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Introduction générale 

 

L’os est un organe aux multiples morphologies, aussi intrigantes qu’esthétiques, dont l’ensemble 

constitue le squelette qui confère aux corps sa charpente et sa résistance. C’est un organe à l’apparence 

rigide et stable du fait de sa minéralisation mais qui, en réalité, possède une plasticité incroyable à 

travers sa capacité à se régénérer en permanence. Son renouvellement, ou remodelage, se traduit par 

une destruction de sa matrice par des cellules, les ostéoclastes, et une formation par d’autres, les 

ostéoblastes. Certains de ces derniers se trouvent piégés dans l’os qu’ils ont formé pour devenir des 

ostéocytes qui vont s’organiser en un réseau cellulaire au sein de l’os, semblable au réseau neuronal. 

L’ensemble des activités anaboliques et cataboliques quotidiennes permettent à l’os de réparer des 

micro- ou macro-fractures, de subvenir aux besoins du corps en minéraux ou de les stocker, mais aussi 

de s’adapter aux contraintes mécaniques. Ces derniers se manifestent tout d’abord par la gravité 

terrestre qui va obliger le squelette à être résistant pour supporter le poids du corps. Il s’y rajoute un 

ensemble de stimuli mécaniques journaliers, tel que la marche ou l’activité physique, qui vont pousser 

le squelette à se renouveler pour s’adapter. Le bon déroulement de ces processus biologiques réside 

dans le bon fonctionnement physiologique de l’os qui est tributaire des constituants de 

l’environnement osseux. 

Dans ce contexte, une multitude de facteurs jouent un rôle dans ces évènements et ont été décrits et 

étudiés par les chercheurs au fil des années. Parmi ces facteurs, nous nous intéressons tout 

particulièrement à une famille de protéines nommée SIBLING (Small Integrin Binding LIgand N-

linked Glycoproteins). Ces protéines sont regroupées sous ce nom pour souligner le lien de fratrie qui 

les unit du fait qu’elles partagent une origine phylogénétique commune qui les a gardé soudées jusqu’à 

ce jour, puisque leur gènes sont présents sur un même chromosome et sont alignés les uns à côté des 

autres. La famille SIBLING est composée de l’OPN (OsteoPontiN), la BSP (Bone SialoProtein), la 

DSPP (Dentin SialoPhosphoProtein), la DMP1 (Dentin Matrix Protein 1) et MEPE (Matrix 

Extracellular PhosphoglycoprotEin). Ces protéines possèdent la particularité d’être impliquées dans le 

remodelage et la minéralisation de l’os. 

Notre laboratoire a récemment mis en évidence des mécanismes compensatoires et croisés entre l’OPN 

et la BSP dans la physiologie osseuse à travers, entre autre, des modèles de souris génétiquement 

modifiées qui n’expriment pas l’OPN, ou pas la BSP, ou aucune des deux. Parallèlement, plusieurs 

études ont décrit une expression rapide de ces deux protéines par les cellules osseuses lorsque celles-ci 

sont exposées à une contrainte mécanique que ce soit in vitro ou in vivo. La combinaison de ces deux 

grandes informations nous a alors poussé à nous intéresser aux réponses osseuses que peuvent avoir 

nos souris génétiquement modifiées si elles sont sous contrainte mécanique. Le travail effectué a 

appliqué à nos lignées de souris génétiquement modifiées deux modèles de contraintes décrits dans 

notre laboratoire, la vibration du corps entier et l’hypergravité, et il s’est développé en une étude 

approfondie des effets de la vibration sur la dynamique osseuse au cours du temps couplée à l’analyse 
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de son impact sur le réseau ostéocytaire. Ce dernier est en effet de plus en plus décrit comme le chef 

d’orchestre des réponses du squelette aux contraintes mécaniques.   

Nous commencerons par une revue bibliographique qui mettra en place les différents éléments 

biologiques de l’os, en partant de sa structure jusqu’à sa réponse aux contraintes mécaniques en 

passant par sa physiologie. Nous exposerons de même les principales connaissances sur les protéines 

SIBLING et leur rôle dans la biologie de l’os en nous concentrant tout particulièrement sur l’OPN et la 

BSP. Ensuite les travaux seront présentés sous forme d’un article en cours de publication, suivi des 

résultats de travaux ultérieurs qui le prolongent et l’approfondissent. 
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I) Revue bibliographique : Physiologie osseuse et réponse 

aux contraintes mécaniques 

Chez l’Homme adulte, le système squelettique est composé de 206 os. Il se caractérise par ses 

propriétés mécaniques, étant donné qu’il constitue la charpente du corps, tout en assurant une 

protection des organes internes. Les os servent aussi de point d’insertion à d’autres structures telles 

que les tendons et les ligaments, lui conférant ainsi un rôle déterminant dans la fonction de 

locomotion. Il possède de même un rôle métabolique, en régulant l’équilibre phosphocalcique de 

l’organisme par sa capacité de stockage et de libération du calcium et du phosphate, et un rôle 

endocrinien, par la sécrétion d’hormones et de facteurs de croissance. De plus, il abrite la moelle 

osseuse hématogène lui conférant un rôle dans l’hématopoïèse, c’est-à-dire l’ensemble des 

mécanismes assurant la production des cellules sanguines.  

 

Les os sont constitués de plusieurs tissus : le tissu osseux, le tissu cartilagineux, les vaisseaux sanguins 

et le tissu nerveux, auxquels s’ajoutent les multiples lignages cellulaires présents dans la moelle 

osseuse. Le tissu osseux est un tissu conjonctif caractérisé par une matrice abondante, rigide et 

minéralisée. 

 

A.  Le tissu osseux 

1.  Architecture générale des os 

 D’un point de vue anatomique, les os sont classés en 3 catégories : les os dits courts (vertèbres, os 

du carpe et du tarse), les os longs (os des membres comme le fémur et le tibia) et les os plats (partie de 

l’omoplate et os de la voûte crânienne). Les os dits courts ainsi que les os longs sont composés de 

deux épiphyses (ce sont les extrémités), d’une diaphyse (partie médiane sous forme de cylindre creux) 

et de deux métaphyses (parties coniques présentes entre chaque épiphyse et la diaphyse), comme le 

montre la figure 1. 
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Figure 1 : Anatomie macroscopique d’un os long. Tortora et. al., 1994. 
 

Il existe 2 grands types d’organisation du tissu osseux (Figure 2) :  

- L’os trabéculaire qui est formé d’un réseau de travées séparées par de la moelle osseuse et dont 

l’orientation, la forme et l’épaisseur sont fonctions des contraintes mécaniques. Il remplit les os 

courts (vertèbres) et les os plats, ainsi que l’épiphyse et la métaphyse des os longs. C’est un 

compartiment osseux qui possède une dynamique de renouvellement élevée, lui conférant un rôle 

important dans le métabolisme phosphocalcique.  

- L’os cortical constitue l’enveloppe des os qui enclot la cavité médullaire (Figure 2). Il a une 

structure compacte et est constitué chez l’Homme de formations circulaires juxtaposées 

composées de lamelles concentriques, les ostéons. L’os cortical est bordé sur la face externe de  

l’os par des membranes conjonctives qui constituent le périoste, et sur sa face interne (endoste) il 

est en contact avec la cavité médullaire. L’os cortical est traversé par un réseau complexe de 

canaux permettant l’accès aux ostéons de vaisseaux sanguins qui sont anastomosés avec la 

vascularisation de la cavité médullaire et du périoste. Sa dynamique de renouvellement est 

généralement inférieure à la dynamique trabéculaire et son rôle majeur est la résistance aux 

contraintes mécaniques. 
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Figure 2 : Anatomie macroscopique et microscopie des différents compartiments d’un os long (humérus 

humain). Source: Mescher et al., in Junqueira’s Basic Histology, 13th Edition, McGraw-Hill Education, 2013. 



17 

 

2. Structure du tissu osseux 

Le tissu osseux est caractérisé par sa matrice extracellulaire minéralisée. Les ostéoblastes et les 

ostéocytes sont des cellules responsables de la formation et du maintien de la matrice osseuse, tandis 

que les ostéoclastes assurent sa destruction. 

 

a. La matrice osseuse 

La matrice extracellulaire du tissu osseux est pauvre en eau mais riche en substances minérales. Il 

s’agit principalement de complexes cristallins de calcium et de phosphate, sous forme 

d’hydroxyapatite (HAP). Ceux-ci se forment sur une trame de collagène de type I (Coll I), qui 

représente 90% de la fraction organique de la matrice osseuse. Le reste de la fraction organique est 

constitué d’acide hyaluronique et de multiples protéines dites « non-collagéniques » (PNC) 

appartenant à plusieurs familles : petits protéoglycanes (PGs), Gla-protéines telles que l’ostéocalcine 

(OCN), protéines SIBLING (voir plus loin), des facteurs de croissance dont 1’Insulin-like Growth 

Factor-1 (IGF-1), le Transforming Growth Factor-β (TGF-β) et de nombreux autres composants 

(Licini et al., 2019). La substance minérale confère à l’os sa rigidité et sa résistance aux forces 

compressives. La composante organique quant à elle donne au tissu osseux ses propriétés d’élasticité 

et de résistance aux forces de tension. Le bon équilibre entre rigidité et élasticité osseuse est donc 

dépendant de la proportion de substance minérale et de substance organique, et aussi de leurs qualités 

respectives (Fonseca et al., 2014).  

 

b. Les cellules osseuses 

Les ostéoblastes 

Les ostéoblastes proviennent de la différenciation de cellules souches squelettiques (CSS) présentes 

dans la moelle osseuse et localisées à la périphérie des vaisseaux (Bianco & Robey, 2015; Long, 

2012). Le processus de différenciation ostéoblastique est essentiellement sous le contrôle des facteurs 

de transcription Runt-related transcription factor 2 (Runx2) et en aval de ce dernier Osterix/Sp7 

(OSX). La différenciation et l’activité des ostéoblastes sont régulées par de multiples facteurs dont la 

protéine sclérostine (SCLN) sécrétée par les ostéocytes, qui est un inhibiteur de la formation osseuse 

en bloquant l’action des cytokines de la famille Wingless (Wnt) sur les ostéoblastes (Baron & 

Kneissel, 2013). 

Lors du processus de formation osseuse, les ostéoblastes déposent une matrice organique osseuse 

(ostéoïde) en synthétisant des fibres de collagènes associées d’abord à des glycoprotéines matricielles 

telles que la fibronectine et des fibrillines, puis à un cortège de PNC plus spécialisées (dont des PGs). 

Ils initient ensuite la minéralisation, processus régulé par l’enzyme phosphatase alcaline (PAL) qui 



18 

 

clive le pyrophosphate, inhibiteur majeur de la nucléation des cristaux d’HAP. Le phosphate et le 

calcium présent dans le milieu cristallisent sous forme d’HAP pour la minéralisation du tissu. Ce 

mécanisme se déroule par plusieurs étapes : la nucléation, formation de cristaux primordiaux localisés 

dans les espaces laissés dans les fibres entre les molécules de collagène de type I, puis la croissance et 

l’expansion des cristaux entre les fibres. La minéralisation primaire est sous le contrôle de l’activité 

des cellules osseuses, ostéoblastes et ostéocytes (Atkins & Findlay, 2012) ; la croissance et la 

maturation ultérieure des cristaux d’HAP, dite minéralisation secondaire, est un processus physico-

chimique qui s’étend sur une longue période.  

Lorsque la phase de formation osseuse est terminée, la plupart des ostéoblastes s’engagent dans la voie 

apoptotique. Certains ostéoblastes sont emprisonnés dans la matrice nouvellement formée et 

deviennent des ostéocytes. D’autres entrent dans un état quiescent et constituent une couche de 

cellules aplaties à l’interface entre la matrice minéralisée et la moelle osseuse (endoste) ou le tissu 

conjonctif bordant l’organe osseux (périoste) ; on parle alors de cellules bordantes. En plus de 

l’activité de formation, les ostéoblastes peuvent impacter l’activité de résorption puisqu’ils produisent 

les facteurs Receptor Activator of Nuclear factor κB Ligand (RANKL) et ostéoprotégérine (OPG, voir 

plus loin).  

 

Les ostéocytes 

Les ostéocytes constituent le stade terminal de différenciation des ostéoblastes. Lors du processus de 

minéralisation, les ostéoblastes en voie d’enfouissement dans la matrice ostéoïde (pré-ostéocytes) 

projettent des prolongements cytoplasmiques afin d’établir des contacts de type « gap » (jonctions 

intercellulaires perméables aux ions et aux petites molécules) les uns avec les autres, formant ainsi un 

réseau. La résultante du processus est l’emprisonnement d’ostéocytes dans des lacunes de la matrice 

minéralisée, qui émettent des prolongements cytoplasmiques, les dendrites, s’acheminant dans des 

canalicules. On parle alors de réseau ostéocytaire contenu dans un réseau lacuno-canaliculaire 

(Lacuno-canalicular Network, LCN). Certains ostéocytes proches des surfaces osseuses peuvent 

émettre des prolongements débouchant sur l’endoste, le périoste ou des espaces conjonctivo-

vasculaires intra-corticaux. Les ostéocytes sont considérés comme les méchano-senseurs majeurs du 

tissu osseux et les chefs d’orchestre du remodelage. Ils sécrètent de multiples facteurs régulant les 

activités de formation et de résorption, tels que l’oxyde nitrique (NO), le Macrophage Colony-

Stimulating Factor (M-CSF), RANKL, OPG et SCLN (Figure 3).  
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Figure 3 : Régulation des activités ostéoblastiques et ostéoclastiques par les ostéocytes. 

Dallas S. L., et al., 2021. 

 

Les ostéocytes participent également au maintien de l’équilibre phospho-calcique de l’organisme, par 

la sécrétion du Fibroblast Growth Factor 23 (FGF23) qui est une hormone agissant, entre autres, sur le 

rein pour diminuer la réabsorption de phosphate et sur la glande parathyroïde pour limiter la sécrétion 

de l’hormone parathyroïdienne (PTH). Cette dernière augmente l’absorption intestinale du calcium et 

du phosphate ainsi que la réabsorption rénale du calcium et diminue la réabsorption du phosphate 

(Bergwitz & Jüppner, 2010). L’implication de FGF23 dans le métabolisme phosphocalcique souligne 

ainsi un rôle endocrinien majeur de l’os.   

 

Les ostéoclastes 

Les ostéoclastes proviennent de la différentiation de cellules souches hématopoïétiques (CSH) de la 

moelle osseuse induite par le M-CSF. Les pré-ostéoclastes fusionnent alors donnant les ostéoclastes 

qui sont donc des cellules multi-nucléées. La différenciation et l’activité des ostéoclastes est régulée 

par le facteur RANKL, qui se lie au récepteur membranaire RANK des pré-ostéoclastes, et OPG qui 

inhibe l’activité de RANKL en le piégeant pour l’empêcher de se lier à son récepteur (Ikeda & 

Takeshita, 2016). Les ostéoclastes présentent sur leur pôle basal une membrane fortement plissée (« en 

brosse »), qui augmente la surface d’échange avec la matrice osseuse, et une zone de scellement  

(« sealing zone ») périphérique, dont la membrane adhère au tissu osseux pour assurer l’étanchéité du 

compartiment de résorption (Figure 4). Cette adhésion est due au contact entre des intégrines 

membranaires des ostéoclastes et des protéines matricielles telles que l’ostéopontine (OPN) et la 

sialoprotéine osseuse (BSP) (Ross et al., 1993). Le processus de résorption se déroule par la libération 

d’ions H+ pour la dissolution de la substance minérale et d’enzymes protéolytiques, telles que la 

cathepsine-K et des métalloprotéases pour la digestion de la substance organique. A la fin de la 

résorption, les ostéoclastes s’engagent dans la voie apoptotique. 
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c. Les types de tissus osseux 

On distingue deux stades de tissu osseux : primaire et secondaire. 

 

Le tissu osseux primaire ou tissé 

L’os tissé est le premier tissu osseux à se former. Il se caractérise par un dépôt non structuré des fibres 

de collagènes et des minéraux. Il est progressivement remplacé par le tissu osseux secondaire mais 

peut-être retrouvé dans certaines situations d’ossification rapide (cals de fracture) ou de turnover 

accéléré de la matrice (certaines pathologies ou tumeurs osseuses).  

 

Le tissu osseux secondaire ou lamellaire 

L’os lamellaire est mis en place après remodelage (voir plus bas). Il est caractérisé par l’orientation 

parallèle des fibres de collagènes et une structuration en lamelles empilées. L’orientation des fibres 

varie d’une lamelle à l’autre. Les logettes des ostéocytes sont allongées parallèlement au plan des 

lamelles. Cette organisation confère à ce tissu sa rigidité et sa résistance. 

Figure 4 : Processus de digestion de la matrice osseuse par un ostéoclaste. Roy 

et.al., 2020. 
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3. Physiologie du tissu osseux 

a. Le développement osseux 

Le développement du tissu osseux se déroule à travers deux types d’ossification : endochondrale et 

membranaire.  

 

L’ossification endochondrale 

Elle concerne les os dits courts (tels que les vertèbres) et longs, mais aussi les os de la base du crâne. 

L’ossification endochondrale a pour point de départ la formation d’une ébauche cartilagineuse issue de 

la condensation de cellules mésenchymateuses. Ces dernières se différencient en chondrocytes 

principalement sous l’expression du gène SRY-box transcription factor 9 (Sox9). S’ensuivent des 

phases de maturation et d’hypertrophie sous l’expression de plusieurs gènes dont notamment Runx2. 

Les chondrocytes hypertrophiques formés vont induire une angiogenèse par sécrétion de Vascular 

Endothelial Growth Factor (VEGF). Il en résulte une invasion vasculaire dans l’ébauche cartilagineuse 

qui va amener des ostéoclastes pour dégrader la matrice cartilagineuse, suivis par des ostéoblastes pour 

la remplacer par une matrice osseuse primaire, qui sera secondairement (après remodelage) remplacée 

par un tissu osseux lamellaire.  

L’ossification endochondrale participe de plus à la croissance en longueur des os longs à travers 

l’ossification des plaques de croissance épiphysaires. Ce processus se déroule par une prolifération 

chondrocytaire (et donc du cartilage) orientée vers le compartiment métaphysaire. Par la suite, les 

chondrocytes s’hypertrophient et initient une minéralisation du cartilage. Ce dernier sera résorbé par 

les ostéoclastes pour être remplacé par du tissu osseux grâce aux ostéoblastes.   

 

L’ossification membranaire  

Elle concerne la croissance des os plats tels que la calvaria et une partie de l’omoplate. L’ossification 

membranaire débute elle aussi par la condensation de cellules mésenchymateuses mais ces dernières 

vont directement se différencier en ostéoblastes qui déposeront une matrice osseuse. 

 

b. Le modelage osseux 

Au cours de sa croissance et pendant toute la vie, les os du squelette peuvent modifier leur forme et 

leurs proportions. Ce processus apparaît suite aux étapes du développement et se réalise grâce à des 

activités de formation et/ou de résorption différentielles. Par exemple l’une des faces de la pièce 

osseuse peut se développer activement par apposition, tandis que l’autre croit plus lentement ou est 

même le siège d’une résorption. Cette croissance différentielle provoque une modification de la masse, 

de la forme d’un os, et dans certains cas un glissement de son grand axe. La dynamique ainsi que le 
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résultat du modelage osseux sont très dépendants des contraintes mécaniques qui sont perçues par l’os. 

Ces stimuli sont liés au poids de l’individu et à son mode de vie (sédentaire ou actif). 

Chaque compartiment osseux possède sa propre configuration de modelage. Ainsi durant la croissance 

des os longs par ossification endochondrale, le modelage aura pour but de garder la forme de l’os 

notamment au niveau des régions métaphysaires. Pendant que l’os croit en longueur, une résorption a 

lieu sur la surface périostée alors que la formation se déroule sur la surface endostée (Figure 5). Ceci 

permet de garder des proportions similaires entre la largeur métaphysaire et la largeur diaphysaire. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

A l’inverse, dans certains compartiments diaphysaires, la croissance radiale (en largeur) implique une 

résorption sur la surface endostée concomitante d’une formation périostée. Ce processus amène à 

l’épaississement de la diaphyse (activité de formation plus importante que l’activité de résorption), 

tout en élargissant l’os (Figure 6). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 5 : Illustration du modelage de l’extrémité d’un os long durant la 

croissance en longueur. Allen et al., 2014. 

Figure 6 : Illustration du modelage d’un fragment diaphysaire en 

croissance radiale. Allen et al., 2014. 
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Un autre aspect du modelage est le « drift » (« dérive ») qui vise à déplacer le grand axe d’un 

compartiment osseux. Ce processus a lieu grâce à une coordination d’activités de formation et de 

résorption sur des surfaces osseuses distinctes. Dans un compartiment diaphysaire soumis à un drift, 

l’os cortical sera compartimenté en secteurs qui auront soit une formation sur les deux surfaces, soit 

une formation endostée avec une résorption périostée, soit l’inverse (Figure 7).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

La dynamique du drift est dépendante des caractéristiques architecturales initiales de la pièce osseuse 

(position, épaisseur, courbure) ainsi que des contraintes mécaniques perçues. Il y a donc un point de 

départ et un point d’arrivée à atteindre. Ce mécanisme vise en premier lieu à trouver une distribution 

optimale de la masse osseuse afin d’être adaptée aux charges mécaniques qu’elle reçoit. 

En biomécanique, des axes virtuels séparant des zones à résorption endostée et formation périostée de 

celles à résorption périostée et formation endostée sont définis comme des axes de neutralité 

mécanique (Figure 8).   

Figure 7 : Image et illustration du « drift » osseux d’un cubitus (à gauche) et d’un 

radius (à droite) de souris. Différents fluorochromes ont été injectés presque toutes les 

semaines de l’âge de 3 semaines et demie à l’âge de 13 semaines. Allen et al., 2014. 
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c. Le remodelage osseux 

Le remodelage est un renouvellement du tissu osseux qui s’effectue grâce à une action de résorption 

par les ostéoclastes suivie d’une formation par les ostéoblastes. Il diffère du modelage en ce que la 

résorption et la formation sont ici coordonnées (par de multiples facteurs paracrines) et successives sur 

le même site (Henriksen et al., 2009). Le remodelage est nécessaire pour entretenir la qualité du tissu 

osseux à travers le remplacement d’un tissu minéralisé ancien ou présentant des micro-fractures, ceci 

dans un but d’adaptation aux contraintes mécaniques. La modulation du remodelage sert aussi à 

mobiliser ou au contraire stocker les ions calcium et phosphate, et ainsi réguler l’homéostasie 

phospho-calcique.  

Le remodelage est généralement décrit en 5 phases (Figure 9) : 

- La phase d’activation est enclenchée par les ostéocytes suite à un signal mécanique qui peut-être la 

survenue d’une micro-fracture locale. Les ostéocytes envoient des signaux aux cellules bordantes 

pour qu’elles se détachent de la surface osseuse afin de former une structure appelée « canopée » 

au-dessus de la surface de remodelage. Des progéniteurs ostéoclastiques vont être alors recrutés et 

vont fusionner et se différentier en ostéoclastes (Delaissé et al., 2020). 

- La phase de résorption durant laquelle les ostéoclastes dégradent la substance minérale puis la 

substance organique. 

