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MEB: Microscope Electronique à Balayage 
MEC: Matrice extracellulaire  
MEM!: Minimum Essential Medium alpha 
MetHb: MethHémoglobine 
MO: Moelle Osseuse 
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MTI : Médicaments de Thérapie Innovante  
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RANTES: regulated on activation, normal T-
cell expressed and secreted  
ROS: Reactive Oxygen Species 
RPM: Rotation Par Minute 
SDS: Sodium Dodecyl Sulfate 
SOD: SuperOxyde Dismutase 
SUSD2: SUShi Domain containing 2 
SVF: Sérum de Veau Fœtal 
TBF: Tissue Bank of France 
TCMP : Phosphate TétraCalcique Monoxyde  
TCP: Tri Calcique Phosphate 
TGF-#: Transforming Growth Factor beta  
TIC: Total Ion Chromatogram 
TNF-!: Tumor Necrosis Factor  
Treg: Lymphocyte T régulateur 
UE : Unité Enzymatique 
USSR : Union Socialiste Soviétique de Russie  
VEGF: Vascular Endothelial Growth Factor 

VHb: Vitreoscilla Hemoglogin 
XIC: eXtracted Ion Chromatogram 
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Avant-propos 
  

 Les cellules qui composent les différents systèmes biologiques ont besoin d’oxygène 

(O2) pour survivre, in vivo mais aussi ex-vivo. Les pigments respiratoires assurent le transport 

de l’oxygène dans les organismes vivants. Chez l’homme, l’hémoglobine permet le transport 

de 4 molécules d’O2 via la circulation sanguine, alors que dans certaines espèces 

d’invertébrés, comme les Annélides, elle est extracellulaire et non-immunogène, avec une 

capacité de transport de l’oxygène 40 fois supérieure à celle de l’humain. Ces différentes 

caractéristiques ont permis d’envisager son utilisation comme transporteur d’oxygène en 

culture cellulaire, mais aussi pour des applications thérapeutiques, notamment dans le 

domaine de la médecine régénérative.  

 L’ingénierie tissulaire est un domaine émergent qui a su gagner l’intérêt de la 

communauté scientifique. Cette discipline œuvre à améliorer ou remplacer la fonction d’un 

tissu ou d’un organe, en associant des cellules du patients à un substitut biocompatible. Parmi 

les tissus cibles, les tissus osseux et cartilagineux, comme le ménisque, constituent des cibles 

de choix. Des biomatériaux d’origines biologique ou synthétique, sont utilisés pour combler 

un volume ou pour remplacer le tissu pathologique. Le substitut doit permettre le 

recouvrement de la fonction biomécanique du tissu d’origine, avec la formation d’un nouveau 

tissu fonctionnel, ainsi qu’une intégration biologique sur le long terme. Cependant, la 

biointégration est souvent longue et incomplète, en raison d’un manque de diffusion de 

l’oxygène et de la formation de divers gradients (pH, cellules,…) de l’extérieur vers 

l’intérieur des supports.  

 Les équipes de recherche travaillent sur l’amélioration de l’intégration des greffons, en 

les dynamisant en préimplantatoire avec des cellules autologues, pour in fine permettre une 

meilleure reprise de fonctions. Les cellules souches mésenchymateuses s’imposent comme les 

candidates idéales pour ce type d’applications, en raison de leurs capacités de différenciation 

en cellules cartilagineuses et osseuses, mais aussi pour leurs propriétés immunorégulatrices et 

pro-angiogéniques. Elles sont également facilement isolables à partir de sources telles que la 

moelle osseuse et le tissu graisseux, et présente une forte capacité proliférative in vitro. De 

nombreuses études se focalisent sur leur utilisation en médecine régénérative et tentent de 

déterminer des conditions idéales pour améliorer leur survie et leur différenciation.   



20 
 

 Pour tenter de solutionner le problème d’oxygénation des greffons et ainsi favoriser la 

survie cellulaire, nous avons choisi d’étudier la possibilité d’utiliser les propriétés de 

l’hémoglobine de l’Annélide Nereis virens, dans la culture de cellules souches 

mésenchymateuses (CSM) issues de moelle osseuse humaine. Une nouvelle technologie 

dérivée de cette hémoglobine, appelée HEMOXCell®, a été développée à cet effet.  

 Dans le cadre du présent projet, nous avons focalisé notre attention sur les 

problématiques liées à l’oxygénation des milieux, en évaluant l’apport d’HEMOXCell® 

comme transporteur d’oxygène en culture cellulaire. Dans cette étude, nous avons mis au 

point une démarche articulée autour d’axes de recherche différents et complémentaires, pour 

tester l’efficacité de cette nouvelle molécule.  

Nous avons tout d’abord évalué son impact dans un modèle cellulaire utilisé en 

bioproduction, la lignée CHO-S. Dans un second temps, nous avons réalisé une démarche 

identique avec les CSM, afin de mieux appréhender les conditions d’utilisation 

d’HEMOXCell® avec ces dernières. Pour finaliser cette étude, nous avons évalué son 

aptitude à promouvoir la colonisation de substituts méniscaux et osseux, au travers de 

systèmes de culture statiques et dynamiques. Un intérêt particulier a été porté au 

développement d’approches pour la caractérisation des cellules méniscales, les 

fibrochondrocytes, mais aussi dans l’analyse de l’impact des médiateurs sécrétés par ces 

cellules, sur le profil transcriptomique des CSM, dans un système de co-culture indirecte. 
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1. L’oxygène au travers de l’évolution 

 

1.1. L’apparition de l’oxygène sur terre et adaptation 

 

  Il y a 4 milliards d’années, l’atmosphère et la température terrestre ne permettaient 

aucune forme de vie (de Duve, 1996). La température avoisinait les 300 °C, la pression 

atmosphérique était de 30 bars et l’air était exempt d’oxygène (O2), et quasiment 

exclusivement constitué de gaz carbonique (CO2). Les premiers organismes sur Terre firent 

leur apparition 500 000 ans plus tard. Il s’agissait de procaryotes. Le soleil étant une source 

d’énergie inépuisable, des bactéries synthétisèrent de la chlorophylle comme substrat 

énergétique et développèrent la photosynthèse comme processus bioénergétique, ce sont les 

cyanobactéries. La résultante de cette forme de respiration était la formation d’oxygène, 

présent à l’état de traces mais néanmoins toxique pour les autres organismes.  

 

 Pour survivre, certaines bactéries ont développé des molécules antioxydantes, comme 

la vitamine C, la superoxyde dismutase et la peroxydase. Cette dernière est une enzyme 

fortement exprimée par les bactéries anaérobies strictes. Il s’agit d’une protéine héminique 

possédant une structure appelée hème, constituée d’un atome de Fer capable de fixer 

l’oxygène. Ce type de structure serait à l’origine des premières hémoglobines (Frey et al., 

2011). Vitreoscilla Sp. est une bactérie Gram négatif vivant dans des environnements 

hypoxiques. Son hémoglobine (VHb) est la première à avoir été découverte et est l’une des 

hémoglobines (Hbs) les plus étudiées. En effet, cette dernière possède une action 

désoxygénante qui favorise la survie bactérienne en milieu micro aéré (Frey et al., 2011). Un 

autre exemple, celui des plantes de la famille des Fabacées, plantes dicotylédones, et la 

symbiose entre la bactérie Rhizobium et les nodules de la plante qui est rendue possible grâce 

à la leghémoglobine. Il s’agit de l’association de l’hème bactérien avec la globine de la plante. 

Ce processus offrait un habitat anaérobie à la bactérie et un enrichissement des sols en azote 

pour la plante. Ce partenariat est d’une importance économique de taille pour ce type de 

culture qui ne nécessite pas d’engrais azoté. De manière générale, les protéines héminiques 

sont intimement liées avec des réactions chimiques de l’oxygène. On les retrouve dans les 

cytochromes qui sont des transporteurs d’O2, ainsi que dans les pigments respiratoires des 
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animaux, comme l’hémoglobine (Hb) et la myoglobine.  

 Par ailleurs, certains microorganismes firent l’acquisition de la chaine respiratoire. Ils 

étaient dépendants des bactéries photosynthétiques colonisant les océans. L’évolution suivit 

son cours et ce fut l’apparition des premiers organismes pluricellulaires eucaryotes, les 

métazoaires. Ces derniers développèrent une sorte de respiration par diffusion de l’oxygène de 

cellule à cellule. L’oxygène se faisant de plus en plus présent sur Terre, jusqu’à atteindre les 

21 % actuel, les organismes ont dû s’adapter et ce fut l’apparition des systèmes respiratoires 

anatomiques (Gargaud, 2005).  

1.2. Les systèmes respiratoires 

1.2.1. Généralités 

 Les organes et les tissus ne sont pour la plupart pas en contact direct avec l’O2, c’est 

pourquoi les échanges gazeux peuvent se faire selon deux processus : la diffusion et la 

convection. La diffusion correspond au passage de l’O2 du milieu où il est le plus concentré 

vers celui où il l’est le moins. C’est un phénomène qui s’établit selon la pression partielle en 

gaz et uniquement sur des petites distances. Cependant, l’oxygène ne diffuse pas avec la 

même aisance selon le milieu considéré, il sera donc beaucoup moins abondant sous forme 

libre dans un liquide que dans un environnement gazeux. Pour des distances plus importantes, 

c’est le phénomène de convection qui entre en jeu, l’O2 va alors être véhiculé dans un fluide 

comme le sang. Ces deux processus interviennent au cours de la circulation sanguine et de la 

respiration par l’intermédiaire des pigments respiratoires (Lance, 2013) 

1.2.2. Les systèmes respiratoires 

 Il existe quatre systèmes respiratoires si l’on ne tient pas compte de la diffusion 

précédemment citée. Ils dépendent de l’habitat mais aussi de la complexité de l’organisme 

considéré. 

1.2.2.1. La respiration branchiale  

 Les organismes aérobies vivant sous l’eau utilisent la respiration aquatique. Ils 

captent l’oxygène dissous dans l’eau à l’aide de leurs branchies (Figure 1 (1.)). Un flux 

inverse entre les capillaires sanguins des branchies et l’eau, va charger l’hémoglobine en 
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oxygène plus efficacement qu’au cours de la respiration pulmonaire. La diffusion du gaz va 

alors s’effectuer entre l’eau et le sang. Cette respiration nécessite plus d’énergie que les 

autres car il y a peu d’oxygène dissous dans l’eau. 

1.2.2.2. La respiration pulmonaire 

 L’échange gazeux s’effectue entre les poumons et la circulation sanguine (Figure 1 

(2.)). Cette respiration est utilisée par les oiseaux et les mammifères. Il s’agit d’un 

phénomène de diffusion d’un gaz au travers de la membrane alvéolaire des poumons. Il 

s’occasionne au cours de la ventilation pulmonaire, c'est-à-dire les mouvements 

« d’inspiration » et « d’expiration ». L’O2 va diffuser vers le sang et inversement, le sang va 

permettre le passage du CO2 résultant de la respiration cellulaire, vers les poumons. Une fois 

dans le sang, l’oxygène se fixe à l’hémoglobine contenue dans les globules rouges (95% de 

l’O2 sanguin). L’hémoglobine va ensuite se désaturer à proximité des capillaires pour 

oxygéner les muscles et autres tissus et se charger en CO2. 

 

 

Figure 1 - Les modes de respiration chez les animaux. 
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 Au niveau musculaire, l’O2 sera capté par une molécule proche de l’hémoglobine, la 

myoglobine. Cette dernière possède une forte affinité pour l’oxygène (P50 = 2.8 mmHg, 

millimètre de mercure) et va assurer le stockage mais aussi la diffusion de l’oxygène dans la 

cellule, pour atteindre la «centrale énergétique» cellulaire, la mitochondrie (Kamga et al., 

2012).  

 1.2.2.3. La respiration cutanée 

 Certaines espèces de salamandres et de grenouilles ne possèdent pas de poumons. La 

finesse de leur peau est telle, qu’elle permet des échanges gazeux directs entre la surface 

cutanée et la circulation sanguine (Lance, 2013). Cette respiration est souvent un complément 

de la respiration branchiale ou pulmonaire. Elle est aussi pratiquée par les Annélides au 

travers d’un appareil circulatoire rudimentaire (Figure 1 (3.)). Ce dernier est composé de deux 

vaisseaux médians qui fonctionnent en système clos. Cette respiration cutanée se fait au 

niveau des parapodes du polychète (i.e., expansions abdominales) qui sont riches en 

capillaires. Certaines Annélides sont néanmoins dotés de branchies et dans les deux cas, le 

sang circule à contre sens du tronc ventral. 

1.2.2.4. La respiration trachéenne 

 Chez les insectes il s’agit d’un tout autre système qui permet un échange direct entre 

l’environnement gazeux de l’air ambiant et les organes, par l’intermédiaire de petites trachées 

ramifiées, parcourant l’intégralité de leur corps d’où son nom de respiration trachéenne 

(Lance, 2013) (Figure 1 (4.)). Ce mode de respiration est uniquement possible car les insectes 

sont de petite taille et de ce fait, les surfaces d’échanges sont très proches. 

  

 Ces quatre systèmes respiratoires reposent sur la présence de la circulation sanguine 

pour véhiculer le sang. Chez certains invertébrés, les mouvements du fluide ne s’effectuent 

pas par l’action d’organes moteurs mais par des mouvements de contractions péristaltiques 

des vaisseaux (contraction des muscles segmentaires), comme c’est le cas chez les Annélides. 

Le sang est mélangé à la lymphe, liquide interstitiel des tissus, d’où l’appellation 

d’hémolymphe. Cependant ce n’est pas la seule différence entre l’Homme et les invertébrés. 

La réelle différence se situe au niveau des pigments respiratoires.  
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1.3. Les pigments respiratoires 

 Pour la majorité des organismes le transport de l’O2 est réalisé par l’Hb érythrocytaire 

grâce à la circulation sanguine. L’hémoglobine est le principal pigment respiratoire représenté 

dans toutes les espèces. Les hématies des mammifères sont les seules à être anucléées, alors 

que celles des autres vertébrés (poissons, amphibiens, volatiles ou reptiles) possèdent un 

noyau. Il semblerait qu’au cours de l’évolution, les êtres supérieurs aient perdu la nécessité de 

conserver ce noyau lors de la dernière étape de maturation de l’hématie, pour à la fois faciliter 

le passage des globules rouges vers les capillaires, mais aussi pour leur permettre de stocker 

un maximum d’hémoglobines et ainsi optimiser les échanges gazeux. Chez les invertébrés, les 

pigments respiratoires peuvent être intracellulaires ou extracellulaires (Tableau 1).  

 

Tableau 1 - Classification et localisation des différents pigments respiratoires au travers des 
embranchements animal et végétal. (Zal & Rousselot, 2014) 

 

Pigment (Localisation) Embranchement Mr
a) (Da) Sites actifs Nb) 

Intracellulaire  
Hémerythrine 

Sans hème 
Siponcles 
Brachiopodes 
Annélides 
Priapulides 

 
40-110 x 103 
 

 
2 atomes de Fe 

 
2 

Extracellulaire 
Hémocyanine 

 
Arthropodes 
Mollusques 

 
4 x 105 à 3 x 106 

3 x 106 à 9 x 106 

 
2 atomes de Cu 

 
6-48 
70-160 

Intracellulaire 
Hémoglobine (sens strict) 
Hémoglobine d’invertébrés extracellulaire 
 

Avec hèmes 
Vertébrés 
Mollusques 
Echinodermes 
Annélides 
Echiuriens 

 
65 x 103 

 
 
17-130 x 103 

 
1 atome de Fer 
 
 
1 atome de Fer 
 

 
4 
 
 
1-8 
 

Hémoglobine cytoplasmique 
Myoglobine 
 
Hémoglobine 
Leghémoglobine 
Neurhemoglobine 
 

 
Vertébrés 
Invertébrés 
Bactéries 
Plantes légumineuses 
Annélides 
 

 
 
 
 
 
 
 

 
 
1 atome de Fer 
1 atome de Fer 
1 atome de Fer 
1 atome de Fer 
 

 
1 
1 
1 
1 
1 
 

Extracellulaire 
Hémoglobines 
 
 
 
Erythrocruotine 
 
 
Chlorocruorine 

Plathelminthes 
Némathelminthes 
Némertes 
Mollusques 
Arthropodes 
Annélides 
Vestimentifères 
Pogonophores 
Annélides 

 
17 x103 
à 
12 x 106 

 
4 x 105 
à  
4 x106 

3 x 106 à 4 x 106 

  
 
1 à 8 
 
 
 
>8 
 
>8 

a) Mr, masse moléculaire relative, b) Nombre de sites actifs capable de lier une molécule d’oxygène 
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 Généralement les Hbs intracellulaires sont plus petites et dépendent de la taille et de 

l’activité métabolique de l’animal. Les Hbs dissoutes quant à elles, sont dépendantes de son 

habitat naturel (température, salinité, disponibilité de l’O2 dissous). Ces hémoglobines 

naturellement extracellulaires (EHbs) sont notamment retrouvées chez les Annélides marins et 

terrestres (Zal & Rousselot, 2014).  

  

 Il existe différentes catégories de pigments respiratoires: les hémoglobines, de couleur 

rouge, sont présentes dans tous les embranchements (phyla) des organismes vivants. La 

myoglobine est composée d’une unique chaine d’acides aminés présentant de très fortes 

similitudes avec la sous-unité béta de l’Hb, suggérant un ancêtre commun.  

  

 Un composé proche de l’Hb, la chlorocruorine, est de couleur verte lorsqu’elle est 

diluée et rouge lorsqu’elle est concentrée. Elle possède une faible affinité pour l’oxygène et 

est retrouvée uniquement à l’état dissous dans certaines familles d’Annélides polychètes. 

L’hémocyanine est un pigment bleu présent chez certains mollusques et arthropodes. Elle 

présente la particularité de fonctionner à des pH très basiques et d’avoir du cuivre à la place 

du fer dans ses sites actifs. Pour terminer, l’hémérythrine est un pigment violet 

intracellulaire, retrouvé dans un petit nombre d’organismes comme les Annélides polychètes 

et les brachiopodes.  

 

2. Exemples d’hémoglobines 

2.1. L’hémoglobine d’Annélides  

 Ces dernières années, de nombreuses études s’intéressant aux propriétés des Hbs 

d’Annélides ont vu le jour. Cette molécule possède la particularité d’être extracellulaire et est 

retrouvée chez les Annélides polychètes, oligochètes et achètes (Rousselot et al., 2006; 

Chabasse et al., 2006). Cette Hb est de taille relativement importante par comparaison à celles 

des autres organismes (3 000 – 4 000 kDa) et correspond à l’assemblage de pas moins de 200 

chaines polypeptidiques de 6 à 7 types différents. En 2014, les travaux menés par Alexander 

D. Roth et son équipe, ont consisté à comparer l’impact de trois types d’Hb (humaine, bovine 

et d’Annélides terrestres) dans la culture de cellules cancéreuses de gliome sur des nanofibres 
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alignées de poly($-caprolactone). L’Hb d’Annélides est ici choisie pour sa résistance à 

l’oxydation. D’après leurs résultats, l’Hb humaine ne semble pas être appropriée aux cultures 

en environnement tumoral (hypoxie), alors que celles d’Annélides et de bœuf ont présenté un 

effet positif sur la croissance et cela même à 1% d’O2 (Roth et al., 2014).  

2.1.1. Les Annélides polychètes : Arenicola marina et Nereis virens 

 Arenicola marina (A. marina) est un Annélide polychète marin sédentaire, très présent 

sur les côtes de l’Atlantique nord. Il s’agit d’un Annélide qui colonise le sable de la zone 

intertidale (i.e., zone de balancement des marées) et signale sa présence par des tourbillons de 

sable (Figure 2). Nereis virens (N. virens) est quant à lui un Annélide polychète errant, vivant 

sous les roches et le sable humide des zones côtières. Il se déplace à l’aide des parapodes qu’il 

arbore de part et d’autre de son corps (Figure 2).  

 
Figure 2 - Photos de A. marina et N. virens dans leurs biotopes. 

 

2.1.2. L’hémoglobine d’A. marina et N. virens  

 L’EHb d’Annélides en général possède une structure tridimensionnelle caractéristique 

en bicouche hexagonale (Figure 3 ci-après), dont un modèle structural a été proposé par le 

docteur Zal et son équipe (Zal et al., 1997b, 1997a). Ces données ont été obtenues en partie 

par analyse en spectrométrie de masse utilisant une ionisation par électro spray (Electrospray 

ionization mass spectrometry, ESI-MS) de l’EHb. Chaque hexagone est composé d’une partie 

centrale, assemblage de deux trimères de globine liés entre eux par des ponts disulfures, et 

d’une partie périphérique constituée de 6 dodécamères de globine. Un dodécamère est 
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constitué d’un trimère de globine central et de 9 sous unités de globine liées de façon non 

covalentes. 

 
Figure 3 - Structure tridimensionnelle de l’Hb de A. marina (1.) et 
organisation polypeptidique (2.). (d'après Zal et al. 1997) 

  
 Ce qui constitue un total de 108 monomères et 16 trimères pour une molécule d’EHb, 

soit 156 chaines de globine reliées entre elles par 42 linkers, et donc 198 chaines 

polypeptidiques (Zal et al., 1997a). L’ensemble possède une masse de 3,6 MDa. 

2.1.3. Propriétés des EHbs d’A. marina et N. virens  

 Chaque globine est associée à un hème qui constitue le site actif du pigment 

respiratoire. Au centre de chaque hème se trouve un noyau tétrapyrrolique (4 pyrroles) et un 

atome de Fer (Fe2+). Comme l’Hb humaine, ce dernier peut fixer réversiblement l’O2. Les Hbs 

d’Annélides polychètes possèdent de propriétés favorables à leur utilisation en clinique que 

n’ont pas les autres hémoglobines.  

2.1.3.1. Fixation et relargage de l’O2  

 L’hémoglobine d’Annélides possède un nombre très important de globines qui lui 

permettent de fixer une grande quantité d’O2 (156 globines = 156 molécules d’O2). Le passage 

d’un état oxyHb à deoxyHb se fait selon un simple gradient de pression partielle en O2. En 

effet, la coopérativité entre les différentes globines dans le processus de fixation de l’O2, 

n’implique pas d’effecteur allostérique comme le 2,3DPG. L’Hb A. marina possède une forte 

affinité pour l’O2 avec une P50 de 2,6 mmHg (pression partielle de l'oxygène nécessaire pour 

atteindre 50 % de saturation) dans les conditions physiologiques de l’Annélide et de 7 mmHg 
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en conditions physiologiques humaines. Elle est de ce fait plus sensible aux variations de pO2 

que l’Hb humaine libre, qui possède une P50 de 11.6 mmHg (37°C, pH 7,4) (Rousselot et al., 

2006). Tandis que pour N. virens elle est de 37 mmHg, c'est-à-dire plus élevée que dans les 

érythrocytes (28 mmHg).  

2.1.3.2. Immunogénicité  

 Cette EHb est circulante dans le corps de l’Annélide, il n’est donc pas nécessaire de 

pratiquer les étapes d’extraction cellulaire et de purification, ce qui permet aussi d’écarter les 

risques liés aux résidus membranaires susceptibles d’induire une réaction immunitaire. Cette 

macromolécule est naturellement polymérisée et de taille importante (% 3 600 kDa), c'est-à-

dire 250 fois plus petite que l’hématie et 50 fois plus grosse qu’un tétramère d’Hb humaine 

(64 kDa), ce qui réduit considérablement sa clairance. A tout cela s’ajoute le fait qu’elle est 

non glycosylée et donc incapable d’induire des incompatibilités de groupes sanguins telles 

que les groupes ABO (Rousselot et al., 2006). Cette dernière caractéristique permet 

d’envisager un jour sa potentielle utilisation en tant que transporteur d’oxygène thérapeutique. 

2.1.3.3. Stress oxydatif  

 Ces deux Hb d’Annélides restent stables et conservent leur fonctionnalité dans une 

gamme de températures allant de 4 à 37°C. Leur activité SOD (Superoxyde dismutase) est 

supérieure à celle retrouvée au niveau des globules rouges humains, ce qui leur confère une 

résistance à l’oxydation et limite aussi la formation de radicaux libres dans l’environnement 

où elles se trouvent.  

2.2. Le sang, un transporteur d’oxygène biologique  

2.2.1. Généralités 

 Le sang est un liquide biologique vital qui circule dans tout l’organisme pour 

approvisionner les différents tissus et organes en oxygène et nutriments. Il est à plus de 50 % 

constitué de plasma, un milieu aqueux riche en protéines dont la principale est l’albumine. 

Trois types cellulaires baignent dans le plasma. Il y a tout d’abord les globules blancs, qui 

vont jouer un rôle dans la défense de l’organisme, les plaquettes, qui sont des cellules 

indispensables à la coagulation et enfin il y a les globules rouges, appelés érythrocytes. Leur 
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rôle est d’acheminer l’O2 des poumons vers les tissus puis de se charger en CO2 pour 

l’éliminer de l’organisme via la respiration. 

2.2.2. Structure 

 L’hémoglobine (Hb) est un transporteur d’oxygène spécialisé qui est le principal 

constituant des globules rouges. La structure tridimensionnelle de cette polyprotéine a été 

découverte par des analyses en cristallographie en 1962 par Max Perutz et John Kendrew 

(Dickerson, 2008). Ils avaient initié leurs travaux sur la myoglobine qui est une protéine 

proche de l’Hb mais constituée d’une seule chaîne polypeptidique.  

 L’Hb est une hémoprotéine de 68 kDa constituée de 4 molécules d’hèmes et de 4 

chaines de globines. Il existe trois types d’hémoglobine chez l’homme : l’HbA (97%), HbA2 

(<1%) et l’HbF, cette dernière représente 80% de l’Hb fœtale et est présente à l’état de traces 

à l’âge adulte. Ces trois Hb sont des hétérotétramères ou hétéroprotéines. Dans cet exposé, 

nous parlerons uniquement de l’Hb la plus représentée, possédant deux chaines de globine ! 

et deux chaînes de globine #, qui s’assemblent en deux dimères stables !/# (Figure 4). 

Figure 4 - Représentation tridimensionnelle de la structure quaternaire de 
l’hémoglobine humaine et de la structure chimique d’un hème. (adaptée du lien 
http://www.ccbb.pitt.edu/CCBBResearchDynHemRel.htm) 

 

 La sous-unité ! est constituée de 141 acides aminés et la chaine # de 146 acides 

aminés. Elles partagent 40% d’homologie. L’hème est une structure protoporphyrique qui 

contient un atome de Fer pouvant lier un gaz diatomique comme l’O2. Le complexe formé par 

l’hème et l’atome de Fer est responsable de la couleur rouge du sang, laquelle apparait rouge 

vive lorsqu’il est oxygéné et plus foncée à l’état désoxygéné. 
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2.2.3. Fonctionnalité  

 L’Hb qui a fixé de l’oxygène est appelée oxyhémoglobine. Cette fixation se fait par 

l’intermédiaire de l’atome de Fer situé au centre de l’hème qui peut établir 6 liaisons : 4 

liaisons pour son maintien dans l’hème, 1 pour l’interaction de l’hème avec la globine et une 

dernière qui va permettre de lier de petites molécules comme l’O2 et ainsi stabiliser la 

structure avec l’histidine distale (voir figure 4). La fixation de l’O2 par l’Hb se fait 

coopérativement entre les différentes sous-unités. La fixation de la première molécule 

d’oxygène va modifier la conformation de l’Hb, favorisant la fixation de l’oxygène par les 

autres sous-unités. Il en va de même pour la dissociation de l’O2, l’Hb sera alors sous forme 

désoxygénée. Dans l’organisme la fixation de l’O2 par l’hémoglobine se fait par simple 

pression partielle en O2 (pO2), c’est pourquoi dans les poumons, là où la pression en O2 est 

importante (environ 100 mmHg), l’Hb va plus facilement fixer de l’O2 (Huheey et al., 2000). 

 

3. Applications médicales et thérapeutiques des transporteurs 

d’oxygène 

 

3.1. L’hémoglobine bactérienne pour booster la bioproduction 

 L’hémoglobine de Vitreoscilla Sp. (VHb) possède une structure et une fonction qui 

ont suscité l’intérêt de la recherche à des fins industrielles et biopharmaceutiques. Dans le 

domaine de la bioproduction, il apparait un ralentissement de la croissance cellulaire et une 

augmentation de la consommation en oxygène des cellules transformées. Plusieurs essais de 

génie génétique ont été réalisés, pour la plupart chez E. coli, afin de faire exprimer VHb par la 

bactérie. L’objectif commun était de combattre les limitations liées à l’oxygène. Les bactéries 

aérobies et anaérobies transformées pour exprimer VHb, ont montré une augmentation de leur 

prolifération, de leur viabilité et de leur taux de protéines synthétisées. Ce phénomène serait 

lié à une amélioration de la production énergétique du métabolisme bactérien. Les différentes 

propriétés de cette hémoglobine ont permis d’envisager sa potentielle utilisation pour la 

fermentation alcoolique, avec la production d’éthanol chez E. coli, dans la production 

d’antibiotiques par des souches de Streptomyces, ainsi que dans le traitement de 
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l’inflammation grâce à ses propriétés antioxydantes. De plus, son expression a aussi permis 

d’observer une augmentation du taux de germination chez les plantes et une augmentation de 

la production d’!-amylase chez Bacillus licheniformis (Frey et al., 2011). D’autres résultats 

encourageants ont été obtenus concernant le rendement de production de gomme gellane, un 

gélifiant utilisé en agroalimentaire d’origine microbienne (Wu et al., 2011). 

3.2. Test de Limulus 

La pharmacopée recommande que tous les produits destinés à un usage thérapeutique 

qui entrent en contact avec la circulation sanguine doivent être apyrogènes et donc exempts 

d’endotoxines bactériennes. La limule (Limulus polyphemus) est utilisée pour réaliser un test 

de détection d’endotoxines (< 5 UE). En effet, elle possède dans son hémolymphe des 

cellules, les amébocytes, dont le lysat est capable de coaguler en présence d’endotoxines. Ce 

test est appelé LAL pour Lysat d’Amébocytes de Limules. Il est réalisé à 37°C et permet 

d’obtenir un résultat en 1h. La sensibilité de ce test s’étend de 0,03 à 0,5 UE (Unité 

enzymatique, quantité d’enzyme pour traiter une micromole de substrat) (Tsuji et al., 1980). 

La pharmacopée américaine a autorisé l’utilisation de ce test en remplacement de la méthode 

de référence, qui utilise le lapin pour mesurer la présence de pyrogènes. L’élévation de la 

température de 3 lapins doit être inférieure à 1,15°C pour que le produit soit considéré comme 

« endotoxin-free ».  

3.3. Les transporteurs d’oxygène thérapeutiques 

 Dans de nombreuses situations médicales ou accidentelles, les pertes sanguines sont 

telles, qu’il est nécessaire de restaurer le plus rapidement possible l’oxygénation des tissus 

sous peine d’occasionner des séquelles irrémédiables pouvant entraîner la mort. Les 

incompatibilités retrouvées entre les donneurs et les receveurs de sang ont été décrites en 

1900 par le docteur Landsteiner. Alors qu’il effectuait des recherches sur la coagulation, il mit 

en évidence les groupes sanguins ABO. Quarante années plus tard, il découvrit le système 

Rhésus (Aymard, 2012). Les guerres furent de puissants stimulants de la recherche en 

hématologie et c’est au cours de la première guerre mondiale que la première transfusion 

directe fut réalisée, en Octobre 1914 (Aymard, 2012).  
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 La transfusion sanguine bien que bénéfique comporte son lot de risques, liés 

notamment à la transmission de germes pathogènes tels que les virus, les prions et les 

bactéries (Aguzzi & Glatzel, 2004). L’affaire du sang contaminé en fut la preuve avec 

plusieurs milliers de receveurs contaminés par les virus du SIDA et de l’hépatite C entre 1980 

et 1990. La sécurité transfusionnelle devint une priorité et des mesures sécurisantes, comme la 

déleucocytation (1998), furent imposées. Les concentrés de globules rouges se conservent 42 

jours à 4°C, leur stockage va nécessiter des chambres réfrigérées et ce temps de conservation 

relativement court, favorise les pénuries de sang. A partir des années 80, pour faire face aux 

risques évoqués précédemment et à l’augmentation des besoins en produits sanguins, il est 

alors devenu primordial de trouver des stratégies pour substituer les globules rouges. Selon 

l’OMS la pénurie est estimée à 100 millions de litre/an dans le monde. 

 

 Ces substituts érythrocytaires doivent répondre à un cahier des charges précis pour être 

irréprochables en termes d’innocuité et d’efficacité. La FDA (Food and Drug Administration) 

a établi la liste des critères à respecter pour pouvoir être qualifié d’« oxygen therapeutic » 

(Guidance for industry, 2004) :  

 

• Pure, sans débris membranaires 

• Stable sur le long terme et facile à conserver 

• Transport gazeux efficace 

• Innocuité cardiaque, rénale et gastro-intestinale 

• Sans endotoxines et apyrogène 

• Pas d’induction de stress oxydant 

• Vasoactivité maitrisée 

• Viscosité similaire à celle du sang 

 

 Des essais furent réalisés à partir de lysats érythrocytaires en solution saline par 

Amberson dans les années 40, lesquels furent des échecs en terme d’innocuité (Amberson et 

al., 1949). Ils déclenchèrent une forte toxicité rénale et hépatique, une augmentation de la 

pression sanguine et de la fièvre. Cependant, ils démontrèrent aussi la capacité d’oxygénation 

de ce type de préparation. La priorité fut alors de purifier les solutions et de les débarrasser de 

toutes traces de membranes. Des modifications chimiques ont aussi permis de stabiliser l’Hb 

et de diminuer sa toxicité. Par ailleurs, d’autres approches focalisées sur l’Hb ont été 
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développées comme c’est le cas des transporteurs d’oxygène à base d’hémoglobine, les 

HBOCs (Hemoglobin-based oxygen carriers). D’autres équipes ont en parallèle cherché à 

substituer l’Hb en utilisant des émulsions de perfluorocarbones (PFCs). La Figure 5 ci-

dessous synthétise les sous-catégories de ces deux grandes familles de transporteurs 

d’oxygène.  

 
Figure 5 - Les différents types de transporteurs d’oxygène. (d’après hboc.osu.edu) 

 

3.3.1. Les perfluorocarbones 

3.3.1.1. Généralités 

Il s’agit de molécules hydrocarbonées de 8 à 10 carbones, pour lesquelles l’hydrogène 

a été remplacé par du fluor ou du brome. Contrairement à l’hémoglobine, ils n’établissent pas 

de liaison avec l’oxygène mais l’emprisonne dans l’émulsion. Ils ne sont pas considérés 

comme des transporteurs au sens strict du terme, mais comme une solution capable de 

dissoudre une grande quantité d’O2 en fonction de la pO2 environnante. Leur découverte date 

de 1966, avec l’observation qu’une souris immergée dans un fluorocarbure liquide pouvait 

survivre plusieurs heures grâce à l’O2 dissous dans la solution (Clark & Gollan, 1966). Parmi 

ces composés il y a le bromure de perfluoro-octyle, le perfluoro-octyléthane et le 

perfluorodichloro-octane (Figure 6). 
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Figure 6 - Formule chimique de perfluorocarbones. (Riess, 2006) 
 

 

 Avantages : Ils présentent plusieurs propriétés : ils sont non miscibles à l’eau en raison 

de leur densité deux fois supérieure, ils sont chimiquement inertes et ont une solubilité pour 

les gaz approximativement 20 fois supérieure à celle de l’eau (Tremper, 2002). Ils sont 

produits à partir de matériaux totalement synthétiques, ils présentent donc un minimum de 

risques infectieux et une faible immunogénicité.  

 Inconvénients : Cependant l’émulsion présente des contraintes de stabilisation et les 

particules sont de tailles hétérogènes, ce qui peut induire une réaction inflammatoire. De plus, 

ils sont rapidement éliminés de la circulation (en moins de 24h) et fixent peu d’O2 à une pO2 

physiologique (Stowell et al., 2001). Par ailleurs, des effets secondaires de type œdème, ont 

été observés chez des patients en raison de la difficulté de leur élimination par l’organisme. 

3.3.1.2. Utilisations cliniques 

 Le premier PFC utilisé en clinique et préclinique a été développé au Japon sous le nom 

de Fluosol-DA. Il fut testé chez le rat pour traiter des lésions pulmonaires et démontra un effet 

anti-inflammatoire. En clinique, un essai réalisé pour traiter l’anémie critique n’a pas 

démontré de changements significatifs dans les valeurs de consommation en oxygène, d’index 

cardiaque ou de pression partielle artérielle. Dans le cas de l’anémie sévère, de meilleurs 

résultats furent observés. Ils étaient cependant de courtes durées en raison de la rapidité 

d’élimination du Fluosol-DA par l’organisme (Spence et al., 1990). Son utilisation en clinique 

fut autorisée par la FDA en 1989 pour l’oxygénation des tissus au cours d’angioplasties, car il 

permettait d’observer une amélioration notable de l’oxygénation du myocarde et des fonctions 
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ventriculaires (Kerins, 1994). Parmi ces PFCs dits de première génération, l’OxypherolTM 

(Green Cross Corp) présentait des effets bénéfiques en tant qu’anticoagulant mais son temps 

de rétention dans l’organisme était excessif. Le PerftoranTM (Ftorosan), s’est montré efficace 

contre l’ischémie et l’artériosclérose, dans le modèle rongeur. Il fut autorisé en Russie pour le 

traitement du choc hémorragique, cependant des complications pulmonaires ont été reportées. 

Il présentait un temps de rétention important et sa conservation à 4°C était limitée.  

  De nouvelles générations de PFCs ont vu le jour, présentant une meilleure affinité 

pour l’O2 que le Fluosol-DA. Ils se différenciaient de la première génération par le contenu et 

la nature de la phase fluorocarbonée, de la nature de l’émulsifiant et par leurs conditions de 

stockage (pas de congélation). L’OxydentTM (Alliance Pharmaceutical) fut testé en essai 

clinique de phase III. Une augmentation de l'incidence d'accident vasculaire cérébral chez les 

patients ayant subis un pontage coronarien fut décelé. L’OxyfluorTM (HemaGen Diagnostics) 

présentait des effets secondaires similaires à l’OxydentTM.  

 

 En raison des problèmes liés aux PFCs, tels que la biodistribution, la clairance et les 

multiples effets secondaires, des efforts considérables ont été déployés pour le développement 

d’HBOCs acellulaires comme alternative.  

3.3.2. Hemoglobin Based Oxygen Carriers (HBOCs) 

  L’Hb libre est un transporteur d’oxygène naturel, elle constitue donc une candidate 

idéale pour être utilisée comme substitut sanguin. Les HBOCs sont des transporteurs 

d’oxygène à base d’Hb possédant de nombreux avantages par rapport au sang humain, parmi 

lesquels leur disponibilité, leur compatibilité, et leur longue durée de conservation. 

3.3.2.1. Hémoglobine d’origine humaine  

 Elle est extraite de poches de sang périmées provenant des banques de sang. On 

considère que 5 à 10% de ce sang périmé aurait été destiné à la production d’HBOCs 

(Goodnough 1999).  

  

 Avantages : Elle possède naturellement une forte capacité de fixation de l’O2 et du 

CO2, et fonctionne efficacement à des pO2 physiologiques. Elle est stable et efficace à de 

fortes pressions oncotiques. L’avancée des procédés de purification a éliminé le risque de 
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transmission de maladies infectieuses et aussi le risque de déclencher une réaction 

immunitaire, en raison de l’élimination de la membrane érythrocytaire. 

 

 Inconvénients : Dans l’hématie l’Hb est protégée de la méthémoglobine réductase, 

enzyme responsable de son oxydation en méthémoglobine. Elle y est présente à une 

concentration de 5 mM alors qu’en dehors du globule rouge, elle se retrouve fortement diluée 

et ne peut conserver sa structure tétramérique. Elle se scinde alors en deux dimères !/#. Le 

faible poids moléculaire des dimères (32 KDa) favorise leur clairance rénale et est associé à la 

perte du 2,3Diphosphoglycerate (2,3DPG). Cela a pour effet de diminuer la P50 de l’Hb de 27 

mmHg à environ 13 mmHg. Le 2,3DPG est un effecteur allostérique exerçant un rôle dans la 

stabilisation du tétramère de globine et donc dans la coopérativité du processus de fixation de 

l’oxygène (Alayash, 2014). L’Hb libre possède donc une très forte affinité pour l’O2, ce qui 

implique des niveaux d’O2 plus faibles pour obtenir un effet oxygénant. En plus de sa demi-

vie plasmatique très courte et de sa rapide élimination, elle va avoir tendance à s’accumuler 

pouvant atteindre des doses néphrotoxiques. L’oxyde nitrique (NO), appelé aussi monoxyde 

d’azote, est un antioxydant qui joue un rôle prépondérant dans la régulation de la tension 

vasculaire. Sous forme de dimères, l’Hb va capter l’NO ce qui va provoquer un effet 

hypertenseur et donc une vasoconstriction.  

3.3.2.2. Hémoglobine d’origine bovine 

 Avantages : L’hémoglobine des bovidés, ainsi que celle d’autres espèces, ne nécessite 

pas de 2,3DPG et conserve ainsi une P50 d’environ 30 mmHg en intra et extracellulaire. La 

fixation et le relargage de l’O2, sont assurés par les ions chlorure présents dans le plasma. Elle 

va donc céder plus facilement de l’O2 et bénéficie aussi d’un prix plus avantageux et d’une 

forte disponibilité.  

 

 Inconvénients : L’utilisation d’Hb non humaine peut néanmoins poser des problèmes 

car elle présente un risque de transmission de pathogènes bovins associé aux maladies à 

prions comme la maladie de Creutzfeld-Jacob, l’encéphalopathie spongiforme bovine. De 

plus il y a des difficultés liées à sa purification et des risques de réactions immunogènes, mais 

surtout des risques liés à son effet hypertenseur, c’est pourquoi son développement a été 

arrêté. Cependant, les processus de production actuellement utilisés (ex : Biopure), inactivent 

efficacement le modèle prion.  
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3.3.2.3. Hémoglobines recombinantes 

 Les pénuries de dons de sang peuvent affecter la disponibilité en produits issus de 

poches périmées. La production d’Hb recombinantes apparait comme étant une bonne 

alternative. Cependant, produire ce type d’Hb en un minimum de temps avec un coût réduit 

demeure un véritable challenge sur le plan technique. 

 La production d’hémoglobines recombinantes consiste à faire exprimer des sous-

unités de globine (!/#) par différents organismes hôtes. Les premiers essais ont été réalisés 

chez E. coli avec la production d’Hb humaine native et non modifiée (Hoffman et al., 1990; 

Shen et al., 1993). Des essais ont par la suite été pratiqués chez la levure (S. cerevisiae et P. 

pastoris), le champignon (A. niger), mais aussi chez le porc transgénique et chez la plante. La 

production en système végétal utilise principalement Nicotiana tabacum, la plante de tabac et 

Agrobacterium tumefaciens, une bactérie de la famille des Rhizobium (K&enek et al., 2015). 

L’Hb recombinante, OptroTM (Somatogen), était la seule à utiliser la technologie 

recombinante (Figure 7 (4.)). Elle fut produite chez E. coli après transfection du gène humain. 

Un dérivé, la « dialpha » Hb (rHb1.1) obtenue par mutagénèse dirigée, était aussi exprimée 

chez cet hôte avec la particularité d’avoir les deux chaines ! exprimées l’une derrière l’autre 

(mutation Presbiterian) rendant ainsi la molécule indissociable (Looker et al., 1992). Cet 

assemblage était rendu possible par insertion d’une glycine entre le C-terminal d’une des deux 

chaines alpha et le N-terminal de l’autre. Par ailleurs, l’asparagine en position 108 de la 

chaine # était remplacée par une lysine.  

 

 Avantages : Ces systèmes de production possèdent un fort rendement ainsi que 

d’autres avantages, notamment celui d’être modulable et ainsi permettre la production d’Hb 

modifiées de manière à réduire les limites de l’Hb libre. 

  

 Inconvénients : Comme tous les produits issus de la bioproduction, les Hbs 

recombinantes sont couteuses et le développement d’un procédé robuste pour des productions 

à une échelle industrielle est très difficile à mettre en place. De plus, il persiste des difficultés 

concernant l’obtention de produits homogènes ce qui peut potentiellement occasionner des 

néphropathies et une vasoconstriction. 

 

 

 



41 
 

 

 

 
Figure 7 - Nature et sites de modification d’HBOCS en développement clinique. (POE : 
Polyoxyethylene) 
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3.3.2.4. Modifications de l’hémoglobine pour augmenter la rétention vasculaire 

 Les avancées technologiques permettent de réaliser de multiples modifications 

chimiques des protéines afin d’en améliorer la fonctionnalité et/ou la stabilité. Des stratégies 

ont donc été développées pour modifier les HBOCS d’origines humaine ou bovine, dans le 

but d’augmenter leur stabilité dans le plasma tout en conservant leur propriété de transporteur 

d’O2 (Figure 8). 

 

Figure 8 - Exemples de modifications chimiques de l’Hb. (1.) Le pontage ; (2.) La 
polymérisation ; (3.) La conjugaison ; (4.) Modifications multiples : conjugaison/ polymérisation. 
(Smani et al., 2007) 

 

Modification de la surface : Pour ce type de modifications, l’Hb est conjuguée à des 

molécules de tailles importantes comme le dextrane et le polyéthylène glycol (PEG) ce qui va 

avoir comme conséquence de prolonger la rétention de l’Hb dans la circulation. La surface de 

l’Hb est riche en résidus qui sont favorables à ce type d’interactions. Le PHP (pyridoxalated 

hemoglobin polyoxyethylene) est une Hb humaine modifiée dans le but de diminuer son 

affinité pour l’oxygène (Figure 7 (6.)). La FDA l’autorisa pour un premier essai clinique en 

1992, elle fut par la suite reprise par Apex Bioscience (Smani et al., 2007).  

  

Pontage covalent des globines : Il s’agit d’un pontage intramoléculaire des sous-unités de 

globine empêchant la dissociation en dimères de la polyprotéine et n’affectant pas la masse 

moléculaire. Par exemple, une liaison covalente entre les deux dimères !/# via une Glycine 

permet d’assurer la liaison et stabilise la molécule (OptroTM, Baxter, paragraphe 3.3.2.3.) ou 
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encore le pontage des chaines ! avec du bis (3,5-dibromosalicyl) fumarate (DBBF) 

(HemAssistTM, Baxter) (Figure 7 (4. & 1.)) (Chen, Scerbo, and Kramer 2009). Cette dernière 

a été développée par l’armée des États-Unis pour sa durée de rétention et son affinité pour 

l’O2, qui sont proches de celles de l’Hb native. Toutefois l’utilisation de HemAssistTM fut 

arrêtée prématurément car les résultats obtenus étaient insuffisants et il persistait des 

problèmes liés aux risques sanitaires. Baxter a finalement mis fin à son programme sur les 

HBOCs (Chen, Scerbo, and Kramer 2009).  

 

 La polymérisation : La polymérisation de l’Hb est réalisée par des pontages 

intermoléculaires, ce qui va permettre d’augmenter considérablement la masse moléculaire de 

la structure. Dans la préparation de PolyHemeTM et d’HemopureTM (HBOC-201) (Figure 7 (5. 

& 2.)), les pontages sont réalisés avec du glutaraldéhyde par l’intermédiaire de ses fonctions 

aldéhydes. 

 

Combinaison de plusieurs modifications : Le substitut HemolinkTM est non seulement ponté 

mais aussi polymérisé à l’aide de l’O-raffinose. Cette molécule permet l’interaction 

intermoléculaire entre les chaines # pour former une Hb stable (64 kDa) et permet 

l’interaction entre plusieurs tétramètres (128 à 600 kDa) grâce aux acides aminés de surface 

de ces derniers (Figure 7 (7.)).  

3.3.3. Les transporteurs d’oxygène d’Annélides marins 

 Plusieurs groupes de recherche se sont intéressés à l’EHb de ces Annélides marins. En 

France, ce fut celle du Pr. André Toulmond localisée à Roscoff en Bretagne en 1993. C’est à 

la même période que pendant son doctorat, Franck Zal entama les travaux sur l’A. marina et 

réalisa une description détaillée de la structure de son Hb. Elle répondait aux critères des 

« oxygen therapeutics » et permettait aussi d’entrevoir son utilisation en tant que substitut 

sanguin universel. En 2007 l’entreprise HEMARINA fut créée, sous la direction du Dr. Zal et 

de sa doctorante de l’époque Morgane Rousselot, avec pour ambition commune d’exploiter 

les propriétés de l’Hb d’arénicole afin de développer la production de produits à usages 

thérapeutiques. En fonction des applications développées, l’Hb d’A. marina (M101) ou de N. 

virens (M201) a été déclinée en plusieurs produits protégés par plus de 50 brevets. 
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3.3.3.1. Pour la préservation d’organes 

 Les organes destinés à la transplantation perdent rapidement en qualité dès le moment 

où ils sont prélevés. Le nombre de patients en attente de greffe est en constante augmentation 

et la disponibilité en greffons viables est limitante. Les stratégies actuelles s’attardent à 

étendre la durée de conservation des organes, c'est-à-dire leur viabilité ex vivo, afin de limiter 

les effets délétères de l’ischémie froide (conservation à froid). Les solutions de préservation 

ont pour rôle de maintenir la pression osmotique extracellulaire pour prévenir les problèmes 

d’acidose et de détérioration, occasionnés au cours de la reperfusion. C’est à cet effet et en 

tenant compte de la stabilité et de l’efficacité de l’Hb d’A. marina à basses températures, que 

HEMARINA développa le produit HEMO2life®. Les essais réalisés sur un modèle porcin de 

greffe rénale ont donné de probants résultats. Le greffon maintenu en solution de préservation 

de l’Université du Wisconsin (UW), Custodiol, contenant de l’HEMO2life® recouvrait une 

efficacité fonctionnelle plus rapidement que dans une solution standard (Mallet et al., 2014). 

La figure 9 ci-dessous, représente les résultats du dosage de la créatinine sérique dans le sang 

de porcs préalablement transplantés avec des reins maintenus dans le milieu de préservation 

seul ou supplémenté avec différentes doses de M101. Ce type de résultats devrait en théorie 

être transposable à d’autres organes dont la conservation est limitée, tels que le cœur, le foie, 

le pancréas et les poumons. 

 

 
 
Figure 9 - Analyse de la fonction rénale chez le porc après transplantation. Le dosage de la 
créatinine a été réalisé pendant 14 jours post-greffe. Les reins ont été conservés 24h à froid dans la 
solution UW +/- M101 de 1 à 5 g/L. Un taux de créatinine élevé indique une fonction rénale 
défaillante (Mallet et al., 2014). 
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 Un essai clinique multicentrique, OxyOp, va prochainement débuter. Il inclura une 

cohorte de 60 patients en attente d’une greffe rénale  

3.3.3.2. Transporteur d’oxygène universel  

 Comme tout HBOCs, le sang d’Annélides est envisagé comme substitut sanguin. Celui 

développé par la start-up morlaisienne présente les avantages des HBOCs sans les 

inconvénients. Il serait d’un grand intérêt pour prévenir l’anémie en cas de situations 

d’urgence, telles que des pertes sanguines brutales et importantes, accidentelles ou survenues 

en temps de guerre. Des administrations intraveineuses d’HEMOXYCarrier® (M101, 

HEMARINA SA) ont montré une oxygénation rapide et efficace dans des modèles animaux, 

sans occasionner d’effets secondaires (Rousselot et al., 2006; Tsai et al., 2012)  

 Des tests ont été réalisés chez la souris par injection intraveineuse 

d’HEMOXYCarrier®. A cet effet M101 a été taguée avec un marqueur fluorescent rouge qui 

a révélé une rapide diffusion de la molécule dans la totalité du corps de l’animal, avec une 

rétention de plusieurs heures sans effets secondaires notables. De plus, cette étude a démontré 

la capacité de M101 à délivrer de l’oxygène dans des tissus peu vascularisés comme les 

tumeurs sous-cutanées induites chez le modèle murin, permettant d’envisager son application 

en thérapeutique (Le Gall et al., 2014). En effet, un tel produit offre la possibilité d’oxygéner 

des zones hypoxiques localisées, parfois inaccessibles pour l’hématie humaine qui est plus 

volumineuse. Il pourrait aussi répondre à d’autres besoins tels que l’oxygénation de 

l’organisme en situation de choc hémorragique.  

3.3.3.3. Pansement oxygénant 

 Un autre produit actuellement en développement, HEMHealing® (M101), a été mis au 

point pour soigner les plaies hypoxiques chroniques comme les ulcères du pied diabétique. Il 

s’agit d’un pansement universel développé à partir de l’Hb de A. marina pour favoriser le 

processus de cicatrisation. 

3.3.3.4. Transporteur d’oxygène en culture cellulaire et production de protéines 

recombinantes 

 L’approvisionnement en O2 constitue encore l’un des paramètres difficile à maitriser 

dans la culture de cellules standard ou pour la production de protéines recombinantes, pouvant 

impacter le rendement et le produit lui-même. La technologie HEMOXCell® a été 
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développée à partir de M201 afin d’être utilisée comme additif dans le milieu de culture et 

ainsi délivrer de l’oxygène en fonction des besoins cellulaires. Son activité anti-oxydante 

naturelle va avoir une action protectrice sur les cellules et booster la productivité en apportant 

l’oxygène dissous sans passer par l’intermédiaire du bullage jugé trop agressif. Son utilisation 

en culture cellulaire sera détaillée par la suite dans les parties expérimentales des chapitres II, 

III et IV de ce manuscrit. 



47 
 

 

 
 
 
 
 

+,!-./012..2

2

34)5678$929$2A@;%@(92A9;;@;#>(92
 

 
Résumé : Dans ce second chapitre nous aborderons l’importance de l’oxygène au niveau 

cellulaire, à l’échelle du laboratoire et à l’échelle industrielle. En ce sens, un rappel sur le 

métabolisme cellulaire et sur les différents aspects de la culture de cellules adhérentes et non 

adhérentes, sera effectué. Puis les différents systèmes de culture à grandes échelles, pour la 

production de cellules et de protéines thérapeutiques, seront détaillés. Satisfaire les besoins 

en oxygène des cellules étant l’un des chalenges actuels, nous clôturerons ce chapitre sur le 

développement de procédés de culture cellulaire utilisant comme additif l’hémoglobine de 

Nereis virens (HEMOXCell®) pour véhiculer l’oxygène. A cet effet, la lignée productrice 

CHO sera utilisée pour en valider l’utilisation. 
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1. Métabolisme cellulaire 

1.1. L’oxygène comme transporteur d’électrons 

Au cours de la vie aérobie, le dioxygène (O2) apparaît comme étant le principal 

accepteur final d’électrons au cours des réactions et voies métaboliques, comme la chaine 

respiratoire. Dans les cellules de mammifères, ces différentes voies vont conduire à la 

production d’énergie sous la forme d’ATP, Adénosine 5’-triphosphate. Le glucose est le 

principal glucide retrouvé dans le sang et est le seul à être utilisé par la cellule pour la 

production d’ATP. La respiration cellulaire débute dans le hyaloplasme cellulaire avec la 

glycolyse (Figure 10). Cette voie catabolique est initiée par la dégradation d’une molécule de 

glucose pour générer deux molécules de pyruvate. En absence d’oxygène, au niveau des 

cellules musculaires, le pyruvate est fermenté en lactate par la lactate déshydrogénase (LDH), 

avec la production de 2 ATP et du cofacteur NADH oxydé, permettant ainsi le maintien de la 

glycolyse aérobie.  

Lors du métabolisme du glucose en aérobie, le pyruvate va être modifié dans la 

mitochondrie au cours des étapes du cycle de Krebs permettant la libération de 2 ATP et de 

dioxyde de carbone (CO2). Le cycle de Krebs répond en grande partie aux besoins 

énergétiques de la cellule en formant des coenzymes réduits (NADH, H+) nécessaires au 

fonctionnement de la chaîne de transporteurs d’électrons située dans la membrane interne 

mitochondriale. Elle est constituée de 4 complexes protéiques, parmi lesquels le complexe IV 

qui permet la réalisation de réactions d’oxydations phosphorylantes au niveau de l’enzyme 

cytochrome oxydase.  

Cette dernière étape de la respiration cellulaire va nécessiter de l’oxygène comme 

accepteur final d’électrons pour générer de l’eau avec libération de calories selon l’équation : 

O2 + 4 H+ + 4 e- ' 2 H2O (e- : électrons). Le rôle de la chaine respiratoire va consister à 

produire de l’énergie sous forme d’ATP, en consommant 6 molécules d’O2 et des produits des 

précédentes étapes d’oxydoréduction pour générer 12 molécules d’eau. Le bilan de la 

respiration cellulaire correspond à l’équation suivante : C6H12O6 + 6 O2 + 36 ADP + 36 Pi -> 

6 CO2 + 6 H2O + 36 ATP. 
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Figure 10 – Représentation détaillée des différentes étapes de la respiration cellulaire. 
(adapté de Badeau 2006)  
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1.2. Le stress oxydatif et dommages cellulaires 

 Bien que l’oxygène soit nécessaire au métabolisme, les radicaux libres qu’il génère en 

permanence peuvent dans certains cas être néfastes pour l’organisme. Des expériences 

menées sur le rongeur ont montré que l’exposition à une pression en oxygène plus élevée que 

la normale (i.e., >21% O2) d’environ 90% induisait une inflammation en 30 minutes puis 

avait un effet dévastateur en seulement 90 minutes sur les poumons, notamment en induisant 

des lésions souvent létales du tissu fonctionnel pulmonaire (Valença et al., 2007). Ces 

observations reflétaient un effet toxique de l’oxygène qui serait la conséquence d’un 

déséquilibre entre les enzymes anti- et pro-oxydantes (i.e., les déshydrogénases, les oxydases 

et les réductases) qui vont agir respectivement sur les acteurs du métabolisme protecteur et la 

production de dérivés réactifs de l’oxygène (Gille & Joenje, 1992). Ces derniers sont appelés 

espèces réactives de l’oxygène (ROS pour Reactive Oxygen Species) et sont générés lorsque 

les enzymes anti-oxydantes ne suffisent plus à neutraliser les médiateurs oxygénés (Auten & 

Davis, 2009). Les principaux ROS sont l’anion superoxyde (O2
-), le peroxyde d’hydrogène 

(H2O2), le radical hydroxyle (OH-) ou encore l’acide hypochloreux (HOCl) (Richter et al., 

1995) (Figure 11). 

 

 
Figure 11 - Voies de formation des radicaux libres de l’oxygène. Le stress oxydatif se 
manifeste par un déséquilibre entre les radicaux libres (éléments oxydants) et les molécules 
antioxydantes. (adapté de http://titan.medhyg.ch/mh/formation/art/30761.html) 



54 
 

 Au niveau cellulaire, la surproduction de ces radicaux libres va entraîner de nombreux 

phénomènes pathologiques du métabolisme de l’oxygène, tels que la perte de l’intégrité 

membranaire, des mutations de l’ADN, la peroxydation lipidique et la dénaturation de 

protéines impliquées dans des phénomènes d’apoptose caspase dépendante et de nécrose 

cellulaire (Janssen et al., 1993; Ischiropoulos & Al-Mehdi, 1995). Il est donc important de 

contrôler le niveau d’oxygène notamment dans les domaines travaillant avec des cellules 

comme matière première. 

 

2. La culture de cellules animales 

 La culture cellulaire, appelée culture in vitro, est une discipline dont le but est de 

reproduire au laboratoire les conditions définies, dans un environnement aseptique, 

nécessaires à la prolifération de cellules en dehors de l’organisme, qu’elles soient végétales ou 

animales. Le chapitre intitulé « Basic Techniques in Mammalian Cell » de Katy Phelan et 

Kristin M. May, regroupe habilement les principales techniques de manipulation, allant de la 

composition des milieux de culture en passant par les techniques de dénombrement et 

d’entretien des cultures (Phelan & May, 2015). Ces principes sont applicables à différentes 

catégories de cellules, parmi lesquelles il y a les « lignées » cellulaires provenant de cellules 

cancéreuses ou de cellules immortalisées, qui sont des cellules transformées de manière à 

rester stables tout au long des cultures. Les cellules cultivées à partir d’explants de tissus 

(après dissociation enzymatique du tissu ou migration naturelle des cellules) sont appelées 

cellules primaires, elles sont moins stables que les lignées mais présentent l’avantage d’être 

plus représentatives du vivant. A partir de leur premier repiquage on parlera de culture 

secondaire. Du point de vue respiratoire, les cellules animales sont aérobies strictes et vont 

donc avoir besoin d’oxygène pour fonctionner, d’où la nécessité de posséder le matériel 

approprié à leur maintien dans des conditions adaptées. 

2.1. La culture en incubateur : « The oxygen paradigm » 

 Dans la plupart des laboratoires, la culture des cellules animales est réalisée en 

incubateur à CO2 possédant un environnement calibré à 5% de CO2 gazeux, 20% d’O2 et une 

température de 37°C. Ces conditions sont considérées comme étant de la « Normoxie » mais en 
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réalité la plupart des tissus de notre organisme sont confrontés à de faibles teneurs en O2 

(hypoxie) (Ivanovic, 2009). Le niveau d’oxygène va jouer un rôle essentiel dans le maintien 

des fonctions cellulaires, mais il va aussi avoir un rôle au niveau de la croissance et de la 

différenciation (Mohyeldin et al., 2010; Hung et al., 2012; Zhang et al., 2013; Farrell et al., 

2015; Beegle et al., 2015). Ces phénomènes sont largement référencés par Zoran Ivanovic 

particulièrement pour les cellules souches pour lesquelles il emploie le terme de Oxygen stem 

cell paradigm. Dans les étuves de culture à 21% O2, les cellules sont confrontées à une 

suroxygénation (hyperoxie), qui va dans certains cas être impliquée dans la production de ROS 

perturbant la physiologie cellulaire. La culture en faible teneur en O2 est réalisable en 

incubateur, en diminuant le pourcentage d’O2 ambiant et en le remplaçant par du diazote (N2), 

mais aussi en utilisant des chambres à hypoxie. Dans le cadre d’un système de culture dit semi-

clos, les bouchons sont dotés de filtres qui vont permettre les échanges gazeux tout en 

maintenant des conditions de stérilité. La surface de culture et le volume de milieu doivent être 

réfléchis pour permettre une surface d’échange gazeux optimale.  

  

 Les milieux de culture utilisés sont généralement définis pour se rapprocher au plus 

près des conditions in vivo afin de satisfaire les exigences nutritives des cellules en culture 

(source de carbone, d’énergie, de vitamines, d’acides aminés, de facteurs de croissance, etc.). 

L’ajout de suppléments nutritifs est nécessaire, le plus commun étant le sérum de veau fœtal 

(SVF) utilisé dans un rapport volumétrique de 10%. Une tendance grandissante tend à utiliser 

du lysat de plaquettes humaines ou de milieu sans sérum « serum-free », en tant que substituts 

au SVF pour la culture de cellules primaires humaines (Capelli et al., 2007; Bieback et al., 

2009; Naaijkens et al., 2012; Rubio-Azpeitia & Andia, 2014). Les milieux de culture 

conventionnels contiennent un système tampon avec indicateur de pH, le Rouge de Phénol qui 

va être rosé/rouge en neutralité, tendre vers le violet si le pH augmente et vers le jaune si le 

milieu devient trop acide. En dessous d’un pH de 6,6 de nombreux types cellulaires ne 

survivent pas plus de 24h (Cook & Fox, 1988). La diminution du pH est attribuée à la 

sécrétion d’acide lactique et autres déchets par les cellules en culture. Le système tampon fait 

intervenir le couple CO2/HCO3
-, qui est en équilibre à 5 % CO2 (pH 7,4) selon l’équation CO2 

+ H2O ( HCO3
- + H+.  

 La respiration cellulaire entraine une production de CO2 en faveur d’une diminution de 

pH, le NaHCO3 (bicarbonate de sodium) contenu dans le milieu permet de rétablir l’équilibre. 

Cependant, ce dernier va s’épuiser au cours de la croissance cellulaire, c’est pour cela que le 

milieu de culture doit être renouvelé au moins deux fois par semaine. Cela va permettre de 
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réapprovisionner les cellules en nutriments devenus limitant au cours de la culture. Ce 

phénomène est retrouvé dans les cultures d’organes (cultures organotypiques) et dans les 

cultures tridimensionnelles de tailles importantes (plusieurs millimètres). En effet, 

l’accessibilité de la zone centrale par les nutriments et l’oxygène étant limitée, il va se créer 

une anoxie conduisant irrémédiablement à une nécrose au centre de l’explant. L’association 

du trio oxygène-nutriments-pH est alors nécessaire à la survie cellulaire (Bibby & Urban, 

2004). 

2.2. La culture de cellules adhérentes 

 Les cellules de mammifères sont pour la plupart des cellules adhérentes, sauf quelques 

cellules comme les cellules sanguines circulantes, certaines cellules de la moelle osseuse, des 

cellules des organes lymphoïdes et les cellules anormales (cancéreuses ou transformées).

  Elles sont cultivées sur tous les types de supports permettant un maximum de surface 

de contact, afin qu’elles puissent se développer sur le fond du contenant. Lorsque la 

monocouche cellulaire va atteindre la confluence, il va y avoir un arrêt de la croissance par un 

phénomène d’inhibition de contact. A partir de ce stade les conditions de culture sont 

perturbées aussi bien au niveau génétique que protéique (Ren et al., 2015). C’est pourquoi, il 

est préférable de « passer » les cellules lorsque la confluence est proche des 70-80%, par 

action mécanique (grattoir) ou enzymatique (trypsine). Il s’agit ici de décoller l’intégralité des 

cellules du support pour pouvoir les réensemencer, diluées dans du milieu « neuf ». Les 

cellules subissent alors un passage, il est important de bien tenir compte du passage 

particulièrement pour les cultures secondaires car ces dernières vont évoluer au fur et à 

mesure des passages laissant place à des populations de plus en plus résistantes, partiellement 

altérées et de moins en moins représentatives du tissu d’origine (Huang et al., 2010; Cui et al., 

2012a). 

  

 A la différence des cellules non-adhérentes, elles expriment de nombreuses molécules 

d’adhérence cellulaire (Cell Adhesion Molecules, CAM). Il s’agit de protéines membranaires, 

parmi lesquelles il y a les intégrines et les cadhérines. Les intégrines vont permettre 

l’adhérence au support en créant un pont entre le cytosquelette cellulaire et la matrice 

extracellulaire (MEC) (protéoglycanes et glycosaminoglycanes), tandis que les cadhérines 

vont être impliquées dans les interactions cellule-cellule via les cathénines cytoplasmiques. 

Ces interactions sont essentielles aux cellules adhérentes et vont jouer un rôle important dans 
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le développement embryonnaire, la réparation tissulaire et la croissance cellulaire (Hynes, 

2013). 

 In vitro, l’adhérence est dépendante du type cellulaire cultivé, il est parfois nécessaire 

d’avoir recourt à des revêtements spécifiques (coating) avec des protéines matricielles pour 

favoriser l’adhérence (collagène, fibronectine...etc.). La figure 12 ci-dessous illustre les 

différents types de molécules d’adhérence. 

 
Figure 12 - Les jonctions d’adhérence cellulaires. (Source : 

www.lookfordiagnosis.com) 

  2.3. Culture de cellules non-adhérentes  

 Les cellules non-adhérentes vivent et prolifèrent en suspension dans le milieu de 

culture et ne sont pas concernées par le phénomène d’inhibition de contact. En laboratoire il 

s’agit généralement de lignées modifiées, elles sont cultivées sous agitation pour optimiser les 

échanges gazeux, dans des contenants ne nécessitant pas de traitements adhésifs. Elles vont 

pouvoir pousser dans l’intégralité du milieu et ainsi générer un rendement cellulaire plus 

conséquent que leurs homologues adhérentes (1.105/cm2 vs. 2.106/mL) (ATCC Guideline). A 

l’état naturel il existe peu de cellules non-adhérentes à l’exception des cellules souches 
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hématopoïétiques et de quelques cellules d’organes lymphoïdes, telles que les lymphocytes. 

Elles constituent les candidates idéales pour la culture en masse associée à la production de 

protéines médicaments. Les premières utilisées dans ce but étaient les lymphocytes avec le 

système hybridome. Il s’agit d’une technique de production d’anticorps monoclonaux à partir 

de cellules issues de la fusion d’une lignée myélomatose et de lymphocytes B. Mise au point 

par George Köler et César Milstein en 1975, cette découverte leur value un prix Nobel de 

médecine en 1985 (Köhler & Milstein, 1975). 

 

3. Les procédés industriels de culture cellulaire 

 

3.1. Production de protéines recombinantes et de biomédicaments 

3.1.1. Les biomédicaments 

 Un biomédicament se défini comme un médicament produit à partir des cellules ou de 

la totalité d’un organisme vivant. Plus précisément, il s’agit d’une substance présentant des 

propriétés préventives et/ou curatives à l’encontre de maladies. Elle est produite grâce à des 

procédés de génie génétique parmi lesquels on peut citer les méthodes à base d’hybridomes, 

pour la production d’anticorps monoclonaux et la technologie de l’ADN recombinant. Le 

principe de cette dernière est relativement simple, il s’agit d’induire la production d’une 

protéine aux vertus thérapeutiques par insertion du gène codant cette dernière dans un vecteur, 

puis d’induire son expression dans un organisme hôte. Dans la pratique, cette technologie est 

complexe et couteuse à développer (Chartrain & Chu, 2008).  

 En Mai 2014, 173 biomédicaments ont été commercialisés en France. Ils sont classés 

selon le système ATC (Anatomical Therapeutic Chemical) de l’OMS (Organisation Mondiale 

pour la Santé) qui répertorie les médicaments en fonction de leurs propriétés en 14 groupes 

distincts. Parmi ces 173 médicaments, ils étaient principalement regroupés en deux 

catégories : 1/ les anti-infectieux à usage systémique et les anticancéreux, et 2/ les 

immunomodulateurs. Au niveau du marché des protéines médicaments, plus de 70% des 

protéines recombinantes sont actuellement produites à partir de cellules de mammifères, bien 

que le cout de production soit plus élevé que les systèmes levurien et bactérien (Birch & 
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Racher, 2006). Cependant d’autres protéines sont produites à partir du génie génétique telles 

que les facteurs de croissance, l’insuline ou encore des enzymes, et sont destinées à des 

domaines d’application variés (Figure 13).  

 

Figure 13 - Domaines d’application des protéines recombinantes. 

3.1.2. Les systèmes d’expression  

 Pour tous les systèmes confondus le schéma est le même. Il faut disposer de l’ADN 

codant la protéine d’intérêt et l’insérer dans un hôte permettant son expression de façon 

contrôlée. Selon l’organisme génétiquement modifié, le produit pharmaceutique est sécrété 

dans le milieu ou accumulé dans l’hôte, il faudra alors être en capacité d’extraire et de purifier 

les protéines biologiquement actives. La production devra être en accord avec les bonnes 

pratiques de fabrication (BPF). Les différents systèmes diffèrent dans leur aptitude à réaliser 

des modifications post-traductionnelles complexes des protéines synthétisées (Figure 14).  

 

Figure 14 - Schéma représentatif de structures N-glycanniques, caractéristiques des 
différents systèmes d’expression (Olivier & Mehtali, 2009). Les bactéries sont 
incapables de glycosyler les protéines recombinantes de mammifères, les levures ont 
tendance à hyper-mannosyler, les plantes et insectes produisent des glycoprotéines avec 
des résidus 1,3-fucose et xylose tandis que les cellules CHO permettent d’obtenir des 
glycosylations complexes, proches de celles retrouvées chez l’homme. 



60 
 

3.1.2.1. Les systèmes bactériens  

 Dans les années 90, les bactéries constituaient l’hôte le plus utilisé pour la production 

de protéines recombinantes, en particulier Escherichia coli (E. coli). A partir de cet hôte, 

l’insuline fut produite par clonage en 1978 par la société Genentech et constitua la première 

protéine recombinante humaine.  

 

Avantages : E. coli est un hôte génétiquement bien connu et caractérisé, facile à cultiver en 

fermenteur et peu couteux. Il existe de nombreux outils pour son étude et il permet un haut 

rendement de purification de protéines non complexes pouvant atteindre plusieurs grammes 

par litre. Comme par exemple un taux de production de 5,2 g/L pour la phosphatase alcaline. 

L’accumulation de protéines hétérologues peut atteindre jusqu’à 50% de son poids sec (Adrio 

& Demain, 2014). En routine les souches les plus utilisées sont E. coli BL21 et K12 ainsi que 

leurs dérivés. 

 

Inconvénients : Les bactéries (E. coli) présentent néanmoins un faible potentiel de sécrétion 

(plus élevé chez Bacilllus subtilis et Streptomyces) (Fischer et al., 1993). Un des problèmes 

majeur que l’on retrouve chez E. coli est son incapacité à synthétiser et à assembler 

correctement des protéines complexes. Ces dernières nécessitent des modifications post-

traductionnelles telles que les glycosylations et sont inappropriées pour l’expression de 

protéines possédant des ponts disulfures comme les immunoglobulines. Pour toutes ces 

raisons son utilisation est restreinte à la production de fragments d’anticorps ne nécessitant 

pas de modifications particulières et destinés à une utilisation en tant que réactifs de recherche 

(Arbabi-Ghahroudi et al., 2005). 

3.1.2.2. Les levures et champignons filamenteux  

La levure est un champignon eucaryote unicellulaire utilisé dans de nombreux 

processus industriels tels que la panification et la fabrication de boissons alcoolisées. 

Saccharomyces cerevisiae, et Pichia pastoris (P. pastoris) sont les deux espèces de levures les 

plus couramment utilisées en tant qu’organismes hôtes (Byrne, 2015). Les levures sont 

actuellement utilisées pour la production de protéines simples, telle que l’insuline, par des 

entreprises biopharmaceutiques et industrielles. Aspergillus niger (A. niger) ainsi que son 

homologue Trichoderma reesi, sont des champignons filamenteux utilisés pour la production 

d’enzymes recombinantes par les industries du textile et agroalimentaires. 
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Avantages : De la même manière que les bactéries, ces systèmes présentent une forte 

productivité et leur culture est peu couteuse. Toutefois, certaines souches, comme P. pastoris 

et A. niger, disposent de la machinerie permettant la N-glycosylation de protéines complexes, 

nécessaire à la production d’anticorps monoclonaux (Byrne, 2015).  

 
Inconvénients : Les protéines sont généralement cytosoliques et leur extraction va nécessiter 

une étape de lyse cellulaire. L’efficacité de production est avérée pour des protéines de petite 

taille comme l’insuline, mais elle est moindre pour des protéines complexes (Gerngross, 

2004). La levure produit des N-glycane et des O-glycanes différents de ceux obtenus avec les 

processus de glycosylation mammaliens. Certaines souches humanisées ont été développées 

comme GlycodExpressTM et YAC-ExpressTM (GLYCODE, France) et d’autres sont en cours 

de développement pour les rendre utilisables en thérapeutique humaine (Arico et al., 2013). 

3.1.2.3. Les cellules d’insectes  

 L’utilisation des cellules d’insectes à des fins de bioproduction est appelée « système 

Baculovirus-cellules d’insectes » puisqu’elle emploie le génome du Baculovirus comme 

vecteur d’expression. Dans ce système, le gène viral de la polyhédrine, qui représente 50% 

des protéines totales produites, est remplacé par le gène d’intérêt. Le virus est ensuite utilisé 

pour infecter les cellules d’insectes comme le lépidoptère (Lignée Sf9, Spodoptera frugiperda) 

(Osz-Papai et al., 2015) 

 

Avantages : Il s’agit d’un système populaire pour la production à petite échelle car il permet 

l’obtention de protéines naturellement glycosylées dans un minimum de temps et 

biologiquement actives. De plus, il constitue un système non pathogène pour l’homme, 

affichant des niveaux d’expression élevés, de plusieurs milligrammes par litre (Osz-Papai et 

al., 2015).  

 

Inconvénients : Les glycosylations effectuées par les cellules d’insectes peuvent porter des 

résidus immunogènes pour l’homme. Le baculovirus est un virus lytique ce qui signifie que 

son utilisation pour une production à l’échelle industrielle nécessite des quantités importantes 

de virus. Les cellules d’insectes quant à elles, possèdent une activité protéasique importante 

pouvant constituer un risque d’altération de l’activité biologique de la protéine produite. 

Alternativement des systèmes ont vu le jour au travers d’une infection réalisée directement 

chez la larve d’insecte.  
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3.1.2.4. Les systèmes végétaux 

 Envisagé comme un système de production économique avec une génétique 

facilement modifiable, l’utilisation des plantes transgéniques pour la production d’anticorps 

monoclonaux a fait son apparition dans les années 1989. Initialement à partir de feuilles de 

Nicotiana tabacum, d’autres essais ont été réalisés à partir du riz, du soja, de la luzerne ou 

encore de la laitue (Gomord et al., 2005). Par ailleurs, dans le but de limiter les problèmes 

inhérents à la culture de plantes transgéniques, comme la transmission du transgène, la 

bioproduction végétale a été développée en fermenteur avec des systèmes tels que les cellules 

végétales, les microalgues ou encore les lentilles d’eau. Ce dernier est actuellement exploité 

par la société Biolex Therapeutics, pour la production de produits thérapeutiques en vue d’un 

traitement de maladies infectieuses, notamment les hépatites B et C ainsi que certains types de 

cancer (Figure 15).  

