration par le trichrome de Masson d’un pore et d’une vue plus rapprochée de la matrice environnante. B) 
Coloration immunohistochimique à l’EN4 (coloration cytoplasmique marron des cellules endothéliales) du même pore. C) 
Images de microscopie par fluorescence montrant des réseaux de cellules endothéliales microvasculaires dermiques. D) 
Coloration immunohistochimiques par l’EN4 des HDMEC organisées en un lumen ouvert.  
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En regardant de plus près la structure et la sécrétion de matrice extracellulaire grâce à la 

coloration par le trichrome de Masson, il a été constaté que le tissu est entièrement colonisé 

par les cellules vivantes avec une coloration verte intense par endroit (Figure 126-A). C’est 

bien la preuve de la présence d’une matrice extracellulaire et plus précisément de collagène 

néosynthétisé par les fibroblastes. Il a été également mis en évidence une certaine 

accumulation des cellules à l’interface entre l’objet le milieu de culture, dans les pores du 

cube. En utilisant des techniques d’immunohistochimies par l’EN4, les cellules présentes ont 

été identifiées comme étant en majorité des fibroblastes (Figure 126-B). Les cellules 

endothéliales se retrouvent elles, distribuées plus en profondeur dans le tissu. Ces cellules ont 

été aussi observées par microscopie de fluorescence (grâce au prélèvement d’un morceau de 

tissu avant la fixation). Des structures caractéristiques de leur organisation en 3D ont été 

observées (Figure 126-C). Enfin, des micro-vaisseaux identifiés par le marquage du CD31 ont 

été observés avec des diamètres de lumen compris entre 5 et 25 μm (Figure 126-D), taille 

caractéristique des capillaires. 

 

III.3.5 Comparaison de la culture statique et de la culture dynamique 
Malgré un temps de culture de 7 jours pour la condition statique et un temps de culture 

de 14 jours pour la culture dynamique, plusieurs différences peuvent être mises en évidence. 

Au niveau cellulaire, en observant la formation de matrice extracellulaire, la production faible 

de collagène dans le tissu bioimprimé cultivé dans des conditions statiques indique clairement 

une maturation moins aboutie du tissu (production de collagène par les fibroblastes humains). 

Ceci est certainement lié à une conservation inférieure de la porosité interne des tissus, 

entraînant une diffusion entravée du milieu de culture tissu. Ensuite, en analysant 

l’organisation des cellules endothéliales microvasculaires, une différence a été observée entre 

les conditions de culture dynamique et statique. En condition statique l’organisation du réseau 

est moins structurée, sans microstructures à base de lumen et la présence de sphéroïdes 

(Figure 118), typiques du stress environnemental des cellules224,225. Cette observation doit 

être liée à la diminution de la production d’ECM dans les grands tissus bioimprimés dans des 

conditions statiques. 

Ensuite, l’utilisation concomitante d’une porosité interne (de taille millimétrique) 

orientée et des conditions de culture dynamiques de perfusion sur la maturation d'un gros 
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tissu bioimprimé (dm3) incorporant des cellules endothéliales microvasculaires utiles pour le 

développement de la microvascularisation. Les résultats obtenus indiquent clairement que la 

procédure développée permet, d’une part, la conservation de la porosité interne du tissu, 

conduisant à une perfusion constante et homogène de l’intégralité du tissu et, d’autre part, 

au développement d'une organisation claire de réseaux cellulaires endothéliaux connectés. 

 

III.3.6 Conclusion 
Dans cette dernière partie, il a été mis en évidence la formation d’un tissu vascularisé. 

L’incorporation des cellules endothéliales dans la bio-encre montre là-encore sa versatilité. 

Les cellules endothéliales (HDMEC-GFP et HUVEC) conservent leurs marqueurs spécifiques ce 

qui rend leur identification par histologie aisée. Le tissu ainsi bioimprimé avec les HDMEC-GFP 

est microvascularisé et fonctionnel. 

Cette microvascularisation peut s’obtenir de deux manières différentes, soit grâce à la 

diffusion pour un tissu d’une épaisseur ne dépassant pas les 1 mm, soit par une culture 

dynamique pour des objets de taille plus imposante (8 cm3). 