Figure 8 : Illustration d’un os cortical en « drift » avec l’axe de neutralité mécanique. 
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- La phase de réversion durant laquelle des cellules macrophagiques se déposent sur les surfaces 

résorbées pour éliminer des résidus de matrice et pour préparer l’os au dépôt d’une nouvelle 

matrice. 

- La phase de formation assurée par les ostéoblastes qui vont sécréter le tissu ostéoïde. 

- La phase de minéralisation qui correspond à la formation des cristaux d’hydroxyapatite. 

    

Ces évènements sont régulés par des facteurs de croissance locaux influençant l’activité des 

ostéoblastes tels que les Bone Morphogenetic Proteins (BMPs), le TGF-β, les Fibroblast Growth 

Factors (FGF) et l’IGF-1. D’autre part, des facteurs d’origine systémique tels que la PTH et la 

vitamine D régulent la sécrétion ostéoblastique de RANKL et de M-CSF, influençant à leur tour 

l’activité de résorption. Les hormones sexuelles, dont les œstrogènes, inhibent l’activité de résorption. 

De ce fait lors de la ménopause qui se caractérise entre autre par une chute du taux d’œstrogènes, 

l’activité de résorption devient importante amenant ainsi à une diminution de la masse osseuse.   

 

 

B.  Contraintes mécaniques et os 

Le squelette a été décrit depuis le 19
ème

 siècle comme ayant la capacité de s’adapter aux 

contraintes mécaniques. Les premières observations ont été réalisées sur l’os trabéculaire de fémurs 

humains où les travées osseuses étaient décrites comme étant orientées dans des directions 

préférentielles pour s’adapter aux contraintes mécaniques. Les premières hypothèses de l’époque ont 

été exposées dans le traité « On the Inner Architecture of Bones and its Importance for Bone 

Figure 9 : Illustration des différentes étapes du remodelage osseux. Truesdell et al., 2020. 



26 

 

Growth »  de l’orthopédiste Julius Wolff publié en 1870, et ont constitué les prémices des travaux sur 

l’os et son adaptation aux contraintes mécaniques (Figure 10).  

 

 

1. Adaptation de l’os aux contraintes mécaniques 

Dans la physiologie terrestre, la première source de contrainte que subit l’os est le poids de 

l’individu lui-même qui est généré par la force gravitationnelle. Cette dernière permet donc de 

maintenir une charge mécanique sur l’os, qui va l’obliger à maintenir une structure résistante (Iwaniec 

& Turner, 2016). Dans des conditions de décharge comme pendant les vols spatiaux qui exposent le 

corps à la microgravité, l’absence de contraintes provoque la perte osseuse (Vico & Hargens, 2018). 

Ces effets peuvent aussi être retrouvés chez les personnes à mode de vie sédentaire ou en alitement.  

En plus de l’effet de la gravité terrestre, une multitude de contraintes mécaniques vont se rajouter et 

impacter le tissu osseux de différentes manières comme lors de la marche ou la pratique d’une activité 

sportive. Le stress mécanique appliqué sur l’os est exprimé en Newton par mètre carré (N/m
2
) ou en 

Pascals (Pa). La perception de ce stress par l’os est quantifiable par la notion de déformation tissulaire 

(strain en anglais) symbolisée par epsilon (ε). Cette dernière est calculée en divisant une variation de 

Figure 10 : Organisation de l’os trabéculaire dans plusieurs pièces osseuses humaines d’individus d’âges 

différents (à gauche) et  représentation des forces et des trajectoires à l’intérieur de l’os trabéculaire (à 

droite). Images reproduites depuis Wolff J., Virchow’s Arch Pathol. Anat. Physiol. 1870; 50:389–450, 

ré-imprimées dans Clin. Orthop. Rel. Res. 2010; 468:1056–1065.  
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longueur (ΔL) par une longueur initiale (L0). Ainsi ε = ΔL/L0 et ε est exprimé sans unité ou en 

pourcentage (on peut donc le définir comme un pourcentage de changement de dimension). Les 

valeurs les plus couramment utilisées sont souvent inférieures à 0.005 inch(« pouce »)/inch et sont de 

ce fait exprimées en µ microstrain (µε = ε*10
-6

). Une approche simple connue sous le nom de « théorie 

du mécanostat » a été proposée par Harold Frost en 1987 pour mettre en relation la déformation 

tissulaire en réponse au stimulus et la réponse biologique générée (Figure 11). Selon ce principe, 

lorsque le tissu osseux ne subit aucune contrainte mécanique, ou des contraintes très faibles, le 

remodelage va être activé avec une résorption plus importante que la formation, ce qui va induire une 

perte osseuse (Frost, 1987). Ceci concerne les contraintes induisant des déformations inférieures à 

200µε (Stanford & Brand, 1999). Pour une sollicitation mécanique comprise entre 200 et 2500µε la 

déformation tissulaire va provoquer un remodelage équilibré qui va maintenir la masse osseuse. 

Lorsque la charge mécanique provoque une déformation qui dépasse un certain seuil (>2000µε), un 

modelage va se déclencher à travers l’activité de formation et va ainsi augmenter la masse (et la 

résistance) osseuse pour s’adapter et éviter une fracture. Cependant au-delà d’un certain seuil (>3500 

et jusqu’à 25000µε), la contrainte mécanique va provoquer la fracture du tissu. 

En réalité, l’adaptation du squelette ne suit pas un modèle linéaire car l’ampleur de la déformation 

n’est pas le seul facteur qui détermine l’adaptation de l’os. Plusieurs autres composantes physiques du 

stimulus mécanique s’ajoutent à l’amplitude de la contrainte et jouent un rôle fondamental dans la 

réponse du squelette. Il s’agit entre autre de la fréquence, la durée et la polarité (compression, tension, 

etc.) de la contrainte qui vont être transmises au corps sous forme de signaux vibratoires (Robling et 

al., 2019). C’est la combinaison de ces composantes lors d’un stress mécanique qui va provoquer une 

déformation tissulaire déterminante dans la réponse du squelette et son adaptation (Hart et al., 2017). 

Par exemple, la fréquence, exprimée en Hertz (Hz), correspond au nombre de cycle de contrainte 

appliquée pendant une seconde (1Hz = 1 cycle/seconde). Une augmentation de la fréquence d’un 

stimulus mécanique abaisse le seuil pour lequel l’amplitude de la déformation induit une réponse 

ostéogénique, et vice-versa. La relation entre l’amplitude de la déformation et la fréquence est illustrée 

 

Figure 11: Illustration de la théorie du mécano-stat de Frost. Stanford et al., 1999. 
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dans la figure 12 qui schématise les résultats d’une étude sur des contraintes mécaniques ciblées sur le 

cubitus de dinde en utilisant plusieurs configurations de contrainte-fréquence (Qin et al., 1998).   

 

 

2. Contraintes mécaniques appliquées sur modèle animal 

Plusieurs modèles de contrainte mécanique ont été développés par les chercheurs d’une part pour 

voir l’effet d’une combinaison de paramètres physiques externes sur le tissu osseux, mais aussi d’autre 

part pour déceler l’effet de défaillances biologiques du tissu osseux sur la réponse aux contraintes 

mécaniques. Ces modèles ont permis d’acquérir une meilleure compréhension de la mécano-biologie 

osseuse. Les variétés de stimulations mécaniques développées pour les modèles animaux (en majorité 

pour les souris, les rats et les lapins) peuvent être catégorisées de diverses manières. Dans ce manuscrit 

elles seront subdivisées en deux parties : les contraintes appliquées sur le corps entier, c’est-à-dire qui 

visent à agir sur l’ensemble du squelette, et les contraintes limitées à une pièce osseuse spécifique. 

Il est à noter que des modèles de décharge mécanique, visant à réduire les contraintes à un minimum 

sur tout ou partie du squelette, ont été employés pour étudier des situations compromettantes comme 

l’alitement prolongé ou l’exposition à la microgravité. Ces contextes sont reproduits par exemple par 

Figure 12 : Relation entre l’amplitude de la déformation, la fréquence et l’adaptation osseuse dans un modèle de 

contrainte mécanique ciblé sur le cubitus de dinde. Ozcivici et. al., 1998. 



29 

 

la suspension par la queue, qui met en décharge les os du train arrière (Amblard et al., 2003; Peres-

Ueno et al., 2017), la neurectomie sciatique, qui vise à supprimer toute contrainte musculaire (Zeng et 

al., 1996) et la microgravité en orbite (Gerbaix et al., 2017). Ces approches expérimentales, 

complémentaires de celles que nous avons utilisé, ne seront pas détaillées dans ce manuscrit.  

 

a. Modèles de contrainte appliquée sur le corps entier 

Plusieurs types de contraintes expérimentales peuvent affecter le corps entier, avec cependant des 

compartiments osseux préférentiellement sensibles selon les types de stimulus. La réponse du 

squelette soumis à ce type de contrainte sera systémique, apportant des éléments physiologiques 

globaux et permettant de voir l’effet sur différentes pièces osseuses situées à des endroits différents du 

corps. Parmi les modèles en question, le tapis de course, l’hyper-gravité et la vibration du corps entier 

sont les plus souvent utilisés. 

 

Le tapis de course  

Utilisé pour mimer la marche ou la course, le tapis de course (« treadmill » en anglais) est employé 

surtout chez les souris et les rats. Il consiste à déposer les animaux sur un tapis roulant et de les 

soumettre à une activité physique de locomotion à une vitesse donnée qui est réglable et adaptable aux 

animaux. Etant donné que ce type de contrainte requiert un effort physique de l’individu receveur, les 

études sur modèles murins nécessitent le plus souvent une adaptation préalable du régime aux 

performances physiques et cardio-respiratoires des animaux utilisés de manière individuelle (Seldeen 

et al., 2019). Il est ainsi possible d’adapter à la vitesse maximale (Vmax) en réglant la vitesse à un 

certain pourcentage de celle à laquelle les animaux n’arrivent plus à suivre le rythme du tapis roulant 

(Latza et al., 2020). Il est aussi possible d’adapter la vitesse de course à un certain pourcentage du 

volume de consommation maximale d’oxygène (VO2 max) des animaux (Zhang et al., 2020). Des 

inclinaisons de quelques degrés du tapis de course sont parfois appliquées pour augmenter la difficulté 

de l’exercice. Il a été démontré que le treadmill peut augmenter la masse osseuse chez des souris en 

croissance (8 semaines d’âge) et des souris adultes (36 semaines d’âge) mais que les paramètres 

biomécaniques ne sont améliorés que chez les souris en croissance (Gardinier et al., 2018). Cependant, 

chez des souris femelles ovariectomisées, le treadmill appliqué à différentes intensités n’empêche par 

la perte osseuse (Latza et al., 2020). L’une des limites de ce modèle réside dans le fait que l’effort 

physique n’est pas volontaire mais forcé. Certaines études utilisent des roues de course dans les cages 

d’élevage pour que l’activité soit volontaire, ce qui par contre rajoute la complexité de quantifier 

l’activité de chaque animal et complexifie ainsi la normalisation des résultats obtenus (Majerczak et 

al., 2020).      
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L’hypergravité  

L’hypergravité (HG) va induire une augmentation du poids apparent de l’individu, et donc de son 

impact sur le tissu osseux. Ce modèle est étudié pour être utilisé chez les astronautes afin de 

contrecarrer les effets délétères de la microgravité qu’ils subissent pendant les vols spatiaux  (Vico & 

Hargens, 2018). L’HG est générée par centrifugation. L’application de ces contraintes peut se faire 

pendant un vol spatial et/ou après le retour sur terre. A ce jour, les études sur les effets de l’HG sur 

l’humain sont effectuées à court terme et sont appliquées à la suite d’un alitement des individus mais 

ne montrent pour l’instant par de résultats positifs. Par exemple, l’application quotidienne de 2.5G (= 

2.5x la gravité terrestre) pendant une heure n’a pas montré une protection contre la perte osseuse 

induite par un alitement (Smith et al., 2009). Dans un contexte différent, il a été démontré que 

l’exposition des pilotes militaire à des taux élevés d’accélération pendant leurs heures de vol augmente 

la densité minérale osseuse (BMD, pour Bone mineral Density) de manière site-spécifique (Naumann 

et al., 2001, 2004). Cependant, les effets de l’HG continue sur l’Homme ne sont pas encore connus et 

ce sont les modèles animaux qui sont utilisés pour essayer d’en élucider les impacts sur l’os et sur 

d’autres organes et systèmes. 

Pour les modèles murins, les animaux sont placés dans de grandes centrifugeuses à nacelles. A 

l’opposé de la microgravité qui provoque une perte osseuse, il a été démontré sur les souris et les rats 

que l’HG peut avoir des effets ostéogéniques sur le tissu osseux. Ces impacts sont retrouvés en 

majeure partie quand l’HG reste au-dessous de 3G, les effets ostéogéniques étant observés à 2G 

(Argyrou & Lambrou, 2019; Gnyubkin et al., 2015; Tominari et al., 2019). Ces effets sont retrouvés en 

majorité sur l’os trabéculaire de différentes pièces osseuses telles que l’humérus, le fémur, le tibia et 

les vertèbres (Figures 13 et 14). De manière intéressante, le gain osseux sous HG a été décrit comme 

résultant en grande partie d’une chute de l’activité de résorption chez des souris en croissance 

(Gnyubkin et al., 2015). De même, il a été démontré que chez des rates ovariectomisées l’HG limite la 

perte osseuse trabéculaire en diminuant l’activité de résorption (Ikawa et al., 2011). Ceci est 

symétrique des effets de la microgravité qui induit primairement une augmentation de l’activité de 

résorption, établie dans des modèles in vitro (Nabavi et al., 2011; Rucci et al., 2007) et in vivo (Blaber 

et al., 2013; Gerbaix et al., 2017). Il est cependant à noter que les études de l’HG sur modèle animal 

impliquent une composante de locomotion, et pas seulement une augmentation de l’impact du poids, 

car les animaux se déplacent dans leurs cages lors de la centrifugation (Tominari et al., 2019). Ceci 

implique donc des impacts sur les os des membres que vont recevoir les animaux et qui vont être 

transmis au reste du squelette sous forme de vibrations. Les diverses études montrent que pendant les 

premiers jours sous HG les animaux se déplacent très peu à cause de la perturbation brutale du 

système vestibulaire, mais que leur activité reprend au fil du temps, signe d’une adaptation au nouvel 

environnement (Shimomura et al., 2021). 
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Figure 14 : Effet de 3 semaines d’hypergravité à 2G sur le nombre de trabécules (Tb.N), la fraction volumique 

(BV/TV) et les surfaces ostéoclastiques (Oc.S/BS) de l’os trabéculaire du fémur distal et de la vertèbre L2 chez 

des souris mâles. Gnyubkin et al., 2015. 

 

Figure 13 : Effet de 2 semaines d’hyper-gravité à 2G sur les paramètres architecturaux du réseau trabéculaire 

métaphysaire de l’humérus proximal (A), du fémur distal (B) et du tibia proximal (C) chez des souris mâles. 

Tominari et al., 2019. 
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D’autres études se sont penchées sur l’effet de l’HG sur d’autres organes et systèmes tels que les 

muscles, le microbiote intestinal, le système vestibulaire et la barrière hémato-encéphalique (Alauzet 

et al., 2019; Dubayle et al., 2020; Kawao et al., 2016). Tous ces composants exposés à l’HG peuvent à 

leur tour impacter l’os étant donné qu’il s’agit d’un modèle systémique. Il a par exemple été démontré 

que les effets ostéogéniques de l’HG sur la souris peuvent être limités par une lésion du système 

vestibulaire induite par chirurgie, précisément par ablation de la membrane tympanique, du marteau, 

de l’enclume et de l’étrier suivie par une aspiration du liquide labyrinthique (Kawao et al., 2018).  

 

La vibration du corps entier 

Les contraintes mécaniques induites par une activité physique telle que la marche ou la course sont 

transmises au corps à travers des signaux vibratoires. Pour mimer ces stimuli chez des personnes ayant 

des pathologies osseuses, ou des incapacités à réaliser une activité physique ou chez les femmes 

ménopausées, la vibration corps entier, ou « whole body vibration » (WBV), a été proposée et a fait 

l’objet de plusieurs études chez l’Homme et dans des modèles animaux. La WBV consiste à appliquer 

un mouvement oscillatoire sur le corps qui va être dépendant de plusieurs paramètres dont les 

principaux sont l’accélération (G) et la fréquence (Hz). Les études sur modèle murin de ce régime ont 

comme principal objectif de déterminer des paramètres à effet ostéogénique pour des situations 

physiologiques ou pathologiques différentes. Il s’agit par exemple d’appliquer les vibrations sur un 

modèle murin en croissance (Christiansen & Silva, 2006; Gnyubkin et al., 2016; Minematsu et al., 

2019b; Wehrle et al., 2014), durant le vieillissement (Minematsu et al., 2019a; Wenger et al., 2010) ou 

après ovariectomie en combinant ou non avec un modèle de réparation de fracture (Butezloff et al., 

2015; Chow et al., 2016; Gao et al., 2016; Wehrle et al., 2015). Une grande variabilité des résultats a 

été soulignée par différentes revues sur le sujet (Prisby et al., 2008; Reynolds et al., 2018). Celles-ci 

mettent en cause les variations de plusieurs paramètres intrinsèques à la vibration (telles que 

l’amplitude, la fréquence, la durée des séances de vibration, la répétition, etc.) et aux individus utilisés 

(modèle animal, âge, sexe, situation physiologique ou pathologique). 

La marche est considérée comme induisant des impacts moyens avec une fréquence de 1Hz et 

participe au maintien du capital osseux. Un exercice comme le saut vertical présente quant à lui des 

impacts forts mais à fréquence basse. En se basant sur la relation entre l’impact de la contrainte et la 

fréquence, la vibration a été largement testée à faible impact mais à de hautes fréquences (Figure 15). 
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La majorité des études ont testé des régimes à moins de 1G d’accélération et à des fréquences très 

variables. Dans une étude sur modèle de rats âgés de 4 semaines, les chercheurs ont fixé l’accélération  

à 0.5G et la fréquence a été testée à 15, 30, 45, 60 et 90 Hz (Minematsu et al., 2019b). Les résultats ont 

montré une augmentation de l’épaisseur des trabécules à 45 et 60Hz. La même équipe a publié la 

même année le même protocole mais appliqué sur des rats âgés de 24 semaines (Minematsu et al., 

2019a). Cette fois-ci une augmentation de l’épaisseur des travées a été observée à 15Hz uniquement. 

Ceci souligne l’effet de l’âge sur la réponse du squelette à un même stimulus mécanique. 

Dans une étude de notre laboratoire sur modèle de rat âgé de 45 semaines, la vibration a été appliquée 

en fixant l’accélération à 0.7G et en l’associant à différentes fréquences : 8 Hz, 52 Hz et 90 Hz 

(Pasqualini et al., 2013). De manière intéressante, c’est à la fréquence maximale (90 Hz) que les effets 

ostéogéniques ont été le plus observés, notamment une augmentation de l’épaisseur et de l’aire 

corticale fémorale (Figure 16). Une autre étude sur modèle de souris en croissance a utilisé la même 

fréquence de 90 Hz mais en appliquant une accélération de 2G pendant 3 ou 9 semaines, simulant ainsi 

une hyper-gravité intermittente (Gnyubkin et al., 2016). Sous ce régime, l’os trabéculaire n’a pas subi 

de modification de la masse osseuse globale (contrairement à ce qui est observé sous HG à 2G comme 

décrit précédemment) mais a cependant montré une augmentation du remodelage global. L’os cortical 

quant à lui a montré une augmentation de son épaisseur après 3 semaines de vibration mais plus 

aucune différence entre les souris vibrées et les souris contrôles n’était percevable après 9 semaines, 

soulignant un effet de stimulation du rythme de croissance en épaisseur des os (Figure 17). 

 

Figure 15 : Effets ostéogéniques théoriques des configurations faible amplitude/haute fréquence, moyenne 

amplitude/moyenne fréquence et forte amplitude/faible fréquence. Hart et. al., 2017. 
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b. Modèles de contrainte appliquée sur une pièce osseuse spécifique 

Cette seconde catégorie de modèle de contrainte se caractérise par une augmentation de la précision du 

signal mécanique souhaité en adaptant la contrainte aux propriétés biomécaniques de la pièce osseuse 

cible (Main et al., 2020). La réponse systémique du corps, et plus particulièrement celle du squelette, 

n’est cependant pas prise en compte. En effet, certains auteurs considèrent que l’effet de ce type de 

contrainte est strictement local ce qui permet de prendre la pièce osseuse contro-latérale comme 

contrôle négatif (par exemple le tibia droit est sous contrainte mécanique et le tibia gauche est son 

contrôle). Dans cette approche, une étude chez la souris a montré qu’une stimulation mécanique locale 

n’affecte ni l’architecture ni la dynamique cellulaire des pièces osseuses contro-latérales ou distantes 

(Sugiyama et al., 2010). Cependant, deux études sur la contrainte mécanique sur le cubitus de jeunes 

rats ont montré un effet sur le cubitus contro-latéral ainsi que sur d’autres pièces osseuses, remettant 

en question l’absence de réponse systémique (Sample et al., 2008, 2010). Ce type de modèle ne permet 

de toute façon pas d’étudier l’effet d’une contrainte sur plusieurs pièces osseuses en même temps et de 

manière équitable étant donné la délimitation de la zone recevant la contrainte mécanique. De plus, 

Figure 16 : Effet de la vibration corps 

entier à 0.7G et à 8, 52 et 90Hz pendant 

10 minutes par jour, 5 jours par semaine 

durant 4 semaines sur l’épaisseur (figure 

de haut) et la porosité (figure de bas) de 

l’os cortical du fémur de rat. Pasqualini 

et. al., 2013. 

Figure 17 : Effet de la vibration corps 

entier à 2G et 90Hz pendant 15 minutes 

par jour, 5 jours par semaine durant 3 ou 9 

semaines sur l’épaisseur (a) et l’aire (b) de 

l’os cortical de fémur de souris. Gnyubkin 

et. al., 2016. 
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l’utilisation d’une pièce osseuse contro-latérale en tant que contrôle ne suffit pas toujours pour limiter 

le nombre total d’animaux comme le suggère certains auteurs (Main et al., 2020). En effet, les 

analyses histomorphométriques et moléculaires ne peuvent être faites sur un même animal du fait 

qu’elles doivent être réalisées sur la même pièce du squelette, ce qui en conséquence ne permet pas de 

réduire le nombre d’animaux. Les principaux modèles de contraintes mécaniques appliqués sur pièce 

osseuse spécifique sont résumés dans le tableau 1.   