 

 

Figure 15 - Exemple d’un système de production de peptides thérapeutiques à partir de 
Lemna minor, une plante aquatique transgénique. Le LacteronTM, développé par la société 
Biolex Therapeutics (Caroline du Nord, USA), est un interféron alpha. Les lentilles d’eau sont 
cultivées dans un système en accord avec les normes GMP appelé système LEX. 
(Source : http://www.pharmaceutical-technology.com/projects/biolex/) 
 
Avantages : La culture végétale est simple, peu couteuse et reproductible. De plus, les cellules 

végétales sont des cellules eucaryotes et disposent donc d’un système leur permettant de 

réaliser les modifications post-traductionnelles requises à la production de protéines 

thérapeutiques, complexes et fonctionnelles (Buyel et al., 2015). 

 
Inconvénients : Bien que la production à partir de cellules végétales présente des avantages, 

les rendements de production demeurent encore limités par comparaison à ceux des plantes 

transgéniques. Dans les deux cas il persiste une polémique liée à leur nature d’OGM 
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(Organismes Génétiquement Modifiés) et les sucres complexes synthétisés par les végétaux 

ne sont pas identiques à ceux des protéines animales.  

3.1.2.5. Les animaux transgéniques 

 En 1980 furent créés les premiers animaux transgéniques, il s’agissait de souris 

modifiées pour produire l’hormone de croissance (Somatotropine) à un niveau sub-

physiologique (> 50 µg/ml) dans leur sérum. Cette expérience fut la preuve qu’il était possible 

de produire des protéines médicaments dans les fluides organiques d’origine animale (Soler et 

al., 2006). L’intérêt de ce système est d’utiliser comme fermenteur un organe réalisant 

naturellement des glycosylations complexes. Cependant, la production au niveau sanguin 

étant relativement restreinte, les techniques se sont développées pour s’adapter à des animaux 

de taille plus conséquente. La production jusqu’alors limitée au sang fut réalisée dans le lait 

des animaux d’élevage, comme ce fut le cas chez le lapin, le mouton et la chèvre (Cooper et 

al., 2015) (Tableau 2). 

 

Tableau 2 - Exemples de biomédicaments obtenus à partir d’animaux transgéniques dans les 
années 90. Inspiré de « Principe de génie génétique » par Sandy Primrose et Richard Twyman 
(Primrose & Twyman, 2004) 

 
  

 Actuellement seulement trois systèmes sont utilisés : le lait, le blanc d’œuf d’oiseaux 

et la soie de vers à soie. Le premier médicament OGM autorisé en Europe, la protéine 

recombinante humaine antithrombine III, reçu une autorisation de mise sur le marché 

Européen en 2006. Elle fut produite dans le lait de chèvres transgéniques et commercialisée 

sous le nom d’ATryn (GTC Bioterapeutics). Le second exploite des poules transgéniques pour 

la production d’anticorps monoclonaux et d’interferon-#1 dans le blanc d’œuf (Lillico et al., 
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2007). Le dernier est idéal pour produire des protéines destinées à une utilisation en chirurgie 

réparatrice comme le fibrinogène et le collagène.  

Avantages : Ce système permet l’obtention de protéines recombinantes de conformations 

identiques à celles produites chez l’homme et ne présente pas de risques environnementaux 

comme les plantes (Vàzquez-Salat & Houdebine, 2013).  

 
Inconvénients : La culture animale à grande échelle coûte très cher et l’obtention d’animaux 

transgéniques est relativement longue. Par ailleurs, à la différence des plantes transgéniques, il 

existe de nombreux problèmes d’ordre éthique concernant l’ingénierie génétique animale 

(Ormandy et al., 2011).  

3.1.2.6. Les cellules animales  

 Actuellement les cellules de mammifères sont majoritairement utilisées pour la 

production de vaccins et de protéines recombinantes à usages thérapeutiques et diagnostiques. 

La plus grande difficulté de l’utilisation de ce système pour la production à grande échelle, est 

de pouvoir faire face à la pression de sélection et ainsi réussir à obtenir une souche stable 

permettant l’expression de protéines recombinantes de qualité, en quantité suffisante afin d’en 

limiter le coût de production (Swiech et al., 2015).  

 La première compagnie à exploiter le filon de l’ADN recombinant avec des lignées 

animales fut la société Genentech. Ils commercialisèrent en 1987 l’Activase®, un activateur 

de plasminogène humain obtenu à partir de cellules de mélanome humain (Primrose & 

Twyman, 2004). Parmi les lignées les plus utilisées il y a les lignées NS0, PER.C6® et CHO. 

Il s’agit respectivement de cellules de myélome murin, de cellules rétinales embryonnaires 

humaines et des cellules d’ovaire d’hamster chinois (Chinese Hamster Ovary) (Li et al., 

2010). La lignée NS0 est non-sécrétrice d’anticorps et auxotrophe au cholestérol, ce qui 

nécessite son ajout dans le milieu de culture. Toutefois, des variants non-auxotrophes au 

cholestérol ont été développés. La lignée NS0, comme les autres lignées murines, produit de 

l’acide sialique NGNA (Acide N-glycolyl neuramique). Ce dernier n’est pas retrouvé chez 

l’être humain et présente de ce fait un risque immunogène. Cependant il a été démontré que 

les cellules CHO produisaient des quantités moindres de NGNA et que les produits obtenus à 

partir de cette lignée étaient plutôt bien tolérés par l’être humain (Tangvoranuntakul et al., 

2003). C’est en partie pour cette raison que cette lignée s’attira les faveurs des industriels et 

qu’actuellement de nombreux produits obtenus à partir de cet hôte sont commercialisés 
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(Tableau 3). Cette lignée représente à elle seule plus de 70% du marché des anticorps 

monoclonaux. 

 
 
Tableau 3 - Exemples de produits biologiques produits en lignées CHO et dont la 
commercialisation est approuvée par la FDA. (Jayapal et al., 2007; Li et al., 2010) 

 

 
 

 

Avantage : Les cellules animales permettent l’obtention de protéines complexes et 

parfaitement glycolsylées car elles possèdent la machinerie nécessaire à la réalisation des 

modifications post-traductionnelles humaines. De plus elles sont parfaitement adaptables à la 

culture en masse et leur physiologie est bien connue (Omasa et al., 2010).  

 

Inconvénients : La culture de cellules animales coûte cher, tant au niveau de son 

développement qu’au niveau des consommables utilisés. Les cellules mammaliennes sont 

exigeantes et nécessitent le maintien de conditions constantes (température, pH, O2 dissous, 

etc.) et des milieux de culture de composition complexe. Les rendements demeurent moins 

importants que ceux obtenus avec les bactéries et les levures, de l’ordre de 5 à 10 mg/L mais 

de nouvelles techniques ont permis d’améliorer plus de 20 fois le rendement de production 

(Almo & Love, 2014). 

 Chaque système possède ses avantages et ses inconvénients lesquels sont résumés 

dans le tableau 4 ci-contre. 
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Tableau 4 - Avantages et inconvénients des systèmes de production. (d'après Olivier 
and Mehtali 2009) 

 

 

3.2. Les procédés de culture cellulaire 

Des cultures en bioréacteurs à grande échelle ont été développées pour satisfaire la 

demande en cellules (biomasse), en protéines recombinantes et en métabolites cellulaires, afin 

de produire plus vite et à moindre coût, tout en améliorant la qualité de la production (Olivier 

& Mehtali, 2009). Aujourd’hui ils sont presque exclusivement basés sur des systèmes de 

production mammaliens. 

3.2.1. Les bioréacteurs 

Un bioréacteur constitue l’unité de production de prédilection des industriels. Le plus 

souvent ils sont en verre pour une utilisation à la paillasse, mais pour des productions plus 

conséquentes ils sont en inox. Dans une plateforme de production, son instrumentation est 

complexe et doit permettre le contrôle des différents paramètres de culture, tels que la 

température, le taux d’oxygène dissous, le pH ou encore le débit d’alimentation (Zhu, 2012 

p.20). Il existe différents types de bioréacteurs pour la bioproduction qui sont en perpétuelle 

évolution, afin de diminuer les impacts négatifs des cultures à grande échelle sur les cellules 

et les produits d’intérêts. 
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 La figure 16, représente des exemples de bioréacteurs en fonction de l’échelle de 

travail.  

 

 

 

Figure 16 - Exemples de bioréacteurs de laboratoire, pilote et industriel. (d’après 
https://cdn.reseau-canope.fr/archivage/valid/156608/156608-23236-29416.pdf) 

 
 

 Les industriels travaillent notamment sur l’optimisation des échanges gazeux et sur 

l’amélioration de la composition des milieux, et tentent de limiter l’accumulation des déchets 

cellulaires. Il est par ailleurs préférable d’utiliser des milieux définis avec une composition 

connue, que des milieux à base de sérum. Ces derniers contiennent des mélanges de protéines 

variables d’un lot à l’autre et constituent un risque de contaminations par des mycoplasmes ou 

par des virus (Wessman & Levings, 1998). Le choix du modèle cellulaire va aussi être 

primordial, c’est pour cela que les plateformes de production s’orientent vers l’utilisation 

d’organismes cultivables en suspension afin d’optimiser la surface cultivable et diminuer le 

coût de production. 
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 Différents systèmes de culture en agitation ont été développés pour la mise au point du 

procédé de production et pour l’industrialisation (Figure 17). Ils diffèrent notamment par leur 

type d’alimentation en substrat mais aussi par leur mode d’agitation. 

 

 
 
Figure 17 - Les modes de culture en bioréacteurs (Adapté de “Improving Productivity in 
Bioreactors | GEN Magazine Articles” 2015) 

3.2.1.1. Les modes d’alimentation des bioréacteurs à pâles  

La culture en batch : Il s’agit d’un mode de culture en milieu non renouvelé. C’est le plus 

simple des procédés de culture en bioréacteurs qui présente aussi l’avantage d’être peu 

couteux. Le milieu est ajouté dans le bioréacteur avec les cellules et rien n’est prélevé ou 

ajouté pendant la culture. Cela présente un important désavantage car il ne va pas y avoir 

d’apport en nutriments mais plutôt une accumulation des déchets cellulaires qui peuvent 

s’avérer toxique pour les cellules (Kretzmer, 2002). Avec ce mode de culture le profil des 

courbes de croissance cellulaire est caractéristique pour les bactéries, les levures, les cellules 

animales et végétales, avec 5 phases bien distinctes (Figure 18).  

 

Figure 18 - Schématisation d’une courbe de croissance cellulaire en mode batch. 
 
 Pour ce type de culture, on observe une phase de latence après l’ensemencement, qui 

correspond à la période nécessaire aux cellules pour s’adapter à leur environnement et 

commencer la synthèse d’enzymes nécessaires à l’assimilation du substrat. Ensuite la 

1. Phase de latence 
2. Phase de croissance exponentielle 
3. Phase de ralentissement 
4. Phase stationnaire 
5. Phase de déclin 
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population cellulaire va croître de façon exponentielle en fonction du temps, pour atteindre 

son maximum appelé µ max, puis ralentir. S’en suit la phase stationnaire pendant laquelle la 

population cellulaire va stagner par compensation entre les cellules qui meurent et celles qui 

se multiplient, les ressources énergétiques s’amoindrissent et les déchets cellulaires 

s’accumulent jusqu’à atteindre des doses létales qui vont se traduire par une mortalité 

cellulaire accrue (phase de déclin).  

 Cette méthode de culture est principalement utilisée pour la mise au point et le 

développement des systèmes de production (i.e., efficacité de transfection, stabilité du clone, 

productivité). Elle va aussi servir de tremplin pour le développement de plateformes de 

production de biomasse cellulaire. 

 

La culture Fed-batch : Au début du processus, le volume de culture est réduit par rapport à 

la culture en batch et va être augmenté proportionnellement à la croissance cellulaire pour que 

le substrat ne soit jamais limitant. Avec cette technique la croissance reste exponentielle 

jusqu’à atteindre le volume maximal de la cuve. Cette alimentation semi-continue permet un 

composition du milieu au cours de la culture (Lubiniecki, 1990). Elle est utilisée en 

biotechnologie pour la production de cellulases par des souches de champignons filamenteux. 

 

Les cultures chémostat et perfusion : Il s’agit de procédés de culture en « continus ». Pour 

le chémostat, lorsque la concentration cellulaire définie est atteinte (phase stationnaire), du 

milieu va être ajouté et retiré à un débit équivalent afin de maintenir un volume constant. 

Avec ce dispositif il n’est donc pas nécessaire de vider la cuve. Il demeure néanmoins un 

risque de survenue de mutations et/ou de contaminations nécessitant une vidange complète de 

la cuve. Cependant cela n’en reste pas moins un procédé productif. 

Un dérivé de cette technique, le procédé en perfusion, entretient un changement de milieu 

perpétuel tout en recyclant la biomasse (Lubiniecki, 1990). Il va présenter l’avantage de 

limiter la possible toxicité des protéines produites mais aussi d’éviter la dégradation du 

produit lui-même. Pour des productions importantes, les modes en continu constituent les 

procédés de choix. 

 Chaque système de production présente des avantages et des inconvénients. Le choix 

d’un système en particulier se fera donc en fonction du type cellulaire, et de la faisabilité sur 

les plans économique et technique. Le système idéal doit être rentable, fiable et contrôlé ; il 

doit aussi favoriser le développement de la biomasse avec une forte viabilité, et pour finir il 
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doit permettre d’obtenir un produit de haute qualité, avoir un fort rendement (Kretzmer, 

2002).  

3.2.1.2. Les bioréacteurs « Airlift » 

 Ces bioréacteurs permettent de cultiver les cellules dans un milieu simultanément agité 

et aéré, à l’aide d’un flux d’air injecté par le fond de la cuve. Pour que ce système assure un 

bon transfert d’oxygène, le diamètre de la cuve doit être inférieur à sa hauteur. Les cultures 

Air lift sont principalement réalisées avec des cellules d’insectes ou des cellules de 

mammifères (Molina Grima et al., 1997). Ce système est cependant moins couramment utilisé 

que les systèmes agités.  

3.2.2. Paramètres influents un procédé de production 

 Afin de pouvoir répondre à la demande mondiale, les industriels doivent être en 

mesure d’établir rapidement le processus de production à grande échelle. En général il s’agit 

d’une production en masse à partir de bio-fermenteurs de taille importante de 2000 à 25000 

litres avec des productions menées en parallèle à des échelles moins importantes pour 

prévenir d’éventuelles contaminations (Chartrain & Chu, 2008). Le développement d’un 

procédé de production repose sur trois points principaux : 1/ la recherche au laboratoire avec 

l’optimisation du système de production hôte/produits d’intérêt, 2/ Le changement d’échelle 

« scale-up » puis 3/ la production (Figure 19). 

 

Figure 19 - Représentation schématique des différentes étapes du processus (Upstream) du 
développement de la culture à grande échelle « Scale-up ». (adapté de Omasa, Onitsuka, and Kim 
2010) 
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3.2.2.1. Paramètres physicochimiques 

Le pH : Pour cultiver les cellules dans de bonnes conditions elles doivent être cultivées à un 

pH identique à celui retrouvé in vivo. Par exemple les levures sont cultivées à un pH compris 

entre 4,6 et 6 alors que les cellules animales, comme les CHO, préfèrent un pH aux alentours 

de 7,2. L’activité métabolique cellulaire va induire des variations de pH qui vont pouvoir être 

régulées par ajout de solutions basiques et acides dans le milieu ou bien par bullage de CO2.  

 

Le dioxyde de carbone dissous : Le quotient de respiration, moles de CO2 produites par 

moles d’O2 consommées, des cellules de mammifères serait entre 0,9 et 1,2. Des pressions en 

CO2 (pCO2) entre 150-200 mm Hg sont retrouvées dans des cultures oxygénées, ce qui est 

environ cinq fois supérieur à celles retrouvées dans l’organisme. De telles concentrations en 

CO2 auraient un impact sur la prolifération et la production des hybridomes et des cellules 

animales CHO, NS0, BHK et les cellules d’insectes (deZengotita et al., 2002; Li et al., 2010). 

En solution, le CO2 permet de réguler le pH en l’acidifiant via la réaction : CO2 + H2O ' 

H2CO3 ' HCO3
- + H+ ' CO3

2- +2H+ 

Le CO2 dissous peut-être mesuré à l’aide d’une sonde de type InPro 500 (INGOLD) qui 

permet une mesure en continue. Son principe repose sur la mesure de variation de pH 

occasionnée par le CO2 qui réagit avec les ions bicarbonates situés dans la sonde. L’équilibre 

va s’établir avec libération d’ion H+ excédentaires qui vont acidifier le corps interne de la 

sonde et dont la mesure est effectuée à l’aide d’une électrode pH. 

  

L’oxygène dissous : Le maintien d’un niveau d’oxygène dissous constant est indispensable 

pour la survie des cellules dans un fermenteur. Il doit cependant être ajouté dans le milieu 

avec précaution car il peut être responsable d’un déséquilibre acido-basique cellulaire 

conduisant à la formation de ROS (Heidemann et al., 1998). Pour des procédés de production 

en grande quantité il est difficile d’oxygéner le milieu de manière homogène car l’oxygène est 

un gaz peu soluble. Si le taux d’oxygène dissous est trop faible cela conduit à la formation de 

lactate en quantité cytotoxique et une quantité trop élevée peu, en plus d’être toxique pour les 

cellules, détériorer le produit lui-même. Afin de répartir l’oxygène apporté par le bullage, les 

bioréacteurs sont équipés de systèmes d’agitation radiale ou axiale. L’oxygène disponible 

pour les cellules va être sensiblement lié à la taille et à la quantité des bulles. 
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L’osmolarité : La plupart des milieux de culture sont préparés pour avoir une osmolarité 

comprise entre 270 et 330 mOsm/Kg (nombre de millimoles de particules à activité osmotique 

par Kg de solution). L’osmolarité de la culture est un paramètre mesuré en routine à l’aide 

d’un osmomètre qui va mesurer le point de congélation. Des appareils sont commercialisés à 

cet effet. Une osmolarité trop importante peu limiter la croissance cellulaire et donc affecter la 

productivité (deZengotita et al., 2002). 

 

La température : La température de culture est dépendante du type cellulaire, par exemple il 

est préférable de cultiver les CHO à une température de 37°C alors que pour les levures il est 

préférable de se placer aux alentours de 26°C. La température est maintenue constante à l’aide 

de capteurs directement reliés à un régulateur thermique. Une variation doit pouvoir être 

corrigée dans les plus brefs délais pour ne pas impacter la biomasse. Car une température trop 

faible ou trop forte va respectivement ralentir la croissance ou tuer les cellules.  

 

Le stress hydrodynamique : L’agitation de la suspension cellulaire va induire un stress 

hydrodynamique aux conséquences néfastes pour les cellules (Barbouche, 2015. Th.D). Le 

plus souvent les dispositifs utilisent un système d’agitation à turbine ou à hélice. L’utilisation 

d’un système de turbine permet une agitation radiale à laquelle les cellules animales sont 

sensibles. Il est plutôt utilisé pour des systèmes bactériens tandis que l’agitation à hélice 

(axial) est préférable pour les systèmes mammaliens. L’objectif de ces dispositifs est de 

favoriser la diffusion des gaz (O2 et CO2) et des nutriments dans l’intégralité de la cuve en 

évitant la formation de gradients de concentrations et en maintenant une suspension cellulaire 

homogène. L’efficacité de la turbine à disperser le débit d’air injecté sous forme de bulles de 

la plus petite taille possible doit être évaluée afin d’éviter un manque ou un engorgement 

gazeux. 

3.2.3. Méthode pour caractériser la mort cellulaire en bioréacteur 

 Au cours de la production à grande échelle, il n’est pas rare de devoir faire face au 

problème de la mort cellulaire. Les différents paramètres cités précédemment peuvent en être 

la cause. Il faut réussir à identifier le ou les paramètres impliqués pour pouvoir limiter ce 

phénomène. Cependant il s’agit en général d’un épuisement en ressource énergétique, une 

accumulation des sous-produits métaboliques, un stress physique ou une quantité d’O2 dissous 

inadéquat. Quoi qu’il en soit il faut pouvoir identifier à quelle étape du processus l’un de ces 
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paramètres devient létal (Figure 20). La culture en mode fed-batch et celle en perfusion ne 

sont pas concernées par le manque de nutriments puisqu’il y a un apport de milieux pendant la 

culture qui va aussi réguler le pH. 

 

 

Figure 20 - Paramètres d’un processus de culture cellulaire pouvant affecter l’interaction des 
cellules avec leur environnement et donc la performance et la qualité de la production. 
 

 De nombreuses techniques sont utilisées pour caractériser la mort cellulaire au cours 

de la culture dont certaines sont brièvement présentées ci-après :  

 

Colorant d’exclusion : Il s’agit d’une technique de microscopie qui consiste à incuber la 

suspension cellulaire avec un colorant vital, le bleu Trypan, qui est exclu des cellules saines 

mais qui va pouvoir pénétrer dans les cellules altérées et apoptotiques. Il va ainsi les colorer 

en bleu tandis que les cellules viables vont rester incolores. Les cellules sont ensuite 
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observées et dénombrées le plus souvent à l’aide d’une cellule de numération de type 

Mallassez ou Thoma. Ce colorant présente une cytotoxcicité qui implique de réaliser cette 

analyse dans un temps réduit sous peine de biaiser le résultat. De plus, cette technique permet 

uniquement de distinguer les cellules vivantes des cellules mortes. 

 

Méthode nucléaire au « Dapi » : Le DAPI (4’,6’-diamidino-2-phenylindole) est un agent 

fluorescent couramment utilisé pour marquer les noyaux cellulaires en microscopie à 

fluorescence. Il permet de pouvoir visualiser les cellules en se fixant aux Adénosine-

Thymidine de l’ADN et aussi d’observer la conformation du noyau lequel apparait fragmenté 

en corps nucléaire en cas d’apoptose (Figure 21). Cette méthode est uniquement qualitative et 

très peu utilisée pour chiffrer la viabilité. 

 

 
 

Figure 21 - Exemple de marquage nucléaire au DAPI 
 
 

Cytométrie en flux : C’est une technique multiparamétrique qui permet d’identifier 

différentes populations cellulaires au sein d’une suspension en se basant sur la taille, la 

granulosité et des marquages fluorescents. Elle est couplée à des lasers qui vont permettre 

d’évaluer quantitativement la présence de marqueurs membranaires présents pour une 

population donnée. A cet effet, la suspension cellulaire est préalablement incubée avec des 

anticorps couplés à des fluorochromes. Pour l’analyse de la mort cellulaire il y a le système 

qui utilise un marquage à l’iodure de propidium (IP) et à l’Annexine V couplée à 

l’Isothiocyanate de fluorescéine (AnV-FITC). L’IP est un agent intercalant de l’ADN qui 

fluoresce dans le rouge (Excitation/Emission : 536nm/617nm) et le FITC, un fluorochrome 

qui fluoresce dans le vert (Excitation/Emission : 495nm/519nm). Dans le principe, l’Annexine 

V va se lier spécifiquement aux motifs Phosphatidylsérines qui sont externalisés à la 

membrane des cellules en apoptose ou en nécrose précoce. L’IP va se fixer spécifiquement à 

l’ADN des cellules qui ont perdu leur intégrité membranaire, considérées comme étant en 

phase tardive d’apoptose ou en nécrose. Les cellules AnV-/IP- sont considérées comme 
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vivantes, AnV+/IP- comme en début d’apoptose et AnV+/IP+ comme en nécrose (ou 

apoptose avancée). 

 
Dosage de la lactate déshydrogénase : La lactate déshydrogénase (LDH) est une enzyme de 

la classe des oxydoréductases qui catalyse la conversion du lactate en pyruvate. Elle est 

généralement utilisée comme marqueur des dommages tissulaires et est excrétée dans le 

système sanguin dans certains types de pathologies comme le cancer. In vitro, elle permet de 

quantifier en même temps les cellules nécrotiques et les cellules apoptotiques, par mesure de 

la quantité de LDH libérée dans le milieu.  

 Pour doser l’activité LDH, un échantillon de milieu est prélevé puis incubé avec le 

substrat de l’enzyme, l’acide lactique. La LDH va réduire ce dernier en pyruvate avec 

formation de NADH, H+ (Nicotinamide adénine dinucléotide). Cette coenzyme est un agent 

de réduction qui va pouvoir réagir avec la seconde réaction en réduisant le réactif coloré 

(jaune) en sa forme réduite (rouge) (Figure 22). La mesure d’absorbance est réalisée avec un 

spectrophotomètre, à une longueur d’onde comprise entre 450 et 500 nm. Cette technique 

présente l’avantage de prendre en compte aussi bien les cellules apoptotiques que les cellules 

mortes et éclatées. Cependant, la demi-vie de l’enzyme est d’environ 10h dans le milieu de 

culture et il faut tenir compte de la perte d’activité lors de l’analyse des résultats s’il s’agit 

d’une analyse portant sur plusieurs jours (Minor, 2006). 

 

Figure 22 - Principe de la réaction du dosage de l’activité LDH 
 
 

Mesure de l’ATP cellulaire : Lorsque les cellules perdent leur intégrité membranaire elles 

perdent aussi leur aptitude à synthétiser de l’ATP. Le dosage de l’ATP cellulaire à un instant 

T va donc permettre d’évaluer la viabilité cellulaire car seules les cellules vivantes produisent 

de l’ATP. Les ATPases endogènes auront détruit la totalité de l’ATP des cellules 

apoptotiques. 

Cette méthode utilise la luciférase pour catalyser la réaction de dosage suivante : 

 
ATP + d-Luciferine + O2 ' Oxyluciférine + AMP + Pyrophosphate + CO2 + Lumière 
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La luminescence est mesurée à 560 nm. L’ATP cellulaire doit être extraite préalablement à 

l’analyse, par lyse cellulaire. Ce dosage est rapide et très sensible (Fan & Wood, 2007). 

 

Dosage de l’activité caspase : Les caspases (Cysteine-dependant Aspartate-cleaving 

Proteases) sont des protéases impliquées dans les mécanismes de régulation de la mort 

cellulaire programmée, l’apoptose. Elles sont regroupées en sous familles en fonction de leurs 

fonctions et de leurs structures. Le plus souvent au laboratoire c’est l’activité de la caspase 3 

(groupe III) qui est mesurée pour la mise en évidence de l’apoptose. Cependant il est aussi 

possible d’étudier l’activation des caspases 8 ou 9 pour préciser les voies apoptotiques 

activées, intrinsèques ou extrinsèques. La caspase 3 est une caspase dite effectrice comme le 

sont également les caspases 6 et 7. Elle est impliquée dans la mise en place de la signalisation 

apoptotique. Ce sont les caspases initiatrices qui vont permettre en amont, d’activer les 

caspases du groupe III afin qu’elles puissent agir sur des protéines kinases impliquées par 

exemple dans la réparation de l’ADN, la régulation du cycle cellulaire ou l’apoptose (Figure 

23). 

 

Figure 23 - Exemple de réaction caspase-dépendante impliquée dans le processus apoptotique. La 
caspase-8 (initiatrice) va cliver le prodomaine de la caspase-3 et ainsi la rendre active. Cette dernière va 
engendrer l’activation en cascade de protéases aboutissant à l’activation de DNases nucléaires qui vont 
dégrader l’ADN et jouer un rôle dans l’induction du processus apoptotique. 
 
 L’activité caspase peut être mise en évidence par western blot ou par mesure de 

l’activité enzymatique, en ajoutant des substrats fluorescents.  
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3.2.4. Comment lutter contre les contraintes liées à l’oxygénation ? 

L’un des principaux challenges pour les industriels consiste actuellement à trouver des 

stratégies d’aération pouvant satisfaire la demande en oxygène tout en limitant les dommages 

cellulaires causés par le bullage. Pour augmenter le transfert de l’oxygène il est possible 

d’accélérer le débit d’aération, d’augmenter la solubilité de l’O2 dissous ou d’accélérer la 

vitesse d’agitation des pales. Le taux de transfert en oxygène (OTR pour Oxygen Transfert 

Rate) au sein du bioréacteur est un paramètre essentiel pour évaluer l’efficacité de 

l’oxygénation (Figure 24). 

 

Figure 24 - Formule pour le calcul de la diffusion de l’oxygène : 
« Oxygen Transfert Rate ». 

 

 La dissolution de l’oxygène dans le milieu est relativement lente et dépend notamment 

de la surface de l’interface gaz/liquide. Pour améliorer la diffusion de l’O2 dans un 

bioréacteur, il va être injecté en fines bulles dans le milieu en agitation.  

Bien que les systèmes d’agitation soient nécessaires à la diffusion de l’oxygène dans le 

bioréacteur, ils présentent néanmoins des inconvénients. Lorsqu’elle est pratiquée dans un 

milieu de culture oxygéné, l’agitation va produire de la mousse qui va dans certains cas 

entraîner un débordement et donc une perte de biomasse et de produits. Des agents anti-

mousses peuvent alors être utilisés mais ils vont limiter le transfert d’oxygène (ex : Le 

propylène glycol et le silicone). Dans une étude de 1990, Kurano et son équipe ont mis en 

évidence pour leur lignée de CHO non-adhérente, que le pH ainsi que l’O2 dissous étaient les 

deux paramètres les plus déterminants pour la survie, la prolifération et la productivité 

cellulaire (Kurano et al., 1990). 

 Actuellement le pH n’est plus un facteur limitant pour la production de cellules ou de 

protéines puisqu’il est facilement contrôlé. Cependant, les techniques visant à améliorer la 

diffusion de l’oxygène sans altérer les cellules ne sont pas encore suffisamment développées. 
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L’idéal serait d’utiliser un système qui serait moins létal que l’injection par bullage et qui 

serait sensible naturellement aux variations d’oxygène dissous. Des tentatives d’encapsulation 

de gaz dans des polymères ont été initiées mais se sont finalement avérées insatisfaisantes car 

les particules oxygénées fixaient massivement les protéines sécrétées (Seth et al., 2006). 

L’idéal serait de pouvoir alimenter les bioréacteurs par gradient d’oxygène en fonction des 

besoins cellulaires sans altérer le rendement et la viabilité cellulaire. Les transporteurs 

d’oxygènes de type hémoglobines semblent remplir ce cahier des charges. 

3.3. La culture de cellules thérapeutiques.  

3.3.1. Exemple d’application en thérapie cellulaire 

 La thérapie cellulaire est un domaine qui utilise des cellules souches ou des cellules 

différenciées, pour soigner un tissu ou un organe endommagé. Il s’agit d’une greffe de 

cellules ayant pour rôle de remplacer ou d’assister les cellules lésées. 

 

Il y a 4 grandes catégories de cellules candidates :  

 

 1/ Les cellules souches adultes, comme les cellules souches mésenchymateuses (CSM) 

et les cellules souches hématopoïétiques (CSH), sont les plus utilisées. Les CSM peuvent 

régénérer le cartilage, l’os, le foie ou encore les muscles. Elles sont directement issues du 

patient puis cultivées in vitro pour être réinjectées. La société Israélienne Pluristem 

Therapeutics, a développé des produits thérapeutiques à base de sang placentaire, les cellules 

PLX (PLacenta eXpanded). Ils utilisent une technologie permettant d’amplifier les cellules 

souches placentaires en système 3D en absence de sérum. Trois essais cliniques sont en cours, 

pour le traitement de maladies de l’artère périphérique, pour l’hypertension artérielle et les 

blessures musculaires. 

  Le produit Prochymal® (Mesoblast) est le tout premier médicament à base de cellules 

souches humaines à avoir reçu une autorisation de mise sur le marché. Il est actuellement en 

essai clinique de phase III pour la réaction aigue du greffon contre l’hôte, avec des résultats 

très encourageants. Un second essai de phase III est en cours pour la maladie de Crohn ainsi 

que deux autres essais de phase II, pour le diabète de type I et l’infarctus aigu du myocarde 

(Dodson & Levine, 2015). Prochymal® est composé de cellules souches de moelle osseuse de 
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donneurs sains. Après amplification in vitro, 10 mille doses peuvent être générées à partir 

d’un seul don (Pollack, 2012). L’unité de thérapie cellulaire du Centre de Transfusion 

Sanguine des Armées (CTSA, France) a associé l’injection de cellules souches 

mésenchymateuses au traitement classique des brulures par irradiation. Les résultats obtenus 

ont démontré la capacité des CSM à favoriser l’intégration du greffon et à limiter la nécrose 

tissulaire. En stimulant les CSM, ils obtinrent 180 millions de cellules en 14 jours à partir 

d’un prélèvement de moelle de 10 ml, qu’ils injectèrent en complément de l’autogreffe de 

peau (Bey et al., 2010).  

   

 Au niveau Européen, le produit Holoclar® (Holostem Advanced Therapies) est le 

premier produit thérapeutique à base de « cellules médicaments » à avoir été autorisé sur le 

marché. Il est commercialisé depuis février 2015. Ce dernier est indiqué pour soigner la 

cornée et est composé de cellules épithéliales de cornée obtenues après expansion et 

différenciation ex vivo de cellules souches limbiques du patient (http://www.ema.europa.eu/).  

  

 Les CSH peuvent être utilisées pour soigner des maladies malignes du sang ou encore 

des déficiences immunitaires. Elles sont administrées par greffe de moelle osseuse totale 

depuis les années 80. Elles peuvent aussi être infusées en autologue ou allogénique pour 

rétablir les fonctions hématopoïétiques défectueuses des patients. Ces cellules souches sont 

généralement issues de sang de cordon, de moelle osseuse ou de sang circulant (Passweg et 

al., 2010). 

 

2/ Les cellules souches embryonnaires (CSE) sont aussi très intéressantes car elles 

peuvent être induites en toutes sortes de tissus. Le centre de recherche et de développement 

spécialisé en thérapie cellulaire, l’I-STEM, produit des CSE de grade clinique. Il réalisa en 

2014 un essai clinique sur la régénération de l’épiderme et en 2015 il a lancé un nouvel essai 

clinique pour régénérer la rétine dans le cas de dégénérescence maculaire liée à l’âge 

(DMLA). La société américaine Ocata Therapeutics œuvre elle aussi à soigner cette maladie 

et travaille par ailleurs sur la différenciation en cellules épithéliales pigmentaires de la rétine 

pour la dystrophie maculaire de Stargardt. Une autre boîte Américaine, ViaCyte, utilise les 

CSE pour générer des cellules de pancréas productrices d’insuline.  

 

3/ Les cellules souches pluripotentes induites, iPS pour induced pluripotent stem cells, 

sont des cellules adultes (ex : fibroblastes) génétiquement reprogrammées en cellules 
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pluripotentes. Ces dernières sont encore peu utilisées en thérapie en raison des modifications 

génétiques occasionnées, qui présentent un risque sanitaire. Un essai pilote a été mené avec 

succès au Japon sur une patiente de 70 ans atteinte de DMLA. Les iPS administrées dérivaient 

de cellules de la rétine de la patiente (Chen et al., 2014).  

  

 4/ Les cellules différenciées peuvent être utilisées comme alternative aux cellules 

souches. Elles sont administrées en autologue ou en allogénique (Tableau 5). La FDA a 

autorisé la mise sur le marché de produits thérapeutiques à base de cellules issues de biopsie 

effectuée chez le patient lui-même. Les cellules sont cultivées in vitro et greffées telles quelles 

(Epicel®, Vericel) ou insérées dans une matrice (Carticel®, vericel). 

 

 
 
Tableau 5 - Exemples de produits de thérapie cellulaire approuvés par la FDA. (d’après Dodson 
& Levine 2015) 

 

Produit Société Type de greffe Source cellulaire Indication clinique 

Epicel® Vericel Autologue Peau  
Brulures dermiques 
profondes 

Carticel® Vericel Autologue Cartilage Défauts cartilagineux 

Provenge® Valeant Autologue Cellules immunitaires Cancer avancé de la prostate 

Apligraf® 
 

Organogenesis Allogénique Cellules de peau dérivées 
de fibroblastes néonataux 
de prépuce  

Ulcères veineux de la jambe 
et du pied diabétique  

Dermagraft® Organogenesis Allogénique Cellules de peau dérivées 
de fibroblastes néonataux 
de prépuce  

Ulcères du pied diabétique  

Osteocel® NuVasive Allogénique Cellules souches 
mésenchymateuses & 
cellules 
ostéoprogénitrices 

Régénération osseuse 

Prochymal® Mesoblast Allogénique Cellules souches 
mésenchymateuses de 
moelle osseuse 

La réaction du greffon contre 
l’hôte (GVH) 
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 Certaines greffes allogéniques sont administrées en spray à partir d’un mélange de 

fibroblastes et de kératinocytes provenant de prépuces de nouveau-nés après circoncision, 

combinés à du collagène bovin (Apligraf® et Dermagraft®, Organogenesis®) (Dodson and 

Levine 2015). Le greffon Cartipatch® (TBF Génie Tissulaire), est actuellement en essai 

clinique de phase III. Il s’agit d’une autogreffe de chondrocytes cultivés dans un hydrogel 

associé à de l’agarose et de l’alginate. Les cellules sont extraites d’un prélèvement de 

cartilage de 200 mg et amplifiées jusqu’à obtenir une concentration de 10 millions de cellules 

par millilitre. L’hydrogel est stérilisé et mélangé à une suspension cellulaire puis moulé avant 

d’être implanté dans le défaut articulaire (Neyret et al., 2007). 

3.3.2. Système pour la production de masse de cellules thérapeutiques 

 Les cellules thérapeutiques sont pour la plupart des cellules adhérentes. Cela nécessite 

d’avoir un matériel cellulaire de départ suffisant. Il faut alors être en mesure d’amplifier 

suffisamment les cellules en un minimum de temps. La culture des cellules adhérentes à 

grande échelle possède quelques inconvénients, dont les deux principaux sont l’espace 

nécessaire à l’obtention d’une biomasse suffisante et les contraintes liées à l’agitation, limitant 

les volumes de culture. 

3.3.2.1. Culture sur supports statiques 

 Les premières cultures à grande échelle ont été réalisées en culture statique dans des 

systèmes de culture dérivés des classiques flasques en polystyrène, comme par exemple les 

systèmes CellSTACK® (Corning®) et CellFactory® (Nunc®). Il s’agit de flasques de culture 

(ou chambres) composées de plusieurs étages (Figure 25 (1.) ci-contre). Elles permettent 

d’obtenir une rendement cellulaire égal à celui obtenu pour des cultures réalisées dans 

plusieurs flasques standards (pour un volume égal) ce qui présente un avantage pour le 

manipulateur, optimise la surface de culture pour un échantillon donné et limite les risques de 

contaminations liés aux changements de milieux (Bartmann et al., 2007). Bien que ce type de 

système limite les contaminations, il n’élimine cependant pas le risque lié aux changements 

de milieux réguliers. Un système comparable a été développé, le ACFM (Automatic Cell 

Factory™ Manipulator System, Nunc®), permettant de cultiver de manière stérile et 

automatisée 4 flasques à 40 étages. 
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Figure 25 – Exemples de systèmes de culture pour la production à grande 
échelle de cellules adhérentes. (1.) Système de culture statique en flasque multi-
étages. La surface de culture est de 6320 cm2 répartis sur 10 étages sur la photo. (2.) 
Le système CELLROL (Integra) permet de réaliser la culture de cellules adhérentes 
en agitation rotative (0,5 à 6 RPM (Rotation Par Minute)). La vitesse de rotation des 
bouteilles est réglée à l’aide d’un moniteur et est régulée par la rotation d’un seul 
roller, l’autre étant en rotation libre. Une bouteille de culture de 29 cm de long 
possède une surface de culture de 850 cm2. (3.) Exemples de bioréacteurs à usage 
unique pouvant être utilisé pour la culture de cellules adhérentes sur microporteurs 
(ou billes).  
 

 3.3.2.2. Culture sur supports agités 

 Des techniques de culture ont été développées pour augmenter la surface utile telle que 

la culture en bouteilles sur Rollers et la culture utilisant des micro-transporteurs (microbilles). 

 

Système de culture rotative : Le système de flacons rollers a été développé par George Gey en 

1933 (Hanks & Bang, 1971). Il est largement utilisé pour la culture en masse de cellules 

adhérentes avec des bouteilles de culture de surface allant de 490 à 4250 cm2. Il consiste à 

cultiver les cellules dans des bouteilles ou flacons de culture en position allongée dans le 

système (Figure 25 (2.)). Cette culture présente l’avantage de limiter la consommation de 

milieu, laissant à chaque rotation une fine couche de liquide sur la monocouche cellulaire. De 
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plus elle permet d’optimiser la surface de culture et évite la formation de gradients au sein du 

milieu, tout en favorisant les échanges gazeux. Cependant, elle nécessite de grands 

incubateurs et comporte les mêmes risques de contamination que le système CellFactory® 

classique.  

 

Culture sur microporteurs : Pour cette technique les cellules sont cultivées sur des billes ou 

des microporteurs, le plus souvent en suspension dans un bioréacteur. La culture en agitation 

va permettre d’améliorer l’homogénéité de la culture et d’éviter la formation de gradients de 

concentration. Ce système offre l’avantage d’augmenter le ratio surface d’adhérence/volume 

de milieu de culture par rapport aux systèmes statiques. Les bioréacteurs Mobios® sont 

adaptables à ce type de culture et permettent d’obtenir des rendements supérieurs à 300 

millions de CSM par litre de milieu consommé (Figure 25 (3.)). Plusieurs études se sont 

penchées sur l’utilisation de la culture sur microporteurs pour la culture de cellules souches 

pluripotentes (cellules souches embryonnaires) et multipotentes (CSM). L’optimisation des 

systèmes repose sur le coating de surface, les milieux de culture et le système d’agitation 

(Lam et al., 2015). Le développement de plateformes pour ce type de culture nécessite une 

première étape d’expansion en flasque statique avant de passer en culture 3D sur 

microporteurs, avec une étape en flasque Spinner (5 L) qui servira d’inoculum pour 

l’ensemencement de bioréacteurs contrôlés, de volumes plus conséquents (Chen et al., 2013). 

3.3.3. Les bonnes pratiques de fabrication  

 Pour qu’un produit thérapeutique soit de « grade clinique » il devra impérativement 

répondre aux exigences des bonnes pratiques de fabrication (GMP pour Good Manufacturing 

Practices) et aux normes de conservation imposées par des organismes tels que l’agence 

européenne de la médecine ou l’agence nationale de la sécurité des médicaments (ANSM). 

Ces normes sont identiques à celles des médicaments et impliquent l’évaluation de tous les 

produits et matériaux engagés dans le processus de fabrication, appelé PTA pour Produits 

Thérapeutiques Annexes. Concernant les Médicaments de Thérapie Innovante (MTI), la 

culture cellulaire doit suivre un protocole fiable et reproductible, de l’étape d’extraction à 

celle de réadministration.  

 

 Pour des produits biologiques, la validation des procédés est plus compliquée que celle 

de produits synthétiques. Il existe une variabilité inter-individuelle qui se répercute entre les 
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lots de production. Il faut pouvoir démontrer la robustesse du processus de fabrication ainsi 

que la stabilité et l’innocuité du produit final. Dans l’idéal il faut travailler avec des milieux 

de composition définie, exempts de sérum. 

 Si l’on prend l’exemple des CSM, les critères minimums pour la caractérisation 

cellulaire admis par l’ISCT (International Society of Cell Therapy) sont insuffisants pour 

pallier aux différences retrouvées entre différents lots. D’où la nécessité de mettre en place 

une standardisation de la production, qui sur le plan technique comprendra le matériel de 

départ, la densité d’ensemencement, le nombre de doublement de population et le milieu de 

culture utilisé. Les sources les plus évidentes pour des applications cliniques sont la moelle 

osseuse et le tissu graisseux, car ils sont accessibles et faciles à collecter selon des processus 

standardisés (Sensebé et al., 2013). Ménard et ses collaborateurs ont réalisé une comparaison 

de l’impact de 3 milieux de culture de grade clinique dans la culture des CSM. D’un milieu à 

un autre et en fonction de la source tissulaire, le phénotype membranaire et les capacités 

d’immunorégulation étaient variables (Menard et al., 2013). C’est pour cette raison que les 

procédures de culture doivent être standardisées en fonction des applications. Cela implique la 

réalisation systématique de tests fonctionnels, du suivi de la viabilité et de la croissance 

cellulaire. 
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HEMOXCell® 

  

 L’Annélide polychète Nereis virens possède comme pigment respiratoire une 

hémoglobine extracellulaire de taille importante (3.6 MDa). Les diverses propriétés des 

pigments respiratoires de N virens et de son homologue Arenicola marina, sont évoquées dans 

le Chapitre I (sous partie 3.3.3). L’extraction de ces pigments circulants est réalisée dans les 

locaux d’HEMARINA, à Morlaix. Le produit obtenu est appelé M201 pour N. virens. Ce 

dernier va subir des étapes de purification permettant d’obtenir le composé commercial du 

nom d’HEMOXCell®.  

 L’approvisionnement en vers est essentiellement assuré par la Hollande, toutefois 

HEMARINA a d’ores et déjà amorcée un projet de création d’une ferme marine à 

Noirmoutier.  

1. De l’extraction au produit final 

 Les étapes de la production ne seront pas détaillées dans ce manuscrit pour préserver 

la confidentialité de ces renseignements mais ils y seront évoqués.  

 La production d’un lot commercial s’étend sur une semaine. Elle débute par une étape 

d’extraction à froid à partir de poches de vers congelés. La décongélation va entrainer un 

éclatement des vers libérant ainsi l’intégralité de leur contenu. S’en suit des étapes de 

filtration et de purification, ponctuées par des analyses de conformités. Le produit final est 

dilué dans une solution de stabilisation puis dosé avant d’être aliquoté. Les échantillons sont 

ensuite délivrés en présence des certificats attestant leur stérilité, l’absence d’OGM, de 

mycoplasmes et d’endotoxines, mais aussi l’absence d’ADN étranger résiduel. Pour une 

conservation optimale, il doit être stocké à -80 °C. Sa stabilité est alors estimée à 24 mois. 

Avant de pouvoir être utilisé comme produit de recherche, chaque lot devra être validé à 

l’aide d’un test d’efficacité réalisé sur cellules CHO. Il pourra par la suite être utilisé dans une 

échelle de température allant de 4 °C à 37 °C. Avant chaque utilisation, les échantillons 

doivent être décongelés sur glace.  
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2. Test de performance sur la croissance des cellules CHO-S 

 L’analyse de l’efficacité du produit M201 est réalisée selon un mode opératoire validé 

qui s’inscrit dans le suivi de contrôle qualité de la molécule. Il s’agit d’un modèle in vitro 

permettant de valider de façon reproductible l’augmentation de la biomasse cellulaire en 

présence de la molécule à 0.5 g/L. Cette concentration a été déterminée au cours d’une 

précédente étude qui vous est détaillée dans l’article Advance in recombinant protein 

production using a marin oxygen carrier to enhance oxygen transfer in a CHO-S cell line 

(Article 1), figurant dans la partie résultat de ce chapitre (Le Pape et al., 2015).   

 Pour ce test, les réactifs proviennent de chez Invitrogen. La lignée utilisée est la lignée 

d’ovaires d’hamster chinois CHO-S, modifiée et non adhérente. Elle est cultivée dans du 

milieu CD-CHO complémenté. 

  

 Pour chaque test de performance 3 conditions sont analysées (2 erlenmeyers / 

condition) : une condition contrôle permettant de calculer l’évolution de la biomasse cellulaire 

sans HEMOXCell®, une condition standard qui consiste à évaluer l’évolution de la biomasse 

en présence d’un lot validé de M201 à 0.5 g/L, et la condition test, réalisée avec le lot à tester 

à 0.5 g/L. Les erlenmeyers sont transférés en incubateur à CO2 (21% O2, 37°C) pendant 1h. 

Les bouchons sont ensuite fermés hermétiquement à l’aide de ParafilmTM et les erlenmeyers 

sont incubés sous agitation orbital (120 RPM) à 37°C pendant 4 jours. Les cultures sont 

placées 1h par jour à l’incubateur CO2 pour rétablir l’équilibre acido-basique du milieu.  

 

 Pour chaque dénombrement, 2 aliquots de 500 µL sont prélevés et 2 dilutions au 

1/20ème sont réalisées à partir de chaque aliquot dans une solution de bleu Trypan à 0,2%. Le 

dénombrement est réalisé à l’aide d’une cellule de Malassez. La moyenne des différents 

dénombrements ainsi que le coefficient de Bravais-Pearson sont calculés (i.e., coefficient de 

corrélation entre deux variables). Ce dernier doit être inférieur à 1 pour poursuivre 

l’interprétation des résultats. Le coefficient de variation (CV en %) des cellules vivantes est 

ensuite calculé pour un même prélèvement et devra être inférieur à 10. Si c’est le cas, la 

densité de cellules vivantes par millilitre pourra être déterminée. Seuls les lots permettant une 

augmentation de la biomasse cellulaire d’un facteur supérieur à 4 seront validés.  
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  Comme toutes les hémoglobines, HEMOXCell® possède une signature 

spectrophotométrique caractéristique de son état d’oxydation et d’oxygénation. L’analyse de 

cette signature est réalisée dans le laboratoire de biochimie analytique à HEMARINA, à l’aide 

d’un spectrophotomètre (UV-Vis SAFAS). C’est à partir du spectre d’absorption UV-Visible 

entre 370 et 640 nm, d’une solution diluée de M201 (%0,7 mg/mL), que cette analyse 

fonctionnelle est réalisée. Elle permet d’évaluer qualitativement l’état dans lequel se trouve la 

molécule, mais aussi de définir le pourcentage de méthémoglobine (MetHb) contenu dans la 

solution. Une signature non conforme est caractéristique d’une hémoglobine oxydée à plus de 

50%. Seuls les lots conformes (%MetHb < 50%) pourront poursuivre les tests. L’état de l’Hb, 

Oxyhémoglobine, Déoxyhémoglobine ou Carboxyhémoglobine, est déterminé à partir des 

maxima des longueurs d’ondes obtenus pour les bandes Soret, Alpha et Béta (Figure 26). Les 

valeurs sont entrées dans un fichier automatisé qui indiquera la forme principal de l’Hb dans 

l’échantillon analysé. 

 

 

 
Figure 26 - Conformation de l’hémoglobine pour le test de 
fonctionnalité. (A) Spectre d'absorption UV-visible entre 250 et 700 nm de 
M101 dans différentes configurations. M101 correspond à l’hémoglobine de 
l’Annélide A. marina, il présente un spectre similaire à celui de N. virens. (B) 
Tableau récapitulatif des différentes conformations de l'Hb en fonction des 
maxima d'absorption. 

 

 Le pourcentage de MetHb est ensuite déterminé à partir de la forme réduite de la 

molécule (0% MetHb), en utilisant un antioxydant, l’acide ascorbique (0.3 M) (Prolabo), et de 

la forme oxydée (100% MetHb) en utilisant un oxydant, le peroxyde d’hydrogène (H2O2). Les 

spectres d’absorbance sont ensuite réalisés en duplicat pour chaque solution : la solution test 



90 
 

Hb%, la 0% et la 100% de MetHB. La comparaison des 3 spectres à 540 et 576 nm est ensuite 

réalisée. A cet effet, les absorbances A540 et A576 sont additionnées et notées A0 pour 

0%MetHb, AHb pour la solution testée et A100 pour 100%MetHb. Le %MetHb de la solution 

testée est calculé selon la formule suivante : 

 

%MetHb=100 – (([AHb-A100] x100) / (A0 –A100)) 
 

 La dernière partie de l’analyse fonctionnelle consiste à évaluer la capacité de l’Hb à se 

déoxygéner et à se réoxygéner. Pour cela, l’Hb est désoxygénée par bullage d’azote (Alpha 

Gaz N2) et réoxygénée à l’air. Le bullage d’azote est réalisé pendant environ 15 minutes, 

directement dans une cuve du spectrophotomètre contenant la solution à tester et scellée par 

du parafilm. La réoxygénation est réalisée par plusieurs allers-retours à la pipette. Les spectres 

entre 370 et 640 nm sont réalisés en duplicat pour les solutions oxydées (Oxy), déoxydées 

DeOxy) et réoxydées (ReOxy). Les 3 spectres obtenus pour un même aliquot sont normalisés 

puis superposés. Les profils d’une solution fonctionnelle doivent permettre une superposition 

pour Oxy et ReOxy, mais pas avec le spectre DeOxy (voir Figure 26). 

  

 Avant toute utilisation d’un nouveau lot, il faut commencer par déterminer la 

concentration de travail, c'est-à-dire la concentration permettant d’obtenir le meilleur rapport 

dose/réponse. Ce point sera abordé dans la partie qui va suivre avec comme modèle cellulaire, 

les cellules souches mésenchymateuses.  

2

2
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Les résultats du chapitre II concerneront le développement des tests de fonctionnalité sur 

cellules CHO, ils seront présentés sous la forme d’un article. Ce travail constitue 

actuellement la base de la validation fonctionnelle du produit.  

 

Article 1: “Advancement in recombinant protein production using a marine oxygen 
carrier to enhance oxygen transfer with a CHO-S cell line.” 
!
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  Introduction 

 Biotechnology has gained interest over the last several 

decades, particularly in the fi eld of recombinant proteins. " e 

need for recombinant proteins is continuously increasing, 

both in fundamental research as well as for clinical applica-

tions. Indeed, the demand for the production of recombi-

nant proteins by pharmaceutical companies served a global 

market of  $ 32 billion in 2003 and reached  $ 108 billion in 

2010 (Pavlou and Reichert 2004, Wuest et   al. 2012). Among 

the diff erent existing production systems, mammalian cells 

are the more advantageous and represent developing new 

technology for biopharmaceutical companies. Although 

their cultivation is more expensive and takes longer than 

the other production systems, they are the only host cells 

that have the capacity to secrete proteins with proper fold-

ing, assembly, and post-translational modifi cations. About 

50 – 60% of recombinant proteins for therapeutic use (and up 

to 80% for monoclonal antibodies (mAb)) are produced in 

mammalian cell systems (Omasa et   al. 2010, Walsh 2006). 

 Immortalized Chinese Hamster Ovary (CHO) cell lines 

currently constitute the most-used expression system for 

large-scale production of recombinant proteins (Hu and 

Aunins 1997). Indeed, CHO cells have been widely studied 

and characterized through decades of research, and nowa-

days they represent a large database for bioproduction. " eir 

suitability has led to safe production of numerous recombi-

nant therapeutics for humans, like mAb production (Birch 

and Racher 2006, Kelley 2009). Other advantages of these cells 

are their fast growth properties, their ease of transfection, 

their adaptability to serum-free medium, and their ability to 

perform complex post-translational modifi cations required 

for biological activity and compatibility with humans (Almo 

and Love 2014, Omasa et   al. 2010, Rita Costa et   al. 2010). 

However, the growth of mammalian cells is slower than that 

of the microbial host systems, the cultivation processes are 

longer, and the engineering selection and construction of a 

mammalian cell line is more complex. 

 Generation time (or population doubling time (PDT)) 

is an important parameter for the evaluation of culture 
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  Abstract 

 Recombinant proteins, particularly proteins used as therapeutics, 

are widely expressed for bioprocessing manufacturing processes. 

Mammalian cell lines represent the major host cells for 

bioproduction, according to their capacities of post-translational 

modifi cations and folding of secreted proteins. Many parameters 

can aff ect cell productivity, especially the rate of oxygen transfer. 

Dissolved oxygen, in high or low proportions, is a crucial parameter 

which can aff ect cell viability and thus productivity. HEMARINA 

has developed a new technology, commercially proposed as 

HEMOXCell    , to improve cell culture at a large production scale. 

HEMOXCell     is a marine oxygen carrier having properties of high 

oxygen sensitivity, to be used as an oxygen additive during cell 

culture manufacturing. In this study, we investigated the eff ects of 

HEMOXCell     on the culture of the commonly used CHO-S cell line. 

Two main objectives were pursued: 1) cell growth rate and viability 

during a batch mode process, and 2) the determination of the eff ect 

of this oxygen carrier on recombinant protein production from a 

CHO-transfected cell line. Our results show an increase of CHO-S 

cellular growth at a rate of more than four-fold in culture with 

HEMOXCell    . Moreover, an extension of the growth exponential 

phase and high cell viability were observed. All of these benefi ts 

seem to contribute to the improvement of recombinant protein 

production. This work underlines several applications using 

this marine-type oxygen carrier for large biomanufacturing. It 

is a promising cell culture additive according to the increasing 

demand for therapeutic products such as monoclonal antibodies.  

  Keywords:    bioprocessing  ,   cell growth rate  ,   cell viability  ,   CHO-S 

cells  ,   CHO shear stress  ,   marine oxygen additive  ,   Oxygen carrier  , 

  oxygen transfer rate  ,   recombinant-protein   
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  Advancement in recombinant protein production  

expansion. It was mentioned that the typical growth rate of 

mammalian systems is about 0.02 to 0.05 h  "    1 , which is less 

than the microbial growth rate (0.4 to 0.6 h  "    1  for yeast and 1 

to 3 h  "    1  for bacteria) (Muller et   al. 2006, Omasa et   al. 2010). 

 " e demand for biopharmaceutical proteins is continu-

ously growing, hence the necessity to optimize production 

processes in order to reduce production time and increase 

productivity. Moreover, for CHO cells and other mammalian 

cell lines, the yields of recombinant protein are rather low. 

" e process to scale-up production from cell bank to biore-

actor at a production-scale (cell thawing, cell cultivation in 

bioreactors of sizes increasing by 5 – 8-fold until large produc-

tion-scale cultivation) usually takes several weeks to months. 

Another disadvantage of mammalian cell cultivation is the 

low cell density, with a typical cell concentration of about 1 

to 10    #    10 6  cells/ml (Omasa et   al. 2010, Wurm 2004). Over the 

past two decades, signifi cant improvements have been made, 

contributing to dramatic increase in cell density and subse-

quently cell productivity. Culture conditions like stirring 

speed, osmolarity, temperature, partial pressure of oxygen, 

and pH variations can infl uence CHO cell growth. In a 1990 

study, Kuranto and his team analyzed these diff erent param-

eters and determined that pH and concentration of dissolved 

oxygen were the parameters with the most infl uence in the 

culture of the CHO non-adherent cell line (Kurano et   al. 

1990). Culture conditions can also aff ect the glycosylation 

potential of these mammalian cells (Jenkins et   al. 1996). " e 

use of serum-free media with a defi ned composition of amino 

acids seems to be a good substitute to serum-supplemented 

media, and provides a stable and xenogeneic-free environ-

ment (Costa et   al. 2013; deZengotita et   al. 2002). 

 It is therefore important to maintain a suffi  cient cell 

density in order to enhance productivity, and that is why 

cell engineering targets cell viability. Cell death in the batch 

culture mode can have several origins; stirring and sparged 

bubbles can induce stresses and lead to apoptosis, as well 

as nutrient starvation, lack of oxygen, and waste products 

(Dhanasekharan et   al. 2005, Krampe and Al-Rubeai 2010) .  

To delay stress-induced cell death, antiapoptotic engineer-

ing technologies were developed with the aim to overexpress 

antiapoptotic factors and suppress proapoptotic factors like 

the Bcl-2 and Bcl-xL proteins (Dorai et   al. 2010, Figueroa et   al. 

2007, Lee et   al. 2013, Majors et   al. 2008, Meents et   al. 2002). 

 Recent research has been aimed at fi nding a way to 

replace the addition of oxygen by bubbling with a less lethal 

system for cells. Indeed, this process has created two major 

problems: (i) oxidative damages; (ii) shear stress-generated 

sparging air or pure oxygen. It was proposed that gases can 

be encapsulated in a thin polymer and can be released 

when the oxygen pressure decreases. " is system does not 

induce cell death, but the oxygen-loaded particles present 

an inconvenience in the absorption of a signifi cant quantity 

of secreted proteins (Seth et   al. 2006). In addition, an overlay 

intensive supply of oxygen can induce oxidative stress, lead-

ing to a secretion of reactive oxygen species (ROS) which can 

cause signifi cant cellular damage like protein degradation 

(Cacciuttolo et   al. 1993, Oller et   al. 1989). 

 HEMARINA, a french company, has developed HEMOX-

Cell    , as an oxygen carrier to bypass existing issues to transfer 

oxygen to cells. HEMOXCell     is a hemoglobin extracted from 

a marine worm,  Nereis virens,  with a high oxygen affi  nity 

(Chabasse et   al. 2006, Rousselot et   al. 2006). " e binding and 

release of oxygen from this carrier occurs by simple diff usion 

along oxygen partial pressure gradients, according to the cel-

lular needs. " is oxygen carrier has a high molecular weight, 

natural extracellular properties, and the ability to be used 

within a wide temperature range. Other original characteris-

tics of this oxygen carrier are its intrinsic SOD-like activity and 

its ability to bind over one hundred oxygen molecules at the 

same time (Franck Zal and Rousselot 2014). 

 " e feasibility of using HEMOXCell     as an oxygen carrier 

to supply oxygen in a bubbling-free batch culture system 

was investigated. " e CHO-S non-adherent cell line, derived 

from the parental CHO-K1 cell line, was chosen as the mam-

malian cell model for this study. " e benefi ts of HEMOXCell     

supplementation in serum-free medium was considered in 

terms of cell growth and cell viability, and for its ability to 

promote recombinant protein production in CHO-S trans-

fected with Enhanced Green Fluorescent Protein (EGFP). 

" e aim of this study was to fi nd a bioprocess adaptable to 

high scale-up of protein production, limiting cell apoptosis, 

and increasing the amount of cell density and productivity.   

 Material and method  

 HEMOXCell     
 " e extracellular hemoglobin M201 has been used to create 

the product designated as HEMOXCell     (HEMARINA SA, 

Morlaix, France). " is molecule is extracted from the marine 

lugworm  Nereis virens.  " e extraction process is realized 

under gentle agitation of frozen worms at 4 ° C, followed by a 

purifi cation step and a conditioning process. HEMOXCell     

has been developed to replace the way oxygen is tradition-

ally supplied to cells from early stage R & D studies to process 

development and fi nally production of recombinant pro-

teins at commercial scale.    

 Cell culture methods  

 Culture conditions of cell lines 
 " e CHO-S cell line was purchased from GIBCO     (GIBCO    , 

Invitrogen    , Fisher Bioblocks Scientifi c, Illkirch, France). " e 

CHO-EGFP cell line was obtained by stable transfection of 

CHO-S cells with the expression vector pEGFP-N3 (Clontech, 

Saint-Germain-en-Laye, France) containing the improved 

reporter gene GFP (e-GFP). Both cell lines were cultured in 

CD-CHO medium supplemented with 8 mM L-glutamine, 

100  µ M sodium hypoxanthine, and 16  µ M thymidine 

(GIBCO    ) in Erlenmeyer fl asks with a vent cap (Corning, 

Chorges, France). Cultures were maintained in a humidifi ed 

atmosphere with 5% CO 2  at 37 ° C until they reached a density 

of 2    #    10 6  cells/mL, and they were reseeded twice a week by 

dilution at a density of 2    #    10 5  cells/mL.   

 Transfection of CHO-S cells 
 CHO-S cells were plated at 3    #    10 5  cells/mL on 6-well 

plates (Nunc    , Rochester, NY, USA) for 15 h, and cells were 

transfected by lipofection with the linearized plasmid vector 
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pEGFP-N3. According to the manufacturer ’ s instructions, a 

ratio per well of 5  µ g of DNA to 25  µ L of Lipofectamine LTX 

(Invitrogen    ) was diluted in 250  µ L of Opti-MEM (Invitro-

gen    ). After 48 h, transiently transfected cells were grown 

in a culture medium supplemented with 500  µ g/mL G418. 

" e enrichment step of the stably transfected cells — the 

CHO-GFP cells — was performed for 11 days. " e selection 

pressure was then maintained at 250  µ g/mL of G418 in the 

growth medium.   

 Experimental conditions 
 For experimental studies, CHO-S and CHO-GFP cells were 

seeded at a density of 2    #    10 5  cells/mL in 30 mL of supple-

mented growth medium dispensed in a 125-mL shaking fl ask 

(Costar    , Burladingen, Germany). " e growth medium was 

also supplemented with various concentrations of HEMOX-

Cell     (from 0 to 2 mg/mL). " e cultures were maintained 

under orbital stirring at 120 rpm in an incubator (IG 150, 

" ermo Scientifi c) with 5% CO 2  at 37 ° C. " ey were main-

tained and studied until total loss of cell viability.    

 Parameters studied  

 Cell growth and cell viability 
 Cell quantifi cation was carried out by two diff erent meth-

ods: a manual counting performed with a Malassez hemo-

cytometer and an optical microscope (Olympus, Hamburg, 

Germany); and an automated counting performed with Cel-

lometer     Auto T4 cell counter (Nexcelom Bioscience, Law-

rence, Canada) coupling to the Cellometer     Auto Counter 

software (Nexcelom Bioscience). 

 Cell viability was determined by the trypan blue exclu-

sion method. PDT was calculated during the exponential 

growth phase using the following formula: t D     $    ln2/ µ max 

with  µ  max     $    ln(Nt-N0)/ ∆ t, where t D  is the value of PDT 

(hour),  µ  max  is the maximum growth rate (hour  "    1 ), Nt is the 

cell density at the end of the exponential phase (cells/mL), 

and N0 is the cell density at the beginning of the exponential 

phase (cells/mL).   

 Cell death  

 Apoptosis detection assay 
 Cell death was evaluated using a co-staining procedure 

based on a commercial detection kit (Annexin V-FITC Kit, 

Miltenyi Biotec, Paris, France). Briefl y, 1.10 6  cells were 

washed and resuspended in 100  µ L of binding buff er 1X 

according to the manufacturer ’ s instructions. Subsequently, 

cells were incubated with 10  µ L of Annexin-V conjugated to 

FITC (AV-FITC) for 1 h in the dark and at room temperature. 

" en, cells were washed with 1 mL of binding buff er 1X and 

centrifuged at 300 g for 10 min. " e cell pellet was resus-

pended in 200  µ L of washing buff er. " e fl uorescence was 

measured using a microplate fl uorescent reader (Safi re2    , 

Tecan, Lyon, France) coupled to the Magellan     software 

(Tecan) (excitation/emission wavelengths: 488 nm/530 nm). 

" en, 0.5  µ g of propidium iodide (PI) was added to each well 

and fl uorescence was again measured (excitation/emission 

wavelengths: 535 nm/620 nm). Control cells were included in 

each set of experiments. " e fl uorescence intensity obtained 

for each condition was expressed as relative fl uorescence 

unit (RFU).   

 Caspase activity 

 Measurement of caspase-3 activity was carried out using 

the Caspase-3 Fluorometric Assay Kit, according to manu-

facturer ’ s instructions (R & D Systems Europe, Abingdon, 

UK). Briefl y, 1.10 6  cells were analyzed in each condition. " e 

cells were centrifuged at 250 g for 10 min and resuspended 

in 100  µ L of lysis buff er with protease inhibitors (Roche, 

Meylan, France). " e suspension was then incubated for 10 

min at 4 ° C and stocked at    "    20 ° C until assay. " e caspase-3 

substrate was added for the measure of activity. " e resul-

tant fl uorescence was quantifi ed with Safi re2     (excitation/

emission wavelengths: 400 nm/550 nm) and analyzed with 

Magellan     software. " e results were expressed as percent-

age of caspase-3 activity in cells during culture  vs  before 

experimentation.    

 GFP expression 
 " e specifi c fl uorescence of CHO-S cells transfected with 

EGFP was determined by fl uorometry. Two hundred micro-

liters of cell suspension were transferred to a 96-well plate. 

" e fl uorescence was collected using Safi re2     (excitation/

emission wavelengths: 485 nm/515 nm). " e background 

fl uorescence of the cell culture medium and/or of non-

transfected cultures was subtracted from each value, to give 

the RFU.   

 Gel fi ltration analysis 
 " e structure of HEMOXCell     was analyzed by gel fi ltration 

using Fast Protein Liquid Chromatography (FPLC) (Ulti-

mate     3000, Dionex, Saint-Quentin-en-Yvelines, France). 

Briefl y, an aliquot of CHO-S cells cultured with 0.75 g/L 

HEMOXCell     was taken each day during 10 days of culture 

and centrifuged at 10,000 g for 10 min, and the supernatant 

was conserved at    "    80 ° C until use. Gel fi ltration was per-

formed on a Superose six column (Superose TM 6, 10    #    300 

nm; GE Healthcare, Velizy, France), with a fractional range 

of 5 to 5000 kDa and an elution fl ow rate of 0.5 mL/min. " e 

separation was performed using the elution buff er com-

posed of 10 mM TrisBase, 145 mM sodium chloride (NaCl), 

4 mM potassium chloride (KCl), 0.2 mM magnesium chlo-

ride (MgCl 2 ), and 2.5 mM calcium chloride (CaCl 2 ). Chro-

matographic data were collected and processed using the 

Chromeleon     software (Dionex) for two wavelengths — 280 

nm and 414 nm. Kinetics were realized with a daily measure-

ment with GraphPad     software.   

 UV-visible absorption spectrophotometry 
 " e functionality of HEMOXCell     was defi ned by its capacity 

to reversibly bind dioxygen molecules. " e functional state of 

Hb may be determined by the relative decrease in the inten-

sity of the alpha and beta bands over time (Table I). An ali-

quot of CHO-S cells cultured with 0.75 g/L HEMOXCell     was 

taken at various time-points during culture, during a period 

of 10 days. " e cell suspension was centrifuged at 10,000 g for 

10 min and supernatant was conserved at    "    80 ° C until use. 
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  Advancement in recombinant protein production  

similar at 0.750 g/L, and a slight decrease was drawn at 1 g/L, 

which was confi rmed at 2 g/L. However, cell growth at these 

concentrations was still more potent than in the control con-

ditions. Over this period, HEMOXCell     consequently reduced 

the PDT of the culture, which was decreased to 20.3 h at 0.500 

g/L and remained unchanged at 0.750 g/L (Figure 1). 

 " en, from day 7, cell cultures showed a sharply declined 

process without going through a stationary phase, and no 

more cells were counted after day 8.   

 HEMOXCell     maintains cell viability 
 To ensure that the addition of HEMOXCell     did not nega-

tively impact cell culture, we determined cell viability in 

batch culture using the trypan blue dye exclusion method. 

Firstly, the cell viability of control cells was maintained 

above 95% until day 5, that is, during the lag phase and the 

exponential phase of cell culture (Figure 3A). After the 5th 

day, viability decreased to below the 95% value and reached 

a value of around 80% on day 7 and less than 20% on day 10. 

No signifi cant changes in cell viability were observed when 

cells were cultured with the storage buff er. 

 In the presence of HEMOXCell    , viability was maintained 

above 95% until day 6. On day 7, viability with 0.125 to 1 g/L 

HEMOXCell     was about 75 – 80%, slightly under that of the 

control cells. " en, the viability rapidly dropped and all cells 

were dead on day 8. Cell response with 2 g/L HEMOXCell     

was diff erent since viability decreased more slowly and was 

60% on day 8, and more than 20% of cells on day 10 were still 

viable.   

 HEMOXCell     does not impact the cell death process 
 HEMOXCell     showed benefi t on cell culture growth and 

viability. However, the decline phase and the loss of viability 

were evident. To ensure that HEMOXCell     did not negatively 

impact cell culture, we decrypted the cell death process. We 

chose to drive this study at HEMOXCell     levels of 0.250 and 

0.500 g/L. 

 As shown in Figure 4, AV-FITC and PI staining were low 

until day 5. " en, the intensity of AV-FITC fl uorescence 

increased from day 6 to day 7, whereas the increase of 

PI staining was delayed at day 7. " is suggests an apop-

totic process that began at day 6, followed by a necrotic 

process at day 7. No connection between cell viability and 

HEMOXCell     concentration can be established. " is was 

confi rmed with caspase-3 activity, that exploded at day 

7 (Figure 3B). Moreover, the apoptotic process occurring 

during cell culture was not modifi ed with HEMOXCell    ; 

the occurrence and the intensity were similar to the control 

conditions.   

 HEMOXCell     boosts cell production 
 Protein production has been determined in CHO-S trans-

fected with EGFP. " e EGFP protein diff ers from the native 

protein by a few amino acids that ensure high purity and 

maximal GFP fl uorescence. Fluorescence intensity refl ects 

the production of recombinant proteins by the cells, and 

was measured at day 0 and day 7 of batch culture (Figure 5). 

Here, we show that HEMOXCell     does not induce a non-

specifi c fl uorescence signal at day 0. At day 7, analysis 

For analysis, samples were placed in a 96-well plate (Nunc    ). 

Functional study was conducted by UV-visible spectrometry 

on wavelengths ranging from 250 nm to 700 nm using the 

spectrophotometer Synergy     2 (BioTek, Colmar, France) 

coupled to Gen 5     software (BioTek). After acquisition, the 

percentage of oxidized HEMOXCell     was determined with 

UV-visible spectra normalized at 523 nm, the isoelectric point 

of the HEMOXCell    . Oxidation percentage was calculated 

using the following formula: Oxidized %HEMOXCell        $    100 

 –  [AHb-A100]  #    100/A0-A100, where AHb    $    A 540     !    A 576  for 

the HEMOXCell     sample, A0    $    A 540     !    A 576  of 0% oxidized 

HEMOXCell    , and A100    $    A 540     !    A 576  of 100% oxidized 

HEMOXCell    .    

 Statistical analyses 

 Data were expressed as means  %  SD of three to four indepen-

dent experiments, using the paired Student’s t-tests and the 

non-parametric Dunnett ’ s test to identify signifi cant diff er-

ences between experimental groups and control conditions. 

Statistical signifi cance is achieved if  p     &    0.05. Statistics were 

generated using InStat     version 3.10 (GraphPad Software(r), 

La Jolla, USA).   

 Results  

 HEMOXCell     boosts cell growth 
 " e growth of CHO-S cells showed four characteristic phases 

(Figure 1A): the lag phase until day 1, where cells grew slowly 

and adapted their metabolism to cell culture conditions; 

the exponential phase between day 1 and day 4, where cell 

growth was optimal, with the PDT of the culture calculated 

along this period being 24.1 h; the stationary phase, between 

day 5 and day 7, where cell growth had slowed and reached a 

plateau; and fi nally, the death phase, from day 8. 

 " e culture of CHO-S in presence of the oxygen carrier 

storage buff er was similar to that of control cells (Figure 1B). 

No signifi cant changes in cell density were observed, and the 

PDT was equivalent. 

 " e addition of HEMOXCell     during cell culture had no 

eff ect on the lag phase (Figure 1 C – H). However, HEMOXCell     

signifi cantly amplifi ed the exponential phase: it lasted two 

more days than control, and cell density was increased. Cell 

density was amplifi ed in a dose-dependent manner from 0.125 

to 0.500 g/L, in a ratio from 2.5 to 4.6, respectively (Figure 2). 

Conversely, when using higher concentrations than the eff ec-

tive dose of HEMOXCell    , it was found that the cell growth 

rate was decreased (Figures 2C – 2H). Indeed, cell density was 

  Table I. Summary table of Hb conformations according to the 
characteristic absorption peaks. ! e Hb spectral signature contains 
three characteristic peaks: the alpha band and beta band are 
characteristic of the absorption of the complex consisting of the 
nucleus — heme, iron, and dioxygen; the Soret band is characteristic of 
the absorption of the heme nucleus and polypeptide chain complex.  

Soret band beta band alpha band Hb conformation

414    %    2 nm 540    %    2 nm 576    %    2 nm Oxyhemoglobin

430    %    2 nm 555    %    2 nm 555    %    2 nm Deoxyhemoglobin

418    %    2 nm 535    %    2 nm 570    %    2 nm Carboxyhemoglobin

406    %    2 nm 500    %    2 nm 630    %    2 nm Methemoglobin
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revealed that HEMOXCell     signifi cantly boosts recombinant 

protein production in the CHO-EGFP batch culture com-

pared to the culture without the carrier. We can observe an 

increase of 70% of recombinant protein production in 0.250 

g/L HEMOXCell    -supplemented medium ( P     $    0.006), and 

more than 80% with 0.500 g/L HEMOXCell     ( P     $    0.017). It 

seems that this increased fl uorescence was relative to the 

tested concentration, and no signifi cant diff erence was 

found; however, fl uorescence appeared higher at 0.500 g/L 

than at 0.250 g/L.   