L’obtention d’un tissu perfusable en utilisant l’approche bioréacteur a été démontrée 

avec la possibilité de générer et de maintenir des structures tubulaires de tailles 

millimétriques dans un tissu bioimprimé de plusieurs centimètres cubes. L’impact du flux de 

milieu de culture (statique versus dynamique) montre des évolutions différentes liées 

directement au flux et au stress hydrodynamique généré.  

 

  



Chapitre 5 : La biofabrication in vitro de tissus complexes et fonctionnels 

196 
 

IV. Conclusion 
Dans cette partie consacrée aux tissus bioimprimés, une première remarque concerne 

la bio-encre. Cette dernière a été utilisée dans tous les tissus sans changement de sa 

composition, elle possède un caractère versatile. Elle a notamment permis la bioimpression 

de cellules primaires (fibroblastes), de cellules souches mésenchymateuses qui se sont 

différencié en chondrocytes ainsi que de cellules endothéliales de deux sources différentes 

(HDMEC-GFP et HUVEC).  

Le premier tissu bioimprimé a été le derme. L’obtention d’un derme en 5 jours a permis 

un ensemencement des kératinocytes et la maturation a conduit à l’obtention d’une peau 

totale présentant un grand nombre de marqueurs, témoins d’une reconstruction et d’une 

réorganisation complexe de cette peau. 

La bioimpression de cellules souches mésenchymateuses a conduit à l’obtention de 

substituts cartilagineux présentant des caractéristiques histologiques encourageantes avec 

notamment la présence importante de collagène de type II. 

Pour finir, le développement d’un tissu vascularisé a été étudié tout d’abord avec deux 

sources cellulaires différentes dans les conditions de maturation habituelles, puis dans des 

conditions dynamiques de perfusion. Cette évolution a conduit à la bioimpression d’un objet 

de grande taille et à la création d’un bioréacteur qui va pouvoir évoluer pour apporter encore 

plus de contrôle avec l’incorporation de sonde (pH et température). 
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 La bioimpression est un champ de recherche récent qui allie de nombreuses disciplines 

scientifiques comme en témoigne la transversalité de ce travail de recherche. Cette thèse a 

eu pour but la création d’une bio-encre pour la bioimpression 3D de tissus vivants afin 

d’arriver à l’obtention de tissus bioimprimés. 

Pour cela, la première partie des résultats a démontré le cheminement exploratoire de 

l’élaboration d’une bio-encre. En partant d’alginate, couramment utilisé en ingénierie 

tissulaire, il a été présenté les ajouts successifs de deux autres biomatériaux, la gélatine et le 

fibrinogène, afin d’arriver à une formulation finale utilisée pour les différents tissus 

bioimprimés. Leurs rôles, à l’intérieur de la bio-encre, sont pour chacun bien définis avec pour 

l’alginate la conservation de la structure 3D pendant la phase de maturation, pour la gélatine 

son apport lors de la phase d’impression et pour le fibrinogène son rôle dans l’adhésion 

cellulaire. Dans le même temps, cette bio-encre a été caractérisée grâce à une étude 

rhéologique afin de s’assurer de son imprimabilité (paramètre essentiel en bioimpression) et 

de mesurer l’innocuité du procédé sur les cellules. Dans ce premier chapitre, le devenir des 

cellules a été caractérisé par des numérations afin de déterminer les phases de croissance à 

l’intérieur d’un cube standard comprenant des fibroblastes. Deux dosages métaboliques ont 

été mis en place dans l’optique d’un suivi de la maturation cellulaire non destructif. 

Dans le deuxième chapitre de résultats, l’élaboration d’une bioimprimante a été décrite. 