L’un des modèles les plus utilisés est la compression axiale tibiale (ligne F du tableau 1). Il possède 

comme avantage d’impacter l’os trabéculaire et cortical en même temps, contrairement à d’autres 

modèles qui ne ciblent qu’un seul compartiment. Ce type de contrainte est réalisé en fixant le fémur et 

le pied du rongeur et en appliquant des compressions sur toute la longueur du tibia. Ce modèle utilise 

la courbure naturelle du tibia à proximité de la jonction tibio-fibulaire pour induire des contraintes de 

traction sur la surface antéro-médiale et des contraintes de compression sur la surface postéro-latérale 

de la diaphyse. La compression axiale tibiale est réalisée en adaptant préalablement la contrainte (et 

donc la déformation tissulaire) aux propriétés bio-mécaniques des tibias des animaux en question 

(Melville et al., 2015). La relation contrainte-déformation est déterminée par calibration, en attachant 

une jauge de contrainte sur le tibia, le plus généralement sur sa surface médiale (figure 18). Lorsque la 

contrainte par compression axiale est démarrée, la jauge indique la déformation perçue. Généralement, 

les contraintes utilisées pour induire une réponse sont comprises entre 1200 et 2000µε (Main et al., 

2020). Différentes localisations d’emplacement de la jauge de contrainte sont utilisées, le plus 

communément à 37% ou à 50% de la longueur. 
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Tableau 1: Modèles de contraintes mécaniques localisées. (A) Contrainte axiale sur tibia via des câbles placés 

chirurgicalement. (B) Contrainte sur le cubitus de volailles isolé chirurgicalement. (C) Flexion sur 4 points sur 

tibia de rongeurs. (D) Flexion sur tibia suspendu de souris. (E) Compression axiale sur cubitus de rongeur. (F) 

Compression axiale sur tibia de rongeur. (G) Compression vertébrale de rongeur. (H) compression sur le 

trabéculaire distal de fémur de lapin. D’après Main et. al., 2020. 
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3. Transduction du signal mécanique : rôle des ostéocytes 

Les différents types de contraintes décrits précédemment visent un objectif commun : comprendre 

le fonctionnement ou le dysfonctionnement du tissu osseux face aux stimuli mécaniques. L’un des 

éléments clés faisant l’objet de plusieurs études est de mettre en évidence la manière dont le tissu 

osseux perçoit la contrainte et réagit (ou non) en activant et/ou inhibant les activités de formation et/ou 

de résorption, induisant (ou non) des modifications architecturales globales ou locales. Plusieurs 

études ont convergé ces dernières années pour considérer que les ostéocytes constituent le mécano-

senseur principal du tissu osseux vis-à-vis des contraintes mécaniques (Bonewald, 2011; Dallas et al., 

2013; Robling & Bonewald, 2020). 

Les ostéocytes constituent 90 à 95% des cellules osseuses dans le squelette d’un Homme adulte 

(Bonewald, 2011), atteignant 10 fois le nombre d’ostéoblastes (Manolagas, 2000). La densité 

ostéocytaire est de ce fait très élevée, se situant dans une fourchette comprise entre 19000 et 28500 

cellules par mm
3
 dans le squelette humain. Un ostéocyte possède en moyenne 90 dendrites (Buenzli & 

Sims, 2015) qui vont se connecter avec les ostéocytes voisins via des jonctions de types gap, formant 

ainsi un vaste réseau au sein de la matrice osseuse. Les ostéocytes sont contenus dans des logettes 

appelées ostéoplastes, ou plus communément appelées lacunes. Les dendrites sont contenues dans des 

canalicules. L’ensemble du contenant constitue le réseau lacuno-canaliculaire qui correspond à 

l’interface entre le réseau ostéo-dendritique et la matrice osseuse minéralisée. Le réseau présente de 

même des ouvertures sur les surfaces endostées et périostées pour être en contact avec les vaisseaux et 

la moelle osseuse, permettant ainsi des contacts rapprochés avec les ostéoblastes et les ostéclastes ainsi 

que leurs progéniteurs respectifs. 

 

 

Figure 18 : Placement des jauges de contraintes pour la calibration de la compression axiale du tibia. Main et. al., 

2020. 
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a. Perception du signal mécanique par les ostéocytes 

Une étude a montré que des souris transgéniques exprimant le récepteur à la toxine diphtérique dans 

les ostéocytes (sous contrôle du promoteur de la DMP1, voir plus loin) et ayant subi une ablation 

spécifique des ostéocytes par injection de la toxine, présentent une résistance à la perte osseuse induite 

par décharge mécanique (Tatsumi et al., 2007). Ceci suggère un rôle des ostéocytes dans la perception 

et la réponse aux stimuli mécaniques.  

Les ostéocytes sont soumises à différentes contraintes dans leur environnement telles que des 

déformations, des forces de cisaillement (« shear stress » en anglais) et des pressions osmotiques 

différentielles qui induisent des changements de l’état de tension membranaire (Thompson et al., 2011, 

2012). Il apparaît que le shear stress constitue la principale contrainte perçue par les ostéocytes et 

serait induit par le mouvement de flux du liquide interstitiel contenu dans le réseau lacuno-

canaliculaire, entre les ostéocytes et la paroi du réseau (Jacobs et al., 2010; Rochefort et al., 2010). 

L’origine de ces mouvements de fluide n’est pas complètement établie. La principale hypothèse 

postule qu’une contrainte mécanique modifie la pression extravasculaire, et donc le flux du liquide du 

LCN (Cowin et al., 1991; Weinbaum et al., 1994). Certains auteurs suggèrent un rôle de la contraction 

musculaire dans la modification du flux au sein du LCN (Knothe Tate et al., 1998). 

Face à ces forces de cisaillement, plusieurs composants ostéocytaires ont été proposés comme jouant 

un rôle dans la perception du signal mécanique et sont représentés dans la figure 19. Il s’agit 

notamment du cytosquelette, des cils primaires, des intégrines, des connexines, des canaux ioniques et 

du glycocalyx (Qin et al., 2020). 

 

Le cytosquelette  

Toutes les cellules possèdent un cytosquelette, c’est-à-dire un réseau filamenteux composé d’un 

ensemble de protéines cytoplasmiques auxquels sont associés d’autres protéines. Le cytosquelette 

confère aux cellules une forme mais aussi des propriétés mécaniques majeures (Pegoraro et al., 2017). 

Chez les ostéocytes, les filaments d’actine, les microtubules et les filaments intermédiaires sont 

présentes dans le corps cellulaire alors que seuls les filaments d’actines sont présents dans les 

dendrites (Tanaka-Kamioka et al., 1998). Les études sur le rôle du cytosquelette dans la perception des 

contraintes restent peu nombreuses. Cependant, une étude a montré que les microtubules sont 

impliqués dans le flux calciques et l’expression de SLCN sous shear stress sur des cellules de la lignée 

Ocy454, qui sont un modèle in vitro d’ostéocytes (Lyons et al., 2017).  

 

Les cils primaires 

Ce sont des extensions cytoplasmiques maintenues sur leur partie intracellulaire par un assemblage de 

microtubules et qui possèdent une fonction sensorielle pour la cellule (Venkatesh, 2017). Une étude in 
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vitro a montré que la perturbation de la structure des cils primaires chez des lignées cellulaires MC3-

T3-E1 (lignée pré-ostéoblastique) et MLO-Y4 (lignée ostéocytaire) réduit la réponse cellulaire au flux 

en baissant l’expression d’OPN et la quantité de prostaglandine 2 (PGE2) extracellulaire (Malone et 

al., 2007). Des modèles in vivo de délétion génique de certains constituants des cils primaires ont 

montré une réduction de la réponse ostéogénique à la suite d’une charge mécanique appliquée sur le 

cubitus de souris (Lee et al., 2014; Temiyasathit et al., 2012). 

 

Les intégrines 

Les intégrines sont des récepteurs transmembranaires formés d’une sous-unité α responsable de la 

spécificité à un ligand extracellulaire et d’une sous-unité β qui contribue à la transduction du signal 

intracellulaire (Barczyk et al., 2009). Dans l’os, plusieurs types de chaine α existent dont l’αv. 

L’intégrine β est quant à elle retrouvée sous la forme β1 dans le corps cellulaire des ostéocytes et β3 

dans les dendrites (McNamara et al., 2009). Il a été démontré que des cellules MLO-Y4 exprimant une 

isoforme β1 tronquée présentent une réduction de la production de Cox-2 et de PGE2 en réponse à un 

débit de fluide sans affecter les flux calciques intracellulaires (Litzenberger et al., 2009). De manière 

intéressante, un antagoniste aux intégrines αvβ3 induit une chute de l’amplitude et du pourcentage de 

mobilisation de Ca
2+

 en réponse au même type de stimulus (Thi et al., 2013). Une étude in vivo a 

montré que l’extinction génique conditionnelle de l’intégrine β1 dans les ostéoblastes (Cola1(I)-Cre ; 

Integrin β
fl/fl

) diminue le taux de formation dans le cubitus de souris soumise à une contrainte axiale 

(Litzenberger et al., 2009). 

 

Les connexines 

Les connexines sont les constituants de base des jonctions de type gap et des hémi-canaux 

intercellulaires qui permettent un contact et un échange entre les cellules (Buo & Stains, 2014). La 

connexine la plus répandue dans le réseau ostéocytaire et qui constitue l’élément principal des 

communications entre les ostéocytes par les processus dendritiques est la connexine 43 (Cx43). 

L’extinction génique conditionnelle de cette connexine dans les ostéoblastes de souris (Cola1(I)-Cre ; 

Cx43
-/fl

) réduit la stimulation de l’activité de formation sous contrainte mécanique appliquée sur l’os 

tibial (Grimston et al., 2008). D’autre part, l’extinction conditionnelle de la Cx43 dans les ostéoblastes 

et les ostéocytes (Oc-Cre ; Cx43
fl/fl

) réduit la perte osseuse induite par la suspension par la queue 

(Lloyd et al., 2012). 

 

Les canaux ioniques 

Durant la mécano-transduction cellulaire, la concentration calcique intracellulaire est rapidement 

augmentée à travers une entrée du calcium extracellulaire (Jing et al., 2014). Plusieurs canaux 

calciques ont été décrits comme étant réactifs aux stimulations mécaniques et induisant une entrée de 
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calcium à l’intérieur de la cellule (Yu et al., 2018). Parmi ces canaux, Piezo1 est un canal calcique 

situé au niveau des ostéocytes et activable mécaniquement (Li et al., 2019, p. 1; Sun et al., 2019). La 

délétion de ce canal chez des souris a montré une résistance à la perte osseuse induite par suspension 

par la queue (Wang et al., 2020).  

 

Le glycocalyx 

Le glycocalyx est un composant de la matrice extracellulaire constitué de protéoglycanes, de 

glycoprotéines et d’acide hyaluronique qui sert d’interface entre les ostéocytes et les parois du réseau 

lacuno-canaliculaire et leur permet de capter les signaux mécaniques (Burra et al., 2011). Cette 

dernière fonction semble surtout être assurée par le Perlecan, un protéoglycane à héparane sulfate 

(Wang, 2018). La compression axiale de tibia de souris déficiente en Perlecan n’a pas reproduit l’effet 

anabolique observé chez les souris sauvages (Wang et al., 2014). Des mesures de flux calciques ex 

vivo sur les tibias de souris déficientes en Perlecan ont montré une réduction de plusieurs paramètres 

dont l’amplitude des pics calciques et la vitesse de retour aux valeurs basales (Pei et al., 2020). 

Les ostéocytes peuvent cependant être en contact direct avec la matrice minéralisée par des structures 

appelées « collagen hillocks » (ou collines de collagènes) qui sont des projections émanant de la 

matrice minéralisée vers les dendrites ostéocytaire.   

 

Figure 19 : Principaux mécano-senseurs structuraux des ostéocytes et du système lacuno-canaliculaire. Qin 

et. al., 2020. 
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b. Réponse ostéocytaire aux signaux mécaniques 

Suite à la perception des signaux mécaniques, différentes voies intracellulaires ostéocytaires sont 

activées pour la transduction du signal et la sécrétion de plusieurs facteurs afin de contrôler les 

activités de formation et de résorption (Qin et al., 2020). Les principales voies sont résumées dans la 

figure 20.  

Brièvement, la voie Wnt/β-Caténine est activée par la liaison de Wnt à un complexe de co-récepteurs 

composé d’une protéine Frizzeld (FZD) et d’une Low-density lipoprotein Receptor-related Protein 

(LRP) 5 ou 6 (Bonewald & Johnson, 2008). La voie de signalisation qui s’ensuit induit un blocage du 

protéasome Glycogen Synthase Kinase 3 (GSK3) qui détruit de manière constitutive la β-Caténine. De 

ce fait, il y aura translocation de β-Caténine dans le noyau amenant à une augmentation de 

l’expression des gènes OPG, OPN et de la production de PGE2, ainsi que la diminution de l’expression 

de DKK1 (Dickkopf-related protein 1) et SCLN. Ces deux derniers facteurs peuvent inhiber la voie 

Wnt/β-Caténine en réalisant une liaison compétitive au récepteur des Wnt.  

La stimulation mécanique peut moduler l’expression de SCLN à la baisse par diverses voies comme la 

prostaglandin – Prostaglandin E2/4 receptor (PGE2-Ptger2/4) et par action sur les microtubules 

(Genetos et al., 2011; Lyons et al., 2017). Inversement, il a été démontré que la stimulation mécanique 

peut réguler à la hausse l’expression de la SCLN par une voie Transforming Growth Factor β (TGFβ) - 

Smad2/3 (Loots et al., 2012). Ainsi, durant la stimulation mécanique, la voie Wnt/β-Caténine induit 

l’augmentation de la formation, et est régulée par l’expression de SCLN qui l’inhibe.  

La perception du signal mécanique par les intégrines α et β induit des réponses similaires à la voie 

Wnt/β-Caténine en augmentant l’expression de gènes impliqués dans la stimulation de l’activité de 

formation. A travers la stimulation des intégrines, une polymérisation des filaments d’actines a lieu et 

induit une translocation de la protéine Yes-Associated Protein-1 (YAP) dans le noyau induisant entre 

autre une augmentation du remodelage (Kaneko et al., 2014). Enfin, il est aussi considéré que la 

stimulation mécanique inhibe l’entrée des ostéocytes en apoptose et en sénescence qui sont deux voies 

induisant une résorption du tissu osseux. 
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c. Effets des contraintes mécaniques sur l’intégrité du réseau ostéocytaire 

Plusieurs études ont analysé l’architecture du réseau ostéocytaire dans différentes conditions 

physiologique ou pathologique et ont été recensées dans une revue récente (Vahidi et al., 2020). Celles 

rapportant l’effet d’une contrainte mécanique sont rares, la plupart étant concentrées sur des modèles 

de perte osseuse telles que l’ostéoporose suite à ovariectomie ou à la décharge mécanique. 

A ce jour, et à notre connaissance, deux études seulement ont été consacrées à cette question. L’une a 

montré que des souris courant sur un tapis roulant pendant 21 jours présentent une tendance à 

l’augmentation de la densité ostéocytaire dans l’os tibial (Gardinier et al., 2016). Une autre, portant sur 

le modèle de zebrafish (poisson téléostéen) a montré que 4 semaines d’exercice dans un tunnel de 

natation n’affectent ni le volume ni la sphéricité lacunaire des ostéocytes (Suniaga et al., 2018). 

Cependant, le point commun entre ces deux études, et qui peut être un élément confondant majeur, est 

que les analyses n’ont pas été faites uniquement sur l’os déposé pendant le régime de contrainte 

mécanique, c’est-à-dire qu’un réseau ostéocytaire pré-existant à l’application de la contrainte a été pris 

en compte pour la mesure des paramètres architecturaux du réseau. Une délimitation des réseaux par 

des injections de fluorochromes peut permettre de replacer les données sur le réseau ostéocytaire dans 

la cinétique de l’expérience.  

Figure 20 : Principales voies de signalisation de la mécano-transduction ostéocytaire. Qin et. al., 2020. 



43 

 

C.  Les protéines SIBLING, des composants majeurs de la matrice 

osseuse 

 

Les composants de la matrice osseuse sont déterminants dans le bon fonctionnement des processus 

physiologiques décrits précédemment, à savoir le développement, la minéralisation, le modelage, le 

remodelage et la réponse aux contraintes mécaniques.  

Parmi ces composants matricielles se trouvent les PNC qui se distinguent donc du collagène de type I 

prépondérant dans le tissu osseux. Comme on l’a vu, certaines PNC ont été regroupées dans des 

familles de protéines qui partagent des points communs structuralement et/ou fonctionnellement. 

Parmi elles se trouvent les protéines SIBLING (pour Small Integrin Binding LIgand N-linked 

Glycoprotein), qui ont une origine phylogénétique commune (Kawasaki et al., 2007; Kawasaki, 2011; 

Kawasaki & Weiss, 2006; Rowe, 2012a). Les SIBLING sont composées des protéines DSPP (Dentin 

SialoPhosPhoglycoprotein), MEPE (Matrix Extracellular PhosphoglycoprotEin), DMP1 (Dentin 

Matrix Protein-1), BSP (Bone SialoProtein) et OPN (OsteoPontiN). Ces protéines possèdent peu 

d’homologie de séquence mais présentent un certain nombre de points communs (Staines et al., 2012):  

- Leurs gènes sont localisés sur un même chromosome (ils sont alignés les uns à la suite des autres 

en 4q21 chez l’Homme et 5qE5 chez la souris). 

- Ces gènes présentent des organisations (découpages en exons et introns) similaires. 

- Elles possèdent un motif RGD (Arginine-Glycine-Aspartate) qui, par son attachement aux 

intégrines comme αvβ3, sert d’attachement aux cellules et de médiateur à la signalisation 

cellulaire.  

- Leur séquence inclut un domaine ASARM (pour Acidic Serine Asparte-Rich Motif) qui est un 

puissant inhibiteur de la minéralisation. 

- Elles subissent des modifications post-traductionnelles, telles que des phosphorylations, des 

sulfatations et des glycosylations, qui déterminent leur rôle biologique. 

- A l’exception de la DSPP, les SIBLINGs sont abondamment sécrétées dans la matrice 

extracellulaire du tissu osseux lors des processus de formation de l’ostéoïde et sa minéralisation 

(Fisher & Fedarko, 2003). Toutes sont cependant aussi décrites dans d’autres tissus, non 

minéralisés (rein, glandes, cerveau). 

 

Dans la partie qui suit, nous décrirons succinctement les rôles de la DSPP, de MEPE et de DMP-1 

pour nous concentrer plus particulièrement sur la BSP et l’OPN qui font principalement l’objet cette 

thèse. 
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1. La sialophosphoglycoprotéine dentinaire (dentin 

sialophosphoglycoprotein, DSPP) 

La DSPP est principalement exprimée dans la dentine. Sa forme non clivée est surtout retrouvée dans 

le cartilage des condyles mandibulaires où son rôle dans le développement de cette région a été 

récemment décrit (Ye et al., 2021). Généralement, la DSPP est clivée en trois fragments qui sont la 

DPP (dentine phosphoprotéine) la DSP (dentine sialoprotéine) et la DGP (dentine glycoprotéine), ce 

dernier étant issu du clivage de la DSP (Yamakoshi, 2009). Le fragment DPP contient un peptide 

ASARM et est de ce fait impliqué dans les processus de minéralisation (Tsuchiya et al., 2011). Le 

fragment DSP est impliqué dans les processus d’initiation de la minéralisation (Suzuki et al., 2009).  

Il a été démontré chez l’Homme que des mutations de la DSPP peuvent provoquer une Dysplasie de la 

Dentine de type 2 (DD-2) et des Dentinogenèses Imparfaites de type 2 et 3 (DGI II et III)  (de La 

Dure-Molla et al., 2015). La DD-2 se caractérise par des anomalies morphologiques de la chambre 

pulpaire et des calcifications intrapulpaires. La DGI II se caractérise par une dentine ambrée ou 

opalescente, des racines courtes et une absence de chambre pulpaire. La DGI III quant à elle présente 

une dentine opalescente mais une chambre pulpaire large. Plusieurs modèles de souris déficientes ou 

présentant des mutations de la DSPP ont été générés et ont montré des phénotype similaires à ces 

maladies (Liang et al., 2019; Shi et al., 2020; Sreenath et al., 2003; Verdelis et al., 2008). Dans la 

matrice osseuse proprement dite (os cortical de souris) l’expression de la DSPP n’est pas, dans 

l’expérience de notre groupe, détectable en qRT-PCR (Luc Malaval et Mirelle Thomas, données non 

publiées). 

 

2. La phosphoglycoprotéine matricielle (matrix extracellular 

phosphoglycoprotein, MEPE) 

MEPE est principalement exprimée par les ostéocytes et les ostéoblastes (Nampei et al., 2004). Cette 

expression augmente lors des processus de minéralisation (Petersen et al., 2000). MEPE contient une 

séquence ASARM qui se trouve en aval d’un site de clivage spécifique de la cathepsine B (Rowe et 

al., 2000). Ce clivage, qui libère le peptide ASARM, est empêché par l’endopeptidase membranaire 

PHEX (PHosphate-regulating gene with homology to Endopeptidases on X-chromosome) par une 

liaison compétitive sur MEPE (Guo et al., 2002) et potentiellement par une inhibition de la production 

de cathepsine B (Rowe et al., 2006). Une mutation de PHEX, entraînant donc une libération accrue 

d’ASARM, est à l’origine du rachitisme hypophophatémique dominant lié à l’X (Martin et al., 2008). 

Cette maladie se caractérise par une hypominéralisation des os et des dents ainsi que des taux circulant 

de FGF23 élevés qui provoquent une augmentation anormale de l’excrétion rénale du phosphate, 

amenant ainsi à une hypophosphatémie. 

L’extinction génique de MEPE chez la souris a montré une augmentation de la masse osseuse 

expliquée par une stimulation de l’activité de formation retrouvée in vivo et in vitro (Gowen et al., 
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2003). A l’inverse, des souris transgéniques surexprimant MEPE sous le contrôle du promoteur de 

Col1a1 montrent une diminution  des activités de formation et de résorption (David et al., 2009). Ces 

souris présentent un retard de croissance ainsi que des défauts de minéralisation. 

 

3. La proteine matricielle dentinaire-1 (Dentin Matrix Protein 1, 

DMP1) 

La DMP1 est exprimée dans l’os, la dentine et dans d’autres tissus non minéralisés (Ogbureke & 

Fisher, 2007; Sun et al., 2011). Dans le tissu osseux, son expression est détectée dans les ostéoblastes 

en cours de différenciation et surtout dans les ostéocytes (Feng et al., 2002). La DMP1 est 

principalement impliquée dans la régulation de la minéralisation. Ainsi, les souris déficientes en 

DMP1 sont hypominéralisées (Ling et al., 2005). Le clivage de DMP1 donne un fragment originaire 

de l’extrémité N-terminal et un deuxième fragment de l’extrémité C-terminal (Qin et al., 2003). Ce 

dernier contient le peptide ASARM (Martin et al., 2008). Il a été démontré que la forme non clivée de 

DMP1 peut avoir un rôle d’inhibition ou de stimulation de la minéralisation selon l’état de 

phosphorylation de la protéine. In vitro, la protéine entière à l’état phosphorylée a montré des effets 

inhibiteurs sur la formation et la croissance des cristaux d’hydroxyapatite, alors que la forme 

déphosphorylée a montré des effets inverses. A l’état clivé, les deux fragments générés stimulent la 

minéralisation (Gericke et al., 2010; He et al., 2003; Tartaix et al., 2004). Enfin, la DMP1 régule la 

production de FGF23 en formant un complexe inhibiteur avec la protéine PHEX à la surface des 

ostéocytes (Rowe, 2012b) comme illustré sur la figure 21. De fait les souris déficientes en DMP1 

présentent un rachitisme résultant de la surexpression (par ostéocytes et ostéoblastes) du FGF23 (Ling 

et al., 2005). A noter que le fragment N-terminal de la DMP1 existe sous forme d’un protéoglycane 

(Qin et al., 2006) qui dans un organe non minéralisé, le cerveau, régule l’intégrité de la barrière 

hémato-encéphalique (Jing et al., 2018). 