 Functional and structural analysis of HEMOXCell     
 In order to characterize the functional evolution of 

HEMOXCell     during batch culture, we performed a func-

tional analysis by UV-visible spectrometry and a structural 

analysis by fast protein liquid chromatography (FPLC). A 

spectral signature of 0.750 g/L HEMOXCell     solution was 

determined by UV-visible spectrometry using wavelengths 

ranging from 250 to 700 nm (Figure 6B). Data indicated 

that between day 0 and day 7, the maximum absorp-

tion ranged between 414 and 416 nm for the Soret band 

  Figure 1.     Analysis of the impact of HEMOXCell     concentration with CHO-S. CHO-S cells were cultivated in suspension for 8 days in the absence 
(A: 0 g/L without buff er) or with diff erent concentrations of HEMOXCell     (B: 0 g/L; C: 0.125 g/L; D: 0.250 g/L; E: 0.500 g/L; F: 0.750 g/L; G: 1 
g/L; H: 2 g/L) in the presence of the conditioning buff er. Cell density (cells/mL) was calculated for each condition during 8 days, PDT (t D ) was 
determined during the exponential growth phase. ! e results correspond to the mean  %  SD ( n     $    3 or 4 per group).  P -value was calculated to 
control.   *   P     &    0.05;   *  *   P     &    0.01.  
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  Advancement in recombinant protein production  

off set of the maximum absorption for the Soret band at 460 

nm. " is observation indicates that molecules contained in 

HEMOXCell     are in a methemoglobin state and therefore 

unfunctional, and the disappearance of alpha and beta 

bands confi rms this idea. 

 Concerning the structural evolution of 0.750 g/L HEMOX-

Cell     solution over time, the analysis was performed by FPLC 

with two chromatograms. " e fi rst was performed at 280 nm 

and represented all the proteins contained in the medium, 

and the other at 414 nm was specifi c for heminic-proteins. 

(characteristic of the absorption of the heme nucleus and 

polypeptide chain complex), between 539 and 541 nm for 

the alpha band, and between 574 and 575 nm for the beta 

band. " e alpha and beta bands are characteristic of the 

complex heme nucleus/iron/dioxygen absorption. How-

ever we can note a diminution of the intensity of each peak 

over time, which underlines the oxidation of a part of the 

HEMOXCell    , as is evident on the UV-visible absorption 

spectra of HEMOXCell     under its diff erent conformations 

(Figure 6A). " e spectrum obtained at day 10 showed an 

  Figure 2.     Analysis of CHO-S cell density with HEMOXCell    . CHO-S cells were cultivated with diff erent concentrations of HEMOXCell     (from 0 to 
2 g/L) during 8 days. Two culture conditions were performed without HEMOXCell    , with or without the storage buff er to control its safety. ! e 
results correspond to the mean  %  SD ( n     $    3 or 4 per group).  P -value was calculated to control:   *   P     &    0.05;   *  *   P     &    0.01.  

  Figure 3.     Profi les of cell viability and caspase-3 activation of CHO-S cells. (A) Viability of CHO-S cells was analyzed at various HEMOXCell         
concentrations. CHO-S cells were cultured during 8 days, with HEMOXCell     concentrations ranging from 0.125 to 2 g/L. Viable cells were 
distinguished from dead cells using the trypan blue dye exclusion method. Results are expressed as mean  %  SD of 3 or 4 independent experiments. 
(B) Caspase-3 activation in CHO-S cells. Caspase-3 activation was determined using fl uorescent staining against cleaved caspase-3. Caspase-3 is an 
intracellular cysteine protease activated during the cascade of events associated with apoptosis. Caspase-3 activation was observed between days 6 
and 7 after kinetic start. Results are expressed in relative fl uorescence units (RFU) during 7 days of culture with three HEMOXCell     concentrations 
(0 g/L, 0.250 g/L, and 0.500 g/L). Results are expressed as mean  %  SD of 2 independent experiments.  
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not shown), associated with 100% of functional molecules 

(Figure 7). " e percentage of functional molecules decreases 

from 80% at day 0 to 51% at day 3, and remains stable until 

day 7. In parallel, 64% of HEMOXCell     molecules are struc-

tured in the CD-CHO medium, and over the culture period, 

a decrease of 4% of the structured molecule was observed at 

day 10.    

 Discussion 

 " is study consisted of investigating the eff ect of HEMOX-

Cell     in a reference mammalian cell line, the CHO-S cell 

line (Hu and Aunins 1997, Wurm 2004). CHO cells have 

thereafter been largely used in pharmaceutical and medi-

cal purposes for the production of therapeutic proteins 

and antibodies for diagnostic purposes (Birch and Racher 

2006, Kaneko et   al. 2010, Kelley 2009). " e strong demand 

for recombinant biomolecules, such as monoclonal anti-

bodies, requires optimized processes in order to produce 

a higher amount of recombinant proteins, save time, and 

fi nally achieve a reduction in the manufacturing cost. " is 

study revealed that HEMOXCell     promotes the growth of 

a large number of cells per unit volume, with an enhanced 

productivity, using a simple and eff ective oxygen supply. 

" e latter constitute the most important properties required 

for an effi  cient process and its scale-up. For this purpose, 

HEMOXCell     was selected due to its numerous advantages 

" e chromatogram evolution at 280 nm allows measure-

ment of HEMOXCell     degradation, and that at 414 nm was 

used to determine the proportion of dissociation product 

containing heme, and thus the potentially functional mol-

ecules (Table I). Chromatograms obtained during the 10-day 

culture were superposed for both wavelengths, and the per-

centage of functional molecules was calculated, which has 

been represented Figure 7. A characteristic retention time 

of 17 min was obtained for the native state of the molecule 

(HEMOXCell     diluted at 0.750 g/L in storage buff er) (data 

  Figure 5.     Impact of HEMOXCell     for production of EGFP with CHO-
EGFP cells. Transfected CHO-EGFP were cultured during 7 days with 
three HEMOXCell     concentrations (0 g/L, 0.250 g/L, and 0.500 g/L). 
EGFP-specifi c fl uorescence was analyzed at day 0 and day 7 as relative 
fl uorescence units (RFU). Results are expressed as mean  %  SD of 4 
experiments.  P -value was calculated to control.   *   P     &    0.05;   *  *   P     &    0.01.  

  Figure 4.     Apoptosis  vs.  necrosis detection. Fluorescent signals of annexin V (top) and propidium iodide (bottom) were measured in CHO-S 
cells cultivated with three HEMOXCell     concentrations (0 g/L, 0.250 g/L, and 0.500 g/L). Annexin V staining was used to detect translocation of 
phosphatidylserine (PS) from the internal to the external surface of the cell membrane, and propidium iodide (PI) was used to reveal necrotic cells. 
A positive control was obtained with an incubation of CHO-S cells with 100  µ M valinomycin for 5 h, to induce cell death. Signifi cant annexin V and 
PI staining were seen at the beginning of days 6 and 7 after kinetics began, respectively. ! e results corresponded to the mean  %  SD ( n     $    3 or 4 per 
group).  P -value was calculated to control:   *   P     &    0.05;   *  *   P     &    0.01.  
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such as anti-oxidative properties and its ability to deliver a 

high amount of oxygen in a simple oxygen gradient. 

 In the fi rst part of this project, we have demonstrated how 

HEMOXCell     increased cell density in the batch bioreac-

tor system and extended the exponential phase of growth 

for one or two days. Our results on the growth follow-up 

revealed a dose-dependent eff ect of HEMOXCell     with an 

optimal concentration of 0.500 g/L. Higher concentrations 

gradually increase the PDT, probably due to an overdose of 

HEMOXCell     in the medium, inducing a reverse eff ect of 

the oxygen carrier. In addition, cell viability could be main-

tained for a longer period with the optimal dose and stay 

higher than 95% until day 6 of culture. It is crucial to main-

tain a high viability in order to enhance the production rate 

of cells (Birch and Racher 2006, Wurm 2004). A closer study 

of cell death highlights an apoptotic process by the activa-

tion of caspase-3 apoptotic protein. " is kind of cell death 

is characteristic of batch culture and is in major part due to 

a depletion of nutrients and a lack or an excess of dissolved 

oxygen, which induces modifi cations of the physiological 

environment (Arden and Betenbaugh 2004, Goswami et   al. 

1999). HEMOXCell     has no impact on the induction of the 

apoptotic process, therefore a possible combination of this 

oxygen additive in cell medium with CHO cells transfected 

with the  bcl-2  or  bcl-x  gene can be expected, according to 

other reports (Majors et   al. 2008). Chemical compounds 

such as Suramin (Zanghi et   al. 2000) or proteins like trans-

ferrin and insulin have also shown anti-apoptotic eff ects on 

CHO cells cultured in the bioreactor (Sunstrom et   al. 2000). 

 Indeed, in this study, we have shown that cells died  via  

apoptosis until day 6, and an induced death was detected at 

day 7 in culture with or without HEMOXCell    . Considering 

the higher cell density with HEMOXCell    , observations could 

be correlated with an increase of nutrient consumption and 

therefore with an increase of apoptotic eff ects. " e results 

show that cell density remains relatively constant during this 

  Figure 7.     Structural and functional evolution of HEMOXCell     during 
CHO-S batch culture. ! e evolution of the various conformational 
states of HEMOXCell     during culture is represented in percentage 
(%) per day. Results correspond to the percentage of the structured 
molecule, the molecule dissociated containing heme, and the molecule 
dissociated without heme, in comparison with the control conditions 
consisting of HEMOXCell     diluted at 0.750 g/L in the conditioning 
buff er. ! e evolution of HEMOXCell     functionality during culture 
is represented as percentage (%) per day. Results correspond to the 
percentage of unoxidized functional molecules in comparison with 
the control conditions consisting of HEMOXCell     diluted at 0.750 g/L 
in the conditioning buff er.  

  Figure 6.     HEMOXCell     UV-visible spectra. (A) UV-visible absorption spectrum of HEMOXCell     under its diff erent conformations. Soret band 
( γ ) is between about 406 and 430 nm, beta band ( β ) and alpha band ( α ) are in the ranges of 500 – 555 nm and 555 – 630 nm respectively. (Blue: 
oxyhemoglobin; green: deoxyhemoglobin; pink: methemoglobin; orange: carboxyhemoglobin). (B) ! e absorbance of 0.750 g/L HEMOXCell     
was determined as between 250 and 700 nm during the 10 days. ! e spectra obtained were superposed on a graphic representation. ! e control 
spectrum corresponds to HEMOXCell     diluted at 0.750 g/L in the conditioning buff er. Results were normalized at 523 nm and corresponding to 
one experiment. (AU    $    Absorption unit).  
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context, a recent study was initiated using diff erent rates 

of stirring and gas supply. Our preliminary results appear 

to confi rm the benefi cial contribution of HEMOXCell     on 

CHO growth rate, with the use of signifi cantly lower doses. 

" e optimization of culture conditions, such as reducing the 

rate of stirring and controlling the supply of carbon diox-

ide, seems to limit cell death and to improve growth. " ese 

parameters will be considered to optimize the culture of 

CHO cells and to improve the production of recombinant 

proteins. 

 Complementary experiments such as fed-batch and 

continuous modes have to be addressed. In addition, this 

study on the CHO-S cell line will be extended with the use of 

other cell lines, for example, hybridoma for the production 

of monoclonal antibodies. 

 " is present work contributes to a better understanding 

of the potential of HEMOXCell     and highlights points for 

improvement, to optimize large-scale bioproduction in a 

GMP-compliant manner.                   
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Discussion  

  

 La lignée CHO et ses dérivés, constituent le modèle de référence pour la production de 

protéines recombinantes. Ce modèle est exigent, comme toutes les cellules de mammifère, 

néanmoins son utilisation est maitrisée et de nombreux outils, aussi bien génétiques que 

moléculaires, ont été développés pour en améliorer la viabilité et la productivité (Meents et 

al., 2002; Figueroa et al., 2007; Dorai et al., 2010). De nombreuses équipes se focalisent sur 

l’amélioration des conditions de culture en bioréacteurs et doivent pour ce faire, passer par 

des étapes de mise au point à l’échelle du laboratoire. De nombreux paramètres peuvent 

impacter la viabilité et la croissance cellulaire, ainsi que la productivité. Pour maintenir une 

densité cellulaire suffisante, il faut limiter les effets délétères des procédés employés. Les 

systèmes de bullage sont agressifs, et responsables de la formation de radicaux libres et d’un 

stress, causant des dommages cellulaires et impactant la production. Dans cet article nous 

avons montré la capacité d’HEMOXCell® à satisfaire les besoins en oxygène des cellules 

CHO-S dans un système de bioréacteur à échelle réduite, n’utilisant pas de système de 

bullage. L’analyse de l’effet dose-réponse à permit d’établir une gamme d’utilisation de la 

molécule, ainsi que de déterminer sa durée d’efficacité. Au-delà d’une certaine concentration 

les effets observés étaient inversés probablement en raison la teneur en Fer de l’hémoglobine 

qui aurait alors un effet pro-oxydant. 

 

  L'avantage principal de la technique employée, est qu'elle permet d'opérer de multiples 

bioréacteurs en simultanés et donc d’étudier plusieurs conditions en parallèle. Le volume 

réduit des bioréacteurs permettait de facilité la démarche expérimentale, tout en limitant son 

coût. Cela nous a permis d’établir efficacement la capacité d’HEMOXCell® à booster la 

croissance cellulaire et à maintenir une bonne viabilité, tout en améliorant considérablement 

le taux de production de protéines recombinantes. Ce travail a contribué à une meilleure 

compréhension du potentiel oxygénant d’HEMOXCell® et à la mise en évidence des points à 

améliorer, pour pourvoir envisager son utilisation en bioproduction à grande échelle. 

Néanmoins, le protocole de culture ainsi établi, permettait en moins d’une semaine de statuer 

sur l’efficacité d’un lot d’HEMOXCell®. 
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 Forts de ces différents constats, nous avons choisi d’évaluer son potentiel 

d’oxygénation dans la culture de cellules souches mésenchymateuses de moelle osseuse, en 

effectuant selon le même principe, une analyse dose-réponse. 
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Résumé : Ce troisième chapitre sera consacré à un type cellulaire d’intérêt thérapeutique, les 

cellules souches mésenchymateuses (CSM) et à leurs nombreuses applications. L’oxygène 

étant un facteur clé dans la fonctionnalité et dans le devenir de ces cellules, nous 

présenterons au cours de cette partie les différentes approches méthodologiques développées 

pour évaluer la contribution d’HEMOXCell® dans leur culture. D’une part nous évalueront 

son impact dans la croissance cellulaire ainsi que son éventuelle cytotoxicité et d’autre part 

nous réaliseront une analyse fonctionnelle.  
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1. Les cellules souches mésenchymateuses 

1.1. Historique 

 Le chercheur russe Alexander Maximow (1874-1928) 

fut le premier à démontrer que les cellules sanguines dérivaient 

d’un précurseur immature commun. Il établit par la suite le 

concept de l’hématopoïèse et des cellules souches 

hématopoïétiques (CSH) de moelle osseuse (MO). Loin d’être 

encore admis à l’époque, l’héritage laissé par Maximow fut 

repris en détail par Alexander Friedenstein (1924-1998) (Figure 27 ) (Boris V. Afanasyev, 

2009). Ce dernier fut le premier à découvrir l’existence de cellules de MO non 

hématopoïétiques. En effet, il isola à partir de MO totale des cellules adhérentes de type 

fibroblastique, « fibroblast-like », avec un fort potentiel clonogénique. En plus de pouvoir 

donner des colonies de type fibroblastique in vitro (CFU-F : colony forming unit-fibroblast), 

ces cellules étaient fortement prolifératives (Friedenstein et al., 1974). Il mit aussi en évidence 

leur capacité de différenciation in vivo en cellules adipocytaires, chondrocytaires et 

ostéoblastiques ainsi que leur rôle majeur dans le soutien stromal de l’hématopoïèse. Leur 

capacité à se différencier en cellules de lignées mésenchymateuses leur a valu le nom de 

cellules stromales mésenchymateuses, puis par la suite de cellules souches mésenchymateuses 

(CSM). Maximow et Friedenstein furent considérés comme des scientifiques réactionnaires 

par l’union socialiste soviétique de Russie (USSR) mais sont actuellement considérés comme 

les pionniers des connaissances actuelles sur les CSH et les CSM, cellules désormais utilisées 

dans les domaines de la thérapie cellulaire (ex : transplantation de CSH) et de l’ingénierie 

tissulaire. 

1.2. Définition 

 Les cellules souches sont des cellules indifférenciées retrouvées un peu partout au sein 

de notre organisme et ce, dès notre vie utérine. Elles ont la capacité de s’auto-renouveler afin 

de maintenir un stock de cellules indifférenciées et de se différencier en cellules matures. On 

Figure 27 - A.J. Friedenstein. © Elena 
Elstner 
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distingue différentes sous-catégories selon leur capacité de différenciation (i.e., leur aptitude à 

générer différents types de cellules spécialisées ou précurseurs de ces dernières) : 

 

 - Les totipotentes : Les cellules avec le plus fort potentiel de différenciation sont les 

cellules générées lors de l’embryogénèse (stade 64 cellules). Ces cellules sont dites 

totipotentes car elles ont la capacité à elles seules de pouvoir donner naissance aux 200 types 

de cellules, y compris celles des lignées germinales. 

 - Les pluripotentes : Les cellules pluripotentes sont issues d’un embryon de 5 à 7 jours 

appelé à ce stade « blastocyste ». Ce dernier comporte une masse cellulaire interne pouvant 

générer pratiquement tous les types cellulaires. Ces cellules sont appelées cellules souches 

embryonnaires et font l’objet de nombreux débats éthiques. Elles participent à la formation de 

l’embryon.  

 - Les multipotentes : Appelées cellules souches adultes (ou somatiques), elles sont 

retrouvées dans tout notre organisme et vont permettre d’assurer le renouvellement des 

cellules et ainsi permettre le maintien de l’intégrité tissulaire. Elles sont capables de donner 

naissance à un ou plusieurs groupes de cellules ayant une fonction particulière 

(spécialisation).  

 - Les unipotentes : Ces cellules sont engagées dans un processus de différenciation 

leur permettant de produire un seul type cellulaire. Elles coexistent avec les cellules 

multipotentes dans les tissus adultes. 

 

 Les CSM et les CSH sont des cellules souches adultes, elles vont s’auto-renouveler 

tout au long de la vie pour assurer un stock de cellules indifférenciées et la formation de 

cellules matures. Ce sont des entités clonogéniques, ce qui implique qu’une cellule a la 

capacité de donner naissance à une population clonale identique à la cellule d’origine. Elles 

peuvent aussi se différencier en types cellulaires autres que ceux retrouvés dans leur tissu 

d’origine, c’est le phénomène de plasticité cellulaire.  

1.3. Caractérisation in vitro des CSM 

 Bien qu’initialement isolées de moelle osseuse, les CSM peuvent être isolées d’autres 

tissus dont les principaux sont le tissu adipeux et le sang de cordon (Mosna et al., 2010). La 

variabilité dans les méthodes utilisées pour isoler, cultiver et caractériser les CSM rendait 

difficile la comparaison des résultats entre différents laboratoires. Les CSM issues de sources 
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différentes possédaient néanmoins des caractéristiques communes. La société internationale 

de thérapie cellulaire (ISCT) a établi des critères minimums pour pouvoir définir les CSM. 

Tout d’abord il s’agit de cellules qui doivent être adhérentes au plastique des récipients de 

culture. Elles doivent aussi exprimer un panel spécifique de protéines membranaires et pour 

finir, leur multipotence doit pouvoir être établie in vitro (Tableau 6) (Dominici et al., 

2006).Ces critères ont permis de diminuer la variabilité expérimentale et constituent 

actuellement un contrôle qualité à satisfaire pour la culture de CSM. 

 

Tableau 6 - Les critères minimaux de caractérisation des CSM in vitro. 

(Dominici et al., 2006) 

 

1.3.1. L’adhérence  

 La méthode d’isolement des CSM mise au point par Friedenstein reposait uniquement 

sur leur adhérence au plastique contrairement autres cellules de la MO. Cette méthode est 

encore très utilisée que ce soit à partir de MO totale non purifiée ou de la couche de cellules 

mononuclées de la MO après centrifugation en gradient de FicollTM. La fraction de cellules 

mononuclées est mise en culture et seules les CSM vont adhérer au plastique par 

l’intermédiaire de leurs nombreuses molécules d’adhésion membranaires (intégrines), les 

cellules hématopoïétiques seront éliminées au cours des lavages. Les quelques cellules 

hématopoïétiques adhérentes seront rapidement noyées dans la masse. Ce type d’extraction ne 

permet pas d’obtenir une population cellulaire homogène dès le début de la culture car les 

populations présentent des cinétiques de croissance différentes et une faible contamination par 

les cellules hématopoïétiques. Il est néanmoins possible d’obtenir une population pure par 

isolation avec des anticorps spécifiques comme STRO-1, CD146, CD105, ALP ou encore 

CD271 (Bianco et al., 2013). 
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1.3.2. Le phénotypage membranaire 

 Le phénotypage est réalisé en cytométrie en flux le plus souvent à l’aide d’anticorps 

monoclonaux couplés à des fluorochromes. De nombreux marqueurs sont exprimés à la 

surface de la membrane des CSM, ils dépendent cependant de l’espèce et du tissu d’origine 

mais aussi des conditions de culture. Ci-dessous, le tableau 7 reprend les marqueurs de CSM 

référencés, il s’agit d’une liste non exhaustive. Il faut tenir compte du fait que le phénotype 

des CSM in vivo diffère de celui retrouvé in vitro, car elles vont perdre l’expression de 

certains marqueurs et en acquérir de nouveaux (Rasini et al., 2013). 

 

Tableau 7 - Les principaux marqueurs des CSM. (d'après Mark F. Pittenger and Martin 2004). 

1.3.2.1. Les marqueurs positifs 

Selon l’ISCT : Le CD105 (Endoglin), joue un rôle dans l’homéostasie vasculaire et aussi 

dans la modulation des fonctions du TGF-! (Transforming Growth Factor beta) via son 

interaction avec ses récepteurs RI et RII (Pittenger et al., 1999). Dans une étude récente, des 

populations de CSM hétérogènes pour le CD105, ont été isolées à partir de MO de souris. Les 

sous populations CD105- et CD105+ restaient indépendantes et conservaient leurs 

caractéristiques au cours des passages. Bien que l’expression de CD105 par les CD105+, 

semblait être affectée par les passages, ces deux populations possédaient un potentiel de 

prolifération identique et répondaient pour les autres marqueurs aux critères de l’ISCT. Ils ont 

néanmoins observé que les CSM CD105- se différenciaient plus efficacement en adipocytes et 

en ostéocytes que les CD105+. Ce marqueur devrait être réévalué pour sa pertinence dans le 

phénotypage des CSM (Anderson et al., 2013). Le CD73 (5’-nucléase), intervient dans la 

catalyse de la production d’adénosine à partir d’AMP. Le CD90 (Thy1), va jouer un rôle dans 

la réparation des tissus ainsi que dans les interactions cellulaires et matricielles. Elles 

Marqueurs de surface des CSM 

Marqueurs présents à la surface 
des CSM 

CD13, CD29, CD44, CD49 (Intégrines) a, b, c,e,f, CD51, CD54 
(ICAM1), CD58, CD71, CD73 (SH3), CD90 (Thy-1), CD102, CD105 
(SH2), CD106 (VCAM), CDw119, CD120a, CD120b, CD123, CD124, 

CD126 (ALCAM), CD127, CD140a, CD166, CD271 P75, TGF!IR, 
TGF!IIR, HLA-A,B,C, SSEA-3, SSEA-4, D7. 

Marqueurs absents de la surface 
des CSM 

CD3, CD4, CD6, CD10, CD11a, CD14, CD15, CD18, CD21, CD25, 
CD31, CD34, CD36, CD38, CD45, CD49d, CD50, CD62E,L,S, CD80, 

CD86, CD95, CD117, CD133, SSEA-1, HLA-DR 
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expriment entre autres des molécules d’adhésion telles que CD29, CD106 et CD166/ALCAM 

(Activated leucocyte cell adhesion molecule). 

 

Autres marqueurs récemment admis pour la caractérisation des CSM: Depuis les 

marqueurs proposés par l’ISCT en 2006, de nouveaux marqueurs ont fait leur apparition 

(Tableau 8). Il ne s’agit pas de marqueurs exclusivement identifiés chez les CSM mais d’un 

panel retrouvé chez ces dernières. Parmi les plus cités il y a le CD271 retrouvé sous 

l’appellation “low-affinity nerve growth factor” (LNGFR). Il s’agit d’un récepteur pour 

neurotrophines qui stimule la survie et la différentiation des cellules neurales. Ce marqueur 

est considéré comme le plus spécifique pour la caractérisation et la purification (CFU-F(+)) 

des CSM de MO mais il permet également d’isoler les CSM de tissu adipeux et de placenta. 

En revanche il semble inapproprié pour l’obtention de CSM de sang de cordon (Álvarez-Viejo 

et al., 2015 p.271). STRO-1 est un second nouveau marqueur des CSM. L’anticorps 

monoclonal anti-STRO-1 permet d’enrichir considérablement la population de CFU-F de la 

MO mais pas du stroma endométrial humain (Bensidhoum et al., 2004). Il est très peu 

exprimé par les autres sources de CSM et son expression dans les CSM de MO augmente au 

cours du temps de culture. Il serait impliqué dans le « homing » cellulaire et l’angiogenèse, il 

est également exprimé par quelques cellules érythroïdes nucléées (Lv et al., 2014).  

 

Tableau 8 - Nouveaux marqueurs identifiés, exprimés à la surface des CSM. (Lv et al., 2014) 

Marqueurs de surface  Utilité des marqueurs 
Stro-1 Enrichissement des CFU-F à partir de MO totale 

CD271 Isolement et caractérisation des CSM de MO et du tissu 
adipeux  

SSEA-4 Enrichissement des CFU-F à partir de MO totale 
CD146 Enrichissement des CFU-F à partir de CSM de MO 
CD49f Enrichissement en CSM pluripotentes et clonogéniques 
CD349 Enrichissement en CFU-F des cellules de placenta 

GD2 (Ganglioside 2) Forte spécificité pour l’isolement des CSM de MO 
3G5 Enrichissement en CFU-F 

SSEA-3 Enrichissement en cellules à fort potentiel de 
différentiation en ectoderme, endoderme et mésoderme 

SUSD2 Enrichissement en CFU-F et en cellules multipotentes 
Stro-4 Enrichissement en CFU-F 

MSCA-1 Enrichissement en CFU-F (x 90) des CSM de MO 
CD200 Enrichissement en CFU-F de CMNMO  
PODXL Diminution en cultures de fortes densités 
Sox11 Down régulation au cours de la culture 
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L’anticorps monoclonal W5C5 récemment décrit par Sivasubramaniyan, reconnait 

exclusivement les CSM dans la MO. Il reconnait une protéine membranaire, la SUSD2 (Sushi 

domain containing 2). L’analyse en cytométrie en flux et l’analyse CFU-F révélèrent que 

seules les cellules SUSD2(+) pouvaient générer des CFU-F et étaient multipotentes in vitro 

(Sivasubramaniyan et al., 2013). 

1.3.2.2. Les marqueurs négatifs 

 Les CSM n’expriment pas à leur membrane les marqueurs des lignées sanguines 

immatures ou matures, tels que CD3, CD4, CD11a, CD34 et CD45 (Pittenger & Martin, 

2004). Elles n’expriment pas les molécules co-stimulantes CD40, CD80 et CD86 et pas non 

plus les molécules d’adhésion CD18, CD31 et CD56. Les autres marqueurs absents de la 

surface des CSM sont listés dans le Tableau 7. 

1.3.3. La plasticité cellulaire 

 Les CSM sont des cellules multipotentes, elles peuvent être cultivées in vitro pour 

générer une grande variété de cellules différenciées (Figure 28).  

 

Figure 28 - La plasticité des CSM de moelle osseuse. 
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Le stade final de différenciation dépend des conditions de culture (i.e., milieu et 

suppléments). In vivo, les CSM se différencient essentiellement en tissus mésenchymateux 

tels que le cartilage, l’os, le muscle lisse, les ligaments, les tendons et le tissu graisseux 

(Pittenger et al., 1999).  

 Selon leur origine les CSM vont pouvoir plus facilement emprunter une voie de 

différenciation qu’une autre. Quelle que soit leur origine, elles possèdent des fonctionnalités 

similaires, mais pas identiques. Par exemple les CSM de sang de cordon sont moins sensibles 

à la différentiation adipocytaire que celles de MO et du tissu adipeux (Kern et al., 2006). 

Cependant, lorsqu’elles sont cultivées dans un environnement défini in vitro elles peuvent 

aussi se différencier en d’autres types cellulaires comme les cellules rétiniennes, les astrocytes 

(Wislet-Gendebien et al., 2005), les cellules du foie et du pancréas (Chen et al., 2004) et les 

cardiomyocytes (Toma et al., 2002). Dans une étude de 2015 sur la régénération cardiaque, 

Shadrin et son équipe on décrit la formation et la caractérisation de cellules hybrides issues de 

la fusion de CSM humaines et de myocytes ventriculaires de rat néonataux (NRVMs). 

Contrairement aux cellules hybrides obtenues à l’aide de PEG ou de HJV (Hemagglutinating 

virus of Japan), ils ont réalisé une fusion spontanée par co-culture. Les hybrides obtenus 

présentaient des caractéristiques proches des cardiomyocytes (Shadrin et al., 2015).  

 Au laboratoire, en accord avec les principes définis par l’ISCT, leur capacité à se 

différencier en adipocytes, ostéoblastes et chondrocytes (AOC) est évaluée. Chaque 

laboratoire a ses propres milieux d’induction avec des variations dans la composition et les 

concentrations des constituants (Mosna et al., 2010).  

1.4. Les CSM de moelle osseuse 

 Actuellement la MO et le tissu adipeux sont les principales sources pour un usage 

clinique mais leur obtention nécessite un acte invasif. C’est pourquoi d’autres sources 

alternatives ont été envisagées comme le placenta, le cordon ombilical, la gelée de Wharton et 

l’amnios. Cependant, ces tissus nécessitent un traitement complexe pour l'isolement cellulaire 

(Sharma et al., 2014). Dans le cadre de ce travail nous nous focaliserons sur les CSM de MO. 

1.4.1. La moelle osseuse 

 La MO est la source cellulaire la plus demandée pour la thérapie cellulaire car elle 

contient les CSH qui vont donner naissance aux cellules des différentes lignées sanguines et 
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les CSM qui vont assurer le soutien stromal. Un autre type cellulaire multipotent serait aussi 

présent dans la MO, les MAPC (Multipotent adult progenitor cells). Ces dernières seraient les 

cellules les plus immatures de la MO à l’origine à la fois des CSH et des CSM (Jahagirdar & 

Verfaillie, 2005). Les CSM sont retrouvées à la surface externe des sinusoïdes de vaisseaux 

sanguins (capillaires) de la MO qui constituent une partie du compartiment tridimensionnel 

périvasculaire stromal. Ce compartiment trouve son origine au cours de l’organogénèse 

osseuse et contient les CSM du stroma médullaire, responsables de la régénération de 

l’environnement de la MO.  

 Les CSM ne représentent qu’une faible proportion des cellules nucléées de la moelle 

osseuse, 0.001 à 0.01 %, elles sont donc environ 10 fois moins abondantes que les CSH. De 

plus, leur fréquence à tendance à diminuer avec l’âge (Kim et al., 2012). 

1.4.2. Notion de niche  

1.4.2.1. Définition 

 Dans l’organisme la région périvasculaire ou sont regroupées les cellules souches est 

retrouvée sous l’appellation de « niche » (Kolf et al., 2007) (Figure 29).  

 

Figure 29 - Représentation schématique de la composition d’une niche de cellules souches. 
(d'après Jones and Wagers 2008) 
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 Ce compartiment spécialisé a pour rôle d’assurer le maintien de l’intégrité des tissus et 

organes de l’organisme. Il comprend des composants cellulaires et non-cellulaires 

(composants matriciels et facteurs solubles) qui vont intégrer les signaux nécessaires à la 

régulation de la biologie des cellules comme l’auto-renouvèlement et la différentiation. Une 

niche est constituée de cellules souches, de cellules stromales, de facteurs solubles, d’une 

MEC organisée, d’interactions neuronales, d’un réseau vasculaire et de facteurs d’adhérence 

cellulaire (Jones & Wagers, 2008). Cet ensemble constitue un microenvironnement 

dynamique et hautement spécialisé dans lequel règne une très faible pression en O2. 

1.4.2.2. La niche hématopoïétique 

 Il existe deux modèles de niches hématopoïétiques bien connus : la niche vasculaire, 

avec un stroma constitué de cellules du sinus vasculaire et la niche ostéoblastique, dont la 

composante stromale est essentiellement issue de la différenciation de CSM en ostéoblastes 

(Jones & Wagers, 2008). Il s’agit d’un environnement hypoxique et protecteur au sein duquel 

les CSM, les CSH et d’autres cellules sont étroitement liées entre elles. Cette proximité va 

leur permettre de réguler leur différenciation et d’assurer un maintien de leurs caractéristiques 

d’où l’appellation de « niche hématopoïétique ». A l’intérieure de cette niche, les cellules vont 

pouvoir intégrer des signaux locaux et systémiques. Ce microenvironnement possède une 

MEC et un nombre important de facteurs solubles sécrétés par les CSM.  

1.4.2.3. Les composants matriciels et cellulaires 

 La MEC de la niche hématopoïétique est constituée de protéines fibreuses, de 

protéoglycanes et de glycoprotéines (ex : collagènes, fibronectine, laminine, etc.) sécrétés par 

les CSM. L’ensemble de ces composés va assurer la structure physique de la niche.  

  

 Parmi les populations cellulaires peuplant la moelle osseuse autres que les CSH il y a 

les CSM, les cellules réticulaires, les fibroblastes, les cellules des sinusoïdes vasculaires 

(cellules endothéliales recouvertes d’une couche de cellules réticulaires), les adipocytes, les 

macrophages et les lymphocytes (Sacchetti et al., 2007; Bianco et al., 2013) (Figure 30). 

Seules les cellules stromales CD146+ vont pouvoir générer des CFU-F avec une forte 

capacité d’auto-renouvellement et de différenciation ostéoblastique, indispensable au soutien 

stromal (Sacchetti et al., 2007). Les cellules endothéliales des capillaires sinusoïdes, vont être 

impliquées dans la migration des cellules matures, de la niche vers la circulation sanguine. A 
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l’inverse, un autre phénomène consiste au retour des cellules matures dans les niches, c’est ce 

qu’on appelle la domiciliation ou le « homing » (Bensidhoum et al., 2004). En plus de leur 

rôle dans la production de la structure matricielle, les CSM assurent l’homéostasie du tissu 

osseux en se différenciant en cellules de soutien comme les ostéoblastes et les adipocytes. 

Elles vont sécréter des facteurs de croissance et des cytokines impliqués activement dans la 

prolifération et la différenciation des CSH (ex : angiopoïétine-1, VCAM-1 et le récepteur au 

SCF), mais aussi des molécules membranaires d’adhésion telles que les intégrines, qui vont 

impacter le comportement des CSH via des interactions cellulaires (Bianco et al., 2013).  

 

Figure 30 - Le microenvironnement de la niche hématopoïétique et isolement des CSM. 
(Bianco et al., 2013) 
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  Certains de ces facteurs vont interagir de façon transitoire avec des composants de la 

MEC et d’autres vont assurer l’auto-renouvellement et la prolifération des CSM elles-mêmes 

(Tableau 9). 

 

Tableau 9 - Facteurs solubles et récepteurs des CSM retrouvés in vitro. (Kim et al., 2005) 

Cytokines et facteurs de 
croissances sécrétés par les CSM 

Il 1", 6, 7, 8, 11, 12, 14, 15 
Flt 3 ligand, GM-CSF, G-CSF, M-CSF, LIF, SCF  

Récepteurs aux cytokines et aux 
facteurs de croissance 

Il 1R, 3R, 4R, 6R, 7R, LIF R, SCF R, G-CSF-R, INF # R, TNF IR, 
IIR 

Il: Interleukine; Flt: Fms-related tyrosine kinase; CSF: Colony stimulating factor; G: Granulocyte; M: 
Macrophage; LIF: leukaemia inhibitory factor; SCF: Stem cell factor 

 

1.5. Culture des CSM de moelle osseuse 

 Les CSM sont généralement obtenues par aspiration de la MO de la crête iliaque ou du 

sternum. De petits volumes sont prélevés (< 4 mL) pour éviter une hémodilution de la moelle 

(dilution par le sang). La tête fémorale constitue un site alternatif (Lee et al., 2003). In vitro, 

les propriétés de différenciation et de prolifération des CSM peuvent être influencées par de 

multiples facteurs provenant des conditions de culture ou du donneur lui-même (Siddappa et 

al., 2007) (Tableau 10).  

 

Tableau 10 - Facteurs impliqués dans la variabilité des CSM. 

Donneur Conditions de culture 

Tissu d’origine 

Qualité de l’échantillon 

Age et sexe du donneur 

Maladies éventuelles 

Milieu de culture 

Système de culture 

Avec ou sans sérum 

Lysat plaquettaire ou SVF 

Facteurs de croissance 

Taux d’O2 dissout 

Nombre de passage 
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1.5.1. Densité d’ensemencement 

 La densité d’ensemencement initiale est importante pour le maintien des propriétés des 

CSM. Un ensemencement de 5 000 à 10 000 CMNMO/cm2 (cellules mononucléées de la MO) 

permettrait d’enrichir la population en cellules adhérentes et fortement prolifératives 

(Sotiropoulou et al., 2006a). La densité d’ensemencement lors des sous cultures des CSM est 

inversement corrélée à leur capacité de prolifération (Neuhuber et al., 2008). Après avoir 

réalisé des ensemencements de 200 à 5 000 cellules/cm2, Lee et son équipe ont analysé 

l’impact de la densité à l’ensemencement sur l’expression de facteurs jouant un rôle dans la 

migration cellulaire et la réparation tissulaire. Ils ont démontré que l’expression de PODXL, 

LIF et des intégrines "4 et "6 était supérieure avec un ensemencement de 200 cellules/cm2 

(Lee et al., 2013b).  

 Idéalement il faudrait utiliser une faible densité d’ensemencement, cependant pour des 

productions de tailles importantes cela nécessiterait de grandes surfaces de culture ainsi qu’un 

coût et un temps considérables. Un ensemencement à 1 000 cellules par cm2 semble être un 

bon compromis (Sekiya et al., 2002). 

1.5.2. Passages et confluence 

 Plusieurs équipes ont démontré l’impact de l’âge du donneur sur les propriétés de 

différentiation et de prolifération des CSM in vitro (Stenderup et al., 2003). D’après les 

résultats obtenus au cours de différentes études sur ce sujet, il existerait une balance entre les 

différenciations adipogénique et ostéogénique des CSM de moelle osseuse. En effet, la 

proportion d’adipocytes est plus élevée dans les os âgés, alors que la formation osseuse y est 

diminuée. Cela a conduit Kim et ses collaborateurs à émettre le concept que l'inhibition de 

l’adipogenèse pourrait améliorer la formation osseuse (Kim et al., 2012). Les modifications 

observées au niveau des propriétés des CSM ne seraient non pas une conséquence directe du 

vieillissement des cellules mais plutôt un conditionnement dû à la modification de la 

composition du microenvironnement de la MO (i.e., hormones, facteurs de croissance, acides 

gras) (Justesen et al., 2002). Leurs résultats indiquaient que l’âge des CSM in vitro (nombre 

de passages en culture) impacterait plus fortement les propriétés des CSM que leur âge in vivo 

(âge du donneur). 
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1.5.2.1. L’âge in vivo des CSM 

 L’âge des CSM va occasionner un changement de morphologie cellulaire, les CSM 

perdent au cours du temps leur structure en fuseau de type « fibroblast-like » en faveur d’un 

aspect plus rond et d’une vitesse de prolifération amoindrie. Les gènes P53 et P21 sont up-

régulés avec l’âge, ce qui est corrélé avec l’augmentation de leur expression durant la 

sénescence cellulaire. Les CSM de donneurs âgés ont probablement accumulé un plus grand 

nombre de passages que celles de jeunes donneurs et vont donc montrer les signes d’une 

sénescence accélérée (Kim et al., 2012).  

1.5.2.2. Vieillissement in vitro : les passages et doublements 

 La culture in vitro va fortement impacter leur capacité de prolifération, en effet il est 

observé que les CSM perdent leur capacité proliférative au cours des passages. Les résultats 

obtenus par Bonab et ses collaborateurs ont montré une diminution de 7,7 à 1,2 doublements 

de population entre le premier et le 10ème passage avec respectivement 100% à 40% des 

échantillons capables de se différencier en adipocytes et de 100% à 80% en ostéoblastes. En 

parallèle ils ont aussi établi une diminution de la longueur des télomères (Bonab et al., 2006). 

Par ailleurs une publication de Rubio et son équipe parue en 2005 faisait état des risques de 

cancérisation liés à la culture sur le long terme des CSM (Rubio et al., 2005). Ils ont été forcés 

de revenir sur leurs résultats en 2010 car ces derniers se sont révélés être non reproductibles. 

1.5.2.3. La confluence 

 La confluence a aussi un impact sur les caractéristiques des CSM comme la 

prolifération et la plasticité. Lee et son équipe ont étudié l’impact de la confluence lors des 

passages cellulaires et ont démontré que 80% était la confluence idéale. La prolifération et la 

clonogénicité sont diminuées à 100% de confluence de même que la capacité pro-

angiogénique (Lee et al., 2013b). 

 L’utilisation de CSM cultivées à 80% pour des applications cliniques semble être 
préférable.    

1.5.3. Milieu de culture 

 Le plus souvent les CSM sont cultivées dans les milieux "MEM (Minimum essential 

medium) et Dulbecco’s MEM (DMEM) supplémentés avec 10% de SVF (Sotiropoulou et al., 

2006b). Cependant les études utilisant du SVF ne font référence qu’à des applications in vitro. 
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Des milieux de culture sans sérum (serum-free) ont été développés avec une composition en 

facteurs de croissance bien définie (ex : PDGF, Platelet-derived growth factor, FGF-2, 

Fibroblast growth factor 2, etc.). L’utilisation de milieux sans sérum constitue un point 

important pour la sécurité clinique en raison des problèmes soulevés par l’utilisation de sérum 

d’origine bovine. Une comparaison entre différents milieux de culture et techniques de culture 

a été réalisée par Sotiropoulou en 2006. Il compara l’impact de l’ensemencement initial, de la 

densité au repiquage et de la composition du milieu sur le maintien du phénotype cellulaire et 

des propriété proliférative et immunorégulatrice des CSM (Sotiropoulou et al., 2006a). Les 

milieux à base d’"MEM offriraient de meilleurs résultats, à la fois pour l’isolement et la 

prolifération cellulaire. Il a observé une croissance maximale avec les milieux contenant du 

Glutamax car ce dernier contient le dipeptide L-alanyl-L-glutamine qui est plus stable que la 

L-glutamine, laquelle se dégrade rapidement en générant de l’ammonium diminuant la 

prolifération cellulaire.  

1.5.4. SVF vs LP 

 A la fois dans le domaine de la recherche et pour des applications cliniques le SVF est 

le supplément nutritif usuellement utilisé dans la culture des CSM. 

Cependant il persiste certaines réticences concernant son utilisation à des fins clinique du fait 

des risques de contamination (prion et pathogènes viraux) et de potentielles réactions 

immunitaires liées à la présence de composés d’origine (Wessman & Levings, 1998; Bernardo 

et al., 2007; Sundin et al., 2007). En effet, il a été démontré que les CSM internalisaient des 

protéines issues du SVF présentant alors un risque immunogène (Spees et al., 2004). L’impact 

de l’utilisation du SVF sur la capacité de prolifération et la plasticité des CSM in vivo n’est 

pas encore suffisamment compris en exclure son utilisation. La conception d’un milieu 

parfaitement défini pour la production de CSM à un grade clinique n’a pas encore été 

finalisée. 

 En attendant, des compléments alternatifs d’origine humaine comme le sérum humain, 

le plasma riche en plaquettes (PRP, platelet rich plasma) ou le lysat plaquettaire, dérivés de 

sang humain (hLP) sont actuellement utilisés dans de nombreuses études réalisées à partir de 

CSM (Muller et al., 2006; Bieback et al., 2009). La société ZenBio commercialise 

actuellement des flacons de pools de lysat plaquettaire humain destinés à la culture cellulaire. 

Les granules plaquettaires renferment de nombreux facteurs de croissance qui sont relargués 

par éclatement des "-granules à la suite de cycles de congélation/décongélation répétés 
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(Doucet et al., 2005). Parmi ces facteurs: l’EGF (Epidermal growth factor), le VEGF 

(vascular endothelial growth factor), le PDGF, le bFGF, le TGF-1 et l’IGF-1 (insulin-like 

growth factor -1) (Shanskii et al., 2013).  

 Ils sont présents en quantité beaucoup plus importante dans le LP que dans le SVF 

(Tableau 11). Ces facteurs jouent un rôle indispensable dans la prolifération et la 

différenciation des CSM (Ng et al., 2008). 

 

Tableau 11 – Comparaison entre la composition en facteurs de croissance du SVF et du hPL. 

(Shanskii et al., 2013) 

 

Facteurs de croissance (pg/mL) SVF (n=4) hLP (n=46) 

PDGF AA 

PDGF AB 

PDGF BB                         

IGF-1 

TGF-! 

VEGF 

141.9 ± 14.5 

26.8 ±7.7 

  0 

 64.1 ± 3.3 

 845.0 ± 66.5 

   2.5 ± 1.5 

  6908 ± 673* 

  3984 ± 487* 

 8196 ± 979 

 108.7 ± 4.5* 

      16303 ± 1004.8* 

   147.7 ± 19.8* 

*p<0.05 en comparaison avec le SVF 

 

 Le hLP présente de nombreux avantages en comparaison au SVF notamment celui de 

pouvoir être obtenu à partir de concentrés plaquettaires périmés de 5 jours sans impacter, ni le 

phénotype ni la multipotence des CSM (Jonsdottir-Buch et al., 2013). De plus, le contenu 

plaquettaire protégerait les cellules des instabilités chromosomiques et favoriserait leurs 

propriétés immunorégulatrices (Flemming et al., 2011; Trojahn Kølle et al., 2013). Son 

efficacité serait comparable entre différents lots, ce qui n’est pas le cas pour le SVF (Jochems 

et al., 2002; Capelli et al., 2007). Par ailleurs, plusieurs études ont révélé une augmentation de 

la vitesse de prolifération des CSM cultivées en présence de LP, de même qu’une 

amélioration de leurs potentiels ostéogéniques et vasculaires (Naaijkens et al., 2012; Leotot et 

al., 2013; Trojahn Kølle et al., 2013; Rubio-Azpeitia & Andia, 2014). 

 L’hPL apparait comme un potentiel substitut au SVF pour les programmes de 

recherche et pour la production à grande échelle de CSM pour des applications cliniques. Il 

favoriserait même les différenciations chondrocytaire et ostéoblastique (Wang et al., 2015). 
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1.5.5. Influence de l’oxygène dans la culture des CSM in vitro 

 Comme nous l’avons abordé au début de ce chapitre, l’O2 régule de nombreux aspects 

de la biologie et du métabolisme cellulaire. Les tissus peu vascularisés peuvent atteindre des 

concentrations proches de 1% pO2 alors que pour les tissus vascularisés, la normoxie est aux 

alentours de 12% pO2. Ces valeurs sont bien éloignées des 21% pO2 de l’air ambiant 

(Mohyeldin et al., 2010). Les niches cellulaires offrent un environnement protecteur dans 

lequel est établi un gradient en oxygène créant une condition hypoxique pour les cellules 

souches et stromales (Parmar et al., 2007). La pression en O2 du microenvironnement des 

CSM influence directement le comportement cellulaire via le factor HIF (Hypoxia inductible 

factor) en maintenant leur état souche et leur multipotence (Chen et al., 2010). En effet HIF 

est impliqué dans l’activation de RhoA et donc dans l’augmentation de la mobilité cellulaire 

(Vertelov et al., 2013). HIF aurait au moins 1 000 gènes cibles qu’il régulerait directement ou 

indirectement (Ejtehadifar et al., 2015).  

  

 Actuellement les modèles d’études des CSM s’accordent à reproduire les conditions 

physiologiques avec des environnements pauvres en oxygène (Ivanovic, 2009). Il a été 

démontré que la culture des CSM à 3% O2 augmentait significativement la prolifération et la 

clonogénicité cellulaire (CFU-F). De plus une atmosphère pauvre en oxygène favoriserait 

l’expression des marqueurs souches tels que Rex-1 et Oct-4, et maintiendrait les fonctions 

cellulaires. Dans un modèle murin, le pré-conditionnement hypoxique a montré des effets 

bénéfiques sur les capacités de différenciation cellulaire en up-régulant les récepteurs aux 

chimiokines CXCR1, CXR4 et le récepteur à l’HGF (Hepatocyte Growth Factor), 

(Berniakovich & Giorgio, 2013).  

  

 L’hypoxie de la niche favoriserait la capacité des CSM à migrer vers les sites 

inflammatoires en augmentant la mobilité cellulaire comme cela a été démontré in vitro, avec 

des tests de migrations en réponses à différentes cytokines (HGF, EGF, IIGF-1, etc.). De plus, 

la culture prolongée en hypoxie favoriserait l’auto-renouvellement et la multipotence. En 

comparant la culture de CSM à 20% O2 versus 2%, l’équipe de Grayson a obtenu une densité 

cellulaire nettement supérieure dès 7 jours de culture pour la condition hypoxique, avec un 

tapis cellulaire orienté. Ils ont par ailleurs démontré une production accrue des protéines 

matricielles : connexine-43, Col I et fibronectine (Grayson et al., 2007). Dans une autre étude 

le gène Rex1, qui joue un rôle dans le maintien de l’état indifférencié, a été retrouvé fortement 
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exprimé par les CSM de sang de cordon et du tissu adipeux en culture hypoxique (Basciano et 

al., 2011).  

 De plus, de faibles pressions en O2 maintiendraient une forte viabilité cellulaire due 

aux faibles besoins énergétiques cellulaires. En effet, dans la niche les cellules ajustent leur 

consommation d’oxygène et donc leur métabolisme énergétique, ce qui limite la production 

de radicaux libres et de ce fait les dommages cellulaires qu’ils occasionnent (Ejtehadifar et 

al., 2015).  

1.6. Fonctionnalité des CSM et intérêts thérapeutiques 

1.6.1. Soutien de l’hématopoïèse 

 Les CSM sécrètent des facteurs de survie cellulaire comme le stem cell factor (SCF), 

et l’érythropoïétine (EPO) qui vont assurer la viabilité et la croissance des progéniteurs 

myéloïdes. Ils sont aussi impliqués dans la maturation des cellules souches érythroïdes. Le 

FLT-3 ligand, analogue structural du SCF et du CSF (colony stimulating factor), va avoir un 

rôle dans la croissance des progéniteurs immatures myéloïdes et mégacaryocytaires 

(responsables de la production des plaquettes). Les CSM jouent un rôle crucial dans la niche 

hématopoïétique et dans la prise de greffe hématopoïétique (Battiwalla & Hematti, 2009). 

 Dans la niche ostéoblastique, les CSM se différencient en ostéoblastes, indispensables 

à la synthèse de la trame osseuse et au développement des CSH. En effet des études 

rapportent qu’un déficit en ostéoblastes diminuerait l’hématopoïèse et que leur présence 

favoriserait la prise de greffe (Taichman et al., 2000; Visnjic et al., 2004). 

1.6.2. Propriétés immunorégulatrices 

 Les CSM possèdent des caractéristiques immunologiques uniques qui leur permettent 

d’assurer leur survie et leur croissance dans des contextes allogéniques. Des études ont 

démontré l’effet bénéfique des CSM notamment dans la diminution de la réaction du greffon 

contre l’hôte (GVHD, graft versus host disease) (Newell et al., 2014). Ce sont les candidates 

idéales pour une utilisation clinique car elles possèdent de nombreux effets 

immunomodulateurs in vivo et in vitro. Elles agissent aussi bien au niveau de l’immunité 

innée que de l’immunité adaptative. Les CSM peuvent potentiellement interagir avec les 
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lymphocytes T (LT), les lymphocytes B (LB), les cellules NK (Natural killer) et les cellules 

dendritiques (CD) (Figure 31) (Nauta and Fibbe 2007).  

 

Figure 31 - Actions immuno-régulatrices des CSM. LB, lymphocytes B : LT, lymphocytes T ; Treg , 
lymphocytes T régulateur ; CD, cellules dendritiques, NK, natural killer ; LTc , lymphocytes T cytotoxiques ; 
HGF, hepatocyte growth factor ; IDO, indoleamine 2,3Dioxygenase ; PGE2, prostaglandine E2 ; TGF!, 
transforming growth factor ! . (D’après Nauta and Fibbe 2007) 

 
 En effet, in vivo elles exercent une action au niveau des monocytes en inhibant leur 

maturation en cellules dendritiques et en diminuant la fonction présentatrice d’antigènes de 

ces dernières. Elles vont diminuer l’activité et la formation des cellules NK. De plus, des 

expériences de co-culture in vitro ont démontré leur capacité à moduler la réponse 

immunitaire notamment en inhibant l’activation, la prolifération et la maturation des LT 

cytotoxiques par contact cellule-cellule ou bien par sécrétion de facteurs comme l’HGF, le 

TGF!1, la prostaglandine E2 et l’IDO (indoleamine 2,3Dioxygenase) (Sharma et al., 2014). 

In vivo, elles vont favoriser en parallèle l’activation de LT régulateurs via des mécanismes 

impliquant l’Il-10. Les CSM n’expriment pas les molécules de co-stimulation CD40, CD80 et 

CD86, ni le CMH (complexe majeur d'histocompatibilité) de classe II. Elles sont ainsi 

protégées de la lyse cellulaire induite par les NK allo-réactifs, cependant en présence 

d’interféron $ elles peuvent exprimer le CMH II. Elles expriment par ailleurs le CMH de 

classe I qui les protège d’une reconnaissance par le système immunitaire du receveur. 
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1.6.3. Notions de « Homing »   

 L’une des difficultés en thérapie cellulaire consiste à délivrer les cellules au niveau du 

site lésé, cet adressage localisé est appelé « Homing » (Devine et al., 2003). L’efficacité 

thérapeutique des CSM est dépendante de leur capacité à produire des facteurs paracrines et 

juxtacrines (entre cellules adjacentes), qui vont activer la régénération tissulaire à partir des 

cellules souches endogènes. La migration et le Homing des CSM vers le site lésé est influencé 

par de multiple facteurs incluant l’âge, le nombre de passage cellulaire, les conditions de 

culture et le mode d’administration (Sohni & Verfaillie, 2013). 

 Le Homing est en majeure partie dépendant du récepteur à chimiokines CXCR4 et de 

son interaction avec son partenaire CXCL12, aussi impliqué dans le Homing des CSH (Sohni 

& Verfaillie, 2013). Pour que les CSM puissent migrer d’un site à l’autre, il faut à la fois la 

présence de signaux émis à partir du site altéré et la présence des récepteurs correspondants à 

la surface des CSM. L’expression de ces récepteurs ex vivo, est influencée par de multiples 

facteurs, c’est pourquoi les CSM fraichement isolées vont migrer plus efficacement. 

Cependant des techniques ont été développées pour maintenir l’expression des récepteurs 

clés. Par exemple, des prétraitements avec des cytokines comme l’IL-6 et l’HGF vont 

augmenter l’expression de récepteurs impliqués dans la migration, comme le CXCR4 (Ponte 

et al., 2007).  

 Le tropisme des CSM pour les sites inflammatoires est également retrouvé dans le cas 

des tumeurs, assimilées à des lésions qui ne guérissent pas. Ce « homing » tumoral a été 

référencé dans le cas de gliomes, de cancers pulmonaires, des ovaires, du sein, du colon ou 

encore du pancréas (Ramdasi et al., 2015). Le mécanisme exacte est encore méconnu mais 

semble être lié au microenvironnement tumoral. Ce dernier intégrerait les CSM dans son 

stroma grâce à la sécrétion de facteurs solubles comme le FGF, l’EGF et TGF!1. L’adressage 

à la tumeur peut potentiellement servir pour cibler l’acheminement d’anticancéreux, 

directement vers les cellules malignes. Des stratégies thérapeutiques ont été développées, pour 

utiliser les CSM comme des véhicules pour cibler la production locale d’agents biologiques 

dans les tumeurs (Studeny et al., 2004). Mais aussi pour effectuer de la thérapie génique à 

l’aide de CSM génétiquement modifiées (Amara et al., 2014). Certains s’accordent sur le 

double jeu des CSM dans le microenvironnement tumoral. Elles favoriseraient la formation de 

la niche tumorale en sécrétant des facteurs promouvant l’angiogenèse, entretenant la niche, 

modulant la reconnaissance immunitaire et favorisant le développement métastasique 
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(Galderisi et al., 2010). Cependant ces mécanismes sont dépendants de la source tissulaire et 

de nombreux autres facteurs non répertoriés. 

1.7. Essais cliniques 

 En 2010, Arnold Caplan proposa une nouvelle signification pour l’acronyme CSM 

« Cellules de Signalisation Médicinale » (MSC, Medicinal Signaling Cell), en référence aux 

bénéfices thérapeutiques qu’elles apportent via la sécrétion de molécules bioactives (Caplan, 

2010). Les caractéristiques attribuées aux CSM que sont l’immunorégulation, la plasticité, le 

« homing », leurs propriétés antifibrotiques et leur facilité d’obtention et d’expansion in vitro, 

ont fortement suscité l’intérêt des cliniciens pour des applications cliniques.  

 Les CSM furent pour la première fois utilisées en clinique pour accélérer le 

rétablissement hématopoïétique dans un contexte de transplantation de CSH après 

chimiothérapie (Pittenger & Martin, 2004). Des transplantations de MO allogénique ainsi que 

des cultures ex-vivo de CSM de grade clinique, ont été utilisées pour favoriser la prise de 

greffe (MO ou organes), mais aussi dans les maladies inflammatoires, auto- et allo-immunes, 

telles que la maladie du greffon contre l’hôte (GVHD, graft versus host desease) (Battiwalla 

& Hematti, 2009). 

 La GVHD est une réaction qui fait suite à l’allogreffe de CSH, utilisée pour traiter de 

nombreuses hémopathies malignes (cancer du sang). Cette complication résulte de l’attaque 

des tissus du receveur par les cellules immunitaires du greffon. Une étude de phase II sur 

l’impact de l’infusion des CSM dans la GVHD a reporté que 30 patients sur les 50 inclus dans 

l’essai, avaient complètement répondu au traitement indiquant son efficacité contre la GVHD 

sévère résistante aux stéroïdes (Le Blanc et al., 2008). Récemment, cette même équipe a 

démontré que les CSM contribuaient à la réduction de la fibrose dans un modèle murin de 

transplantation d’îlots de Langerhans. En outre, elles favoriseraient aussi la migration des 

cellules endothéliales du receveur et interagiraient avec les lymphocytes infiltrants (Fransson 

et al., 2015). D’autres études ont apporté des résultats encourageants concernant leur 

utilisation pour le traitement de maladies auto-immunes, la prise de greffes rénales, ou pour la 

régénération cardiaque (Lopes et al., 2013). Actuellement, près de 500 essais cliniques 

utilisant des CSM sont référencés dont 126 en Europe et 19 en France 

(www.clinicaltrials.gov).  
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 Bien qu’encourageants dans leur globalité, les résultats sont peu compatibles. Il 

persiste une certaine variabilité de la qualité des CSM entre différents donneurs et une 

variabilité dans les protocoles utilisés pour l’isolation, la culture et le traitement lors des essais 

cliniques (Tanavde et al., 2015). 

 D’après la fédération internationale de biologie cellulaire (IFCB), 58% utilisent des 

CSM autologues et 30% des CSM allogéniques. En 2014, ils étaient pour la plupart en phase 

I/II et utilisaient majoritairement des CSM issues de la MO (Figure 32). 

 

 

Figure 32 - Phases cliniques des essais réalisés à partir de CSM en 2014 et sources tissulaires 

correspondantes.  
D’après : clhttp://www.bioinformant.com/tag/clinical-trials/ et http://celltrials.info/2015/01/22/2014-
report/. 
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1. Isolement et culture des cellules souches mésenchymateuses 

  

 Le savoir-faire technique concernant la culture des CSM provient en parti du centre de 

transfusion sanguine des armées de Clamart, nous nous sommes inspirés de leur expérience 

pour la mise en place de nos protocoles.  

1.1. Milieux de culture 

 Le milieu de culture le plus communément utilisé en culture cellulaire est le DMEM 

(Dulbecco’s Modified Eagle’s Medium), il n’est cependant pas préconisé pour la culture des 

CSM à l’état indifférencié, mais constitue un milieu de base idéal pour les protocoles dans 

lesquels le maintien de l’état « souche » n’est pas la priorité. En revanche le milieu "-MEM 

("-Minimum Essential Medium) constitue l’un des milieux les plus utilisés à cet effet, et c’est 

celui pour lequel nous avons opté pour nos protocoles de culture cellulaire. Il ressort de 

certaines études que l’"-MEM améliore la prolifération des CSM par comparaison avec 

d’autres milieux commerciaux et permet un meilleur maintien de leur phénotype souche 

(Sotiropoulou et al., 2006b).  

 Dans tous nos protocoles, les milieux DMEM (PAA®, E15-832, France) et "-MEM 

(PAA®, E15-832, France) sont systématiquement complémentés avec 1% d’antibiotique, la 

Ciprofloxacine (2 mg/mL) (Panpharma®, France), 1% de L-glutamine à 200 mM (Gibco®, 

25030-081, France) et avec 0.04% d’anticoagulant, l’héparine (25 000 UI/5 mL) 

(Panpharma®, France). Nous ajoutons de l’héparine à nos préparations pour éviter la 

gélification des milieux de culture. Cette gélification est due au lysat de plaquettes humaines 

(LP) que nous utilisons en substitut au sérum de veau fœtal (SVF) pour l’apport en facteurs de 

croissance et en nutriments essentiels à la croissance cellulaire. Le LP est plus riche en facteur 

de croissance que le SVF c’est pourquoi il est utilisé à 5% au lieu de 10% pour le SVF 

(Shanskii et al., 2013). Parmi les nombreux facteurs qu’il renferme, le thrombocyte-derived 

factor ainsi que d’autres facteurs de coagulation, vont induire la gélification du milieu. 

L’héparine va agir en inhibant l’action de plusieurs enzymes intervenants dans cette cascade 

de coagulation.  
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 Les milieux sont préparés à l’avance et sont conservés maximum un mois à 4°C, à 

l’abri de la lumière  

1.2. Préparation du lysat plaquettaire humain 

 Le LP est obtenu par éclatement des plaquettes contenu dans le plasma sanguin. Des 

poches de mélanges de concentrés plaquettaires (MCP) périmés de 5 jours nous sont fournies 

par l’EFS. Ces poches ne sont plus utilisables en thérapie cependant leur contenu plaquettaire 

reste identique. De plus, qu’il soit utilisé frais ou périmé, le LP a montré des effets similaires 

dans la culture des CSM (Jonsdottir-Buch et al., 2013). Les poches sont ensuite aliquotées en 

tubes Falcon de 15 mL annotés de la date et du numéro de lot attribué au MCP considéré. Les 

tubes sont ensuite stockés à -20 ou -30°C. Le contenu plaquettaire est relargué à la suite de 

plusieurs cycles de congélation/décongélation qui vont induire l’éclatement des plaquettes. 

Les tubes sont ensuite centrifugés 15 minutes à 1500 g pour éliminer les débris plaquettaires. 

Chaque lot est validé avant utilisation. Cette validation consiste à analyser la vitesse de 

croissance des CSM sur 3 passages cellulaires avec le nouveau lot, en utilisant un lot contrôle 

comme témoin d’efficacité. Sont conservés uniquement les lots permettant une vitesse de 

croissance égale ou supérieur au lot témoin. Les tubes de LP sont décongelés au fur et à 

mesure des besoins et sont conservés 1 an à -20°C. 

1.3. Isolement des CSM 

 Les cellules souches mésenchymateuses sont isolées à partir de la moelle osseuse de 

résidus d’alésage de cotyle, recueillis lors de la pose de prothèses totales de hanches. Nous 

sommes approvisionnés en échantillons par les chirurgiens orthopédistes de la Cavale Blanche 

(Autorisation ministérielle: DC-2009-1006). 

 de Brest. Le patient doit obligatoirement donner son autorisation écrite pour que le recueil 

puisse être réalisé. L’échantillon est transféré au laboratoire dans un contenant hermétique 

stérile recouvert d’un sac doublé et scellé. Il sera manipulé en salle de culture cellulaire sous  

un poste de sécurité microbiologique (PSM) dans des conditions stériles. Le résidu est réparti 

dans 3 tubes Falcon de 50 mL puis recouvert de 25 mL de milieu de culture "-MEM (Figure 

33). 
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Figure 33 – Etapes du protocole d’isolement des cellules souches mésenchymateuses. 

 

 

  Les cellules sont extraites par agitation manuelle des tubes fermés, puis le mélange est 

mis à décanter. Le contenu est ensuite filtré au moyen d’un tamis cellulaire d’une porosité de 

100 µm (CellStainers BD FalconTM, Biosciences, France) pour éliminer les débris osseux et 

adipeux. Une seconde étape de lavage du prélèvement est pratiquée et les filtrats sont ensuite 

centrifugés à 1000 g pendant 10 minutes à 4 °C pour culotter les cellules. Le surnageant et 

une partie de la couche rouge sont vidés par retournement. Les culots sont repris chacun dans 

20 mL de milieu "-MEM. La concentration cellulaire est ensuite déterminée par comptage 

avec une cellule de Malassez en utilisant le bleu Trypan (Sigma®) comme colorant vital (v/v). 

Dans l’idéal l’ensemencement est réalisé à 100.103 cellules/cm2, cependant la concentration 

cellulaire est très variable d’un patient à un autre et le dénombrement est rendu difficile en 

raison des globules rouges encore présents. La plupart du temps nous optons pour un 

ensemencement direct des culots dans des flasques de 175 cm2 (1 culot par flasque). Les 

flasques sont ensuite complémentées avec 5% de LP, puis placées dans l’incubateur à 37°C, 

21%O2. Deux jours après, deux lavages au PBS1X sont effectués pour éliminer les débris et 

les cellules non adhérentes, principalement des cellules souches hématopoïétiques et des 

globules rouges. Par la suite le milieu est renouvelé 2 fois par semaine jusqu’à ce que les 

cellules atteignent la confluence. Elles vont alors subir leur premier passage (P1). 
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1.4. Culture des CSM 

 La technique de passage des cellules consiste à décoller les cellules qui adhèrent au 

plastique des flasques de culture par l’action de la trypsine. Une fois que les cellules sont bien 

décollées on ajoute du milieu de culture "-MEM pour mettre en suspension les cellules. Cette 

suspension est centrifugée et le culot est repris dans 10 mL de milieu. La population cellulaire 

est ensuite dénombrée à l’aide d’un automate de comptage (ADAM, Labtech, France). Les 

CSM sont ensemencées dans des flasques T175 dans du milieu "-MEM complémenté. Elles 

sont cultivées jusqu’à leur 3ème passage pour conserver leurs propriétés initiales. Nous 

travaillons avec deux densités d’ensemencement en fonction des protocoles réalisés. Lors des 

passages nous préférons les ensemencer à 400 cellules par cm2 pour maintenir les capacités 

prolifératives, leur clonogénicité et leur plasticité (Sekiya et al., 2002). Cependant, certaines 

manipulations nécessitent d’avoir un maximum de cellules dans un minimum de temps, c’est 

pourquoi nous utilisons un ensemencement à 1000 cellules/cm2, ce qui se trouve être un bon 

compromis entre la préservation des caractéristiques cellulaires et l’obtention d’une quantité 

cellulaire en un temps raisonnable (Sekiya et al., 2002; Ikebe & Suzuki, 2014).  

  

 Selon les tests réalisés, nous avons parfois fait un parallèle entre la condition de 

culture en normoxie (pO2 21%) et la condition hypoxique (pO2 5%), à l’aide d’un incubateur 

tri-gaz (SANYO MCO-19M). Au niveau tissulaire la normoxie est le plus souvent aux 

alentours de 7-12 % d’O2, de ce fait les conditions considérées comme normoxiques 

correspondent à de l’hyperoxie tissulaire. La culture hypoxique (5%) va alors permettre de se 

rapprocher de l’environnement physiologique des cellules (Ivanovic, 2009).  

1.5. Caractérisation des CSM in vitro 

 Nous avons choisi de caractériser les CSM sur la base des 3 critères établis par l’ISCT. 

Les CSM sont des cellules adhérentes au plastique de culture, elles ont la capacité in vitro de 

se différencier en adipocytes, en ostéoblastes et en chondrocytes, et elles expriment un panel 

de protéines membranaires permettant de les discriminer de la population hématopoïétique de 

la moelle osseuse. De nombreux autres marqueurs sont actuellement établis, ces derniers sont 

listés dans la partie 1.3. de l’introduction de ce chapitre.  
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1.5.1. Adhérence au plastique 

Cette particularité des CSM est la plus facile à identifier puisque c’est la base de notre 

protocole d’isolation. Les cellules non-adhérentes sont éliminées lors des lavages qui suivent 

l’ensemencement, seuls quelques macrophages vont adhérer, mais n’ayant pas de propriétés 

d’auto-renouvellement, ils disparaissent après quelques jours de culture.  

 

La pureté de la population isolée est déterminée en P1 ou P2 par analyse du phénotype 

membranaire en cytométrie en flux. 

1.5.2. Caractérisation membranaire 

Le phénotypage des cellules isolées est réalisé au cytomètre (BD AccuriTM) à l’aide du 

kit MSC phenotyping kit (Miltenyi). Ce kit contient des anticorps couplés à des 

fluorochromes dirigés contre les protéines membranaires exprimées par les CSM (CD90, 

CD105, CD73) et un panel de marqueurs négatifs, spécifiques des cellules souches 

hématopoïétiques (CD14, CD20, CD34, et CD45). Nous avons utilisé ce kit selon les 

recommandations du fournisseur. Nous avons en parallèle vérifié qu’elles étaient bien 

négatives pour le HLA-DR (anticorps anti-HLA-DR, Pharmingen).  

1.5.3. Tests de différenciation 

Les protocoles de différenciation cellulaire ont en commun deux phases successives. 

Une phase d'adaptation, pendant laquelle les cellules sont cultivées 24h dans du DMEM 

complémenté puis dans du milieu de différenciation, renouvelé 2 fois par semaine pendant 21 

jours, c’est la phase d’induction. Les milieux de différenciation commerciaux contiennent du 

SVF, comme nous avons choisi de travailler uniquement en LP, nous avons dû réaliser nos 

propres milieux d’induction. La mise au point de ces tests a duré environ 3 mois, nous avons 

adapté la composition de nos milieux à partir de la littérature. Les protocoles présentés ci-

dessous sont réalisés en plaque 24 puits. La densité d’ensemencement est impliquée dans la 

réussite de ces protocoles, nous nous sommes inspirés de l’article de Doucet (Doucet et al., 

2005). Les protocoles de révélation sont inspirés de ceux disponibles en ligne sur le site de 

PromoCell dans la rubrique Application notes de l’onglet Mensenchymal Stem Cell Medium. 
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Tableau 12 – Composition des milieux de différenciation. 

 

ITS: Insulin-Transferrin-Selenium; IBMX: 3-isobutyl-1-methylxanthine; * de chez Vialebex 

1.5.3.1. Induction adipocytaire 

L’objectif de cette expérience est d’induire la différenciation CSM en adipocytes, à 

l’aide d’un milieu spécifique de différenciation adipocytaire contenant de l’hydrocortisone, de 

l’IBMX (3-isobutyl-1-methylxanthine), de l’indométacine et de l’insuline (voir tableau 12 ci-

contre).  

 Pour ce test, les cellules sont ensemencées à 2.104 cellules/cm2 dans du milieu DMEM 

complémenté. Après la différenciation, les cellules sont rincées puis fixées au 

paraformaldéhyde 4% (PFA 4%) pendant 30 min à température ambiante (TA). Après un 

rinçage au PBS1X, les cellules sont incubées dans une solution d’éthanol 70% pendant 5 min. 

La différenciation est confirmée histologiquement par coloration à l’Oil red O, un indicateur 

Produit Solution 
stock Conservation 

Concentration dans le milieu 

Adipocytes Ostéoblastes Chondrocytes 

DMEM High glucose  4 °C    

Dexamethasone 0,5 mg/mL 4 °C  0,1 µM 0,1 µM 

Pyruvate de Sodium 100 mM 4 °C   1 mM 

Acide Ascorbique 50 mg/mL -20 °C  0,05 mM 0,17 mM 

L-Proline 40 mg/mL 4 °C   0,35 mM 

ITS 100X 100X 4 °C   1X 

Acide linoléique 10 mg/mL 
 

4 °C 
 

 
 
 

 
 
 

5,33 µg/mL 

Albumine 20%* 200 mg/mL 4 °C   1,25 mg/mL 

TGF!3 
1 µg/mL -20 °C   0,01 µg/mL 

!-glycérophosphate 968 µM -20 °C  10 mM  

IBMX 0.25 M -20 °C 0,5 mM   

Indométacine 10 mM -20 °C 0.2 mM   

Insuline humaine 5 mg/mL 4 °C 0.01 mg/mL   

Hydrocortisone 0.1 mg/mL -20 °C 0.5 µM   
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de l’accumulation de lipides intracellulaires. La solution d’Oil red (150 mg/50 ml d’éthanol 

100%) (Sigma®) est stable 1 an. Avant chaque utilisation cette solution est mélangée à de 

l’eau déionisée (2vol/3vol), puis filtrée. Les cellules sont incubées 10 min avec l’Oil red 

fraichement préparée, puis rincées à l’eau distillée jusqu’à élimination de l’excès de colorant. 

Les cellules sont maintenues dans du PBS1X jusqu’à observation. 

1.5.3.2. Induction ostéoblastique 

L’objectif de cette expérience est d’induire la différenciation des CSM en ostéoblastes 

avec un milieu à base de DMEM auquel on ajoute de la dexaméthasone, de l’acide ascorbique 

et du !-glycérophosphate (Tableau 12).Les cellules sont ensemencées à 3.103 CSM/cm2. 

La minéralisation sera visualisée par coloration à l’Alizarin Red (Sigma®) (1g/50 mL 

d’eau, pH 1.2) des cellules fixées 30 min au PAF4%. La coloration est réalisée à l’obscurité 

pendant 45 min. Les puits sont ensuite rincés avec précaution à l’eau distillée puis maintenus 

dans du PBS1X. 

 Nous utilisons en parallèle une autre méthode qui consiste à doser qualitativement 

l’activité phosphatase alcaline (PAL) cellulaire. Pour ce test les cellules sont fixées à l’éthanol 

100% et perméabilisées au Tween-20 (Sigma®) à 0.05% pendant 2 min. Les cultures sont 

ensuite recouvertes du substrat de l’enzyme, le BCIP-NBT (Sigma®) pendant 10 min. Ce 

dernier est disponible sous forme de tablettes à diluer dans de l’eau distillée. La réduction du 

substrat va générer une coloration bleue proportionnelle à l’activité enzymatique cellulaire.  

 

1.5.3.3. Induction chondrocytaire 

L’objectif de cette expérience est d’induire la différenciation des CSM en 

chondrocytes. A cet effet, 2.105 cellules sont centrifugées à 500 g pendant 5 min dans des 

tubes Falcon 15 mL pour former des « pellets ». Ces derniers sont cultivés en milieu de 

différenciation chondrogénique contenant de la dexaméthasone, du pyruvate de sodium, de 

l’acide ascorbique, de la L-proline, de l’ITS, de l’acide linoléique, de l’albumine et du TGF 

!3 (Tableau 12). Après les 3 semaines d’induction, les pellets sont fixés au PFA 4 % pendant 

60 min à TA, puis rincés à l’eau distillée. Nous utilisons deux techniques pour révéler la 

différenciation chondrocytaire : 1/ mise en évidence de la résistance à l’écrasement et 2/ 

coloration de la matrice extracellulaire (MEC) cartilagineuse. 
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1/ Les pellets sont incubés dans une solution de bleu Alcian (100 mg dans un mélange de 

20 mL d’acide acétique et de 30 mL d’éthanol) pendant au moins 2h. L’excès de colorant est 

éliminé avec 2 lavages de 20 min dans une solution de décoloration (20 mL d’acide acétique 

+ 30 mL d’éthanol). Les pellets sont ensuite rincés à l’eau distillée, puis écrasés entre lames et 

lamelles pour finalement être observés en microscopie optique. La production d’une matrice 

cartilagineuse par les chondrocytes offre une résistance à la pression que n’ont pas les cellules 

indifférenciées. 

2/ Les pellets sont enrobés dans de l’OCT (Tissue-Tek® 4583, Sakura) puis stockés à -

80°C. Des coupes de 7 µm sont effectuées au cryostat (ThermoScientific Microm HM550) 

puis séchées et stockées à TA. Les lames sont par la suite colorées selon le même protocole 

qu’en 1/ avec une étape supplémentaire de contre coloration avec une solution de rouge 

nucléaire à 0.2% (Sigma®) pendant 10 min. Le bleu Alcian permet de mettre en évidence les 

mucopolysaccharides acides et l’accumulation de glycosaminoglycanes (GAG), 

caractéristiques de la matrice cartilagineuse. 