Les tout premiers résultats de bioimpression de cellules ont été réalisés grâce à une 

imprimante 3D plastique transformée en bioimprimante. Les développements technologiques 

qui ont suivi nous ont amené à affiner nos exigences en concevant un cahier des charges plus 

précis et plus adapté à notre utilisation. L’acquisition d’un bras robotique 6 axes va permettre 

de réaliser les premiers essais de bioimpression in vivo chez le petit animal. Ce sera la première 

étape dans le transfert de la technologie de bioimpression chez l’homme. L’objectif est de 

pouvoir imprimer directement sur la plaie d’un patient afin de pallier au manque de 

disponibilité de substituts ou de peau saine. 

La dernière partie des résultats, consacrée aux tissus bioimprimés, est centrée sur trois 

thématiques. Tout d’abord, la bioimpression de derme, qui a été le premier tissu bioimprimé 

au laboratoire. Sa maturation se déroule grâce à la sécrétion de matrice extracellulaire par les 

fibroblastes. Cette matrice a été caractérisée par de nombreuses colorations histologiques et 

par l’utilisation de marqueurs spécifiques de l’épiderme, de la jonction dermo-épidermique et 
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du derme. La complexification du derme bioimprimé a été réalisée par l’ensemencement des 

kératinocytes pour donner une peau totale fonctionnelle et organisée. L’ultrastructure de la 

peau bioimprimée a été étudiée précisément par microscopie électronique afin de s’assurer 

de l’organisation correcte des fibres de collagène et de la présence de nombreux organites 

essentiels confirmant une réorganisation complexe de cette peau. Le développement de 

bioimpression de peau a suscité une publication et le dépôt d’un brevet international.  

La bioimpression de cartilage a permis de constater que l’utilisation de la bio-encre 

développée précédemment permettait la bioimpression de cellules souches 

mésenchymateuses. Ces cellules souches se sont alors différenciées en chondrocytes pour 

donner des substituts cartilagineux présentant des caractéristiques histologiques 

encourageantes avec notamment la présence importante de collagène de type II. Ces 

développements sont regroupés dans une publication en cours d’écriture 

La problématique de la vascularisation apparait avec la volonté de produire des 

substituts corporels de plus grandes tailles afin de pallier au manque de greffons disponibles. 

Pour aborder cette thématique, nous avons essayé de recréer de la microvascularisation à 

l’intérieur de cubes standards contenant des fibroblastes. Ces derniers jouent un rôle 

sécréteur de matrice extracellulaire afin de supporter la formation de capillaires. Grâce aux 

HDMEC, cette étape a été validée par de nombreuses caractérisations histologiques. Pour aller 

plus loin, un bioréacteur a été conçu afin de répondre à différents besoins de taille et de flux. 

L’utilisation de ce bioréacteur a pour but l’apport de plus de contrôle au tissu bioimprimé 

pendant la phase critique de maturation. Grâce à la CFD, nous avons pu prévoir le trajet 

emprunté par le milieu de culture afin d’observer un chemin préférentiel et constater l’apport 

du flux d’une maturation dynamique sur le développement cellulaire et la sécrétion 

matricielle. Cette étude a fait l’objet d’une publication. 

  

Plusieurs projets et collaborations ont émané de cette nouvelle thématique de 

bioimpression 3D de tissus vivants au laboratoire. Certains projets sont déjà financés, d’autre 

en sont à leur première preuve de concept, ils sont présentés ci-dessous. 

Le projet Bloc-Print financé par la DGA (Direction Générale des Armées) pour la 

bioimpression de peau et de cartilage in vivo qui a permis le financement d’un bras robotique 
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6 axes. Le but est d’apporter la bioimprimante au plus près du patient : dans le bloc opératoire. 

Cette promiscuité permettrait  de réaliser en seul temps opératoire, le prélèvement (de peau 

saine) et l’impression de peau sur des grands brûlés, réduisant ainsi considérablement les 

temps de préparation de greffons épidermiques. Ce projet contient aussi une partie de 

bioimpression de cartilage afin d’envisager la faisabilité de bioimpression patient spécifique.  

La collaboration avec un chirurgien plastique (Dr Altlan) et le centre de Recherche Saint-

Antoine (UMRS 938) nous a amené à bioimprimer en 3D des cellules souches adipeuses. Le 

but de ces premiers résultats est l’obtention de tissus adipeux potentiellement utilisables lors 

de perte de tissus importants (accidents ou maladie) pour une reconstruction plastique.  