 

 

 

Figure 21 : La phosphorylation de DMP1 sur son motif ASARM provoque la formation d’un complexe 

αvβ3/DMP1/PHEX. Ce complexe est inhibiteur de la production de FGF23 par les ostéocytes. D’après Rowe 

et. al., 2012b. 
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4. La sialoprotéine osseuse (bone sialoprotein, BSP) 

La BSP est composée de 303 acides aminés et son poids moléculaire est compris dans une fourchette 

allant de 70 à 80 kDa (Fisher et al., 1983). Cette variabilité est due au fait que la BSP peut subir une 

multitude de modifications post-traductionnelles bien documentées (Bouleftour et al., 2016). La BSP 

est exprimée principalement dans l’os, la dentine et le cartilage minéralisé, mais aussi dans des 

organes non minéralisés. Dans l’os, les ostéoblastes, les ostéoclastes et les ostéocytes l’expriment 

abondamment (Bianco et al., 1991; Chen et al., 1991).  

Structuralement, la BSP, comme les autres SIBLING, possède une séquence RGD pour l’attachement 

cellulaire via les intégrines de la famille αv (αvβ3 ou αvβ5, (Ganss et al., 1999)). Des séquences 

polyglutamiques permettent à la BSP de s’attacher aux cristaux d’hydroxyapatite (Goldberg et al., 

2001). Il a aussi été démontré que la BSP possède des sites de liaison au collagène, vraisemblablement 

au niveau de ses résidus 19-46 (Tye et al., 2005). La BSP se lie aussi aux métalloprotéinases 

matricielles (Jain et al., 2008). Ces différentes possibilités d’ancrage de la BSP suggèrent un rôle dans 

l’attachement des cellules osseuses au minéral (Bernards et al., 2008; Forsprecher et al., 2011). 

L’un des rôles majeurs de la BSP est la nucléation des cristaux d’hydroxyapatite lors des premières 

étapes de la minéralisation (Hunter & Goldberg, 1994). Cette action est promue par l’interaction entre 

la BSP et le collagène (Baht et al., 2008). Les souris présentant une extinction génique (KO pour 

Knock out) de la BSP (BSP
-/-

) présentent une hypominéralisation osseuse (Bouleftour et al., 2019; 

Malaval et al., 2008). Le rôle de la BSP dans les mécanismes de minéralisation semble cependant lié à 

ses modifications post-traductionnelles. Ainsi, les molécules de BSP sulfatées sont retrouvées au 

niveau des sites de nucléation alors que les formes phosphorylées apparaissent lors de la croissance du 

minéral (Zhu et al., 2001). 

Les études in vitro ont montré que la BSP, via son attachement à l’intégrine αvβ3, induit la 

différenciation ostéoblastique en augmentant l’expression de Runx2, OSX et OCN (Gordon et al., 

2007) et la résorption ostéoclastique en induisant une réponse calcique (Paniccia et al., 1993; Raynal 

et al., 1996). De plus, une synergie d’action entre la BSP et RANKL permet l’activation de NFATC-2 

(Nuclear Factor of Activated T-cells Cytoplasmic 2) qui est impliqué dans l’ostéoclastogénèse 

(Valverde et al., 2005). 

Les souris BSP
-/-

 mâles et femelles sont plus petites que leurs homologues sauvages (Malaval et al., 

2008). De même, les os longs des souris BSP
-/-

 sont plus courts. Le retard de croissance de ces mutants 

est le résultat d’une faible prolifération chondrocytaire couplée à une faible résorption du cartilage de 

croissance (Bouleftour et al., 2014).  

Le phénotype osseux architectural des BSP
-/- 

est caractérisé par une masse osseuse trabéculaire plus 

élevée que les WT qui apparaît chez les souris matures (4 mois, (Bouleftour et al., 2019)). A 4 mois 

l’activité de remodelage global des BSP
-/-

 chute, ce qui conduit à une accumulation d’os trabéculaire. 
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La surexpression de la BSP induit un phénotype complémentaire, avec une activité de résorption 

élevée dès 2 mois d’âge amenant à une réduction du volume trabéculaire (Valverde et al., 2008).  

L’os cortical est plus fin chez les souris BSP
-/- 

que chez les souris sauvages du même fond génique. 

L’histomorphométrie de ce compartiment chez les souris BSP
-/-

 n’a pas été effectuée à ce jour, mais 

des données moléculaires récemment publiées suggèrent une forte activité, au moins à 2 mois, du fait 

d’une forte expression de marqueurs de formation (OSX, COLL1, OCN, ALP) et de résorption 

(RANKL) dans l’os cortical (Bouleftour et al., 2019). De manière intéressante, les souris BSP
-/- 

surexpriment aussi DMP1 et OPN dans l’os cortical des souris jeunes (2 mois d’âge). Elles 

surexpriment surtout MEPE tout le long de leur vie et à des taux très élevés (~90 fois les valeurs des 

WT à 2 mois (Bouleftour et al., 2019)). 

 

5. L’ostéopontine (osteopontin, OPN) 

L’OPN est formée de 300 acides aminés et a un poids moléculaire allant de 50 à 75 kDa (Sodek et al., 

2000). C’est une protéine ubiquitaire dans l’organisme. Dans l’os elle est exprimée par les 

ostéoblastes, les ostéoclastes (Denhardt & Noda, 1998; Gross et al., 2005) et les ostéocytes (Hoac et 

al., 2020). Dans le réseau lacuno-canaliculaire, l’OPN est concentrée sur les interfaces ostéocyte-

matrice osseuse (McKEE & Nanci, 1995). 

Structuralement, l’OPN possède une séquence RGD pour l’attachement cellulaire via plusieurs 

intégrines dont αvβ5 et αvβ3 (Yokosaki et al., 2005). Elle possède de même des séquences 

polyaspartate qui lui permettent une liaison avec les cristaux d’hydroxyapatite (Sodek et al., 2000). 

L’OPN peut se lier avec la fibronectine de manière covalente par transglutamination, ce qui lui confère 

une liaison au collagène de type I (Beninati et al., 1994; Kaartinen et al., 1999). L’OPN se lie 

également à la protéine membranaire « Cluster of Differentiation 44 » (CD44) sur sa partie C-

terminale (Standal et al., 2004; Weber et al., 1996). 

L’OPN a été proposée comme étant un puissant inhibiteur de la minéralisation osseuse, son absence 

provoquant ainsi une hyperminéralisation osseuse (Boskey et al., 2002). Mais cet effet n’est pas 

retrouvé de manière systématique dans toutes les souches de souris déficientes en OPN (OPN
-/-

) qui 

ont été décrites dans notre laboratoire (Bouleftour et al., 2019). L’OPN possède une action 

chimiotactique vis-à-vis des précurseurs ostéoclastiques (Standal et al., 2004). L’interaction de l’OPN 

avec l’intégrine αvβ3 est impliquée dans l’activité des ostéoclastes. En effet, cette liaison amorce une 

voie de signalisation conduisant à la formation des zones de scellement par les ostéoclastes au niveau 

des foyers de résorption (Duong, 1998; Duong et al., 2000). Cette liaison active est de plus impliquée 

dans l’adhésion et la migration des ostéoclastes (Kim et al., 2016). Il semble de même que 

l’interaction OPN-αvβ3 module les flux calciques intracellulaires des ostéoclastes (Miyauchi et al., 

1991). D’autres études se sont orientées vers l’interaction OPN-CD44 dans l’activité des ostéoclastes 

(Chellaiah et al., 2003; Chellaiah & Hruska, 2003; Rittling et al., 1998). Il a été démontré in vitro que 
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les ostéoclastes déficients en OPN sont hypomotiles et possèdent une activité de résorption réduite. Ce 

phénotype cellulaire a été expliqué par une réduction de l’expression membranaire de CD44, qui est 

impliqué dans la motilité ostéoclastique. Les ostéoclastes sécrètent de l’OPN dans les lacunes de 

résorption (Luukkonen et al., 2019).  

Les études sur l’action de l’OPN sur l’activité ostéoblastique montrent des données contradictoires. 

L’OPN a été décrite comme pouvant stimuler la prolifération et l’adhésion ostéoblastique par certains 

auteurs (Bernards et al., 2008; Forsprecher et al., 2011) alors qu’elle serait inhibitrice de ces activités 

pour d’autres auteurs (Huang et al., 2004; Kusuyama et al., 2017).  

Les souris OPN
-/-

 les mieux caractérisées au niveau du phénotype osseux présentent un même volume 

trabéculaire que leurs homologues sauvages, ainsi que des activités cellulaires similaires à 2 mois 

d’âge (Bouleftour et al., 2019). A 4 mois, les OPN
-/- 

présentent un volume trabéculaire plus élevé que 

les sauvages avec une augmentation de leur taux d’apposition minérale et de leurs surfaces 

ostéoclastiques, suggérant un remodelage accru. L’os cortical des souris OPN
-/- 

est plus épais que celui 

des sauvages, au moins à 2 mois. L’expression génique à ce niveau suggère une activité de formation 

faible, avec une expression d’ALP réduite et une forte expression de SCLN (Bouleftour et al., 2019), 

mais, comme pour les BSP
-/-

, l’analyse histomorphométrique de ce compartiment restait à faire au 

début de cette thèse. 

 

D.  Interactions fonctionnelles entre l’ostéopontine et la 

sialoprotéine osseuse 

 

Plusieurs études ont mis en évidence des interactions physiologiques entre l’OPN et la BSP. Tout 

d’abord, il a été démontré que les souris BSP
-/-

 surexpriment l’OPN dans l’os cortical à 2 mois d’âge 

(environ x4 l’expression des WT) et dans le sérum jusqu’à 1 an d’âge (Granito et al., 2015). Une 

surexpression de l’OPN chez des souris BSP
-/-

 a été retrouvée aussi au niveau du périodonte, c’est-à-

dire dans les tissus de soutien de la dent (Ao et al., 2017). Sur le plan fonctionnel, il a été démontré 

que l’injection de siRNA (pour Small interfering RNA ou petit ARN interférant) ciblant le transcrit de 

l’OPN (siOPN) inhibe l’action anabolique de la PTH en injection locale sur la calvaria des souris BSP
-

/-
 mais pas des WT (Bouleftour et al., 2015). Dans cette expérience, la PTH augmente l’expression de 

la BSP par la calvaria des souris WT. De manière intéressante, l’injection de siOPN à ces souris fait 

augmenter davantage l’expression de la BSP, suggérant une compensation du manque d’OPN par une 

surexpression de BSP (Figure 22).  

Ces données suggéraient des redondances et interactions complexes entre ces deux protéines, et elles 

ont conduit à la génération d’un modèle de double KO (BSP
-/-

+OPN
-/-

), par la technique TALEN 

(Transcription Activator-Like Effector Nuclease, (Bouleftour et al., 2019)). Brièvement, l’édition 

génétique a été réalisée par génération d’ARNm codant pour des protéines associant un facteur de 
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transcription TALE dont la séquence reconnaît des séquences-cible spécifiques de l’exon 5 du gène de 

l’OPN (Spp1) et une nucléase. L’attachement d’une paire de TALEN sur les sites cibles va permettre 

l’association des nucléases en un dimère fonctionnel qui va réaliser une cassure-réparation double brin 

précisément localisée. Le clivage se répétera jusqu’à la première erreur de réparation, qui va induire 

une délétion rendant cette partie du gène non-codante. Les ARNm de ces TALEN ont été injectés in 

vitro dans des œufs obtenus par fécondation in vitro d’ovules CD1 avec des spermatozoïdes BSP
-/-

 (où 

les deux gènes de la BSP (Ibsp) étaient invalidés). Les TALEN ont donc agit sur des génomes 

hétérozygotes pour le KO de la BSP (BSP
+/-

). Les œufs ont été ensuite réimplantés, et les souris 

obtenues par la suite ont subi des rétrocroisements sur plusieurs générations et de multiples criblages 

jusqu’à obtenir des souris OPN
-/-

 (pour lesquelles la mutation n’a concerné que le chromosome portant 

un gène Ibsp fonctionnel) et DKO (comportant des mutations invalidantes des gènes Spp1 et Ibsp). 

Les souris DKO ont montré un phénotype osseux distinct des souris BSP
-/- 

et OPN
-/-

. Dans l’os 

trabéculaire, les DKO possèdent un volume osseux plus bas que les WT à 2 mois d’âge avec des 

activités cellulaires plus élevées. A 4 mois, les DKO ont un volume trabéculaire et des activités 

cellulaires identiques aux WT. Dans l’os cortical, à 2 mois comme à 4 mois, les DKO présentent une 

épaisseur corticale similaire au WT accompagnée d’une hypominéralisation et d’une macroporosité. 

Le profil d’expression génique de l’os cortical à 2 mois d’âge des DKO a été publié et a montré 

plusieurs similitudes avec les BSP
-/-

 comme une surexpression de marqueurs de formation et de 

résorption, suggérant une activité de remodelage accrue, et surtout la même surexpression de MEPE 

(Figure 23). 
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Figure 22 : Effets de l’injection de siOPN sur l’effet anabolique de la PTH sur la calvaria 

de souris WT et BSP
-/-

. Bouleftour et. al., 2015. 
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Figure 23  : Expression des marqueurs osseux dans l’os cortical de souris WT, OPN
-/-

, BSP
-/-

 et DKO âgées de 2 

mois. Bouleftour et al., 2019. 
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E.  L’ostéopontine et la sialoprotéine osseuse sous contrainte 

mécanique 

 

Plusieurs études ont montré une surexpression de la BSP et de l’OPN sous contrainte mécanique 

(travaux résumés dans le Tableau 2). La plupart de ces travaux montrent surtout une expression rapide 

qui chute quelques heures ou quelques jours après l’application de la contrainte. Cette expression a été 

corrélée à la réponse ostéogénique des tissus soumis à un stimulus mécanique.  

A ce jour, aucune étude n’a analysé l’effet de l’absence de BSP sur la réponse à une contrainte 

mécanique. Pour l’OPN, ce travail a été effectué dans deux études. Dans un modèle in vitro, il a été 

démontré que des cellules osseuses primaires cultivées à partir de fragments d'os longs de souris OPN
-

/-
 présentent un déficit de production d'oxyde nitrique (NO) sous un flux de fluide pulsatile (Denhardt 

& Noda, 1998). In vivo, sur la calvaria (os de la calotte crânienne) une étude a montré qu’après 

expansion forcée de la suture sagittale, les souris OPN
-/-

 referment moins rapidement leur suture que 

leurs homologues sauvages (Figure 24), en partie parce que l’activité de formation est moindre 

(Morinobu et al., 2003).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 24  : Fermeture de la suture sagittale du crâne induite par expansion forcée chez des souris WT et OPN
-/-

. 

Les images du haut sont des représentations 3D des sutures. Le graphe de gauche représente le volume osseux. Le 

graphe de droite représente l’aire de l’espace entre les deux os pariétaux. Morinobu et. al., 2003. 
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Tableau 2 : Résumé des études ayant analysé l’effet de contraintes mécaniques in vitro ou in vivo sur l’expression génique de 

l’OPN et de la BSP. 

Modèle Contrainte appliquée Effets Référence 

Cellules 

MC3T3-E1 

Ecoulement laminaire de fluide à 1 Pa, 

1Hz pendant 1h 
Surexpression d’OPN (ARNm : x3) 

(Malone et 

al., 2007) 

Cellules 

MC3T3-E1 
20g d’hyper-gravité pendant 24h 

Surexpression d’OPN (ARNm : x2 ; protéine : 

x1.8) 

(Zhou et al., 

2015) 

Cellules ROS 

17/2.8 

Force compressive intermittente à 13kPa, 

18 cycles/min pendant 48h 

Surexpression d’OPN (ARNm : après 12h de 

contrainte puis retour à l’état de base à 48h ; 

protéine : x1.4 à 48h) 

(Kubota et 

al., 1993) 

Cellules UMR 

106 

Champs magnétiques statiques à 300 et 

800 Gauss pendant 24h 

Surexpression de BSP (ARNm : x2.2 pour 300 

Gauss et x2.7 pour 800 Gauss) 

(Shimizu et 

al., 2004) 

Cellules hMSC 

et hASC 

Pression hydraulique compressive à 1 Psi, 

1Hz, 10 min toutes les 12h durant 7 jours 

Surexpression d’OPN (ARNm : x1.7 (hMSC) ; 

IF : ▲ aire et intensité pour hMSC et hASC) 

Surexpression de BSP (ARNm : x3 (hMSC), x2 

(hASC) ; IF : ▲ aire et intensité pour hMSC et 

hASC) 

(Park et al., 

2012) 

Cellules hPLF 
Centrifugation à 20, 50, 100 et 150 g/cm2 

pendant 60 min 

Surexpression d’OPN (ARNm : augmentation à 

toutes les conditions ; protéines : augmentation à 

20 et 50 g/cm2)  

(Hong et al., 

2010) 

Cellules UC-

MSC 

Mise sous tension par force de traction à 

l’aide d’un sous vide à 5% ou 10%, 5sec 

puis 15 sec repos pendant 10 jours   

Surexpression d’OPN (ARNm) à 5% 
(Kang et al., 

2012) 

Cellules BMSC 

Force de cisaillement par écoulement de 

fluide à 1,6 dyn/cm2 pour 5, 30 ou 120 

minutes  

Surexpression d’OPN (ARNm à 30 min ; 

protéines à 5, 30 et 120 minutes) 

Surexpression de BSP (ARNm à 30 et 120 

minutes) 

(Kreke et al., 

2005) 

Cellules rMSC 
Force d’étirement à 5%, 1Hz, durant 4h 

pendant 3 jours 
Surexpression d’OPN (ARNm) 

(Byrne et al., 

2008) 

Cellules 

MC3T3-E1 

Compression hydraulique intermittente à 

13kPa, 0,3Hz pendant la prolifération ou 

la différentiation 

Surexpression d’OPN (ARNm : x1.5 en 

prolifération et x2 en différentiation) 

(Klein-

Nulend et al., 

1997) 

Cémentoblastes 

de racines de 

dents de bovins 

nouveaux-nés 

Force de traction à 2000 ou 4000 µε, à 

0,5Hz, pendant 3, 6, 12, 24 ou 36 heures 

Surexpression de BSP dès 3h de contrainte avec 

un pic à 24h (ARNm : x10 à 2000 µε et x6 à 4000 

µε) et rechute à 36h 

(Yu et al., 

2009) 

Cellules Soas-2 
Force compressive continue à 0.5, 1, 2 ou 

3 g/cm2 pour 1, 3, 6, 9, 12 ou 24h 

Surexpression d’OPN (ARNm à 1g/cm2 ; de 1 à 

6h ; protéines à 1g/cm2 : de 1 à 12h) 

Surexpression de BSP (ARNm : augmentation 

graduelle surtout à 1 g/cm2 à partir de 3h et 

jusqu’à 24h ; protéines à 1g/cm2 : de 3 à 24h) 

(Mitsui et al., 

2005) 

Cellules 

MC3T3-E1 

Force de cisaillement par écoulement de 

fluide à 2N/m2, 1Hz,  
Surexpression d’OPN (ARNm : x4 après 24h) 

(You et al., 

2001) 

Cellules hPDLC 
Centrifugation à 80g pendant 1, 2, 6, 8 et 

12h 

Surexpression d’OPN (ARNm : augmentation de 

1h à 12h) 

Surexpression de BSP (ARNm : augmentation de 

6h à 12h) 

(Jiang & 

Tang, 2018) 

Cellules 

MC3T3-E1 

Force compressive faible (1.4 à 1.9 µε), 

moyenne (2.8 à 3.7 µε) et forte (4.2 à 5.6 

µε) 

Surexpression d’OPN (ARNm : x4 à 4.2 µε après 

72h) 

(Owan et al., 

1997) 

Rats mâles 

Sprague-Dawley 

Insertion d’un morceau d’élastique entre 

les premières et deuxièmes molaires 

supérieures pendant 6 à 288h 

Surexpression d’OPN (ARNm : augmentation de 

12h à 48h puis chute jusqu’à 96h ; ostéocytes 

positifs à l’OPN : augmentation après 48h) 

(Terai et al., 

1999) 

Souris 129/SV 
Force d’expansion de la suture sagittale à 

20g  

Surexpression d’OPN (ARNm : dans la calvaria ; 

protéines : accumulation d’OPN dans les zones de 

formation sur les bords internes de l’os pariétal au 

niveau de la suture élargie  

(Morinobu et 

al., 2003) 

Rats femelles 

Sprague-Dawley 

Flexion à 4 points sur le tibia droit à 65N, 

2Hz pendant 3 min 

Surexpression d’OPN (ARNm : x4 après 6h et 

24h) 

(Miles et al., 

1998) 

Lapins néo-

zélandais 

femelles 

Fléchissement du troisième doigt d’une 

patte avant à 0,42N, 1Hz, 2h/jour, 3 fois 

par semaines durant 10 semaines 

Augmentation du marquage IHC d’OPN dans le 

cartilage articulaire de l’articulation du troisième 

doigt ayant reçu la contrainte 

(King et al., 

2005) 
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F.  Objectifs de la thèse 

 

L’ensemble des éléments présentés ci-dessus souligne l’importance de la BSP et de l’OPN dans la 

physiologie osseuse à travers :  

- Leurs effets sur les activités cellulaires de formation (vitesse et minéralisation) et de résorption. 

- Leurs interactions croisées mises en évidence par des extinctions géniques (surexpression d’OPN 

chez les BSP
-/-

, phénotype osseux distinct des DKO) ou sous stimulation hormonale (PTH). 

- Leur surexpression rapide à la suite des contraintes mécaniques. 

 

L‘objectif de cette thèse était de s’appuyer sur les modèles de génétique expérimentale disponibles et 

déjà largement décrits dans notre groupe, ainsi que sur ses plateformes uniques et son expertise en 

matière d’expérimentation animale pour explorer le rôle de ces deux protéines aux fonctions associées 

dans la réponse osseuse aux contraintes mécaniques. 

 

Pour ce faire, deux modèles de stimulation mécanique testés et validés par notre laboratoire, la 

vibration du corps entier (WBV) et l’hypergravité (HG), ont été appliqués à des souris BSP
-/-

, OPN
-/-

 et 

DKO, et l’adaptation de leur squelette à ces défis mécaniques a été analysée par des approches 

d’imagerie tomographique, d’histomorphométrie et de biologie moléculaire.  
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II) Travaux réalisés 

Une première partie présente les effets des deux régimes de contrainte sur les données architecturales, 

histomorphométriques et d’expression génique des 4 génotypes. Elle fait l’objet d’un article finalisé, et 

sera présentée sous forme de « pre-print ».  