1.5.3.4. Marquage du cytosquelette d’actine à la Phalloïdine  

La conformation du cytosquelette cellulaire est caractéristique d’un type cellulaire 

donné et peut être utilisé en complément des colorations histochimiques pour valider l’état de 

différenciation des CSM (McBeath et al., 2004; Yourek et al., 2007).  

Nous avons réalisé des marquages du cytosquelette d’actine et comparé les profils 

obtenus pour les CSM indifférenciées et induites en chondrocytes, en adipocytes et en 

ostéoblastes, selon les protocoles d’induction précédemment décrits. Les CSM sont 

ensemencées en plaques 24 puits sur lamelles. Après 21 jours de culture, les cellules sont 

fixées au PFA 4% pendant 10 min à RT, puis perméabilisées au Triton-X100 0.2 %/PBS1X 

pendant 15 min. Les filaments d’actine sont marqués à l’Alexa Fluor® 594 Phalloidin (Life 

Technologies) diluée au 1/40ème dans du PBS1x. Les lamelles sont montées sur lames avec du 

SlowFade® Gold Antifade Reagent qui est un milieu de montage contenant du DAPI (Life 

Technologies®). Les lames sont ensuite observées au microscope à immersion (Olympus 

BX61) ou stockées à -20 °C. 
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2. Analyse de l’impact d’HEMOXCell® dans la culture des CSM 

  

Les échantillons d’HEMOXCell® sont reçus congelés dans des cryotubes annotés de 

la concentration et de la date de péremption. Pour préserver l’efficacité de la molécule, les 

tubes sont aliquotés en barrettes PCR et stockés à -80 °C. Nous avons tout d’abord testé une 

concentration de 0.25 g/L, pour se rapprocher de la concentration optimale déterminée lors 

des tests sur CHO-S (voir Article 1). Cette concentration induisait un décollement cellulaire 

des CSM, il a alors fallu réaliser une analyse dose/réponse de la molécule. Les protocoles qui 

vont suivre sont pour la plupart détaillés dans l’article 2 : HEMOXCell®, a new harmless 

oxygen carrier usable as an additive for mesenchymal stem cell culture in platelet lysate-

supplemented media, ceux n’y figurant pas seront plus amplement abordés. 

2.1. Analyse de la croissance cellulaire  

 Nous avons testé l’impact d’HEMOXCell®, que nous appellerons MOX, sur des CSM 

cultivées en "-MEM pendant 14 jours en condition standard. A cet effet un éventail de 

concentrations (0, 0.0125, 0.025, 0.05 et 0.1 g/L) a été testé en triplicat pour des cultures 

réalisées en plaques 6 puits. La densité cellulaire a été déterminée tous les deux jours pour 

réaliser des courbes de croissance. Cela a permis de déterminer deux points dans la zone de 

croissance exponentielle pour le calcul de temps de doublement de population (TD). Le 

protocole est détaillé dans l’article 2. Au cours de cette étude, nous avons déterminé une 

concentration optimale de 0.025 g/L et une concentration limite de 0.05 g/L. Elles seront 

toutes deux évaluées en parallèle dans les protocoles qui vont suivre. 

2.2. Analyse de la cytotoxicité 

 Plusieurs tests ont été réalisés pour évaluer si HEMOXCell® avait une action 

cytotoxique sur les CSM, parmi lesquels une analyse en microscopie confocale (Test 

Live/Dead®, MolecularProbes®), une analyse en cytométrie en flux (Annexin V-FITC 

Apoptosis Detection Kit, Sigma®) et le dosage de la lactate déshydrogénase (LDH) sécrétée. 

Ces trois analyses sont décrites dans l’article 2. La LDH possède une demi-vie d’environ 10h, 
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les mesures étant effectuées toutes les 24h, elles correspondent à l’activité de la LDH 

nouvellement sécrétée. Nous avons par ailleurs utilisé le Cell Counting Kit-8 (CCK-8, 

Dojindo) pour déterminer la prolifération en parallèle de la cytotoxicité. Ce test utilise un sel 

de tetrazolium hydrosoluble qui est réduit en un composé de couleur orange par les 

déshydrogénases intracellulaires, le formazan. L’intensité de coloration obtenue est 

directement proportionnelle à la quantité de cellules vivantes. Pour la réalisation de cet essai 

nous avons suivi les recommandations du fournisseur. Plusieurs concentrations 

d’HEMOXCell® (0 à 0.1 g/L) ont été testées sur des CSM ensemencées en plaque 96 puits 

(1000 cellules/puits), en parallèle d’une gamme étalon allant de 0 à 10000 cellules. À chaque 

jour d’analyse (J0, J1, J3, J7 et J11) le réactif est déposé dans les puits analysés 

(triplicat/condition) pendant 2h à 37°C. Après cette incubation, le milieu est prélevé et 

l’absorbance est ensuite mesurée à 450 nm contre un blanc (milieu sans cellules) au 

VarioscanTM (Thermo ScientificTM). 

2.3. Analyse de la stabilité cellulaire 

 HEMOXCell® est un produit conçu pour améliorer la croissance cellulaire en 

délivrant de l’oxygène aux cellules. Pour valider son utilisation dans la culture des CSM nous 

avons dans un premier temps évalué sa cytotoxicité, nous nous sommes intéressés dans un 

second temps au maintien des caractéristiques cellulaires. A cet effet, nous avons analysé son 

impact au niveau de l’adhérence, de la différenciation, du phénotype, de la stabilité génétique 

et au niveau de la clonogénicité des CSM. Nous avons reproduit les différents protocoles de 

caractérisation cellulaire en présence de MOX à 0.025 et 0.05 g/L. L’analyse génétique a été 

réalisée à l’aide de plaques PCR Array (Qiagen®), elles permettent d’estimer par PCR 

quantitative, le niveau d’expression de 84 transcrits de gènes se rapportant aux CSM. Le plan 

d’une plaque est représenté dans la figure 34. L’analyse finale est réalisée selon la méthode du 

fournisseur à l’aide du logiciel en ligne RT2 Profiler PCR Array Data Analysis. 

 Les CSM possèdent un potentiel clonogénique qui leur est propre. Nous avons donc 

voulu regarder si MOX impactait cette propriété, en réalisant le test CFU-F (colony forming 

unit of fibroblasts). Pour ce test les cellules en P0 ou en P1 sont ensemencées à une très faible 

densité (environ 250 cellules) en boite de Pétri (Ø 10 cm) et sont cultivées 14 jours en 

condition standard. Après ce délai, les cellules sont fixées et colorées au réactif de Giemsa 

(Sigma®). Les cellules possédant une forte capacité proliférative auront généré des colonies 

visibles à l’œil nu. Les CSM de MO possèdent naturellement un potentiel ostéogénique 
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visualisable avec l’analyse de l’activité phosphatase alcaline (Prins et al. 2014). Le protocole 

réalisé est identique à celui décrit dans le paragraphe (2.5.3.2). Les colonies PAL+ sont 

dénombrées et comparées à la quantité totale de CFU-F obtenue par coloration au Giemsa. 

 

 

 

Figure 34 - Plan de la plaque PCR Array. (http://www.sabiosciences.com/) 

 

2.4. Rôle dans le transport de l’oxygène en systèmes clos et aéré 

  D’autre part, nous avons fait l’acquisition d’une plaque Oxoplate® (PreSens) qui 

intègre des capteurs optiques de l’oxygène chimiques, immobilisés au fond d’une plaque 96 

puits. Ces capteurs contiennent deux colorants, un indicateur qui réagit avec l’oxygène 

dissous et un colorant de référence, indépendant de l’oxygène. Leurs intensités de 

phosphorescence, respectivement Iindicateur (Ex/Em = 540 nm/650 nm) et Iréférence (Ex/Em =540 

nm/590 nm), permettent de calculer le ratio IR (IR = Iindicateur / Iréférence). Ce dernier servira de 

référence pour calculer le taux d’oxygène dissous dans chacun des puits. Il s’agira d’une 
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double cinétique avec une acquisition réalisée en simultanée pour ces deux intensités pendant 

5 h.  

 Dans un premier temps nous avons réalisé des analyses avec 1.104 cellules/puits et une 

concentration test de 0.025 g/L MOX avec des acquisitions réalisées à un intervalle de 10 min 

pendant 300 min. Puis nous avons réalisées la même analyse avec 1.105 cellules avec des 

mesures sur la nuit (800 min d’acquisition). Une dernière expérience a été conduite avec 1.105 

cellules/puits et 0.02 g/L de MOX. Cette dernière analyse a été menée selon deux conditions, 

une première avec les puits analysés, non scellés et une seconde avec les puits recouverts d’un 

film adhésif, pour créer une atmosphère sans apport extérieur en oxygène. Dans les 3 

conditions d’analyse, des puits témoins contenant du milieu seul ont été préparés, ainsi que 

des puits avec des cellules +/- MOX, à une concentration de 0.025 ou 0.2 g/L. Cette analyse 

devrait nous renseigner sur l’aptitude de ce transporteur d’oxygène à restaurer un niveau 

d’oxygène dissous basal, compte tenu de la consommation en oxygène cellulaire. 

2.5. Prolifération cellulaire en normoxie vs. hypoxie 

 Jusqu’à présent, les expériences étaient réalisées en normoxie (21% O2) ce qui 

correspond à 160 mmHg, nous avons souhaité observer la croissance cellulaire en hypoxie 

(5% O2 soit 38 mmHg), afin d’évaluer si l’effet dose/réponse observé en normoxie 

correspondait. La P50 d’HEMOXCell® étant de 37 mmHg, en travaillant en hypoxie on se 

place dans des conditions favorisant la libération d’oxygène. L’analyse de la croissance 

cellulaire a été à partir d’ensemencements réalisés en plaques 6 puits (1.104 cellules /puits) 

avec une plaque par concentration testée (0, 0.0125, 0.025 et 0.5 g/L d’HEMOXCell®). Le 

protocole de dénombrement est décrit dans l’article 2.  
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Cette partie du chapitre III rapportera les résultats obtenus lors de l’évaluation de l’impact 

d’HEMOXCell® dans la culture de cellules souches mésenchymateuses en condition standard 

(2D). Elle sera présentée sous la forme d’un article, puis complétée par d’autres résultats. 

 

Article 2: « HEMOXCell®, a new harmless oxygen carrier usable as an additive for 

mesenchymal stem cell culture in platelet-supplemented media.” 
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Abstract 

Although human mesenchymal stem cells (MSCs) are promising candidates for therapeutic applications, 

one of the main challenges is to produce large-scale culture of MSCs while preserving their differentiation 

potential and viability, which is in part limited by the consumption of dissolved oxygen. A marine 

haemoglobin, HEMOXCell®, was then evaluated as an oxygen carrier for culturing bone marrow MSCs in 

vitro. Impact of HEMOXCell® on cell growth and viability was assessed in human platelet lysate (hPL)-

supplemented media. Maintenance of MSC features, such as multipotency and expression of MSC specific 

markers, was further investigated by biochemical assays and flow cytometry analysis. Our experimental 

results indicate that an optimal concentration of 0.025 g/L HEMOXCell® 1/ induces a 25%-increase of the 

cell growth rate, 2/ preserves MSC phenotype, and 3/ maintains MSC differentiation properties; while a 

two-fold higher concentration induces cell detachment decreasing cell proliferation without altering cell 

viability. Our data suggest the potential interest of HEMOXCell® as a natural oxygen carrier for tissue 

engineering applications to oxygenate hypoxic area and to maintain cell viability, functions and “stemness”. 

These features will be further tested within three-dimensional scaffolds.  

 

Keyword: mesenchymal stem cells, viability, proliferation, human platelet lysate, oxygen carrier, 

haemoglobin 



Introduction 

 Mesenchymal stem cells (MSCs) are adult 

multipotent self-renewing stem cells first described 

after isolation from bone marrow by Friedestein in 

the 1960s [1]. The International Society for Cellular 

Therapy (ISCT) defined these stromal cells as 

plastic-adhering cells that can differentiate in vitro 

into osteoblasts, chondrocytes, and adipocytes. 

They are characterised by the expression of CD90, 

CD73, and CD105 and the absence of the 

haematopoietic markers CD14, CD19, CD20, 

CD34, CD45 and HLA-DR [2]. Bone marrow is the 

most commonly investigated source of MSCs 

(called bone marrow stromal stem cells), but MSC-

like cells may also be extracted from various other 

sources, such as adipose tissue and peripheral blood 

[3,4]. The plasticity of bone marrow MSCs (BM-

MSCs) has triggered clinicians’ initial interest, 

particularly for bone and cartilage repairs, but they 

can also give rise to haematopoiesis-supportive 

stroma and marrow adipocytes [5]. The 

multilineage capacity of these cells, their 

immunomodulating ability, their use in both an 

autologous and an allogenic context, and their 

homing capacity make them the ideal candidates for 

cell therapy and regenerative medicine [5,6]. One 

of the main challenges for a therapeutic use of 

MSCs is to sufficiently expand the cells without 

disturbing their multilineage potential and 

maintaining their viability [7].  

 For both research and clinical purposes, 

foetal bovine serum (FBS) is the conventional 

nutritive supplement added in basal media for MSC 

culture. Because of the risk of contamination and 

the potential immune reaction due to the non-

human origin of FBS [8,9], alternative supplements, 

such as human sera, platelet-rich plasma (PRP) or 

human-blood derived platelet lysates (hPL), have 

been used in several trials to mimic the human 

environment [11]. 

The capacity of hPL to replace FBS in a variety of 

cell culture systems has been widely discussed in 

the literature [11–14]. hPL, produced from expired 

platelet concentrates, can be used in the same 

manner as hPL from fresh platelets and alters 

neither the expression of MSC-specific markers nor 

their multipotency [15]. Moreover, expansion 

efficiency of MSCs is comparable between PL 

batches but not FBS batches [12,16]. Several 

studies have revealed that using hPL as a 

supplement enhanced dramatically the proliferation 

rate of MSCs from bone marrow and adipose tissue 

(ASC) [13,14]. For these reasons, hPL appears to 

be a suitable substitute of FBS for research 

programs and for large-scale production of MSC. 

 In addition to the benefits provided by 

platelet-released growth factors, gas dissolved in 

the cell culture medium is another factor of the cell 

environment that modulates viability and expansion 

rate [17]. To define an adequate MSC growth 

environment, it is critical to maintain a suitable 

oxygen concentration [18]. Manufacturers have 

developed technologies that increase the growth 

surface area, such as multilayer planar vessels, 

perfusion bioreactors and microcarriers [18,19]. A 

limiting issue of high-scale setups is the continuous 

cell proliferation that increases oxygen 

consumption by the cell metabolism. Hence, growth 

systems must ideally provide an efficient delivery 

of gases (O2 and CO2). The variability of oxygen 

tension in culture media may affect cell viability 

and proliferation [17].  

 A compound called HEMOXCell®, 

recently produced by the French biotechnology 

start-up HEMARINA, has been specifically 

designed for cell culture applications, such as 

recombinant protein production [20]. This product 

is an extracellular haemoglobin extracted from a 

marine invertebrate, Nereis virens [21,22]. An 

original aspect of HEMOXCell® is its non-

immunogenic nature due to the absence of cell 

membranes and glycosylated residues [23]. 

HEMOXCell® exhibits many advantages for large-

scale cell culture and can be used as an oxygenation 

additive. In contrast to human haemoglobin that can 

bind a maximum of four oxygen molecules, this 

universal haemoglobin binds 156 oxygen molecules 

concurrently [24]. This feature enables oxygen 

release in simple oxygen gradient according to cell 

requirements. In a recent study, we found that 

HEMOXCell®, in a dose-dependent manner, 

increases CHO-S cell density by 2.5- to 4.6-fold in 

a batch culture system for an optimal concentration 

of 0.5 g/L of HEMOXCell®, and induces an 

increase up to 70% in the production of 

recombinant proteins from CHO-S cell line 

transfected with EGFP [20]. These positive impacts 

are thought to be due to the diffusion of oxygen 

through the medium and to the superoxyde 

dismutase (SOD)-like activity of this molecule [22]. 

 In this study we developed comparative 

studies to identify the effect of the oxygen carrier in 

the expansion of BM-MSCs. The aim was to 

introduce in a culture system an oxygen carrier that 

would be suitable for specific cultures, such as 

large scale cultures and colonization of three-

dimensional (3D) scaffolds, which require high 

oxygen diffusion. We have then defined culture 

conditions, including hPL-released growth factors 

and HEMOXCell®, in favour of MSC proliferation 

and differentiation.  

 



 Materials and methods 

HEMOXCell® 

  The HEMOXCell® product (Hemarina 

SA, Morlaix, France) is derived from the 

extracellular haemoglobin M201coming from the 

marine annelid Nereis virens. This molecule has 

been developed as an additive for cell culture 

medium (for R&D laboratories) and for the 

bioproduction of recombinant proteins. 

HEMOXCell® is extracted under gentle agitation 

of frozen Nereis virens at 4°C followed by several 

purification steps and conditioning in cryotubes. 

The final product is stored at -80°C and thawed at 

4°C before experimentation. 

Mesenchymal stem cell isolation and culture 

 MSCs were extracted from human bone 

marrow. Samples were obtained from patients who 

underwent total hip replacement surgery at the 

Department of Orthopedic Surgery at Hôpital de la 

Cavale Blanche (Brest, France). Before sampling, 

written consents of the patients were obtained and 

cautions were taken to preserve the privacy of the 

donors (ministerial authorisation: DC-2009-1006). 

 Cells from bone marrow were isolated 

from bone and fat residues through a filtration step 

using cell strainers (Corning®, Amsterdam, 

Netherlands). Cells were concentrated by two 

successive centrifugations at 1,000 x g. The cell 

pellet containing bone marrow mononuclear cells 

(BMMNCs) was resuspended and the cells were 

directly seeded at a density of 100 x 10
3 
cells/cm

2
 in 

basic growth media consisting of alpha-minimum 

essential medium (!-MEM) (Lonza, Basel, 

Switzerland) containing 5% human Platelet Lysate 

(hPL), 1% L-glutamine 200 mM (Gibco®, France), 

1% Ciprofloxacin 2 mg/mL (Panpharma®, Luitré, 

France), and 0.04% Heparin (25,000 UI/5 mL) 

(Panpharma®). After 2–3 days, non-adherent 

(haematopoietic) cells were removed by changing 

the medium. Cultures were maintained in a 

humidified atmosphere with 5% CO2 at 37°C and 

the medium was changed twice a week thereafter. 

Cells were trypsinised when the culture reached 70-

80% confluency with 0.05% (V/V) trypsin/1 mM 

EDTA solution (LifeTechnologies, Saint Aubain, 

France). MSCs were cultured until passage 3 to 

preserve their genomic and functional integrity 

[25]. 

Preparation of human platelet lysate  

 Human platelet lysate (hPL) was obtained 

from apheresis platelet concentrate pools provided 

by the French Blood Center (Etablissement 

Français du Sang - Bretagne, Brest, France) after 

their expiration date (5 days after collection). Each 

pool was prepared from five platelet donations and 

all units were biologically qualified according to 

the French regulations. The mean amount of 

platelets in each pool was > 4 x 10
11

. Platelet units 

were homogenized and aliquots were prepared for 

further processing. hPL was generated from 

aliquots of platelet units by a repeated freezing-

thawing procedure. Platelet bodies were removed 

by centrifugation (15 minutes, 1,500 x g, 4°C) and 

samples were stored at -20°C for one year until use.  

In vitro cell growth analysis 

 To assess the impact of HEMOXCell® in 

the in vitro proliferation rate of MSCs, cells were 

plated in six-well plates at a density of 10,000 

cells/well in standard culture medium. Three 

HEMOXCell® concentrations were tested for 13 

days: 0.0125, 0.025 and 0.05 g/L. Cell counting 

was carried out in duplicate every other day using a 

haemocytometer and cell growth curves were 

drawn. Doubling time was calculated during the 

exponential growth phase.  

MSC clonogenic potential and CFU-ALP+ 

colonies 

 The clonogenic potential of MSC was 

analysed in five different MSC samples at passage 

1 with the colony forming unit-fibroblast (CFU-F) 

assay. CFU-F with alkaline phosphatase activity 

(CFU-ALP+) were assessed on the same 

experiment to evaluate MSCs osteogenic potential. 

The cells were seeded at a density of 250 cells per 

10 cm Petri dish and cultured in !-MEM standard 

medium with 0 (control), 0.025 or 0.05 g/L 

HEMOXCell® for 14 days. Phosphatase activity 

was assessed by using SigmaFast
TM

 BCIP-NBT as a 

substrate (Sigma®, St Quentin-Fallavier, France). 

After a 10 min-fixation with 4% paraformaldehyde 

(PFA), cells were rinsed with a washing buffer 

(0.05% Tween 20 in PBS 1X) and incubated for 10 

min with a substrate solution of BCIP-NBT 

dissolved in distilled water. Enzymatic activity was 

visualised as blue-violet staining. CFU-ALP+ 

colonies were counted and rinsed with the washing 

buffer. Then colonies were stained with a Giemsa 

solution (Sigma®) and purple colonies were 

numbered. Results were expressed as the 

percentage of total CFU-F normalised with control 

(100% without HEMOXCell®) and percentage of 

CFU-ALP+ within total CFU-F number. 

Colonies numbers were determined 

macroscopically using the ImageJ Cell Counter 

program. Clusters of more than 50 cells were 

considered as colonies. 

Cytotoxicity analysis 



 Cell apoptosis and necrosis 

 MSCs from four donors were cultured with 

0, 0.025 and 0.05 g/L HEMOXCell®. Cells were 

incubated with Annexin V-FITC and propidium 

iodide (PI) from the Annexin V-FITC Apoptosis 

Detection Kit (Sigma®) for 10 minutes at room 

temperature in the dark and then immediately 

analysed by flow cytometry with a BD Accuri
TM

 C6 

flow cytometer. To establish the cytometer 

compensation, an apoptotic control consisting of 

cells incubated in 70% ethanol solution for 30 

minutes was prepared. Cells labelled with both 

fluorochromes were considered as necrotic cells. 

 LDH activity 

 Cells were seeded in 24-well plates at a 

density of 1,000 cells per well and cultured in !-

MEM supplemented with 0, 0.025 and 0.05 g/L 

HEMOXCell®. Each condition was tested in 

triplicate. At various time points (24, 48 and 72 

hours after seeding) lactate dehydrogenase (LDH) 

activity was evaluated as a function of the total cell 

number. Supernatants were collected and leakage of 

LDH was assessed with the Lactate Dehydrogenase 

Activity Assay Kit (Sigma®), according to the 

manufacturer’s instructions. After incubation of 

samples with LDH substrate solution, absorbance 

was measured at 450 nm for 30 min. The activity of 

LDH released in medium was calculated according 

to the manufacturer’s instructions. The control 

wells (w/o HEMOXCell®) were taken as a 

reference to calculate spontaneous LDH release and 

1% Triton X-100-treated cells for 45 min were used 

to calculate maximum LDH release.  

 Live/Dead assay 

 Cell viability was assessed at 1, 3, 7, 10 

and 14 days after seeding. Cells were plated at a 

density of 1,000 cells per well in a 24-well plate on 

glass coverslips (Dutscher, Brumath, France) and 

cultured in standard !-MEM culture medium with 0 

(control), 0.025 or 0.05 g/L HEMOXCell®. For 

each time point cells were washed with PBS 1X 

and incubated for 30 min at RT with 2 µM Calcein 

AM and 1.25 µM Ethidium homodimer (EthD-1) 

(Live/Dead® Viability/Cytotoxicity Kit, 

MolecularProbes®, LifeTechnologies
TM

) diluted in 

!-MEM medium. Then the coverslips were 

upturned in a PBS 1X droplet and cells were 

observed with a fluorescence microscope (Axio 

Imager M2, Zeiss) (Calcein: 530 ± 12.5 nm; EthD-

1: 645 ± 20 nm). Microscopic images of cell 

monolayers were taken after 10 days of culture 

from subconfluent MSC cultures in all conditions. 

An apoptotic control consisting of cells incubated 

in a 70% ethanol solution for 30 minutes was 

prepared.  

Analysis of HEMOXCell® oxygen release 

 The impact of HEMOXCell® on 

pericellular oxygen partial pressure (pO2) was 

analysed using a 96-well oxygen biosensor 

microplate (Oxoplate®, OP96U, PreSens, Saint-

Paul-Trois-Châteaux, France). Each well contains 

two different dyes, the indicator (excitation: 540 nm, 

emission: 650 nm) and the reference (excitation: 

540 nm, emission: 590 nm). Their respective 

intensity, Iindicator and Ireference, were used to 

calculated the ratio IR (Iindicator/Ireference) 

corresponding to the oxygen partial pressure (pO2) 

into each well. Calibration was performed using 

oxygen-free water (pO2 = 0%) prepared with 0.2 g 

of sodium sulfite (Sigma®) in 20 mL water and 

dispensed into 4 wells. MSCs were resuspended in 

equilibrated !-MEM medium (37°C, 21%O2, 

5%CO2) and seeded at a density of 1.10
5
 cells/well 

in a final volume of 200 µL. Two HEMOXCell® 

concentrations were tested (0.025 g/L and 0.2 g/L) 

alongside a HEMOXCell®-free condition. Cell-free 

oxygen and temperature equilibrated medium 

samples were used as control. Fluorescence 

intensities were monitored every 10 minutes during 

a period of 4 hours with a Varioskan
TM

 Flash 

Multimode Reader (Thermo Scientific
TM

). The 

microplate was maintained at a temperature of 37°C 

during the measurement period. Time points were 

selected after 60 minutes of incubation of the 

microplate in the reader to ensure samples 

equilibrium. The percentage of oxygen measured at 

each time points were calculated according to the 

manufacturer’s instructions, taking equilibrated 

medium as standard (pO2 = 21%). The experiment 

was performed in triplicate. 

Phenotypic analysis of MSC by flow cytometry  

 Flow cytometry analysis with the MSC 

Phenotyping Kit (Miltenyi Biotec GmbH, Bergisch 

Gladbach, Germany) was performed with MSC 

samples from five donors and cultured w/o or w/ 

0.025 g/L HEMOXCell® in standard medium. All 

incubations with antibodies and washes were 

performed in PBS 1X/1% FBS (Life 

Technologies
TM

) washing buffer. Adherent cells 

were trypsinised and washed. Cells were stained 

with two antibody cocktails provided in the kit by a 

10-min incubation in the dark: MSC Phenotyping 

Cocktail containing MSC markers (anti-CD73-

APC, anti-CD90-FITC, and anti-CD105-PE), 

haematopoietic markers (anti-CD14-PerCP, anti-

CD20-PerCP, anti-CD34-PerCP, and anti-CD45-

PerCP) and an Isotype Control Cocktail (Mouse 

IgG1 antibodies conjugated with -FITC, -PE, -APC, 

-PerCP and IgG2a-PerCP). After a washing step, 

the analysis was performed using a BD Accuri
TM

 

C6 flow cytometer. 

Analysis of cell differentiation capacity  



 Trilineage differentiation was induced in 

MSC cultures at passage 1 to 3 w/o or w/ 0.025 g/L 

HEMOXCell®. Cells reaching ~80% confluency 

were trypsinised and seeded at specific 

concentrations depending on the differentiation 

procedure (see below). The standard differentiation 

medium consists of DMEM high-glucose (4.5 g/L) 

(Dulbecco’s Modified Eagle’s Medium) (Lonza, 

Basel, Switzerland) supplemented with 5% hPL, 

1% L-glutamine 200 mM (Gibco®), 1% 

Ciprofloxacin 2 mg/mL (Panpharma®, Boulogne-

Billancourt, France), and 0.04% Heparin (25,000 

UI/5 mL) (Panpharma®). 

 All additives were of tissue culture grade 

from Sigma-Aldrich (France). Microscopy 

observations were conducted using the Olympus 

IX71 microscope with the image analysis software 

analySIS® (Soft Imaging System). 

 Osteogenic differentiation 

 For osteogenic differentiation, cells were 

plated in 24-well plates at a density of 3,000 

cells/cm
2
 and cultured for 24 hours in the standard 

medium. The medium was replaced with the 

differentiation medium (i.e., standard medium 

supplemented with 1 µM dexamethasone, 0.05 mM 

ascorbic acid and 10 mM "-glycerophosphate). 

After 21 days of induction, cells were fixed with 

4% PFA for 15 min, and stained for extracellular 

calcium deposits and ALP activity. Calcified matrix 

was documented using an orange-red staining by 

incubation in Alizarin Red S staining solution (20 

mg/mL, pH 4.1-4.3) for 45 min at room 

temperature (RT) in the dark with gentle shaking. 

The staining solution was carefully aspirated and 

the cell monolayer was washed 3-4 times with 

distilled water. Washing buffer was replaced with 

PBS 1X before analysis. Osteoblast phosphatase 

activity was visualised using the Sigma® BCIP-

NBT substrate as described above.  

 Adipogenic differentiation 

 Adipogenic differentiation was performed 

in 24-well plates with 20,000 cells/cm
2
 and cultured 

for 24 hours in the standard medium. The medium 

was replaced with the differentiation medium (i.e., 

standard medium supplemented with 0.5 mM 3-

isobutyl-1-methylxanthine, 0.2 mM indomethacin, 

and 0.01 mg/mL human insulin). After 21 days of 

induction, intracellular lipid vesicles were stained 

with Oil Red O solution. Briefly, cells were fixed 

with 10% PFA for 30 min at RT. The cell 

monolayer was carefully rinsed with distilled water 

and incubated with 70% ethanol for 5 min. The cell 

monolayer was covered with Oil Red O (3 volume 

0.3% Oil Red O stock solution + 2 volume distilled 

water) for 15 min. Cells were washed several times 

with distilled water and stored in PBS 1X before 

analysis. 

 Chondrogenic differentiation 

 The induction of chondrogenesis was 

performed with 200,000 cells in 15 mL centrifuge 

tubes (BD Biosciences, Franklin Lakes, NJ, USA). 

Briefly, after gentle centrifugation (500 x g for 5 

min), cell pellets were cultured in part in a standard 

medium alone or with 0.1 µM dexamethasone, 1 

mM sodium pyruvate, 0.17 mM ascorbic acid, 0.35 

mM L-proline, ITS 1X, 5.3 µg/mL linoleic acid, 

1.25 mg/mL 4% albumin (Vialebex) and 10 ng/mL 

TGF"3 (Miltenyi Biotec GmbH). After 21 days of 

induction, spheroids were washed with PBS and 

fixed with 10% PFA for one hour. Pellets were 

rinsed and washed with distilled water. Samples 

were embedded into OCT compound (Tissue-Tek® 

4583, Sakura Finetek Japan, Japan) and frozen 

before the cryosection procedure performed with a 

ThermoScientific Microm HM550 cryostat. Frozen 

section (7 µm) were stained with Alcian blue 

solution (0.1 mg/mL in a mixture of 2 volume 

100% acetic acid + 3 volume 100% ethanol) for 30 

minutes and then incubated in nuclear fast red 

solution (Sigma®). Whole pellets were stained with 

Alcian blue solution for 2 hours. Non-specific 

staining was removed with a destaining solution (2 

volume 100% acetic acid + 3 volume 100% 

ethanol) for 20 min. After a final washing, pellet 

samples were crushed between a microscope slide 

and a cover glass, and sections were mounted using 

Eukitt mounting media (Sigma®). Samples analysis 

was performed with a microscope.  

MSC gene expression by RT-PCR 

RNA isolation : MSC were seeded in 6-well plates 

w/o or w/ 0.025 g/L HEMOXCell® until 

confluency and medium was replaced twice a week. 

Confluent cells were rinsed with PBS 1X. Total 

RNA was isolated by using the RNeasy Mini Kit 

(Qiagen, Courtaboeuf, France) according to the 

manufacturer’s instructions and eluted with 40 µL 

RNase-free water. Concentration and quality of 

isolated RNA were determined with the NanoDrop 

2000 Spectrophotometer (Thermo Scientific, 

Villebon sur Yvette, France) by determining the 

absorbance ratios at 260/280 and 260/230. RNA 

were stored at -80°C until use. 

Reverse transcription and Real-time RT-PCR 

array: RT
2
 Profiler PCR Array (PAHS-082Z, 

Qiagen, Courtaboeuf, France) was used to 

investigate variations in gene expression between 

different cell samples cultured w/o and 

w/HEMOXCell®. This array included the analysis 

of the expression of 84 key genes involved in the 

identification, growth, and differentiation of MSC 



Fig. 1. Evaluation of the effect of HEMOXCell® concentration on cell proliferation. (A) a) The mean population 

doubling time (PDT) (y-axis) of all MSC samples is represented for each concentration of HEMOXCell® tested (x-axis). 

Data are presented as the mean ± SD of four to six independent experiments. P-value: *: p < 0.05, **: p < 0.01 indicates a 

significant difference (ns: p = 0.09). b) Representatives cell growth curves. (B) Morphological appearance of subconfluent 

MSC cultured with HEMOXCell® (0, 0.025 and 0.05 g/L) obtained with a light microscope. Scale bar 100 µm.! 

(genes list is detailed in complementary data). One 

microgram of total RNA extracted from MSC 

samples serves as a template to generate cDNA 

with the RT
2
 First Strand Kit (Qiagen) following 

the manufacturer's recommendations. First-strand 

cDNA was then added to the RT
2
 SYBR Green 

Mastermix (RT
2
 Profiler PCR Array) for RT-qPCR 

analysis. PCR component mix was dispensed into 

the RT
2
 Profiler PCR Array, 25 µl/well for a 96-

well array format. Q-PCR was performed using a 

LightCycler® 480 Instrument II (Roche, Meylan, 

France) in the following conditions: one step of 

activation at 95°C for 10 min; followed by 45 

cycles at 95°C for 15 s and 60°C for 1 min. Ct 

values were determined for each reaction using the 

LightCycler software and data were analysed using 

a web-based PCR Array Data Analysis Software 

(available at 

www.SABiosciences.com/pcrarraydataanalysis.php

). Ct values are imported within the software, which 

automatically carries out relative quantitation using 

the ##Ct method. The results were expressed as 

scatter plots. To take into account the 

interindividual variability of MSC donors only 

genes with $ 4 fold-change ratios were considered 

to be significantly deregulated (p<0.05), as 

recommended by the manufacturer. 

Statistical analyses 

 Statistical data were calculated for at least 

three independent experiments using unpaired 

Student's t-tests and were expressed as the mean ± 

SD. P-values of less than 0.05 (p<0.05) were 

considered statistically significant.  

Results 

MSC clonogenic and proliferative potential 

In vitro growth analysis: PDT was calculate using 

MSC growth curves for MSC samples cultured with 

three different concentrations of HEMOXCell® 

(0.0125, 0.025 and 0.05 g/L) (Fig. 1A (a) and (b)). 

Interestingly, PDT gradually decreases between 

control and 0.025 g/L (Fig. 1A (a), PDT: 55.8 ± 9.6 

hours vs 41.6 ± 3.1 hours, respectively (p = 0.031)), 

indicating a 25% improvement of MSC 

proliferation. Conversely, when using 0.05 g/L 

HEMOXCell® in the medium, a 2-fold higher PDT 

was found (Fig. 1A (a); PDT: 41.6 ± 3.1 hours vs 

82.6 ± 24.6 hours (p = 0.028), respectively). 

Morphological analysis of MSC cultures revealed 

that cells cultured with 0.025 g/L HEMOXCell® 

conserved their typical fibroblastic shape. With 

0.05 g/L, some cells conserved their fibroblast-like 

morphology, while others exhibited a more rounded 

shape, characteristic of a loss of adherence (Fig. 

1B). For the subsequent experiments, a 

concentration of 0.025 g/L HEMOXCell® was then 

selected as the optimal concentration for MSC 

culture. Control medium (DMEM or MEM!) and 

0.025 g/L HEMOXCell®-supplemented medium 

(DMEM or MEM!) are then referred to as MCtl and 

MHEMOX, respectively.  

Clonogenicity: The effect of HEMOXCell® on 

MSC forming CFU-F capacity was tested (Fig. 2). 

No differences were observed between control (0 

g/L) and 0.025 g/L. However, our results showed a 

significant decreased of the CFU-F number with the 

use of 0.05 g/L HEMOXCell® (p = 0.003) when 



compare to the control (0 g/L: 100%; 0.05 g/L: 80.9 

± 7.6%).  CFU-F-ALP+ colony numbers were 

similar in cultures performed with 0.025 g/L and 

0.05 g/L when compared to control (~70% of ALP+ 

colonies). CFU-F-ALP+ colonies were significantly 

fewer for all tested conditions when compare to the 

total amounts of CFU-F.  

Cell viability and attachment 

Apoptosis: Flow cytometry analysis by Annexin 

V/PI staining revealed that 78.63 ± 0.81% of MSCs 

were both Annexin V- and PI-negative, and were 

then considered as viable in all conditions (i.e., w/ 

and w/o HEMOXCell® 0.0125 g/L and 0.05 g/L) 

(Fig. 3A, bottom left quadrant). For induced 

apoptosis control, only 11% of viable cells were 

found, 28.8% were in an early apoptotic state and 

60% were in a late apoptotic state (necrotic). For 

tested conditions, an average of 20.93 ± 0.3% of 

cell were found to be in a early apoptotic state, no 

differences were observed w/ or w/o 

HEMOXCell® (Fig. 3A, top left quadrant). Very 

few cells were found to be in late apoptotic state in 

all conditions tested (Fig. 3A, top right quadrant: 

0.23 ± 0.2%).  

Live/Dead staining: Monolayer profiles were 

similar in all conditions at days 6 and 9 (~100% cell 

confluence), exhibiting a typical fibroblast-like 

pattern (Fig. 3B (a)). Contrarily to both the control 

and the 0.025 g/L HEMOXCell® conditions, a 

growing number of areas without adherent cells 

Fig. 2. MSC clonogenicity and alkaline 

phosphatase activity. CFU-F formation from 

hMSC was analysed at passage 1 for control and 

presence of 0.025 and 0.5 g/L HEMOXCell® 

after 14 days of culture. Giemsa stained colonies 

were enumerated (b); percentage of CFU-F were 

calculated (b) and data normalized with control 

(100%) (a). Percentage of CFU-F- ALP+ was 

calculated as a function of the total CFU-F 

number. Data are representative of 5 

experiments performed in duplicates and are 

shown as mean ± SD (*p<0.05).  

Fig. 3. HEMOXCell® cytotoxicity analysis. (A) MSCs were cultured in 5% hLP-supplemented medium with 0.025 and 

0.05 g/L of HEMOXCell® for 5 days. Annexin V-FITC Apoptosis Detection Kit (Sigma®) was used to determine the 

externalisation of phosphatidylserine (PS). Apoptotic cells are represented in the top left panel (positive staining for Annexin 

V). Necrotic cells are in the top right panel. The double labelling indicates a loss of the membrane integrity for this 

population. Percentages indicated in the lower left panel indicate viable cells (no Annexin V/PI staining). This result is 

representative of three independent experiments. (B). a) Representative images of cultures performed with 0 (i.e., control), 

0.025 and 0.05 g/L HEMOXCell® visualized at 6, 9, 12 and 15 days by Live/Dead® staining of live cells with calcein AM 

(green) and dead cells with EthD-1 (red) by fluorescence microscopy. Scale bar 500 µm. b) Images of MSCs cultured with 

70% ethanol for apoptosis staining control. (C) The effect of HEMOXCell® on MSC membrane integrity was assessed by 

LDH release in cell culture medium. Measurements were normalized according to cell number and were represented as 

percentage of LDH release. Data represented the mean ± SD of 3 experiments performed in triplicates (*p<0.05, **p<0.001).  



was observed with 0.05 g/L from day 12 to 15 (Fig. 

3B (a)), bottom panel). However, no evidence of 

cell death (red cell staining) was observed in all 

conditions, suggesting that cells remain alive (green 

cell staining).  

LDH activity: Incubation of MSCs with 0 

(control), 0.025 and 0.05 g/L HEMOXCell® 

showed a significant decreases in LDH release 

between  day 1 and  day 2 in all conditions. A 

similar profile was obtained for control and 0.025 

g/L with a significant decrease of LDH release after 

2 and 3 days of culture (Fig. 3C). In contrast, after 2 

and 3 days of culture, the percentage of LDH 

released was significantly higher with 0.05 g/L in 

comparison to the other conditions (Day 2= 47.7 ± 

3.5%, day 3 = 38.1± 2.9% versus 23.5 ± 4.1% and 

16.2 ± 1.8% for control respectively). This 

indicated an effect of the molecule at this dose but 

not an increase of cellular damages.  

These results confirmed that HEMOXCell® does 

not alter cell viability when used as an additive up 

to 0.05 g/L in the culture medium.  

HEMOXCell® oxygen carrier abilities 

Pericellular pO2 was monitored with 0, 0.025 and 

0.2 g/L HEMOXCell® during 4 hours (Fig. 4). An 

important decrease of pericellular pO2 levels was 

measured from 60 to 240 minutes of incubation in 

wells containing only cells (from 17.2 ± 0.9% to 

12.9 ± 0.6%) compared to cell-free control wells 

(20.8 ± 0.3% throughout the experiment), 

suggesting that diffusion of atmospheric O2 into 

tested wells is insufficient to compensate for O2 

consumption by MSCs. Interestingly, higher 

pericellular pO2 levels were measured in 

HEMOXCell®-supplemented samples during the 

same measurement period (0.025 g/L 

HEMOXCell®: from 17.76 ± 0.43% to 15.11 ± 

0.9%; 0.2 g/L HEMOXCell®: from 19.43 ± 0.12% 

to 18.2 ± 0.22%). The oxygen profiles clearly show 

an effect of HEMOXCell® in a dose dependent 

manner to compensate the oxygen consumption due 

to cellular respiration. However, the highest 

HEMOXCell® dose is not enough for the 

maintenance of a stable dissolved oxygen level. 

Biomarker expression by flow cytometry 

 The presence of specific markers at the 

surface of cultured MSCs at passage 1 was 

evaluated with MCtl and MHEMOX (Fig. 5A). 

Phenotypic profiles in both conditions were entirely 

consistent with those of MSCs, which strongly 

express CD73, CD105, and CD90 (100% co-

expressed CD73 and CD105; 99.9% co-expressed 

CD90 and CD105). Cells were almost entirely 

negative for the haematopoietic markers CD14, 

CD20, CD34 and CD45 (0.6% in MCtl, 1.2% in 

MHEMOX).  

Differentiation potential 

 To investigate whether multilineage 

properties are conserved in culture with MHEMOX in 

vitro, MSCs were chemically induced to 

differentiate into osteoblasts, adipocytes and 

chondrocytes. Differentiated cells were 

characterized by using lineage-specific biochemical 

staining. After 21 days of culture, MSC-induced 

osteoblasts showed a dense staining pattern with 

either MCtl or MHEMOX (red for calcium deposits and 

blue for ALP activity), although slightly less 

intense with HEMOXCell®, while uninduced 

MSCs did not retain any specific staining (Fig. 5B). 

Induced MSCs were also successfully differentiated 

into adipocytes, as shown by the red lipid droplet 

staining with Oil Red O solution (Fig. 5B). 

Chondrogenic differentiation was assessed by cell-

specific staining and pellet hardness analysis. Due 

to the soft consistency, control pellets, which were 

slightly bluish, split when interposed between a 

microscope slide and a cover glass. 

Induced pellets were more resistant 

to the crushing procedure w/ and 

w/o HEMOXCell®. These pellets 

retained their spherical shape and 

stained strongly blue. Frozen 

sections exhibited light blue 

staining, whether induced pellet 

shown an intense blue staining, with 

collagenic matrix secretion.  

Gene expression analysis 

 Expression of 84 MSC-

expressed genes was analyzed by 

real-time, quantitative RT-PCR, and 

MCtl and MHEMOX conditions were 

compared. RPLP0 was chosen as the 

Fig. 4. Analysis of HEMOXCell® oxygen carrier function. Kinetic curves 

of pericellular pO2 levels of MSCs plated at 1.105 cells/well into a microplate 

Oxoplate® (PresSens) and exposed to 0, 0.025 and 0.2 g/L HEMOXCell® 

during 4 hours (37°C). Cell-free samples were used as control to visualise cell 

respiration during the experimentation. Data represented the mean ± SD of 

one experiment performed in triplicate. 

 



housekeeping gene because of its stable expression 

level in all samples and conditions (Fig. 6: MCtl: 

16.37 ± 0.19 Ct; MHEMOX: 16.58 ± 0.25 Ct). 

Comparative analyses indicate that none of the 84 

tested genes was differentially expressed (fold-

change $ 4) when MSCs were cultured with 

HEMOXCell®. No difference was observed for the 

genes involved in the differentiation as well as 

those involved in cell proliferation. 

Discussion 

 Several clinical trials have highlighted the 

therapeutic potential of autologous or allogeneic 

MSCs in regenerative medicine [3,27,28]. Their 

preparation for a clinical use have to be in 

accordance to the Good manufacturing practices 

(GMP) that requires evidences for the preservation 

of cell viability and the maintenance 

of phenotype, plasticity, homing and 

safety [29–31]. Given that the sub-

culturing may impact these parameters 

[32], MSCs were only used up to four 

passages. 

 This study aimed at 

evaluating the feasibility of culturing 

MSCs in hPL-supplemented media 

with various concentrations of 

HEMOXCell® to determine the 

optimal conditions in planar culture. 

This extracellular haemoglobin has 

been developed by HEMARINA for 

clinical applications. Its powerful 

oxygen carrier ability is particularly 

valuable for organ preservation 

(HEMO2Life®) [33] and for 

controlling haemorrhagic shock 

(HEMOXYCarrier®) [34]. 

HEMOXCell® has been specifically 

developed for cell culture because of 

its sensitivity to oxygen variations. 

Regarding our preliminary results on 

the CHO-S cell line [20], we sought to 

investigate the potential use of the 

oxygen carrier HEMOXCell® as a 

GMP-compliant additive for MSC cell 

culture.  

 In the present work, cell 

proliferation analysis demonstrated 

that 0.025 g/L HEMOXCell® in the 

medium increases the cell expansion 

rate by 25% in comparison to basal 

culture conditions for 14 days of 

culture (Fig. 1A (a) and (b)). A reverse 

effect was observed with 0.05 g/L 

leading to an increase of 48% of the 

PDT. This observation is in 

accordance to the microscopic data suggesting cell 

detachment from 14 days of culture with such a 

concentration (Fig. 1B). The viability assay 

performed in these conditions revealed that even 

with the highest HEMOXCell® concentration (i.e., 

0.05 g/L), adherent cells are still viable (Fig. 3B). 

Cytotoxicity analysis also indicated that there is no 

correlation between HEMOXCell® concentration 

and loss of cell viability. However, with a 

concentration of 0.05 g/L time required for 

membrane integrity restoration seems to be higher 

(Fig. 3C).  

The optimal PDT in control conditions is consistent 

with those reported in the literature (i.e. 40 to 61.2 

hours) [35–37]. Differences between studies can be 

attributed to variations in the experimental design. 

In our experiment cell seeding density was 1,000 

cells/cm
2
 for convenience. It is known that MSC 

Fig. 5. Analysis of the maintenance of MSC phenotype and 

differentiation properties. (A) A flow cytometric analysis of MSC cell 

surface markers was performed. MSCs cultured in control media or with 

HEMOXCell® 0.025 g/L supplemented media were positive for the 

standard MSC markers CD73, CD90 and CD105 and negative for CD14, 

CD20, CD34 and CD45 (MSC Phenotyping Kit, Miltenyi). The analysis 

was performed in 6 independent experiments. (B) The in vitro 

differentiation potential of BM-MSCs cultured with or without 

HEMOXCell® 0.025 g/L. MSCs were cultured in differentiation media 

supplemented with hPL towards adipogenic, chondrogenic and osteogenic 

lineages. MSCs cultured without HEMOXCell® were used as control. 

Cells cultured in the adipocyte medium were stained with Oil Red O and 

exhibited red lipid droplets. Pellets of cells cultured with either the 

chondrogenic or control media were stained with Alcian Blue. MSC 

osteogenesis was assessed by calcium rich ECM staining with Alizarin red 



seeding density and culturing time inversely 

correlate with MSC proliferation [38,39]. However, 

plating MSCs at a density of 1,000 cells/cm
2
 seems 

to be the most valuable compromise in terms of 

clinical-scale production, time and cost [38]. The 

MSC donor age is another critical point for MSC 

expansion, since in our project donor ages are 

between 60-75 years old [40].  

 MSC clonogenic potential was conserved 

with 0.025 g/L HEMOXCell® (Fig. 2). Conversely, 

a significant decrease of CFU-F number was 

observed with 0.05 g/L HEMOXCell®. 

HEMOXCell® does not impact MSCs ALP activity 

in CFU-F, indicating maintenance of mesenchymal 

progenitors with a similar osteogenic potential in 

MSCs populations. However a decrease of the 

CFU-F number was observed, possibly by a 

phenomenon linked to oxygen pressure that induces 

a cell detachment. In our work HEMOXCell® 

seems to reduce MSC attachment but maintains 

their viability beyond the optimal concentration 

(i.e., > 0.025 g/L). It seems that HEMOXCell® 

displays a dose response effect when added to MSC 

culture medium, in our cell culture models. This 

effect was associated with a protective effect when 

it was used up to 0.025 g/L, with an antioxidant 

activity and conversely, with a prooxidant effect 

when exposed to higher doses. Currently, no 

connection between these two dual 

antioxidant/prooxidant effects has been formally 

established. 

 In the present work, the analysis of 

pericellular oxygen levels illustrates the ability of 

HEMOXCell® to release oxygen to meet the 

cellular needs in a dose dependent manner (Fig. 4). 

The obtained results were performed at critical cell 

density (5.10
5
 cells/mL) and HEMOXCell® 

concentration (0.2 g/L) in order to allow the 

observation of the oxygen release phenomenon.  

  Finally HEMOXCell® does not alter the 

expression of neither cellular (i.e., human MSC 

typical surface proteins) (Fig. 5A) nor molecular 

(i.e., 84 human MSC-related genes) (Fig. 6) 

markers, while maintaining their plasticity (Fig. 

5B). The pluripotency ability of MSCs is one of the 

most promising features for clinical applications 

[3,27,28]. However engraftment of modified MSC 

is controverted and requires strong regulatory 

procedures. Thus, preservation of the stemness may 

be a seductive approach given their possible in situ 

differentiation post-implantation.  

 In the present study, it appears that a low 

dose of HEMOXCell® (0.025 g/L) is sufficient to 

improve MSC growth probably by maintaining an 

adequate concentration of dissolved oxygen 

throughout the medium. These results are in 

accordance with those reported regarding the 

sensitivity of stem cells to low oxygen variations 

[41–43]. Oxygen pressure, to which the cells are 

exposed, could be critical for the cellular 

metabolism, cell growth and differentiation.  

 Our standard culture conditions consist of 

“atmospheric normoxia” (approximately 21% O2), 

but the vast majority of cells and tissues are in a 

hypoxic environment in situ (real tissue normoxia). 

In vitro studies report that medium oxygenation can 

modulate their multilineage capacity, as well as 

their PDT [44–46]. It has additionally been shown 

that hypoxia does not stimulate MSC growth but 

maintains the cells in a proliferative state [47]. We 

may hypothesize that variation in HEMOXCell® 

concentration impacts MSC proliferation rate 

through its oxygen binding ability. Therefore, 

preconditioning MSCs appears to impact cell 

proliferation [48]. Culturing MSCs at 21% O2 and 

then with a powerful oxygen carrier likely leads to 

a different oxygen pressure and to stimulation or 

repression of cell proliferation according to the 

“oxygenator” dose and cell concentration. Further 

analyses are required to ensure that the increase of 

proliferation induced by HEMOXCell® did not 

change the biological nature of the cells, as already 

Fig. 6. Comparative analysis of gene expression of MSCs. 

The quantitative RT-PCR analysis of 84 human MSC-

related genes was performed using RT2 Profiler PCR Array 

(PAHS-082Z, Qiagen) in MSC cultured in control medium 

or in 0.025 g/L HEMOXCell® supplemented medium. The 

scatter plot at log base 10 for each gene tested in the two 

groups (x-axis, MSC control group; y-axis, MSC + 0.025 

g/L HEMOXCell® group) showed no significant change of 

gene expression (n=3). The lines indicate the fold-change 

(2−#Ct) above and below the threshold of gene expression 

(middle line = 1-fold change; bottom and top lines = 4).  



reported with bFGF, which alter both plasticity and 

marrow formation abilities in an in vivo model [49].  

 Transition from laboratory-scale to 

production in large amount for biomedical 

applications requires many parameters to be in 

accordance with GMP [12,30]. HEMOXCell® is a 

GMP-compliant product subject to standard quality 

control procedures allowing its use for biomedical 

purposes, such as MSC infusion or tissue repair. 

Indeed, one of the major challenges for tissue 

engineering and regenerative medicine is to obtain 

a sufficient amount of expanded MSC cells during a 

limited period of in vitro expansion [29,50]. In 3D 

scaffold base culture systems, a low oxygen 

diffusion has been reported, especially under static 

conditions [51,52]. Sensitivity of HEMOXCell® to 

oxygen variations could constitute an interesting 

tool for 3D cell culture by forming a homogenous 

oxygen gradient and thus promoting the 

oxygenation of tissue substitutes in depth, and thus 

the cell survival. 
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Autres résultats obtenus pour la culture des CSM en présence 

d’HEMOXCell® 

Structure des filaments d’actine 

 Nous avons étudié la conformation du cytosquelette d’actine des CSM différenciées en 

ostéocytes et en adipocytes, en présence d’HEMOXCell®. Pour cela, les CSM ont été 

cultivées en milieux d’induction ostéogénique et adipocytaire pendant 21 jours. La 

conformation du cytosquelette d’actine a été analysée après 21 jours d’induction (Figure 35). 

 Les filaments d’actine ont été colorés à l’Alexa Fluor® 594 Phalloidin puis observés 

en microscopie à fluorescence. Les images obtenues concordent avec les observations en 

coloration histologiques, la présence d’HEMOXCell® ne semblant pas perturber l’intégrité du 

cytosquelette d’actine-F (fibrillaire). Les CSM indifférenciées présentaient une forme en 

fuseau de type fibroblast-like, avec de longs filaments d’actine, parallèles les uns aux autres, 

et orientés dans le sens de la polarité cellulaire. 

 
 
 

 
 

Figure 35 – Structure du 
cytosquelette d’actine des CSM 
induites en adipocytes et 
ostéoblastes. Les filaments 
d’actine de CSM indifférenciées, 
induites en adipocytes ou en 
ostéoblastes en présence de MOX 
à 0.025 g/L, ont été marqués à 
l’Alexa Fluor® 594 Phalloidin. Les 
images ont été réalisées en 
microscopie à fluorescence ; les 
niveaux de gris ont été convertis en 
rouge à l’aide du logiciel ImageJ. 
L’image D représente une cellule 
en lumière blanche et l’image E, 
représente cette même cellule en 
fluorescence. Le cytosquelette 
d’actine est localisé à la 
membrane, les vésicules lipidiques 
ne sont visibles qu’en lumière 
blanche.  
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Un profil similaire était observé en présence de MOX (A, B). Les CSM induites en adipocytes 

dévoilaient un arrangement du cytosquelette totalement différent. Après 21 jours de culture en 

milieu de différenciation, la totalité des filaments d’actine étaient localisés à la membrane 

plasmique, formant un réseau moins dense que pour l’induction ostéogénique et se rejoignant 

pour former des zones d’adhésion membranaire (C, E). Les cellules induites en adipocytes 

présentaient différentes morphologies, présentant des formes allant de légèrement globulaires 

à totalement arrondies, probablement selon leur stade de différentiation. On peut voir sur 

l’image (D) que la cellule présente une très forte concentration en vésicules lipidiques de 

grandes tailles, non visibles en marquage fluorescent (E). Pour la différentiation ostéogénique, 

on observait une diminution de l’épaisseur des filaments, avec un réseau désordonné. Les 

cellules formaient une structure multicouche. Aucune différence notable n’a été observée avec 

MOX, démontrant encore une fois son innocuité. 

Analyse de la cytotoxicité avec le test CCK-8 

 Nous avons réalisé le test CCK-8, en plus de ceux présentés dans l’article 2, pour 

évaluer une éventuelle cytotoxicité de MOX (Figure 36). Ce test a été réalisé en plaques 96 

puits selon les recommandations du fournisseur. La croissance cellulaire optimale est obtenue 

pour 0.0125g/L (48.1 x 103 ± 1.6 x 103 cellules) sans différence significative avec 0.025 g/L 

(45.6 x 103 ± 3.5 x 103 cellules), ce qui conforte les résultats précédemment obtenus. Il faut 

par ailleurs tenir compte de la densité cellulaire ensemencée (environ 3000 cellules/cm2), qui 

était plus importante que les densités habituellement utilisées (i.e., 400 ou 1000 cellules/cm2).  

 

 

Figure 36 - Analyse de la viabilité et de 

la prolifération en plaque 96 puits avec 
le test CCK-8. Les CSM ont été cultivées 
en plaque 96 puits pendant 12 jours en 
présence de différentes concentrations 
d’HEMOXCell®. La quantité de cellules 
vivantes au cours du temps a été 
déterminée par mesure de l’absorbance à 
450 nm. Les résultats représentent la 
moyenne ± ET d’une expérience 
représentative réalisée en triplicat. 
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La confluence était de ce fait atteinte plus rapidement. Concernant les concentrations 

supérieures qui ont été testées (i.e., 0.05 et 0.01 g/L), une faible croissance est observée à 0.05 

g/L (9.1 x 103 ± 1.1 x 103 cellules), avec un plateau à partir du 7ème jour ; Aucune croissance 

cellulaire n’est observée à 0.1 g/L, probablement en raison du décollement cellulaire induit 

par cette concentration qui sur le long terme est nuisible à la viabilité cellulaire.  

 Les résultats obtenus nous informent que l’utilisation de MOX à 0.0125 et 0.025 g/L 

améliore la prolifération tout en maintenant la viabilité cellulaire, par comparaison avec la 

condition contrôle, sans MOX. Cependant, une concentration limite de 0.05 g/L ne doit pas 

être dépassée, sous peine de diminuer fortement la croissance voire de l’inhiber complètement 

lorsque l’on atteint 0.01 g/L. 

Analyse de l’impact de l’hypoxie dans la prolifération des CSM 

 La culture des CSM a été réalisée en parallèle en normoxie (21% O2) et en hypoxie 

(5% O2), en présence de différentes concentrations de MOX (Figure 37). Les conditions de 

culture étaient identiques pour les deux analyses, avec un ensemencement initial de 1.104 

cellules/puits. En normoxie, la quantité cellulaire pour une concentration de 0.025 g/L, est 

supérieure aux autres conditions à J8. À J12 en revanche, on n’observe pas de différences 

significatives entre 0, 0.0125 et 0.025 g/L, avec une augmentation moyenne d’un facteur de 

27.4.  

 

Figure 37 - Analyse de la croissance des CSM en présence d’HEMOXCell® à 21% et 5%O2. La 
croissance des CSM a été évaluée en hypoxie et en normoxique en milieux !MEM supplémenté par 
différentes concentrations d’HEMOXCell®. Les résultats représentent la moyenne ± ET d’une 
manipulation analysée en duplicat. (ET : écart type) 

 
 Pour la culture en hypoxie, on observe une densité cellulaire significativement 

supérieure aux autres conditions (x 38.3) avec 0.025 g/L de MOX à J12. Pour 0 et 0.0125 g/L, 

des augmentations d’un facteur de 31.2 et de 32.0, ont été respectivement obtenues. À 

l’inverse, on observe une diminution de la quantité cellulaire entre J8 et J12 en présence de 
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0.05 g/L de MOX (J8= 16 x 104 et J12= 13.5 x 104), avec une densité cellulaire 

significativement plus faible toute au long de la culture. 

 La comparaison normoxie/hypoxie nous informe que l’hypoxie stimule la croissance 

des CSM et que la concentration de 0.025 g/L d’HEMOXCell® renforce ce phénomène.   

Dosage de l’oxygène dissous en condition anaérobie ou aérée 

 Le taux d’oxygène dissous a été suivi avec une plaque Oxoplate® sur une durée allant 

de 6h à 20h. La figure 38 ci-contre, représente l’évolution du taux d’oxygène dissous (ratio 

indicateur (IR)) dans le milieu des puits analysés, au cours du temps.  

 Dans un premier temps, nous avons ensemencé 1.104 cellules +/- MOX à 0.025 g/L 

(Figure 38A). On observe que les courbes obtenues se superposent avec la condition témoin 

(milieu seul), durant les 5 heures d’acquisition. On peut en déduire que l’oxygène contenu 

dans le milieu des puits au début des acquisitions (T0), ne varie pas au cours de l’analyse que 

ce soit avec ou sans cellules (+/- HEMOXCell®). Dans ces conditions, la quantité de cellules 

par puits (5.104 cellules/ml) est insuffisante pour qu’une variation de l’oxygène dissous soit 

mesurable.  

 Toujours en plaque ouverte, le graphe de la figure 38B renseigne de l’évolution de 

l’oxygène dissous, avec cette fois-ci 1.105 cellules (5.105 cellules/ml). Les courbes obtenues 

sont différentes de celles du graphe (A). La courbe « milieu seul » conserve une allure 

stationnaire, tandis que dès les 60 premières minutes d’incubation, une diminution est 

mesurée en présence de cellules +/- MOX. La courbe jaune (+ MOX) augmente moins 

rapidement que celle en bleue, traduisant une libération d’oxygène par l’hémoglobine pour 

répondre aux besoins cellulaires. À partir de 260 min d’incubation, on assiste à une 

diminution du taux d’oxygène mesuré en présence de MOX, avec un chevauchement des 

courbes jaune et bleue aux environs de 790 minutes. Il s’agit ici d’un épuisement de la réserve 

en oxygène constituée par HEMOXCell®.  

 Dans la figure 38C, un parallèle est réalisé entre des puits ouverts (graphe de gauche) 

et des puits scellés (graphe de droite). La concentration cellulaire reste la même que celle du 

graphe B, mais la concentration en MOX est augmentée d’un facteur 10 (0.2 g/L) afin de voir 

si le profil de la courbe jaune est influencé par la concentration utilisée. 
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Figure 38 - Analyse du potentiel oxygénant d’HEMOXCell® en fonction des conditions de 
culture. Les analyses sont réalisées dans une Oxoplate® avec un volume final de 200 µL. (A) La 
première condition est réalisée avec 1.104 cellules/puits +/- MOX à 0.025 g/L (concentration 
optimale), dans des puits ouverts. (B) La seconde condition est réalisée avec la même concentration de 
MOX et 1.105 cellules/puits, dans des puits ouverts. (C) Pour la dernière analyse, 1.105 cellules sont 
cultivées +/- 0.2 g/L de MOX, en parallèle dans des puits ouverts (gauche) et dans des puits scellés 
(droite). Les graphiques représentent l’évolution du taux d’oxygène dissous dans les puits pour 
différentes conditions expérimentales. L’acquisition a été réalisée en duplicat toutes les 5 minutes et 
les courbes représentent l’évolution du ratio IR (Iindicateur/Iréférence) toutes les 50 minutes. L’augmentation 
de ce ratio correspond à une diminution de l’oxygène dissous. L’écart entre les acquisitions réalisées 
en absence et en présence de MOX est signalé par une flèche rouge. Les mesures ont été réalisées en 
triplicat. 
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 En puits ouverts, les valeurs restent proches de celles du graphe précédant, cependant 

on remarque qu’avec MOX le niveau d’oxygène dissous mesuré reste stable, parallèle au 

témoin.  

 En augmentant la quantité d’HEMOXCell®, on augmente la quantité d’O2 en réserve, 

et de ce fait on peut stabiliser le taux d’oxygène dissous dans le milieu plus longtemps. A 

l’inverse, pour les conditions en puits scellés, l’oxygène dissous diminue plus rapidement, 

MOX parvint à contrer ce phénomène mais la courbe jaune correspondante est supérieure à la 

courbe « milieu seul » et légèrement ascendante. Ce phénomène est moindre dans la condition 

aérobie en raison de la diffusion de l’oxygène provenant de l’air ambiant.  

 Les résultats obtenus au cours de cette analyse, laissent supposer que la libération 

d’oxygène par HEMOXCell® se fait à partir d’un seuil d’oxygène dissous, permettant le 

maintien d’un niveau stable dans le milieu. Il semble libérer et rendre accessible l’oxygène 

aux cellules en système clos, contrant l’hypoxie qui apparait en l’absence d’apport extérieur 

en oxygène. 
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Discussion sur la culture des CSM en présence d’HEMOXCell® 

 

  Les résultats de l’analyse dose-réponse présentés dans l’article, montrent une 

amélioration de la prolifération cellulaire en condition standard (21%O2), lorsque l’on utilise 

HEMOXCell® à 0.025 g/L. Pour cette même concentration nous n’avons pas identifié de 

modification des caractéristiques cellulaires, telles que la capacité de différenciation ou 

encore la clonogénicité. En revanche, au-delà de cette dose nous avons observé un 

décollement cellulaire. D’après nos observations, il ne s’agirait pas d’un effet cytotoxique de 

la molécule puisque nous n’avons pas détecté d’impact dans la survie des cellules. La teneur 

en fer d’HEMOXCell®, précédemment, évoquée, pourrait là encore expliquer les résultats 

observés, impliquant un phénomène d’oxydo-réduction. Dans des études antérieures, il avait 

été montré que l’hémoglobine d’Annélides possédait des capacités antioxydantes (Rousselot 

et al., 2006; Zal & Rousselot, 2014). Certains composés antioxydants peuvent avoir une 

action prooxydante lorsqu’ils sont utilisés en surdosage. Dans le cas présent, le fer contenu 

dans l’hémoglobine interagirait avec le fer cellulaire exerçant ainsi une attraction sur les 

cellules. Ce phénomène est observé à partir de 0.05 g/L dans le modèle CSM et à partir de 0.1 

g/L pour le modèle CHO. L’effet observé est moindre pour les cellules CHO car il s’agit de 

cellules non-adhérentes, HEMOXCell® peut alors être utilisé à des concentrations plus 

importantes, sans que cela ne perturbe la prolifération. 

 C’est résultats soulignent la nécessité de l’évaluation de l’effet dose-réponse d’un 

composé, pour mieux appréhender son utilisation. Les tests réalisés avec l’Oxoplate® ont 

permis de mieux comprendre le fonctionnement d’HEMOXCell®, lorsqu’il est utilisé comme 

additif en culture cellulaire. En culture standard, il va libérer de l’oxygène uniquement en 

réponse à une diminution de l’oxygène dissous dans le milieu de culture. Ce phénomène n’est 

observable qu’en présence de fortes densités cellulaires et il est accentué si l’on empêche les 

échanges gazeux entre l’environnement extérieur et le milieu de culture (puits scellés). On a 

pu mesurer la libération d’oxygène au cours du temps et montrer le potentiel oxygénant 

d’HEMOXCell®. La concentration testée était beaucoup plus élevée que celle déterminée 

comme optimale dans l’article, car nous voulions rendre observable les variations en O2 

dissous et pour cela nous avons été contraints de pousser les conditions à l’extrême. La 

culture en hypoxie stimule la prolifération des CSM dans nos conditions, ce qui est en accord 

avec la littérature (Grayson et al., 2007).  
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 Pour mieux comprendre l’utilisation d’HEMOXCell®, il faut se pencher sur son 

principe de fonctionnement. HEMOXCell® est une hémoglobine extracellulaire d’une taille 

40 fois supérieure à celle de l’homme (3600 kDa vs 64 kDa). Une seule macromolécule peut 

fixer 156 molécules d’O2. L’affinité d’HEMOXCell® (M201) pour l’oxygène est moindre 

que celle de l’Hb humaine, sa P50 est de 37 mmHg à 37°C, alors qu’elle est de 28 mmHg pour 

l’Hb humaine. Si l’on s’intéresse maintenant à nos conditions de culture, la normoxie 

correspond à 21% O2 et l’hypoxie à 5% O2. La pO2 de l’atmosphère terrestre avoisine les 21% 

d’O2, ce qui correspond à la pression partielle de la normoxie de culture cellulaire. Une unité 

de pression atmosphérique correspondant à 760 mmHg (millimètres de mercure), cela signifie 

qu’une pO2 de 21% correspond à une pression partielle de 160 mmHg (760 x 0.21). En 

travaillant à 21% O2, on se situe à une pression partielle bien supérieure à la P50 de MOX, les 

molécules seront alors saturées (Figure 39 ci-dessous). En présence d’une faible densité de 

cellules, la diminution de la pO2 ne suffira pas à induire une libération d’O2 par MOX qui soit 

observable en comparaison avec une culture en absence de MOX. Toutefois, si l’on se place 

dans des conditions où la diminution de la pO2 est extrême (forte concentration cellulaire, 

puits scellés...), la diminution de la pO2 vers le fond des puits tendra vers la P50 de MOX, 

favorisant ainsi la libération d’O2 par ce dernier, et permettant ainsi la visualisation de son 

potentiel oxygénant.  

 
 

Figure 39 - Courbe de saturation d’HEMOXCell® en fonction des conditions de culture.  
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 Si l’on place à une pression partielle en oxygène de 37 mmHg, 50% des sites de MOX 

sont saturés. Cette pression partielle équivaut à 4.8% O2, c'est-à-dire notre condition 

hypoxique. 

 Afin d’être dans des conditions optimales et pouvoir apprécier le rôle 

d’HEMOXCell®, il faudrait se placer à un pourcentage d’O2 < 5%. En travaillant en hypoxie 

nous avons observé une amélioration de la prolifération cellulaire et déterminée une même 

dose efficace d’HEMOXCell®. L’amélioration de la croissance est observable avec MOX 

lorsque la densité cellulaire est élevée, la pO2 à laquelle sont exposées les cellules est alors 

inférieure à celle de l’incubateur. Il est probable que la balance entre le taux d’oxygène 

consommé et la diffusion se faisant avec le milieu extérieur, penche en faveur d’une déplétion 

locale en oxygène ce qui favorise la libération d’oxygène par MOX, améliorant ainsi la 

prolifération cellulaire. Plusieurs études démontrent un effet bénéfique de l’hypoxie dans la 

culture des CSM, elle modulerait non seulement les capacités prolifératives des CSM, mais 

aussi leur capacité de différenciation (Ivanovic, 2009; Basciano et al., 2011; Zhang et al., 

2013). Toutefois, lorsque les études sont réalisées in vivo, l’hypoxie lorsqu’elle est prolongée 

et sévère, serait l’un des facteurs impliqués dans la mort cellulaire massive, il est donc 

important de prévenir une déplétion totale en O2 en maintenant un niveau en oxygène dissous 

favorable à la croissance des CSM (Haider & Ashraf, 2008). Il apparaît aussi que le 

préconditionnement hypoxique des CSM serait une solution pour limiter la mort cellulaire 

causée par le changement d’environnement brutal au moment de l’implantation (Beegle et al., 

2015). Ce phénomène serait aussi lié à un manque de nutriments, notamment en glucose 

(Deschepper et al., 2011).  

 

  Concernant le design expérimental nous avons travaillé à partir de CSM de moelle 

osseuse, obtenues à partir de résidus de fraisage de hanche. La moelle osseuse représente la 

principale source de CSM pour des applications thérapeutiques. Cependant, de nombreuses 

études ont montré des propriétés toutes aussi avantageuses pour les CSM provenant de tissu 

adipeux (H.-T. Chen et al.  2012; H. Li et al. 2007; Mosna, Sensebé, and Krampera 2010). Le 

protocole utilisé pour l’extraction des cellules permet d’éliminer les résidus osseux et 

graisseux par de simples étapes de filtration. La quantité de moelle obtenue à partir d’un 

prélèvement étant très faible nous avons préféré ne pas réaliser d’extraction au FicollTM. De 

plus, l’ensemencement initial réalisé avec notre technique, permettait d’obtenir une quantité 

cellulaire suffisante en un temps raisonnable. La richesse en CSM des prélèvements était 

variable, ainsi que les capacités prolifération et de différenciation des cellules isolées. Cela 
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s’explique car prélèvements provenaient pour la plupart de sujets âgés (Kim et al., 2012). Le 

concept même des cellules souches est en perpétuel évolution, ce qui rend leur caractérisation 

délicate, d’autant plus que leur phénotype membranaire est variable en fonction de la 

population considérée (source tissulaire, espèce, âge...). Dans notre étude nous avons 

caractérisé les CSM selon les critères établis par l’ISCT, à savoir l’adhérence au plastique, la 

différenciation in vitro en adipocytes, ostéoblastes et chondrocytes et l’expression d’un panel 

de marqueurs membranaires (Dominici et al., 2006).  

 Nous avons choisi de travailler avec du LP plutôt qu’avec du SVF, car nous avions 

comme objectif de poursuivre nos expériences avec HEMOXCell® dans des systèmes de 

cultures 3D, en substituts allogéniques. Pour un usage en thérapeutique humaine, il est plus 

approprié d’utiliser du matériel biologique d’origine humaine. Notre choix a été appuyé par 

les nombreux avantages attribués à l’utilisation du LP en ingénierie tissulaire et pour la 

culture des CSM (Fréchette et al., 2005; Capelli et al., 2007; Jonsdottir-Buch et al., 2013; 

Rubio-Azpeitia & Andia, 2014). Il favoriserait par ailleurs la cicatrisation et la régénération 

osseuse et cartilagineuse, ce qui nous a semblé d’autant plus intéressant en vue du chapitre qui 

va suivre (Chevallier et al., 2010; Wang et al., 2015).  

Ce second chapitre traitait des deux objectifs principaux liés à la culture cellulaire : 

tout d’abord mettre au point un test de performance dans un modèle de culture in vitro, 

associant HEMOXCell® et les cellules CHO-S, puis transposer cette étude à un modèle 

cellulaire d’intérêt en thérapie cellulaire et tissulaire, les cellules souches mésenchymateuses.  
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Résumé : Nous avons évoqué dans les précédents chapitres, les systèmes respiratoires et les 
différents pigments qu’ils possèdent, ainsi que les potentielles applications industrielles et 

thérapeutiques qui en découlent. Nous avons par ailleurs évalué l’impact d’HEMOXCell® 

dans la culture des CSM et établi son rôle dans la croissance et la stabilité phénotypique de 

ces dernières. Les CSM suscitent un grand intérêt dans le domaine de la thérapie cellulaire 

mais aussi dans le domaine de l’ingénierie tissulaire. Dans ce troisième et dernier chapitre, 

nous commencerons par introduire l’ingénierie tissulaire, avec les critères qui définissent un 

biomatériau idéal, les conditions de culture optimales et aussi les contraintes liées à 

l’oxygénation. Nous nous focaliserons ensuite sur l’ingénierie tissulaire des tissus osseux et 

méniscaux, avec les CSM comme cellules candidates pour leur régénération. Chaque tissu 

sera abordé de la même manière avec : les généralités fonctionnelles et structurales, les 

problématiques mécaniques et biologiques, pour finir avec les techniques thérapeutiques 

innovantes. Au niveau expérimental, une première partie sera consacrée à la caractérisation 

des cellules méniscales, les fibrochondrocytes. Puis, pour palier au défaut d’oxygénation des 

substituts, nous avons dans une seconde partie, développé des techniques de culture de CSM 

sur substituts biologiques humains, en présence d’HEMOXCell®, pour améliorer la 

colonisation et la survie cellulaire. 
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1. L’ingénierie tissulaire 

 

1.1. Définition 

 L’ingénierie tissulaire est un domaine interdisciplinaire qui a pour objectif de 

développer des substituts tissulaires biocompatibles, afin de restaurer et maintenir les 

fonctions d’un tissu ou d’un organe, après implantation chez le patient. Cette discipline a été 

développée pour solutionner les inconvénients des greffes autologues ou allogéniques, que 

sont la faible disponibilité en greffon, les risques de rejets et le traumatisme lié à l’acte 

chirurgical (Daar & Greenwood, 2007). L’approche consiste à générer des structures 

tridimensionnelles (3D) dynamiques en associant des cellules (autologues ou allogéniques) à 

un support poreux biocompatible. Le point de départ pour cette pratique nécessite de collecter 

un échantillon de tissu par biopsie, pour en extraire et cultiver les cellules in vitro. Ces 

dernières peuvent être obtenues par migration à partir de l’explant ou par digestion 

enzymatique. Elles sont ensuite cultivées puis ensemencées sur le substitut tissulaire dans des 

conditions définies et stériles. Après un certain temps en culture dans la construction, les 

cellules vont dégrader une partie de la substance organique, le plus souvent le collagène, pour 

la remplacer par leur propre matrice. En médecine régénératrice, l’avantage de cette 

technique est qu’elle permet d’utiliser des cellules du patient et donc de s’écarter des 

potentiels risques de rejets. En recherche fondamentale, l’ingénierie tissulaire permet aussi 

d’évaluer in vitro le comportement des cellules en présence du support. De la même manière, 

elle permet de définir les conditions optimales pour la cellularisation du greffon, mais aussi 

de prédire le comportement du greffon in vivo. Par exemple, il est commun de travailler en 

conditions proches de l’environnement physiologique en ajoutant des facteurs de 

différenciation ou une stimulation mécanique (Shamloo et al., 2015).  