Un partenariat avec une équipe Marseillaise (UMRS 1251) dirigée par le Dr Pucéat, nous 

a conduits à la bioimpression de patches cardiaques composés de cellules progénitrices 

cardiaques. L’objectif est d’apporter une solution régénératrice lors d’accident vasculaire 

cardiaque afin de limiter les nécroses du tissu cardiaque. Ce patch est actuellement testé sur 

des cochons chez lesquels il a été induit une pathologie nommé la tétralogie de Fallot afin de 

tester la faisabilité d’implantation de patch créé par bioimpression 3D. 
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Une autre collaboration avec l’Université Paris-Descartes et le Dr. Taly a permis la 

bioimpression de micro-tumeurs de cancer colorectal.  

 

Figure 127. Première preuve de concept de bioimpression de micro-tumeurs (cellules HT29) et observation microscopique 
après 23 jours de maturation grâce à un marquage par la calcéine et par l’iodure de propidium. 

L’objectif ici est d’obtenir des objets bioimprimés présentant des sphéroïdes (tumeurs 

en devenir) avec leur propre microenvironnement. L’obtention d’un modèle de tumeurs de 

cancer colorectal présente d’énormes intérêts dans la recherche de traitements 

thérapeutiques et de compréhension des mécanismes d’interaction cellulaire afin de mieux 

appréhender cette pathologie. 

 

Les apports majeurs de ces travaux de thèse portent sur la formulation d’une bio-encre 

dans laquelle les cellules prolifèrent en sécrétant leur propre matrice extracellulaire ainsi que 

sur le développement d’un procédé innovant de bioimpression 3D. Pour conclure de manière 

générale, ces travaux ouvrent de nombreuses perspectives sur des thématiques extrêmement 

variées dans le domaine de l’ingénierie tissulaire. 
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1. Introduction 

Over the past four decades, significant milestones have been 
reached in the field of tissue engineering of human skin with 
early efforts mainly focused on  developing  skin substitutes for 
clinical uses.[1] These were subsequently followed by rapid 
development of reliable and predictive 3D tissue-like models, 
bringing a broad range of approaches available for the assess- 
ment of the efficacy and safety of substances and for funda- 
mental research.[1,2] 

Since the successful isolation and cultivation of human 
epidermal  keratinocytes  in  1975,[3]  tissue-engineered   skin has 
developed from epidermal substitutes to full-thickness skin 
containing various derived-skin cell types by using dif- ferent 
biomaterial scaffolds. They are typically represented by synthetic 
substrates (e.g., nylon and polycarbonate) possibly in 
microfluidic systems,[4] acellular matrix protein scaffolds (e.g., 
collagen, glycosaminoglycans, and fibrin),[2] or dead de-epider- 
mized dermis populated by human dermal fibroblasts on top of 
which are further seeded human epidermal keratinocytes.[5] 
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Although these conventional tissue- 
engineering strategies led to the develop- 
ment of first generations of engineered skin, 
such processes are usually time consuming 
and confined to the produc- tion of 
constructs having mostly flat and pre-
determined geometries. To overcome these 
limitations of conventional skin tissue-
engineering schemes, 3D printing 
approaches were proposed with interesting 
first results.[6] It is then now a reality  to  use 
sophisticated machine control to create 
engineered skin models. Several researchers 
have thus demonstrated the potential of skin 
bioprinting using inkjet, bio-extrusion, and 
laser-based techniques.[7–11] 

However, despite these progresses in skin bioprinting, a 
scaffold-free model bioprinted with human primary skin cells is 
still not available. 

To conduct such research, our laboratory has perfected a 
unique bio-ink composed of alginate,[12,13] gelatin,[13] and fibrin- 
ogen[14] developed together with optimum printing conditions 
and 3D printer functions. The chosen printer is here an open 
source machine developed by our team and fully compatible 
with laboratory safety standards (source code and schemes in 
Sections S1 and S2, Supporting Information, respectively).  