 

Une deuxième partie, présentée de manière moins formelle, développera l’analyse détaillée de la 

cinétique de réponse de l’os cortical de souris des quatre génotypes soumises à la WBV, ainsi que 

l’impact de ce défi sur le réseau lacuno-canaliculaire. Nous y utiliserons des techniques 

d’histomorphométrie récemment mises en place dans notre laboratoire et qui ont été réadaptées dans 

cette thèse pour répondre aux questions biologiques propres à notre étude. De ce fait les différentes 

étapes de la méthode utilisée seront détaillées et accompagnées d’annexes méthodologiques.    
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Abstract 

Osteopontin (OPN) and Bone Sialoprotein (BSP), two proteins co-expressed in bone and involved in 

remodeling and mineralization, display overlapping and complementary properties. Both genes show a 

rapidly increased expression in response to mechanical stimuli, suggesting a role in skeletal adaptation 

to loading. To clarify their respective functions in this process, we tested Wild-type (WT), BSP 

knockout (BSP
-/-

), OPN knockout (OPN
-/-

) and BSP+OPN double knockout (DKO) mice in two 

models: hyper-gravity (HG, 2G, 3 weeks) and whole body vibration (WBV, 2G, 90Hz, 15min/day, 5 

days/week, 6 weeks).  

HG increased trabecular bone volume (BV/TV) in the distal femur of WT (+20%, p<0.05) and BSP
-/-

 

mice (+27%, p<0.05). In contrast, HG decreased BV/TV in OPN
-/-

 femur (-21%, p<0.05) and did not 

affect DKO mice. HG reduced osteoclast surfaces (Oc.S/BS) in WT (-21%, p<0.05) and increased 

bone formation rate (BFR/BS) in BSP
-/- 

mice (+41%, p<0.05). Oc.S/BS increased under HG in OPN
-/-

 

mice (+51%, p<0.01). WBV did not affect WT and DKO bone but increased cortical thickness in BSP
-

/-
 mice (+7%, p<0.01) and decreased it the OPN

-/-
 (-9%, p<0.01). WBV increased endocortical 

BFR/BS (+40%, p<0.01) in BSP
-/-

 mice, and reduced their periosteal Oc.S/BS (-68%, p<0.05), along 

with decreased RANKL and CathK expression in cortical bone. In contrast, endocortical BFR/BS 

decreased in vibrated OPN
-/-

 mice (-54%, p<0.01) while endocortical Oc.S/BS increased (+95%, 

p<0.05). In summary, while HG and WBV skeletal effects targeted distinct bone compartments, under 

both treatments absence of OPN induced bone loss, while lack of BSP resulted in bone gain. 

Strikingly, the absence of both proteins lead to a relative insensitivity to either mechanical regimens. 

Interplay between OPN and BSP thus appears to be a key element of skeletal adaptation to mechanical 

stimulation. 

 

Key words: Hyper-gravity, Whole Body Vibration, Osteopontin, Bone Sialoprotein, Knockout 
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Introduction 

Mechanical loading ensures the maintenance of bone mass within a defined range of strains and in the 

absence of biological functional defects. The primary source of mechanical inputs on the skeleton is 

body weight, generated by the gravitational force. In a condition of unloading such as space flight 

microgravity, the body is in mechanical discharge, leading among other effects to bone loss (1,2). This 

bone loss can also be found by the sedentary lifestyle and situations of immobilization. In contrast, 

hyper-gravity (HG) accentuates the effect of body weight and has been shown in murine models to 

result in bone gain, its osteogenic effect being mainly documented at 2G acceleration (3–5).  

In a more general situation, i.e. physiology on earth, any mechanical stimulus added to the weight 

might increase the signal perceived by bone. The mechanical impacts that the whole body receives 

daily (by physical activity or walking for example) are transmitted in large part by a vibratory signal. 

Physical activity has been shown to increase bone mass and limit the risk of fractures (6,7). In order to 

simulate the beneficial effects of physical activity in people with bone pathologies and/or disabilities 

and in menopausal women (8,9), whole body vibration (WBV) is often described as a promising 

therapy. WBV aims to simulate an external mechanical impact by applying an oscillatory movement 

on a body while controlling different parameters such as acceleration in G and frequency in Hz. 

Studies on the effects of different WBV settings on bone have been largely performed in murine 

models, in basal conditions such as during growth or on aged rodents (10–13), or in bone-

compromising situations such as fracture and/or ovariectomy (14,15). Our laboratory has previously 

validated both HG and WBV mechanical stimulation models in control (C57Bl/6) mice. These studies 

showed that each protocol displays structural effects targeting a specific bone compartment (3,10). For 

a 2G acceleration, HG increases trabecular bone mass (3), whereas WBV (at 90Hz) accelerates 

cortical bone accrual (10). 

On the bone tissue side, several biological markers are well known to be elements of mechanical 

adaptation, i.e. playing a role in the perception and/or response of the skeleton to mechanical loading. 

Osteopontin (OPN) and Bone Sialoprotein (BSP) have been shown in many models to be rapidly 

expressed by bone cells in response to mechanical stimulation, thus becoming early markers of bone’s 

perception of loading (16–19). Together with Matrix Extracellular Phosphoglycoprotein (MEPE), 

Dentin Matrix Protein-1 (DMP1) and Dentin Sialophosphoprotein (DSPP), OPN and BSP form the 

SIBLING (Small Integrin Binding Ligand N-linked Glycoproteins), a family of related bone matrix 

components whose genes are aligned on the same chromosome (4 in human, 5 in mouse (20,21)). In a 

129sv/CD1 mouse genetic background (wild-type, WT) single gene knockouts of BSP (BSP
-/-

, (22)), 

OPN (OPN
-/-

, (23)), as well as a double knockout (BSP
-/-

 + OPN
-/-

 = DKO, (23)) have been developed. 

Young (2 month old) OPN
-/-

 mice present with a thicker femur cortical bone than WT, while BSP
-/-

 

cortices are consistently thinner (23); also, young OPN
-/-

 trabecular bone presents with thicker and less 

numerous trabeculae than other genotypes. We generated DKO mice because of the evidence of 
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physiological interactions between BSP and OPN in bone (24) and because BSP
-/-

 mice over-express 

OPN protein in bone tissue and in blood (25,26). 

Only one study looked at the effect of increased mechanical stress on OPN
-/-

 mice in the skull bones 

and showed a delay in formation activity under tensile mechanical stress (17). However, no study to 

date has looked at the effects of loading on other bone compartments of OPN
-/-

, BSP
-/-

 or DKO mice. 

Because respective OPN and BSP deletions affect cortical bone in opposite ways and trabecular bone 

in a relatively same manner, we tested our mice under both HG and WBV to take advantage of their 

compartment-specific effects. Our results confirm in a different mouse background the respective 

effects of HG and WBV regimens on cortical and trabecular bone, but also show that their actions 

converge in the biological outcome for each genotype. Under both HG and WBV, the absence of OPN 

reverses the physiological response by inducing bone loss, and the absence of BSP induces or 

potentiates bone gain, while the non-expression of both proteins results in bone insensitivity. 
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Materials & Methods 

Animal care 

Wild type (WT) 129sv/CD1 mice, along with BSP
-/-

, OPN
-/-

 and DKO mice under the same genetic 

background were used in the experiments. BSP
-/-

 mice have been generated by homologous 

recombination (22). OPN
-/-

 and DKO mice were engineered through targeted deletion, using the 

Transcription Activator-Like Effector nuclease (TALEN) technique on a BSP
+/- 

background, as 

described (23). For line maintenance and experimentation, the animals were housed and bred in the 

PLEXAN facility (Platform for Experiments and Analysis, Faculty of Medicine, University Jean 

Monnet of Saint-Etienne, Saint-Etienne, France). Mice were kept at standard temperature (23±2°C), in 

a light-controlled environment (12 h light/12 h dark cycle) and were fed a standard pellet diet (SAFE 

A03, Safe, Augy, France) with water ad libitum. All animal experiments have been approved by the 

local ethical committe (Comité d'Ethique en Experimentation Animale de la Loire CEEAL-UJM, 

agreement Nr°98) and the Animal Welfare Committee of the PLEXAN. After screening by the 

CEEAL-UJM, HG experiments received approval from the national authority (Ministère de 

l'Enseignement Supérieur, de la Recherche et de l'Innovation, APAFIS Nr 8160-2016112415129882 

v6). The procedures for the care and killing of the animals were in accordance with the European 

Community Standards on the care and use of laboratory animals (Ministère de l'Agriculture, France, 

Authorization Nr°42-18-0801).   

 

Hyper-gravity regimen 

A 1.4m radius centrifuge with four peripheral gondolas which is an open facility owned by CNES 

(Centre National d’Etudes Spatiales, Paris, France) is associated with an electronic control system 

(COMAT Aérospace, Flourens, France) and is housed in the PLEXAN facility and was used as 

described ((3), Figure 1A). All gondolas are equipped with a camera-based monitoring system to track 

the behavior of the animals and the food/water stocks (Figure 1B). Two-month-old male mice of all 4 

genotypes were separated between controls, kept at normal gravity (1G) and a centrifuged group 

(n=10 mice/group). Cages of the 2G groups were transferred into the gondolas (10 mice/cage/gondola, 

Figure 1B), and the centrifuge was run at 2G acceleration for 3 weeks, with a weekly 5 minute stop to 

weigh the mice and renew food and water. Each start (1G to 2G) and each stop (2G to 1G) of the 

centrifuge lasted 40 seconds. Control cages were kept in the centrifuge room to homogenize 

environmental factors.  

 

Whole body vibration regimen  

Shaker platforms (TIRA Vibration Test Systems TV 52120, Schalkau, Germany) on which aluminum 

discs (30cm diameter, 4mm thickness) are attached were used to generate vibrations as described 
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((10), Figure 1C). The g-level was controlled by an accelerometer (PBB Piezotronics, 100mV/g, ref 

352C33) taped under the disc at midradius distance. Two-month-old male mice of all 4 genotypes 

were separated between controls (CT, n=10) and vibrated (VB, n=10). During each WBV session, all 

mice from the same cage (n=5 mice/cage) were put on the shaker’s disc and left free to move (Figure 

1C). For VB mice, the plates were accelerated at 2G, at a 90 Hz frequency (sinusoidal signal) for 15 

min/day, 5 day/week (Monday to Friday) during 6 weeks. CT mice were put on an inactive shaker for 

15 minutes during the vibration sessions, alternating with the VB.  

 

 

Figure 1: Devices used for mechanical stimulation on mice. For hyper-gravity experiment (A) the centrifuge is 

composed of a central disc and four peripheral gondolas. (B) The gondolas are designed to hold rodent cages 

and are equipped with a video surveillance system to monitor animal behavior as well as food and water 

supplies. For whole body vibration experiments, (C) the mice are placed on an aluminum disk that is attached to 

a shaker platform during the vibration session. 
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Tetracycline labelling and sample collection 

In order to label bone formation surfaces, all mice were injected with 30 mg/kg tetracycline (TTC, 

Sigma-Aldrich) in saline solution, seven days and three days before killing. At the respective ends of 

HG and WBV experiments, all mice were euthanized and femora, vertebrae and tibiae were collected. 

 

Microtomography 

For microtomographic (µCT) analysis, formalin-fixed and ethanol dehydrated femur and second 

lumbar (L2) vertebra were scanned with a Viva CT40 tomograph (Scanco Medical, Bassersdorf, 

Switzerland) in accordance with American Society for Bone and Mineral Research guidelines (27). 

Data were acquired at 55 keV with a 145 mA current and a 10 µm isotropic cubic resolution. Three-

dimensional reconstructions were generated using the following parameters: σ=1.2; support=2; 

threshold=245 for trabecular bone and 280 for cortical bone.  

The structural parameters of trabecular bone, bone volume/trabecular volume (BV/TV), trabecular 

thickness (Tb.Th), trabecular number (Tb.N), trabecular separation (Tb.Sp), structure model index 

(SMI) and density of connections (Conn.D) were measured in a set of 150 sections above the distal 

growth plate of the femur and from all sections between the two growth plates of the L2 vertebra, 

within Regions of Interest (ROI) excluding primary trabecular bone and cortical bone, manually 

defined by the same operator on transversal 2D images. The structural parameters of the femur 

midshaft, cortical thickness (Ct.Th), total cross sectional area (Tt.Ar), cortical area (Ct.Ar), marrow 

area (Ma.Ar), cortical porosity (Ct.Po), maximal (Imax) and minimal areal moment of inertia (Imin), 

polar moment of inertia (pMOI = Imax + Imin), maximal radius perpendicular to Imax direction 

(Cmax), minimum radius perpendicular to Imin direction (Cmin), section module (Imax/Cmax and 

Imin/Cmin) and tissue mineral density (TMD), as calibrated with an HAP phantom, were calculated 

by integration of the value on each transverse section of a set of 60, starting 500 sections (5 mm) 

above the distal growth plate.  

Local cortical thickness measurements were performed on the 30th section of each cortical image 

stack using the tomographic software. Along the transverse (longest) axis of the cortical bone image, 

local thickness measurements were made every 45 degrees to compartmentalize the cortical bone into 

several anatomical sectors. 

 

Histomorphometry 

After µCT analysis, femur bones were cut in two with a Dremel model 395 electric drill fitted with a 

diamond blade (Dremel Multipro, Breda, Netherlands) at the lower two-thirds of their length. Both 

parts were embedded in methyl-methacrylate.  

The distal metaphysis was cut longitudinally with a tungsten-carbide-bladed microtome (Leica 

SM2500E, Wetzlar, Germany) to obtain 9 µm slices. These were stained with modified Goldner’s 
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trichrome or with tartrate-resistant acid phosphatase (TRAcP) histochemistry for osteoclasts, or were 

left unstained. The software Bone v.3.50 (Explora Nova, La Rochelle, France) coupled to a camera 

MicroFire (Optronics, Goleta, United States) and a microscope Leitz DMRB (Leica, Wetzlar, 

Germany) were used to take images of Goldner-stained sections and to measure on them the fractional 

trabecular bone volume inside the ROI (BV/TV, on %) and trabecular thickness (Tb.Th, in µm) in 

order to normalize the measurement of cellular bone parameters. The latter were analyzed in a live 

way via developed in-house software coupled to a digitizing table Summasketch III (Summagraphics, 

Paris, France) and a microscope Axio Scope.A1 (Carl Zeiss, Oberkochen, Germany). Bone formation 

was assessed on unstained sections by measuring single (sLs/BS) and double TTC labeled surfaces per 

bone surface (dLs/BS) and derive mineralizing surfaces per bone surface (MS/BS, in %, with MS = 

0.5*sLs+dLs). The mineral apposition rate (MAR, in µm/day) was assessed as the distance between 

double labels (measured at equidistant locations separated by about 30 µm). The bone formation rate 

per bone surface (BFR/BS, in µm³/µm²/day) was calculated as (MS/BS)*MAR. Osteoclast surfaces 

per bone surface (Oc.S/BS, in %), osteoclast number per bone perimeter (N.Oc/B.Pm) and osteoclast 

mean length (Oc.Le) were measured on TRAcP stained sections, after counter-staining with light 

green. All histomorphometric measurements on femoral trabecular metaphyseal bone were performed 

up to 1.5 mm above the distal growth plate, excluding primary trabecular bone and cortical bone in 

order to fit with the ROI of the µCT analysis. Histomorphometry results for each mouse are averages 

of measurements done on 5 sections. 

The midshaft part of the femur was cut transversely with a diamond-coated wire (Escil, Precision 

Diamond Wire Saw, Chassieu, France) into 300 µm slices. One slice per mouse, taken within the 

midshaft area assessed in µCT, was chosen to measure in a live way the cellular activity parameters, as 

described previously. Bone formation parameters, mineralized perimeter per bone perimeter 

(MPm/BPm, in %), MAR and BFR per bone perimeter (BFR/BPm, in µm
2
/µm/d) were measured on 

the unmounted section, kept flat on a slide with a few drops of alcohol during analysis. The section 

was then gradually rehydrated, TRAcP-stained, mounted and re-analyzed for osteoclast perimeter per 

bone perimeter (Oc.Pm/BPm, in %). All measurements were done on endocortical (Ec.) and periosteal 

surfaces (Ps.) separately, and on both surfaces of each slice, whose values were averaged.  

 

Real-Time PCR 

For quantitative real-time PCR analysis (RT-qPCR) of the cortical bone, collected tibiae were cleaned 

from connective tissue, their shafts were cut-out and flushed with sterile PBS, then crushed in liquid 

nitrogen with a mixer mill (Sartorius, Gottingen, Germany) using steel balls before extraction with 

Tri-Reagent (Sigma-Aldrich). In HG experiment, the bone shaft of fresh tibiae was alternatively 

flushed with Tri-Reagent. RNA harvested with Tri-Reagent was purified on columns according to the 

manufacturer's instructions (Rneasy Plus Mini Kit, Qiagen, Hilden, Germany). RNA amounts were 
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assessed with the Ribogreen kit (Invitrogen, Life Technologies, Eugene, OR, USA) and their quality 

checked with the Experion automated electrophoresis station (Bio Rad, Hercules, CA, USA). 

Messenger RNA was reverse transcribed (iScript cDNA synthesis Kit, Biorad) according to 

manufacturer's instruction, then 400 ng of cDNA were amplified through qRT-PCR using the SYBR 

Green I dye (Lightcycler faststart DNA masterSYBR green I, Roche, Germany). Primer sequences for 

the genes of interest are given in Table S1. The expression of the housekeeping gene (GAPDH) did 

not vary significantly within or between genotypes in either experimental setting (data not shown).  

 

Statistics 

Weight curves were compared by 2-way ANOVA (time and mechanical challenge). For all other data, 

inter-group comparisons were performed with Fisher’s t-test whenever the conditions of normality 

(Shapiro-Francia test) and homoscedasticity (F-test) were verified. In non-normality conditions, the 

non-parametric Wilcoxon-Mann-Whitney U-test was used. 
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Results 

Bone phenotype of wild type and mutant mice 

The bone phenotypes of the 4 mouse lines used in this study has been extensively described 

(22,23,28). Briefly, the trabecular BV/TV of the distal femur in BSP
-/-

 and OPN
-/-

 mice is similar to 

WT at 2 months (the start of our experiments) and increases to values higher than WT (~+25%) in 

mature, 4 months old mice (23). DKO mice have lower values (-30%) at 2 months that reach WT 

values by 4 months (23). At the end of our experiments OPN
-/-

 values were already higher than WT, 

while BSP
-/-

 values, although systematically higher, were still within WT range (Tables S2, S4).  BSP
-

/-
 mice are characterized by thinner cortices than WT, while OPN

-/-
 cortical bone is thicker (23). DKO 

cortical bone has the same average Ct.Th as WT, but presents remarkable macro-porosities in the 

posterior part of the midshaft (23). These data are found at the end of our experiments between control 

mice with in addition no difference in the calculated biomechanical parameters such as pMOI, Imax, 

Imin, Imax/Cmax and Imin/Cmin (Table S4). 

 

Hyper-gravity induces trabecular bone loss in OPN
-/-

 mice, in contrast to 

bone gain in BSP
-/-

 mice 

Video observations showed that 2G mice stayed largely still during the first week, then started to 

move around in the cage for the rest of the experiment. The weight gain curve was lower at 2G than at 

1G for WT and OPN
-/-

 mice, with a similar trend for BSP
-/-

 and DKO, although the final weight of 2G 

mice was <1G only for the WT (Figure S1). No difference in femur length was observed between the 

1G and 2G mice in either genotype (Table S2). 

Under HG, WT and BSP
-/-

 mice increased their trabecular BV/TV and Tb.Th in the distal femoral 

metaphysis with the addition of an increase of Conn.D for BSP
-/-

 mice (Figure 2, Table S2). Strikingly, 

OPN
-/-

 mice lost trabecular BV/TV (-27%), Tb.N (-17%) and Conn.D (-20%) under HG, with no 

change for the DKO (Figure 2). Similar effects of HG were observed in L2 vertebrae for all genotypes 

except the WT, which showed no bone gain under HG, highlighting the greater overall response of 

BSP
-/-

 mice (Table S2). HG did not significantly affect the cortical bone in either genotype (Table S2).  
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Figure 2: Effect of 2G hyper-gravity on the trabecular network of the femoral distal metaphysis bone of WT, 

OPN
-/-

, BSP
-/-

 and DKO mice. µCT analysis allowed (A) 3D reconstruction images as well as the measurement 

of (B) architectural parameters: BV/TV, Tb.Th, Tb.N and Conn.D. The graph gives p-values between 1G and 

2G, in bold lettering when <0.05, Mann-Whitney U test, N = 9-10 mice/group. See also Table S2. 
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Hyper-gravity effects on bone cellular activities are genotype specific 

In WT trabecular bone, HG decreased significantly Oc.S/BS, along with a trend towards higher 

BFR/BS (Figure 3A, C). Concomitantly, RT-qPCR analysis showed increased OSX, OCN and ALP 

expression and a trend towards a decrease of TRAcP expression inside the shaft of WT mice at 2G 

(Figure 3D, Table S3). HG increased trabecular bone remodeling in OPN
-/-

 mice, with higher BFR/BS 

and Oc.S/BS as well as increased OSX, ALP, OCN and TRAcP expression (Figure 3A, C, D, Table 

S3). BSP
-/-

 mice showed a specific increase in  BFR/BS with no change in Oc.S/BS (Figure 3A, B) 

with an increase of ERα and a trend towards higher ALP (Figure 3D). DKO mice showed no 

significant change in bone cellular activity or RNA expression under HG (Figure 3A, D, Table S2, 

S3). In cortical bone, despite no architectural changes in the 4 genotypes under HG, OPN
-/-

 and BSP
-/-

 

mice showed similar gene responses with a drop in OCN, SCLN, DMP1 and MEPE expression (Table 

S3).  
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Figure 3: Effect of 2G hyper-gravity on the trabecular cellular dynamics of the femoral distal metaphysis and on the 

molecular markers in the femoral shaft of WT, OPN
-/-

, BSP
-/-

 and DKO mice. Histomorphometric analysis showed (A) 

formation activity (BFR/BS) and osteoclast surfaces (Oc.S/BS) at the end-point of the experiment. (B) White arrows 

indicate trabecular double labeling surfaces in BSP
-/-

 mice from 1G and 2G groups, showing a clear increase under HG. 

(C) Osteoclast surfaces are counted using TRAcP staining (in red). Under HG, these surfaces decreased in WT mice 

and increased in OPN
-/-

 mice. qRT-PCR analysis showed (D) RNA expression in the shaft, given as ratio of the 

housekeeping gene GAPDH. Abbreviations: GAPDH: glyceraldehyde-3-phosphate dehydrogenase; OCN: osteocalcin; 

ALP: alkaline phosphatase; ERα: estrogen receptor alpha; TRAcP: tartrate-resistant acid phosphatase. The graph gives 

p-values between 1G and 2G, in bold lettering when <0.05, Mann-Whitney U test, N = 5-10 mice/group. See also 

Tables S2 and S3. 
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Whole body vibration induces cortical bone loss in OPN
-/-

 mice, in contrast 

to bone gain in BSP
-/-

 mice 

Although the animals displayed wariness during the first vibration sessions, and the DKO and BSP
-/-

 in 

particular tended to huddle in the middle of the plates, mice from all genotypes roamed around freely 

under WBV after a few days. The vibration regimen did not affect either the weight curve or the final 

femur length in all genotypes, although all weight curves were stalled for the first ~2 weeks, 

suggestive of a general stress likely resulting from repeated manipulation (Figure S2, Table S4). OPN
-

/-
 was the only genotype to display an effect of WBV on the trabecular compartment, with a loss of 

BV/TV in the distal femoral metaphysis (-27%) and L2 vertebra (-18%), associated with increased 

Oc.S/BS in the femur metaphysis (+72%, Table S4). 