 Par comparaison avec l’implantation d’un substitut acellulaire, la cellularisation en 

préimplantatoire a pour objectif d’améliorer la bioassimilation du greffon et d’accélérer le 

recouvrement de la fonction du tissu ou de l’organe cible. Cette pratique concerne 

principalement des tissus dotés d’une capacité de régénération spontanée limitée, tels que le 

cartilage, le ménisque, les tendons et les ligaments. Mais elle peut aussi concerner des 

fractures conséquentes ou encore des maladies comme l’ostéoporose, l’ostéoarthrite et 
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certains cancers (Arthur et al., 2009). Différents facteurs sont impliqués dans les réponses et 

les fonctions cellulaires in vivo, comme les facteurs de croissance solubles, les propriétés 

physico-biochimiques de la matrice, les interactions cellule-cellule et cellule-matrice ainsi 

que le microenvironnement 3D (Shamloo et al., 2015). 

1.1.1. Le substitut idéal 

 Pour être utilisé en ingénierie tissulaire, un substitut doit être un support 

tridimensionnel répondant à des critères précis, afin de représenter au mieux l’environnement 

cellulaire physiologique. In vitro, il doit être stable dans les conditions de culture, permettre 

l’adhérence et la prolifération cellulaire, et constituer un substrat favorable à la néo-synthèse 

de la matrice extracellulaire du tissu d’origine. In vivo, il doit être bioassimilable, c'est-à-dire 

non-immunogène, s’intégrer parfaitement dans le site d’implantation et générer des composés 

de dégradation non toxiques pour l’organisme (Hutmacher, 2000). De plus, il doit permettre 

la circulation des nutriments et le développement de nouveaux vaisseaux sanguins, ce qui 

implique une porosité adéquate (pores interconnectés). Il doit être bioactif, et de ce fait 

posséder des propriétés physico-chimiques permettant des interactions chimiques au contact 

du site receveur. 

 1.1.2. Les cellules candidates 

 La logique voudrait que les cellules utilisées soient directement extraites d’un explant 

du tissu cible du patient. Or, les cellules différenciées sont plus difficilement cultivables et le 

temps nécessaire à l’obtention de quantités suffisantes, a encouragé l’utilisation de cellules 

multipotentes à forte capacité proliférative in vitro. Les cellules souches, et plus 

particulièrement les cellules souches adultes, sont actuellement les cellules candidates les 

plus considérées pour des applications de réparation tissulaire (Daar & Greenwood, 2007).  

1.1.3. Les conditions de culture 

 L’activité physiologique et biochimique des cellules peut être améliorée par ajout de 

facteurs de croissance et de cytokines, mais aussi par stimulation physique pour recréer des 

conditions favorables à l’organogénèse et à la réparation tissulaire. 
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 La culture en bioréacteur est actuellement la plus utilisée car elle permet de se 

rapprocher au plus près de l’environnement physiologique. La culture traditionnelle en boîtes 

de Pétri ou dans des puits de plaques de culture n’est pas adaptée à la culture 3D, 

principalement pour des substituts de dimensions importantes. En ingénierie tissulaire, il est 

fréquemment observé un développement tissulaire localisé à la périphérie du substitut. Ce 

phénomène serait dû aux conditions de culture inadaptées pour l’approvisionnement en 

nutriments, facteurs de croissance et oxygène. En effet, le milieu de culture et l’oxygène ne 

circulant pas au travers du support, les cellules vont naturellement se développer et 

synthétiser de la MEC selon un gradient, de la surface vers le centre du biomatériau, laissant 

la zone la plus profonde quasiment acellulaire (Holy et al., 2000; Volkmer et al., 2012).   

 Afin de limiter ces phénomènes, divers systèmes ont été développés pour améliorer la 

cellularisation des supports, apporter une stimulation mécanique, permettre un apport 

constant en O2 et en nutriments (Kim et al., 1998). Ils impliquent un mouvement de milieu 

autour et/ou au travers du support. Ce type de culture est appelée « dynamique». Des 

exemples de bioréacteurs sont schématisés dans la figure 40. 

 
 

Figure 40 - Exemples de bioréacteurs utilisés en ingénierie tissulaire. (1.) Bioréacteur à agitation : 
les substituts sont attachés à des tiges et le mouvement de milieu est réalisé par un agitateur. (2.) 
Bioréacteur rotatif : les supports sont en mouvement libre dans le milieu sous l’action de la rotation 
du cylindre autour de son axe. (3.) Bioréacteur à perfusion : le support est fixé dans le cylindre et le 
milieu perfuse en continu au travers. (4.) Bioréacteur à plan parallèle (microfluidique): le support 3D 
est fixé au fond du système et le milieu circule sur sa face supérieure. (5.) Bioréacteur à lit fluidisé : 
les substituts sont dans le milieu de culture sous un flux continu. (6.) Bioréacteur à fibres creuses : les 
supports sont bloqués dans des fibres soumis de part et d’autre à un flux de milieu pour un échange 
par diffusion des nutriments. (Adapté de Martin et al. 2004). 
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 Les systèmes basés sur la perfusion du milieu de culture à la fois au travers et autour 

de fibres creuses semi-perméables (Figure 40 (6)), ont démontré une performance avérée 

notamment pour la culture d’hépatocytes (Lu et al., 2005). Ce concept a été étendu à des fins 

d’ingénierie tissulaire avec les systèmes de culture en perfusion directe (Figure 40 (3)). Dans 

ce modèle, le milieu de culture est perfusé directement au travers des pores du support 

limitant ainsi les disparités de répartition cellulaire et de substances (nutriments et déchets). 

De plus, différentes études s’accordent sur les avantages de ce mode de perfusion, notamment 

pour promouvoir la croissance, la différenciation et la synthèse de MEC par les cellules 

osseuses (Bancroft et al., 2002; Sikavitsas et al., 2005) et augmenter la synthèse de 

glycosaminoglycanes (GAGs) par les chondrocytes (Pazzano et al., 2000). 

1.2. La culture tridimensionnelle pour se rapprocher du vivant 

 La culture conventionnelle est réalisée en deux dimensions (2D) sur des surfaces en 

verre ou en plastique, ce qui n’est pas réellement pertinent du point de vue physiologique. En 

effet, in vivo les cellules sont inclues au sein d’un environnement complexe, riche en signaux 

et en composants de la MEC. De nombreux types cellulaires, lorsqu’ils sont isolés des tissus 

puis cultivés en planaire, perdent progressivement leur capacité de différenciation et de 

prolifération. Si l’on prend l’exemple des CSM, en culture 3D sur un polymère synthétique 

de polycaprolactone et de phosphate tricalcique, leur clonogénicité étaient 4 fois supérieure à 

celle de leurs homologues cultivées en 2D et aussi une meilleure capacité de différenciation 

in vitro (Papadimitropoulos et al., 2014).  

 Le mode de culture conventionnel en deux dimensions, ne serait pas approprié à la 

culture cellulaire et induirait un décalage entre les résultats observés et la réalité, 

principalement pour ce qui est de l’étude des mécanismes de la physiologie cellulaire, tels 

que le métabolisme, le cycle cellulaire ou bien l’expression génique (Baker & Chen, 2012). 

L’environnement tridimensionnel dans lequel les cellules sont cultivées va donc être 

déterminant pour leurs fonctions physiologiques. Des différences entre les profils 

d’expression génique de cultures réalisées en 2D et en 3D pour un même type cellulaire ont 

été observées (Luca et al., 2013; Lee et al., 2013a), mais aussi des modifications protéiques 

et morphologiques (Pontes Soares et al., 2012). Toutes ces différences s’expliquent par le fait 

que la culture 3D va permettre aux cellules d’interagir entre elles mais aussi avec leur 

support, favorisant ainsi le remodelage de leur microenvironnement, principalement par des 

interactions cellules-matrices (Cukierman et al., 2001; Yamada et al., 2003). Lorsque l’on 
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compare des cellules cultivées en 2D et en 3D, l’une de leurs principales différences est leur 

disparité morphologique (Rumpler et al., 2008). En culture planaire, le réseau du 

cytosquelette d’actine est organisé et polarisé alors qu’il est sur différents plans et qu’il 

présente des filaments plus allongés en culture 3D (Figure 41 (3.), (4.)). 

 
 
Figure 41 - Morphologie des CSM en culture 2D et 3D. Photographies de 
microscopie électronique à balayage de CSM cultivées sur matrice collagénique 
osseuse en 2D (1.) et en 3D (2.). Analyse en microscopie à fluorescence du 
cytosquelette d’actine-F (Alexa Fluor® 594-phaloïdine) de CSM en culture 
planaire sur lamelles (3.) et dans leur matrice minérale néo-synthétisée (4.). Les 
signaux perçus par les cellules en 3D sont différents de ceux qu’elles intègrent en 
culture planaire. La polarité cellulaire n’est pas prédéfinie en 3D, les cellules 
interagissent avec leur environnement via leurs prolongements membranaires, dans 
les trois dimensions. 

 
 
 En culture monocouche, la polarité est influencée par les interactions d’adhésion sur 

un plan horizontal, alors que dans une matrice 3D, qu’elle soit poreuse ou non, elles peuvent 

établir des interactions dans leur substrat selon les trois dimensions (Figure 41 (1.), (2.)). 

Huebsch et ses co-auteurs ont examiné l’influence de la rigidité de gels d’alginate sur la 

différentiation des CSM en 3D. Ils ont observé une modification de l’organisation des 

protéines d’adhérence, comme les intégrines, et un engagement ostéogénique favorisé par une 

rigidité intermédiaire (Huebsch et al., 2010). 
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 Pour toutes ces raisons, les supports 3D vont permettre d’étudier et recréer des 

processus du développement tissulaire mais aussi de suivre des progressions pathologiques. 

Ils constituent une part importante du domaine de l’ingénierie tissulaire et seront abordés par 

la suite pour les reconstructions osseuses et méniscales.  

1.3. Exemples d’applications à partir de CSM et rôle de l’oxygène 

 Les principales associations de CSM à des supports 3D pour de l’ingénierie tissulaire, 

sont destinées à des reconstructions osseuses et cartilagineuses (Arvidson et al., 2011; 

Phadke et al., 2013). On les retrouve cependant dans de nombreuses études de réparation 

méniscale et cardiaque (Cashman et al., 2013; Yu et al., 2015), mais aussi du tendon et des 

ligaments. Le type de matériau utilisé va dépendre du tissu à réparer, des exemples sont 

présentés dans la figure 42. 

 Une récente étude sur la réparation de défauts du nerf sciatique chez le rat, a démontré 

que l’utilisation d’un substitut collagénique ensemencé avec des CSM prédifférenciées, 

améliorait la régénération axonale par comparaison avec une greffe autologue, et cela sans 

interférer avec les fonctions cellulaires (Boecker et al., 2015). 

 

 

 
Figure 42 - Exemples d’utilisation des CSM en ingénierie tissulaire des tissus 
squelettiques, et types de biomatériaux associés. (d’après Arthur et al. 2009) 
 
In vivo, les CSM soutiennent les cellules progénitrices par des mécanismes paracrines 

indirects, parmi lesquels le relargage de médiateurs impliqués dans leurs propriétés 

immunorégulatrices, angiogéniques et chimiotactiques. (Jorgensen & Noël, 2011). 
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Le sécrétome des CSM serait en grande partie responsable du potentiel régénératif qui 

leur est attribué. En effet, différentes études précliniques réalisées à partir de milieux 

conditionnés par des CSM, ont montré de bons résultats dans les réparations de la peau, ainsi 

que dans les réparations cardiaques et osseuses (Timmers et al., 2011; Ando et al., 2014). 

Le sécrétome des CSM, donc leur fonctionnalité, va être dépendant de la pression en oxygène 

de leur environnement.  

Dans une étude menée sur le sécrétome de CSM humaines, Paquet et son équipe ont 

caractérisé et analysé la bioactivité du sécrétome in vitro mais aussi in vivo, en fonction de la 

pression en oxygène (Paquet et al., 2015). Ils ont identifié que les CSM cultivées en 

condition proche de l’anoxie (0.1 % O2), possédaient des propriétés pro-angiogéniques et 

chimiotactiques plus importantes que celles cultivées à 5 et 21 % d’O2. Toutefois, ils 

observèrent une diminution des médiateurs anti-inflammatoires à 0.1% d’O2. Cette même 

équipe a identifié le glucose comme étant un acteur clé dans la survie cellulaire en conditions 

ischémiques (0.1% O2) in vitro et in vivo (Deschepper et al., 2013).   

 

 

2. L’ingénierie tissulaire du tissu osseux 

2.1. Définition 

 Le tissu osseux est un tissu conjonctif spécialisé dit « squelettique » comme le tissu 

cartilagineux, ils sont tous les deux caractérisés par une matrice solide. Dans l’organisme l’os 

va assurer trois grandes fonctions : 

  - Fonction mécanique : Il permet le maintien du corps en supportant les 

contraintes mécaniques et protégeant ainsi les organes qu’il entoure. 

  - Fonction métabolique : Il joue un rôle dans le métabolisme phosphocalcique 

en libérant des sels minéraux au cours de son perpétuel remodelage. 

  - Fonction hématopoïétique : La moelle osseuse qu’il renferme dans son 

espace médullaire, est constituée entre autres de cellules souches hématopoïétiques (CSH), 

qui vont donner les lignées sanguines et de CSM qui vont se différencier en cellules 

stromales. Ces cellules vont ainsi assurer un rôle de soutien hématopoïétique mais aussi 

structural.  
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Les os sont répartis en trois groupes selon leur conformation :  

 - Les os longs: Ils sont constitués d’une diaphyse allongée aux deux extrémités 

renflées (épiphyses), à l’exception de la clavicule.  

 - Les os plats : Ils peuvent être longs et larges mais sont peu épais. 

 - Les os courts : Ils ont une épaisseur, une largueur et une longueur à peu près égales. 

 

 Deux types de structures caractérisent les os, la principale constitue l’os compact, 

appelé os cortical, elle représente à elle seule 85% du squelette et assure sa résistance 

mécanique. La seconde représente les 15% restant et constitue l’os spongieux, appelé os 

trabéculaire. 

2.2. Les cellules du tissu osseux 

 Le tissu osseux est constitué de 4 types de cellules dont deux populations distinctes. 

Les ostéoblastes et les ostéocytes vont assurer la formation et la structure du tissu. Elles sont 

étroitement liées aux cellules bordantes. Les ostéoclastes vont avoir une action destructrice et 

sont responsables de la résorption osseuse. Toutes les cellules osseuses sont originaires de la 

MO et plus particulièrement des cellules souches qu’elle renferme (Buckwalter et al., 1996). 

2.2.1. Les ostéoblastes 

 Les ostéoblastes sont issus d’un progéniteur mésenchymateux, commun aux lignées 

chondrocytaire, adipocytaire et fibroblastique : les cellules souches mésenchymateuses 

(Pittenger et al. 1999). Il s’agit de cellules de forme ovoïde et allongée, responsables de la 

synthèse de la matrice osseuse. En réalité ces cellules vont sécréter une substance ostéoïde 

constituée de fibres de collagène de type I, de protéoglycanes et de glycoprotéines, qu’elles 

vont minéraliser au cours de la croissance squelettique et lors des phases de remodelage. Lors 

de ce processus de minéralisation, les ostéoblastes vont déposer de nouvelles lamelles 

osseuses formant ainsi une ostéone. Ils vont s’enfermer dans cette matrice minérale appelée « 

ostéoplaste » et s’y transformer en ostéocytes (Buckwalter et al., 1996).  

2.2.2. Les ostéocytes 

 Les ostéocytes sont donc des ostéoblastes coincés dans des logettes de matrice 

minéralisée qu’ils ont eux-mêmes sécrété. Les ostéocytes sont incapables de se diviser et 
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subissent des modifications morphologiques. Ils vont former de fins prolongements 

cytoplasmiques, leur permettant des échanges de substances minérales entre le tissu osseux et 

la circulation sanguine via des jonctions communicantes Gap (Birmingham et al., 2012). Ils 

assurent un rôle important dans l’homéostasie du tissu osseux en orchestrant le processus de 

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

2.2.3. Les ostéoclastes 

 Ce sont de très grandes cellules dites « géantes » de 50 à 100 µm qui dérivent de la 

lignée monocyte-macrophage de la MO. Cette dernière peut se différencier en préostéoclastes 

qui vont fusionner et former des cellules polynucléées (de 30 à 50 noyaux), les ostéoclastes. 

Ces cellules sont principalement localisées à la surface du tissu osseux en résorption (Figure 

43). Le contact qu’elles établissent avec la matrice osseuse, va former un microcompartiment 

au niveau des travées osseuses, appelées lacunes de « Howship ». Les ostéoclastes assument 

la fonction destructrice dans le remodelage osseux, en induisant l’acidification et le relargage 

d’enzymes dans ces lacunes (Vernejoul & Marie, 1993). 

 
 

Figure 43 - Photographies de coupes histologiques d’os compact. Les ostéocytes sont dans leurs 
ostéoplastes et les ostéoclastes apposés à l’os qu’ils dissolvent. La photographie de gauche représente des 
ostéoclastes s’attaquant à l’os en bordure de MO. Celle de droite représente une aire de résorption osseuse 
entourée d’os lamellaire, composée d’ostéoclastes, de tissu conjonctif et de petits vaisseaux. (Coloration 
Hematoxyline/Eosine (HE); grossissement: x 1200) (Source: http://audilab.bmed.mcgill.ca/HA/html/bc_14_F.html) 
 
 Cette fonction, appelée résorption osseuse, a pour conséquence la dissolution des 

composantes organiques et minérales de l’os.  
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2.2.4. Les cellules bordantes 

 Comme leur nom l’indique, ces cellules tapissent la quasi-totalité de la surface 

osseuse du squelette adulte. Les cellules bordantes sont des cellules quiescentes, pauvres en 

organites, plutôt fines et allongées. Elles établissent des contacts cellules-cellules entre elles 

et les ostéocytes via des jonctions de communications (Buckwalter et al., 1996). Bien que 

leur fonction soit encore peu connue, elles auraient un rôle dans l’entretien des ostéocytes et 

dans la protection sélective du tissu osseux en formant une barrière de progéniteurs 

potentiels. 

2.3. La matrice osseuse 

 La matrice extracellulaire du tissu osseux est constituée de substances minérales et 

organiques. La phase minérale représente 70% de la masse d’un os sec, elle est 

principalement constituée de cristaux d’hydroxyapatite (HA) issus de la nucléation d’ions 

phosphate et calcium. La libération du phosphate inorganique est permise par l’action de la 

phosphatase alcaline, enzyme hautement impliquée dans le processus de minéralisation. La 

partie minérale de l’os renferme aussi de l’eau, du bicarbonate, du magnésium, des citrates, 

du sodium, ainsi que d’autres ions. La phase organique, quant à elle, contient principalement 

des fibres de collagène, 90% de type I et 5% de type V. Elles vont former une structure 

orientée qui confère l’élasticité à la matrice osseuse mais aussi la forme et le volume d’un os. 

Le collagène de type I est par ailleurs connu pour son implication dans les processus de 

migration et de différentiation cellulaire. Des protéines non-collagéniques sont également 

présentes, telles que l’ostéocalcine, l’ostéopontine, l’ostéonectine, la sialoprotéine osseuse, 

ainsi que des protéoglycanes et des glycosaminoglycanes sulfatés (Vernejoul & Marie, 1993). 

L’ostéocalcine est sécrétée par les ostéoblastes et représente la plus abondante de ces 

protéines.  

2.4. Le remodelage osseux 

 Le cycle de renouvellement du tissu osseux est constitué de trois phases : 1/ 

l’initiation de la résorption par les ostéoclastes, 2/ la période de transition entre résorption et 

formation, et 3/ la formation osseuse par les ostéoblastes.  
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Le remodelage osseux est orchestré par les cellules de la lignée ostéoblastique 

(ostéoblastes et leurs précurseurs, ostéocytes et cellules bordantes) qui contrôlent la 

formation et la résorption des ostéoclastes (Figure 44). Les contraintes mécaniques 

appliquées au tissu osseux vont moduler sa densité et sa micro architecture par 

l’intermédiaire notamment des ostéocytes (Duncan & Turner, 1995). Ils vont agir comme des 

senseurs des variations de pression dans la matrice, et sécréter des signaux pour activer la 

résorption ou la formation osseuse. De la même manière, les cellules ostéoblastiques vont 

sécréter un nombre important de facteurs locaux de formation et de résorption osseuse. Ils 

sont soumis à un contrôle hormonal notamment via l’action de la parathormone (PTH), qui va 

avoir un effet stimulateur sur la production de TGF et d’insulin growth factor I et II (IGF)-" 

(Vernejoul & Marie, 1993). Les BMPs (bone mophogenic proteins) sont des membres de la 

famille des TGF-" qui sont sécrétés dans la matrice osseuse. Ces facteurs jouent un rôle 

fondamental dans l’organogénèse osseuse via l’activation de récepteurs sérine/thréonine 

kinases, ils vont agir sur le recrutement de nouveaux ostéoblastes (Rahman et al., 2015). A 

l’inverse, les ostéoblastes sécrètent d’autres facteurs comme la cytokine pro-inflammatoire 

TNF-!, qui vont converger vers des voies impliquant RANKL (receptor activator of NF-#B 

ligand) et ainsi activer la résorption osseuse.  

Une fois activé, l’ostéoclaste va adhérer à la matrice osseuse et la mettre à nue par 

acidification locale des cristaux d’HA, libérant ainsi du calcium et du phosphore. Après avoir 

formé leur lacune, les ostéoclastes meurent et sont éliminés par les macrophages. C’est la 

période de transition. Certains facteurs, dont les BMPs, sont libérés au cours de la résorption. 

Ils vont avoir pour effet de recruter des ostéoblastes, qui vont combler la lacune par sécrétion 

d’une MEC collagénique : c’est le début de la formation osseuse. 

Cette étape est favorisée par l’OPG (ostéoprotégérine), un récepteur soluble de la 

superfamille du TNF produit par les ostéoblastes, qui joue un rôle dans l’inhibition locale de 

la formation des ostéoclastes.  

La formation osseuse au cours de la croissance ou à la suite d’une fracture, nécessite 

l’intervention des CSM pour l’ostéoinduction. En effet, elles expriment à leur surface des 

récepteurs à intégrines "1 dont des récepteurs au collagène, à la fibronectine et à la laminine 

qui peuvent lier la vitronectine et l’ostéopontine. L’ostéocalcine va jouer un rôle dans la 

formation osseuse en fixant le calcium tandis que l’ostéopontine et l’ostéonectine vont plutôt 

favoriser la résorption. Toutes les cellules osseuses vont jouer un rôle précis dans le 

remodelage de la matière minérale (Birmingham et al., 2012). 
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Figure 44 - Principales cytokines ou facteurs de croissance impliqués dans le remodelage osseux. 
(Illustration issue de Vernejoul & Marie 1993) GM-CFU : granulocyte macrophage, colony forming 
unit ; GM-CSF, M-CSF : granulocyte, macrophage-colony stimulating factor, macrophage-colony 
stimulating factor; IL 1, IL6 : interleukine 1, interleukine 6 ; PGE2 : prostaglandine E2, TNFa : tumor 
necrosis factor a ; TGF" : transforming growth factor béta ; FGFb fibroblast growth factor, basic ; 
BMP : bone morphogenetic protein ; IGF: insulin like growth factor. (       ) : voies de différenciation ;  
(        ) : la production de cytokines ; (        ) les cibles des cytokines.  
   

 Le remodelage osseux est une machinerie bien orchestrée où règne un équilibre entre 

les éléments en faveur de la résorption osseuse et ceux qui la limitent. Sa durée est d’environ 

3 mois chez l’homme adulte. Cependant dans certaines circonstances il peut se produire un 

déséquilibre en faveur de la résorption (Vernejoul & Marie, 1993). 

2.5. Pertes osseuses en implantologie dentaire 

2.5.1. Généralités 

 Dans certaines circonstances biologiques ou pathologiques, peuvent survenir des 

pertes de substances osseuses du maxillaire ou de la mandibule. Le vieillissement, certains 

traumatismes, des infections ou encore des causes congénitales comme des syndromes 

dysmorphiques, en sont les fondements étiologiques.  
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 Ce type de pathologies peut expliquer la perte ou l’absence de l’organe dentaire et une 

perte plus ou moins importante du volume osseux. Dans ce contexte la réhabilitation orale 

des patients peut être réalisée par la mise en place d’implants dentaires. Ceci consiste à visser 

dans l’os de la mâchoire une vis en titane recouverte ou non d’un matériel biocompatible, qui 

va assurer le rôle des racines naturelles (Figure 45 A,B) (Boulic, 2015). Ces dernières sont 

fixées dans le tissu osseux par le processus d’ostéointégration (i.e., liaison structurelle et 

fonctionnelle existant entre l’os vivant organisé et la surface de l’implant mis en charge 

(Albrektsson et al., 2008). Pour avoir un pronostic à long terme favorable au moment de 

l’implantation, le volume osseux doit être suffisant, en épaisseur et en hauteur minimale, 

nécessaire à une implantation fiable, doit être de 5 mm. L’implant pourra ainsi être positionné 

selon un axe qui permet une réhabilitation prothétique esthétique et fonctionnelle. 
 

 

Figure 45 - Exemples d’ostéointégration d’un implant dans un tissu sain et d’une 
greffe osseuse d’apposition. Dans le cas 1 (A et B), l’examen en MEB est réalisé 1 an 
après implantation d’un implant en titane (Straumann®, surface TPS (titanium plasma-
sprayed) dans de l’os natif. Il révèle une parfaite ostéointégration de l’implant dans le 
tissu receveur (documents fournis par le Dr. E. LEIZE-ZAL). Concernant le cas 2 (C et 
D), L’imagerie cone beam réalisée sur un patient 5 mois après une greffe d’apposition 
allogénique (BIOBank®) (C), révèle une intégration fonctionnelle et esthétique du 
greffon. Cependant, l’analyse histologique (D) montre la présence d’un tissu fibreux 
riche en cellules en 1, entourant des fragments correspondant au matériau greffé en 2. A 
ce stade il n’y a pas de néoformation osseuse donc pas d’intégration biologique 
(Coloration H&E). (Santucci et al., 2015) 
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2.5.2. Greffes osseuses 

 Lorsque le volume osseux est insuffisant pour la mise en place d’un implant, il est 

nécessaire de recourir à des techniques de greffes osseuses afin de corriger le volume osseux 

disponible. A l’heure actuelle, différentes techniques sont possibles en fonction de 

l’importance et de la conformation du défaut osseux à traiter. Pour cela on aura recourt à des 

greffons sous forme de blocs ou de poudres, dont l’origine peut être variable (autologue, 

allogénique, xénogénique ou synthétique) (Exemples de greffes, figure 46) (Dumitrescu, 

2011).  

2.6. Greffons osseux 

 Un greffon osseux est un biomatériau pouvant être d’origine humaine (autologue ou 

allogénique), animale, végétale ou synthétique. Il est destiné à reconstituer le volume osseux 

défectueux après implantation chez l’homme. Ils peuvent être utilisés seuls ou en association 

avec des molécules bioactives comme les BMPs et les TGF-" (Nazirkar et al., 2014). 

2.6.1. Qualités requises  

 Le greffon osseux idéal doit permettre un renfort de la structure ou remplacer une 

perte de matière osseuse. Pour qu’il y ait intégration du substitut, il faut répondre à trois 

éléments essentiels : l’Ostéoconduction, l’Ostéoinduction et l’Ostéogénèse. Il faut une marge 

minimum de 1 mm de tissu osseux autour de l’implant. Le diamètre implantaire variant en 

moyenne de 3 à 6 mm, l’épaisseur de la crête osseuse résiduelle  

 L’ostéoconduction est la capacité du biomatériau à supporter la néoformation osseuse. 

Pour cela il faut une porosité idéale (> 300 µm) avec des pores interconnectés, permettant la 

colonisation cellulaire et le développement de l’angiogenèse (Chouteau et al., 2003). Cela 

nécessite l’envahissement du greffon par des cellules ostéoprogénitrices telles que les CSM 

présentes autour du greffon. Tous les biomatériaux d’ostéo-ingénierie sont ostéoconducteurs 

(Giannoudis et al., 2005). 

 
 L’ostéoinduction correspond à l’infiltration et à la prolifération de cellules ostéo-

compétentes dans la matrice inerte. Elles vont par la suite pouvoir s’y différencier en 

ostéoblastes. Le recrutement a lieu sous l’influence de biomolécules associées au support 

(Nazirkar et al., 2014). Pour terminer, pour que la greffe soit une réussite il faut que les 
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cellules ayant survécu à la transplantation aient conservé leur ostéogénicité, en d’autres 

termes elles doivent être en mesure de former un tissu ostéoïde qui par la suite permettra le 

remplacement total du greffon par remodelage progressif. 

 
 
 

 
 
 
Figure 46 - Augmentation osseuse d’une crête mandibulaire. Greffe d’apposition 
d’un bloc osseux autologue et d’un mixte particulaire de comblement. (d’après 
Cordaro & Terheyden 2014) 
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 Il doit être en partie ou dans sa totalité biodégradable selon un processus lent et non 

toxique. L’interaction finale du greffon avec l’os receveur est appelée ostéointégration. Le 

tableau 13 représente ces trois propriétés au sein des différents matériaux d’ostéo-

reconstruction. 

 

 
Tableau 13 - Propriétés des différents biomatériaux utilisés en reconstruction osseuse. (Petite, 
2002) 
 

Type de greffon Ostéoconduction Ostéoinduction Ostéogénicité 

Autogreffe + + + 

Substitut allogénique + - - 

Substituts osseux + - - 

Matériau + BMP + + - 

Matériau + cellules ostéogènes + - + 

2.6.2. Origine du greffon 

2.6.2.1. Origine autologue  

 L’autogreffe consiste à prélever le greffon sur un site donneur du patient. Le plus 

souvent il s’agit de prélèvements crâniens (pariétal), au niveau de la symphyse mentonnière, 

dans la zone rétromolaire ou dans l’os iliaque. Cette greffe est réalisée en fonction de l’âge du 

patient et de la qualité du site receveur, sous forme de bloc ou de copeaux. Elle constitue le 

« gold standard » des greffes osseuses car le greffon est à la fois ostéoconducteur, 

ostéoinducteur et ostéogénique (Giannoudis et al., 2005). Cependant une morbidité cellulaire 

importante est observée après transplantation et des complications post-prélèvement ne sont 

pas rares (Dimitriou et al., 2011). Les patients atteints de tumeurs malignes sont exclus de 

cette pratique. 

2.6.2.2. Origine allogénique 

 La recherche de produits de substitution permettant d’éviter la morbidité du 

prélèvement d’os autogène et ses limitations, a conduit à l’utilisation des allogreffes. Ces 

produits sont obtenus à partir d’os d’un individu sain vivant ou d’un cadavre prélevé dans les 
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48 heures suivant le décès. A l’égal des greffes autologues, elles sont intrinsèquement 

ostéoinductrices (Giannoudis et al., 2005). 

 Il s’agit de la greffe la plus répandue en chirurgie dentaire. Le greffon osseux est issu 

d’un donneur de la même espèce mais génétiquement différent. Ce type de greffe fait appel à 

des banques de tissus sous le contrôle strict de l’agence de biomédecine et l’agence nationale 

de sécurité du médicament (ANSM). 

 La performance de ces produits dépend fortement du donneur et de la procédure de 

préparation, qui varie d’un laboratoire à un autre. L’allogreffe peut être préparée à partir d’os 

cortical ou spongieux, frais, congelé ou lyophilisé. Il est rare dans la pratique de réaliser des 

allogreffes fraîches dû aux risques importants de réactions immunitaires ou de transmission 

de maladies (Giannoudis et al., 2005). Pour les autres greffons, des traitements stérilisateurs 

physiques (congélation/chauffage, irradiation gamma) et chimiques (dénaturation des 

protéines et délipidation) devront être appliqués. Ils présentent des capacités ostéoinductives 

diminuées en comparaison avec l’allogreffe fraîche. 

 En France les substituts allogéniques sur le marché sont distribués par BIOBank®, 

TBF et Zimmer. Ils utilisent respectivement les procédés de traitements Supercrit®, 

Phoenix® et Puros®. Tous subissent un traitement au peroxyde d’hydrogène qui altère la 

structure collagénique en surface et d’autres étapes qui vont rigidifier le greffon. En chirurgie 

dentaire, les greffons peuvent être constitués d’os lyophilisé et non déminéralisé appelé 

FDBA pour Freeze-dried Bone Allograft, ou lyophilisé et déminéralisé (Decalcified Freeze 

Dried Bone Allograft ou DFDBA) (Piattelli et al., 1996; Dumitrescu, 2011). Ces derniers sont 

utilisés sous forme de pâte ou de gel alors que les FDBA sont solides sous forme de poudre 

ou de bloc. 

2.6.2.3. Origine xénogénique 

 L’utilisation d’os provenant d’une autre espèce (bovidés ou porcins) a été développée 

comme solution de remplacement pour les allogreffes. Le greffon n’est bien sûr utilisé 

qu’après traitements stérilisateurs et viro-inactivant, afin d’éviter tous risques de transmission 

de pathogènes (prions, virus). On peut également trouver des biomatériaux à base 

d’exosquelette de corail. En effet, ce dernier possède une structure et une composition proche 

de l’os, riche en carbonate de calcium et transformable en coralline hydroxyapatite, facilitant 

sa biocompatibilité et sa résorption (Petite, 2002). 

 Les biomatériaux allogéniques et xénogéniques les plus utilisés, sont les matrices 

osseuses déminéralisées (DBM, demineralised bone matrix) et les substituts collagéniques. 



 174

Les DBM sont obtenus par décalcification de l’os cortical. Il s’agit d’une structure 

collagénique présentant des propriétés ostéoconductives mais une faible rigidité. Ils ne sont 

pas utilisés comme substituts osseux mais comme des renforts de greffes et peuvent être 

associés à des composés ostéo-inducteurs, comme la BMP2 recombinante. Le collagène est 

aussi largement utilisé en tant que composite associé à d’autres substituts (Chen et al., 2007). 

2.6.3. Origine synthétique  

 Les stratégies actuelles s’efforcent de sélectionner et/ou de créer le biomatériau idéal 

présentant des taux de dégradation et de résorption permettant à la fois un maintien du 

support in vitro et une stabilité in vivo, pour assurer le rôle structural du tissu receveur. Ce 

biomatériau se dégraderait en adéquation avec le remodelage osseux jusqu'à totalement 

s’intégrer dans le tissu receveur. 

 
 Les céramiques constituent la catégorie des biomatériaux synthétiques les plus 

courants. Elles peuvent être biologiquement inertes, bioactives, et résorbables. Les 

céramiques bioactives, telles que les HA et les phosphates de calcium, présentent de bonnes 

propriétés d’ostéoconduction. Les HA sont solides mais non-résorbables, cependant ils 

possèdent des propriétés bioactives qui constituent la base du développement des 

biomatériaux synthétiques. Lors de leur dégradation au court de la résorption osseuse, ils vont 

tamponner le pH et ainsi éviter une acidification cytotoxique. A l’inverse, le phosphate beta 

tricalcique ("-TCP) est relativement fragile mais est davantage résorbable. Il favorise donc 

l’intégration du greffon (Arthur et al., 2009). On les décrit par leur rapport molaire 

Calcium/Phosphate (Tableau 14).  

 

Tableau 14 - Les principales biocéramiques à base de phosphate de calcium. (Dorozhkin, 2010) 
  

Composé Symbole Formule chimique Ca/P 

Phosphate monocalcique anhydre MCPA Ca(H2PO4)2 0,50 

Phosphate dicalcique dihydraté DCPD CaHPO4, 2H2O 1,00 

Phosphate dicalcique anhydre DCPA CaHPO4 1,00 

Phosphate octocalcique OCP Ca8H2(PO4)6, 5H2O 1,33 

Phosphate tricalcique ! et "  TCP Ca3(PO4)2 1,50 

Hydroxyapatite HA Ca10(PO4)6(OH)2 1,67 

Phosphate tétracalcique monoxyde TCMP Ca4O(PO4)2 2,00 
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 Les HA peuvent être combinés avec des polyesters comme l’acide 

polylacticoglycolique (PGA) et former des polymères biodégradables ou encore avec le "-

TCP, formant ainsi un matériau composite particulaire biphasé (BCP) qui va cumuler la 

stabilité de l’un et la résorption de l’autre (Gamblin et al., 2014).  

  

 Parmi les polyesters les plus connus il y a le poly($-caprolactone), le polyacide glycolique 

(PGA), le polyacide lactique-co-glycolique (PLGA) et le polyacide lactique (PLA). Ils sont 

principalement utilisés pour la réparation de petits défauts osseux et donnent de meilleurs 

résultats lorsqu’ils sont associés à une phase organique minérale. Les matériaux à base de 

carbone comme le graphène et ses dérivés ont eux aussi suscité l’intérêt dans le domaine des 

comblements osseux. Ils supporteraient la prolifération et la différentiation cellulaire, 

notamment vers la voie ostéogénique (Dubey et al., 2015). Il existe d’autres matériaux 

synthétiques dont les verres bioactifs, lesquels sont composés principalement d’oxydes de 

silicium (SiO2), de sodium (Na2O), de calcium (CaO) et de phosphore (P2O5). Après 

immersion dans un milieu physiologique ils présentent la particularité de développer à leur 

surface une couche d’hydroxyapatite carbonatée qui va permettre à l’implant de s’accrocher 

de manière stable à l’os receveur (Giannoudis et al., 2005). 

 Les divers avantages accordés aux matériaux à base de phosphate de calcium ("-TCP) 

ont conduit certaines équipes à les associer à des hydrogels pour les rendre injectable. Ces 

substituts sont hautement biocompatibles et largement envisagés pour les reconstructions 

osseuses (Vinatier et al., 2009). Dans ce domaine, ils ne servent pas uniquement de matrices 

et sont utilisés comme supports capables de mimer la topographie extracellulaire et aussi 

comme réservoirs pour délivrer des agents bioactifs, afin favoriser la réparation tissulaire, 

comme c’est le cas avec la BMP-2 (Tan et al., 2014). Ils peuvent être produits à partir de 

polymères naturels, tels que la gélatine, les polysaccharides et le collagène, ou de polymères 

synthétiques comme le PEG ou le polyvinyle d’alcool. Un hydrogel à base d’hydroxypropyl 

méthylcellulose silanisée (Si-HPMC) a été développé par une équipe nantaise (Vinatier et al., 

2005). Ses propriétés mécaniques et biologiques peuvent être ajustées par mesures 

rhéologiques en modulant la quantité d’eau, le pH, les oscillations et la quantité de 

groupements silanols.  
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2.7. Réparation tissulaire  

 Seuls les greffons autologues présentent une ostéogénicité naturelle, c’est pour cette 

raison que l’ingénierie tissulaire s’applique à apporter un caractère ostéogénique aux greffons 

inertes, par enrichissement avec des cellules souches ostéoprogénitrices (Chai et al., 2012). Il 

a en effet été démontré que la reconstruction osseuse, notamment pour la mise en place 

d’implants dentaires, nécessitait l’intervention de plusieurs acteurs clés : l’inflammation, 

l’angiogenèse, l’ostéogénèse, et les cellules progénitrices de la moelle osseuse (Fuerst et al., 

2003; Xu et al., 2009; Vandamme et al., 2011). Il est important de promouvoir une liaison 

stable à l’interface implant/tissu receveur, en favorisant le recrutement cellulaire, 

l’angiogenèse et la formation osseuse (Xu et al., 2009). Ces impératifs vont constituer les 

principaux enjeux de l’ingénierie tissulaire. 

2.7.1. Cellules candidates  

 Au cours de la reconstruction osseuse in vivo, de nombreux types cellulaires sont 

recrutés, pour leur rôle direct dans l’ostéoformation ou indirect, en agissant sur les réponses 

inflammatoire et vasculaire. Les CSM de moelle osseuse paraissent d’emblée être 

prédestinées à une utilisation en reconstruction osseuse car ce sont des précurseurs de cellules 

ostéoprogénitrices fortement impliquées dans le maintien de la MO et dans le remodelage 

osseux (Pittenger et al., 1999). De plus, elles possèdent des capacités immunorégulatrices et 

régénératrices permettant d’envisager leur utilisation en ingénierie tissulaire de l’os. Aussi 

bien in vitro que in vivo, elles constituent le potentiel « ostéogénique » du greffon. Des 

méthodes sont actuellement disponibles pour les cultiver en accord avec les bonnes pratiques 

de fabrication (Good manufacturing practices, GMP) pour leur utilisation clinique (Sensebé 

et al., 2013). Ces cellules sont facilement différenciables en ostéoblastes par ajout de facteurs 

tels que le dexaméthasone ou des BMPs dans le milieu de culture. Les CSM possèdent 

naturellement une activité phosphatase alcaline (PAL) intrinsèque, nécessaire à la 

différenciation ostéoblastique. Elle peut être utilisée comme marqueur du cycle de 

différenciation et est fortement exprimée au cours de l’ostéoblastogenèse aux alentours du 

7ème jour de culture en milieu de différentiation (Shima et al., 2015). 
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2.7.2. Reconstructions osseuses avec des CSM 

 Certaines études s’accordent sur l’utilisation du lysat plaquettaire humain (LP) pour la 

reconstruction osseuse. Le « coating » des biomatériaux avec du LP améliorerait la migration 

cellulaire, la reconstruction osseuse et l’ostéointégration des implants dentaires (Fuerst et al., 

2003; Leotot et al., 2013). De plus, des cultures de CSM sur des biomatériaux enrobés d’une 

colle obtenue par cryoprécipitation de plaquettes, ont aussi montré une amélioration de 

l’ostéoformation dans le modèle murin (Trouillas et al., 2013). Il a par ailleurs été démontré 

que le facteur de transcription Osterix (Osx), était fortement impliqué dans les processus de 

régénération osseuse. Il jouerait un rôle dans la réparation tissulaire associée aux CSM. De 

plus, sa présence au niveau des sites implantaires favoriserait le recrutement des CSM au 

niveau de l’interface implant/tissu receveur (Xu et al., 2009).  

  

 Les CSM peuvent être génétiquement modifiées pour exprimer des facteurs de 

croissance ou de transcription come BMP-2, BMP4, EGF-1, IL-3 et RUNX2 (Satija et al., 

2009; Meyerrose et al., 2010). Ces pratiques se sont avérées efficaces pour promouvoir la 

formation osseuse et ont montré de bons résultats. Dans le même principe, l’association de 

facteurs de croissance aux biomatériaux a montré une augmentation de la formation osseuse 

et de la vascularisation du greffon. Des approches de ce genre ont été menées avec des 

céramiques d’HA associées à du FGF-2 (fibroblast growth factor-2) (Tsurushima et al., 

2010), ou encore en incorporant du dexaméthasone et un peptide dérivé de BMP-2 dans des 

nanoparticules de silice (Zhou et al., 2015). La technique de co-culture constitue une autre 

stratégie possible, permettant d’éviter l'application de facteurs de différenciations spécifiques. 

En effet, l’induction de la différenciation ostéogénique des CSM par co-culture avec des 

ostéoblastes différenciés a été démontrée. Selon les équipes, le mécanisme impliquerait une 

communication paracrine (Birmingham et al., 2012; Glueck et al., 2015), ou nécessiterait un 

contact cellulaire (Csaki et al., 2009). L’utilisation de céramiques de phosphate de calcium 

est limitée à la réparation de petits défauts osseux, leur association avec des CSM permet 

d’envisager l’élargissement de leur utilisation. En effet, une récente étude a montré qu’après 

transplantation de céramiques cellularisées chez la souris, il y avait mobilisation des 

monocytes au sein du greffon en faveur du remodelage osseux. Cependant les cellules 

présentes dans le greffon provenaient du receveur (Gamblin et al., 2014). Par ailleurs, 

d’autres études ont été réalisées à partir de biomatériaux BCP, associés avec de la MO totale 

ou avec de la fraction vasculaire stromale (FVS) de tissu adipeux pour la régénération 
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osseuses de zones irradiées. D’après les résultats obtenus par ces deux études, la MO semble 

plus adaptée pour promouvoir une néoformation osseuse que la FVS de tissu graisseux, 

probablement en raison d’un microenvironnement non approprié de ce dernier (Malard et al., 

2005; Thery et al., 2015).  

2.7.3. La culture dynamique de CSM pour la reconstruction osseuse 

 Dans les cultures 3D non agitées, l'oxygène ne parvient pas à diffuser vers le cœur du 

substitut. Les cellules vont se retrouver en anaérobiose (< 1%O2), l’accumulation d’acide 

lactique va conduire à terme à une acidification du milieu et à une forte mortalité cellulaire 

(Volkmer et al., 2012). Pour pallier aux effets indésirables de la culture statique, de 

nombreuses équipes se sont penchées sur l’apport bénéfique de la culture en perfusion de 

CSM pour la régénération osseuse. Ces différentes études en sont arrivées au même constat. 

La culture dynamique améliorerait significativement l’adhérence et la prolifération cellulaire, 

notamment sur des supports biologiques tels que l’os anhydre ou la DBM (Gonçalves et al., 

2012; Luo et al., 2013). La déposition de MEC se ferait proportionnellement à la vitesse du 

flux. En effet, Bancroft et son équipe ont réalisé des essais de culture en perfusion à 

différentes vitesses de flux sur un maillage en fibres de titane. Ils ont observé une 

augmentation de la sécrétion de matrice calcifiée en support perfusé, proportionnelle au flux 

appliqué, ainsi qu’une meilleure répartition cellulaire (Bancroft et al., 2002). L’élasticité de 

la MEC en présence de stimulations mécaniques influencerait la différenciation des CSM 

vers la voie ostéoblastique et augmenterait la sécrétion de MEC (Sikavitsas et al., 2005). 

Néanmoins il est nécessaire de réaliser un temps de culture in vitro favorable à la formation 

osseuse in vivo.  

 Ce type d’étude a été réalisé sur des lésions au niveau de la calvaria de rats avec des 

substituts en fibres de titane cellularisés avec des CSM pendant 1, 4 et 8 jours en perfusion. 

L’analyse histologique réalisée 30 jours après l’implantation, a révélé qu’1 jour de culture en 

perfusion permettait d’obtenir le meilleur pourcentage de néoformation osseuse (Sikavitsas et 

al., 2005). Une cellularisation de courte durée en préimplantatoire, serait alors suffisante en 

reconstruction osseuse. Cependant, s’agissant d’une étude réalisée dans le modèle murin, il 

est difficile de transposer ces résultats à l’homme, le petit animal étant doté d’une 

régénération spontanée (Gomes & Fernandes, 2011). 

 La culture dynamique présenterait aussi l’avantage de favoriser la différenciation 

ostéoblastique en absence de dexaméthasone. De plus, la porosité du support agirait sur le 



 179

stade de différenciation ostéoblastique (Holtorf et al., 2005). Des études similaires à celles 

précédemment citées ont été réalisées sur support résorbables, comme les polymères de 

poly($-caprolactone), et ont démontré une efficacité identique à celle du support en titane 

(Pham et al., 2006). Une approche de perfusion pour la vascularisation d’un substitut en 

présence de CSM, a récemment été publiée par Kuo et son équipe. Cette étude consistait à 

cultiver des cellules endothéliales humaines de sang de cordon avec des CSM de MO, dans 

un hydrogel allogénique injectable à base de collagène-hydroxyle phénolique. Après greffe 

chez la souris ils ont observé des résultats optimaux en présence des deux types cellulaires, 

avec une augmentation de l’anastomose (i.e., connexion entre deux structures via des 

vaisseaux sanguins) et une différenciation sur la durée des CSM en ostéoblastes (Kuo et al., 

2015).  

 En conclusion, la culture en perfusion présente de nombreux avantages pour 

l’ingénierie tissulaire du tissu osseux. Non seulement le flux appliqué permet un apport en 

nutriments et en oxygène continu mais il évite aussi l’accumulation des déchets cellulaires. 

Les divers études ont démontré un impact non négligeable de la structure des pores (forme, 

interconnexion, taille, et porosité) sur la croissance du tissu osseux après implantation in vivo 

(Kasper et al., 2008).  

2.7.4. Rôle de l’oxygène 

 Les pressions partielles en oxygène de l’organisme sont très variables d’un tissu à un 

autre. Les plus faibles pO2 sont retrouvées dans le cartilage (1-8%) et dans la moelle osseuse 

(1%-6,5%) ainsi qu’au niveau des lésions tissulaires (< 1%) (Obradovic et al., 1999; 

D’Ippolito et al., 2006).  

Au cours de l’implantation du greffon il est donc important de développer des 

stratégies pour éviter une diminution trop brusque de l’oxygène dissous dans le 

microenvironnement cellulaire afin de ne pas entraîner une mort massive. L’oxygène n’est 

cependant pas le seul facteurs impliqué dans le viabilité cellulaire in vivo, l’apport en 

nutriment, comme le glucose, est tout aussi important. C’est en effet ce qu’ont démontré 

Deschepper et son équipe en évaluant l’impact de différentes concentrations en glucose en 

condition proche de l’anoxie, sur la viabilité et les propriétés pro-angiogéniques des CSM. Ils 

ont ainsi mis en évidence le rôle essentiel du glucose dans le maintien de la viabilité et des 

fonctions cellulaires (Deschepper et al., 2013). 
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 La vascularisation du tissu osseux est dépendante de sa densité, ce n’est pas l’os mais 

le tissu conjonctif vasculaire qui va apporter les nutriments et l’oxygène aux cellules 

osseuses. Lorsque l’approvisionnement sanguin est interrompu, il  apparaît rapidement une 

mort cellulaire puis une nécrose osseuse. Les ostéocytes, ostéoblastes et ostéoclastes ne 

survivent pas plus de deux jours, alors que les CSH meurent dans les 24h. A l’inverse, un os 

suffisamment alimenté en oxygène permettra la mise en place de nouveaux capillaires et la 

migration des cellules souches du tissu voisin vers le greffon, afin qu’elles puissent le 

recoloniser avec de nouveaux ostéoblastes et fibroblastes. C’est le phénomène attendu après 

greffe de substituts cellularisés. 

 Une faible tension en O2 est connue pour agir comme un stimulateur direct de 

l’ostéoclastogenèse et va par ailleurs affecter les ostéoblastes en diminuant leur prolifération 

et leur différenciation cellulaire. En effet, une diminution de l’expression du facteur de 

transcription ostéoblastique Runx2, du collagène I et de la PAL a été mise en évidence en 

conditions hypoxiques (Arnett, 2010). Au sein de la MO, les progéniteurs ostéoblastiques 

peuvent évoluer sous de faibles concentrations en O2. Pour les CSM, les conditions 

hypoxiques (1-12%O2) sont favorables à leur prolifération et au maintien de leurs 

caractéristiques (Grayson et al., 2006). A l’opposé de l’impact de l’hypoxie, l’hyperoxie 

tissulaire (normoxie de culture % 21%O2) favoriserait l’expression des marqueurs 

ostéoblastiques des CSM (D’Ippolito et al., 2006). Cependant des résultats inverses ont été 

obtenus pour les ostéoblastes de rat (Utting et al., 2006). Les effets de l’oxygène dans la 

culture cellulaire sont très controversés puisque selon le modèle cellulaire, le modèle animal 

et le substrat, les résultats sont variables d’une étude à une autre (Ejtehadifar et al., 2015). Au 

cours de la différenciation cellulaire, les cellules augmentent leur consommation en oxygène 

dû à un métabolisme énergétique très actif. Ce processus est progressif de l’étape de 

prolifération jusqu’à la morphogénèse, puis une diminution métabolique est observée au 

cours de la minéralisation (Komarova et al., 2000). C’est pour cela que de faibles pressions 

en O2 sont défavorables à la synthèse de MEC, avec notamment une production de collagène 

I moins bien organisée et moins abondante (Utting et al., 2006). 

 Enfin, pour obtenir un biomatériau avec un fort caractère ostéogénique, il faut aussi se 

placer en conditions favorisant sa vascularisation in vivo. L’hypoxie favoriserait l’expression 

du VEGF par les ostéoblastes. Ce facteur de croissance, contenu abondement dans le hLP et 

sécrété par les CSM elles-mêmes, est un puissant chémoattractant, acteur principal de 

l’angiogenèse (Beckermann et al., 2008). 
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3. L’ingénierie tissulaire du tissu méniscal 

 

3.1. Le ménisque du genou : généralités 

3.1.1. Anatomie du genou 

 Le genou comporte trois articulations (zone de contact entre deux os), une première 

entre la patella et le fémur, une seconde entre le condyle latéral du fémur et le plateau tibial, 

et une dernière entre le condyle médial du fémur et le plateau tibial. La taille et la forme des 

condyles fémoraux correspondent à celles du plateau tibial, apportant ainsi une stabilité au 

cours de la marche (Blackburn & Craig, 1980). L’articulation du genou tient sa force des 

ligaments et des muscles qui l’entourent. On dénombre quatre principaux ligaments : le 

ligament croisé antérieur (LCA), le ligament croisé postérieur (LCP), le ligament collatéral 

médial (LCM) et le ligament collatéral latéral (LCL) (Figure 47). Ils sont essentiels au 

maintien de l’articulation ainsi que dans l’orientation et la limitation du mouvement. Le LCA 

va prévenir la translation antérieure et l’hyperextension tandis que le LCP va limiter la 

translation postérieure lors de la flexion (Blackburn & Craig, 1980). Les ligaments croisés 

sont de ce fait, importants pour stabiliser l’articulation du genou. 

 

  

Figure 47 – Articulation du genou en position fléchie montrant les ménisques externe et interne 
entre le plateau tibial et la tête fémorale (d’après jama.jamanetwork.com). LCL : Ligament croisé 
latéral ; LCA : Ligament croisé antérieur ; LCP : Ligament croisé postérieur ; LCM : Ligament croisé 
médial. 
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 L’articulation du genou est une articulation synoviale (Figure 48). Elle possède donc 

une capsule articulaire qui va permettre de stabiliser l’articulation avec l’aide des muscles 

environnants. Elle est composée d’une capsule fibreuse et ligamenteuse, qui est recouverte 

d’une sorte de muqueuse, appelée membrane synoviale. Cette dernière tapisse les surfaces de 

la cavité articulaire qui ne sont pas recouvertes de cartilage et sécrète un liquide visqueux et 

incolore, la synovie. En association avec le cartilage hyalin des surfaces articulaires, elle va 

avoir un rôle dans la lubrification et dans la protection des surfaces osseuses de l’articulation. 

Ce cartilage articulaire agit en réduisant la friction au cours de la marche, mais aussi en 

absorbant et en distribuant les charges mécaniques.  

  

 

Figure 48 - Représentation schématique de la capsule articulaire du genou. 

 

 Entre le fémur et le tibia, au niveau des compartiments médial et latéral, sont situés 

deux disques de fibrocartilage, un interne (médial) et un externe (latéral). Ce sont les 

ménisques du genou (Figure 48). Leur rôle est en partie similaire à celui du cartilage hyalin 

concernant l’absorption des charges mécaniques, leurs actions combinées vont assurer la 

fluidité du mouvement articulaire au cours des déplacements. 

3.1.2. Fonctions des ménisques 

 Les ménisques possèdent une structure semi-lunaire, ce qui justifie l’origine grecque 

du mot ménisque, mêniskos, qui signifie croissant. Ils possèdent une forme leur permettant de 

recouvrir 70% de la surface de contact entre le fémur et le tibia et ainsi d’assurer un rôle de 

cale. Ils arborent chacun un rôle anatomique particulier. Le ménisque interne a la forme 
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d’un C et joue un double rôle, celui d'amortisseur entre le fémur et le tibia, et de stabilisateur 

dans la rotation externe du tibia en flexion. Le ménisque externe est le plus stable, il a la 

forme d'un O, épousant le plateau tibial et le condyle externe du fémur, tous deux convexe. 

Ils sont attachés l’un à l’autre ainsi qu’aux ligaments croisés du genou par l’intermédiaire de 

leurs cornes ou racines.  

 Ils ont un rôle chondro-protecteur (protection du cartilage), mais également 

stabilisateur passif du genou, notamment en cas de rupture du LCA (Makris et al., 2011). Ils 

vont donc assurer l’amortissement des chocs, ainsi qu’un fonctionnement durable de 

l’articulation en redistribuant les charges du fémur vers le plateau tibial (Fairbank, 1948).  

3.1.3. Composition et ultrastructure 

 Le ménisque du genou est un tissu fibrocartilagineux de faible cellularité, possédant 

une structure avasculaire à l’exception de sa périphérie. An niveau tissulaire, il est constitué 

de deux types de tissus, l’un fibreux et l’autre cartilagineux : le tissu fibreux, situé à 

l’extérieur, est excessivement flexible et dense alors que le tissu cartilagineux, dans la zone 

intérieure, est ferme mais élastique.   

3.1.3.1. Vascularisation 

 La vascularisation du ménisque est répartie en trois zones (Figure 49). Les vaisseaux 

sanguins pénètrent uniquement dans la partie extérieure qui constitue 10 à 25% du tissu, cette 

zone est appelée rouge-rouge (Day et al., 1985).  

 
Figure 49 – Microvascularisation méniscale. (1.) Délimitation des 3 zones du ménisque en fonction 
de vascularisation. (2.) Analyse histologique de deux ménisques après diaphanéisation (étape qui 
consiste à rendre transparent un tissu pour obtenir un contraste avec l’arborescence vasculaire colorée 
à l’encre de chine). (Day et al., 1985). 
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 Par analogie la zone intérieure est appelée blanche-blanche en raison de son absence 

totale de vascularisation. Et entre les deux, la partie centrale est appelée rouge-blanche car 

elle est partiellement vascularisée. Les vaisseaux de la zone rouge-rouge sont principalement 

localisés au niveau des extrémités méniscales, communément appelées cornes méniscales 

(Figure 49 (2.)). De la même manière, ces cornes sont fortement innervées au niveau des sites 

d’attachement aux ligaments. Les neurorécepteurs qu’elles contiennent vont avoir des 

fonctions proprioceptives (perception du corps et des mouvements) et mécanoréceptives 

(perception du toucher et de l’étirement) (Rijk, 2004). 

3.1.3.2. Composition matricielle  

 Le tissu méniscal est constitué à 72% d’eau, les 28% restant correspondent 

essentiellement à de la matrice extracellulaire (MEC) et à des cellules. La composition du 

ménisque diffère selon l’âge et l’espèce (Messner & Gao, 1998). Chez l’homme adulte, il est 

composé d’une matrice essentiellement collagénique (collagène de type I, II, III, V et VI) 

représentant de 60 à 80% de son poids sec, avec une majorité de collagène I (80%). Le reste 

étant composé de 8 à 13% de protéines non collagéniques comme l’élastine et des 

glycoprotéines d’adhésion (fibronectine et thrombospondine) et de 1 à 2 % de protéoglycanes 

(Makris et al., 2011).  

3.1.3.3. Configuration collagénique 

  Les zones rouge-rouge et rouge-blanche sont principalement constituées de collagène 

de type I tandis que la zone blanche-blanche comporte à la fois du collagène des types I et II, 

avec une prédominance pour le type II (McDevitt & Webber, 1990). 

 Les fibrilles de collagène I (Col I) font à peu près 50 nm de diamètre et sont de ce fait 

très résistantes. Le collagène de type I représente la quasi-totalité du collagène présent dans 

les zones vascularisées du ménisque. Le collagène de type II (Col II) est le constituant 

principal du cartilage articulaire. Sa structure est moins résistante que son homologue de type 

I mais il représente le collagène majoritaire de la zone avasculaire du ménisque (60% versus 

40% pour le Col I).  

 Le collagène de type I est organisé en faisceaux de configuration spécifique selon la 

zone du ménisque. Il est retrouvé sous quatre configurations (Figure 50). Au niveau de la 

zone superficielle il forme un réseau aléatoire de fibres de faible diamètre, dans la couche 

sous-jacente (lamellaire) sa structure est orientée mais néanmoins irrégulière. Au centre du 
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ménisque, les fibres de Col I sont alignées parallèlement les unes aux autres de façon 

circonférentielle. Elles sont plus épaisses que celles de la zone superficielle. Pour finir, au 

centre on retrouve des fibres radiaires. Elles sont peu nombreuses et sont positionnées 

perpendiculairement aux fibres circonférentielles. Elles vont maintenir ces dernières en place 

et ainsi prévenir les déchirures longitudinales et la mécanique du tissu (McDevitt & Webber, 

1990). 

 

 
 

Figure 50 – Organisation des fibres de collagène au sein du ménisque. 

 

3.1.3.4. Les protéoglycanes 

 Les protéoglycanes sont des assemblages de chaines polysaccharidiques, les 

glycosaminoglycanes (GAGs), et de protéines. Ils sont fortement retrouvés comme 

composants matriciels des tissus de type cartilagineux, car ils agissent comme de véritables 

pièges à eau, essentiels au rôle mécanique de ces tissus (Sanchez-Adams et al., 2011). 

S’agissant de grosses molécules, elles résistent aux charges de compression et leurs charges 

négatives assurent une résistance à la pression osmotique. Les protéoglycanes sont composés 

de trois GAGs principaux : le sulfate de chondroïtine, l’acide hyaluronique et le sulfate de 

kératane. Dans la matrice méniscale (et cartilagineuse) elles sont associées à un filament 

protéique, la protéine « core » pour former une structure appelée agrécane. Les agrécanes 

vont se fixer à de l’acide hyaluronique formant ainsi le protéoglycane (Makris et al., 2011) 

(Figure 51). 
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Figure 51 – Composition d’un protéoglycane. (1.) Représentation schématique des 
interactions entre les glycosaminoglycanes (GAGs) et les protéines « core » (2.) 
Formules chimiques des trois GAGs composant un protéoglycane articulaire. (d’après 
physiotherapymilan.it) 
 

3.1.3.5. Composition cellulaire 

 Au sein du ménisque on distingue trois types cellulaires : les fibrochondrocytes, les 

cellules « fibroblast-like » et les cellules de la zone superficielle (Figure 52 (1.)).  

 

 Les fibrochondrocytes sont prédominants au sein du ménisque et sont principalement 

retrouvés dans la partie intérieure du tissu. Leur morphologie ainsi que leur matrice 

extracellulaire environnante, ne sont pas sans rappeler les chondrocytes et leur production de 

Col I, les apparente aux fibroblastes (McDermott, 2010). Ces ressemblances ont conduit au 

terme de « fibrochondrocytes » pour la description de ce type cellulaire unique. Les cellules 

de l’intérieur (partie avasculaire) possèdent un phénotype plus chondrocytaire que celle de la 

partie externe, on les appelle « chondrocyt-like ». En effet, elles sécrètent une MEC riche en 

Col II et en agrécanes identique à la MEC du cartilage hyalin. Deux populations distinctes de 

fibrochondrocytes sont retrouvées selon leur localisation dans le ménisque humain. La 

couche superficielle est constituée de cellules ovales ou fusiformes alors qu’en profondeur 

elles sont rondes ou polygonales (Figure 52 (2.)). 
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Figure 52 - Morphologie et localisation des cellules méniscales. (1.) Schématisation d’une coupe 
transversale de ménisque représentant les cellules de la zone superficielle (blanche-blanche) de type 
chondrocytaire, les cellules de la zone intermédiaire, les fibrochondrocytes, et les cellules de la zone 
vascularisée de type fibroblastique (Makris et al., 2011). (2.) Photographies de cellules méniscales 
extraites de la zone avasculaire, de la zone vascularisée et des cornes (Mauck et al., 2007). 
 

 

 Jusqu'à présent aucun marqueur spécifique des cellules méniscales (CM) n’a encore 

été mis en évidence. En règle générale, les équipes se basent sur des marqueurs 

chondrocytaires pour les caractériser. Différentes équipes ont cependant tenté de développer 

des systèmes pour les discriminer avec notamment l’établissement de techniques d’analyse 

quantifiables. C’est en effet ce qu’ont développé Son et Levenston en 2012. Ils ont identifié 3 

couples de transcrits susceptibles de caractériser les CM en fonction de leur localisation au 

sein du tissu d’origine. Ils ont qualifié d’indicateurs de variation génique les couples : 

collagène VI/collagène II, ADAMTS-5/collagène II et collagène I/collagène II (Son & 

Levenston, 2012) (Figure 53 ci-après). Ces résultats confirment les similitudes 

morphologiques observées entre les cellules de la zone avasculaire et les cellules de cartilage. 

à peu près à la même période, Furumatsu et son équipe sont parvenus au même constat avec 

des analyses histochimiques et phénotypiques (Furumatsu et al., 2011). Lors d’une étude 

réalisée en 2005, Verdonk et son équipe avaient entrepris de les caractériser par analyse de la 

matrice extracellulaire sécrétée. Les cellules ont été cultivées en monocouche ou en gel 

d’alginate, et leur MEC (Col I, Col II et agrécane) a été comparée à celle de chondrocytes 
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articulaires cultivés en alginate. Ils ont mis en évidence qu’il y avait différentes populations 

cellulaires au sein du ménisque, avec une MEC et des marqueurs membranaires distincts. La 

culture en alginate diminuait significativement la prolifération cellulaire (Verdonk et al., 

2005). Cependant peu importe la zone à partir de laquelle elles sont extraites, une partie des 

cellules peuplant le ménisque peuvent être induites dans les trois lignées mésenchymateuses 

(chondrogénique, adipocytaire et ostéoblastique), la partie avasculaire possède cependant une 

faible ostéogénicité (Mauck et al., 2007). Cette caractéristique sous-entend que parmi les 

populations cellulaires du ménisque se trouvent des cellules s’apparentant à des CSM mais 

avec une plasticité plus restreinte (Furumatsu et al., 2011). 

 

 

 
 

 
Figure 53 - Analyse structurale d’un ménisque bovin. (1.) Ménisques immatures bovins divisés en 
trois parties. (2.) Distribution des glycosaminoglycanes sulfatés dans les régions intérieure, centrale et 
externe. Les coupes sont colorées à la Safranin-O (GAGs en rouge) et contre colorées au Fast Green. 
(3.) Représentation en Clustergramme des ratios d’expression transcriptomique obtenus pour les 3 
zones méniscales de différents échantillons (échantillons de cartilage comme contrôle). La 
représentation 3D obtenue illustre l’évolution phénotypique des cellules de ménisques selon les zones 
méniscales (d'après Son & Levenston 2012). (Col-1 : collagène I, col-2 : collagène II, col-6 : 
collagène VI et TS5 : ADAMTS-5) 
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3.1.4. Contraintes mécaniques du ménisque du genou  

Dans des conditions d’utilisation normales, les forces exercées au niveau de 

l’articulation du genou sont très importantes. En effet, cette partie du corps est constamment 

sollicitée, particulièrement chez les sportifs et les personnes adoptant une position accroupie 

régulière. Afin d’éviter l’érosion du cartilage au niveau du fémur et du plateau tibial, les 

ménisques vont assumer le rôle de tampon. 

De par ses différentes fonctions et sa géométrie, le tissu méniscal est sujet à différents 

stress tels que la compression, la tension et le cisaillement. La composition et l’organisation 

structurale de la MEC sont responsables des propriétés biomécaniques de ce tissu et protègent 

les surfaces cartilagineuses au niveau des zones articulaires.  

 Les protéoglycanes sont responsables de l’hydratation et offrent au cartilage une 

résistance mécanique. Ils sont majoritairement localisés dans les régions intérieures et 

centrales car ce sont les zones les plus sollicitées. Dans la zone externe, ils contribuent à 

augmenter la viscosité tissulaire alors qu’au centre ils contribuent également à la résistance 

aux charges de compression (Sanchez-Adams et al., 2011).  

L'orientation spécifique des fibres de collagène apporte de la rigidité au tissu et de la 

résistance à la tension. Les cellules se développent de manière organisée le long des fibres de 

collagène. Ce réseau complexe permet au fibrocartilage de résister aux forces extrusives 

appliquées lorsqu’il est comprimé entre les condyles fémoraux et le plateau tibial (Croutze et 

al., 2013).  

3.2. Physiopathologie méniscale 

3.2.1. Les causes 

 Lorsqu’il est trop régulièrement ou trop intensément sollicité, le ménisque peut se 

déchirer. Les traumatismes du ménisque représentent les opérations les plus pratiquées en 

chirurgie orthopédique. Elles peuvent être d’origine non traumatique, dégénérative 

(méniscoses) ou liées à l’âge, mais la plupart du temps elles sont d’origines traumatiques. 

Pour ces dernières, il s’agit généralement de la conséquence de mouvements de flexion ou de 

tension forcés, qui sont occasionnées au cours de la pratique trop intensive d’un sport ou 

alors en adoptant une position accroupie répétée. Les lésions méniscales sont souvent



 190

 associées au développement d’une arthrose du genou (maladie articulaire dégénérative). 

3.2.2. Les déchirures méniscales 

3.2.2.1. Déchirures d’origine traumatique  

 Les déchirures traumatiques surviennent le plus souvent chez des individus jeunes et 

actifs ou alors en surpoids. Elles sont qualifiées de partielles lorsque la profondeur de la lésion 

est peu importante et que le ménisque est encore attaché à l’avant et à l’arrière du genou. 

Selon son emplacement, la guérison peut se faire par des traitements conservateurs. Lorsque 

l’on parle de déchirure complète, c’est que la lésion traverse toute l’épaisseur du ménisque. 

Cela va provoquer une instabilité dans l’articulation (Guo et al., 2015). La plupart du temps 

ces déchirures se caractérisent par un lambeau de ménisque suspendu (languette) ou une anse 

de seau méniscale. Ce type de lésion peut conduire à des blocages et/ou des douleurs, c’est 

pourquoi les chirurgiens ont parfois recours à une résection partielle ou totale du tissu. 

3.2.2.2. Déchirure d’origine dégénérative  

 Il s’agit d’une dégradation du tissu due à l’usure qui apparaît en général chez des 

patients plus âgés (> 30 ans) qu’ils soient actifs ou non. Les bords du ménisque s’abîment et 

s’effilochent, ce qui peut conduire à une déchirure dans de multiples directions ou à un 

ménisque inutile (Guo et al., 2015) (Figure 54).  

 

 

 
Figure 54 - Classification des lésions méniscales verticales de TRILLAT. (d’après 
nordgenou.com) 
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  Leur classification repose sur trois critères : leur taille, leur profondeur et leur 

localisation au sein du ménisque. Le motif de la déchirure va influencer la méthode de 

traitement utilisée. Les ménisques dégénératifs ont un faible potentiel de guérison et sont le 

plus souvent associés à d’importantes altérations cartilagineuses. 

3.3. Stratégies thérapeutiques concernant les lésions méniscales 

 Les déchirures méniscales survenant dans la zone rouge-rouge sont celles qui ont le 

meilleur pronostic de guérison sans nécessairement avoir recours à la chirurgie. Lorsqu’il 

s’agit de la zone rouge-blanche, le processus de guérison est ralenti. La partie de la déchirure 

localisée dans la zone vascularisée va pouvoir guérir spontanément mais selon la sévérité de 

la lésion (taille, forme), l’acte chirurgical sera inévitable. La plupart du temps lorsqu’il s’agit 

de cette zone, les chirurgiens tentent de pratiquer une suture. Par contre pour ce qui est de la 

zone blanche-blanche, le taux de guérison est très faible voire inexistant. 

3.3.1. Les techniques chirurgicales 

3.3.1.1. La suture 

 La chirurgie méniscale peut être réalisée à ciel ouvert, par la technique d’arthroscopie 

ou par une combinaison des deux. Quatre générations de réparations méniscales se sont 

succédées. La 1ère génération est la technique dite à ciel ouvert, elle était pratiquée avant 1980. 

Elle était réalisée par arthrotomie et était considérée comme une chirurgie dite classique avec 

une rééducation longue et imparfaite (Beaufils et al., 2011). Il s’agit d’une technique 

relativement simple, qui est cependant limitée par la convexité méniscale. Puis ce fut l’arrivée 

d’une technique de chirurgie micro-invasive, l’arthroscopie, faisant appel à des aiguilles à 

suture « de dedans en dehors » pour les lésions postérieures, ou « de dehors en dedans » pour 

les lésions plus antérieures (Beaufils et al., 2011). La procédure de dedans en dehors avec le 

passage des fils en U d’arrière en avant au travers du ménisque et de la fissure jusqu’au mur 

méniscal, et celle de dehors en dedans réalisée de l’extérieur vers l’intérieur, avec perforation 

successive de la capsule articulaire, du mur méniscal, de la fissure et du ménisque. Les 

troisièmes et quatrièmes générations sont des techniques dites « tout en dedans ». Elles 

utilisent respectivement des attaches et des fils. Elles ont pour avantage, l’absence d’incision 

postérieure et l’utilisation de fils, limitant le risque iatrogène des attaches. 
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 La suture méniscale est réalisée dans les cas de lésions d’origines traumatiques. Cette 

pratique est privilégiée, particulièrement pour le sujet jeune, car elle permet de conserver le 

tissu et ainsi éviter les conséquences d’une méniscectomie. Elle est actuellement réalisée sous 

arthroscopie. 

3.3.1.2. La méniscectomie partielle ou totale 

Selon l’atteinte méniscale, il est parfois recommandé d’avoir recours à une ablation 

partielle ou totale du ménisque. Ce type de résection entraîne une sollicitation irrégulière des 

surfaces articulaires. Il a en effet été démontré l’existence d’une corrélation linéaire entre 

l'augmentation de la contrainte sur les surfaces articulaires du tibia et la quantité de tissu 

méniscal enlevée (McDermott, 2010). Qu’elle soit totale ou partielle, la méniscectomie est 

documentée comme étant associée à un taux élevé d’arthrose du genou (Fairbank, 1948). 

 Le revue de 1986 rédigée par Simpson résume rétrospectivement la réhabilitation des 

230 patients ayant subi des méniscectomies ouverte ou par arthroscopie. Les résultats 

montrent que l’arthroscopie diminue significativement la durée de l’hospitalisation et permet 

une reprise du travail et du sport plus rapidement (Simpson et al., 1986). Cette technique offre 

donc des avantages à la fois thérapeutiques et économiques.  

A ce jour, les traitements chirurgicaux du ménisque se font majoritairement par ces 

techniques mini invasives arthroscopiques. Les douleurs post-opératoires sont minimales et la 

durée de rééducation est énormément réduite contrairement aux interventions chirurgicales 

ouvertes classiques. Néanmoins, la méniscectomie totale ou subtotale reste nécessaire pour les 

déchirures importantes et irréparables. 

3.3.3. Les conséquences de la méniscectomie  

 Fairbanks réalisa en 1948 une comparaison radiologique de l’articulation du genou de 

107 patients avant et après méniscectomie. Il observa dans une majorité des cas une 

déformation du condyle fémoral avec l’apparition de crêtes antéropostérieures et d’un 

aplatissement généralisé de la surface articulaire du fémur. Différentes études du même type 

ont été réalisées et ne s’accordent pas toutes sur les résultats (McDermott, 2010). Cette 

disparité serait due aux différences entre les patients, à la procédure de méniscectomie utilisée 

et à la durée du suivi. Il a de plus été démontré que la préservation du mur méniscal (i.e., 

bordure périphérique circonférentielle du ménisque) était essentielle pour limiter les 

conséquences sur le long terme, comme la survenue de gonarthrose. 
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 Par ailleurs les conséquences de la méniscectomie ne seront pas de la même ampleur 

selon le ménisque considéré. En effet, le ménisque latéral véhicule 70% des charges du 

compartiment latéral de l’articulation, après résection une étude a révélé que seulement 47% 

des patients obtenaient de bons résultats sur le suivi au long terme. A l’inverse, le ménisque 

médial supporte seulement 50% des charges de son compartiment, ce qui explique que même 

en l’absence du ménisque médial, la convexité du condyle fémoral et la concavité du plateau 

tibial médial permettent d’assurer un certain degré de congruence (McNicholas et al., 2000).  

 D’autres paramètres vont être impliqués dans le pronostique au long terme parmi 

lesquels on peut citer l’âge, le sexe et l’indice de masse corporel du patient. On observe une 

recouvrance fonctionnelle articulaire plus rapide chez les patients jeunes, et différents 

rapports semblent montrer que les femmes obtiennent des résultats moins satisfaisants que les 

patients de genre masculin. De plus, le poids du patient va aussi fortement influencer la 

réhabilitation dût à la charge imposée (McDermott, 2010). 

3.4. La préservation méniscale  

 Les ménisques ne sont pas des structures uniformes, leur cellularisation est inégale, de 

même que la répartition de leur viscoélasticité. Leur rôle de cale stabilisatrice implique de 

maintenir une structure 3D, de préférence collagénique, possédant des propriétés équivalentes 

au tissu natif.  

3.4.1. L’allogreffe méniscale 

 Le tissu d’origine est par nature le candidat de remplacement idéal, notamment en cas 

de méniscectomie totale pour laquelle on assiste à la perte du mur méniscale. Elles offrent des 

propriétés biomécaniques optimales par leur microstructure et leur composition matricielle 

établie. Cependant, il persiste des différences morphologiques entre les ménisques 

allogéniques et les surfaces articulaires du receveur ce qui conduit inévitablement à une 

diminution de la fonctionnalité méniscale. A cela peut s’ajouter un défaut d’intégration les 

limitant au rôle de stabilisateur (McDermott, 2010). 