The study presented here is focused on the demonstration of 
the capability of our 3D printing to produce dermis/epidermis 
systems in an effective way and with a cellular structuration of 
the mature tissue highly similar to the in vivo skin composi- tion 
and organization. The proof of concept was then demon- 
strated on flat skin objects but the final aim of the developed 
technique is of course the production of highly complex skin 
architecture applicable to surgical reconstruction. An example 
of such skin tissue, an adult-size ear, is presented at the end of 
the study. 

 
 

2. Results and Discussion 

The bio-ink developed hereby for skin printing was of course 
formulated on the basis of established methods for bio-ink  
development. Nevertheless, conditions such as solubilization 
temperature of the components, proportions of the different 
biomaterials, printing temperatures, and post-treatment con- 
ditions were specifically developed to enable both complex  
prints and skin development (see the Experimental Section). 
For example, consolidation post-treatment was a long lasting 
optimization to be able to gain homogeneous stiffness of few 
centimeters’ thick material. 

Organ in vitro synthesis is one of the last bottlenecks between tissue engi- 
neering and transplantation of synthetic organs. Bioprinting has proven its 
capacity to produce 3D objects composed of living cells but highly organized 
tissues such as full thickness skin (dermis  epidermis) are rarely attained. 
The focus of the present study is to demonstrate the capability of a newly 
developed ink formulation and the use of an open source printer, for the 
production of a really complete skin model. Proofs are given through immu- 
nostaining and electronic microscopy that the bioprinted skin presents all 
characteristics of human skin, both at the molecular and macromolecular 
level. Finally, the printability of large skin objects is demonstrated with the 
printing of an adult-size ear. 
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A B S T R A C T  
 

Large bioprinted tissues (dm3) are more and more accessible but their in vitro culture and maturation 
conditions stay an unchartered territory. In the present report, we aim to present a preliminary study of 
endothelialized large bioprinted tissues (fibroblast and human dermal microvascular endothelial cells) 
maturation using silicone 3D printed perfusion system (bioreactor). Computational Fluid Dynamics (CFD) 
simulation was used to relate the theoretical culture medium flow path within the large bioprinted tissue with 
the actual tissue morphology and composition, obtained through histological observations. The obtained results 
demonstrate the positive impact of using dynamic maturation conditions (300 mL/h culture medium flow rate) 
on the extracellular matrix production and the conservation of the large bioprinted tissue internal geometry. 
Clear differences between static and dynamic culture conditions were herein found. Finally, typical micro- 
vascular organization, composed of human dermal microvascular endothelial cells organized around an open 
lumen, were found within the large bioprinted tissue. 

 
 

 
 

1. Introduction 
 

In the last 5 years, bioprinting became a highly active scientific area 
in which multidisciplinary expertise is the key to success [1]. 
Nevertheless, the expectations of the field for regenerative medicine 
applications, involving large living tissues (in the cm3 to dm3 range) 
were far than fulfill. Indeed, issues related to vascularization of large 
tissue or organ strongly impedes their in vitro maturation. A strong 
effort should be put in processes and scale-up strategies development, 
suitable for customized tissues’ production [2]. This scale-up will have to 
go through specific and controlled bioreactors developments and 
behavior modeling. For a better understanding, defining the word 
“bioreactor” is essential. Martin et al. [3] defined bioreactors as devices 
in which biological and/or biochemical processes operate under closely 
monitored and tightly controlled environmental and operating condi- 
tions (e.g., pH, temperature, pressure, nutrient supply, and waste 
removal). Conventionally, bioreactor studies may be separated into 
two groups: bioreactor for cell culture (either suspension or 2D adherent 
cells) and bioreactor for in vitro tissues maturation. While the first group 
has been exploited and studied for many years and already benefits from 
abundant literature, for example for virus or active biomolecule produc- 
tions [4], the second one lacks adaptability, particularly when it comes to 
specific tissue maturation conditions (mechanical stress, perfusion) but 

 
also concerning the actual design and shape of the targeted tissue or 
organ. Only seldom published studies attempted to address these issues, 
like specific maturation bioreactors for large bone defects [5], osteo- 
chondral constructs [6], cardiac tissues [7], biomaterial sponge vascu- 
larization [8]. 