In cortical bone, WT and DKO mice showed no structural change under WBV (Figure 4). Vibrated 

OPN
-/-

 mice displayed significant decrease of Ct.Th, Ct.Ar and Tt.Ar (-9%, -13% and -9% 

respectively, Figure 4). This was concomitant to a significant reduction of biomechanically relevant 

parameters such as pMOI (Figure 4B) Imax/Cmax and Imin/Cmin (Table S4). In contrast, BSP
-/-

 mice 

showed a significant increase in Ct.Th (+7%) under WBV (Figure 4), with a trend towards a decrease 

of the Ma.Ar/Tt.Ar ratio (p = 0.0607, Table S4) with no change in Tt.Ar (Figure 4), indicative of a 

narrowing medullary space under WBV. 

 

 

Figure 4: Effect of WBV on the femoral cortical bone of WT, OPN
-/-

, BSP
-/-

 and DKO mice. µCT analysis 

allowed the measurement of architectural parameters: Ct.Th, Ct.Ar, Tt.Ar and pMOI. The graph gives p-values 

between CT and VB, in bold lettering when <0.05, Mann-Whitney U test, N = 9-10 mice/group. See also Table 

S4. 
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Whole body vibration induces opposite cellular responses in OPN
-/-

 and 

BSP
-/-

 cortical bones 

WBV did not affect significantly formation and resorption parameters in endocortical and periosteal 

surfaces of WT and DKO mice, except for a trend towards increased endocortical BFR/BPm in the 

DKO (Figure 5A), and a similar trend towards increased OCN expression (p = 0.0687, Table S5). 

Vibrated OPN
-/-

 mice showed a decrease in endocortical formation (Ec. MPm/BPm: -46%; Ec. 

BFR/BPm: -54%, Figure 5A, 6A,) and periosteal MAR (Ps. MAR: -21%, Figure 5B, 6A) and an 

increase in endocortical resorption (Ec. Oc.Pm/BPm: +95%, Figure 5A, 6A) along with a trend 

towards decreased OCN expression (p = 0.0621, Table S5). Vibrated BSP
-/-

 mice increased formation 

activity both on the endocortical (Ec. MAR: +39%; Ec. BFR/BPm: +40%, Figure 5A, 6A) and 

periosteal surfaces (Ps. MAR: +20%; Ps. BFR/BPm: +29%, Figure 5B, 6A), concomitant with a 

decrease in periosteal Oc.Pm/BPm (-68%, Figure 5B, 6A). BSP
-/-

 mice also showed a drop in RANKL, 

Cathepsin K, and OPN expression under WBV (Figure 7), along with a trend towards reduced SCLN 

expression (Table S5). 

The balance between formation and resorption effects on the periosteal and endosteal surface resulted 

in uneven thinning of cortical bone in vibrated OPN
-/-

 mice, which was mostly localized in the 

anterolateral and posterolateral sectors, while cortical thickening in vibrated BSP
-/-

 mice occurred in 

all sectors except the lateral part (Figure 6B). 
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Figure 5: Effect of WBV on the cortical cellular dynamics of the femur of WT, OPN
-/-

, BSP
-/-

 and DKO mice. 

Histomorphometric analysis showed (A) endocortical and (B) persioteal MPm/BPm (mineralized perimeter per 

bone perimeter), MAR (mineral apposition rate), BFR/BPm (bone formation rate per bone perimeter) and 

Oc.Pm/BPm (osteoclast perimeter per bone perimeter). The graph gives p-values between CT and VB, in bold 

lettering when <0.05, Mann-Whitney U test, N = 5-10 mice/group. See also Table S4. 
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Figure 6: Site targeted effect of WBV on WT, OPN
-/-

, BSP
-/-

 and DKO cortical bone. (A) Tetracycline labeling 

and TRAcP staining of osteoclasts in OPN
-/-

 and BSP
-/-

 cortical sections from CT and VB groups; bar = 250 µm; 

white arrows: formation surfaces, blue arrows: osteoclast surfaces. Abbreviations: TTC: tetracycline; TRAcP: 

tartrate-resistant acid phosphatase; Ec: endocortical surface; Ps: periosteal surface. (B) Effect of WBV regime on 

local femoral cortical bone thickness of OPN
-/-

 and BSP
-/-

 mice. The graphs show the percent variation of VB vs 

CT in each sector (mean+/-SD), for OPN
-/-

 (yellow bars) and BSP
-/-

 mice (red bars). *: p < 0.05, **: p < 0.01, 

***: p < 0.001 vs CT, Fisher’s t-test, N = 9-10 mice/group. The schematic on the right summarize the targeted 

effects of WBV on OPN
-/-

 (loss in yellow areas) and BSP
-/-

 cortical bone (gain in red areas). 



73 

 

 

Figure 7: Effect of WBV on mRNA expression in femur cortical bone of WT, OPN
-/-

, BSP
-/-

 and DKO mice, 

given as ratio to GAPDH. Abbreviations: GAPDH: glyceraldehyde-3-phosphate dehydrogenase; RANKL: 

receptor activator of nuclear factor kappa-B ligand; OPN: osteopontin; CATH-K: cathepsin K. The graph gives 

p-values between CT and VB, in bold lettering when <0.05, Mann-Whitney U test, N = 5-10 mice/group. ND = 

not detected. See also Table S5. 
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Discussion 

Although the rapid increase in gene expression of OPN and BSP under mechanical stimulation has 

been amply documented (16–19), no study to date has assessed the effect of their absence on the 

response of bone to increased mechanical signals in an in vivo model. To our knowledge, only one in 

vitro study previously reported that primary bone cells cultured from fragments of OPN
-/-

 long bones 

displayed a deficit of nitric oxide (NO) production under pulsatile fluid flow (29). Moreover, due to 

the complex functional interactions between OPN and BSP that we have highlighted in previous 

studies (23–25), the DKO model is important here to assess the interplay between OPN and BSP under 

mechanical challenge. The present study shows that the single extinction of OPN or BSP affects the 

response of bone to mechanical stimulation in opposite ways, while their concomitant absence results 

in no structural effects. These findings were made in two different mechanical stress models, HG 

which mainly affects trabecular bone (3), and WBV which mainly targets cortical bone (10).  

Our group previously reported an increase of trabecular BV/TV under HG in C57Bl/6 mice, associated 

with a drop of osteoclast surfaces (3). We confirm these results here on 129sv/CD1 outbred mice. This 

contrasts with the response of OPN
-/-

 mice which show a drop in trabecular BV/TV with increased 

osteoclast surfaces. OPN
-/-

 was the only genotype to increase osteoclast surfaces under mechanical 

stress in all the bone compartments investigated by histomorphometry (in the trabecular network under 

both regimen and in the cortical bone under WBV). OPN
-/-

 mice have been shown to be resistant to 

bone loss induced by hindlimb unloading (tail suspension) or ovariectomy, in part due to impaired 

stimulation of osteoclast activity (30–32). Our results indicate that the defect in OPN
-/-

 osteoclast 

sensitivity mice is rescued by mechanical stress. That OPN
-/-

 mice also display a decrease of bone 

formation parameters in the cortical compartment under WBV indicates that the mutation also affects 

the osteoblast response, at least to this type of mechanical signal.  

Under WBV, OPN
-/-

 mice display a higher loss of cortical thickness on the posterolateral and 

anterolateral segments, likely due to increased endocortical resorption and decreased endocortical 

formation, respectively. Since pMOI represents the distribution of bone mass around an axis (33), the 

significant decrease of this parameter in OPN
-/-

 mice under WBV could be explained by this localized 

effect which altered the distribution of cortical bone mass. In addition, OPN
-/-

 mice also showed a drop 

in cortical Tt.Ar and Ct.Ar which also impacts pMOI. Overall, these results suggest a 

mechanoprotective function for OPN in bone. Interestingly, such a role has been described through in 

vivo and in vitro models in the kidney where OPN protects against the deleterious mechanical effects 

of glomerular hypertension on podocytes through its attachment to the αV integrin (34,35). A similar 

cellular mechanism remains to be investigated in bone. 

In BSP
-/-

 mice, cellular responses indicate that bone gain under mechanical stimulation occurs 

primarily through increased formation. Under HG, BSP
-/-

 mice increased their trabecular BFR/BS, and 

molecular data showed a trend towards higher ALP as well as higher ERα expression in shaft flushes, 



75 

 

which sample the endosteal surfaces. ERα role in mechanotransduction has been described as pro-

osteogenic (36–40). It has also been shown that ERα is involved in the induction of osteoblastic 

maturation, through an estradiol-dependent signaling pathway, by upregulating mitochondrial 

cytochrome c oxidase (COX) 1 mRNA and more globally by improving cellular ATP synthesis 

(36,39,41–43). Surprisingly, BSP
-/-

 mice under WBV, in addition to their increased global BFR/BPm 

in cortical bone, also decreased their periosteal resorption activity, which at baseline (in BSP
-/-

 CT) is 

the highest of all 4 genotypes. This correlated with decreased cortical expression of RANKL, CathK 

and OPN. We have previously shown that in contrast to WT, the femoral cortical thickness of BSP
-/-

 

mice is not increased under intermittent PTH administration, which resulted in higher RANKL and 

OPN expression (44). WBV is indeed the only known experimental challenge to increase Ct.Th in 

BSP
-/-

 mice, hinting at a specific role of BSP in the skeletal response to mechanical stimuli. 

Overall, our data suggest that in the absence of BSP, OPN expression is required for the anabolic 

skeletal response to mechanical signals. Conversely, in the absence of OPN, bone loss might be 

dependent on BSP expression. However, because of the overexpression of OPN in the bones of 2 

months old BSP
-/-

 mice (25) and the variations of its expression in challenged BSP
-/- 

bone, all 

indicative of cross-regulation, the apparent insensitivity of DKO mice to either mechanical challenge 

cannot be interpreted as a simple “canceling effect” of the double extinction. Clearly, the interactions 

between OPN and BSP appear to be a key element in the skeletal response to mechanical stress. More 

work will be needed to identify the specific cellular and molecular mechanisms of this cross-talk. In 

particular, a fine temporal analysis of the cortical response will be required to detail and quantify the 

kinetics of the anabolic or catabolic effects (or the lack thereof) observed under WBV, but also the 

impact on osteocytes in all genotypes including the DKO. 

In summary, under two different mechanical stress protocols, targeting distinct bone compartments, 

BSP
-/-

 mice gained bone mass while OPN
-/-

 mice lost bone. BSP
-/-

 bones decreased OPN expression 

under mechanical stress, while BSP regulation in OPN
-/-

 mice was challenge- and site-specific. 

Absence of both proteins (DKO) leads to insensitivity to mechanical stress, at least in terms of final 

outcome and with the challenges used in this work. These results suggest that interplay between OPN 

and BSP is a key element of skeletal adaptation to mechanical stimulation. 
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Figure S1: Weight curves of WT, OPN
-/-

, BSP
-/- 

and DKO mice kept at 1G (Controls) and 2G for 21 days. 

Mice were weighted at day (D)1, 7, 14 and 21 of the experiment. Data for each group are mean±SD, expressed 

as a ratio to the value at D1 (fold Day1). In red bold, p for day-matched 2G vs 1G, Mann-Whitney U test; in 

blue italics, weight gain at D21, in grams (g) and % of D1, and p for G-matched D21 vs D1, paired t test. N=10 

mice/group. 
 

 

Figure S2: Weight curves of WT, OPN
-/-

, BSP
-/- 

and DKO mice submitted to WBV (VB) or not (CT) 15 

minutes/day, 6 days/week for 42 days. Mice were weighted at day (D)1, 7, 14, 21, 28, 35 and 42 of the 

experiment. Data for each group are mean±SD, expressed as a ratio to the value at D1 (fold Day1). In blue 

italics, weight gain at D28, in grams (g) and % of D1, and p for condition-matched D28 vs D1, paired t test. 

N=10 mice/group. 



81 

 

 

Table S1: PCR primer sequences. 

Protein Forward Reverse Gene Bank ID 

OPN cccggtgaaagtgactgattc atggctttcattggaattgc NM_001204201.1 

BSP acaatccgtgccactcactc ggaactatcgccgtctccat NM_008318.3 

DMP1 ccacgaacagtgagtcatc tactggcctctgtcgtagc NM_001359013.1 

MEPE aggctgtgtctgttggactg ccatcctctgtgccttcatc NM_053172.2 

OSX atggcgtcctctctgcttg aaggtcagcgtatggcttct NM_130458.3 

ERα gctactgtgccgtgtgcaat cctccggttcttgtcaatgg NM_010516 

ALP agttactggcgacagcaagc ggacctgagcgttggtgtta NM_007431.2 

OCN ctctgacctcacagatgccaa ctggtctgatagctcgtcaca NM_001032298.3 

SCLN tcctcctgagaacaaccagac tgtcaggaagcgggtgtagtg NM_024449.5 

POSTN attaggcttggcatcctctc agatagccgtccgatacaca NM_015784.2 

RANKL agcatcgctctgttcctgta ccatgagccttccatcatag NM_011613.3 

CATH-K tgaccactgccttccaatac tgccgtggcgttatacatac NM_007802.4 

TRAcP ggcaacgtctctgcacagat ttgagccaggacagctgagt NM_001102405.1 

GAPDH aaggtcggtgtgaacggatt attctcggccttgactgtgc NM_008084 

Abbreviations: OPN: osteopontin; BSP: bone sialoprotein; DMP1: dentin matrix protein 1; MEPE: matrix 

extracellular phosphoglycoprotein; OSX: osterix; ERα: estrogen receptor alpha; ALP: alkaline phosphatase; OCN: 

osteocalcin; SCLN: sclerostin; POSTN: periostin; RANKL: receptor activator of nuclear factor kappa-B ligand; 

CATH-K: cathepsin K; TRAcP: tartrate-resistant acid phosphatase ; GAPDH: glyceraldehyde-3-phosphate 

dehydrogenase (housekeeping gene). 
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 Table S2: Effects of hyper-gravity on architectural and dynamic bone parameters. 

Bone Compartments Parameters 

Genotypes 

 WT  OPN-/-  BSP-/-  DKO 

 1G 2G  1G 2G  1G 2G  1G 2G 

Vertebra Trabecular bone BV/TV (%)  13.1±1.5 13.7±2.7  22.4±3.0*** 19.1±2.5#  23.2±2.6*** 27.5±2.8##  25.3±4.3*** 25.1±4.0 
Tb.Th (µm)  45±2 47±2  52±2*** 51±2  52±2*** 55±3##  52±4*** 53±3 

Tb.N (1/mm)  3.8±0.2 3.7±0.4  4.5±0.2*** 4.4±0.3  4.5±0.2*** 4.7±0.1#  4.8±0.4*** 4.6±0.4 
Tb.Sp (µm)  264±16 271±26  218±12*** 226±17  217±12*** 206±11#  202±19*** 209±16 

Conn. D (1/mm3)  107±17 110±34  158±14*** 159±26  173±21*** 179±17  189±23*** 174±25 
SMI  1.9±0.2 1.7±0.2  1.1±0.2*** 1.4±0.2#  1.0±0.2*** 0.7±0.3##  1.2±0.3*** 1.2±0.4 

 Whole bone Length  15.5±0.4 15.6±0.2  15.6±0.3 15.6±0.2  14.7±0.6** 14.3±0.3  15.2±0.5 15.1±0.5 

Femur Trabecular 
bone 

BV/TV (%)  10.9±3.0 13.9±1.7#  22.2±3.6*** 16.3±5.0##  13.5±3.2 17.1±2.5#  14.3±2.5* 12.6±3.1 
Tb.Th (µm)  52.6±4.4 58.5±5.8#  60.4±40.0** 57.0±3.3  51.4±2.2 56.1±2.7##  56.9±5.2 55.2±4.8 

Tb.N (1/mm)  3.8±0.33 3.7±0.61  4.6±0.30*** 3.9±0.70#  4.3±0.4* 4.4±0.5  3.9±0.5 3.7±0.5 
Tb.Sp (µm)  259±23 278±52  213±17*** 267±54#  232±28* 224±25  262±39 270±43 

Conn. D (1/mm3)  65±27 73±30  129±14*** 103±35#  103±31*** 127±21  87±23** 69±22 
SMI  2.6±0.3 2.3±0.3#  1.5±0.4*** 2.0±0.4#  2.3±0.3* 2.0±0.2#  2.1±0.2** 2.4±0.3 

MS/BS (%)  9.35±3.02 10.86±4.53  5.68±3.72* 11.14±1.74#  14.0±3.1* 20.4±2.9#  13.8±6.1 15.5±5.3 
MAR (µm/d)  1.01±0.11 1.10±0.14  1.05±0.19 1.19±0.12  1.06±0.11 1.26±0.08#  1.42±0.24** 1.36±0.19 

BFR/BS (µm3/µm2/d)  0.09±0.03 0.12±0.05  0.06±0.05 0.13±0.03#  0.15±0.04* 0.26±0.04##  0.19±0.11* 0.21±0.09 
Oc.S/BS (%)  4.7±10.0 3.7±0.6#  4.3±1.2 6.5±1.1##  4.6±1.4 4.9±1.9  4.1±1.3 5.0±1.9 

N.Oc/B.Pm (/µm)  6.0±0.9 4.7±0.5##  6.6±1.7 9.4±1.7##  7.0±2.0 6.6±2.4  4.3±0.8** 6.1±2.4 
Oc.Le (µm)  16.8±2.0 16.8±0.9  14.0±1.7* 14.9±1.4  14.2±0.9* 14.3±1.4  18.5±1.2 17.8±3.2 

Cortical 
bone 

Ct.Th (µm)  224±13 232±11  251±12** 250±12  187±7*** 184±12  233±18 224±12 
Ct.Ar (mm2)  0.83±0.04 0.86±0.06  0.95±0.07*** 0.94±0.09  0.74±0.05** 0.72±0.06  0.92±0.09* 0.90±0.11 

Ct.Po (%)  2.3±0.2 2.2±0.20  2.2±0.2 2.1±0.2  2.9±0.2*** 3.0±0.3  3.2±1.4* 3.2±0.8 

TMD (mg HAP/cm3)  1309±13 1300±15  1320±16 1308±23  1269±29** 1262±17  1274±21** 1255±10 

1G: control mice; 2G: mice centrifuged at 2G for 3 weeks (see Methods). Abbreviations: BV/TV: bone volume/tissue volume; Tb.Th: trabecular thickness; Tb.N: trabecular number; Tb.Sp: trabecular separation; Conn.D: connection 

density; SMI: structure model index; MS/BS: mineralized surface/bone surface; MAR: mineral apposition rate; BFR/BS: bone formation rate/bone surface; Oc.S/BS: osteoclast surface/bone surface; N.Oc/BS: number of 
osteoclasts/bone surface; Oc.Le: osteoclast length; Ct.Th: cortical thickness; Ct.Ar: cortical area; Ct.Po: cortical porosity; TMD: tissue mineral density. Values are Mean±SD of 5-10 mice/group, in bold when p<0.05. *: p < 0.05, **: p 

< 0.01, ***: p < 0.001 vs WT 1G; #: p < 0.05, ##: p < 0.01 vs genotype-matched 1G; Mann-Whitney U test. 
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Table S3: Effects of hyper-gravity on gene expression in trabecular and cortical tibia. 

Compartments Genes 

Genotypes 

 WT  OPN-/-  BSP-/-  DKO 

 1G 2G  1G 2G  1G 2G  1G 2G 
Shaft 

(Comprising trabecular bone) 
 

 

 

 

 

OCN  0.46±0.14 1.07±0.46#  0.31±0.16 0.89±0.27##  0.94±0.55* 1.11±0.43  1.55±0.47** 2.35±1.15 
OSX  0.67±0.13 1.03±0.42#  0.81±0.31 1.18±0.21#  1.31±0.55* 1.40±0.26  1.36±0.28** 1.29±0.28 
ERα  0.98±0.25 0.91±0.24  0.82±0.17 1.00±0.13  0.85±0.08 1.00±0.05##  1.06±0.12 1.18±0.25 
ALP  0.35±0.06 0.99±0.50##  0.54±0.16* 1.19±0.13##  0.89±0.49* 1.28±0.18  0.83±0.31** 0.88±0.17 

POSTN  0.97±0.33 0.74±0.23  0.92±0.33 1.35±0.13#  0.96±0.38 0.91±0.15  1.10±0.48 1.02±0.38 
TRAcP  0.81±0.24 0.55±0.04  1.14±0.39 1.49±0.22#  0.88±0.11 1.11±0.26  1.24±0.50 1.09±0.21 
RANKL  0.83±0.22 0.80±0.10  0.96±0.43 0.98±0.16  1.17±0.44 1.28±0.37  1.21±0.51 1.23±0.53 
CATH-K  0.61±0.21 0.47±0.13  1.38±0.56* 1.73±0.22  0.96±0.21* 1.26±0.48  1.07±0.61 0.95±0.29 

OPN  2.01±0.52 1.06±0.33#  ND ND  1.64±0.53 2.15±0.54  ND ND 
BSP  1.19±0.26 1.63±0.39#  1.29±0.45 2.64±0.64##  ND ND  ND ND 

DMP1  0.87±0.11 0.57±0.23#  1.26±0.50 2.34±0.53#  0.24±0.13** 0.44±0.23  0.94±0.39 0.91±0.27 
MEPE  0.23±0.12 0.16±0.06  0.29±0.10 0.45±0.07#  2.24±0.67* 2.39±0.36  2.32±0.96* 1.47±0.22 

Tibial cortex 
(Cortical bone) 

 

 

 

 

 

OCN  1.03±0.35 1.07±0.50  1.01±0.16 0.61±0.22##  1.60±0.63* 0.95±0.21#  0.78±0.31 1.04±0.49 
SCLN  1.56±0.73 1.15±0.63  2.24±0.98* 1.29±0.50#  2.02±0.79 0.89±0.40##  1.07±0.38 1.12±0.58 
ERα  1.01±0.15 0.97±0.20  1.26±0.27* 1.49±0.40  0.93±0.35 1.01±0.44  0.96±0.30 0.84±0.23 

POSTN  0.87±0.35 1.07±0.46  2.36±2.53 4.36±4.77  0.91±0.39 1.37±0.68  1.15±0.48 0.96±0.43 
RANKL  0.61±0.28 0.66±0.26  1.91±1.24*** 1.31±0.85  0.74±0.28 0.69±0.42  0.64±0.28 0.54±0.10 
CATH-K  0.74±0.45 0.53±0.27  1.81±1.04** 1.07±0.52  0.77±0.31 0.73±0.55  0.39±0.23 0.69±0.25# 

OPN  1.58±0.55 1.31±0.33  ND ND  2.10±0.81* 1.09±0.61  ND ND 
BSP  1.78±0.69 1.62±0.54  2.45±0.48* 1.30±0.49###  ND ND  ND ND 

DMP1  1.07±0.27 1.04±0.37  1.76±0.54** 1.11±0.33##  1.16±0.58 0.45±0.18##  0.79±0.36 1.26±0.45# 
MEPE  0.20±0.10 0.13±0.06  0.33±0.16* 0.14±0.05##  3.96±1.56*** 1.16±0.54###  2.04±1.05*** 2.22±0.97 

1G: control mice; 2G: mice centrifuged at 2G for 3 weeks (see Methods). Abbreviations: GAPDH: glyceraldehyde-3-phosphate dehydrogenase (housekeeping gene); OCN: osteocalcin; OSX: osterix; ERα: estrogen receptor 

alpha; ALP: alkaline phosphatase; POSTN: periostin; TRAcP: tartrate-resistant acid phosphatase; RANKL: receptor activator of nuclear factor kappa-B ligand; CATH-K: cathepsin K; OPN: osteopontin; BSP: bone 
sialoprotein; DMP1: dentin matrix protein 1; MEPE: matrix extracellular phosphoglycoprotein; SCLN: sclerostin; ND: not detected. Values are Mean±SD of 5-10 mice/group, in bold when p<0.05. *: p < 0.05, **: p < 0.01, 

***: p < 0.001 vs WT 1G; #: p < 0.05, ##: p < 0.01 vs genotype-matched 1G; Mann-Whitney U test. 
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Table S4: Effects of whole body vibration on architectural and dynamic bone parameters. 