 Les allogreffes sont de trois catégories : les allogreffes fraîches ou cryopréservées, de 

ménisques congelés ou lyophilisés. Les allogreffes fraîches ou cryopréservées présentent un 

risque de transmission de maladies plus élevé que les ménisques traités, mais contiennent un 

pool de cellules vivantes nécessaire à la préservation de la MEC et au maintien de l’intégrité 
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mécanique du greffon post-greffe. Des essais cliniques ont démontré que 1 an après la greffe, 

un envahissement du greffon par les cellules du receveur était observé (Rijk, 2004). Les 

problèmes majoritaires des allogreffes étant la disponibilité, le coût et la sécurisation. Elles 

sont indiquées en cas de méniscectomie totale ou subtotale, mais sont contre-indiquées en cas 

d’arthrose avancée. 

 Pour ce qui est des ménisques congelés ou lyophilisés, on observe une perte de la 

composante cellulaire et une dénaturation des antigènes de surface diminuant ainsi les risques 

de réponses immunitaires. La reconstruction du système vasculaire serait plus efficace dans 

les ménisques lyophilisés, cependant des inflammations de la membrane synoviale semblent 

être plus fréquentes avec ce traitement (Rijk, 2004).  

Bien que les chirurgiens utilisent les allogreffes après méniscectomie totale, certaines 

équipes se sont risquées aux greffes autologues pour le recouvrement de petits défauts. Il ne 

s’agit pas dans ce cas d’une greffe de ménisque, mais du remplacement du tissu réséqué par 

un greffon provenant d’une autre source tissulaire. Des essais ont été menés chez l’animal 

avec notamment du tissu graisseux, du périchondre et du tendon (Tienen et al., 2006). Les 

résultats obtenus étaient insuffisants en raison des faibles propriétés mécaniques de ces tissus 

et de leur porosité inadaptée. 

3.4.2. Les substituts méniscaux 

 Un substitut méniscal doit satisfaire différents impératifs pour se rapprocher au plus 

près de la physiologie du tissu, tel que des impératifs anatomiques, histologiques, 

biomécaniques ou encore techniques (Guo et al., 2015) (Tableau 15).  

 
Tableau 15 - Evaluation des différentes catégories de substituts méniscaux selon trois critères. 
Mécanique : propriétés mécaniques, géométrie, anisotropie, ; Bioactivité : phénotype cellulaire, synthèse 
de MEC, immunogénicité, biointégration ; Logistique : l’apport en produit, fabrication, stérilisation, 
facilité d’implantation chirurgicale (Makris et al., 2011). 

Critères évalués 
Supports 

synthétiques 
Hydrogels 

Composants de 

MEC 

(collagène, GAGs...) 

Supports dérivés de tissus 

(matrice decellularisée, 

SIS...) 

Mécanique +++ + +++ ++ 

Bioactivité + ++ ++ ++++ 

Logistique ++++ ++++ +++ + 
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 Des matériaux synthétiques et naturels ont été proposés pour le remplacement permanent du 

tissu méniscal ou favoriser le développement d’un nouveau tissu. Ils sont catégorisés en 4 

classes : les polymères synthétiques, les hydrogels, ceux à base de MEC et les substituts 

biologiques. 

3.4.2.1. Les substituts synthétiques 

 Les substituts synthétiques offrent de nombreux avantages tels qu’une possibilité de 

fabrication selon une multitude de méthodes, la maîtrise de la porosité, de la taille des fibres, 

des propriétés mécaniques et de la géométrie du substitut (Vrancken, Buma, et van Tienen 

2013). Cependant ils n’égalent pas la biomécanique du tissu d’origine et sont peu bioactifs. 

Parmi ces polymères synthétiques, il y a l’acide polylactique, l’acide glucuronique et le 

polyuréthane. 

 
• L’implant Actifit® (Orteq Sports Medecine) est un support poreux en polyuréthane 

aliphatique, initialement destiné à remplacer un ménisque dans son intégralité. Il s’agit d’un 

polymère constitué de fragments flexibles biodégradables de polycaprolactone (80%) et de 

segments solides semi-dégradables en uréthane (20%) (Figure 55 (1.)). Le processus de 

dégradation a lieu selon une réaction d’hydrolyse lente et génère des produits de dégradation 

non toxiques, lesquels seront rejetés ou intégrés par le tissu receveur. Son importante porosité 

permet la croissance d’un fibrocartilage et la synthèse matricielle. Il est en règle générale, 

greffé au mur méniscal permettant ainsi le transit cellulaire de ce dernier vers le centre du 

greffon (Baynat et al., 2012). Les résultats obtenus étaient globalement satisfaisants, avec une 

diminution des douleurs de la méniscectomie, et un rôle supposé dans le ralentissement du 

développement arthrosique. Cependant l’apport biomécanique de ce biomatériau n’est pas 

encore évalué. Une autre étude a été menée à partir d’un greffon similaire chez le chien. Ils 

ont évalué les effets sur le long terme du matériau sur la dégénération cartilagineuse, en 

comparaison avec un groupe ayant subi une méniscectomie sans remplacement. Ils ont 

observé des altérations cartilagineuses significativement plus importantes en présence du 

substitut, avec des différences notables entre les animaux. Cette étude n’a donc pas permis la 

mise en évidence d’un avantage de l’utilisation de ce type de substitut, mais souligne 

l’importance de la forme de ce dernier dans le rôle bénéfique de l’implant (Tienen et al., 

2006). Son utilisation serait donc davantage appropriée pour des remplacements de 

méniscectomies partielles. 
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Figure 55 – Exemples de substituts méniscaux synthétiques. (1.) a. Le substitut 
Actifit® existe pour le ménisque latéral et le médial. b. Image de microscopie 
électronique à balayage représentant l’interconnexion des pores. c. et d. Résultats 
d’imagerie par résonnance magnétique de l’implant 14 mois après sa mise en place (& 
: implant ; ! : ménisque sain). (2.) a. Photographique du substitut NUsurface® dans sa 
totalité. On voit clairement la disposition circonférentielle des fibres de polyuréthane. 
b. Version de la prothèse méniscale incluant des boulons pour la fixation aux cornes. c. 
Image de résonnance magnétique sagittal après 12 mois d’implantation, on observe une 
réparation de l’espace articulaire. (Illustrations extraites de Vrancken et al. 2013)  

 

• Dans le cas où la conservation méniscale est impossible dû à la sévérité de la 

déchirure, il faut remplacer le ménisque dans sa totalité. Pour le moment aucun ménisque 

synthétique ne possède une forme suffisamment adaptée pour recouvrir de manière appropriée 

les surfaces articulaires. C’est le défi que tente de relever le substitut NUsurface®, 

actuellement en essai clinique de phase I. C’est implant méniscal est composé de polymères 

de polycarbonate d’uréthane (PCU), renforcé dans sa circonférence par des fibres de 

polyéthylène, ayant but de reproduire les caractéristiques structurales d’un ménisque naturel 

(Figure 55 (2.)). Il s’agit d’un substitut dit « anisotropique » car il peut présenter différentes 

caractéristiques selon son orientation, comme c’est le cas du tissu méniscal. Il est indiqué 

pour des patients souffrant de douleurs articulaires associées à une perte de fonction 

méniscale. Son implantation chez le mouton en remplacement du ménisque médial, n’a pas 

montré de différences significatives concernant l’atteinte cartilagineuse par comparaison avec 

un genou sain (Zur et al., 2011). L’effet chondro-protecteur devra être vérifié sur un temps 
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plus long, toutefois ce type de substitut semble être prometteur pour la conservation de la 

fonction méniscale. 

 

• Les implants en hydrogel à base d’alcool de polyvinyle (PVA) sont les 

premiers substituts non poreux envisagés pour la substitution méniscale. Ils possèdent une 

viscoélasticité et une résistance à la force de compression identiques à celle du ménisque 

natif. Des essais menés sur le lapin ont montré un effet chondro-protecteur par comparaison 

avec une méniscectomie. Des résultats opposés ont été obtenus avec des modèles animaux 

plus conséquents. Les moutons implantés ont présenté d’importants dommages du cartilage 

articulaire, sans bénéfices par comparaison à l’allogreffe, avec des déchirures radiales au 

niveau des cornes postérieures (Kelly et al., 2007). 

3.4.2.2. Substituts biologiques 

 Les matériaux naturels, en particulier ceux à base de collagène, sont naturellement 

bioactifs et offrent un avenir prometteur aux substituts tissulaires pour la préservation du 

cartilage. Trois greffons de composition naturelle seront décrits dans cette sous-partie. Le 

second, le greffon MENISC-T®, est le substitut méniscal que nous avons utilisé dans notre 

étude. 

 

• L’implant Menaflex® (ReGen Biologics), plus connu sous le nom de CMI® 

(Collagen Meniscus Implant), est un implant biorésorbable et biocompatible, stérilisé par 

irradiation gamma (Figure 56 (1.) ci-après). Il est constitué en majorité de collagène de type I 

extrait de tendons d’Achille bovins et contient aussi des GAGs tels que l’acide hyaluronique 

et le sulfate de chondroïtine. Un essai a été mené sur 8 patients avec une mise en place de 

l’implant CMI® par arthroscopie. Les analyses réalisées 5 ans après l’implantation ont montré 

la formation d’un nouveau fibrocartilage robuste et fonctionnel (Steadman & Rodkey, 2005). 

Toutefois, le tissu obtenu n’a pas permis d’obtenir de différences significatives en termes de 

douleurs et d’amélioration biomécanique par comparaison avec une méniscectomie partielle. 

Dans un essai clinique réalisé sur 311 patients ayant subi une méniscectomie, ils obtinrent de 

bons résultats pour les patients atteints de défauts chroniques, mais aucun bénéfice pour les 

atteintes sévères (Rodkey et al., 2008). Son utilisation est autorisée en Europe mais a été 

révoquée en 2010 aux États-Unis par la FDA, à la suite de non-conformités quant à son rôle 

dans la réparation méniscale et à des résultats insuffisant (Sandberg, 2010). Des analyses plus 



 198

poussées devraient être réalisées pour évaluer la composition chimique du tissu néosynthétisé 

et de ses réelles propriétés biomécaniques. 

 

 
 

Figure 56 – Exemples de substituts méniscaux d’origine biologique. (1.) a. 
Photographie des substituts collagéniques CMI®, ménisques latéral et médial. 
b. Image de microscopie électronique à balayage de la structure 
lamellaire du greffon. c. Image d’imagerie par résonnance magnétique 
12 mois après implantation du greffon. La flèche blanche indique la 
limite de l’implant. (d’après Vrancken et al. 2013) (2.) a. Photographie 
d’un ménisque humain decellularisé de chez TFB Génie Tisulaire. b., c. 
et d. Photographies de microscopie électronique à balayage représentant 
respectivement le réseau aléatoire de collagène de surface, les fibres 
parallèles de collagène de type I au centre et une coupe radiale de ces 
mêmes fibres (Photographies fournies par TBF Génie Tissulaire). 
 

 

• Une entreprise française, TBF Génie tissulaire, a développé un biomatériau 

directement conçu à partir de ménisque humain décellularisé, le MENISC-T® (Figure 56 

(2.)). C’est le seul greffon méniscal allogénique humain en essai clinique (phase II 

actuellement). Ce type de substitut combine à la fois la résistance mécanique et la 

biocompatibilié des allogreffes fraiches, avec la disponibilité des greffons synthétiques. Ces 
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greffons sont issus d’arthroplastie du genou sur donneur vivant et sont indiqués pour la 

restauration méniscale après méniscectomies partielles.  

 Une autre équipe a travaillé sur le développement de greffons allogéniques 

décellularisés, en appliquant des traitements différents du procédé Phoenix®, avec comme 

ingrédient principal le dodécylsulfate de sodium, qui est un détergent, mais aussi un puissant 

tensioactif (Sandmann et al., 2009). Après avoir réalisé des analyses biomécaniques et 

histologiques en comparant avec des ménisques non traités, ils ont confirmé que leurs 

traitements permettaient bien la destruction des cellules tout en maintenant la structure 

méniscale.  

 D’autres biomatériaux naturels sont à l’essai comme ceux à base de gélatine, 

d’alginate ou de sous-muqueuse d’intestin grêle. Cette dernière est constituée à 90% de 

collagène et contient des protéoglycanes ainsi que des facteurs de croissance et présente 

l’avantage d’être peu immunogène (Cook et al., 2006). Des tests ont été réalisés sur le chien 

et la chèvre ayant subi une méniscectomie partielle ou totale, l’implantation de ce tissu a 

permis d’observer le développement d’un tissu de remplacement proche du fibrocartilage 

ainsi qu’une protection cartilagineuse (Bradley et al., 2007). Cependant son utilisation 

demeure restreinte, car elle possède des propriétés mécaniques limitées, une porosité 

inappropriée, ainsi qu’une tendance à l’ossification 

3.5. Ingénierie tissulaire 

 Chaque année, plus de 400.000 interventions chirurgicales sont effectuées sur des 

lésions méniscales en Europe et jusqu’à 1 million aux États-Unis, d’où l’impact socio-

économique non négligeable des déchirures méniscales dans notre société (Van der Bracht et 

al., 2007). Il est alors apparu nécessaire de développer des techniques innovantes s’inscrivant 

dans le domaine des médecines régénératives pour reconstruire un tissu fonctionnel : c’est 

l’un des challenges de l’ingénierie tissulaire. Développer le substitut idéal nécessite de 

considérer les caractéristiques biologiques et biomécaniques des ménisques frais, tels que 

l’architecture matricielle et la composante cellulaire (Pereira et al., 2014). Ces dispositifs 

thérapeutiques devraient faciliter la démarche auprès des services de santé et aussi améliorer 

la vie des patients en empêchant la dégénérescence articulaire sans la nécessité d’avoir 

recours à d’autres actes chirurgicaux. Le greffon généré doit être biocompatible, parfaitement 

s’intégrer au tissu receveur et permettre le développement d’une néovascularisation. Et il doit 
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être résorbable dans un temps adapté à la formation du nouveau tissu, tout en préservant ses 

propriétés biomécaniques et chondro-protectrice. 

3.5.1. Les cellules candidates 

 De préférence il faudrait utiliser des cellules autologues, abondantes, facilement 

cultivables in vitro et capables de synthétiser une matrice fibrocartilagineuse.  

3.5.1.1. Les fibrochondrocytes 

 Idéalement, pour reconstruire du ménisque il serait souhaitable d’utiliser les cellules 

majoritaires de ce tissu, les fibrochondrocytes. Il peuvent être obtenus à partir de prélèvement 

autologue d’un ménisque sain ou à partir du fragment réséqué (Arnoczky, 1999). De façon 

intéressante, il semblerait que les cellules méniscales préservent leur capacité à produire de la 

MEC in vitro, peu importe l’âge du patient, ce qui offre la possibilité d’utiliser des débris 

chirurgicaux de ménisque comme source cellulaire (Baker et al., 2009). Leur capacité à 

synthétiser du fibrocartilage a été démontrée in vivo, mais en culture ex vivo ils produisent du 

Col I et Col II mais pas d’agrécanes (Verdonk et al., 2005). Cependant le ménisque est un 

tissu faiblement cellularisé, en particulier dans la zone avasculaire. En conséquence, le 

rendement d’extraction est relativement faible et c’est sans compter les limites liées à 

l’approvisionnement en tissus frais. En raison de la difficulté d’obtention en quantité 

suffisante et à l’acte invasif de la biopsie, les fibrochondrocytes ne sont donc pas les cellules 

idéales pour la réparation méniscale. 

3.5.1.2. Les chondrocytes 

 Les cellules cartilagineuses sont celles qui s’apparentent le plus aux fibrochondrocytes 

avec une forte production de GAGs et de Col II, et un approvisionnement moins limité. Leur 

extraction et expansion à des fins cliniques est déjà validée notamment avec le Cartipatch® 

(TBF Génie Tissulaire). Il s’agit d’un greffon pour la réparation du cartilage hyalin réalisé à 

partir de chondrocytes autologues cultivés dans une matrice. De cette manière, le phénotype 

chondrocytaire et les fonctionnalités cellulaires sont parfaitement maîtrisés (d’après 

https://clinicaltrials.gov/ct2/show/NCT00945399). Cependant l’utilisation de chondrocytes 

pour la prise en charge des réparations méniscales ne permettrait pas de reproduire la MEC 

des différentes zones du tissu, ces derniers ne produisant pas de collagène de type I. 
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3.5.1.3. Les fibroblastes 

  Les fibroblastes comme les chondrocytes possèdent un phénotype apparenté à celui 

des fibrochondrocytes. Les fibroblastes sont des cellules qui prolifèrent bien in vitro après 

leur extraction à partir d’une biopsie de peau. D’après certaines études ils auraient la capacité 

de synthétiser une matrice fibrocartilagineuse. En effet, après implantation de substitut 

acellulaire ou congelé chez le chien, il a été observé une invasion du support par les cellules 

fibroblastiques de la synovie (Tienen et al., 2006). Elles produiraient en premier lieu un tissu 

fibrovasculaire qui laisserait la place à un fibrocartilage. Toutefois des analyses mécaniques et 

chimiques doivent encore être réalisées. De plus parmi les cellules synoviales, il semblerait 

qu’il y ait des CSM. C’est en effet ce qu’ont démontré Song et ses collaborateurs en réalisant 

des co-cultures de fibrochondrocytes en pellet avec du liquide synovial. Ils ont observé une 

augmentation de la synthèse de collagène et de GAGs ainsi qu’une amélioration de la 

prolifération des cellules méniscales dans les co-cultures. Ils conclurent que les CSM 

synoviales peuvent supporter la prolifération des fibrochondrocytes et seraient impliquées 

dans la guérison spontanée des petits défauts méniscaux (Song et al., 2015).  

3.5.1.4. Les cellules souches mésenchymateuses  

 Les CSM ne présentent pas de problème de disponibilité et elles ont l’avantage de 

posséder la capacité de différenciation en cellules des lignées fibroblastique et chondrocytaire. 

De plus, un type cellulaire proche est retrouvé dans le tissu méniscal, ce qui permet 

d’envisager leur différenciation en fibrochondrocytes (Furumatsu et al., 2011). De 

nombreuses études ont mis en avant leur potentiel thérapeutique in vivo et in vitro. Elles 

favorisent la guérison de défauts méniscaux en sécrétant une abondante matrice extra 

cellulaire s’intégrant parfaitement avec le tissu receveur. De plus, elles auraient aussi un effet 

chondro-protecteur (Nerurkar et al., 2011). Les CSM sont facilement isolables in vitro à partir 

de moelle osseuse et de tissu adipeux. En culture standard, elles présentent l’avantage de 

préserver leur capacité de différenciation et peuvent être facilement induites en chondrocytes, 

lorsqu’elles sont cultivées en milieu supplémenté de dexaméthasone et de TGF-" (Barry et 

al., 2001), ce qui en fait les candidates de prédilection pour des applications d’ingénierie 

tissulaire du ménisque .  
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3.5.2. Les CSM en réparation méniscale 

3.5.2.1. Les facteurs de croissance 

 Pour induire la différenciation des CSM et la production d’une matrice extra cellulaire 

appropriée, il faut se placer dans un environnement optimal (facteurs de croissance, cytokines, 

nutriments, oxygène) (Arnoczky, 1999). Parmi ces facteurs de croissance, le TGF- " va jouer 

un rôle primordial dans le processus de différenciation chondrogénique et dans la production 

d’une MEC riche en Col I, Col II et en agrécanes (Bouffi et al., 2010). Il est aussi impliqué 

dans la formation des tissus osseux (Barry et al., 2001). Le PDGF en association avec le TGF, 

améliorerait fortement la prolifération chondrocytaire, l’IGF-1, est un facteur essentiel à la 

formation du cartilage hyalin, le FGF-2, favoriserait la prolifération des CSM in vitro et serait 

impliqué dans la chondrogenèse, et la BMP-6, participerait activement au maintien de 

l’homéostasie du cartilage articulaire (Van der Bracht et al., 2007). Le PDGF, le TGF et 

l’IGF-1, sont abondamment présents dans le lysat plaquettaire (LP). Les effets bénéfiques du 

LP dans la reconstruction cartilagineuse, ont déjà été mis en évidence à plusieurs reprises, ce 

qui explique l’intérêt qui lui est porté pour la réparation de la zone avasculaire méniscale. Le 

cocktail de facteurs présent dans le LP jouerait un rôle dans la guérison méniscale, en 

favorisant la prolifération cellulaire et la vascularisation de ce tissu, et serait de plus impliqué 

dans le recrutement de fibroblastes et de CSM vers le site endommagé (Wei et al., 2012). 

3.5.2.2. Ingénierie méniscale 

Les CSM ont su démontrer leur potentiel thérapeutique à de nombreuses reprises. 

Elles possèdent en effet la capacité de migrer spécifiquement sur les sites lésés et d’y modifier 

le microenvironnement, en sécrétant des facteurs paracrines, favorisant ainsi la réparation 

tissulaire (Satija et al., 2009).  

Leur tropisme particulier a notamment été démontré chez l’humain, par injection en 

percutanée de CSM autologues dans des genoux symptomatiques, en présence de lysat 

plaquettaire autologue. Une amélioration de la formation cartilagineuse et méniscale a été 

observée, ainsi qu’une diminution de la douleur et une augmentation de l’amplitude articulaire 

(Centeno et al., 2008). Leur potentiel chondrogénique n’est plus à prouver (Malda et al. 

2003). Les stratégies actuelles s’efforcent de trouver les méthodes de culture et 

d’administration les plus appropriées, entre une application directe, dans du gel de fibrine, en 

injection articulaire, dans des supports 3D (à l’état indifférencié ou différencié), sous forme 
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d’agrégats ou encore dans des hydrogels (Yu et al., 2015). Il semblerait que leur 

prédifférenciation avec du TGF-"1 serait en défaveur de leur intégration dans le ménisque 

receveur par comparaison à leur utilisation à l’état « souche » (Pabbruwe et al., 2010). C’est 

en effet le constat réalisé par Pabbruwe et son équipe lors d’une étude pour la régénération de 

la zone blanche-blanche. Ils ont adopté une méthode sandwich, c’est-à-dire qu’ils ont réalisé 

un substitut en alternant des couches de cellules souches et de membranes collagénique. Cette 

construction a été cultivée 40 jours in vitro puis implantée in vivo chez le mouton. Ils ont 

obtenu une intégration optimale pour les substituts associant les CSM et le collagène, par 

comparaison avec ceux de composition uniquement collagénique. Etrangement, l’ajout de 

TGF-"1 induisait la différenciation en chondrocytes mais inhibait la biointégration du 

substitut (Pabbruwe et al., 2010). En présence ou en absence de TGF-"1 les supports 

cellularisés démontraient systématiquement de meilleurs résultats. Le bénéfice de la 

cellularisation des substituts avant l’implantation a aussi été mis en évidence dans le modèle 

murin. Des CSM de MO de rats ont été ensemencées dans des ménisques décellularisés 

murins. Au bout de 4 semaines de culture in vitro, les substituts ensemencés présentaient une 

forte expression de MEC avec une solidité structurale approchant le tissu d’origine. Ces 

mêmes analyses ont été réalisées in vivo par la même équipe (Yamasaki et al., 2008). Ils ont 

observé que les ménisques cellularisés possédaient un effet chondroprotecteur supérieur aux 

ménisques implantés sans CSM 8 semaines après implantation et que ces derniers ne 

présentaient pas de différences notables avec les méniscectomies. 

 

Dans un registre différent, des expériences de thérapie génique ont été menées chez la 

chèvre à partir de CSM transfectées avec le gène de l’IGF-1 humain. Les CSM ont été 

injectées en solution d’alginate permettant une gélification in situ, des défauts de 3 mm de 

diamètres créés au niveau des ménisques ont été analysés 2 mois après. Les CSM transfectées 

ont permis une amélioration de 92% des défauts, et une réparation de 72% a été obtenue pour 

les CSM seules. Sans cellules, la formation tissulaire fût minimale. Ces résultats furent 

encourageants quant à l’utilisation des CSM pour délivrer des facteurs locaux. Cependant ils 

devront être reproduits sur des défauts plus importants et une analyse des propriétés 

biomécaniques du tissu néosynthétisé devra être conduite. La majorité des études associant 

des CSM à des biomatériaux biodégradables, ont démontré les effets bénéfiques des CSM. 

Cependant il faut rester prudent dans l’extrapolation des résultats à l’humain. 

 En effet, différentes études réalisées avec des modèles animaux de différentes tailles 

ne s’accordent pas sur leurs résultats. Ils existent des différences inter espèces qui influencent 
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la vitesse de cicatrisation et la régénération tissulaire. Les ménisques des modèles animaux de 

petite taille, comme le rat ou le lapin, ne supportent pas les mêmes contraintes biomécaniques 

que les ménisques humains. Ils sont par ailleurs dotés d’un potentiel de guérison spontanée 

(Yu et al., 2015).  

 

 Il semblerait que la sollicitation mécanique du tissu stimule la sécrétion d’agrécanes 

par les cellules. Il a en effet été démontré que l’immobilisation de l’articulation, à la suite 

d’une lésion ou d’une opération, affectait la régénération tissulaire notamment en raison d’une 

diminution de l’expression d’agrécanes (Djurasovic et al., 1998). Il est vrai que le ménisque 

est constamment exposé à de nombreux stress lorsque les membres inférieurs sont en 

mouvement. C’est en tenant compte des caractéristiques du fibrocartilage in vivo, que 

différentes équipes de recherche ont développé des systèmes de cultures pour reproduire ces 

stimulations mécaniques. Deux études ont d’ailleurs été réalisées à partir de CSM cultivées 

sur des supports en nanofibres de poly($-caprolactone) en perfusion. Ils ont observé une 

amélioration de la production de collagène en système perfusé. Cependant la perfusion aurait 

un impact négatif sur la sécrétion d’agrécanes. Ces deux études ne s’entendent pas sur 

l’impact biomécanique de la culture dynamique (Baker et al., 2008; Nerurkar et al., 2011). De 

plus, la stimulation mécanique peut être réalisée par appliquant des compressions cycliques en 

alternance ou non avec des cycles de perfusion. Il semblerait en vue des premières études 

réalisées, que l’application de stimulations mécaniques et de la perfusion, permet de se 

rapprocher d’un substitut cellularisé au plus proche du fibrocartilage méniscal (Liu et al., 

2012). Les protocoles restent cependant à être améliorés.  

 

Des expériences d’un autre genre ont été réalisées, notamment en évaluant l’impact de 

la co-culture de CSM avec des cellules méniscales sous forme de pellet à différents ratios. Les 

études réalisées sur ce sujet sont parfois en total désaccord concernant les résultats obtenus 

(Pabbruwe et al., 2010; Cui et al., 2012b). Mais la présence de fibrochondrocytes aurait 

néanmoins un impact bénéfique sur la sécrétion d’une matrice de type fibrocartilagineuse par 

les CSM, ce qui offre l’avantage de réduire la quantité de cellules méniscales de départ. 

3.5.3. Importance de l’oxygène dans la réparation méniscale 

 Croutze et son équipe ont réalisé une analyse de la synthèse de MEC par des cellules 

extraites des régions internes et externes du ménisque. Les cellules ont été cultivées dans un 
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support collagénique en présence de TGF-"3, en normoxie (21% O2) et en hypoxie (3% O2) 

pendant 21 jours. Ils ont mis en évidence une surproduction significative de Col II et de 

GAGs en culture standard (21% O2, 160 mmHg) par rapport à la condition hypoxique. Ils 

n’ont pas décelé de différences entre les différentes zones. Il semblerait donc que les cellules 

méniscales possèdent un potentiel de différenciation chondrocytaire équivalent toutes zones 

confondues et que l’oxygène joue un rôle clé dans l’orientation phénotypiques de 

fibrochondrocytes in vitro (Croutze et al., 2013). Comme pour le tissu osseux précédemment 

abordé, l’oxygène joue un rôle essentiel dans la production énergétique des populations 

cellulaires du ménisque. 

 Dans le tissu méniscal natif, l’apport en oxygène est principalement régi par la 

circulation sanguine. Ce qui explique la présence d’une répartition du taux d’oxygène au sein 

du ménisque et que c’est ce gradient qui va en partie moduler la différenciation des cellules 

méniscales vers un phénotype fibroblastique dans la zone vascularisée, et chondrocytaire dans 

la zone avasculaire. Le cartilage est par nature un tissu évoluant in vivo sous de très faibles 

concentrations en oxygène. C’est le liquide synovial qui va acheminer les nutriments et 

l’oxygène nécessaire à la survie cellulaire en absence de vaisseaux sanguins (Malda et al., 

2003). Dans ce liquide, la pression partielle en O2 est proche de 8% (60.8 mmHg) ce qui 

signifie que la culture in vitro de cellules articulaires (chondrocytes, fibrochondrocytes et 

synoviocytes) devrait se faire dans une atmosphère n’excédant pas cette concentration. Dans 

les zones méniscales les plus éloignées de la synovie, l’apport en oxygène doit être aux 

alentours de 1% (7.6 mmHg), ce qui explique une quasi-absence cellulaire. Les cellules 

cartilagineuses peuvent survivre quelques jours en anoxie, mais la culture dans une 

atmosphère pauvre en oxygène va avoir un impact sur leur fonctionnalité notamment en 

diminuant la synthèse de MEC. Cultivées en agrégats à 5% (38 mmHg) et 21% d’O2 (160 

mmHg), les cellules des zones interne et externe ne réagissent pas de la même manière. Les 

cellules de la zone vascularisée surexpriment Col II et SOX9 en hypoxie tandis qu’une 

diminution du Col I est observée. A l’inverse, les cellules de la zone cartilagineuse 

surexpriment Col I et Col II mais pas SOX9. Un rapprochement a été fait avec l’expression du 

gène HIF-1 (Hypoxia inductible factor), facteur de transcription fortement exprimé en 

hypoxie. Cette étude a révélé que les cellules méniscales de la partie avasculaire étaient moins 

sensibles à l’hypoxie que les cellules de l’extérieure, mais que toutes deux étaient plus 

sensibles que les chondrocytes articulaires. Ces résultats confirment que la répartition de la 

vascularisation méniscale est responsable du phénotype cellulaire, mais également de la 

répartition des fibres de collagène et des protéoglycanes. 
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 Dans l’ingénierie tissulaire du ménisque l’une des principales difficultés est 

l’approvisionnement en oxygène et en nutriments dans les zones profondes du biomatériau, 

d’une part in vitro lors de la cellularisation en pré-implantatoire et in vivo au moment de 

l’implantation. La privation en oxygène mais aussi en glucose, va compromettre la viabilité 

cellulaire et la maturation fonctionnelle des greffons. Cependant, certaines sous populations 

de CSM seraient plus résistantes à ces contraintes métaboliques suggérant le potentiel 

avantage d’une présélection cellulaire (Farrell et al., 2015). 

 Les hémoglobines d’Annélides marines, dont le fonctionnement et les applications ont 

été évoquées dans le Chapitre I, pourraient avoir un intérêt dans la régulation du taux 

d’oxygène dissous au sein de greffons cellularisés. 
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La partie méthodologie de ce troisième chapitre va aborder les diverses techniques 

développées au cours de notre étude portant sur l’optimisation de la cellularisation de 

supports 3D. Une première partie sera axée sur la colonisation d’un substitut osseux 

allogénique. Dans une seconde partie, nous nous intéresserons à l’ingénierie du tissu 

méniscal, avec dans un premier temps les protocoles développés pour la caractérisation des 

fibrochondrocytes, présentés en annexe 2, et dans un second temps, le développement d’un 

substitut méniscal cellularisé. 
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 1. Développement in vitro d’un substitut osseux cellularisé  

  

 Cette partie de notre étude fait suite à la validation de la culture en 2D des CSM en 

présence d’HEMOXCell®. Nous avons à présent déterminé une concentration qui améliore la 

prolifération tout en maintenant les caractéristiques cellulaires. Cette première partie du 

chapitre III sur la culture 3D concerne la mise au point d’un système de culture in vitro, de 

CSM sur substituts osseux pour l’ingénierie tissulaire de l’os et plus particulièrement pour des 

applications en implantologie dentaire. Une fois le design expérimental établi, il s’agira 

d’évaluer la contribution d’HEMOXCell® dans les diverses conditions de culture 

développées. 

1.1. Choix du support 

 Cette partie du projet a été initiée par une étude comparative de 3 types de substituts 

osseux sous forme de poudre : un substitut synthétique (IngeniOsTM ß-TCP, Zimmer) et deux 

substituts biologiques, l’un d’origine humaine (BIOBank®) et l’autre d’origine bovine 

(Endobon®, BIOMET 3iTM). L’idéal aurait été de comparer un maximum de substituts mais 

le nombre de conditions évaluées a été limité pour des raisons de temps. Afin de choisir quel 

support nous allions utiliser pour notre étude, nous avons regardé l’adhérence, la prolifération 

et la viabilité cellulaire sur ces trois supports.  

 

 - IngeniOs
TM 
"-TCP: Il s’agit de particules osseuses synthétiques à base d’une 

céramique biorésorbable, le phosphate tricalcique béta (Ca3(PO4)2). Elles sont rendues 

bioactives par silicatisation. Elles sont entièrement résorbables et leur porosité peut atteindre 

75 % avec une taille qui varie de 1 à 2 mm. Les procédés de stérilisation et de fabrication sont 

confidentiels (http://zimmerdental.fr).  

 - BIOBank
TM: Les substituts osseux BIOBankTM sont issus de têtes fémorales 

humaines prélevées sur donneurs vivants lors d’arthroplasties de hanche. Les granules ont une 

taille moyenne de 0.5 mm et une porosité de 80%. Nous reviendrons plus en détails sur ce 

substitut par la suite.  
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  - Endobon®: Les poudres BIOMET 3iTM de la gamme Endobon® sont des 

céramiques d’hydroxyapatite (Ca10(PO4)6OH2), préparées à partir de fémurs et d’humérus 

d’origine bovine. Ces poudres sont entièrement déprotéinisées, pyrolysées par un chauffage à 

900 °C et céramisées pendant 3 jours à 1200 °C. Les granules Endobon® font de 0,5 à 1 mm 

de diamètre. Elles sont ostéoconductrices et essentiellement non-résorbables 

(http://biomet3i.fr).  

 

 Dans un premier temps nous avons cherché à comparer la densité et la structure des 

substituts acellulaires, par des analyses en tomodensitométrie à rayon X et en microscopie 

électronique à balayage. Puis nous avons examiné le comportement des CSM ensemencées 

sur ces supports. 

1.1.1. Analyse en tomographie à rayon X de la densité minérale et de la porosité des 

poudres 

 Le tissu osseux possède une MEC calcifiée qui le rend opaque aux rayons X. Sur ce 

principe, les échantillons de poudre ont été analysés au scanner micro-CT (Skyscan 1272, 

Bruker) au Laboratoire d’Ingénierie Ostéo-Articulaire et Dentaire (LIOAD) de Nantes 

(INSERM UMR 791). Cet appareil permet de réaliser de l’imagerie radiographique 3D sur 

des petits échantillons sur la base sur l’absorption des rayons X par les objets scannés. Les 

données sont acquises par tomographie. Cela consiste à réaliser des scans (coupes) de la 

structure analysée, en la balayant avec un faisceau de rayons X. L’absorption des rayons X 

par les poudres osseuses est mesurée, puis traitée informatiquement, permettant de générer 

des images 2D et 3D.  

 Pour cette analyse, 80 mg de chaque type de poudre sont répartis dans des tubes 

Falcon de 15 mL et maintenus dans de l’éthanol 70% jusqu’à analyse. Une source de rayons 

X polychromatiques de 60 kilovolts ainsi qu’un filtre de 0.25 mm, ont été utilisés. 

 Lors de la phase d’acquisition, un pas de rotation de 0.45° est utilisé entre chaque 

radiographie, sur un total de 180°. Chaque échantillon est divisé en 4 lignes superposées, 

chaque ligne correspondant à 433 radiographies. Soit un total de 1158 images reconstruites 

par échantillon, chaque image faisant 1920x1920 pixels. Le traitement informatique des 

radiographies est ensuite réalisé avec le logiciel CTan (Bruker), lequel va permettre l’analyse 

de la porosité (quantité de vide) des échantillons. Des reconstructions 3D sont générées avec 

le logiciel CTVox.  
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1.1.2. Analyse en microscopie électronique à balayage 

 Afin de mener à bien cette analyse, nous avons incubé 80 µg de chaque poudre 

pendant 2 semaines dans du milieu !-MEM + 5% de LP. Les échantillons ont ensuite été 

rincés au PBS1X puis fixés au glutaraldéhyde 2.5% pendant 1 h. Après fixation, les poudres 

sont rincées 3 fois au PBS1X puis déshydratées dans des bains successifs d’alcool éthylique 

(50, 70, 90 et 100%), 2 fois 10 min chacun. Les échantillons sont immergés dans de l’éthanol 

100% à TA, puis transportés à la Plateforme d’Imagerie et de Mesures en Microscopie 

(PIMM) de la faculté des sciences de Brest. Sur place, les échantillons vont subir une fixation 

terminale dans du 1,1,1,3,3,3-hexaméthyldisilazan (HMDS) (C6H19NSi2) dilué dans de 

l’éthanol 100% (3 dilutions : 3/1, 1/1, 1 /3) 2 fois 10 min dans chaque préparation. Pour 

terminer, on réalise 3 bains de 10 min dans de l’éthanol 100%. Les échantillons sont ensuite 

placés sous hotte chimique une nuit pour s’assurer que la totalité des solutions soit évaporée. 

Après cette étape, les échantillons sont déposés sur de l’adhésif double face en cuivre puis 

métallisés (SC7620 mini Sputter Coate, Quorum Technologies) avec une fine couche d’or 

palladium. L’observation est réalisée au MEB (Hitachi S-3200N).  

1.1.3. Analyse de l’adhérence et de la prolifération en microscopie électronique à 

balayage 

 S’agissant de poudres, nous avons opté pour des tubes Falcon 15 comme contenant de 

culture. La structure conique devrait permettre de se rapprocher des conditions retrouvées 

dans une cavité dentaire. Nous avons choisi de mettre au point les différentes étapes de la 

culture sur poudre (ensemencement, adhérence) à partir du substitut BIOBank®, car nous 

n’étions pas limités en quantité avec ce dernier.  

 

 Chaque analyse a été réalisée sur 100 mg de poudre (BIOBank®, Endobon® et 

IngeniOsTM) pesés en condition stérile dans des tubes Falcon 15 mL. La densité 

d’ensemencement initiale a été déterminée au préalable en calculant l’efficacité 

d’ensemencement de 80 mg de poudre BIOBank® avec 1 x 105, 2.5 x 105, 7.5 x 105, 1 x 106, 

et 1.5 x 106 cellules. Nous avons retenu 1 x 106 cellules comme étant la densité maximale 

permettant un minimum de perte, ce qui rejoint d’autres études (Bancroft et al., 2002; Luo et 

al., 2013). Pour nos analyses, les ensemencements ont été réalisés avec des CSM en P1 ou P2, 

dans un volume final de 200 µl d’!-MEM. Le mélange poudre/cellules est réalisé avec une 
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pipette dont l’extrémité du cône aura été coupée. Les préparations sont ensuite placées 1 h à 

l’incubateur pour permettre aux cellules d’adhérer aux supports, puis le milieu est ajusté à 5 

mL. Les supports ensemencés sont ensuite incubés pendant 23 jours et analysés à J2, J9 et 

J23. Durant toute la durée de la culture, les bouchons sont maintenus dévissés pour permettre 

les échanges gazeux et les milieux sont renouvelés 2 fois par semaines.  

 L’adhérence ainsi que la prolifération, ont été visualisées en MEB selon le protocole 

précédemment décrit (1.1.2). 

1.1.4. Analyse qualitative de la viabilité 

 L’analyse de la viabilité cellulaire au sein des cultures sur poudre est réalisée avec le 

LIVE/DEAD® Viability/Cytotoxicity Assay Kit (Invitrogen). Ce kit utilise deux marqueurs 

fluorescents, la calcein AM et l’Ethidium homoDimer-1 (EthD-1). La calcein AM est un 

colorant polyanionique non fluorescent, capable de traverser la membrane plasmique des 

cellules. Dans les cellules vivantes, les estérases intracellulaires vont pouvoir la convertir en 

émettant une fluorescence verte (530 ± 12.5 nm). L’EthD-1 quant à lui, ne marque que les 

cellules dont la membrane plasmique est endommagée. Il va se lier aux acides nucléiques 

présents dans le noyau et émettre une fluorescence rouge (645 ± 20 nm). En accord avec les 

recommandations du kit, nous avons réalisé des gammes de dilutions de chaque marqueur, 

afin de déterminer les concentrations optimales d’utilisation. Considérant les résultats 

obtenus, nous avons travaillé dans un milieu réactionnel contenant 2 µM de calcein AM et 

1.25 µM d’EthD-1. Les échantillons sont rincés deux fois au PBS 1X avant de réaliser les 

marquages, puis incubés 30 min dans le mélange, avant d’être observés au microscope 

confocal (ZEISS LSM780) à la plateforme d’imagerie PIMM.  

1.2. Culture en support 3D BIOBank® 

 Cette première partie était axée sur la comparaison de la culture des CSM sur 3 

poudres de biomatériaux. Il a fallu faire un choix pour la poursuite de cette étude, bien que les 

résultats obtenus penchaient à la fois en faveur de l’utilisation des substituts IngeniOsTM et 

BIOBank®, nous avons opté pour le substitut allogénique BIOBank®. Compte tenu de notre 

thématique, nous privilégions l’utilisation de produits biologiques et si possible d’origine 

humaine, comme le sont les CSM et le LP. L’utilisation future d’IngeniOsTM ou d’Endobon® 

n’est cependant pas à exclure. 
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 1.2.1. Caractéristiques des substituts osseux BIOBank®  

 Les biomatériaux BIOBank® proviennent de têtes fémorales humaines, obtenues à 

partir d’arthroplasties de hanches. Cette procédure concerne exclusivement des donneurs 

vivants et l’acte ainsi que le suivi sont réalisés en France par des chirurgiens orthopédiques. Il 

s’agit d’os lyophilisé non déminéralisé (FDBA), commercialisé sous forme de poudre ou de 

bloc d’os spongieux ou de plaquette d’os cortico-spongieux. Sur le plan chirurgical, le grand 

bénéfice des allogreffes pour le patient est la nécessité d’un seul site opératoire contrairement 

aux autogreffes (Dimitriou et al., 2011). 

  Ce type de greffons présente l’avantage de conserver un potentiel ostéoconducteur en 

maintenant sa structure trabéculaire après traitements. De plus, il possède une micro- et une 

macroporosité biologique, naturellement adaptées au soutien de la formation d’un nouveau 

tissu. C’est pourquoi la plupart des substituts synthétiques tentent de se rapprocher au plus 

près des caractéristiques de l’os spongieux, car ce dernier possède une macroporosité idéale 

pour la colonisation cellulaire et la vascularisation du greffon, ainsi qu’une microporosité 

suffisante pour la diffusion des nutriments et de l’oxygène. Au niveau biologique, les 

traitements appliqués lors de la préparation et de la stérilisation de l’échantillon vont 

fortement affecter son potentiel ostéogénique mais aussi son potentiel ostéoinducteur (Betz 

2002). Ce dernier étant en parti dû à l’absence de facteurs solubles comme les BMPs. Le fait 

de cultiver en LP devrait néanmoins rétablir un caractère ostéoinducteur à ce support (Fuerst 

et al., 2003; Leotot et al., 2013) et l’apport cellulaire, un caractère ostéogénique (Nazirkar et 

al., 2014).  

1.2.2. Procédé de traitement Supercript® 

 Les greffons BIOBank® sont viro-inactivés et stérilisés selon un procédé breveté 

appelé Supercript®. Le fondement de cette technique repose sur l’utilisation du CO2 

supercritique (CO2SC) comme solvant naturel. Le CO2 est soumis à une augmentation 

conjointe de sa pression et de sa température jusqu’au point critique (260 bars, 50°C), ou la 

transition de l’état solide à l’état gazeux est impossible. Dans cet état, il peut être utilisé 

comme solvant non polaire et non-toxique, pour éliminer les résidus lipidiques en profondeur 

et en surface d’un matériau solide, tout en préservant l’intégrité minérale et chimique du 

greffon (Mitton et al., 2005). Cette méthode va le rendre hydrophile, favorisant ainsi son 
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hydratation en profondeur par la suite. Conjointement à cette étape, le greffon va être viro-

inactivé par traitement au peroxyde d’hydrogène, pour oxyder les protéines résiduelles, à la 

soude molaire, pour inactiver les prions, et à l’éthanol pour le déshydrater. La dernière étape 

consiste à irradier les greffons dans leur emballage final, par application de rayons gamma à 

25 kGy. Ils sont ainsi stables à température ambiante pour une durée de 5 ans. 

1.2.3. Développement de la culture 3D des CSM sur substituts osseux BIOBank® en 

conditions statiques et perfusées 

1.2.3.1. Evaluation de la capacité de différenciation ostéoblastique.  

 Dans l’article 2 nous avons démontré qu’HEMOXCell® utilisé à 0.025 g/L boostait la 

prolifération des CSM en 2D sans perturber leur capacité de différenciation. Avant de passer 

au développement de la culture en substitut pour l’ingénierie du tissu osseux, nous avons dans 

un premier temps évalué la différenciation ostéoblastique des CSM au cours du temps en 

présence de différentes concentrations d’HEMOXCell®. 

 Pour cela nous avons réalisé le protocole standard de différentiation en plaque 24 puits 

en présence de 0, 0.025 et 0.05 g/L d’HEMOXCell®. La matrice minérale synthétisée et 

l’activité PAL ont été révélées à J5, J10, J15 et J20, en duplicat pour chaque condition.  

1.2.3.2. Design expérimental de la culture 3D 

 La culture en substituts 3D des CSM est réalisée en présence d’HEMOXCell® à la 

concentration optimale précédemment déterminée, de 0.025 g/L. Concernant la géométrie du 

support, nous avons opté pour une forme cylindrique de 4 mm d’épaisseur sur 8 mm de 

diamètre, ce qui correspond à un volume de 0.2 cm3, avec une porosité d’environ 70%. Les 

cylindres sont usinés à la demande par BIOBank® et nous sont délivrés dans des sachets 

comportant un numéro d’échantillon, le sexe et l’âge du donneur. L’intérêt de l’utilisation de 

ce type d’échantillon réside dans la reproductibilité des analyses en raison de la géométrie 

calibrée des échantillons, et de la possibilité d’utiliser des supports provenant d’un même 

donneur pour une même série d’analyses. De plus, ces cylindres sont adaptables à des 

systèmes de culture dynamique. Cette dernière caractéristique a été mûrement réfléchie 

puisque par la suite nous souhaitons faire un parallèle entre la culture en conditions statique et 

dynamique. Deux milieux de culture seront utilisés en absence (Control, Ctl) ou en présence 

(MOX) d’HEMOXCell® à 0.025 g/L. Nous appellerons respectivement les conditions en 
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DMEM, DMEMCtl et DMEMMOX et en milieu d’induction ostéoblastique, (OBS) OBSCtl et 

OBSMOX. L’ensemencement a été réalisé avec 1 million de cellules par support, soit 5.106 

cellules par cm3. L’ensemencement avec des densités supérieures n’apporterait à priori, aucun 

bénéfice (Holy et al., 2000). 

1.2.3.3. La culture statique 

 La cytocompatibilité entre les CSM et le substitut BIOBank® a été validée sur les 

poudres en absence d’HEMOXCell®. Avant de démarrer les expériences en statique et en 

perfusion, nous avons commencé par l’analyse de la viabilité cellulaire en DMEM+/- MOX et 

OBS+/- MOX, sur des supports cultivés en statique. La quantité de cellules vivantes a été 

déterminée au cours du temps pendant deux semaines, à l’aide du test CCK-8 présenté dans le 

chapitre II (II.6.2). Comme nous l’avions évoqué dans la partie introductive de ce chapitre, la 

culture statique n’est pas adaptée aux supports 3D, car elle ne permet pas une distribution 

uniforme des cellules au sein du support et favorise l’établissement de gradients de nutriments 

et d’oxygène (Bancroft et al., 2002). Dans cette étude, elle est réalisée en parallèle de la 

culture en perfusion, pour évaluer la contribution d’HEMOXCell® dans cette condition et 

pour constituer un témoin d’efficacité par rapport aux supports perfusés. 

 Les cylindres sont ensemencés en plaques 6 puits, 1 cylindre/puits, avec 80 µl de 

DMEM contenant 1.106 cellules. La suspension cellulaire est injectée à l’aide d’une aiguille et 

d’une seringue, de manière à remplir l’intégralité des pores du cylindre. Les plaques sont 

ensuite placées à l’incubateur pendant 1 h le temps que les cellules adhèrent. Chaque cylindre 

est ensuite recouvert de 5 ml de milieu DMEMCtl ou DMEMMOX pendant 24h. Après ce délai, 

les cylindres sont déposés dans de nouvelles plaques 6 puits et une partie des milieux est 

remplacée par du milieu OBSCtl ou OBSMOX. Les cylindres sont cultivés pendant 4 semaines 

avec 2 renouvellements de milieux par semaine. 

1.2.3.4. La culture en perfusion 

 Pour la culture en condition dynamique, nous avons travaillé avec le système U-Cup® 

de CellecBiotek (Bâle, Suisse). Ce système permet l’utilisation simultanée de 10 bioréacteurs 

à usage unique pour la culture en perfusion de cylindre de 6 à 10 mm de diamètre sur 2 à 4 

mm d’épaisseur. Les bioréacteurs sont non-adhérents et peuvent contenir jusqu’à 14 mL de 

milieu. Des adaptateurs en silicone assurent l’étanchéité du système autour des supports.  
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 Le flux de milieu est appliqué à l’aide de seringues reliées aux extrémités de chaque 

bioréacteur. Elles effectuent des mouvements de va et vient à vitesse constante, ce qui créé un 

mouvement de liquide au travers des biomatériaux. 

 La suspension cellulaire est administrée stérilement au travers d’une valve (Figure 

57.A1), puis perfusée avec le milieu. Le mouvement de flux au travers du support va favoriser 

un ensemencement homogène. Dans chaque bioréacteur nous avons réalisé une injection d’1 

million de cellules dans 2 mL de DMEM. Les premières 24 h correspondent à 

l’ensemencement, elles sont effectuées en DMEMCtl ou en DMEMMOX, à une vitesse de 

perfusion de 3 mL/min. Après cette étape, les milieux sont renouvelés pour retirer les cellules 

non-adhérentes et les quatre conditions (DMEMCtl, DMEMMOX, OBSCtl et OBSMOX) sont 

réalisées en duplicat. Pendant 28 jours les cylindres sont perfusés à une vitesse constante de 

0.3 mL/min (Bancroft et al., 2002; Papadimitropoulos et al., 2013). A chaque changement de 

milieu, un prélèvement homogène de 500 µL est réalisé puis stocké à -20 °C, pour le dosage 

de la phosphatase alcaline. 

 

 

Figure 57 – Système de culture en perfusion des CSM sur cylindres BIOBank®. A) Bioréacteur 
à perfusion U-Cup®. Le schéma représente les valves de changement de milieu (1. et 2.), 
l’extrémité du bioréacteur reliée au système de pompe (3.), le milieu de culture (4.), et un 
agrandissement de la chambre de culture (5.) (d’après http://www.cellecbiotek.com/). B) 
Schéma représentant les adaptateurs en silicone de la chambre de culture. Ils assurent 
l’étanchéité du système en forçant le flux à passer dans le cylindre. C) Photographies de 
cylindres osseux dans leur sachet (gauche) et d’un cylindre dans les adaptateurs en silicone 
(droite). 
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1.2.3.5. Analyse de l’efficacité d’ensemencement 

 Un million de CSM a été ensemencé par support, 24 h après nous avons déterminé le 

pourcentage de cellules ensemencées dans les cylindres pour les conditions statiques et 

perfusées (=E%). Pour ce calcul nous avons pris en considération la quantité totale de cellules 

ensemencées (=100%) et soustrait le pourcentage de cellules non-ensemencées (=NE%), ce 

dernier prenant en compte les cellules adhérentes au fond des puits (pour la condition statique 

uniquement) additionnées aux cellules en suspension dans le milieu de culture. L’efficacité 

d’ensemencement est calculée de la manière suivante : E% = 100%-NE%. 

1.2.4. Dosage de la phosphatase alcaline 

 La phosphatase alcaline est une enzyme fortement impliquée dans le processus de 

formation osseuse, particulièrement dans la minéralisation pendant laquelle elle est sécrétée 

localement (Farley et al., 1994). Elle est ancrée à l’extérieure de la membrane des lignées 

ostéoblastiques par association entre un glyco-phosphatidyl-inositol et un phosphatidyl-

inositol. La sécrétion de l’enzyme sous sa forme soluble est principalement due à l’action 

d’inositol-glycan hydrolases. La PAL est couramment utilisée comme marqueur de 

l’ostéogénèse car elle reflète la proportion de cellules ostéo-compétentes et/ou ostéo-

différenciées (Prins et al., 2014; Shima et al., 2015). Elle est principalement dosée après lyse 

cellulaire, cependant il a aussi été montré qu’elle était sécrétée par les cellules ostéoblastiques, 

ce qui permet de la doser dans le milieu de culture. Comme nous avions 4 conditions de 

culture à tester en duplicat et seulement 10 bioréacteurs disponibles avec le U-Cup®, nous 

avons choisi de doser la quantité d’enzyme relarguée par les CSM directement dans le milieu 

de culture à l’aide du SensoLyte® pNPP Alkaline Phosphatase Assay Kit (Anaspec, Inc). Le 

protocole utilisé est détaillé dans l’article 3.  

1.2.5. Analyse de la cellularisation et de la morphologie cellulaire 

 Pour réaliser les coupes d’échantillons cellularisés, nous disposons dans notre unité 

d’un cryostat (Figure 58A,B). Son utilisation impose de réaliser en amont, une décalcification 

partielle des échantillons avec du Super Decalcifier I (Polysciences), pour faciliter leur 

découpe. Nous avons réalisé des essais de décalcification à différents temps d’incubation en 
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piquant une aiguille, pour déterminer la durée permettant le passage de l’aiguille au travers du 

cylindre. Selon la densité de l’échantillon, ce temps variait entre 20 et 30 minutes.  

  Les étapes de décalcification et de congélation, réalisées lors de la préparation des 

échantillons, sont susceptibles de les altérer. En réalisant des observations microscopiques 

préliminaires, nous avons en effet remarqué un décollement cellulaire. Afin de vérifier si ce 

phénomène était lié à la technique utilisée, nous avons réalisé des analyses histologiques au 

Laboratoire d’Ingénierie Ostéo-Articulaire et Dentaire (LIOAD) de Nantes. Ils utilisent une 

techniques d’enrobage dans une résine à base de méthylméthacrylate, ne nécessitant ni 

décalcification, ni congélation (Figure 58C,D).  

 

 

Figure 58 – Techniques utilisées pour la réalisation des coupes histologiques. A) 
Les échantillons sont enrobés d’OCT sur des platines placées dans le cryostat à -20 °C 
(Microm HM 550, Thermo ScientificTM). B) Photographie de l’enceinte du cryostat. C) 
Photographie des échantillons enrobés de résine Technovit 9100. D) La surface de 
l’échantillon est placée parallèlement au rasoir du Polycut Leica SM2500 (Leica 
Biosystems). Les coupes sont réalisées à température ambiante.  

  

 Cette technique est réalisée après fixation des échantillons au PFA 4% pendant 24h à 

4°C. Les cylindres sont ensuite déshydratés par des bains successifs d’éthanol 70, 80, 95 et 

100%, pendant 24 h chacun. Ils sont par la suite plongés dans du xylène pour faciliter 

l’imprégnation. Enfin, les échantillons sont imprégnés pendant plusieurs jours dans 

différentes solutions de Technovit 9100 New® (Heraeus Kulzer GmbH) en présence ou en 

absence d’un catalyseur de radicaux libres, selon les recommandations du fournisseur. La 

polymérisation finale se fait à -20 °C en présence d’un initiateur de polymérisation et d’un 

régulateur de température. 
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  Ces deux techniques ont été testées en parallèle pour les cylindres cultivés en statique 

et en perfusion. Des colorations histochimiques à l’hématoxyline & éosine ainsi qu’au 

pentachrome de Movat, sont réalisées sur les coupes obtenues. La morphologie cellulaire est 

observée en MEB sur os décalcifié à la plateforme PIMM. Les protocoles ainsi que les 

résultats correspondant sont présentés dans l’article 3. 

1.2.6. Mise au point de la culture en perfusion à partir de poudre BIOBank® 

 L’utilisation de bloc osseux en chirurgie dentaire nécessite une étape de façonnage du 

substitut pour qu’il puisse s’adapter au site receveur. L’une des possibilités est l’utilisation 

d’os sous forme de granules (Boulic, 2015). Nous avons essayé d’adapter le système U-Cup® 

à la culture en perfusion de poudre BIOBank® (%500µm). La difficulté était de développer 

une technique simple permettant à la fois le maintien des granules dans les adaptateurs et le 

passage des cellules au cours de l’étape d’ensemencement. A cet effet, nous avons opté pour 

une maille en nylon de 100 µm de porosité, découpée dans des tamis cellulaires (CorningTM). 

La figure 59, ci-dessous, illustre le prototype mis en place. 

 

 

Figure 59 – Prototype de culture en perfusion de la poudre 
osseuse. A) Poudre d’os BIOBank® (www.biobank.fr). B) Schéma 
de la chambre de culture. C) Photographies du prototype vue de 
côté (gauche) et de dessous (droite). 

  

 La culture des poudres a été testée uniquement en milieu OBSCtl et OBSMOX pendant 

28 jours. Passé ce délai, des cylindres de granules cellularisés ont été délicatement sortis du 

montage, une cohésion inter-granules probablement d’origine matricielle, a rendu le 

démoulage possible. Les structures obtenues ont été fixées 24h à 4 °C puis décalcifiées 20 
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min avant d’être enrobées dans de l’OCT, puis découpées au cryostat (7 µm). Les lames sont 

colorées à l’H&E et observées au microscope. 

1.2.7. Evaluation de la différenciation des CSM en ostéoblastes par PCR quantitative en 

temps réel  

 La PCR quantitative (PCRq) en temps réel est utilisée afin d’évaluer l’expression 

relative de gènes caractéristiques de l’engagement des CSM vers la voie ostéoblastique. Cette 

technique permet la quantification du produit de la PCR au fur et à mesure des cycles, de 

façon fiable et routinière. Cette technologie est basée sur la détection d’un rapporteur 

fluorescent, dont la consommation est directement proportionnelle à la quantité d’amplicons 

générée pendant la réaction PCR. La PCRq permet de déterminer le nombre de cycles à partir 

duquel le produit PCR est détectable, ce qui correspond au nombre de cycle seuil (Ct en 

anglais pour Cycle threshold). Cette valeur va dépendre de la quantité de matrice initialement 

présente dans l’échantillon amplifié.  

 Cette méthode permet de détecter sensiblement, voire même de quantifier les ARN 

messagers, et donc proportionnellement, les gènes qui sont exprimés au niveau d’un organe, 

d’un tissu ou d’un type cellulaire. L’objectif étant de déterminer et/ou de comparer des 

niveaux d’expression entre différents types cellulaires ou différentes conditions de culture. 

1.2.7.1. Extraction des ARN totaux 

 L’extraction des ARN totaux a été réalisée à l’aide du kit RNeasy® Plus Mini 

(Qiagen®), selon les spécifications du fabricant. Nous avons adapté la première étape du 

protocole pour pouvoir réaliser l’extraction à partir des cylindres cellularisés. Les échantillons 

sont répartis en tubes Eppendorf®, puis 350 µL de tampon RLT sont déposés par échantillon. 

Les tubes sont vigoureusement vortexés pendant 30 secondes, puis complétés à 700µL avec 

de l’éthanol 70%. Les préparations sont de nouveau vortexées pendant 30 secondes, puis 

centrifugés 20 à 30 secondes à 300 g pour culoter les débris osseux générés au cours des 

étapes précédentes. Les 700 µL de solution sont ensuite prélevés avec précaution et déposés 

dans les colonnes d’extraction fournies avec le kit. Après l’élution finale, la pureté et la 

concentration des ARN sont déterminées avec un nano spectrophotomètre 

(NanoPhotometer™ UV/Vis Spectrophotometer, Implen). Les ARN sont conservés à -80 °C 

jusqu’à leur utilisation. La transcription inverse ou reverse transcription (RT) de 500 ng 

d’ARN totaux, est réalisée à l’aide du kit SuperScriptTM II Reverse Transcriptase 
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(InvitrogenTM), en accord avec les instructions du fabricant. Au cours de cette étape les ARN 

purifiés, sont convertis en ADN complémentaires (ADNc) à l’aide d’amorces oligo(dT)25, de 

dNTP et d’une polymérase thermorésistante, la SuperScript™ II Reverse Transcriptase. La 

synthèse du second brin d’ADNc est réalisée lors d’une autre étape, par une ADN polymérase 

thermorésistante, la Taq polymérase. 

1.2.7.2. PCR quantitative en temps réel 

 La quantification relative des cibles d’intérêt est réalisée à l’aide du kit QuantiTect® 

SYBR® Green (Qiagen®).  

 Ce kit comprend un mix PCR, le QuantitTect® SYBR® Green PCR Master Mix et la 

HotStarTaq® DNA polymerase, un mix de dNTP et un agent intercalant de l’ADN, le SYBR 

Green I. Ce dernier émet de la fluorescence seulement lorsqu’il est lié à de l’ADN double 

brin. L’appareil de lecture utilisé est le LightCycler® 480 Real-time PCR system (Roche), en 

format plaque 96 puits. Le mélange réactionnel est réalisé selon le tableau 16 ci-dessous, pour 

un volume final de 10 µL. 

 
Tableau 16 – Composition d’un mix réactionnel pour la PCRq Les réactifs proviennent du 
kit QuantiTect® SYBR® Green (Qiagen®). Les volumes sont adaptés au nombre de réaction. 
 

Volume par puits (µL) Réactifs 

5 2x Quantitec SYBR Green PCR Master Mix 

0,5 Amorce sens (0,5 µM) 

0,5 Amorce anti-sens (0,5 µM) 

3 Eau RNase-free 

1 ADNc dilué 

 Chaque échantillon analysé est déposé en triplicat pour chaque couple d’amorces. Les 

conditions d’amplification utilisées sont résumées dans le tableau 17. 
 

Tableau 17 – Paramètres d’amplification des PCRq.  

Etapes 
Température 

(°C) 
Durée 

Vitesse de 

chauffage (°C/s) 

Activation de la Taq polymérase 95 15 min 4,4 

45 cycles de 
PCR 

Dénaturation 94 15 s 2,2 
Hybridation 60 30 s 2,2 
Elongation 72 30 s 4,4 

Refroidissement 40 10 s 2,2 

Courbe de fusion 
45 5 s 4,4 
65 1 s 2,2 
95 En continu 0,11 
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 Pour l’analyse des résultats nous avons opté pour la quantification relative normalisée 

par un calibrateur. Cette quantification ne nécessite pas de connaître la valeur absolue du 

nombre de copies d’ADNc présentes dans les échantillons, mais uniquement les Ct des gènes 

cibles. Les résultats sont exprimés en unité de quantification relative ce qui correspond à un 

ratio normalisé.  

 Ce dernier correspond au rapport des Ct cible/référence de chaque échantillon, 

normalisé par le rapport des Ct cible/référence d’un échantillon appelé calibrateur. Le 

calibrateur est un contrôle positif pour les gènes cibles et la référence, dans notre étude il 

s’agit de l’ADNc d’un échantillon cultivé en milieu standard DMEM. Les gènes utilisés 

comme références sont des gènes dits « de ménage » ou house keeping genes (HKG) en 

anglais. Leur expression doit être stable dans les échantillons et dans les conditions 

expérimentales utilisées. Ici le gène de référence est celui codant la "-actine (ACTB). 

 Les gènes cibles sont sélectionnés pour leur implication au cours de l’ostéogénèse, 

voir figure 60 (Beederman et al., 2013).  

 

 

Figure 60 – Représentation schématique des marqueurs ostéoblastiques exprimés au cours de la 
différenciation osseuse (adapté de Beederman et al. 2013). 
 

  

 Les différentes amorces utilisées ont été dessinées sur le site internet de PrimerQuest 

(http://eu.idtdna.com/primerquest/home/index) de manière à ce qu’elles couvrent la jonction 

entre deux exons et que l’amplicon généré après RT-PCR, soit d’environ 150 paires de bases 

(pb) (Tableau 18 ci-contre). 

 

 Le test-t de Student est utilisé pour comparer les différents résultats obtenus entre les 

échantillons. Seuls les résultats dont p < 0.05 seront considérés comme significatifs. Les 

amorces sont validées sur gel d’agarose à partir d’un ARN témoin obtenu à partir d’une lignée 

ostéoblastique (C-1407, Promocell). 
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 Puis l’efficacité et la fidélité de chaque couple d’amorce sont vérifiées par dilution 

sérielle de l’ADNc cible. Seules les amorces ayant une efficacité proche de 2 seront 

conservées. 

 

Tableau 18 - Séquences des amorces utilisées pour la PCRq. 
La taille de chaque amplicon est exprimée en paires de bases (pb). F=Forward pour amorce sens, R= 
Reverse pour amorce anti sens. 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Gène & Symbole 
Numéro 
accession  

Amorce & Séquence 
Taille 

amplicon 
(pb) 

" actine ACTG1 NM_001101.3 
ACTB_F TCTCCATGTCGTCCCAGTTG 

164 
ACTB_R AGTCTTCCCCTCCATCGTTG 

Ribosomal Protein L13a RPL13A NM_001270491$ 
RPL13A_F 

CTATGACCAATAGGAAGAGCAAC
C 121 

RPL13A_R GCAGAGTATATGACCAGGTGGAA 

Collagène de type alpha 

1 
COL1A1 NM_000088 

COL1A1_F 
TGTGGCCCAGAAGAACTGGTACA
T 89 

COL1A1_R ACTGGAATCCATCGGTCATGCTCT 

Phosphatase Alcaline ALPL NM_000478.4 
TNAP_F 

ATTTCTCTTGGGCAGGCAGAGAG
T 

118 
TNAP_R 

ATCCAGAATGTTCCACGGAGGCT
T 

Ostéopontine  
(secreted phosphoprotein 1) 

 SPP1 NM_001251830 
SPP1_F AGAATGCTGTGTCCTCTGAAG 

146 
SPP1_R GTTCGAGTCAATGGAGTCCTG 

Runt-related 2  
( core-binding factor subunit 

alpha-1) 
RUNX2  NM_001024630 

RUNX2_F GGCCCACAAATCTCAGATCGTT 
184 

RUNX2_R CACTGGCGCTGCAACAAGAC 

glycéraldéhyde-3-
phosphate 

déshydrogénase 
GAPDH NM_002046.4 

GAPDH'_F AGCCACATCGCTCAGACAC 
66 

GAPDH'_R GCCCAATACGACCAAATCC 

Ostéocalcine  
(bone gamma-carboxyglutamic 

acid-containing protein) 
BGLAP NM_199173 

OC_F CAGCGAGGTAGTGAAGAGAC 
144 

OC_R TGAAAGCCGATGTGGTCAG 

Ostéonectine ON 
NM_001309444.
1 

ON_F TCCACAGTACCGGATTCTCTCT 
182 

ON-R TCTATGTTAGCACCTTGTCTCCAG 

Bone morphogenetic 
protein 2 

BMP2 NM_001200.2 
BMP2_F CCCGCTGTCTTCTAGCGTT 

107 
BMP2-_R CTGTTTCAGGCCGAACATGC 
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2. Ingénierie tissulaire du ménisque 

 

2.1. Génération d’un substitut méniscal cellularisé in vitro 

 L’ingénierie tissulaire constitue actuellement une approche thérapeutique innovante 

pour la réparation méniscale. Les cellules, ainsi que les substituts utilisés, sont essentiels à la 

réussite de cette pratique. Dans cette dernière partie expérimentale, nous évoquerons les 

méthodes utilisées pour analyser la compatibilité entre les CSM et un substitut méniscal 

allogénique, le MENISC-T® (TBF Génie tissulaire). Ce dernier est évoqué dans la partie 

introductive de ce troisième chapitre (sous partie 3.4.2.2.) Il est admis qu’en culture 3D la 

prolifération cellulaire est limitée à la périphérie en raison des gradients de pH, de nutriments 

d’oxygène, qui s’établissent de l’extérieur vers le centre du support (Volkmer et al., 2012). 

Pour tenter de limiter ces phénomènes, et ainsi préserver la viabilité cellulaire, nous avons 

réalisé des cultures dynamiques 3D des CSM, en présence d’HEMOXCell®, pour stimuler la 

prolifération cellulaire et satisfaire les besoins en oxygène. Le raisonnement suivit est 

similaire à celui développé pour le substitut osseux. Quatre 4 conditions de culture sont 

testées : DMEM +/- MOX et milieu d’induction chondrogénique (CM) +/- MOX. Nous les 

appellerons respectivement DMEMCtl, DMEMMOX, CMCtl et CMMOX.  

2.1.1. Design expérimental  

2.1.1.1. Le MENISC-T® 

 Le MENISC-T® est un ménisque humain allogénique provenant de donneurs vivants. 

Le donneur doit répondre aux critères de sélection établis par l’Agence de la Biomédecine, 

tels que l’absence de signes neurologiques, de risque de transmission d’agents non-

conventionnels et d’infection généralisée. Un statut clinique est dressé par l’orthopédiste 

responsable du prélèvement et la conformité sérologique est vérifiée (Hépatites B et C, HIV 

1 et 2, syphilis). Les substituts conformes subissent un traitement spécifique, le procédé 

Phoenix®. Ce dernier comporte différentes étapes telles que l’inactivation virale, par des 

traitements chimiques et mécaniques, une délipidation, une lyophilisation et une 
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radiostérilisation gamma. Les substituts sont systématiquement délivrés avec leur certificat 

de conformité. Ces procédés ont été préalablement élaborés et validés sur des ménisques 

bovins, puis adaptés aux ménisques humains. Le MENISC-T® rentre dans la catégorie des 

tissus d’origine humaine. De ce fait, il doit répondre à certains critères, tels que l’absence de 

risque de transmission d’agents pathogènes (virus, bactéries), et être biocompatible, ce qui 

implique de s’assurer de l’absence de cellules résiduelles après traitements. Par ailleurs, il 

faut s’assurer du maintien de la structure collagénique du tissu d’origine. C’est en effet les 

différentes orientations des fibres de collagène du tissu méniscal, qui sont en grandes parties 

responsables des fonctions biomécaniques de ce tissu (McDevitt & Webber, 1990; Makris et 

al., 2011). 

2.1.2. Culture dynamique en système rotatif 

La culture dynamique de CSM en substitut méniscal a été initiée dans un système de 

culture rotatif, le système CELLROLL® (Integra Biosciences) (Figure 61B). Il permet une 

agitation douce, avec une vitesse de rotation maximale de 2 RPM (rotations par minute). Le 

mouvement de milieu créé par la rotation, limite la formation de gradients principalement 

autour des supports. Ce type de système est en général utilisé pour la culture à grande échelle 

de cellules adhérentes. Des cylindres de MENISC-T® sont réalisés à l’aide punchs à biopsie 

de 6 mm (Stiefel®) (Figure 61A). Des tranches de 2 mm d’épaisseur sont découpées au 

scalpel et ensemencées avec 1.105 cellules. L’ensemencement est réalisé par injection de 40 

µL de suspension cellulaire en DMEM complémenté. Les premières 24h de culture sont 

réalisées en statique, pour favoriser l’adhérence cellulaire et permettre le calcul de l’efficacité 

d’ensemencement. Des bouteilles de culture sur rollers (850 cm2), fournies avec le système, 

sont modifiées pour recevoir des tubes Falcon de culture cellulaire (Corning®). Les bouteilles 

sont sciées en 2 pour permettre l’insertion d’adaptateurs en polystyrène, d’un diamètre 

identique aux bouteilles, dans lesquels nous avons fait des trous pour y glisser les tubes 

Falcon (3 à 5/ demi-bouteille). L’appareil est légèrement incliné, afin d’empêcher le milieu de 

culture d’entrer en contact avec les bouchons ventilés. Le schéma du principe expérimental 

est représenté dans la figure 61 ci-contre.  

Le prototype ainsi mis en place, permet de cultiver en parallèle jusqu’à 20 tubes, alors 

qu’à l’origine, il ne permettait la rotation que de 4 bouteilles à la fois. Les supports 

cellularisés (2/tube et 3 tubes/condition) sont cultivés pendant 4 semaines en agitation 

continue 2 RPM (37°C, 5% CO2), avec 2 changements de milieux par semaine. Au total il y a 
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6 échantillons par condition : 2 sont fixés au PFA 4% puis inclus en OCT pour réaliser des 

analyses histochimiques, 2 autres sont fixés au glutaraléhyde 2.5 % pour être analysés en 

MEB, et les 2 derniers sont analysés avec le test Live/Dead®. Les protocoles sont identiques à 

ceux utilisés pour le substitut BIOBank®, à la différence que le ménisque ne nécessite pas 

d’étape de décalcification. 

 

 

 

Figure 61 - Design expérimental de la culture en agitation rotative avec le système 
CELLROLL®. A). Des cylindres de 6 mm de diamètre, sont prélevés dans les substituts méniscaux 
puis découpés en sections de 2 mm d’épaisseur. Le schéma du bas en représente le dispositif utilisé, 
une photographie de ce même système est présentée en B).  

 

2.1.2.1. Efficacité d’ensemencement  

 Après 24h de culture, l’efficacité d’ensemencement est analysée pour chaque 

condition de culture en triplicat. Les cellules adhérentes au fond des puits sont poolées avec 

celles dans le milieu de culture. Le dénombrement est réalisé avec un compteur cellulaire 

automatique (ADAM, Labtech). L’efficacité d’ensemencement est calculée en pourcentage 

par rapport à la quantité de cellules totale (i.e., 1.105 cellules/cylindre).  

2.1.2.2. Analyse de la viabilité cellulaire 

 La viabilité cellulaire est analysée après 4 semaines de culture à l’aide du kit 

Live/Dead® (MolecularProbes®, LifeTechnologiesTM). Pour permettre l’observation des 
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cellules viables au centre des supports, ces derniers sont coupés en deux avant de réaliser le 

protocole de marquage. 

2.1.2.3. Analyse de la colonisation des substituts 

 La cellularisation des échantillons est analysée sur coupes histologiques et en MEB, 

afin d’avoir à la fois une vue d’ensemble de la cellularisation et des indications sur la 

morphologie cellulaire. Une partie des cylindres est traitée pour la réalisation de coupes au 

cryostat, avec une étape de fixation au PAF 4% 24h à 4°C puis 24h d’enrobage en OCT à 4°C 

(Tissue-Tek® 4583). Des sections de 7 µm sont colorées à l’H&E pour chaque condition et 

observées en microscopie (Axio Imager 2, Zeiss).  

 L’adhérence et la morphologie cellulaire sont visualisées au en MEB selon le 

protocole précédemment décrit (1.1.2). Des substituts acellulaires incubés en DMEMCtl, dans 

les mêmes conditions sont utilisés comme contrôles. 

2.1.3. Culture statique sur sections de substitut méniscal 

 Nous avions initialement envisagé de tester la culture en perfusion avec des cylindres 

méniscaux, mais nous nous sommes heurtés à des difficultés techniques. En effet, la densité 

de la matrice collagénique méniscale gênait le passage du flux de milieu au travers des 

cylindres. Par ailleurs, un gonflement de ces derniers a été observé.  

 Nous avons donc été contraints de réaliser des cultures en mode statique. A cet effet, 

des sections transversales de MENISC-T®, de 2 mm d’épaisseur, ont été réalisées à l’aide 

d’un scalpel. Les échantillons ainsi obtenus permettaient d’observer les différentes 

orientations du collagène. Chaque échantillon est ensemencé en plaque 6 puits (1 

échantillon/puits) par une injection de 100 µL contenant 1.106 cellules. Les analyses sont 

effectuées après 4 semaines de culture, pour comparer les résultats obtenus avec ceux en 

culture rotative, et après 8 semaines de culture, pour apprécier l’évolution des substituts 

cellularisés sur le long terme. Les conditions de culture sont identiques à celles utilisées pour 

la culture dynamique.  
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Les résultats du chapitre IV seront présentés en deux parties distinctes. La première 

concernera l’optimisation de la cellularisation des substituts osseux, sous la forme de poudre 

et sous forme cylindrique, en statique et en perfusion en présence d’HEMOXCell®. La 

culture réalisée sur les cylindres d’os BIOBank® sera présentée dans l’article 3 : 

 

Article 3: “Perfusion culture of human MSCs with a marine oxygen carrier improves 

cell adhesion and proliferation on allogenic bone scaffold.” 
!

Fiona Le Pape, Gaëlle Richard, Emmanuelle Porchet, Sophie Sourice, Richard Pace, Jérôme Guicheux, Frédéric Dubrana, 
Claude Férec, Valérie Polard, Pierre Weiss, Franck Zal, Pascal Delépine et Elisabeth Leize 

!