In one of our previous work, the achievement of 3D bioprinted 
fibroblast-based tissues (cm2 full skin patches) was demonstrated [9]. 
Nevertheless, bioprinted tissues size and thickness were limited by the 
fact that these tissue were not vascularized. Consequently, the increase 
of these tissues’ size up to the dm3, necessitates the concomitant 
development of i) specific bioprinted tissue architecture and ii) 
dedicated perfusion system maintaining cell viability thanks to con- 
tinuous medium flow and nutriment supply. 

The present work took place in the general context of the culture 
and maturation of large bioprinted tissues, before in situ neo-vascular- 
ization takes place. In an attempt to bring partial solution to this 
problem, the present work evaluates possible efficient avenues for the 
production of dm3 bioprinted tissues through: i) internal tissue 
geometry leading to easy culture medium perfusion and ii) design of 
on demand perfusion system (bioreactor) perfectly fitting the size and 
shape of the bioprinted tissues. Such system is expected to allow both 
the maturation of large bioprinted tissues in dynamic conditions and 
the induction of vascularization. Our secondary goal was to obtain 
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Résumé  Développement d’une bio-encre pour la bioimpression 3D de tissus vivants : étude de la formulation et 
caractérisation du développement tissulaire 

 
Cette thèse a pour objectif de développer une méthode de bioimpression 3D de tissus vivants. Ce 

nouveau champ disciplinaire qu’est la bioimpression 3D a pour but la fabrication de tissus grâce à une 
bioimprimante en s’appuyant sur les principes fondamentaux de l’ingénierie tissulaire.  

Pour mener à bien ces travaux, une bio-encre spécifique a été formulée à l’aide de biomatériaux 
naturels afin de répondre aux critères de biocompatibilité, de maintien de la viabilité cellulaire et de 
support pour la formation d’un réseau cellulaire en trois dimensions. Plusieurs caractérisations ont ainsi 
pu être mises en place afin de démontrer l’innocuité du procédé de bioimpression 3D sur les cellules 
utilisées. 

L’évolution technologique de la bioimprimante utilisée est ensuite présentée en partant d’une 
technologie open-source pour arriver à l’utilisation d’un bras robotique 6 axes. Le cahier des charges 
toujours plus exigent de cette bioimprimante a évolué au fils des quatre différents prototypes utilisés. 

La dernière partie de ce travail de thèse concerne les résultats de bioimpression de tissus obtenus 
grâce à de multiples collaborations. Plusieurs tissus seront étudiés et caractérisés : le derme et sa 
maturation vers une peau totale, le cartilage et la bioimpression de cellules souches mésenchymateuses, 
un tissu microvascularisé grâce à l’incorporation de cellules endothéliales et pour finir un tissu perfusable 
en utilisant une approche de culture dynamique en bioréacteur. 

 

Abstract Bioink development for 3D bioprinting of living tissues: formulation study and tissue development 
characterization  

 
This thesis focus on the development of a 3D bioprinting process for living tissue. This new field 

of research, 3D bioprinting, aims to fabricate tissues using a bioprinter based on the tissue engineering 
fundamentals. 

To carry out this work, a specific bioink was formulated using natural biomaterials to meet the 
requirement of biocompatibility, cell viability and support of a three-dimensional cellular network. Several 
characterizations have been used to demonstrate the cells viability during the 3D bioprinting process. 

The bioprinter technological evolution is then presented, starting from an open-source technology 
and ending with the use of a 6-axis robotic arm. The specifications of this bioprinter evolved through 
different prototypes. 

The last part of this thesis concerns tissue bioprinting results obtained through multiple 
collaborations. Several tissues will be studied and characterized: the dermis and its maturation towards a 
total skin, the cartilage and the mesenchymal stem cells bioprinting, a microvascularized tissue thanks to 
the incorporation of endothelial cells and finally a perfusable tissue by using a dynamic culture approach 
in bioreactor.  
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