Bone Compartment Parameters 

Genotypes 

 WT  OPN-/-  BSP-/-  DKO 

 CT VB  CT VB  CT VB  CT VB 

L2 

Vertebra 

Trabecular bone BV/TV (%)  16±4 16±4  23.3±4.7** 19.1±3.8#  24.1±4.58** 25.8±4.5  21.2±5.0* 20.1±2.6 

Tb.Th (µm)  47±3 47±3  53±3** 50±3#  53±4* 54±3  52±3** 50±2.1 

Tb.N (1/mm)  4.1±0.5 4.1±0.5  4.6±0.6* 4.0±0.2##  4.60±0.44* 4.91±0.38  4.45±0.53 4.41±0.34 

Tb.Sp (mm)  240±33 244±33  209±29 235±24#  213±26* 195±16  222±27 221±21 

Conn. D (1/mm3)  117±29 118±32  153±34* 137±30  163±24* 176±23  146±40. 155±29 

SMI  1.4±0.3 1.5±0.3  1.0±0.4* 1.4±0.2#  0.8±0.4** 0.7±0.4  1.2±0.5 1.2±0.2 

Femur Whole bone Length  15.6±0.6 15.9±0.3  15.6±0.4 15.6±0.3  15.0±0.4** 14.9±0.4  15.7±0.6 15..6±0.4 

Trabecular bone BV/TV (%)  10.9±2.2 9.9±1.7  19.0±6.6** 13.9±3.9  15.4±3.9* 15.4±3.9  15.7±6.4* 12.2±1.6 

Tb.Th (µm)  56±4 58±5  58±5 60±9  55±4 55±4  57±5 55±3 

Tb.N (1/mm)  3.6±0.4 3.4±0.4  4.4±0.8* 3.6±0.7#  4.1±0.6* 4.3±0.5  3.9±1.0 3.4±0.4 

Tb.Sp (µm)  278±33 298±46  229±55* 287±66#  244±49* 228±28  268±87 297±44 

Conn. D (1/mm3)  56±19 42±10#  117±46* 82±27#  103±31** 107±36  95±50 69±17 

SMI  2.4±0.3 2.6±0.3  1.8±0.5* 2.0±0.5  2.1±0.2* 2.2±0.3  2.0±0.5* 2.3±0.1 

MS/BS (%)  24.95±6.10 31.41±5.42  17.51±4.86 21.61±8.57  28.67±7.99 27.38±9.85  21.18±4.61 33.05±5.50 

MAR (µm/d)  0.96±0.06 1.05±0.05  0.96±0.1 1.00±0.16  1.04±0.14 0.90±0.15  1.06±0.16 1.31±0.24 

BFR/BS (µm3/µm2/d)  0.24±0.07 0.33±0.07  0.17±0.06 0.22±0.12  0.30±0.11 0.25±0.11  0.22±0.05 0.44±0.12 

Oc.S/BS (%)  1.3±0.3 2.1±0.5  1.4±0.5 2.4±0.9  1.6±0.3 1.4±0.3  1.83±0.41 2.61±0.71 

N.Oc/B.Pm (/µm)  10.9±1.6 14.9±3.3  12.5±3.8 18.4±5.3  12.9±1.5 12.1±1.8  14.7±3.07 18.98±30 

Oc.Le (µm)  10.0±2.0 11.8±1.4  9.2±1.2 10.6±1.6  10.4±1.6 10.0±1.9  10.66±1.52 11.32±1.62 

Cortical bone Ct.Th (µm)  243±13 236±11  261±18* 238±14##  180±7*** 192±12##  226±13* 228±10 

Ct.Ar (mm2)  0.93±0.08 0.90±0.07  1.0±0.11* 0.92±0.09#  0.76±0.07*** 0.81±0.07  0.95±0.20 0.91±0.08 

Tt.Ar (mm2)  1.55±0.16 1.52±0.13  1.68±0.17 1.53±0.11#  1.68±0.26 1.68±0.15  1.53±0.33 1.44±0.12 

Ma.Ar/Tt.Ar (%)  39.7±3.0 40.6±1.7  38.2±1.6 39.6±2.3  54.11±3.71*** 51.25±2.21  38.12±2.57 36.79±3.11 

pMOI (mm4)  0.33±0.07 0.32±0.06  0.40±0.08 0.32±0.05#  0.32±0.09 0.34±0.06  0.34±0.14 0.29±0.04 

Imax (mm4)  0.21±0.05 0.21±0.04  0.26±0.05 0.21±0.04#  0.21±0.05 0.22±0.04  0.22±0.10 0.18±0.03 

Imin (mm4)  0.12±0.02 0.11±0.02  0.13±0.02 0.11±0.02#  0.12±0.03 0.12±0.02  0.12±0.04 0.10±0.02 

Imax/Cmax (mm3)  0.24±0.04 0.24±0.03  0.29±0.04 0.25±0.03#  0.23±0.04 0.24±0.03  0.26±0.09 0.23±0.03 

Imin/Cmin (mm3)  0.19±0.02 0.19±0.02  0.21±0.04 0.18±0.02#  0.18±0.04 0.19±0.02  0.18±0.05 0.17±0.02 

Ct.Po (%)  2.1±0.2 1.9±0.3  1.9±0.2 2.2±0.3  2.8±0.4** 2.7±0.3  3.3±0.9** 3.0±0.8 

TMD (mg HAP/cm3)  1329±19 1334±15  1331±18 1315±20  1268±28*** 1270±17  1293±26** 1272±13# 

Ec. MPm/BPm (%)  56.79±19.96 63.23±11.45  38.27±14.22* 20.70±11.60##  65.30±9.83 65.23±7.12  51.21±14.06 60.37±14.10 

Ec. MAR (µm/d)  0.80±0.20 0.76±0.10  0.87±0.14 0.74±0.17  0.64±0.10 0.89±0.11##  0.66±0.11 0.76±0.10 

Ec. BFR/BPm (µm3/µm2/d)  0.66±0.26 0.73±0.18  0.50±0.20 0.23±0.12##  0.62±0.08 0.87±0.11##  0.50±0.15 0.69±0.22 

Ec. Oc.Pm/BPm (%)  3.16±3.59 3.95±2.91  9.37±6.58* 18.29±9.46#  10.77±4.26** 9.55±4.83  10.95±8.88 10.24±9.52 

Ps. MPm/BPm (%)  39.94±3.79 42.67±3.64  42.14±7.19 46.54±9.73  44.31±6.61 48.05±3.88  43.73±3.47* 46.60±8.62 

Ps. MAR (µm/d)  0.93±0.28 0.97±0.14  0.96±0.16 0.77±0.18#  0.81±0.15 0.97±0.11  0.87±0.22 0.89±0.14 

Ps. BFR/BPm (µm3/µm2/d)  0.38±0.13 0.41±0.07  0.41±0.13 0.37±0.14  0.36±0.08 0.46±0.05##  0.39±0.13 0.41±0.06 

Ps. Oc.Pm/BPm (%)  1.6±0.8 2.18±1.09  0.71±0.67* 1.14±0.91  6.81±3.17** 2.17±1.58#  1.24±0.67 1.57±1.51 

Abbreviations: BV/TV: bone volume / tissue volume; Tb.Th: trabecular thickness; Tb.N: trabecular number; Tb.Sp: trabecular separation; Conn.D: connection density; SMI: structure model index; MS/BS: mineralized surface / bone surface; MAR: mineral 

apposition rate; BFR/BS: bone formation rate / bone surface; Oc.S/BS: osteoclast surface / bone surface; N.Oc/BS: number of osteoclast / bone surface; Oc.Le: osteoclast length; Ct.Th: cortical thickness; Ct.Ar: cortical area; Tt.Ar: total area; Ma.Ar/Tt.Ar: 

Marrow area fraction; pMOI: polar moment of inertia; Imax: maximal areal moment of inertia; Imin: minimal areal moment of inertia; Imax/Cmax and Imin/Cmin: section module; Ct.Po: cortical porosity; TMD: tissue mineral density, Ec. MPm/BPm: 

endocortical mineralized perimeter / bone perimeter; Ec. MAR: endocortical mineral apposition rate; Ec. BFR/BPm: endocortical bone formation rate / bone perimeter; Ec. Oc.Pm/BPm: endocortical osteoclast perimeter / bone perimeter; Ps. MPm/BPm: periosteal 

mineralized perimeter / bone perimeter; Ps. MAR: periosteal mineral apposition rate; Ps. BFR/BPm: periosteal bone formation rate / bone perimeter; Ps. Oc.Pm/BPm: periosteal osteoclast perimeter / bone perimeter. Values are Mean ± SD of 5-10 mice/group, in 

bold when p<0.05. *: p < 0.05, **: p < 0.01, ***: p < 0.001 vs WT CT mice; #: p < 0.05, ##: p < 0.01 vs genotype-matched CT; Mann-Whitney U test. 
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Table S5: Effects of whole body vibration on gene expression in cortical tibia. 

Genes 

Genotypes 

 WT  OPN-/-  BSP-/-  DKO 

 CT VB  CT VB  CT VB  CT VB 

OCN  0.76±0.36 1.13±0.80  0.90±0.28 0.66±0.22  1.41±0.91* 0.98±0.43  1.60±0.81** 2.55±1.29 

SCLN  5.11±1.39 4.52±2.68  5.01±2.39 4.61±1.88  

5.06±1.76 5.06±1.76 4.04±2.39  5.82±2.27 6.73±2.26 

POSTN  0.66±0.59 0.75±0.52  1.47±0.91 2.09±1.76  0.75±0.56 0.40±0.34  0.80±0.73 0.99±0.78 

RANKL  0.57±0.20 0.61±0.38  1.22±0.69* 1.05±0.79  0.75±0.31 0.33±0.13#  0.92±0.47* 0.90±0.58 

Cath-K  0.38±0.20 0.41±0.49  1.41±0.66*** 0.98±0.48  0.69±0.37* 0.30±0.16#  1.88±0.87*** 1.67±0.80 

OPN  1.81±0.69 2.06±1.57  ND ND  2.67±1.23 1.14±0.69#  ND ND 

BSP  0.85±0.58 0.85±0.76  1.42±0.50* 1.34±0.77  ND ND  ND ND 

DMP1  0.79±0.27 0.72±0.44  1.26±0.32** 1.26±0.39  0.51±0.33** 0.61±0.37  1.27±0.57* 1.73±0.75 

MEPE  0.16±0.05 0.12±0.06  0.24±0.14 0.20±0.09  2.17±1.08*** 1.56±0.50  3.43±1.29*** 4.60±1.46 

Abbreviations: GAPDH: glyceraldehyde-3-phosphate dehydrogenase (housekeeping gene); OCN: osteocalcin; SCLN: sclerostin; POSTN: periostin; RANKL: receptor activator of nuclear 
factor kappa-B ligand; CATH-K: cathepsin K; OPN: osteopontin; BSP: bone sialoprotein; DMP1: dentin matrix protein 1; MEPE: matrix extracellular phosphoglycoprotein. Values are Mean 

± SD, written in bold when significant. *: p < 0.05, **: p < 0.01, ***: p < 0.001 vs WT CT mice; #: p < 0.05 vs CT matched mice; Fisher’s t-test or Mann-Whitney U test; N = 5-10 

mice/group. 
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B. La vibration corps entier induit des effets opposés sur la 

dynamique de formation et les paramètres architecturaux des 

lacunes ostéocytaires chez les souris déficientes en Ostéopontine 

ou en Sialoprotéine osseuse (article en préparation)  

1. Contexte de l’étude 

La vibration corps entier a montré des effets opposés sur l’os cortical des souris BSP
-/-

 et OPN
-/-

, sans 

aucune modification architecturale chez les souris WT et DKO. L’histomorphométrie réalisée après 

deux injections de marqueur en fin de séquence expérimentale et l’histoenzymologie de la TRAcP 

suggèrent une augmentation de l’activité de formation et une diminution de l’activité de résorption 

chez les souris BSP
-/-

 amenant à une augmentation de l’épaisseur corticale. A l’inverse, les souris 

OPN
-/-

 ont présenté des activités cellulaires globalement opposées à celles des BSP
-/-

, induisant donc 

une perte osseuse dans le même compartiment. Cependant, ces activités ont été analysées en fin 

d’expérimentation et ces résultats ne permettent pas de décrire la dynamique osseuse tout au long du 

protocole de vibration qui a duré 6 semaines. Pour effectuer cette analyse, nous avons répété cette 

même expérience en réalisant plusieurs injections de deux fluorochromes (le rouge d’alizarine et le 

bleu de calcéine) à différents stades, avant et pendant la période de vibration. Ce protocole permettra 

ainsi de mieux caractériser la dynamique corticale des 4 génotypes à l’état de base afin de décrire leur 

cinétique de modelage, mais aussi les modifications de cette cinétique induites par la vibration.  

Le deuxième volet de cette étude vise l’analyse du réseau lacuno-canaliculaire. Etant donné que les 

ostéocytes ont été décrits par plusieurs études comme étant un important mécano-senseurs dans l’os 

(Qin et al., 2020; Robling & Bonewald, 2020), nous avons marqué le réseau qui les contient par la 

fluorescéine, qui est une molécule fluorescente de 0.4 kDa et 0.9 nm, capable de se diffuser dans des 

espaces très fins comme les canalicules (Ciani et al., 2009; Wang, 2018). L’imagerie des os contenant 

de la fluorescéine permet de décrire plusieurs paramètres architecturaux du réseau lacuno-canaliculaire 

tels que la densité, l’aire, la forme des lacunes mais aussi les embranchements et la longueur des 

canalicules. Cette technique a été récemment mise en place au laboratoire et a été utilisée dans la thèse 

du Dr. Mélanie Dhayer, soutenue le 09/12/2019 : « Régulation transcriptionnelle du tissu osseux lors 

de vols spatiaux : focus sur les cellules souches squelettiques et les ostéocytes » (Dhayer, 2019) et la 

thèse du Dr. Laura Peurière, soutenue le 12/02/2021 : « Rôle des ostéocytes dans la perte osseuse 

d’immobilisation, préparation du vol spatial BION M2 » (Peuriere, 2021).  

Parmi les paramètres du réseau lacuno-canaliculaire, l’aire lacunaire a été décrite comme étant 

dépendante des conditions physiologiques et/ou pathologiques (Vahidi et al., 2020). Ainsi, par 

exemple, plusieurs études ont montré une augmentation de l’aire ou du volume des lacunes 

ostéocytaires chez des rongeurs femelles en lactations (Hemmatian, Jalali, et al., 2018; Kaya et al., 

2017) ou ovariectomisées (Gatti et al., 2018; Lane et al., 2006; Sharma et al., 2012; Stern et al., 2018). 
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A l’inverse, ces paramètres évoluent à la baisse dans des modèles de vieillissement (Hemmatian, 

Laurent, et al., 2018; Heveran et al., 2018, 2019; Tiede-Lewis et al., 2017) ou de décharge mécanique 

(Britz et al., 2012; Gerbaix et al., 2017; Swift et al., 2014). Dans des modèles pathologiques tels que 

l’hypophosphatémie lié à l’X, il a été démontré par plusieurs études une augmentation de la taille des 

lacunes (Hoac et al., 2020; Tokarz et al., 2018; Yuan et al., 2021). Ce dernier phénotype est 

potentiellement lié à l’hypominéralisation du tissu osseux qui est due à une mutation invalidante du 

gène codant pour PHEX, favorisant la libération et donc l’activité hypominéralisante du peptide 

ASARM. Nos souris BSP
-/-

 et DKO présentent une hypominéralisation qui pourrait résulter de la 

surexpression de MEPE (x80 chez les BSP
-/-

 et x33 chez les DKO à 2 mois), cette protéine étant l’une 

des plus importantes sources d’ASARM (Bouleftour et al., 2019). L’étude du réseau ostéocytaire chez 

ces deux génotypes à l’état de base peut donc s’avérer utile pour la compréhension de leur phénotype. 

Un autre paramètre du réseau lacuno-canaliculaire souvent étudié est la densité lacunaire. Ce 

paramètre a montré des modifications dans certaines études, plus rares que celles portant sur les  aires 

lacunaires (Vahidi et al., 2020). La plupart du temps, c’est dans les modèles de vieillissement que la 

densité lacunaire a été décrite comme basse. Dans le modèle de l’hypophosphatémie lié à l’X, il a été 

démontré une augmentation de la densité lacunaire (Tokarz et al., 2018), ce qui constitue un autre 

paramètre intéressant à observer chez les souris BSP
-/-

 et DKO. 

Les canalicules quant à eux sont moins souvent décrits du fait de la difficulté à fournir une imagerie 

adéquate, à cause de leur taille très fine. Cependant, certaines études ont pu observer une augmentation 

du diamètre canaliculaire chez des souris ayant participé à un vol spatial (Blaber et al., 2013) ou une 

chute du nombre de canalicules dans un modèle de vieillissement (Tiede-Lewis et al., 2017).  

Les études sur le réseau lacuno-canaliculaire dans des modèles de contrainte mécanique anabolique in 

vivo sont rares et n’apportent pas d’évidence sur d’éventuels effets de ces stimuli sur l’architecture de 

du réseau (Gardinier et al., 2018; Suniaga et al., 2018). Cependant, un paramètre confondant qui 

subsiste dans les études est que le réseau est analysé dans sa globalité en fin d’expérience, et non pas 

en cinétique. En d’autres termes, le réseau formé pendant la contrainte n’est pas analysé 

indépendamment du reste de l’os cortical. Le mélange des réseaux formés avant et pendant la 

contrainte peut masquer les effets réels de l’expérimentation. Pour pallier à ce problème, des injections 

séquentielles de fluorochromes tels que le rouge d’alizarine et le bleu de calcéine permettent de 

délimiter précisément les réseaux lacuno-canaliculaires formés à des moments précis de 

l’expérimentation.   

Ainsi dans cette seconde étude, les 4 génotypes seront étudiés à l’état de base (sans contrainte) et sous 

vibration, en couplant l’analyse de la dynamique corticale à long terme et celle du réseau lacuno-

canaliculaire. Cette association de techniques permettra d’affiner les analyses du réseau lacuno-

canaliculaire car l’âge exact auquel la zone étudiée a été formée sera connu par la délimitation des 

lignes d’alizarine et de calcéine. De ce fait l’analyse portera sur des zones de même âge, formées 

pendant une même période. 
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2. Matériels et méthodes 

a. Vibration du corps entier 

Le protocole de vibration employé était le même que dans la première étude. Des souris de 8 semaines 

d’âge ont été réparties en 2 groupes : un groupe contrôle (CT) et un groupe vibré (VB) pour chacun 

des 4 génotypes (WT, OPN
-/-

, BSP
-/-

 et DKO) avec n=6 souris par groupe pour chaque génotype. La 

vibration (WBV) a été réalisée en utilisant les paramètres précédemment décrits, c’est-à-dire 2G 

d’accélération, 90Hz de fréquence, 15 minutes par jour, 5 jours par semaine pendant 6 semaines. Les 

souris CT ont été déposées sur les plateaux de vibration éteints pendant la même durée.  

 

b. Protocole d’injection de fluorochromes 

Les souris de tous les groupes ont été injectées par voie intra-péritonéale avec 25 mg/kg de rouge 

d’alizarine (AZ, Sigma Aldrich) ou 50 mg/kg de bleu de calcéine (CB, Sigma Aldrich), selon le plan 

d’injection décrit en figure 25. A l’âge de 5 et 7 semaines, toutes les souris ont reçu une injection 

d’AZ et une injection de CB respectivement. Ensuite à 8 semaines, une seconde injection de CB a été 

réalisée et le protocole de vibration a débuté pour se terminer à l’âge de 14 semaines. Durant le 

protocole, les souris ont été injectées avec l’AZ à 10, 12 et 13 semaines et avec la CB à 11 semaines. 

L’alternance entre les marquages AZ et CB permet de connaître précisément à quelle semaine 

correspond chaque marquage. 

 

Figure 25 : Plan expérimental utilisé in vivo pour la réalisation d’un multi-marquage au rouge d’alizarine (AZ) 

et au bleu de calcéine (CB) avant et pendant le protocole de vibration. 

 



89 

 

c. Mise à mort et prélèvement 

A la fin de l’expérience, les souris ont été anesthésiées avec 2% d’isoflurane à débit de 0,8 ml/min 

puis décapitées. Pour chaque souris, le fémur droit a été prélevé, nettoyé des muscles et autres tissus et 

découpé transversalement à sa partie proximale grâce à un scalpel. Les ¾ restants du fémur ont été 

centrifugés pour éliminer la moelle osseuse et déposés dans l’éthanol absolu contenant 2% de 

fluorescéine sodique (#F6377, Sigma-Aldrich, Saint-Louis, MO, Etats-Unis). Ces échantillons ont été 

stockés à l’abri de la lumière à 4°C. 