 
La seconde partie rapportera les résultats obtenus lors de l’évaluation de l’impact 

d’HEMOXCell® dans la culture de cellules souches mésenchymateuses dans le substitut 

méniscal MENISC-T®. Un quatrième article est en préparation. 
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 1. Optimisation de la cellularisation d’un substitut osseux in vitro 

avec une hémoglobine marine 

1.1. Choix du support de l’étude 

1.1.1. Analyse structurale des poudres inertes 

 La structure des poudres utilisées est analysée selon deux techniques, la première 

consiste en la réalisation d’une représentation 3D en tomodensitométrie à rayon X de la 

matrice minérale et la seconde en une analyse en microscopie électronique à balayage de la 

surface des biomatériaux.  

Les analyses tomodensitométriques avaient pour objectif de créer des reconstitutions 

3D des poudres de différentes origines, IngeniOs™ (Zimmer Dental), Endobon® (BIOMET 

3iTM) et la poudre de chez BIOBank® (Figure 62A), afin de visualiser et calculer, l’espace 

libre entre les granules et de définir leur densité. La porosité des échantillons est analysée 

avec le logiciel CTan (Bruker) à partir d’un rapport entre le volume de biomatériau et le 

volume total.  

  
 

 
 

 
Figure 62 – Analyse microstructurale 
des poudres de substituts osseux en 

tomodensitométrie à rayons X et en 
MEB. La densité minérale de 80 mg de 
poudres IngeniOsTM, Endobon® et 
provenant de BIOBank®, cultivées en 
!MEM + 5% LP, a été évaluée au 
Skyscan 1272 (A, B). Pour chaque 
échantillon des reconstitutions 3D sont 
réalisées (A) ainsi que des radiographies 
transversales (B). La flèche rouge 
représente environ 5 mm et délimite la 
zone de la coupe. L’analyse en MEB de 
la macro et microstructure des substituts 
est représentée au grossissement x50 
(C) et x 500 (D).  
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La poudre BIOBank® présentait une porosité de 70.8 ± 5.7 %, ce qui correspond à 

celle estimée par le fournisseur (± 80 %). Une porosité légèrement inférieure est calculée pour 

Endobon®, avec une moyenne de 64.1 ± 4.7 % et le minimum est obtenu pour IngeniOs®, 

58.3 ± 1.9 %. Le logiciel CTVox est utilisé pour reconstituer des images 3D des échantillons 

(1158 images de 1920 x 1920 pixels) (Figure 62A) des coupes transversales sont obtenues à 

partir des reconstitutions 3D (Figure 62B). Les images obtenues avec Endobon® et 

BIOBank® sont visuellement identiques. La taille des granules synthétiques IngeniOsTM est 

plus importante que celle de ses homologues biologiques. La surface de culture est donc 

moindre pour un même volume de poudre.  

 La figure 62 (C,D) illustre respectivement la macro- et la microarchitecture des 

poudres IngeniOs™, Endobon® et BIOBank® en MEB. Comme pour l’analyse 

morphométrique, on retrouve des similitudes entre Endobon® et la poudre BIOBank®, en 

termes de taille mais aussi d’aspect (diamètre des pores et morphologique). La surface du 

biomatériau IngeniOsTM présente des aspérités creuses et arrondies, et sa microstructure 

possède un relief avec une multitude de formes arrondies. La surface du substitut Endobon® 

est lisse et celle de BIOBank® présente un aspect fibreux.  

1.1.2. Analyse de la prolifération et de la viabilité cellulaire 

 Les 3 biomatériaux ont été cultivés avec des CSM pendant 23 jours. L’adhérence et la 

prolifération cellulaire sont analysées en MEB à J2, J9 et J23 (Figure 63). L’analyse à J2 

permet d’évaluer l’adhérence et la morphologie cellulaire en début de culture. Les 

photographies réalisées à J2 montrent que le contact cellules/support s’effectue avec une 

efficacité similaire entre les différentes poudres (Figure 63). Quel que soit l’origine du 

support, les CSM adhérent à la surface des poudres avec une morphologie tantôt 

fibroblastique, tantôt aplatie, avec de nombreux prolongements cytoplasmiques. Les résultats 

obtenus montrent une augmentation de la quantité cellulaire entre J2 et J9, avec des zones 

confluentes. Entre J9 et J23, la différence est plus discrète en raison de l’importante densité 

cellulaire, les cellules forment un tapis relativement dense, qui ne laisse plus apparaitre les 

jonctions membranaires à J23. Les 3 matériaux semblent favoriser l’adhérence et la 

prolifération dès le deuxième jour de culture. La densité cellulaire rend difficile l’observation 

morphologique, cependant les monocouches paraissent plus homogènes avec Endobon® et la 

poudre BIOBank®. Les cellules ont tendance à s’amasser dans les creux à la surface du 

biomatériau IngeniOsTM. 
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Figure 63 - Analyse de l’adhérence et de la prolifération des CSM sur les poudres de 
biomatériaux au MEB. Les poudres ensemencées avec 1.106 cellules/100 mg ont été cultivées 
23 jours en condition standard. L’analyse en MEB a été réalisée à J2, J9 et J23. Les images sont 
représentatives des 3 poudres cellularisées et montrent des cellules adhérentes formant des 
connections entre elles et avec leurs supports.  

 

 

 L’analyse de la viabilité en microscopie confocale permet en revanche d’apprécier la 

morphologie fibroblastique, caractéristique des CSM, jusqu’au 23ème jour de culture (Figure 

64 ci-après). Elles n’ont en effet pas subit de traitement pouvant altérer leur aspect, comme 

c’est le cas pour l’analyse en MEB. Les résultats montrent une forte viabilité cellulaire 

(cellules vertes) à la fois à 9 jours et à 23 jours de culture. Bien que la différence de densité ne 

soit pas flagrante entre les 3 biomatériaux à J9, les résultats à J23 (2D) montrent une densité 

cellulaire similaire entre IngeniOsTM et Endobon®, mois moins dense que pour l’os 

BIOBank®. 
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Figure 64 – Analyse de la viabilité cellulaire sur poudres de substituts osseux. 

La viabilité est analysée avec le test Live/Dead® à J9 et J23. Les cellules vivantes sont 
marquées en vert et les cellules mortes en rouge. Les barres d’échelle correspondent à 200 
µm. 

 

  La microscopie confocale permet d’apprécier la cellularisation sur le plan focal, mais 

pas en profondeur. Toutefois, des reconstitutions 3D peuvent être réalisées à l’aide d’outils 

d’analyse complexes, en cumulant plusieurs coupes. Cela permet de faire des rendus 

volumiques d’une série d’images et de ce fait, de reconstituer une image 3D de l’échantillon 

analysé. Ces analyses sont réalisées avec le logiciel ZEN (microscope confocal ZEISS LSM 

780) à partir d’images acquises sur une zone donnée des échantillons de poudre. Un résultat 

représentatif de chaque condition est intégré dans la figure 64 (J23, 3D). Les reconstitutions 

3D obtenues montrent la formation de structures multicellulaires avec des cellules orientées et 

de forme allongée. La culture réalisée avec IngeniOs® n’est pas homogène : des amas 

cellulaires sont clairement distingués, et il apparaît une proportion de cellules mortes plus 

importante en comparaison aux poudres biologiques.  

Les substituts testés semblent supporter efficacement à la fois la prolifération et la 

viabilité cellulaire. Il ressort néanmoins de ces résultats, que les supports Endobon® et 
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BIOBank® sont plus propice à la prolifération cellulaire. Au vu des résultats et afin de rester 

dans une thématique d’ingénierie tissulaire utilisant des produits humains, nous avons 

sélectionné le substitut BIOBank® pour la suite de notre étude. 

1.1.3. Validation des couples d’amorces 

 Les amorces dessinées pour l’analyse de la différenciation ostéoblastique ont été 

validées de deux manières, tout d’abord en réalisant le calcul de l’efficacité d’amplification 

des amorces, puis en réalisant les courbes de fusion (Melting Curves) des amplicons générés. 

Pour le calcul de l’efficacité, l’ADNc contrôle est dilué selon une gamme de raison 10 puis 

amplifié avec les couples d’amorces à valider (Figure 65A). La droite correspondant aux Ct 

des solutions diluées est utilisée pour calculer l’efficacité des couples. La pente de la droite 

doit est comprise entre 3,2 et 3,7, ce qui représente respectivement une efficacité de 100% et 

86 %.  

 

 

Figure 65 - Analyse de la spécificité d’amplification des amorces pour l’analyse de la 
différenciation ostéoblastique. La fidélité des amorces est vérifiée en amplifiant des dilutions sériées 
de l’ADNc contrôle (A), l’efficacité des couples est ensuite calculée (B). La spécificité est vérifiée 
avec le calcul du Tm (C) et la migration sur gel d’agarose du produit d’amplification (E). (D) Tableau 
récapitulatif des efficacités. (Marqueur de poids moléculaire : Quick-Load 50 bp DNA Ladder (New 
England Biolabs)) 
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 Une efficacité de 100% à chaque cycle s’écrit E=2, ce qui correspond à un décalage 

des Ct selon une valeur constante. Le tableau des Ct (Figure 65D) informe des efficacités 

obtenues pour nos amorces. En parallèle, les courbes de fusion sont réalisées pour s’assurer de 

la spécificité de l’amplification. Puis les dérivées de ces courbes sont réalisées pour vérifier 

les températures de fusion (Tm). Un seul pic de fusion est obtenu pour chaque couple 

d’amorces (Figure 65C), attestant de la spécificité de reconnaissance.  

 Nous avons donc 9 couples d’amorces validées ciblant 1 gène de référence (RPL13A) 

et 8 gènes spécifiques de la différenciation ostéoblastique. Les résultats sont en cours. 

1.2. Culture en perfusion  

 La culture en perfusion a été utilisée pour la culture des CSM sur cylindre osseux et 

sur poudre BIOBank®. Nous aborderons dans la partie qui va suivre, uniquement l’analyse de 

la culture sur la poudre en normoxie. Les autres résultats obtenus avec les substituts 

cylindriques sont présentés dans l’article 3 « Perfusion culture of human MSCs with a marine 

oxygen carrier improves cell adhesion and proliferation on allogenic bone scaffold ».  

 

La culture en perfusion des CSM avec de la poudre d’os a été réalisée en duplicat, en 

milieux OBSCtl et OBSMOX. Des coupes réalisées sur les poudres perfusées pendant 4 

semaines ont été colorées à l’H&E. Les images A et C de la figure 66, représentent les 

structures formées par les granules d’os après 4 semaines de culture, respectivement en milieu 

OBSCtl et OBSMOX. Les structures ainsi obtenues étaient molles mais suffisamment stables 

pour maintenir leur forme cylindrique, et ceci même après avoir subi les différentes étapes 

précédant la réalisation des coupes au cryostat. Les coupes ont été réalisées au centre des 

cylindres et les photographies A et D de la figure 66, sont représentatives de chacune des 

conditions et illustrent les résultats obtenus après coloration H&E, à deux grossissements 

différents. La matrice osseuse apparait en rose tandis que les cellules apparaissent en bleu-

violacé. On remarque que des cellules sont présentent de part et d’autres des granules et que la 

densité cellulaire est plus importante dans la condition OBSMOX.  
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Figure 66 – Coloration histologique de la poudre BIOBank® cultivée en perfusion. La culture en 
perfusion de poudre osseuse a été réalisée en milieu de différenciation ostéoblastique (OBS) +/- 
HEMOXCell® à 0.025 g/L, en duplicat. Photographies de cylindres de poudre après 4 semaines de 
culture en milieu OBSCtl (A) et en milieu OBSMOX (C). Des images représentatives des colorations 
H&E réalisées sont présentées en (B) et (D).
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Abstract 

 

Tissue engineering strategies have been developed to optimise osseointegration in dental implant surgery. 

One of the major problems is the non-homogeneous spatial cell distribution in the scaffold, as well as 

subsequent matrix production. Insufficient nutrient and oxygen supplies inside the scaffold are factors in this 

phenomenon. To mediate this gradient formation, we have implemented a perfusion culture method to seed 

human bone marrow mesenchymal stem cells (MSCs) into 3D-allogenic bone scaffolds in combination with 

a marine haemoglobin, HEMOXCell®, for oxygen delivery. Cell culture was performed under static and 

hydrodynamic conditions, on standard and osteogenic medium, with and without HEMOXCell®. The cell 

seeding efficiency, as well as MSC/scaffold compatibly was assessed using viability and proliferation assays. 

Scaffolds  cellularisation and matrix formation were analysed using scanning electron microscopy and 

histological staining. Alkaline phosphatase (AP) quantification was used to analyse cell differentiation. The 

perfusion culture was observed to significantly promote MSC proliferation throughout the scaffolds, 

especially when using the induction medium w/HEMOXCell®. In addition, AP and Col I were over-

expressed in perfused scaffolds. Our data suggest that perfusion culture of MSC with HEMOXCell® as a 

natural oxygen carrier is promising for tissue engineering applications to oxygenate hypoxic areas and to 

promote cellular proliferation.  

 

 

Keyword: Mesenchymal stem cells, tissue engineering, bone substitute, perfusion culture, oxygen carrier, 

haemoglobin 
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Introduction 
 

 In dental surgery, the use of titanium implants is 

a standard procedure for replacing a missing tooth. In a 

healthy bone, osseointegration is supported by the local 

inflammation, the neovascularisation, the osteogenesis, the 

bone cells and the bone marrow progenitor cells 
1 3

. 

However, it has been demonstrated that osseointegration is 

delayed for compromised bone. It has been proved that 

traumatic or pathological injuries, such as diabetes and 

irradiations, dramatically increased the risks of implant 

failure due to modifications of the bone microenvironment 

which impact molecular interactions, cellular functions 

and thus bone regeneration 
4,5

. One of the challenges is to 

promote implant anchorage into bone which has a poor 

natural healing capacity for prosthodontic rehabilitation in 

maxillofacial surgeries. The most common strategy is the 

replacement of damaged bone using a bone graft 

substitute. Autologous gr

osteoinductive and osteogenic natural properties 
6
. 

However the availability and morbidity of donor site, and 

the potential risk of infection represent some of the 

limitations to this procedure 
6
.  

 Allogenic substitutes appears to be an alternative 

to autogenous bone graft because of their availability 

without the requirement of a second surgical site 
7
. 

However the theoretical risks of immune reaction and 

disease transmission have led to the development of 

acellular bone substitutes like freeze-dried bone allograft 

(FDBA) and demineralized freeze-dried bone allografts 

(DFDBA). These allografts are processed and sterilized 

using specific protocols to remove biological components 

including cells and lipids, to minimize the risk of immune 

reactions and infections of the host 
8
. Unfortunately, 

treatments performed on the collected bone reduce the 

osteoinductive and osteogenic properties of the graft 
9
. A 

critical failure of bone substitute grafts has been the local 

ischemia due to the lack of blood supply and a lack of 

osteoblast progenitor into the graft 
10

. 

As a solution, tissue engineering strategies could provide 

an osteogenic character to an inert graft by creating a new 

bone-like physicochemical environment using growth 

factors and osteocompetent cells 
11,12

. This strategy should 

promote healing, decrease the patient  pain and increase 

the implant  biointegration.  

 Mesenchymal stem cells (MSC) constitute the 

most promising candidates for bone tissue engineering 

because of their immunomodulatory properties and their 

plasticity. MSC have been described by Friedenstein as 

adherent bone marrow cells with a self-renewing capacity, 

exhibiting a fibroblast-like morphology 
13

. MSC can give 

rise to mesenchymal cell lineages including adipocytes, 

chondrocytes and osteoblasts in vitro 
14

. In addition MSC 

have even been used in the treatment of a range of tissue 

repair including cartilage, tendon, nerve, heartand bone 
15

17
. MSC derived from bone marrow are the most 

frequently used for bone regeneration 
18 20

. However, other 

sources like adipose tissue and peripheral blood have been 

investigated for bone repair as well 
21 23

. MSC can 

promote new blood vessel formation and limit the immune 

reaction 
24

. Therefore, the use of human platelet lysate 

(hPL) as a supplement for MSC culture has demonstrated 

improvements in cellular proliferation, differentiation and 

angiogenic properties 
25,26

. hPL is a rich source of growth 

factors like platelet derived growth factor (PDGF), 

transforming growth factor (TGF), insulin growth factor 

(IGF), vascular endothelial growth factor (VEGF) and 

endothelial growth factor (EGF) which promote the 

healing process, angiogenesis and cell osseo-

differentiation 
25,27 30

. In dental implantology, hPL 

injections influence the cell migration to the implant and 

the bone formation 
2
. For bone engineering constructs, the 

technique employed for seeding and the subsequent 

culture conditions, can affect cell viability as well as their 

proliferation and plasticity. Perfusion culture system have 

been reported to promote cell and nutrient repartition as 

well as oxygen diffusion and cell differentiation to 

osteogenic lineages 
31 33

.  

 HEMOXCell® is a biological oxygen carrier 

extracted from the marine worm Nereis virens 
34,35

 and 

produced by the French startup in biotechnology 

HEMARINA. This extracellular haemoglobin, which can 

carry 40 times more oxygen molecules than the human 

haemoglobin, enables oxygen release in a simple oxygen 

gradient according to cellular needs. We recently reported 

that HEMOXCell® can be used as an oxygenation 

additive in CHO-S culture for bioproduction, accelerating 

the cell productivity as well as the growth rate 
36

. In 

another study, we have highlighted its potential use at low 

doses as a non-toxic additive for bone marrow MSC 

culture with positive effects on cell proliferation with a 

25% increase cell growth and the maintenance of cells 

characteristics (personal data). 

 Given its potential for oxygenation, we aim to 

develop a method associating HEMOXCell® and human 

MSCs, to promote cell growth and differentiation in three-

dimensional (3-D) allogeneic bone substitutes 

(BIOBank®). In order to achieve it, we investigated the 

cell behaviour in both static and perfused 3-D cultures, 

using osteoinductive hPL-supplemented medium with 

HEMOXCell®. We demonstrated that perfusion of bone 

marrow MSC through the pores of BIOBank® scaffolds 

resulted in the efficient cellular expansion and 

differentiation into osteoblastic lineage. This phenomenon 

was increased in HEMOXCell®-supplemented medium. 

This work underlines the potential use of a universal 

oxygen carrier for in vitro bone scaffold cellularisation as 

well as providing an experimental basis for the further in 

vivo studies. These studies could include the oxygenation 

of hypoxic graft areas and environment in the implantation 

site where the local blood supply is compromised. 

Materials and methods 
!

HEMOXCell® 

 The extracellular marine haemoglobin is 

manufactured under the trademark name of HEMOXCell® 

or sometimes referred by its internal company name of 

M201 by Hemarina SA (Morlaix, France). HEMOXCell® 

was extracted under gentle agitation of frozen Nereis 

virens at 4°C followed by several purification steps and 

then conditioned in cryotubes. The final product was 

conserved at -80°C and thawed at 4°C before 

experimentation. In our experiments it was used at an 

optimal concentration of 0.025 g/L as was previously 

found and described (Le Pape et al. 2015, submitted).  

 

 In this report, cell culture performed in control 

medium Dulbecco's Modified Eagle's medium (DMEM) 
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and 0.025 g/L HEMOXCell®-supplemented medium were 

referred as DMEMCtl and DMEMMOX, respectively. 

Likewise the osteo-induction medium w/o and w/ 

HEMOXCell® were referred to OBSCtl and OBSMOX. 

 

Isolation and culture of hMSCs 
 MSCs were extracted from human bone marrow. 

Samples were obtained from patients who underwent total 

hip replacement surgery at the Department of Orthopedic 

Surgery at the Brest University Hospital (Brest, France). 

Before sampling, written consents of the patients were 

obtained and all precautions were taken to preserve the 

privacy of the donors and the project was approved by 

local ethical committees (ministerial authorisation: DC-

2009-1006).  

Cells from bone marrow were isolated and characterized 

according to ISCT criteria 
14

. Briefly, bone and fat residues 

from bone marrow samples were eliminated through a 

filtration step using cell strainers (Corning®, Amsterdam, 

Netherlands) and then cells were concentrated by 

centrifugation at 1,000 x g. These total bone marrow cells 

were then directly seeded at a density of 1 x 10
5 

cells/cm
2
 

into basic growth media consisting of alpha-minimum 

-MEM) (Lonza, Basel, Switzerland) 

containing 5% human Platelet Lysate (hPL), 1% L-

glutamine 200 mM (Gibco®, France), 1% Ciprofloxacin 2 

mg/mL (Panpharma®, France) and 0.04% Heparin (25,000 

UI/5 mL) (Panpharma®, France). Cultures were 

maintained in a humidified atmosphere with 5% CO2 at 

37°C and the medium was changed twice a week 

thereafter. Adherent cells were cultured until passage two 

or three and aliquots were used to characterized them by 

their typical membrane expression markers and their 

trilineage differentiation before use 
14

.  

Preparation of human platelet lysate  

 Human platelet lysate (hPL) was obtained from 

apheresis platelet concentrate pools (5 donors) provided by 

the French blood bank or 

and were biologically qualified according to the French 

legislation. The mean amount of platelets in each pool was 

> 4 x 10
11

. hPL containing platelet-released growth factors 

was generated from platelet units through a repeated 

freezing-thawing procedure. Platelet bodies were removed 

by centrifugation (15 min, 1,500 x g) and the supernatant 

was stored at -20°C until use.!!

!

Analysis of cell osteogenic differentiation capacity  

 Osteogenic differentiation was induced in MSC 

cultures between passages 1 and 3. Cells reaching ~80% 

confluence were trypsinised and plated in 24-well plates at 

a density of 5,000 cells/well in duplicates and cultured for 

24 hours in the standard differentiation medium 

(DMEMCtl) consisting of DMEM high-glucose (4.5 g/L) 

Switzerland) supplemented the same as the already listed 

-MEM medium. After this adherence period, the medium 

was replaced with the differentiation medium (OBSCtl) 

(i.e., standard medium supplemented with 1 µM 

dexamethasone, 0.05 mM ascorbic acid -

glycerophosphate (Sigma®, St Quentin-Fallavier, France)) 

for induced wells. The remaining wells were left without 

any additives and were cultured as an undifferentiated 

control. After 5, 10, 15 and 20 days of induction, alkaline 

phosphatase (AP) activity and mineralization were 

analysed. These experiments were performed with 

DMEMCtl+MOX and OBSCtl+MOX media. 

 

AP activity: Osteoblastic phosphatase activity was 

visualised using the BCIP/NTB substrate (SigmaFastTM 

BCIP-NBT, Sigma®, France). Cells were fixed with 4% 

PFA for 10 minutes and rinsed with a washing buffer 

(0.05% Tween 20 in Phosphate Buffered Saline (PBS)). 

Fixed cell monolayers were incubated for 10 min with a 

substrate solution of 5-bromo-4-chloro-3-indolyl-

phosphate- nitro blue tetrazolium) (BCIP-NBT) dissolved 

in distilled water. Enzymatic activity was visualised as a 

blue-violet stain. 

 

Alizarin red staining: Extracellular calcium deposits 

were revealed using an orange-red stain with Alizarin Red 

S (Sigma®, France). Briefly, cells were fixed with 4% 

paraformaldehyde (PFA) for 15 min, followed by 

incubation in Alizarin Red S staining solution (20 mg/mL, 

pH 4.1-4.3) in the dark at room temperature (RT) for 30 

min with gentle shaking. The staining solution was 

carefully aspirated and the cell monolayer was washed 3-4 

times with distilled water and conserved in PBS.  

 

Analysis of MSC/scaffold compatibility 
 

Scaffolds design  
Powder (0.5 mm diameter, 80% porosity) and 

cylinders (8 mm x 4 mm) of human cancellous bone 

(BioBank
TM

,
 

Presles-en-Brie, France) were used as 

scaffolds for cell proliferation in these experiments. These 

scaffolds are viro-inactivated and sterilized using the 

Supercript® process which is based on the use of 

supercritical CO2 (CO2SC). In this condition, CO2 behaves 

as a natural solvent for lipid removal. The Bone powders 

had a porosity of 80% and the bone cylinders had an 

approximate porosity of 70% and pore sizes ranging from 

 

  

Cell morphology and viability assays on 

scaffold powder 
 To assess cell compatibility with bone scaffolds, 

MSCs were seeded on bone powder (1 x 10
6 

cells/80 mg) 

on 15 ml Falcon® tubes in DMEM standard medium in 

static culture. Cultures were maintained during 23 days in 

standard condition (5% CO2, 37°C) and were analysed at 

2, 10 and 23 days by confocal microscopy and SEM 

(scanning electron microscopy). For SEM, samples were 

incubated in 2.5% (w/v) glutaraldehyde solution for 1 h at 

room temperature (RT) and then washed three-times in 

PBS. Samples were dehydrated by a series of ethanol 

solutions. Specimens were observed under SEM (Hitachi 

S-3200N). 

  Viability was assessed with calcein AM and 

ethidium homodimer (EthD-1) from the Live/Dead® 

Viability/Cytotoxicity Kit (MolecularProbes®, 

LifeTechnologies
TM

) according to the user manual. Seeded 

powders were washed with PBS and incubated for 30 min 

at RT with 2 µM Calcein AM and 1.25 µM Ethidium 

homodimer (EthD- -MEM medium. 

Constructs were observed with a fluorescence microscope 

(Axio Imager M2, Zeiss) (Calcein: 530 ± 12.5 nm; EthD-

1: 645 ± 20 nm). 
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Analysis of cell proliferation on 3-D bone 

scaffolds 
 MSCs were seeded on bone scaffolds (5.10

6
 

cells/cm
3
) under static conditions, after 1 h incubation, 

constructs were maintained in standard medium for 24h 

and then media were replaced with DMEMCtl, DMEMMOX, 

OBSCtl or OBSMOX to a final volume of 500 µL Cell 

number was calculated using Cell Counting Kit-8 (CCK-8, 

Dojindo Molecular Technologies, Rockville, USA) 

according to the 

7 and 14 days of culture, 50 µl of CCK-8 solution was 

added to constructs medium and incubated for 2 h at 37°C. 

Then 100 µl from each condition were dispensed into a 96-

well plate. The optical density was then measured at 450 

nm using a microplate reader. Cell quantity was 

determined using a standard curve. Unseeded scaffolds 

were used as controls.  

 

!"#"$%&#'(&)*+,-.$/'&%-0"-+*&/'&1/'*&%20$'(*+.&

& Experimental design 

MSCs were cultured with bone cylinders using 

two different cultivation methods. A static culture was 

performed in 6-well plates. Scaffolds were seeded by the 

injection of 1 x 10
6
 cells in DMEM standard medium and 

attachment. Scaffolds were then cultured in DMEMCtl or 

DMEMMOX. Perfused scaffolds were seeded with 1 x 10
6
 

cells using a perfusion bioreactor system (U-Cup®, 

CellecBiotek, Basel, Switzerland) described in previous 

work
37

. A , a seeding period 

of 24 h with a flow rate 3 ml/min was used to calculate the 

seeding efficiency. During the culture, perfusion rate was 

reduced to 0.3 ml/min.  

For the cultivation period, four different media 

were used: DMEMCtl, DMEMMOX, OBSCtl and OBSMOX. 

The Media were changed twice a week and an aliquot 

from each medium change was collected and stored at -

20°C for AP dosage. For experiments, constructs were 

cultured either statically or perfused for a 4 week period. 

 Cell seeding efficiency 

 Cell seeding efficiency in the scaffolds was 

investigated for both static and perfusion seeding methods 

after 24h of culture. Medium was removed from the wells 

and perfusion systems. For the static conditions, adherent 

cells on the bottom wells were trypsinised and collected 

with cells remaining in medium. Total cell number and 

viability were evaluated using an ADAM automated cell 

counter (Labtech, France). Seeding efficiency was 

calculated as a percentage of seeding cells among the total 

cell number (i.e., 1.10
6
 cells/scaffolds). 

 

 AP activity  

Alkaline phosphatase released into the medium 

was calculated using a SensoLyte® pNPP Alkaline 

Phosphatase Assay Kit (Anaspec, Inc., Fremont, CA, 

USA). Medium samples previously collected were diluted 

in dilution buffer to a final volume of 25 µl in a 96-well 

microplate. Then 25µl of pNPP substrate solution were 

added into each well. The final solution shows a yellow-

coloured product. The absorbance was measured at 405 

nm with a Varioskan
TM

 Flash Multimode Reader (Thermo 

Scientific
TM

). The absorbance values were translated into 

alkaline phosphatase activity using an alkaline 

phosphatase standard provided in the kit. 

 Histological analysis 

 Two methods of sample preparation were used in 

parallel to optimise labelling experiments and histological 

analysis of the scaffolds.  

 

1/ Samples preparation for cryostat sectioning  

 Cylinders were fixed with 4% PFA at 4 °C for 24 

h. Partial decalcification was performed using Super 

Decalcifier I solution (Polysciences, Le Parray-en-

Yvelines France) for 30 min at RT. Decalcified cylinders 

were rinsed three times with PBS and were frozen in 

Optimal Cutting Temperature (OCT) compound (Tissue-

Tek® 4583, Sakura Finetek Japan, Japan) for 24 h à 4°C. 

Embedded samples were then stored at -80°C. Frozen 

samples were then cut into 7 µm sections using a cryostat 

(Microm HM 550, Thermo Scientific
TM

).  

 Sections were then stained by hematoxylin and 

eosin (H&E) (Rapid-Chrome H&E Frozen Section 

Staining Kit, Thermo Scientific
TM

). Slides were mounted 

using Eukitt® mounting medium (Sigma®) and observed 

under a light microscope (Axio Imager 2, Zeiss, Jena, 

Germany).  

 

2/ Resin embedded samples  

 Scaffolds were fixed for 24 h at 4°C and then 

dehydrated in a graded series of ethanol baths for four 

days. After dehydration, the non-decalcified bone 

scaffolds were infiltrated and embedded in methyl 

methacrylate (MMA) resin for 1 week (Technovit 9100 

NEW, Kulzer; Hanau, Germany). Then, serial 5mm deep 

sections were cut from the cylinders along its 

perpendicular axis using a diamond saw made for 

nondecalcified tissues (Polycut Leica SM2500, Leica 

Biosystems; Wetzlar, Germany). Resin was removed from 

the bone sections using acetone and sections were stained 

with Movat's pentachrome and Hematoxylin-Eosine-

Safran (HES) using the Varistain

Slide Stainer (Thermo Scientific
TM

) and observed under a 

light microscope (Axioplan 2, Zeiss; Jena, Germany). 

 Immunostaining of Collagen I (Col I) was 

performed with an anti-human Col I antibody (ab138492, 

1/250, Abcam, Cambridge, UK) on sections after 

incubation with acetone to remove embedding resin and 

with 3% peroxide hydrogen (Sigma®) to block 

endogenous peroxidases. Incubation with biotinylated 

secondary antibody (anti-rabbit, Dako) was performed and 

Col I positive staining was developed in brown colour 

Hematoxylin (Sigma®) was used as the counterstain. 

Slides were mounted in Eukitt® medium and observed 

under a light microscope (Axioplan 2, Zeiss; Jena, 

Germany).  

 

 SEM analysis 

 Scaffolds cultured in all conditions were treated 

for SEM analysis with the same protocol as for cell 

morphology on bone powder. After the fixation step in 

2.5% glutaraldehyde solution for 2 h at RT, a 

decalcification step with the Super Decalcifier I was 

performed for 30 min. Decalcified scaffolds were then cut 

in two parts vertically to analyse inner and outer 
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cellularisation and processed according the SEM protocol. 

Specimens were observed under SEM (Hitachi S-3200N).  

 

 

Results 
 

Effect of HEMOXCell® on MSCs osteogenic 

differenciation 
 Osteoblast differentiation of MSCs was analysed 

after 5, 10, 15 and 20 days of culture with AP activity 

quantification and Alizarin red staining (Fig. 1). 

Experiments were performed in duplicate for 3 different 

MSCs samples w and w/o 0.025 g/L HEMOXCell®. After 

5 days of OBS medium treatment, no staining was 

observed for both experiments, indicating that cells were 

still not differentiated enough to express these markers. 

From the 10th day to the 20th day, a similar profile was 

obtained for both analyses. The colour intensity of both 

OBSCtl and OBSMOX media increased in a time-dependent 

manner, corresponding to an increase of the AP activity, 

simultaneously with the mineralised matrix production. 

The use of HEMOXCell® as an additive for MSC 

osseodifferentiation does not seem to have any effect on 

bone marrow MSCs differentiation in PL-supplemented 

medium. 

 

MSC compatibility with BIOBank® substitute 

 

MSCs morphology and viability on BIOBank® powder 
 To observe the structure of the allogenic 

substitute powder and the morphology of MSCs, we 

performed a SEM analysis after 24 h of culture. On the 

Fig. 2A, the scaffolds showed an irregular structure with 

an average diameter of 500 µm and adherent MSCs 

exhibited a fibroblast-like morphology. After the first 24h, 

MSCs already showed adhesion spreading processes 

demonstrating the biocompatibility of the scaffold. The 

adherence of MSCs on BIOBank® substitute for a longer 

culture period, under static condition, was then 

investigated as well as their viability (Fig. 2B, 2C). SEM 

analysis after 2, 10 and 23 days showed a strong increase 

in adherent cells number during the culture period (Fig. 

2B). After 23 days, cells were confluent and covered the 

entire surface of the scaffold. The Live/Dead® staining 

revealed a very high cell viability (green cell staining) 

until day 23 (Fig. 2C). However, no evidence of cell death 

(red cell staining) was observed in any condition. These 

results suggest the ability of MSCs to adhere and 

proliferate on the BIOBank® substitute, and show the non-

cytotoxicity of the scaffold.   

Cell proliferation 
 A static analysis of cell proliferation was 

performed with the CCK-8 proliferation assay, in order to 

analyse the cellular proliferation potential on the cylinder 

scaffolds with the oxygen carrier. In all tested conditions 

Fig. 1. Kinetic analysis of MSC osteblast differentiation 
with HEMOXCell®. Ostoblast differentiation was analysed 

at 5, 10, 15 and 20 days of culture in OBSCtl and OBSMOX 

media. DMEMCtl and DMEMMOX were used as 

undifferentiated references. Images represented (A) AP 

activity staining of osteoblasts and (B) Alizarin red staining 

of mineralized matrix. Representative results of 3 

independent experiments are shown. 

 

Fig. 2. Analysis of cell viability and proliferation. (A) 
Construct morphology was observed using scanning 

electron microscopy. SEM microphotographs of 

BIOBank® powder cultured 24h with MSCs. Scale bars 

represent 500 µm (1), 20µm (2) and 50 µm (3). MSCs 

adhere to the scaffold and exhibit a fibroblast-like 

morphology. (B) (C) Morphology and viability were 

analysed after 2, 10 and 23. (B) Representative SEM 

images of MSCs cultured on bone powder at different 

magnifications, from top to bottom: x100, x400, x800. (C) 

Confocal microscopy analysis of MSCs viability using 

Live/Dead® staining showed cell proliferation and 

viability on the powder. Data are representative of 3 

different experiments. 
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we obtained an increase in cell density between 7 and 14 

days of culture (Fig. 3.). A significantly higher cell density 

was obtained with OBSMOX than when compared to 

DMEMCtl, indicating that MSC proliferation in 3-D 

scaffolds under static condition was promoted in 

differentiation media supplemented with the oxygen 

carrier, HEMOXCell®. 

 

Comparison of static and perfusion culture with 

HEMOXCell® 

 

Analysis of the seeding efficiency  
 At the beginning of the culture period, the 

seeding efficiency was investigated for both static and 

hydrodynamic culture systems in DMEMCtl and 

DMEMMOX (Fig. 4). The static seeding technique was 

performed by deposition of 1 x 10
6
 cells per cylinder and 

resulted in 73 ± 12.7% and 85.95 ± 10.56% cell seeding 

efficiency for DMEMCtl and DMEMMOX respectively (Fig. 

4, top). Better results were obtained for the perfusion 

seeding method with a higher reproducibility for DMEMCtl 

and DMEMMOX (92.1 ± 3.12% and 93.45 ± 2.48% 

respectively). The viability of non-seeded cells was also 

analysed (Fig. 4, bottom). For the static condition, counted 

cells exhibited a high viability of 95.8 ± 2.7% in DMEMCtl 

and 94 ± 3.3% in DMEMMOX. A significantly lower 

viability was calculated for non-adherent cells in the 

perfusion system due to the non-adherent surface of the 

bioreactors (DMEMCtl: 72.62 ±10.8; DMEMMOX: 71.7 ± 

15.08%). These results suggested that the perfusion 

seeding method equally promote the cellular adherence w/ 

and w/o 0.025 g/L HEMOXCell®. 

 

Alkaline phosphatase release in the culture medium 
 As shown in Fig. 5, in both static and perfusion 

cultures with DMEM, no significant increase in the 

amount of AP was measured during the 23 days of culture. 

However, in static DMEM conditions (Fig. 5A), an 

increase was observed for DMEMMOX after 16 days of 

culture. In static differentiation media, significantly higher 

values were observed from the 11th to 16th days of culture 

compared to DMEM conditions. No significant differences 

were observed w/ and w/o HEMOXCell® with OBS 

medium. Under perfusion conditions (Fig. 5B), the amount 

of released AP increased rapidly in DMEMMOX when 

compared with DMEMCtl from 7 days to 23 days of 

culture. The maximum release was observed at day 16 of 

culture and then a decline was observed. AP measured in 

OBSCtl and OBSMOX media samples increased in a time-

dependent manner both in static and perfusion systems. 

Interestingly, the maximum AP release was obtained at 16 

day of culture as observed in DMEM.!At all the points 

examined, a significantly higher AP activity was found in 

perfused media especially for OBSMOX.  

  

 Our results suggested an impact of 

HEMOXCell® on MSCs alkaline phosphatase secretion 

especially for cultures performed under perfusion in 

differentiation medium. 

!

Histological analysis 
Histological analysis was performed on both 

decalcified and non-decalcified samples to combine the 

respective advantages of each technical approach when 

analysing cellular and tissue structure preservation. 

Representative H&E stains obtained from decalcified 

scaffolds are shown in Fig. 6. The images demonstrated a 

similar cellularisation for all scaffolds cultured statically, 

with a cell development mostly located in the peripheral 

zones of the scaffold. However, under perfusion a 

significantly higher cell density was observed in all 

conditions compared with constructs cultivated. However, 

in static and perfused scaffolds, no significant difference 

was observed between DMEMCtl and DMEMMOX. 

Additionally, for OBSCtl and OBSMOX perfused scaffolds, 

the 3-D cellular structures filled the pores of the scaffolds. 

Extracellular matrix (ECM) secretion was not observed in 

the Results.  

Movat and HES staining were performed on non-

decalcified bone sections to analyse the preservation of the 

cellular structures when using a resin embedding method 

Fig. 3. Analysis of MSC proliferation on 3-D bone 
scaffold. CCK-8 proliferation assay of cell-constructs was 

performed under different conditions after 7 and 14 days 

under static culture. Data represents mean ± SD (n = 4, *p 

< 0.05; ns = non-significant). 

 

Fig. 4. Scaffolds seeding efficiency and cell viability 
analysis. MSCs were seeded into bone cylinders by four 

different cultivation methods, by static or perfusion for each 

DMEMCtl and DMEMMOX. After 24 h, seeding efficiency (A) 

and cell viability of remaining cells (B) were calculated. For 

each condition, 10 different scaffolds were analysed. Data are 

represented as mean ± SD (** p < 0.01). 
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for histological analysis. Fig. 7A and 7B showed 

representative micrographs of Movat and HES staining. 

Only a few cells were observed under static culture 

conditions whereas some large cell clusters were observed 

in perfused scaffolds in OBS medium. The creation of 

ECM was observed in high magnitude for OBSCtl and 

OBSMOX perfused scaffolds (orange/pink and blue colours 

for HES and Movat staining respectively). Images of 

entire sections clearly showed the scaffolds filled with 

cells when using OBS media. These cells were more 

numerous than when compared to other test conditions. 

 

On both systems, MSCs adhered to the scaffold 

surfaces, but perfusion culture allowed the formation of 

multiple cell layers. Sectioning performed with the two 

methods lead to the similar histological artefacts. In all 

conditions, a detachment of the cell layers from the bone 

surface was observed. According to the results obtained, 

cell proliferation within the scaffold pores under perfusion 

culture appeared to be increased and more homogeneous 

when using HEMOXCell® as supplement.  

 

The presence of Col I was investigated by 

immunohistochemistry and resulted in a brown uniform 

colour. Col I labelling was detected in all conditions (Fig. 

8). A stronger expression was observed in perfusion 

cultures indicating the effect of the flow perfusion on the 

ECM production. A brown coloration of the bone 

scaffolds was also observed due to collagenic composition 

of the bone matrix.  

 

Scanning electron microscopy analysis 
 Morphologies of the cellular structures within the 

scaffold pores were examined after 4 weeks of culture 

using SEM (Fig. 9). Under static culture, the results 

obtained from DMEMCtl and DMEMMOX showed a cellular 

monolayer lining the scaffold pores and a thick cell layer 

on the scaffold surfaces. For OBSCtl and OBSMOX the cell 

growth was more extensive and formed multilayer 

structures. In comparison with static culture condition, 

cellular density appeared significantly greater for the 

perfused group. Cells exhibited large filopodia structures 

forming an interaction network between their membranes 

and scaffold. Large 3-D cellular structures were observed 

in all conditions, which filled a part of the scaffold pores 

for OBSCtl and OBSMOX. Perfusion culture seems to 

promoted cell density as well as cell-cell interactions. A 

lower scaffold cellularisation was obtained for DMEM 

Fig. 5. Evaluation of MSCs osteoblastic differentiation in bone cylinders. AP activity was analysed in DMEM and differentiation 

medium, with and without MOX, during 23 days of culture; graphs represent values at day 4, 7, 11, 13, 16, 19 and 23 for static culture 

(A) and perfusion culture (B). Data are represented as mean ± SD of a representative experiment (n=3; * p < 0.05; ** p < 0.01). 
 

Fig. 6. Histological staining of cryosectioning for cell 

distribution through BIOBank® scaffolds analysis. 

Histological images of decalcified scaffolds for cultures 

performed under static or perfusion systems after 4 weeks 

and stained with H&E. (Scale bare represents 200 µm). 
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conditions in both static and perfusion systems. The use of 

HEMOXCell® seems to improve multilayer structure 

formation especially under perfusion of OBS medium. 

Furthermore, a crumbling effect was observed in all 

constructs processed with the non-decalcifying method..

Fig. 7. Histological analysis of cell distribution throughout BIOBank® scaffolds on resin 
embedding sections. Representative histological images of non-decalcified scaffolds for cultures 

performed under static or perfusion systems after 4 weeks and stained with HES (A) and 

Pentachrome (B) (Specimens diameter represents 8 mm). (HES stains: bleu/black = nuclei; orange/pink = 

collagen; pink = cytoplasm) (Movat stains: red = fibrin; blue = mucin and extrafibrillar matrix; black = 

nuclei; yellow = collagen)  
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Discussion 

 

 Bone regeneration is clinically relevant 

especially in dental surgery and represent a great challenge 

for surgeons and researchers 
1,3,38

. Tissue engineering of 

bone aims to create a viable substitute in vitro with the 

combination of osteocompetent cells with a biocompatible 

scaffold in order to facilitate new bone formation into the 

injured tissue (19).  

 Various factors are involved in the success of 

bone tissue engineering applications, including the 

scaffold, the cell inoculum, the cell culture medium, 

soluble molecules as well as the cell spatial distribution 
28

. 

Static culture is the most commonly used strategy for cell 

culture in planar and 3-D cultures. However, static culture 

has been largely documented to be not effective at 

distributing cells through the scaffold 
31,39 41

. Indeed, 

gradients of oxygen and nutrients often take place within 

the constructs, resulting in spatial variations in cell density 

and viability 
42

. In the present study we compared the 

effects of static and perfusion methods in the seeding 

efficiency and proliferation of MSCs into 3-D porous bone 

substitutes, with the use of HEMOXCell® as oxygen 

carrier.  

 MSCs were selected for these experiments 

because of their numerous properties that make them the 

most promising candidates for bone tissue engineering. 

They are strongly involved in bone remodelling by 

supporting bone marrow stroma and by differentiating into 

chondrocytes and osteoblasts 
19

. In this work, we firstly 

investigated the osteoblastic differentiation of MSCs using 

HEMOXCell® in a time-dependent manner. 

Undifferentiated MSCs showed a weak AP activity, 

whereas MSC cultivated on osteogenic medium featured 

very high phosphatase activity. Similar differentiation 

profiles were obtained for AP activity and mineralized 

matrix production, w/ and w/o HEMOXCell® supporting 

the potential use of this supplement for bone tissue 

engineering. We then investigated the use of a porous 

human bone substitute, to support MSCs 3-D culture under 

standard (DMEM) and osteoblastic (OBS) environment. 

We found no significant differences between the 

efficiencies of the two seeding methods tested (Fig. 4).  

 It was reported that the initial cell seeding density 

of MSCs has an effect on bone tissue formation in vitro 
11

. 

In our study we used an initial cell seeding density of 1 

million cells/100 mg scaffold, which is in accordance with 

other studies showing that higher cell density has no 

beneficial effects on the bone forming abilities 
11,43

.  

 SEM and confocal analysis of MSCs seeded on 

a powder form of the bone scaffold revealed the non-

toxcicity of the scaffold and its ability to support cell 

proliferation with DMEMCtl and DMEMMOX medium 

culture (Fig. 2). Besides that, a higher cell proliferation 

was observed under OBS medium for 3-D constructs, 

with a significant increase using OBSMOX. 

 In this work, constructs were maintained for 4 

weeks in culture and then analysed using histological 

techniques. Two sample preparations protocols were 

compared to optimize our analyses (i.e., w/ and w/o the 

decalcification step). The same cellular structure 

detachment was observed in both methods. However, 

staining on non-decalcified bone is more intense and cell 

morphology is better preserved due to the freezing step 

which alters cell morphology for the decalcified method. 

However, a crumbing of the bone structure occurred with 

resin embedded method due to the natural stiffness of the 

bone tissue.  

 Perfusion culture was demonstrated to be the 

more effective culture system for cell proliferation among 

all the tested conditions, with a higher density and a more 

uniform spatial distribution of the cells. This point has 

been largely discussed 
31,33,44,45

. In static conventional cell 

seeding, the cell distribution is limited to the periphery of 

the scaffold with few cells observed in the inner part of 

the scaffolds. Scaffolds cultured in DMEM (Ctl or MOX) 

remained equally cellularised with adherent cell layers. A 

higher cell density is observed in OBSCtl and OBSMOX 

conditions; with HEMOXCell® some cells formed 3-D 

intercellular and cell-scaffold interactions. The same 

observation was made for perfused scaffolds with a 

significantly higher cell density when compared with 

scaffolds cultured statically

staining showed an intense blue coloration in cellularised 

areas corresponding to mucin and extrafibrillar matrix, 

which are associated with bone mineralization 
46

. 

 In parallel, we measured the alkaline phosphatase 

concentration in the culture medium during culture. A 

higher AP quantity was measured under perfusion, which 

is in agreement with the observed increases in cell density. 

Fig. 8. Immunohistological staining of Collagen I. 
Representative images of Col I immunostaining for 

cells cultures under static and perfusion with and 

without 0.025 g/L HEMOXCell®. Data showed a high 

expression of Col I (brown stain) by MSCs especially 

under perfusion culture. Scale bares represent 100 µm.  
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Interestingly, samples cultured with HEMOXCell® 

produced a significant higher enzyme level especially 

under standard condition. 

The observed results under osteogenic condition could be 

explained by the increase of cell metabolism during 

differentiation inducing a higher oxygen consumption 
47

. 

HEMOXCell® acted by releasing oxygen to restore 

oxygen basal level through the medium. Both in static and 

hydrodynamic cultures, the obtained values were higher in 

OBS medium when compared with DMEMCtl medium. AP 

is a commonly used marker of osteogenic differentiation 

that explains this increased expression 
48

. In addition, in all 

samples MSCs secreted a matrix containing collagen I 

with higher colour intensity for perfused scaffolds with 

HEMOXCell®. It was previously reported that the use of 

hPL promotes MSCs osseodifferentiation 
49,50

. Col I is a 

natural component of stromal cells, ECM and bone matrix. 

The results obtained from AP and Col I analysis, showed 

the beneficial role of perfusion culture in ECM production 

as well as for MSCs osteoblastic differentiation in 

HEMOXCell®-supplemented-media. These results clearly 

suggest that using HEMOXCell® as an additive to the 

differentiation culture media does not negatively impact 

the differentiation process but increase it. 

 The flow rate in perfusion bioreactors is directly 

implicated on the oxygen supply in depth 
51

. However, the 

flow rate also has an effect on differentiation as well as  

cell detachment. In this study we worked at a slow 

perfusion rate (0.3 ml/min) to avoid a large shear stress 

while still prevent a nutrition gradient formation. This low 

perfusion rate was found to be optimal for the scaffolds

cellularisation. In addition we compared different culture 

conditions to analyse cell behaviour under an osteogenic 

environment and with the contribution of HEMOXCell® 

in the 3-D culture of MSC 

 In this present study we evaluated the impact of 

this marine oxygen carrier in the culture of human MSCs 

on BIOBank® bone substitute for bone tissue engineering 

applications. This haemoglobin is a GMP-compliant 

product usable for medical purposes with a high oxygen 

carrying potential and a SOD-like activity 
35

. Sensitivity of 

HEMOXCell® to oxygen variations constitute an 

interesting tool for bone tissue engineering by promoting 

scaffold cellularisation in static conditions and even under 

perfusion in vitro. HEMOXCell® could potentially be 

used to promote the oxygenation of tissue substitutes in 

depth after implantation, and therefore the tissue repair. 

Abbreviations 

3-D: three-dimensional; AP: alkaline phosphatase; BCIP: 

5-bromo-4-chloro-3-indolyl-phosphate; CD: cluster of 

differentiation; CHO: chinese hamster ovary; CO2: carbon 

dioxide; Col I: collagen I; DFDBA: demineralized freeze-

dried bone allografts; DMEM: Dulbecco modified Eagle's 

minimal essential medium; ECM: extracellular matrix; 

EGF: endothelial growth factor; EthD-1: ethidium 

homodimer; FBS: foetal bovine sera; FDBA: freeze-dried 

bone allograft; hPL: human platelet lysate; H&E: 

hematoxylin and eosin; HES: hematoxylin-eosine-safran; 

HRP: horseradish peroxidase; LSAB: labelled streptavidin 

Fig. 9. Scanning electron micrographs of cell-scaffold constructs after in vitro culture for 4 weeks. Each 

condition (both in perfused and static systems) is imaged using two magnifications. Top images represent a large 

view of scaffolds porosity (scale bare represent 500µm) and low images represent a magnification on a pore 

(scale bares represent 100 µm). Images are representative of two experiments. 
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-MEM: minimum essential medium 

alpha modifications; MMA: methyl methacrylate; MSC: 

mesenchymal stem cell; O2: molecular oxygen; OBS: 

osteoblastic; OCT: Optimal Cutting Temperature; PBS: 

phosphate-buffered saline; PDGF: platelet-derived growth 

factor; NBT: nitro blue tetrazolium; PFA: 

paraformaldehyde; RT: room temperature; SEM: scanning 

electron microscopy; SOD: superoxide dismutase; TGF: 

transforming growth factor beta 3; VEGF: vascular 

endothelial growth factor. 

Conflict-of-interest disclosure 

FZ is founder of and hold stock in HEMARINA SA, 

which produces the substance being investigated. EL holds 

stocks in HEMARINA SA. FL is an employee of 

HEMARINA SA and does not hold stock. All other 

authors declare no conflict of interest. HEMOXCell® 

samples were provided by HEMARINA SA.  

Acknowledgments 

The authors thank the ANRT (Association Nationale de la 

Recherche et de la Technologie) for its financial 

contribution (grant CIFRE N°2012/1161). We are grateful 

to Raphaël Bardonnet (Chief Scientific Officer at 

BIOBank®, France) for his material support and his 

implication in this project. We also thank Professor 

Jérôme Guicheux (LIOAD, Nantes) for his scientific 

contribution. We are grateful to Yann Fichou (Research 

Engineer at EFS Brest, France) for checking the clarity 

and the language quality of the paper. We also thank the 

Région Bretagne and its community partners for their 

financial supp  MARBIOTECH 

(Plateforme d'Imagerie et de Mesures en 

Microscopie, PIMM, Faculty of Sciences, Brest) for SEM 

and confocal analysis. 

 

References 

1.  Xu B, Zhang J, Brewer E, et al. Osterix Enhances BMSC-

associated Osseointegration of Implants. J Dent Res. 

2009;88(11):1003-1007. doi:10.1177/0022034509346928. 

2.  Fuerst G, Gruber R, Tangl S, Sanroman F, Watzek G. 

Enhanced bone-to-implant contact by platelet-released 

growth factors in mandibular cortical bone: a 

histomorphometric study in minipigs. Int J Oral 

Maxillofac Implants. 2003;18(5):685-690. 

3.  Vandamme K, Holy X, Bensidhoum M, et al. In vivo 

molecular evidence of delayed titanium implant 

osseointegration in compromised bone. Biomaterials. 

2011;32(14):3547-3554. 

doi:10.1016/j.biomaterials.2011.01.056. 

4.  

of radiation therapy on craniofacial and dental implants: a 

review of the literature. Oral Surg Oral Med Oral Pathol 

Oral Radiol Endod. 2009;107(1):56-65. 

doi:10.1016/j.tripleo.2008.06.014. 

5.  Vandamme K, Holy X, Bensidhoum M, et al. 

Establishment of an in vivo model for molecular 

assessment of titanium implant osseointegration in 

compromised bone. Tissue Eng Part C Methods. 

2011;17(3):311-318. doi:10.1089/ten.TEC.2010.0402. 

6.  Giannoudis PV, Dinopoulos H, Tsiridis E. Bone 

substitutes: an update. Injury. 2005;36 Suppl 3:S20-S27. 

doi:10.1016/j.injury.2005.07.029. 

7.  Bostrom MPG, Seigerman DA. The clinical use of 

allografts, demineralized bone matrices, synthetic bone 

graft substitutes and osteoinductive growth factors: a 

survey study. HSS J Musculoskelet J Hosp Spec Surg. 

2005;1(1):9-18. doi:10.1007/s11420-005-0111-5. 

8.  Fretwurst T, Spanou A, Nelson K, Wein M, Steinberg T, 

Stricker A. Comparison of four different allogeneic bone 

grafts for alveolar ridge reconstruction: a preliminary 

histologic and biochemical analysis. Oral Surg Oral Med 

Oral Pathol Oral Radiol. 2014;118(4):424-431. 

doi:10.1016/j.oooo.2014.05.020. 

9.  Mitton D, Rappeneau J, Bardonnet R. Effect of a 

supercritical CO2 based treatment on mechanical 

properties of human cancellous bone. Eur J Orthop Surg 

Traumatol. 2005;15(4):264-269. doi:10.1007/s00590-005-

0250-x. 

10.  Scherberich A, Galli R, Jaquiery C, Farhadi J, Martin I. 

Three-dimensional perfusion culture of human adipose 

tissue-derived endothelial and osteoblastic progenitors 

generates osteogenic constructs with intrinsic 

vascularization capacity. Stem Cells Dayt Ohio. 

2007;25(7):1823-1829. doi:10.1634/stemcells.2007-0124. 

11.  Holy CE, Shoichet MS, Davies JE. Engineering three-

dimensional bone tissue in vitro using biodegradable 

scaffolds: investigating initial cell-seeding density and 

culture period. J Biomed Mater Res. 2000;51(3):376-382. 

12.  Daar AS, Greenwood HL. A proposed definition of 

regenerative medicine. J Tissue Eng Regen Med. 

2007;1(3):179-184. doi:10.1002/term.20. 

13.  Friedenstein AJ, Chailakhyan RK, Latsinik NV, Panasyuk 

AF, Keiliss-Borok IV. Stromal cells responsible for 

transferring the microenvironment of the hemopoietic 

tissues. Cloning in vitro and retransplantation in vivo. 

Transplantation. 1974;17(4):331-340. 

14.  Dominici M, Le Blanc K, Mueller I, et al. Minimal criteria 

for defining multipotent mesenchymal stromal cells. The 

International Society for Cellular Therapy position 

statement. Cytotherapy. 2006;8(4):315-317. 

doi:10.1080/14653240600855905. 

15.  Arthur A, Zannettino A, Gronthos S. The therapeutic 

applications of multipotential mesenchymal/stromal stem 

cells in skeletal tissue repair. J Cell Physiol. 

2009;218(2):237-245. doi:10.1002/jcp.21592. 

16.  Segawa Y, Muneta T, Makino H, et al. Mesenchymal 

stem cells derived from synovium, meniscus, anterior 

cruciate ligament, and articular chondrocytes share similar 

gene expression profiles. J Orthop Res Off Publ Orthop 

Res Soc. 2009;27(4):435-441. doi:10.1002/jor.20786. 

17.  Barry FP, Murphy JM. Mesenchymal stem cells: clinical 

applications and biological characterization. Int J Biochem 

Cell Biol. 2004;36(4):568-584. 

doi:10.1016/j.biocel.2003.11.001. 



 12 

18.  Arvidson K, Abdallah BM, Applegate LA, et al. Bone 

regeneration and stem cells. J Cell Mol Med. 

2011;15(4):718-746. doi:10.1111/j.1582-

4934.2010.01224.x. 

19.  Grayson WL, Bunnell BA, Martin E, Frazier T, Hung BP, 

Gimble JM. Stromal cells and stem cells in clinical bone 

regeneration. Nat Rev Endocrinol. 2015;11(3):140-150. 

doi:10.1038/nrendo.2014.234. 

20.  Wang X, Wang Y, Gou W, Lu Q, Peng J, Lu S. Role of 

mesenchymal stem cells in bone regeneration and fracture 

repair: a review. Int Orthop. 2013;37(12):2491-2498. 

doi:10.1007/s00264-013-2059-2. 

21.  Fu W-L, Xiang Z, Huang F-G, et al. Coculture of 

peripheral blood-derived mesenchymal stem cells and 

endothelial progenitor cells on strontium-doped calcium 

polyphosphate scaffolds to generate vascularized 

engineered bone. Tissue Eng Part A. 2015;21(5-6):948-

959. doi:10.1089/ten.TEA.2014.0267. 

22.  Li H, Dai K, Tang T, Zhang X, Yan M, Lou J. Bone 

regeneration by implantation of adipose-derived stromal 

cells expressing BMP-2. Biochem Biophys Res Commun. 

2007;356(4):836-842. doi:10.1016/j.bbrc.2007.02.165. 

23.  Yoon E, Dhar S, Chun DE, Gharibjanian NA, Evans 

GRD. In vivo osteogenic potential of human adipose-

derived stem cells/poly lactide-co-glycolic acid constructs 

for bone regeneration in a rat critical-sized calvarial defect 

model. Tissue Eng. 2007;13(3):619-627. 

doi:10.1089/ten.2006.0102. 

24.  Chen X, Armstrong MA, Li G. Mesenchymal stem cells in 

immunoregulation. Immunol Cell Biol. 2006;84(5):413-

421. doi:10.1111/j.1440-1711.2006.01458.x. 

25.  Chevallier N, Anagnostou F, Zilber S, et al. Osteoblastic 

differentiation of human mesenchymal stem cells with 

platelet lysate. Biomaterials. 2010;31(2):270-278. 

doi:10.1016/j.biomaterials.2009.09.043. 

26.  Wang D, Jiang H, Wang S, et al. Construction of tissue-

engineered bone using a bioreactor and platelet-rich 

plasma. Exp Ther Med. 2014;8(2):413-418. 

doi:10.3892/etm.2014.1774. 

27.  Trouillas M, Prat M, Doucet C, et al. A new platelet 

cryoprecipitate glue promoting bone formation after 

ectopic mesenchymal stromal cell-loaded biomaterial 

implantation in nude mice. Stem Cell Res Ther. 

2013;4(1):1. doi:10.1186/scrt149. 

28.  Lovett M, Lee K, Edwards A, Kaplan DL. Vascularization 

Strategies for Tissue Engineering. Tissue Eng Part B Rev. 

2009;15(3):353-370. doi:10.1089/ten.teb.2009.0085. 

29.  Leotot J, Coquelin L, Bodivit G, et al. Platelet lysate 

coating on scaffolds directly and indirectly enhances cell 

migration, improving bone and blood vessel formation. 

Acta Biomater. 2013;9(5):6630-6640. 

doi:10.1016/j.actbio.2013.02.003. 

30.  Ng F, Boucher S, Koh S, et al. PDGF, TGF-

signaling is important for differentiation and growth of 

mesenchymal stem cells (MSCs): transcriptional profiling 

can identify markers and signaling pathways important in 

differentiation of MSCs into adipogenic, chondrogenic, 

and osteogenic lineages. Blood. 2008;112(2):295-307. 

doi:10.1182/blood-2007-07-103697. 

31.  Kasper FK, Liao J, Kretlow JD, Sikavitsas VI, Mikos AG. 

Flow perfusion culture of mesenchymal stem cells for 

bone tissue engineering. In: StemBook. Cambridge (MA): 

Harvard Stem Cell Institute; 2008. 

http://www.ncbi.nlm.nih.gov/books/NBK27082/. 

Accessed September 8, 2015. 

32.  Bancroft GN, Sikavitsas VI, van den Dolder J, et al. Fluid 

flow increases mineralized matrix deposition in 3D 

perfusion culture of marrow stromal osteoblasts in a dose-

dependent manner. Proc Natl Acad Sci U S A. 

2002;99(20):12600-12605. doi:10.1073/pnas.202296599. 

33.  Papadimitropoulos A, Piccinini E, Brachat S, et al. 

Expansion of human mesenchymal stromal cells from 

fresh bone marrow in a 3D scaffold-based system under 

direct perfusion. PloS One. 2014;9(7):e102359. 

doi:10.1371/journal.pone.0102359. 

34.  Chabasse C, Bailly X, Rousselot M, Zal F. The multigenic 

family of the extracellular hemoglobin from the annelid 

polychaete Arenicola marina. Comp Biochem Physiol B 

Biochem Mol Biol. 2006;144(3):319-325. 

doi:10.1016/j.cbpb.2006.03.007. 

35.  Rousselot M, Delpy E, Drieu La Rochelle C, et al. 

Arenicola marina extracellular hemoglobin: a new 

promising blood substitute. Biotechnol J. 2006;1(3):333-

345. doi:10.1002/biot.200500049. 

36.  Le Pape F, Bossard M, Dutheil D, et al. Advancement in 

recombinant protein production using a marine oxygen 

carrier to enhance oxygen transfer in a CHO-S cell line. 

Artif Cells Nanomedicine Biotechnol. May 2015:1-10. 

doi:10.3109/21691401.2015.1029632. 

37.  Wendt D, Marsano A, Jakob M, Heberer M, Martin I. 

Oscillating perfusion of cell suspensions through three-

dimensional scaffolds enhances cell seeding efficiency 

and uniformity. Biotechnol Bioeng. 2003;84(2):205-214. 

doi:10.1002/bit.10759. 

38.  Nazirkar G, Singh S, Dole V, Nikam A. Effortless Effort 

in Bone Regeneration: A Review. J Int Oral Health JIOH. 

2014;6(3):120-124. 

39.  Volkmer E, Drosse I, Otto S, et al. Hypoxia in static and 

dynamic 3D culture systems for tissue engineering of 

bone. Tissue Eng Part A. 2008;14(8):1331-1340. 

doi:10.1089/ten.tea.2007.0231. 

40.  Pazzano D, Mercier KA, Moran JM, et al. Comparison of 

chondrogensis in static and perfused bioreactor culture. 

Biotechnol Prog. 2000;16(5):893-896. 

doi:10.1021/bp000082v. 

41.  Liu C, Abedian R, Meister R, et al. Influence of perfusion 

and compression on the proliferation and differentiation of 

bone mesenchymal stromal cells seeded on polyurethane 

scaffolds. Biomaterials. 2012;33(4):1052-1064. 

doi:10.1016/j.biomaterials.2011.10.041. 

42.  Papadimitropoulos A, Scotti C, Bourgine P, Scherberich 

A, Martin I. Engineered decellularized matrices to instruct 

bone regeneration processes. Bone. 2015;70:66-72. 

doi:10.1016/j.bone.2014.09.007. 

43.  Luo F, Hou T-Y, Zhang Z-H, Xie Z, Wu X-H, Xu J-Z. 

Effects of initial cell density and hydrodynamic culture on 

osteogenic activity of tissue-engineered bone grafts. PloS 



 13 

One. 2013;8(1):e53697. 

doi:10.1371/journal.pone.0053697. 

44.  Martin I, Wendt D, Heberer M. The role of bioreactors in 

tissue engineering. Trends Biotechnol. 2004;22(2):80-86. 

doi:10.1016/j.tibtech.2003.12.001. 

45.  Gonçalves F da C, Paz AH da R, Lora PS, Passos EP, 

Cirne-Lima EO. Dynamic culture improves MSC 

adhesion on freeze-dried bone as a scaffold for bone 

engineering. World J Stem Cells. 2012;4(2):9-16. 

doi:10.4252/wjsc.v4.i2.9. 

46.  Nikolov S, Raabe D. Hierarchical Modeling of the Elastic 

Properties of Bone at Submicron Scales: The Role of 

Extrafibrillar Mineralization. Biophys J. 

2008;94(11):4220-4232. 

doi:10.1529/biophysj.107.125567. 

47.  Pattappa G, Heywood HK, de Bruijn JD, Lee DA. The 

metabolism of human mesenchymal stem cells during 

proliferation and differentiation. J Cell Physiol. 

2011;226(10):2562-2570. doi:10.1002/jcp.22605. 

48.  Prins H-J, Braat AK, Gawlitta D, et al. In vitro induction 

of alkaline phosphatase levels predicts in vivo bone 

forming capacity of human bone marrow stromal cells. 

Stem Cell Res. 2014;12(2):428-440. 

doi:10.1016/j.scr.2013.12.001. 

49.  Arpornmaeklong P, Kochel M, Depprich R, Kübler NR, 

Würzler KK. Influence of platelet-rich plasma (PRP) on 

osteogenic differentiation of rat bone marrow stromal 

cells. An in vitro study. Int J Oral Maxillofac Surg. 

2004;33(1):60-70. doi:10.1054/ijom.2003.0492. 

50.  López-Pérez PM, da Silva RMP, Sousa RA, Pashkuleva I, 

Reis RL. Plasma-induced polymerization as a tool for 

surface functionalization of polymer scaffolds for bone 

tissue engineering: An in vitro study. Acta Biomater. 

2010;6(9):3704-3712. doi:10.1016/j.actbio.2010.03.008. 

51.  Volkmer E, Otto S, Polzer H, et al. Overcoming hypoxia 

in 3D culture systems for tissue engineering of bone in 

vitro using an automated, oxygen-triggered feedback loop. 

J Mater Sci Mater Med. 2012;23(11):2793-2801. 

doi:10.1007/s10856-012-4725-0. 

 

 



 14 

 



 241

2. Ingénierie tissulaire du ménisque 

2.2. Optimisation de la cellularisation d’un substitut méniscal 

2.2.1. Culture dynamique en système rotatif 

2.2.1.1. Analyse de l’efficacité d’ensemencement  

 L’efficacité d’ensemencement a été analysée 24h après l’injection de 1.105 cellules par 

support, dans les conditions DMEMCtl, DMEMMOX, MCCtl et MCMOX (Figure 67). Une 

efficacité d’ensemencement moyenne de 81.33 ± 10.54% est obtenue pour les différentes 

conditions. Ces résultats suggèrent que les CSM adhèrent au substitut méniscal, de façon 

similaire en milieu standard et chondrocytaire, sans impact notable d’HEMOXCell®.  

 
Figure 67 - Analyse de l’efficacité d’ensemencement. 

 

2.2.1.2. Analyse de la viabilité cellulaire 

 L’analyse de la viabilité cellulaire montre une forte viabilité cellulaire dans toutes les 

conditions de culture (cellules vertes) (Figure 68). La densité cellulaire semble être plus 

importante à la surface des échantillons cultivés en DMEMMOX que pour ceux cultivés en 

DMEMCtl. En milieu de différenciation chondrocytaire les cellules sont plus abondantes qu’en 

DMEM et forment une couche cellulaire épaisse, recouvrant la surface du support avec une 

faible mortalité cellulaire (cellules rouges). Les résultats obtenus sur les coupes transversales 

montrent que la cellularisation est limitée à la superficie des échantillons, toutes conditions 

confondues. En milieu DMEMMOX, il semblerait que les cellules aient colonisé le support plus 

profondément qu’en DMEMCtl, cependant sans différences notables par rapport aux 
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conditions MC. Toutefois, on observe la présence d’une couche cellulaire superficielle plus 

épaisse en milieu d’induction. Les résultats obtenus en milieu DMEM et MC, nous informent 

que HEMOXCell® utilisé à 0.025 g/L n’affecte pas la viabilité des CSM et que la 

colonisation semble être favorisée en sa présence.  

 

 
Figure 68 – Analyse en microscopie confocale de la viabilité et de la densité cellulaire. Les 
cellules vivantes apparaissent en vert et les cellules mortes en rouges. La matrice collagénique 
autofluoresce dans le filtre bleu. Les images du haut représentent la surface des échantillons et les 
images du bas, représentent des sections transversales. La barre d’échelle = 200 µm; In : zone 
intérieure; Ex: zone extérieure. Les images sont représentatives d’analyses réalisées en duplicat. 

 

2.2.1.3. Analyse histologique des échantillons 

 Les analyses histologiques des échantillons sont réalisées sur des coupes au cryostat de 

7 µm. Des images représentatives sont présentées dans la figure 69. Les images permettent de 

visualiser la structure poreuse du substitut, avec une interconnexion entre les pores. On 

observe une cellularisation principalement périphérique toutes conditions confondues, ce qui 

concorde avec les résultats obtenus avec le test Live/Dead®. Une couche cellulaire plus 

épaisse est observée en présence de MOX en milieux DMEM et chondrogénique, par 

comparaison avec les contrôles correspondants. En milieux de différenciation, des cellules ont 

proliféré en profondeur dans le support, il semblerait qu’elles aient résorbé la matrice 

collagénique initialement présente. Une MEC est observée entre les cellules cultivées 

indépendamment de la présence de MOX. 
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Figure 69 – Analyse histologique de la distribution cellulaire au travers du substitut méniscal. 
Les images sont représentatives des colorations H&E après 4 semaines de culture rotative. L’image 
centrale correspond à une coupe DMEMMOX dans son intégralité. La barre d’échelle réprésente 100 
µm (500 µm pour l’image centrale). 
 

2.2.1.4. Analyse de la morphologie au MEB 

 Des substituts acellulaires sont utilisés pour analyser la préservation de 

l’organisation collagénique d’origine (Figure 70 (1.)). Sur la coupe longitudinale (gauche) 

et sur la transversale (droite), on peut voir les fibres circonférentielles méniscales, avec un 

réseau collagénique dense et parallèle, caractéristique de la région centrale du ménisque. 

Les microphotographies en 2, permettent d’observer la morphologie cellulaire à la surface 

des échantillons. Dans toutes les conditions, les cellules ont une forme polygonale et 

arrondie, caractéristique des cellules chondrocytaires (Figure 70 (2.). Toutefois, on observe 

nettement moins de cellules rondes en DMEMCtl. Dans les autres conditions, les cellules 

poussent selon la même orientation que les fibres de collagène. Ces résultats ne nous 

permettent pas de comparer la cellularisation des supports mais ils permettent d’observer 

des différences morphologiques. Le MENISC-T® constitue un substrat favorable à la 

prolifération et probablement à la différenciation cellulaire. 
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Figure 70 – Photographies des échantillons acellulaires et cellularisés en MEB. (1.) L’analyse 
de la microstructure du support montre un réseau collagénique organisé. (2.) Photographies de la 
surface des supports cellularisés à deux grossissements.  

2.2.2. Culture statique du substitut méniscal cellularisé 

2.2.2.1. Analyse histologique de la prolifération cellulaire  

 La culture statique est réalisée sur des sections du substitut méniscal de 2 mm d’épaisseur, 

après injection de 1.106 cellules. La cellularisation est visualisée après 4 et 9 semaines de 

culture par coloration à l’H&E (Figure 71). Les résultats obtenus à 4 semaines montrent une 

cellularisation uniquement périphérique en milieu DMEM, en absence ou en présence de 

MOX. En revanche, en milieu d’induction chondrocytaire la colonisation est plus profonde et 

semble être favorisée en présence de MOX. Les cultures réalisées pendant 5 semaines 

supplémentaires, révèlent une augmentation de la densité cellulaire en DMEM, sans 

différences notables en présence de MOX.  
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Figure 71 – Analyse histologique de la cellularisation du substitut MENISC-T ® en statique. Des 
tranches de substitut sont cultivées pendant 4 ou 9 semaines en milieu DMEMCtl, DMEMMOX, MCCtl ou 
MCMOX. La coloration H&E est réalisée sur des coupes de 7 µM. 
  
 Par contre, entre 4 et 9 semaines de culture en milieu MC, les cellules ont colonisé la 

totalité du support, ne laissant apparaître que de rares zones du substitut d’origine. La présence 

de MOX semble bénéfique à la prolifération cellulaire en DMEM mais semble la ralentir en 

milieu de différenciation. 
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2.2.2.2. Analyse de la viabilité cellulaire 

 La viabilité cellulaire est analysée avec le kit Live/Dead® (Qiagen) après 4 et 8 

semaines de culture statique. La figure 72 ci-dessous, montre des images représentatives 

obtenues en microscopie confocale, à partir des échantillons cultivés en milieu DMEM ou 

MC +/- HEMOXCell® à 0.025 g/L. Après 4 semaines de culture, le centre des substituts 

cultivés en milieu DMEMCtl ou DMEMMOX demeure acellulaire. En milieu de 

différenciation, on peut observer des amas de cellules vivantes (vertes). Pour avoir un 

meilleur aperçu de la cellularisation après 8 semaines de culture, des représentations 3D 

sont réalisées avec le logiciel Zen (ZEISS). Comme pour l’analyse histologique, en milieu 

DMEM, HEMOXCell® semble promouvoir la prolifération cellulaire tout en maintenant 

une forte viabilité, tandis qu’en milieu MC, la densité cellulaire semble plus importante en 

absence de MOX.  

 

 
 

Figure 72 – Analyse de la viabilité cellulaire à 4 et 8 semaines de culture 3D sur substitut 
méniscal en condition statique. Images 2D réalisées en microscopie confocale après 4 semaines 
de culture (gauche) et 3D, après 8 semaines de culture (Droite). La barre d’échelle représente 200 
µm. vert : cellules vivantes ; rouge : cellules mortes ; bleu : autofluorescence du collagène.  

  
 

 La culture in vitro des CSM sur le MENISC-T® a permis d’obtenir un support cellularisé 

dans sa totalité après 9 semaines de culture en statique. Utilisé comme supplément dans les 

milieux de culture, HEMOXCell® à 0.025 g/L n’affecte ni la viabilité, ni la croissance 

cellulaire.  
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Discussion sur la colonisation des substituts tissulaires  

 

Colonisation d’un substitut osseux allogénique  

 Ce troisième chapitre, est consacré aux différentes approches que nous avons mises 

en place pour améliorer la colonisation de substituts osseux et méniscaux avec des CSM, 

en présence d’HEMOXCell®.  

 Dans la première partie de ce chapitre, traitant de la colonisation de substituts 

osseux avec des CSM, nous avons dans un premier temps sélectionné le support de travail. 

Notre choix s’est porté sur le substitut BIOBank®, car ce dernier a permis d’obtenir de 

meilleurs résultats de viabilité cellulaire que la poudre IngeniOsTM. De plus il est d’origine 

humaine, ce qui permettait de continuer notre approche exclusivement à partir de matériel 

d’origine humaine.  

 La culture en perfusion a permis d’améliorer la colonisation des supports ainsi que 

la prolifération cellulaire (Papadimitropoulos et al., 2014). En milieu de différenciation la 

densité cellulaire était plus importante, que ce soit avec ou sans HEMOXCell®. Cela 

s’explique par le fait qu’au début de la différenciation ostéoblastique les cellules se 

divisent activement, puis on observe un ralentissement de ce phénomène au fil de 

l’avancement dans les stades de différenciation  (Beederman et al., 2013). De plus, les 

CSM vont avoir un métabolisme très actif et donc consommateur d’oxygène, ce qui 

explique l’amélioration de la colonisation en présence d’HEMOXCell® (Pattappa et al., 

2011). Nous avons cependant travaillé à faible flux, car notre objectif premier n’était pas 

de stimuler la différenciation mais d’améliorer la colonisation. Dans la littérature, il 

apparait que la vitesse du flux stimule la différenciation cellulaire, et ce pour les tissus 

osseux et cartilagineux (Bancroft et al., 2002; Kasper et al., 2008; Liu et al., 2012). Il 

serait intéressant de travailler avec un flux plus important en conservant les mêmes 

conditions de culture et comparer les résultats avec ceux obtenus, mais aussi de travailler 

avec d’autres substituts actuellement utilisés en clinique, pour identifier un biomatériau 

cytocompatible favorisant à la fois la prolifération cellulaire in vitro et la repousse osseuse 

in vivo.  

 Pour les reconstructions maxillo-faciales, l’utilisation de blocs osseux de tailles 

conséquentes peut créer des problèmes liés au façonnage et au procédé de cellularisation. 
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Les résultats obtenus avec la poudre perfusée, permettent d’envisager des cultures de ce 

type dans des systèmes en perfusion à plus grande échelle. La cohésion inter-granules 

observée, ainsi que la souplesse de la structure obtenue, sont prometteuses. L’association 

de ce type de biomatériau avec des hydrogels demeure aussi un domaine à explorer.  

 Dans le cadre d’une greffe de substitut osseux, la régénération tissulaire peut être 

fortement compromise si le réseau vasculaire fait défaut. Cela va avoir pour conséquence 

d’empêcher l’apport en oxygène dans le tissu et ainsi provoquer une mort cellulaire 

massive. La porosité du substitut BIOBank® est satisfaisante pour permettre la formation 

d’un nouveau système vasculaire après greffe. Nous avons montré la possibilité de perfuser 

ce type de support pour permettre une cellularisation homogène. Les CSM étant connues 

pour leurs propriétés angiogéniques, elles pourraient favoriser ce phénomène et recruter 

des progéniteurs endothéliaux au sein du support, et modérer l’inflammation locale. Les 

CSM présentent dans le greffon pourront par ailleurs s’y différencier en ostéoblastes sous 

l’influence des médiateurs solubles sécrétés par les ostéocytes et autres cellules 

environnantes (Heino et al., 2004; Birmingham et al., 2012). Dans la pratique, cela 

pourrait favoriser l’intégration des greffons, au moins sur le court terme. Au niveau 

clinique, HEMOXCell® devrait favoriser la cellularisation des greffons in vitro et 

maintenir la viabilité des cellules in vivo. C’est principalement au moment de la mise en 

place du substitut que l’oxygène apporté par HEMOXCell® pourrait permettre la survie 

cellulaire. Des injections post-implantaire seraient également utile le temps de permettre le 

recrutement de progéniteurs endothéliaux et la formation d’un nouveau système vasculaire. 

Afin d’apporter plus de poids à ces suppositions, nous allons réaliser un parallèle en 

condition hypoxique. La différenciation osseuse étant décrite comme favorisée en 

normoxie, nous verrons quel rôle joue HEMOXCell® dans ces conditions. Les analyses 

sont actuellement en cours. 

Colonisation d’un substitut méniscal 

Le tissu méniscal a été utilisé comme second modèle tissulaire pour la validation de 

l’utilisation d’HEMOXCell® dans la culture 3D des CSM. Comme pour le tissu osseux, 

nous avons observé une amélioration de la croissance cellulaire en milieu de 

différenciation, avec une meilleure colonisation des substituts en profondeur en présence 

d’HEMOXCell®. Cependant, nous n’avons pu réaliser de culture en perfusion sur ce 

biomatériau en raison de sa densité collagénique qui n’autorise pas de flux traversant. 
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Comme cela a déjà été publié, dans notre étude nous avons observé une cellularisation 

principalement périphérique en culture statique et sur rollers (Holy et al., 2000; Volkmer et 

al., 2012). La plupart des études in vitro sont réalisées sur une durée assez courte, en 

maintenant la culture jusqu’à 9 semaines, nous nous sommes aperçus que les CSM ne 

colonisaient pas seulement la périphérie du support, mais qu’elles l’avaient envahi dans sa 

totalité. Toutefois, il s’agit de supports de petite taille, une colonisation possiblement bien 

moindre pourrait être observée avec des substituts de dimensions supérieures voire entiers. 

Le tissu méniscal étant peu oxygéné, un parallèle en hypoxie sera réalisé pour se 

rapprocher des conditions physiologiques. 

 En parallèle de la mise en place de la culture 3D, nous avons œuvré à 

l’établissement de différentes approches pour la caractérisation des cellules méniscales. Il 

est acquis que les CSM possèdent la capacité de se différencier en fibroblastes et en 

chondrocytes, deux types cellulaires proches des fibrochondrocytes, les cellules d’intérêt. 

Sur ce constat, nous avons supposé que les CSM étaient possiblement des cellules 

progénitrices des fibrochondrocytes. Or, leur capacité de différenciation en 

fibrochondrocytes n’a jusqu’à présent pas été concrètement établie. Nous avons dans un 

premier temps axé notre stratégie sur le développement d’une approche de co-culture 

CSM/fibrochondrocytes pour tenter d’identifier la voie de différenciation 

fibrochondrocytaire, puis dans un second temps nous avons entrepris de caractériser les 

cellules méniscales, les fibrochondrocytes. Les protocoles développés ainsi que les 

résultats obtenus sont présentés dans l’annexe 2. 
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L’oxygène est l’un des facteurs limitant en culture cellulaire, notamment pour des 

cultures réalisées en bioréacteurs ou en support 3D. En partant de ce constat, nous nous 

sommes intéressés aux propriétés de l’hémoglobine de Nereis virens, exploitée sous le nom 

d’HEMOXCell®, dans le but d’améliorer la diffusion de l’oxygène dans les milieux de 

culture. En premier lieu, l’efficacité d’HEMOXCell® a été évaluée dans la culture 

cellulaire en bioréacteur à partir d’une lignée cellulaire non-adhérente. Les résultats 

obtenus, nous on permit de valider sa non-cytotoxicité et de mettre en évidence les 

bénéfices de son potentiel oxygénant pour la culture cellulaire. Compte tenu de ces 

résultats, nous avons réitéré ces analyses sur un autre modèle cellulaire d’intérêt 

thérapeutique.  

 L’utilisation d’un modèle cellulaire connu, la lignée CHO-S, et d’une technique de 

culture en batch à petite échelle, a permis de déterminer une concentration de travail de 

l’hémoglobine HEMOXCell® de 0.5 g/L, laquelle favorise significativement la croissance 

de la lignée CHO-S et la productivité de cette dernière. Ce premier point a permis d’établir 

un test robuste pour l’analyse de la performance des différents lots d’HEMOXCell®, 

lequel est actuellement utilisé dans le circuit de contrôle qualité du produit. D’autre part, 

cette étude a aussi permis d’envisager son utilisation dans le domaine de la production de 

protéines médicaments.  

 Toujours dans une approche thérapeutique, en tenant compte de la non-

immunogénicité et du potentiel oxygénant de ce transporteur d’oxygène, son efficacité a 

été évaluée sur la culture de cellules souches mésenchymateuses. L’analyse de l’effet 

dose/réponse du lot considéré, a permis de déterminer une dose efficace de 0.025 g/L. 

Comme pour le précédant modèle cellulaire, l’innocuité d’HEMOXCell® a été établie par 

diverses analyses. Les disparités entre les concentrations efficaces déterminées entre ces 

deux modèles cellulaires, soulignent les écarts entre les besoins en oxygène selon les 

conditions de culture et le modèle cellulaire considéré. Ils soulignent aussi l’importance de 

la détermination de la concentration de travail, laquelle doit être adaptée aux conditions de 

culture. 

Bien que ses effets soient modérés dans la culture en condition standard (21% O2), 

les cultures tridimensionnelles, sur substituts allogéniques méniscaux et osseux, ont permis 

d’observer une amélioration de la cellularisation en milieux de différenciation. Ces 

résultats indiquent un bénéfice lié à l’oxygène libéré par la molécule dans des conditions 

où les cellules possèdent un métabolisme actif. Ces études reproduites dans des conditions 
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hypoxiques, devraient accentuer les bénéfices observés, et permettre de mieux appréhender 

l’utilisation d’HEMOXCell® dans les milieux de conditionnement préimplantatoire de 

substituts cellularisés. Le degré et la durée de l’hypoxie vont avoir des effets sur les 

fonctions sécrétrices des CSM. Il sera donc nécessaire de considérer  les conditions de 

culture afin de se placer dans les conditions idéales pour des applications cliniques. 

Des analyses complémentaires sont en cours, et d’autres seront à envisager, afin 

d’utiliser d’HEMOXCell® dans des conditions optimales.  

 

De nombreuses questions concernant la distribution des CSM dans les tissus, leur 

survie et leurs mécanismes d’action, restent encore non résolues. La poursuite des analyses 

in vivo, devrait permettre d’améliorer notre approche et de recadrer les objectifs. Les 

observations faites sur le comportement cellulaire in vitro ne sont malheureusement pas le 

reflet des phénomènes qui surviennent in vivo. Cela s’explique par les échanges effectués 

entre les cellules et leur environnement, par contact direct ou indirect, les stimuli perçus ou 

encore un état pathologique. Il est difficile de reproduire in vitro un environnement 

suffisamment représentatif du in vivo (partenaires cellulaires, facteurs solubles, stimulation 

biomécanique...). Au cours de notre tentative de caractérisation des fibrochondrocytes, 

nous avons mis en évidence par un test simple, la capacité des médiateurs solubles sécrétés 

par les fibrochondrocytes à moduler le profil d’expression transcriptomique des CSM. La 

compréhension du phénomène observé nécessiterait une analyse plus poussée, notamment 

du sécrétome. Cependant, la communication qui s’effectue avec les cellules d’intérêt 

conforte l’idée d’utiliser ces cellules pour la régénération méniscale.  

 Nous sommes encore loin de la commercialisation de greffons osseux et méniscaux 

cellularisés, car rares sont les préparations à base de cellules bénéficiant d’une autorisation 

de "procédés de préparation et de conservation". Les démarches sont longues et couteuses 

principalement sur le plan réglementaire. Bien que la capacité des CSM à soigner de 

nombreuses pathologies soit actuellement acquise, la production de ces cellules en quantité 

suffisante et de façon standardisée est délicate. La variabilité entre les individus rend 

difficile l’établissement de contrôles qualité standardisés. L’objectif de notre démarche est 

d’agrandir les connaissances actuelles sur les reconstructions tissulaires avec des cellules 

souches mésenchymateuses. Les approches expérimentales sont différentes selon les 

équipes, les CSM proviennent de sources différentes, d’espèces différentes, les conditions 

de culture elles aussi sont variables, sans compter le large choix de biomatériaux 
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disponibles. Le but commun à toutes ces recherches est d’améliorer la qualité de vie des 

patients, en facilitant le recouvrement fonctionnel de l’organe cible.  

Au cours de ce travail de thèse, il a été possible d’établir la cytocompatibilité des CSM 

avec deux substituts allogéniques biocompatibles, actuellement utilisés en clinique. Nous 

avons pu mettre en évidence le bénéfice apporté par HEMOXCell® dans nos conditions de 

culture, ainsi que les potentielles applications qui en découlent. L’hémoglobine de vers 

marin constitue un outil prometteur pour améliorer les transferts d’oxygène dans le 

microenvironnement cellulaire. Les premiers jours post-implantatoires sont décisifs pour la 

survie cellulaire, avant même qu’il y ai la formation d’un tissu vascularisé, la pression en 

oxygène du microenvironnement va constituer l’un des facteurs clés modulant non 

seulement la survie mais aussi la fonctionnalité des CSM (Bland et al., 2013).  

In vivo, HEMOXCell® devrait permettre l’oxygénation des greffons sur le court 

terme, assurant ainsi un rôle de réserve en oxygène permettant une libération progressive et 

donc une diminution graduelle du taux d’oxygène dans les greffons après implantation. 

L’oxygène n’est cependant pas le seul facteur limitant en ingénierie tissulaire. Des 

stratégies doivent être élaborées pour maintenir une réserve en nutriments dans l’implant, 

le temps de permettre la formation de nouveaux vaisseaux sanguins. Ces derniers devraient 

par la suite, assurer l’apport en nutriments mais aussi en oxygène pour in fine favoriser la 

réparation tissulaire (Deschepper et al., 2013). La figure 73 ci-dessous, récapitule les 

conditions favorisant la libération d’O2 par HEMOXCell®. 

Figure 73 - Schéma récapitulatif de la libération d’oxygène par HEMOXCell® en culture 
cellulaire, en fonction de la pO2 dans le milieu de culture. En 2D la diminution de la pO2 est 
proportionnelle à la densité cellulaire et est dépendante du volume de milieu. En 3D, la 
colonisation est généralement périphérique selon le gradient de pO2 et de nutriments, de l’extérieur 
vers l’intérieur des supports. Le maximum de libération est attendu en hypoxie, en présence de 
fortes concentrations cellulaires et dans le centre des substituts. 
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Annexe 1 
 

Liste des gènes analysés avec les plaques PCR Array (Qiagen®) 
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Annexe 2 
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 L’une des principales difficultés lorsque l’on souhaite avoir recours à l’ingénierie 

tissulaire pour réparer un tissu complexe comme le ménisque, c’est d’identifier un type 

cellulaire capable de recréer après implantation in vivo, la distribution cellulaire du tissu 

d’origine. Les CSM s’imposent comme les candidates idéales en raison de leur plasticité 

naturelle. Il est admis qu’elles sont capables de se différencier en fibroblastes et en 

chondrocytes, cependant la voie de différenciation fibrochondrocytaire est peu caractérisée, 

de même que ce type cellulaire. Différentes voies de communication sont impliquées dans les 

processus de différenciation cellulaire, notamment la communication paracrine, qui s’effectue 

par la sécrétion de facteurs solubles (Paschos et al., 2015). Dans cette partie du projet nous 

avons développé trois axes de caractérisation, basés sur une analyse comparative entre les 

chondrocytes, les fibrochondrocytes, les fibroblastes et les CSM indifférenciées: 1/ Induction 

de la différenciation fibrochondrocytaire par co-culture des CSM avec des cellules 

méniscales, suivie de l’analyse des profils d’expression transcriptomique obtenus en PCRq, 2/ 

recherche de marqueurs spécifiques par analyse en électrophorèse bidimensionnelle et 3/ 

recherche de marqueurs spécifiques par analyse de mélanges protéiques en spectrométrie de 

masse.  

 Ces deux derniers axes s’inscrivent dans une approche protéomique. Il s’agit de 

l’étude de l’ensemble des protéines (i.e., protéome), de l’échantillon considéré (organes, 

fluides, tissus, cellules) à un instant donné, dans un environnement et des conditions donnés 

(état physiopathologique, stimuli extérieurs). Ces deux approches fonctionnent selon le même 

principe, elles débutent par une étape d’extraction protéique à partir des échantillons 

biologiques à analyser, suivie de l’utilisation de techniques séparatives telles que 2/ 

l’électrophorèse bidimensionnelle ou 3/ la chromatographie liquide. La quantification et 

l’identification protéique sont ensuite réalisées en spectrométrie de masse à partir 2/ de spots 

d’intérêt (de 1 à plusieurs protéines selon la résolution du gel) ou 3/ d’un mélange protéique 

plus complexe, digérés par des protéases. Ces deux approches sont testées en parallèle pour 

identifier la plus adaptée pour la détection de biomarqueurs pour la caractérisation cellulaire. 
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1. Isolement et culture des chondrocytes, fibrochondrocytes et 

fibroblastes 

 Les échantillons sont obtenus par l’intermédiaire du service de chirurgie orthopédique 

de l’hôpital de la Cavale Blanche. Les chondrocytes sont isolés à partir de cartilages 

humains, collectés lors de gestes opératoires au niveau des condyles fémoraux ou des 

plateaux tibiaux. Les fibrochondrocytes sont isolés à partir de ménisques humains, provenant 

de méniscectomies partielles ou totales. Les fibrochondrocytes et les chondrocytes sont isolés 

à partir d’une technique plus simple, et moins agressive que la digestion enzymatique, qui 

consiste à faire migrer les cellules hors des échantillons. De fins morceaux de tissu sont 

découpés au scalpel puis mis en culture dans du DMEM supplémenté. Les cellules colonisent 

le fond des flasques en 2 semaines, pour constituer une culture primaire en monocouche. Le 

milieu de culture est renouvelé 2 fois par semaine et ce, durant 3 passages. 

 Les fibroblastes sont obtenus à partir d’échantillons provenant d’abdominoplasties 

traités au Laboratoire de Neurosciences de Brest (LNB). Les explants de peau sont digérés par 

une solution de lipase (InvitrogenTM) pendant une nuit à 4°C. Le derme et l’épiderme sont 

ensuite séparés et dissociés avec un mélange de collagénase IV (Sigma®) et de 

Trypsine/EDTA (InvitrogenTM). Les cellules sont collectées à la suite d’une centrifugation et 

de plusieurs lavages. Elles sont ensuite ensemencées dans du milieu DMEM F-12 (Lonza®) 

supplémenté. En fonction des protocoles réalisés, les cellules seront cultivées en plaques 6 

puits, en flasques de 175 cm2 ou en triple-flasques (Corning®) jusqu’aux passages 2 ou 3. 

2. Analyse de la voie de différenciation fibrochondrocytaire 

 D’après différentes études, la co-culture de CSM avec des cellules différenciées, 

pourrait constituée une nouvelle approche en ingénierie tissulaire, tant au niveau du maintien 

de l’inflammation, qu’au niveau de l’homéostasie tissulaire (Baraniak & McDevitt, 2010; 

Paschos et al., 2015). La co-culture consiste à cultiver plusieurs types cellulaires distincts 

dans un même environnement. Cette cohabitation peut être directe, en mélangeant les types 

cellulaires dans un même milieu de culture, incitant ainsi les contacts cellulaires, ou elle peut 

être indirecte, en les séparant par une membrane, favorisant dans ce cas une communication 

par la sécrétion de facteurs solubles (paracrine). Dans notre étude nous souhaitons cellulariser 

un substitut méniscal avec des CSM, or ne sachant pas le devenir de ces cellules dans un 
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environnement méniscal, nous avons mis en place un système de co-culture indirecte entre les 

CSM et les cellules de ménisque. Notre objectif étant de mettre en évidence si la libération 

locale de messagers par les fibrochondrocytes, pouvait à elle seule induire une différenciation 

cellulaire et ce, dans le but de mieux appréhender le devenir des substituts cellularisés in vivo. 

La figure 74 illustre le principe de l’analyse réalisée. 

 

 

 

Figure 74 - Principe de l’analyse du potentiel fibrochondrocytaire des CSM. Les 
CSM sont co-cultivées indirectement avec des fibrochondrocytes, en plaques 6 puits. 
Le profil d’expression génique des CSM co-cultivées est ensuite comparé avec celui 
des CSM témoin et celui des fibrochondrocytes. Une comparaison est aussi réalisée 
avec des types cellulaires proches de ce dernier, les fibroblastes et les chondrocytes.  

 

2.1. Matériel et méthodes 

2.1.1. Système de co-culture CSM / fibrochondrocytes 

 Les CSM sont ensemencées dans des plaques 6 puits à une concentration de 4000 

cellules/cm2 pour un volume final de 5 mL de milieu DMEM par puits. Les plaques sont 

placées 1 h à l’incubateur (37°C, 5% CO2) pour permettre aux CSM d’adhérer au fond des 
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puits. Après ce délai, des inserts de culture cellulaire (0,4 µm de porosité) (Millicell®, Merck 

Millipore) sont disposés au-dessus des puits contenant les CSM. Ces derniers sont 

ensemencés avec 4000 fibrochondrocytes/cm2. La taille des fibrochondrocytes étant 

considérablement supérieure à celle des pores, seuls les facteurs paracrines pourront exercer 

une influence sur le comportement cellulaire. Des puits témoins contenant uniquement des 

CSM ou des fibrochondrocytes, sont cultivés en parallèle. Chaque condition est réalisée au 

minimum 3 fois. Le milieu de culture est renouvelé 2 fois par semaine pendant 3 semaines.  

2.1.2. Analyse du profil transcriptomique des CSM co-cultivées 

 L’ARN des CSM co-cultivées, des CSM témoins et des fibrochondrocytes témoins, est 

extrait avec le kit RNeasy® Mini Plus selon le protocole du fabricant. Pour cette analyse, 

nous avons préféré travailler en plaque PCR Array (chapitre III. 2.3), ce qui permettait de 

visualiser la variation de l’expression de 84 gènes en une seule analyse. Nous avons pris 

comme référence la moyenne des niveaux d’expression pour 6 échantillons de CSM puis 

comparé ces valeurs avec celles de 5 échantillons de CSM co-cultivées et celles des 4 

échantillons de cellules cibles, les fibrochondrocytes. Un parallèle est réalisé avec 2 types 

cellulaires proches des fibrochondrocytes, les chondrocytes et les fibroblastes (3 

échantillons/type cellulaire). Les résultats sont présentés sous forme de ratios d’expression 

normalisés par rapport à l’expression de RLP13A, en considérant les CSM indifférenciées 

comme échantillon de référence (ratio = 1). L’analyse statistique est réalisée avec le test de 

Student (* p < 0.05). 

 Les profils d’expression génique sont analysés en parallèle pour les CSM natives, co-

cultivées, les fibrochondrocytes, les chondrocytes et les fibroblastes.  

2.2. Résultats 

 Des expériences de co-culture ont été réalisées en plaque 6 puits avec des CSM et des 

fibrochondrocytes (50 : 50). Des puits témoins sont ensemencés en parallèle avec des CSM ou 

des fibrochondrocytes. Nous avons réalisé 5 expériences de co-culture en duplicat. Ne sachant 

pas si les facteurs paracrines présents dans le milieu des co-cultures allaient orienter les CSM 

vers la voie de différenciation fibrochondrocytaire, fibroblastique ou chondrocytaire, nous 

avons inclus ces deux derniers types cellulaires dans l’analyse comparative. Des expériences 

de PCR quantitatives en plaques PCR Array sont réalisées pour chaque modèle cellulaire 
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(CSM, M, C, F et CSM co-cultivées), avec 3 à 6 réplicats biologiques par groupe. Une fois 

l’analyse des différents échantillons effectuée, les valeurs des Ct sont reportées en colonne, 

les unes à la suite des autres, dans un tableau Excel prédéfini. Ce dernier est exporté en ligne 

(http://pcrdataanalysis.sabiosciences.com/pcr/arrayanalysis.php) pour réaliser l’analyse avec 

le logiciel RT2 Profiler PCR Array Data Analysis. Dans un premier temps il faut vérifier si les 

contrôles d’efficacité, de reproductibilité et contamination sont valides (Figure 75A). Les 

échantillons invalides sont retirés de l’analyse, car susceptibles de biaiser l’interprétation des 

résultats. Le logiciel permet ensuite de réaliser une sélection automatique ou manuelle, du 

gène de référence, parmi les 5 présents dans la plaque (Figure 75B). Il est aussi possible 

d’effectuer une recherche dans la totalité de la plaque. Le gène de référence ne doit pas être 

régulé dans les conditions testées, et son niveau d’expression doit être stable entre les types 

cellulaires analysés. La sélection de ce gène de référence est importante puisqu’il s’agit ici 

d’estimer un niveau d’expression relative, c’est-à-dire une variation de l’expression d’un gène 

entre deux échantillons. Aucun des gènes présents dans la plaque (gènes de ménage et gènes 

cibles) n’a été sélectionné par la recherche automatique. Cela s’explique par l’hétérogénéité 

des populations comparées provenant de 4 sources tissulaires différentes. En analysant 

visuellement les valeurs proposées, nous avons néanmoins sélectionné RPL0 car il présentait 

l’expression la plus stable (Figure 75B). Les Ct cibles sont alors tous rapportés au gène de 

référence, ce rapport cible/référence de chaque échantillon est ensuite normalisé par le rapport 

cible/référence de l’échantillon calibrateur, ici le groupe de réplicats CSM. C’est la méthode 

du &&Ct. Le logiciel a ensuite généré des résultats sous forme de « Fold-change » ou de 

« Fold-regulation ». Nous avons traité les résultats de « Fold-regulation » car cela permet de 

discuter de valeurs de sous- ou surexpression et non de ratios de variation d’expression. Les 

analyses sont réalisées par groupe ou par échantillon, l’analyse par groupe permet d’obtenir la 

moyenne des « Fold-regulation » entre les réplicats biologiques d’un groupe et l’analyse par 

réplicats, permet d’avoir les valeurs de « Fold-regulation » pour chaque réplicats et ainsi 

déterminer l’échantillon qui pose problème lors de l’analyse statistique. 
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Figure 75 – Aperçu des données et sélection du gène de ménage pour l’analyse en PCR Array.  
A) Exemple de données obtenues dans l’onglet « Data Overview » pour les réplicats de 
fibrochondrocytes. Le terme « pass » signifie que les échantillons sont validés pour la reproductibilité 
de la PCR, l’efficacité de la RT et l’absence de contamination à l’ADN génomique. PPC : Positive 
PCR Control ; RTC : Reverse transcription Control ; HGDC : Human Genomic DNA Contamination. 
B) Sélection manuelle du gène de ménage parmi ACTB (Actin beta), B2M (Beta-2-microglobulin), 
GAPDH (Glyceraldehyde-3-phosphate dehydrogenase), HPRT1 (Hypoxanthine phosphoribosyl 
transferase 1) et RPL0 (Ribosomal protein, large, P0). 
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Cette dernière est réalisée avec le test de Student et permet de déterminer si un 

transcrit est différentiellement régulé entre 2 conditions. Les valeurs de surexpression 

supérieures à 2 pour les gènes cibles, par rapport à la référence CSM, sont indiquées en rouge 

et celles qui sont inférieures à – 2 sont en bleu. Le tableau 19 regroupe les gènes sous- ou 

surexprimés par les groupes testés par rapport aux CSM (calibrateur). Le détail des résultats 

obtenus est présenté dans le tableau 20.  

 

 Pour les chondrocytes, 17 gènes d’expression différentielle sont sélectionnées (7>2 et 

10<-2), 14 pour les fibrochondrocytes (7>2 et 7<-2), 31 pour les fibroblastes (11>2 et 20<-2) 

et 23 pour les CSM co-cultivées avec des fibrochondrocytes (3>2 et 20<-2). Les p-value 

correspondantes sont présentées en face des ratios d’expression. A noter qu’une partie non 

négligeable des résultats est significative, principalement pour les co-cultures (65% de 

résultats significatifs pour 5 réplicats). Plusieurs similitudes apparaissent entre les profils 

d’expression sélectionnés, comme par exemple le transcrit ABCB1, qui est surexprimé de 

manière significative dans les groupes C, F et M mais pas dans les co-cultures, avec 

respectivement une Fold-regulation de 8, 52 et 3. Il faudrait cependant exploiter des données 

issues d’une quantité de réplicats plus importante pour pouvoir en tirer des conclusions. Les 

transcrits MCAM, NGFR, BGLAP et FUT4 sont sous-exprimés dans les 4 groupes par 

rapport au CSM, tandis que KDR est surexprimé. Parmi les 84 gènes analysés, seuls deux sont 

dérégulés uniquement dans le groupe C (SOX2 et VEGFA), 2 surexprimés dans le groupe M 

(FGF10 et ICAM1), 12 pour le groupe CC et 18 pour les fibroblastes.  

 



 
29

7

 
   

Tableau 19 - Synthèse des résultats de PCR quantitative. Les valeurs de sur- et de sous-expression des gènes cibles des plaques PCR 
Array (Qiagen®) sont calculées pour chaque gène cible par rapport au groupe CSM Les valeurs sélectionnées sont supérieures à 2 
(rouge) ou inférieures à -2 (bleu). A chaque valeur est associé une valeur-p (p-value), calculée avec le test de Student. Sont considérées 
comme significatives, les valeurs < 0.05.  
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Tableau 20 - « Fold-regulation » de tous les transcrits analysés. 
Valeurs moyennes des « fold-regulation » et les valeurs-p (p-values) correspondantes, 
obtenues pour les réplicats des différents modèles cellulaires de l’étude. L’abondance relative 
des transcrits est exprimée en valeurs de « fold-regulation », représentant le taux de régulation 
d’un transcrit du groupe test (gène cible) par rapport au groupe contrôle (CSM) (calibrateur). 
Le niveau d’expression de ce dernier aura été normalisé au préalable avec une référence 
interne RPL0. Les valeurs-p sont calculées avec le test statistique de Student pour l’ensemble 
des réplicats. Les valeurs-p inférieures à 0.05 sont indiquées en rouge, de même que les 
« fold-regulation » supérieures à 2. Ceux inférieurs à -2 sont indiqués en bleu.  
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 La co-culture induit une sous-expression significative de certains transcrits analysés, 

parmi lesquels BMP4 (-7), FUT4 (-10), MCAM (-19), NGFR (-7), PDGFR (-18) et NOTCH1 

(-6). Seuls Il6, KDR et WNT3A, apparaissent surexprimés et cela non significativement. La 

figure 76 ci-dessous reprend les différents transcrits cibles d’intérêt. Chaque groupe de 

réplicats est représenté par un cercle. Les zones de chevauchement entre les cercles 

correspondent aux transcrits co-régulés de la même façon entre deux groupes. On remarque 

que les CSM co-cultivées (CC) partagent des similitudes avec les 3 groupes testés. CC sous 

exprime en commun avec M, le transcrit NOTCH1, il partage RUNX2 et PDGFR avec C, et 

IL6 et ITGA6 avec F. Pour deux transcrits, HGF et NES, les résultats sont contradictoires 

entre plusieurs groupes. HGF est surexprimé pour le groupe F, alors qu’il est sous-exprimé 

pour C. De la même manière, NES est surexprimé par F et est sous-exprimé pour CC. Cela 

indique la différence entre le groupe F et les groupes C et CC.  

 
 
Figure 76 – Diagramme de Venn représentant les intersections entre les profils de PCR 
quantitative obtenus. Les cercles orange, bleu, vert et jaune, représentent respectivement les 
transcrits sélectionnés pour les groupes C, M, F et CC. Les zones d’intersections des cercles 
concernent des transcrits avec une même « tendance » de co-régulation, sous- ou surexpression, entre 
les groupes correspondants. Les groupes C et F étant éloignés, les gènes cibles sont notés dans un 
encadré de la couleur du groupe correspondant (ex : ABCB1 qui est surexprimé par C, M et F). Le 
cercle central regroupe les transcrits co-régulés pour les 4 groupes d’intérêt.  
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 Le panel de 84 gènes testés dans cette approche n’a pas permis d’identifier la voie de 

différenciation induite par la co-culture, mais cette étude permet de confirmer le changement 

de phénotype des CSM.  

3. Caractérisation par électrophorèse bidimensionnelle 

 L’électrophorèse bidimensionnelle (2D) est une technique permettant de séparer des 

mélanges plus ou moins complexes de protéines, en conditions dénaturantes. Son principe 

repose sur la combinaison d’une séparation non-dénaturante, selon leur point isoélectrique 

(pI), en première dimension, suivie d’une migration en gel dénaturant, en deuxième 

dimension (séparation selon la taille). Cette technique analytique présente un très 

grand pouvoir résolutif puisqu’elle permet de séparer et de visualiser simultanément plusieurs 

milliers de protéines issues de mélanges complexes. Elle constitue l’approche séparative la 

plus adaptée à l’identification de protéines par spectrométrie de masse (Ibrahim, 2013). Elle a 

été mise en œuvre pour notre projet, afin d’établir une signature 2D pour chaque type 

cellulaire étudié et ainsi tenter de mettre en évidence des spots d’expression différentielle, 

pouvant constituer des marqueurs potentiels. Ces travaux ont été réalisés avec le plateau 

technique de Purification et Etude d’Interactions Protéiques de Brest (PurIProB, UMR 1078, 

Brest). Quatre échantillons indépendants ont été étudiés par type cellulaire. La figure 77 ci-

dessous résume les différentes étapes de l’analyse protéomique en électrophorèse 2D.  

 

Figure 77 - Approche protéomique par électrophorèse bidimensionnelle pour la 
caractérisation cellulaire.  
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3.1. Matériel et méthodes 

3.1.1. Extraction des protéines 

 Par échantillon, 3 flasques de 175cm2 à confluence sont grattées à l’aide d’un râteau. 

Les cellules sont poolées puis culottées par centrifugation à 1000 g pendant 8 min à 4°C. Le 

culot cellulaire est pesé, puis repris dans du tampon 2D Protein Extraction Buffer (GE 

Healthcare), un mélange d’urée (< 8 M), de thiourée (< 5 M) et de CHAPS (< 10 %) auquel 

sont ajoutés extemporanément un agent réducteur (DTT, 40 mM), des inhibiteurs de protéases 

(1/100e) et un IPG Buffer (2 %) (GE Healthcare). Ce dernier va fournir les ampholytes 

nécessaires à la solubilisation des protéines dans la gamme de pH appropriée. La lyse 

cellulaire est complétée par une sonication des échantillons pendant 1 à 2 minutes sur glace 

Le lysat est ensuite centrifugé à 16000 g pendant 15 min à 4 °C. Les protéines sont dosées 

avec le kit 2D Quant Kit (GE Healthcare) selon les spécifications du fabricant. Le surnageant 

est stocké à -80 °C. 

3.1.2. Première dimension : Isoélectrofocalisation  

 La focalisation isoélectrique (IEF) des protéines, constitue la première dimension de 

l’électrophorèse 2D. Les protéines, en quantité connue, sont déposées sur des strips à pH 

immobilisé (3-10 NL, Immobiline™ DryStrip, GE-Healthcare), 150 µg par échantillon. La 

1ère dimension est réalisée dans un IPGphorTM (Ettan IPGphor, GE Healthcare), au cours de 

laquelle, sous l’influence d’un courant électrique, les protéines vont migrer dans le gradient de 

pH immobilisé. Ces dernières vont se déplacer dans le gel jusqu’à atteindre un pH 

correspondant à leur point isoélectrique, où leur charge globale devient nulle.  

3.1.3. Deuxième dimension : gel SDS-PAGE 

 L’électrophorèse SDS-PAGE (Sodium dodecyl sulfate-polyacrylamide gel 

electrophoresis) s’effectue en conditions dénaturantes, avec l’utilisation d’un tampon Tris-

Glycine contenant du SDS, appelé tampon de migration ou tampon de Laemmli. Le SDS 

(CH3-(CH2)10-CH2-O-SO3- Na+) est un détergent anionique qui se fixe sur les protéines, 

masquant leurs charges, et les transformant en complexes anioniques. Au cours de la seconde 

dimension, les protéines vont migrer du strip vers un gel de polyacrylamide, selon leur poids 
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moléculaire. Ce déplacement se fait sous l’influence d’un courant électrique de la cathode 

(haut du gel) vers l’anode (bas du gel). Cette migration est réalisée en présence d’un marqueur 

de poids moléculaires (Precision Plus Protein Standards, all blue 10-250 kDa, BioRad) qui va 

permettre d’apprécier la masse moléculaire des spots observés. Après migration, le gel est 

démoulé et les protéines sont fixées dans le gel à l’aide d’une solution composée d’éthanol et 

d'acide acétique. Les protéines fixées sont révélées par une coloration au bleu de Coomassie 

(Coomassie Blue G-250, Sigma®), l’intensité de la coloration des spots sera proportionnelle à 

la quantité d’échantillon protéique. Les gels sont numérisés avec le scanner GS-800 (Bio-Rad) 

couplé au logiciel QuantityOne 1-D Analysis (Bio-Rad) pour reproduire l’intensité, la taille et 

la position des spots protéiques. Ils sont par la suite stockés à 4 °C à court terme dans de l’eau 

ultra pure.  

3.1.4. Analyse des gels 2D 

 Elle débute par la digitalisation des gels, étape pendant laquelle les images 

expérimentales des gels 2D sont transformées en images numériques, utilisables par 

ordinateur. Le traitement des données est réalisé avec le logiciel PDQuestTM (version 8.0.1, 

Bio-Rad). Une première étape consiste à redimensionner tous les gels à l’aide d’un calque et 

d’un marqueur d’alignement préalablement défini. Ceci afin que tous les gels entrant dans 

l’analyse fassent la même taille (L x l) et soient superposables. Après paramétrage, 

PDQuestTM va identifier un certain nombre de spots par gel et sélectionner automatiquement 

un gel qui constituera le « Master Gel ». Cette image synthétique est utilisée comme matrice 

de référence et est enrichie de tous les spots alignés des autres gels de l’analyse. Les résultats 

sont représentés sous forme d’un tableau reprenant notamment le nombre total de spots 

identifiés par gel, la quantité de spots en commun entre chaque échantillon et le « Master 

Gel » et le coefficient de corrélation (Corr Coeff). Ce dernier permet d’apprécier la proximité 

des gels d’un même groupe. Un Corr Coeff > 0.7 indique que les échantillons sont 

suffisamment proches pour poursuivre l’analyse. Le logiciel PDQuestTM permet de réaliser 

plusieurs types d’analyses : « Qualitative » (présence/absence de spots entre deux groupes de 

gels), ou encore « Quantitative » (variation de l’intensité d’un spot entre deux groupes de 

gels). Ces dernières permettront de mettre en évidence des variations du protéome entre les 

différents types cellulaires d’intérêt. L’analyse statistique utilisée par le logiciel est le test de 

Student (*p<0.05). Par la suite, les spots apparaissant comme caractéristique d’un type 

cellulaire pourront être analysés en spectrométrie de masse (MS pour mass spectrometry). Il 
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s’agit d’une technique d’analyse physico-chimique qui renseigne sur l'identité et la 

concentration des espèces chimiques analysées, à l'état pur ou en mélange. En raison des 

délais impartis, nous n’avons pu finaliser cette analyse avant la rédaction de ce manuscrit.  

3.2. Résultats 

 L’approche protéomique par électrophorèse bidimensionnelle est réalisée à partir de 4 

réplicats biologiques pour un même modèle cellulaire (CSM, C, M et F). Il s’agit d’une étude 

préliminaire ayant pour objectif de mettre au point une méthodologie pour identifier 

l’expression différentielle de protéines entre plusieurs types d’échantillons, après migration 

sur des gels 2D.  

 Les images numérisées des gels sont redimensionnées avec le logiciel PDQuestTM, de 

manière à s’aligner les unes avec les autres et à éliminer les bords des gels, lesquels pourraient 

présenter un biais au cours de la détection. Pour une grande majorité des gels réalisés, on 

observe la présence d’un bruit de fond non homogène principalement sous la forme de 

trainées. Ces imperfections reflètent le plus souvent la présence de sels lors de la première 

dimension, d’impuretés dans l’eau ultra pure utilisée pour la préparation des divers tampons 

ou encore d’un défaut d’acquisition. Le bruit de fond est partiellement corrigé avant de 

débuter l’analyse, cependant cela ne permet pas de se débarrasser des problèmes d’estimation 

des frontières délimitant certains spots protéiques. Après paramétrage, le logiciel détecte pour 

chaque gel, la totalité de ce qu’il considère comme étant des spots protéiques. 

 Dans un second temps, une mise en correspondance (« Matching ») des taches 

protéiques entre les différents gels est établie et permet de réaliser un Master Gel. Ce dernier 

regroupe les spots identiques, détectés entre les différents échantillons. Un exemple de Master 

Gel entre les chondrocytes et les fibrochondrocytes est illustré dans la figure 78A ci-après. 

PDQuestTM va par la suite créer un tableau de résultats regroupant la quantité totale de spots 

identifiés pour chacun des gels, pris en compte pour l’analyse. Dans l’exemple de la figure 

78A, le gel correspondant à l’échantillon 16 de chondrocytes (C16) est sélectionné comme 

Master Gel.  

 Le logiciel procède de la même manière pour toutes les analyses différentielles 

effectuées entre deux groupes de réplicats, en sélectionnant un Master Gel parmi les 8 gels 

2D. L’image synthétique créée avec le Master Gel, est utilisée comme référence pour la 

quantification des spots présents sur les autres gels de l’analyse. La figure 78B représente un 

exemple de résultats générés par cette analyse pour les groupes C et M, utilisant le groupe de 



 304

réplicats C comme groupe contrôle. Une moyenne de 460 ± 67 spots est détectée pour les 4 

réplicats de C, et 463 ± 64 spots, pour ceux de M. PDQuestTM va attribuer un numéro SSP 

(Standard Spot Number) à chaque spot détecté, spécifique de sa localisation (pI, masse 

moléculaire). 

 

Figure 78 – Exemples de Master Gel et d’un résumé d’identification entre deux groupes de 

réplicats. 

 

  Le pourcentage de correspondance (Match) entre ces spots et le nombre de spots 

comptabilisés pour le Master gel (376 dans notre exemple), est calculé. La dernière colonne 

du tableau renseigne sur le coefficient de corrélation pour chacun des groupes de réplicats, en 

considérant un réplicat par groupe comme référence (=1). Des valeurs supérieures à 0.7 

signifient que les échantillons analysés dans un même groupe sont suffisamment proches pour 

que l’analyse puisse être poursuite. Dans cet exemple les coefficients de corrélation calculés 

pour le groupe réplicats « M » sont légèrement inférieurs à 0.7 (0.661-0.688). Toutefois, dans 

le cadre de cette étude préliminaire, il a été choisi de poursuivre l’analyse.  
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 Le but de l’analyse par PDQuestTM est de mettre en évidence des spots différentiels 

entre les différents groupes de réplicats. Plusieurs types d’analyses peuvent être conduites, 

lesquelles reposent sur différents critères : intensité du spot 2 ou 4 fois supérieure ou encore 

absence/présence de spots dans un groupe de réplicats par rapport au groupe contrôle. 

 Dans le rapport d’analyse présenté ci-dessous (Figure 79A,B), selon PDQuestTM, 25 

spots présenteraient une intensité 2 fois supérieure pour le groupe M par rapport au groupe 

contrôle C. Seulement 5 spots montreraient une intensité 4 fois supérieure pour le groupe M 

versus le groupe contrôle C. Enfin, seulement 4 spots ne seraient pas retrouvés dans le groupe 

C versus le groupe M.  

 

Figure 79 – Exemple de présentation d’un rapport d’analyses (tableau/figure). Dans cet 
exemple, les spots positifs pour les analyses « Quant chondro vs fibrochondro » sont localisés 
par un carré rouge et ceux positifs pour « intersection of all auto sets », par un triangle bleu. 
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 Suite à cette analyse, il a été choisi de vérifier un par un et visuellement une grande 

partie des spots sélectionnés (Figure 79C). A chaque spot aligné correspond un histogramme 

comportant 8 barres, 4 rouges (pour les réplicats C) et 4 verts (pour les réplicats M). L'échelle 

est en unités PPM (parts per million), qui correspond à une normalisation des densités 

détectées. Si les 4 barres vertes sont supérieures aux rouges, cela signifie que la ou les 

protéine(s) qui compose(nt) cette tache protéique, est/sont plus fortement exprimée(s) par le 

groupe de réplicats M. Pour certains spots, il n’est pas rare d’observer un phénomène de co-

migration de protéines au sein d’une même tâche protéique, seule une analyse en 

spectrométrie de masse permettra de réaliser l’identification. Les réplicats biologiques sont 

comparés entre eux (CSM/F, CSM/C, CSM/M, F/C, F/M, C/M) selon le principe 

précédemment exposé. La pertinence de la sélection est vérifiée en analysant les 

histogrammes d’intensité protéique correspondant aux spots identifiés. Suite à cela, des spots 

différentiels sont sélectionnés pour chaque groupe de réplicats. Les résultats obtenus sont 

présentés dans l’annexe 3. 

 
Une analyse approfondie a été entreprise sur certains spots afin d’identifier les protéines 

correspondantes :  

1- CSM / fibroblastes: (3704) ; (4401) ; (8002) 

2- CSM / chondrocytes: (!) 

3- CSM / fibrochondrocytes: (9001) ; (?) 

4- fibroblastes / chondrocytes: (!) ; (6101) ; (2004) 

5- fibroblastes / fibrochondrocytes: (3401) ; (?) ; (2003) 

6- chondrocytes / fibrochondrocytes: (!) 

  

 Les numéros SSP sont différents d’une analyse à l’autre, car ils dépendent de la 

quantité totale de spots détectés. Par exemple, pour les comparaisons 4 et 5, les spots (2004) 

et (2003) correspondent à une tâche protéique identique. Pour l’analyse en spectrométrie de 

masse, les gels 2D seront à nouveau réalisés pour chaque groupe de réplicats (2 gels par 

modèle cellulaire) afin d’avoir suffisamment de matériel protéique pour l’analyse 

spectrométrique. 
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4. Recherche de marqueurs en spectrométrie de masse 

Contrairement à l’analyse 2D, qui permet essentiellement l’identification des 

protéines, la MS s’inscrit dans la protéomique dite quantitative. Elle permet de comparer les 

quantités relatives de protéines, entre plusieurs échantillons. La culture cellulaire ainsi que 

l’extraction des protéines membranaires sont réalisées par nos soins, le reste de l’analyse est 

réalisé conjointement au Laboratoire de Spectrométrie de Masse des Interactions et des 

Systèmes (LSMIS, UMR 7140, Strasbourg) dirigé par le Dr. E Leize-Wagner et à la 

plateforme protéomique de l’IBMC (Institut de Biologie Moléculaire de Cellulaire, RFC 

1589, Strasbourg). Ils ont utilisé une technique sans marquage (= label-free), selon deux 

approches analytiques, la quantification dite MS1 et la quantification de spectres MS/MS. Le 

principe simplifié de l’approche générale est schématisé dans la figure 80 ci-dessous. 

 

 

 

Figure 80 - Approche protéomique par couplage LC-MS pour la caractérisation 
cellulaire.  
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4.1. Matériel et méthodes 

4.1.1. Extraction et dosage des protéines membranaires 

 L’analyse portera sur 3 échantillons par type cellulaire, ils seront qualifiés de réplicats 

techniques. Pour faciliter la suite du manuscrit on appellera, « C » les chondrocytes, « M » les 

cellules de ménisque et « F » les fibroblastes. Pour cette première étape de MS, nous avons 

utilisé 3 flasques par échantillon cellulaire. Les cellules confluentes sont grattées au râteau 

puis culottées par une centrifugation à 500 g pendant 5 minutes. Pour une meilleure 

homogénéité des résultats, les extractions sont réalisées en même temps. A cet effet, les 

échantillons sont traités au fur et à mesure de l’approvisionnement en prélèvements 

chirurgicaux, et les culots cellulaires sont stockés à -80 °C jusqu’à l’étape d’extraction. Les 

culots sont décongelés sur glace, puis traités avec le kit Mem-PERTM Plus Membrane Protein 

Extraction (Thermo ScientificTM) selon le protocole du fournisseur. Nous avons 

volontairement travaillé à partir de fractions protéiques enrichies en protéines membranaires, 

afin de diminuer la quantité totale de protéine à analyser, et ainsi faciliter le traitement des 

données. De plus, il est plus intéressant dans le cadre de ce projet de se concentrer sur 

l’identification de marqueurs membranaires, lesquels permettent de réaliser du phénotypage 

membranaire et du tri cellulaire. La méthode d’extraction du kit consiste dans un premier 

temps à perméabiliser les cellules pour qu’elles se vident de l’intégralité de leur contenu, puis 

de culoter les membranes. Le surnageant contenant les protéines cytoplasmiques peut être 

conservé et les membranes sont solubilisées. La fraction contenant les protéines 

membranaires solubilisées ('500 µl), est stockée à - 80°C puis envoyée au LSMIS.  

 

 Une fois sur place, les échantillons sont dosés selon la méthode de Bradford, qui 

utilise la propriété du bleu de Coomassie pour quantifier les variations d’absorbance créées, 

lors de la fixation du réactif par les protéines (kit Bio-Rad). Cette étape est très importante si 

l’on souhaite débuter l’analyse avec une quantité de protéine standardisée et fiable. 

4.1.2. Digestion liquide 

 Cette étape intervient avant la séparation peptidique par nano-chromatographie 

liquide. Les protéines sont précipitées à -20 °C dans une solution composée d’acétate 

d’ammonium et de méthanol, puis lavées avec une solution de composition similaire. Les 
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protéines sont culotées par centrifugation à 12000 g et le culot protéique obtenu est dénaturé 

en présence de DTT (dithiothréitol) à chaud. L’alkylation des cystéines est réalisée en 

présence d’iodoacétamine à l’abri de la lumière. Elle a pour objectif de protéger les 

groupements –SH pour éviter la renaturation naturelle des protéines. Pour terminer, les 

échantillons sont incubés en présence de trypsine sur la nuit à RT. Les culots sont séchés avec 

un speed vacuum puis repris dans une solution contenant de l’acide formique et de la $-

galactosidase (AB Sciex).  

4.1.3. Séparation des peptides par nano-chromatographie liquide 

 En amont de l’analyse MS, les protéines ainsi précipitées, lavées, modifiées et 

digérées, sont fractionnées en chromatographie liquide (LC) en phase inverse (nanoLC-Ultra 

2D Plus, Eksigent) couplée à un module (cHiPLC nanoflex). La séparation est réalisée en 

fonction de leur hydrophobicité, au travers d’une colonne Chrom XP C18. Pour cela deux 

solvants sont appliqués dans la colonne, en proportions variables, l’un composé d’eau et 

d’acide formique, et l’autre composé d’acétonitrile et d’acide formique. Sans cette étape, la 

complexité du mélange peptidique obtenu ne permettrait pas l’analyse en spectrométrie de 

masse. C’est le couplage LC-MS, le MS utilisé à la plateforme protéomique de l’IBMC est le 

Triple TOF 5600 (AB Sciex). Ce MS permet de réaliser des mesures de masse précises et 

résolutives, et de réaliser des analyses MS simple ou en tandem (MS/MS).  

4.1.4. Analyse en spectrométrie de masse 

 La spectrométrie de masse est une technique qui permet de mesurer les rapports de 

masse sur charge (m/z) des molécules ionisées, et ainsi de détecter, d’identifier et de 

quantifier des protéines. Hautement sensible et spécifique, cette technique permet d’analyser 

des mélanges complexes. Elle comprend trois étapes principales, l’ionisation, le passage dans 

un analyseur (MS1) et la détection. Les données seront analysées en fonction de l’abondance 

relative des peptides ionisés détectés. 

 La spectrométrie MS/MS combine deux analyseurs (MS1 et MS2), séparés par une 

cellule de collision, permettant de dissocier les ions métastables (ions-fragments riches en 

information structurale). Le MS1 va sélectionner un ion en fonction de sa m/z, ce dernier va 

être accéléré et fragmenté dans la cellule de collision, en s’entrechoquant avec des molécules 

de gaz. Le second analyseur (MS2) va alors mesurer le rapport m/z des ions fragmentés. Cette 
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technique permet de séparer des composés de masses moléculaires différentes, au sein d’un 

mélange et aussi de générer d’avantage de données pour un même échantillon.  

4.1.5. Traitement des données 

Des moteurs de recherche vont effectuer une corrélation entre les spectres 

expérimentaux obtenus et les spectres théoriques, disponibles dans les banques de données. 

Ces derniers sont obtenus par digestion trypsique théorique de toutes les protéines présentes 

dans la banque interrogée. Les programmes de traitement de données vont permettre de 

rechercher parmi toutes les séquences peptidiques ainsi générées, celles qui correspondent au 

poids moléculaire des ions précurseurs fragmentés (ions parents issus de la cellule de 

collision). 

Deux types d’analyses « label-free » sont utilisées, la MS1 et la Spectral Count (Figure 

81). La quantification MS1 utilise l’information contenue dans le TIC (Total Ion 

Chromatogram), ce qui correspond à la somme des intensités de tous les pics MS détectés en 

fonction du temps (Figure 81A). L’élution de peptides identiques n’a pas lieu à un même 

instant t, mais dans un intervalle de temps. Pour un même peptide, il est alors possible de 

tracer une courbe représentant l’intensité du signal en fonction du temps. L’aire sous la courbe 

permet de calculer le courant ionique extrait, le XIC (eXtracted Ion Chromatogram) (Figure 

81B). La mesure de l’aire d’un pic peptidique constitue une information quantitative, 

proportionnelle à la concentration des peptides dans l’échantillon analysé. Les peptides sont 

identifiés par un algorithme (MaxEnt, maximum entropy), grâce aux spectres MS/MS et à une 

base de données. Les XIC permettent par la suite, de comparer les quantités de protéines 

présentes entre différents échantillons.  

La quantification Spectral Count est utilisée en parallèle de la MS1. Cette méthode 

permet d’évaluer la quantité relative des différents peptides en comptant le nombre de 

spectres MS/MS obtenus. Cela tient du fait que plus une protéine est abondante (pics les plus 

intenses en MS1), plus elle sera fragmentée (Figure 81C).  
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Figure 81 – Méthodes d’analyses « label-free » MS1 et Spectral Count. Les images A) et B) 
concernent la quantification MS1. A) Exemple de Total Ion Chromatogram (TIC) d’un mélange 
peptidique analysé par nanoLC-MS. B) Obtention d’un XIC à partir des données MS en fonction du 
temps. C) Principe de la méthode de quantification Spectral Count. (Duval, 2014) 

 

4.2. Résultats 

4.2.1.. Analyse en spectrométrie de masse : approches « Label-free » MS1 et Spectral 

Count  

 Les analyses « Label-free » MS1 et Spectral Count sont conduites à partir de 3 

échantillons d’extraits protéiques par type cellulaire d’intérêt (chondrocytes « C », 

fibrochondrocytes « M », fibroblastes « F » et CSM). Initialement, 5 échantillons étaient 

prévus pour avoir un groupe statistique représentatif. Or, nous avons eu plusieurs contre 

temps qui nous ont conduits à revoir à la baisse la quantité d’échantillons pouvant être 

analysée. En effet, une contamination au CHAPS, un détergent zwitterionique a été détectée à 

la plateforme protéomique de l’IBMC (Figure 82A, B). 
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Figure 82 - Exemples de présentation pour l’analyse de spectres MS (tableau/figure). Les spectres 
correspondant à la contamination des échantillons par du CHAPS lors de la première analyse (5 
échantillons) (A) et lors de la seconde analyse (3 échantillons) (B). C) Exemple de résultats pour les 
analyses MS des réplicats C. Les approches Label-free et Spectral Count sont menées en parallèle. Les 
tableaux d’analyses renseignent de divers informations sur les protéines analysées, du nombre de 
réplicats, dans lesquels elle est surexprimée et des ratios de quantité relative, déterminés par les deux 
techniques (avec le détail du nombre de spectre pour chaque réplicat pour le Spectral Count. 
 Ce composé est couramment utilisé en électrophorèse 2D, mais totalement contre-

indiqué en MS. Sur la figure 82A on peut voir un important signal présent en fin de gradient 
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chromatographique (77min sur 120min) sur tous les spectres, lequel a été identifié comme 

étant du CHAPS. On y voit clairement les masses m/z=615.3990 et 1229.7931, 

(correspondant au formes MH+ et (2M+H)+. Le spectre MS/MS de l’ion m/z=615.3990 

présente le pattern caractéristique du CHAPS (2 groupes de 4 fragments). 

  

 Compte tenu de la durée nécessaire à l’analyse d’un échantillon, nous avons choisi de 

travailler sur 3 réplicats biologiques de chaque type d’échantillon (CSM, F, C et M). Une 

nouvelle préparation des échantillons a été pratiquée par la plateforme protéomique. Les 

extraits protéiques ont été précipités, puis retraités selon le protocole initial, à partir de 5µg de 

matériel de départ. Le même gradient LC et la même configuration MS, sont utilisés pour 

l’injection nanoLC-MS/MS (Eksigent Chip module + TripleTOF 5600). Une amélioration des 

TIC est observée, bien que du CHAPS reste visible, mais en quantité bien moindre par rapport 

à la première préparation (Figure 82B). On distingue un signal convenable pour les peptides 

de l’échantillon, séparés entre 20 et 90 minutes.  

4.2.2. Méthode label-free MS1 

 L’identification est réalisée avec le logiciel Protein Pilot (AB Sciex) qui utilise 

l’algorithme Paragon. Ce dernier identifie les protéines présentes dans les échantillons à partir 

de leurs spectres MS et MS/MS avec la base de données UniProt, taxonomie Homo Sapiens. 

Les résultats de l’analyse sont présentés dans un tableau qui réunit des informations sur les 

peptides et protéines identifiées, l’intensité et le temps de rétention des ions précurseurs ainsi 

que le pourcentage de confiance estimé par l’algorithme. Les spectres et les diverses données 

sont importés dans le logiciel PeakView (AB Sciex) pour extraire les XIC de chaque peptide 

des protéines importées. 

 Une fois les protéines identifiées, sélectionnées et les XIC extraits, les données sont 

traitées avec le logiciel MarkerViw (AB Sciex) pour créer un XIC pour chaque protéine 

(moyenne XIC de tous les peptides correspondants). Avec les valeurs obtenues, il est alors 

possible de comparer les groupes de réplicats entre eux, deux à deux. Une protéine est 

considérée comme significativement surexprimée ou sous-exprimée si le ratio calculé est 

respectivement supérieur à 2 ou inférieur à 0.5. 
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4.2.3. Analyse Spectral Count 

 Les spectres obtenus pour les peptides des 12 échantillons sont importés dans le 

logiciel PoteinScape qui utilise l’algorithme MASCOT, lequel permet d’identifier les 

protéines à partir des spectres MS/MS. La base de données utilisée est la banque UniprotKB, 

taxonomie Homo sapiens. L’alignement des 12 échantillons (4 conditions en triplicat) a 

permis d’obtenir un tableau de résultats comportant 1821 protéines différentes avec une 

moyenne de 980 protéines par échantillon et un nombre brut de spectres variant entre 44 000 

et 48 000 (Tableau 21 ci-dessous). Les spectres MS/MS non satisfaisants ne seront pas 

évoqués par la suite (par exemple un spectre identifié avec un seul peptide). Un spectre est 

jugé correct s’il présente une chaine d’au moins 5 acides aminés identifiés et un signal de 

bruit de fond inférieur à 3. Une fois cette étape de vérification terminée, les données sont 

exportées et analysées selon la méthode du Spectral Count. Les protéines redondantes sont 

éliminées et le nombre de spectres obtenus par protéine est normalisé. La moyenne du nombre 

de spectres pour chaque protéine est calculée pour chaque type cellulaire, puis les ratios entre 

les moyennes obtenues sont déterminés. Un ratio est considéré comme fiable lorsque l’une 

des moyennes ayant servie à le calculer, est supérieure à 5 (Duval, 2014).  

 
Tableau 21 - Alignement des échantillons de la seconde injection avec le logiciel ProteinscapeTM. 
Le coefficient de variation se calcule comme le ratio de l’écart-type rapporté à la moyenne, et 
s’exprime en pourcentage. Il permet de comparer le degré de variation entre les échantillons. 

Echantillon 
Quantité de protéines 

identifiées 
Coefficient de 
variation (CV) 

C16 
C17 
C18 

828 
1099 
1123 

16 % 

CSM47 
CSM48 
CSM49 

1082 
937 
946 

8 % 

F1 
F5 
F6 

1025 
1020 
822 

12 % 

M10 
M12 
M15 

1000 
948 
924 

4 % 

 

 La dernière étape de l’analyse MS consiste à croiser les deux méthodes de 

quantification et d’identifier manuellement les biomarqueurs en commun. Cela permet 

d’accroître la confiance que l’on peut accorder aux résultats. Seuls les biomarqueurs issus de 

ce croisement seront pris en considération (Figure 83).  
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Figure 83 - Exemple de calcul de croisement de données “Label-free” MS1 et Spectral Count.  
 Feuille de calcul générée pour le groupe « M » après croisement des données par les deux méthodes 
de quantification. 
 

Un total de 246 protéines sont retrouvées en commun entre les deux identifications, ces 

dernières sont classées selon leur p-value de la méthode MS1 (<0.05) et le nombre de spectres 
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moyen de la méthode Spectral Count et l’abondance. Celles dont les résultats se contredisent, 

sont écartées. Au total 36 protéines sont sélectionnées comme étant de potentiels marqueurs 

des fibroblastes, 7 pour les fibrochondrocytes, 2 pour les chondrocytes et 2 pour le CSM 

(Figure 84). 

 

Figure 84 – Résumé des résultats obtenus après croisement des méthodes MS1 et Spectral 
Count. Les trois colonnes de droite représentent les ratios XIC. 
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 Avant d’aller plus loin dans les interprétations, une analyse PCA (Analyses en 

Composantes Principales) a été effectuée à la plateforme sur les triplicats biologiques. Il s’agit 

d’une analyse statistique qui atteste de la reproductibilité des triplicats et de la différence entre 

deux conditions. Chaque échantillon est représenté par un carré de couleur. Si pour un même 

groupe ils sont proches, cela signifie qu’il y a peu de variabilité, et plus les groupes sont éloignés 

les uns des autres, plus les différences intergroupes seront élevées (Figure 85). Avec les résultats 

de l’analyse PCA, systématiquement un des échantillons des triplicats était éloigné des deux 

autres. En raison de la trop grande disparité entre les analyses réalisées, les résultats statistiques 

ne peuvent être considérés comme probants. Nous n’avons pu poursuivre notre approche. 

 Le traitement des données de ce type d’approches est très fastidieux, nécessitant 

beaucoup de temps. Plus on augmente le nombre de réplicats, plus les résultats peuvent être 

significatifs et ainsi permettre l’identification de réels biomarqueurs pour les fibrochondrocytes, 

mais aussi pour les autres types cellulaires analysés. 

 

 

Figure 85 – Analyse CPA réalisée sur les 9 échantillons. L’analyse est réalisée avec les valeurs 
obtenues pour la quantification spectral Count. Les réplicats F1, C16 et M15 ne sont pas reproductibles.  
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5- Discussion sur les approches développées pour 
caractériser les cellules méniscales 

 
 Nous avons volontairement initié ce travail avec un système de co-culture indirecte. Ce 

choix a été motivé pour se rapprocher des conditions retrouvées in vivo. En effet, si l’on envisage 

de cellulariser en préimplantatoire des substituts méniscaux, avec des cellules multipotentes 

autologues, il est nécessaire d’appréhender l’influence des facteurs solubles sur ces dernières (le 

même raisonnement s’applique aux substituts osseux). L’idéal aurait été de travailler dans un 

modèle in vivo, en implantant directement les substituts cellularisés dans des défauts méniscaux, 

puis d’analyser au cours du temps l’évolution de la MEC et le phénotype cellulaire. Nous 

n’avions malheureusement pas cette possibilité au cours de ce projet. Nous nous sommes tournés 

vers un modèle in vitro, de co-culture indirecte, présentant l’avantage de reproduire la distance 

entre les cellules dans le substitut implanté et celles présentes dans l’environnement du tissu 

receveur, et ainsi mieux appréhender le devenir cellulaire. Les techniques de co-cultures sont 

utilisées au laboratoire, le plus souvent en contact direct en réalisant des pellets cellulaires. Ce 

type de co-cultures CSM/fibrochondrocytes a été réalisé par Cui et son équipe (Cui et al., 

2012b). Ils ont testé différents ratios cellulaires et ont sélectionné le ratio 50 : 50 comme 

favorisant la production de Col1 et Col2 ainsi que la sécrétion d’agrécanes, et cela en présence 

de TGF$3. Dans notre système de co-culture en plaques 6 puits, nous avons cherché à mettre en 

évidence le changement de profil d’expression transcriptomique, des CSM co-cultivées avec des 

fibrochondrocytes (ratio 50 : 50) en milieu standard. Le fait d’utiliser du LP pour l’apport de 

facteurs de croissance nous a semblé suffisant, car nous pouvions ainsi observer uniquement les 

changements liés au conditionnement du milieu par les fibrochondrocytes. Les co-cultures sont 

maintenues pendant 21 jours, durée standard des protocoles de différenciation in vitro. L’analyse 

en simultanée de 84 gènes associés au CSM (« stemness », différenciation, etc.) était un moyen 

simple et rapide d’obtenir un profil différentiel entre les CSM cultivées en milieu standard et en 

milieu conditionné par des fibrochondrocytes. L’analyse a été effectuée en parallèle avec des 

groupes de réplicats de fibrochondrocytes, de chondrocytes et de fibroblastes, afin d’identifier si 

les facteurs sécrétés par les fibrochondrocytes allaient orienter les CSM vers un type cellulaire en 

particulier. Nous avons déterminé que MCAM, FUT4, NGFR et BGLAP, sont sous-exprimés 

dans les 4 modèles cellulaires, par rapport au CSM. MCAM est une molécule d’adhésion 

fortement impliquée dans les phénomènes de migration cellulaire ainsi que dans la promotion de 

l’angiogenèse (Stopp et al., 2013). Ces résultats sont concordants avec le fait que les CSM 

possèdent des propriétés pro-angiogéniques que n’ont pas les cellules différenciées. Etrangement 
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ce transcrit est plus fortement sous-exprimé dans le groupe CC par rapport aux 3 autres. Cela 

peut s’expliquer car les facteurs sécrétés peuvent avoir une action trophique sur les CSM en 

stimulant leur migration (Paschos et al., 2015), la co-culture est donc susceptible d’induire la 

répression de MCAM. Etrangement, les groupes surexpriment tous KDR par rapport aux CSM. 

Or, il s’agit d’un facteur pro-angiogénique impliqué dans la différenciation ostéoblastique. Il est 

d’ailleurs retrouvé 63.5 fois plus exprimé dans le groupe C. KDR, aussi appelé VEGFR-2, est 

fortement exprimé par les cellules endothéliales, cependant il aurait aussi un rôle dans la survie 

chondrocytaire au cours de la formation osseuse endochondrale. Son niveau d’expression dans le 

cartilage serait fonction de l’âge de l’individu, avec un plateau à l’âge adulte, et un pic 

d’expression chez le sujet plus âgé, en raison de facteurs tels que l’hypoxie, l’inflammation 

locale et la charge mécanique (Murata et al., 2008). Cela est en adéquation avec notre modèle 

cellulaire. En effet, les échantillons de résidus de fraisage, de ménisque et de cartilage, sont issus 

de patients âgés (60-65 ans). Ce point est possiblement révélateur d’un biais dans les résultats 

obtenus. En revanche, une diminution significative de l’expression de THY1 (CD90) et de 

TGFB1 est observée dans les CC. Ils sont tous deux utilisés comme marqueurs de l’état 

indifférencié des CSM. Cette sous-expression conforte l’idée d’un changement de phénotype 

cellulaire induit via la sécrétion de facteurs solubles par les fibrochondrocytes. D’autre part, dans 

cette analyse les groupes C, M et F partagent l’expression d’un certain nombre de transcrits. 

Cette technique n’a pas permis la mise en évidence de marqueurs spécifiques du groupe M, mais 

a néanmoins mis en évidence un profil différentiel d’expression transcriptomique entre les 

groupes CSM et CC, indiquant l’initiation d’une voie de différenciation. Les démarches auraient 

été facilitées si nous avions eu des marqueurs caractéristiques des fibrochondrocytes. C’est dans 

ce sens que nous avons développé des collaborations avec deux partenariats, l’un à Brest et 

l’autre à Strasbourg, pour entreprendre la recherche de biomarqueurs protéiques spécifiques des 

cellules méniscales. Il est rare qu’un seul marqueur soit suffisant pour caractériser un type 

cellulaire, il s’agit la plupart du temps d’un panel de marqueurs comme c’est le cas pour les CSM 

(Dominici et al., 2006; Rasini et al., 2013). 

Dans le premier cas nous avons travaillé sur des extraits protéiques de lysats cellulaires 

totaux pour réaliser des gels d’électrophorèse 2D et ainsi comparer les profils protéiques des 

groupes CSM, C, M et F. Avec ce type de techniques, de nombreuses tâches ne sont pas 

détectables et représentent des protéines minoritaires. Dans notre cas nous avons détecté une 

moyenne de 300 à 500 spots par gel, cette une quantité inférieure à celle attendue. La gamme de 

pH de la première dimension, ainsi que la taille du gel de la seconde, permettent d’augmenter la 

résolution des spots. Il était difficile de cibler une gamme de pH en particulier, c’est pourquoi 
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nous avons choisi de travailler à partir de gels de petite taille (strip de 7 cm) dans une large 

gamme de pH (pH 3-10). Pour avoir une meilleure définition, il aurait fallu travailler sur une 

échelle de pH plus réduite, cependant il est difficile de combiner plusieurs gels de pH différents. 

Avec seulement 4 réplicats biologiques, nous avons pu obtenir des spots différentiels entre les 

différentes conditions et cela dans un temps réduit. L’analyse de ces spots par spectrométrie de 

masse sera effectuée ultérieurement. Dans nos conditions, il est fort probable que nous soyons 

confrontés à des phénomènes de co-migration protéique au sein d’un même spot. Par 

comparaison avec la 2D, la recherche de biomarqueurs par les techniques «Label-free » et 

Spectral Count s’est avérée plus complexe. Nous avons été contraints de réduire les réplicats à 

seulement 3 échantillons en raison de problèmes techniques et du temps imparti pour cette étude. 

La technique MS1 mesure une aire de pics peptidiques, tandis que la Spectral Count 

comptabilise un nombre de spectre En général de telles applications sont réalisées pour 

caractériser des organismes plus simples comme les bactéries. Dans notre cas, il s’agissait de 

cellules provenant de patients différents, d’un âge différent et de tissus différents. A cela s’ajoute 

le fait que nous avions réalisé l’analyse sur peu d’échantillons, une cohorte plus représentative 

nous aurait probablement apporté de plus amples informations et une meilleure répétabilité. Les 

triplicats n’étant pas suffisamment proches, nous avons choisis de ne pas aller plus loin dans 

l’exploitation des résultats. Bien que ces méthodes soient intéressantes, les probabilités 

d’identifier des protéines d’expression différentielles sembles plus élevées en partant de spots 

visuellement identifiables, qu’en travaillant sur des échantillons protéiques complexes. Il faudrait 

fractionner l’extrait protéique en amont de l’analyse pour faciliter par la suite le traitement des 

données. 
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Annexe 3 

 

Résultats d’électrophorèse bidimensionnelle 
 

L’annexe 3 résume l’intégralité des résultats obtenus en gel 2D pour les différents groupes 
analysés, soit 6 comparaisons. Lors de l’analyse, l’intensité d’un spot proportionnelle à sa quantité 
protéique, est représentée par une barre. Chaque barre correspond à un gel du groupe de réplicats, 
apparaissant dans l’ordre où ils ont été intégrés à l’analyse (lecture de gauche à droite sur les 
histogrammes). Le nombre figurant en haut à droite correspond à l’intensité de la plus grande barre du 
graphique, la taille des autres barres est proportionnelle à cette dernière. Seul un représentant de chaque 
groupe de réplicats est utilisé pour illustrer les résultats. PDQuestTM Basic ne permet pas d’accumuler 
plusieurs histogrammes sur les images, mais uniquement un par gel. Les autres spots semblant pertinents 
sont donc annotés manuellement soit avec leur numéro SSP correspondant, si la détection est réalisée 
automatiquement ou par un symbole (? ou !), si le spot ne s’aligne pas avec le Master Gel, et est dans ce 
cas déterminé visuellement. Ceux sélectionnés pour l’analyse approfondie en 2D sont soulignés. 

 

Spots pertinents:  

 
→ Quant_2fold in « F »: SSP 4401, SSP 8002  

→ Intersection of all auto sets: SSP 3704 (= « Quant CSM vs FIBRO » + « T-test CSM vs 
FIBRO ») 
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Spots pertinents:  

 
→ Détecté dans le groupe « C » uniquement: SSP 3304 (+ 4302) (intensité très faible pour 

CSM47) ; SSP 8505, 8504, 8502  

→ (!): spot observé visuellement uniquement pour le modèle « C » 

→ Intersection of all auto sets: SSP 6701 ; SSP 6703 
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Spots pertinents:  

 
→ Détecté dans le groupe « M » uniquement: SSP 8204 (faible intensité pour M16 et M17) ; 

SSP 5903, 5904, 5906) (visuellement on détecte une faible intensité pour les CSM avec 
une mauvaise définition des spots)  

→ (?): ce spot serait absent des modèles « CSM « et « F », mais retrouvé pour les modèles 
« C » (cf. C18) et « M » (cf. M16, M17)] 

→ Quant_2fold in « M »: SSP 8203 ; SSP 8304 ; SSP 9001 ; SSP 6204 

→ Intersection of all auto sets: SSP 6906 ; SSP 6204 
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Spots pertinents:  

 
→ Détectés dans « C » mais pas dans « F »: SSP 5105 ; SSP 6308 (sous l’histogramme) ; 

SSP 6505 ; (!): ce spot est observé uniquement dans le modèle « C ». 

→ Quant_2fold in « C »: SSP 2004 ; SSP 3801 ; SSP 4003 ; SSP 6101 ; SSP 6705 ; SSP 
8702 ; SSP 8802  

→ Intersection of all auto sets: SSP 3801 ; SSP 4003 ; SSP 6101 ; SSP 6705 ; SSP 8702 ; 
SSP 8802  
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Spots pertinents:  

 
→ Détectés dans « M » mais pas dans « F »: (?): ce spot serait absent des modèles « CSM » 

et « F », mais présent pour les modèles « C » (cf. C18) et « M » (cf. M16, M17)] 

→ Quant_2fold in « M »: SSP 2003 + 3002 ; SSP 5202 

→ Quant_4fold in « F »: SSP 8506 / Quant_2fold in « F »: SSP 3401 ; SSP 8703 ; (+ 
5902/5903/5904) 

→ Intersection of all auto sets: SSP 3401 ; SSP 5202 ; (+ 5902/5903/5904) 
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Spots pertinents:  

 
→ Détectés dans « C » mais pas dans « M »: (!) (spot observé que pour le modèle « C » par 

comparaison avec les autres modèles) 

→  Quant_2fold in « M »: SSP 3002 (+ 2003) ; SSP 3105 

→ Quant_2fold in « C »: SSP 7103 ; (?) : même intensité pour M17 mais intensité moindre 
et mal définie pour M12, M10 et M16 

→ Intersection of all auto sets: SSP 7103 
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Evaluation de la contribution d'une hémoglobine marine dans la culture cellulaire et dans la cellularisation 

de substituts osseux et méniscaux par des cellules souches mésenchymateuses 

Fiona LE PAPE 

Résumé 

Ce travail de thèse avait pour objectif le développement de systèmes de culture cellulaire, en 2D et en 3D, en mettant à profit 

les propriétés d’un transporteur d’oxygène marin, HEMOXCell®. Notre approche générale était articulée selon deux grands 

axes : un premier concernant l’évaluation de l’utilisation d’HEMOXCell® dans la culture de deux modèles cellulaires, et un 

second, utilisant les résultats obtenus à des fins d’ingénierie tissulaire. Dans le premier axe, l’évaluation de l’effet dose-réponse 

d’HEMOXCell® dans la culture des cellules CHO-S et des cellules souches mésenchymateuses (CSM), a permis de 

déterminer des concentrations de travail optimales, favorisant la viabilité et la prolifération cellulaire. Le modèle cellulaire 

CHO-S a contribué à la mise en place d’un test de performance de la molécule, et encouragé son utilisation dans des systèmes 

de bioproduction. Les essais menés sur les CSM ont quant à eux permis de valider l’innocuité de la molécule à de faibles doses 

et le maintien de l’état « souche ». L’idée d’associer les CSM à des supports poreux est prometteuse pour des applications 

d’ingénierie tissulaire, mais est soumise aux problèmes liés à l’oxygénation en profondeur des supports. Dans le second axe de 

ce projet, nous avons œuvré à améliorer la colonisation de substituts osseux et méniscaux, en culture statique et dynamique, en 

présence d’HEMOXCell®. Parallèlement, une étude a été menée pour tenter de caractériser les cellules méniscales. Les 

analyses de la colonisation des biomatériaux suggèrent un effet bénéfique d’HEMOXCell® lorsqu’il est utilisé en complément 

des milieux de différenciation cellulaire. Ce travail a contribué à améliorer la compréhension de ce transporteur d’oxygène et à 

l’élargissement de ses potentiels champs d’utilisation notamment dans un cadre thérapeutique.  

Mots clés : culture cellulaire, transporteur d’oxygène, ingénierie tissulaire, cellules souches mésenchymateuses, prolifération 

cellulaire  

 

 

 

Evaluation of the contribution of marine hemoglobin in cell culture and in the cellularization of bone and 

meniscal substitutes by mesenchymal stem cells 

 

Summary 

This work aimed to develop cell culture systems, in 2D and 3D, based on the properties of HEMOXCell®, a marine oxygen 

carrier. Our approach was articulated in two main parts: the first one dealing with the assessment of the use of HEMOXCell® 

in the culture of two cellular models, and the second one, exploiting the results obtained for tissue engineering purposes. In this 

first axis, the dose-response effect of HEMOXCell® in the CHO-S cells and mesenchymal stem cells (MSC) in vitro culture, 

allowed the identification of optimal working concentrations, which can promote cell viability and proliferation. The CHO-S 

model has contributed to the establishment of a performance test of the molecule, and encouraged its use for bioproduction 

stimulation. The tests performed on MSCs were used to validate the harmlessness of the molecule at low doses and the 

maintenance of "stemness". The idea to associate MSCs with porous scaffolds is a promising approach for tissue engineering 

applications, but it is confronted to the lack of oxygen in the depth of the substitutes. In the second part of this project, we 

worked at improving the cellularization of bone and meniscal substitutes, under static and dynamic culture systems, w/ and w/o 

HEMOXCell®. In parallel, a study was conducted to attempt to characterize the meniscal cells. Analyses of cellularized 

biomaterials suggest a beneficial effect of HEMOXCell® when used as a differentiation media supplement. This work 

contributed to improve this oxygen carrier understanding and to extend the field of its potential uses particularly for therapeutic 

applications.  

 

Keywords : cell culture, oxygen carrier, tissue engineering, mesenchymal stem cells, cell proliferation. 

 