 

d. Imagerie de l’os cortical 

En partant de la plaque de croissance distale, les fémurs ont été coupés transversalement en tranches 

sériées de 400 µm d’épaisseur avec une scie à fil diamantée (Escil, Chassieu, France) ; les tranches ont 

été stockées dans l’éthanol absolu contenant 2% de fluorescéine. Pour chaque souris, la 13
ème

 tranche, 

correspondant à la zone de l’os cortical fémoral analysée dans la première étude, a été employée pour 

analyser la dynamique osseuse et le réseau lacuno-canaliculaire. Les tranches d’os cortical choisies 

pour l’analyse ont été rincées deux fois dans l’éthanol absolu pour éliminer l’excès de fluorescéine 

puis transférées ensuite dans une solution de transparisation composée de 89% de benzyle benzoate 

(Sigma-Aldrich) et de 11% d’alcool benzylique (Sigma-Aldrich), avant mise sous vide pendant 30 

minutes. Des composants tissulaires tels que les lipides, les protéines mais aussi le minéral constituent 

des obstacles pour la microscopie du fait qu’elles absorbent ou diffusent la source lumineuse (Dallas 

& Moore, 2020). La solution de transparisation a pour but ici de permettre une observation du tissu 

osseux en profondeur grâce à l’établissement d’un indice de réfraction uniforme à travers l’ensemble 

du tissu, qui permet le passage de la lumière à travers l’échantillon (Jing et al., 2019). Les tranches ont 

ensuite été déposées sur une lamelle dans une fine goutte de la solution de transparisation. Des images 

ont été réalisées avec un microscope confocal 800 Airyscan (Carl Zeiss, Obserkochen, Allemagne) 

couplé au logiciel ZEN (Carl Zeiss, Oberkochen, Allemagne). Tout d’abord, une image de la tranche 

d’os cortical a été réalisée avec l’objectif 20X. La fluorescéine, le rouge d’alizarine et le bleu de 

calcéine ont été visualisés à 488 nm, 561 nm et 405 nm de longueur d’onde, respectivement. A la suite 

de l’imagerie à 20X, une acquisition à l’objectif 63X avec huile à immersion a été réalisée en ciblant la 

partie antérieure de l’os sur la zone endostée présentant la plus forte dynamique (et donc le plus 

d’espacement entre les lignes de formation) afin d’augmenter le plus possible la surface du réseau 

lacuno-canaliculaire analysé. Cette acquisition a été réalisée en effectuant des piles (« stacks ») de 6 

images espacées de 5µm, totalisant donc une épaisseur de 30 µm. Les informations sur les paramètres 

d’acquisition utilisés pour l’imagerie avec les objectifs 20X et 63X sont détaillés dans les annexes 

méthodologiques V) B et V) C, respectivement. 
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e. Analyse des dynamiques corticales 

Les analyses ont été réalisées par des mesures d’aires avec le logiciel ImageJ. Les étapes de la 

procédure sont décrites dans l’annexe méthodologique V) D. La figure 26 présente un exemple 

d’image d’os cortical obtenue au grossissement 20X, accompagné de légendes explicatives de la 

dynamique globale. La zone d’os cortical analysée est soumise à un drift dans lequel la partie 

postérieure de l’os (excepté un fragment postéro-médial) subit une formation périostée et une 

résorption endostée alors que la partie antérieure (et un fragment postéro-médial) subit une résorption 

périostée et une formation endostée. Ces deux dynamiques sont séparées par un axe de neutralité 

mécanique qui passe, dans une région de drift fémoral, par la partie latérale et par le fragment postéro-

médial de l’os cortical. Pour simplifier, nous décrirons les deux zones séparées par l’axe de neutralité 

mécanique sous les noms de « compartiment postérieur » et de « compartiment antérieur » (figure 26). 

 

Figure 26 : Image d’une tranche d’os cortical d’une souris ayant subi le protocole de multi-marquage au rouge 

d’alizarine et au bleu de calcéine. Les lignes bleues correspondent aux injections de bleu de calcéine. Les lignes 

orange continues sur l’os correspondent aux injections d’alizarine. Les lignes orange discontinues ont été 

complétées par traçage manuel pour illustrer la résorption théorique qui a eu lieu au cours du drift. La direction 

de ce dernier est indiquée par la flèche blanche continue représentée au milieu de la moelle. La double flèche en 

pointillé visualise l’axe de neutralité mécanique qui correspond à la limite virtuelle entre, d’une part, une 

formation endostée et une résorption périostée situées majoritairement sur la partie antérieure de l’os (nommée 

compartiment antérieur), et d’autre part, une formation périostée et une résorption endostée situées sur la partie 

postérieure de l’os (nommée compartiment postérieur). 
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Du fait de la compartimentation des activités cellulaires, les aires entre 2 lignes consécutives ont été 

mesurées séparément entre l’endoste et le périoste. La mesure des paramètres de formation standard 

(MPm/BPm, MAR et BFR/BPm) n’est pas applicable dans ce contexte de drift pour plusieurs raisons. 

Tout d’abord, le périmètre total de l’os (BPm) sur lequel est normalisé le périmètre minéralisé (MPm) 

n’est applicable correctement que pour la dernière ligne d’injection qui a lieu une semaine avant la fin 

du protocole. Les autres lignes d’injections sont loin du bord osseux et ne peuvent donc pas être 

normalisées par ce dernier. De plus, le périmètre osseux évolue au cours des semaines par les activités 

de formation et de résorption. De ce fait, si on normalise une ligne de formation injectée par exemple 6 

semaines avant le sacrifice par le BPm final, le résultat sera affecté par les dynamiques ayant lieu dans 

les 6 semaines après la ligne d’injection, constituant donc un facteur confondant. Pour la MAR (donc 

la distance moyenne entre les lignes), dans un contexte de dynamique de formation sur une partie du 

périmètre osseux, elle doit être associée à une surface de minéralisation (MPm/BPm) pour avoir une 

signification biologique. Elle n’est donc pas complètement adéquate pour évaluer l’activité de 

formation dans ce contexte précis. Elle serait correctement applicable si le périmètre total était en 

activité de formation. Pour toutes ces raisons, ni le MPm/BPm, ni la MAR et donc pas non plus le 

BFR/BPm ne sont applicables pour l’analyse de la dynamique sur plusieurs semaines dans ce contexte. 

Ce raisonnement nous a donc orienté vers les mesures d’aires inter-lignes.   

Il est à noter que chez toutes les souris de notre protocole, la ligne d’injection réalisée à la 5
ème

 

semaine d’âge (première ligne AZ = AZ.1, Figure 25) est partiellement résorbée en endoste et en 

périoste. De ce fait toutes les mesures ont été réalisées à partir de la ligne d’injection de la 7
ème

 

semaine d’âge (première ligne CB = CB.1, Figure 25). Le retraçage manuel de la ligne d’injection à 5 

semaines d’âge peut être utilisé pour estimer une aire d’os résorbée depuis l’injection de la ligne 

jusqu’à la mise à mort. Cependant cette interpolation est aléatoire et ne peut être utilisée comme base 

solide pour effectuer des comparaisons fines d’aires résorbées. Elle est encore moins utilisable pour 

estimer une cinétique de résorption dans le temps. 

 

f. Mesures effectuées pour comparer les génotypes à l’état de base 

Les dynamiques de formation osseuse corticale des souris à l’état de base (contrôle) ont été comparées 

en prenant en compte tout d’abord les valeurs brutes, c’est-à-dire les aires d’os déposées par semaine. 

Ce premier paramètre indique uniquement l’activité de formation indépendamment de la masse 

osseuse totale, qui est modulée par les activités de formation mais aussi de résorption. Ce paramètre 

sera présenté pour chaque zone inter-marquage, mais aussi de manière cumulative au cours du temps.  

Un deuxième paramètre est la dynamique relative à l’aire corticale, c’est-à-dire la mesure de l’activité 

de formation par rapport à la quantité d’os finale. Du fait que la distribution des activités de formation 

et de résorption est inverse entre le compartiment antérieur et le compartiment postérieure de la 

corticale, une normalisation par l’aire corticale totale n’est pas adéquate, et il faut rapporter les 
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quantités d’os déposées à l’aire totale du compartiment concerné (antérieur ou postérieur). Comme on 

peut le voir sur la Figure 27, l’axe de neutralité mécanique ne coïncide pas avec la frontière entre les 

compartiments antérieur (pour la formation endostée) et postérieur (pour la formation périostée). La 

frontière entre ces deux zones a donc été tracée en se basant sur les points de disparition (due à 

l’activité de résorption) de la ligne d’injection à 5 semaines d’âge (ligne AZ.1) en endoste et en 

périoste, sur la partie latérale d’une part et sur la partie postéro-médiale d’autre part. Cette délimitation 

définit donc une ligne de neutralité mécanique qui correspond à la frontière entre les deux 

compartiments en se basant sur la dynamique de chaque tranche d’os cortical (Figure 27). Les aires 

d’os cortical de part et d’autre de la ligne de neutralité mécanique ont alors été utilisées pour 

normaliser les activités de formation endostée (antérieure) et périostée (postérieure). Plus le modelage 

(formation et résorption) d’un compartiment sera rapide et plus la valeur normalisée sera élevée.  

Nous avons  présenté nos résultats sous forme de courbes d’accroissement de la quantité d’os déposé, 

où les aires mesurées entre deux lignes d’injection sont normalisées sur celle de l’ensemble du 

compartiment concerné. Ceci permettra de visualiser plus facilement la différence entre les résultats 

bruts (présentée précédemment) et les résultats normalisés par compartiment. La normalisation sur 

l’aire des compartiments a été utilisée uniquement pour comparer le drift des souris à l’état de base, 

afin d’identifier les effets des extinctions géniques sur le modelage de l’os cortical en prenant en 

compte la partie antérieure (et postéro-médiale) et la partie postérieure séparément, étant donné que 

leurs dynamiques sont opposés en endoste et en périoste. 
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Figure 27 : Illustration de la délimitation de la ligne de neutralité mécanique (image du haut) et de la 

normalisation de l’aire d’os déposé entre 2 lignes de marquage (en jaune) sur l’aire du compartiment auquel elle 

appartient (ici, le compartiment antérieur, zone de formation endostée, image du bas). 
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g. Mesures effectuées pour déterminer l’effet de la vibration 

La vitesse du drift est propre à chaque individu car elle est liée à la forme initiale de l’os (épaisseur, 

courbure et position spatiale des compartiments antérieur et postérieur) et à son point d’équilibre 

quasi-final. De ce fait, l’étude de l’effet d’un régime mécanique qui dure plusieurs semaines, comme 

notre protocole de vibration, nécessite de trouver pour chaque souris un contrôle interne de sa 

dynamique propre. Pour ce faire, nous avons normalisé les aires formées pendant les semaines de 

vibration par l’aire formée pendant la semaine précédant le début du protocole (délimitée par les 

injections aux semaines 7 et 8) et nommée ici semaine 0 (S.0) comme illustré dans la figure 28. Les 

semaines durant lesquelles a lieu la vibration (de la S8 à la S14) seront donc les semaines S1 à S6.  

L’avantage technique de cette normalisation est que chaque tranche d’os cortical possède un contrôle 

interne de sa dynamique. De ce fait, même si les coupes ne sont pas positionnées exactement au même 

endroit entre les souris (les coupes d’os cortical non inclus font souvent 300 à 400 µm d’épaisseur, ce 

qui peut induire des variabilités dans les positionnements), la normalisation par une référence 

temporelle permet de limiter des biais introduits lors de la réalisation des coupes. Ce type de 

normalisation sera aussi employé pour comparer les génotypes entre eux à l’état de base. Il servira à 

définir l’évolution dans le temps de leur vitesse d’apposition corticale, endostée et périostée. 

 

Figure 28 : Illustration de la normalisation des aires de formation. L’image représente un fragment de la partie 

antérieure de l’os cortical, avec une formation sur le côté endosté. Les lignes d’injections de rouge d’alizarine 

(en orange) et de calcéine (en bleu) sont identifiées par le moment où ils ont été injecté en semaine d’âge (noté 

S.). Les injections ont été réalisées aux semaines 5, 7, 8, 10, 11, 12 et 13. La vibration a débuté à la semaine 8 

et s’est terminée à la semaine 14 (bord osseux). L’aire déposée entre les semaines 7 et 8 a servi de référence 

pour la normalisation des aires d’os déposées pendant le régime vibratoire. Cette référence a été nommée S0 

(semaine 0). 
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h. Analyse des réseaux lacuno-canaliculaires 

Etant donné que les lignes de formation délimitent des populations d’ostéocytes d’âges distincts et 

connus, nous avons procédé tout d’abord à l’analyse de la dynamique de formation, puis en se basant 

sur les résultats obtenus nous avons choisi la manière dont le réseau lacuno-canaliculaire serait 

compartimenté pour être analysé par tranches d’âge. Le choix des zones analysées a été déterminé par 

les résultats de l’étude de la dynamique d’apposition dans le compartiment antérieur, comme détaillé 

dans la partie Résultat. Nous allons décrire ici un exemple d’application des analyses sur un réseau 

lacuno-canaliculaire formé à un moment donné de l’expérience. Les grandes étapes du protocole sont 

illustrées dans la figure 29.  

Brièvement, dans le logiciel ImageJ, l’aire du réseau d’intérêt a été définie et isolée du reste de 

l’image. Une segmentation a ensuite été appliquée via l’outil Trainable Weka Segmentation en 

définissant trois catégories : les lacunes, les canalicules et un fond (background). L’apprentissage du 

logiciel pour distinguer ces trois structures a été fait manuellement puis sauvegardé et appliqué pour 

tous les réseaux analysés. Une fois la segmentation réalisée, une « probability map » a été générée à 

partir de laquelle ont été extraites les lacunes et les canalicules séparément, qui ont été binarisés 

ensuite, puis analysées. Les paramètres générés pour les lacunes sont :  

- la densité des lacunes (nombre de lacunes par surface osseuse, N.Lc/B.Ar, en lacunes/µm
2
),  

- l’aire lacunaire moyenne (Lc.Ar, en µm
2
),  

- la fraction lacunaire (Lc.Frac.Ar, en %) qui dépend à la fois du nombre et l’aire moyenne des 

lacunes,  

- l’axe majeur lacunaire (Lc.Major Axis, en µm) qui est le grand axe des lacunes sur une coupe 

transversale et qui correspond à leur largeur,   

- l’axe mineur lacunaire (Lc.Minor Axis, en µm) qui est le petit axe des lacunes sur une coupe 

transversale et qui correspond à leur épaisseur,  

- la rondeur des lacunes (Lc.Round), sans unité et allant de 0 à 1, avec Lc.Round = 

(4*Lc.Ar)/(π*Lc. Major Axis
2
). 

 

Pour les canalicules, suite à la binarisation, un calcul d’aire est effectué, donnant donc la fraction 

d’aire canaliculaire (Cn.Frac.Ar). Ensuite les images sont squelettisées (« skeletonized ») en 

répartissant les pixels du signal présent sur l’image en 3 catégories (Figure 29) : 

- Les « slabs pixels » (orange) : pixels possédant exactement deux pixels voisins et qui représentent les 

branches des canalicules. 

- Les « junction pixels » (violet) : pixels possédant plus de deux pixels voisins et qui correspondent 

aux jonctions. 

- Les « end-point pixels » (bleu) : pixels possédant moins de deux pixels voisins et sont les extrémités. 
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Ces éléments permettent ensuite de calculer divers paramètres décrivant les canalicules en les 

normalisant par l’aire du réseau canaliculaire (Cn.Ar) :  

- nombre de branches (Cn.N/Cn.Ar),  

- nombre de jonctions (Cn.Jun/Cn.Ar),  

- longueur des branches (Cn.Le/Cn.Ar).  

 

Les régions d’intérêt ont été définies manuellement pour chaque image de chaque stack (6 images) de 

chaque souris. La procédure est détaillée dans l’annexe méthodologique V) E. Ensuite les procédures 

de segmentation et d’analyses ont été effectuées de manière automatisées par la programmation de 

Macros Image J selon un protocole élaboré dans notre laboratoire (Peuriere, 2021). Ces macros sont 

présentes dans les annexes méthodologiques V) F et V) G, pour la segmentation et les analyses, 

respectivement. A la fin, pour chaque souris, les données des 6 images d’un stack ont été moyennées, 

donnant donc une valeur moyenne par paramètre par souris. 
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Figure 29 : Principales étapes du protocole d’analyse du réseau lacuno-canaliculaire formé durant les deux premières 

semaines de vibration. 
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i. Statistiques 

Les courbes d’évolution des cinétiques de formation ont été comparées deux à deux avec le test F de 

l’ANOVA 2. Dans les conditions contrôles, la comparaison a été effectuée entre le groupe WT et 

chaque mutant et entre les DKO et les autres mutants en se basant sur les facteurs génotype et temps. 

Dans les conditions vibrées, la comparaison a été réalisée pour chaque génotype entre le groupe 

contrôle (CT) et le groupe vibré (VB) en se basant sur les facteurs vibration et temps. Les paramètres 

du réseau lacuno-canaliculaires ont été comparés entre les différents groupes avec le test U de Mann-

Whitney. 
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3. Résultats 

a. Dynamiques de base des différents génotypes dans le compartiment              

antérieur de l’os cortical 

Les injections successives conduisent à la formation de lignes fluorescentes permettant d’identifier les 

aires osseuses déposées à des stades successifs de l’expérience (Figure 30). La coupes des os des 

souris DKO montre la porosité importante du compartiment postérieur, qui se situe dans la zone d’os 

primaire (os cortical primo-formé au cours du développement embryonnaire) rémanent (Shipov et al., 

2013), qui fait chez ces mutants l’objet d’un remodelage intra-cortical intense ((Bouleftour et al., 

2019), et figure S1). 

 

Figure 30 : Exemple de coupes d’os corticaux de fémurs de souris WT, OPN
-/-

, BSP
-/-

 et DKO ayant subi le 

protocole de multimarquage. 
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Concernant la formation endostée, les mesures d’aires déposées montrent que les souris OPN
-/-

 

possèdent une activité de formation plus basse que celle des souris WT (p = 7*10
-3

, ANOVA 2 

(génotypes*temps), Figure 31A). A l’inverse, les souris BSP
-/-

 et DKO possèdent des activités de 

formation endostée plus élevées que les souris WT (p = 6*10
-6

 pour les BSP
-/-

 ; p = 1*10
-3

 pour les 

DKO). Il n’y a cependant pas de différence entre les souris BSP
-/-

 et DKO. Ces résultats sont retrouvés 

quand les valeurs d’aire d’os déposés sont cumulées au cours du temps (Figure 31B). 

La normalisation par l’aire du compartiment antérieur met en évidence les mêmes différences, avec 

des valeurs plus basses que les WT chez les OPN
-/-

 (p = 4*10
-6

) et plus élevées pour les BSP
-/- 

(p = 

2*10
-20

) et les DKO (p = 3*10
-5

). Cette forme de présentation révèle cependant une formation relative 

plus importante chez les BSP
-/-

 que chez les  DKO (p =0,048, Figure 31C). 

La normalisation des aires déposées sur les valeurs de la semaine S0 montre que les souris WT, BSP
-/- 

et DKO gardent le même rythme d’accroissement cortical par rapport à la semaine S7-S8 tout au long 

de la période étudiée. Le rythme de dépôt diminue chez les OPN
-/-

 (p = 9*10
-8

 vs WT, Figure 31D), ce 

qui était suggéré par la courbe plus basse des OPN
-/-

 dès S8-S10 sur le graphe 31A. 
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Figure 31 : Formation endostée des souris contrôle des génotypes WT, OPN
-/-

, BSP
-/-

 et DKO en valeurs brutes (A), en 

valeurs brutes cumulées (B), en valeurs cumulées normalisées par l’aire du compartiment antérieur (C) et normalisées par 

l’aire de la semaine S0 (D). A-C : Sx-Sy indique les semaines de vie où ont été injecté les marquages délimitant l’aire 

prise en compte ; D : Sx : semaine après S0. Les valeurs sont exprimées en moyenne ± ETM. Sur la droite, pour chaque 

graphique, les valeurs du test F de  l’ANOVA 2 (en gras si p<0,05), n=6 souris / génotype. 
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b. Dynamiques de base des différents génotypes dans le compartiment 

postérieur de l’os cortical 

Concernant la formation périostée, les valeurs maximales d’os déposé (Figures 32 A et B) montrent 

une activité plus faible que la formation endostée chez tous les génotypes à l’exception des OPN
-/-

 qui 

possèdent une cinétique similaire entre les deux compartiments. Les mesures d’aires montrent que les 

souris DKO possèdent une activité de formation plus élevée que celle des souris WT (p = 4*10
-2

, 

Figure 32A), OPN
-/-

 (p = 3*10
-2

) et BSP
-/-

 (p = 6*10
-4

). Ni les OPN
-/-

 ni les BSP
-/-

 ne sont différentes 

des souris WT. Ces résultats sont retrouvés avec les valeurs cumulées (Figure 32B).  

La normalisation de ces résultats par l’aire du compartiment postérieur donne pour les souris OPN
-/-

 

des valeurs plus basses que les WT (p = 1*10
-4

, Figure 32C) comme c’est le cas dans le compartiment 

antérieur. Les souris BSP
-/-

 et DKO ne sont pas différentes des souris WT pour ce paramètre. 

La normalisation sur la semaine S0 montre que les souris BSP
-/-

 sont les seules à être différentes des 

souris WT, avec un rythme d’apposition cortical plus bas  (p = 6*10
-3

 vs WT, Figure 32D), comme 

c’était le cas pour les souris OPN
-/-

 au niveau du compartiment antérieur. Aucune différence n’est 

retrouvée entre les souris WT et les OPN
-/-

 ou les DKO, soulignant une évolution similaire de la 

cinétique de formation de ces trois génotypes dans le compartiment postérieur (Figure 32D). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



103 

 

 

 

 

 

Figure 32 : Formation périostée des souris contrôle des génotypes WT, OPN
-/-

, BSP
-/-

 et DKO en valeurs brutes (A), 

en valeurs brutes cumulées (B), en valeurs cumulées normalisées par l’aire du compartiment postérieur (C) et 

normalisées par l’aire de la semaine S0 (D). A-C : Sx-Sy indique les semaines de vie où ont été injecté les marquages 

délimitant l’aire prise en compte ; D : Sx : semaine après S0. Les valeurs sont exprimées en moyenne ± ETM. Sur la 

droite, pour chaque graphique, les valeurs du test F de  l’ANOVA 2 (en gras si p<0,05), n=6 souris / génotype. 
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c. Effet de la vibration du corps entier sur la formation osseuse corticale 

 

Sous vibration, les souris WT et DKO n’ont pas modifié la vitesse d’apposition endostée au cours de 

l’expérience (Figure 33A et D), même si la courbe des DKO VB se situe au-dessus des contrôles. Au 

contraire, on observe un rythme d’apposition significativement plus lent chez les souris OPN
-/-

 vibrées 

(p = 2*10
-2

, Figure 33B) alors qu’il est plus élevé chez les BSP
-/-

 vibrées (p = 1*10
-3

, Figure 33C). De 

manière intéressante, la forme des courbes montre que les effets sur ces deux génotypes ne sont 

détectables qu’après 2 semaines de vibration. Dans le compartiment postérieur de l’os cortical, 

l’évolution de la vitesse d’apposition périostée au cours du temps n’a pas été affectée par le régime 

vibratoire, quel que soit le génotype (Figure S2).  

Sur la base des observations de la dynamique endostée, nous avons décidé d’analyser le réseau lacuno-

canaliculaire du compartiment antérieur, en le séparant en deux zones temporelles : le réseau formé 

pendant les deux premières semaines de vibration, et le réseau formé à partir de la troisième semaine 

et jusqu’à la fin du protocole. 
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Figure 33 : Formation endostée cumulée, normalisée par l’aire de la semaine S0 (dernière semaine avant 

vibration), pour les souris WT, OPN
-/-

, BSP
-/-

 et DKO des groupes contrôles (CT) et vibrés (VB). Sx : semaine de 

vibration. Les valeurs sont exprimées en moyenne ± SEM. Sur la droite, pour chaque graphique, les valeurs du 

test F de  l’ANOVA 2 (en gras si p<0,05), n=6 souris / génotype. 
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d. Effets de la vibration du corps entier sur le système lacuno-canliculaire.  

Lacunes ostéocytaires 

Toutes les souris mutantes présentent une densité lacunaire (Lc.N / B.Ar) plus élevée que les WT en 

S8-S10 (2 premières semaines de vibration, Figure 34). A S10-S14, ce paramètre diminue uniquement 

chez les mutants, les OPN
-/-

 gardant une densité supérieure aux WT (p = 0,0104, Test U de Mann-

Whitney), tandis que les valeurs des BSP
-/-

 sont plus basses (p = 0,0040) et les DKO ne diffèrent pas 

des WT. La densité lacunaire n’a été affectée par la vibration chez aucun génotype dans la fenêtre S8-

S10. De manière remarquable, les souris OPN
-/-

 vibrées diminuent leur densité lacunaire à S10-S14 

sous vibration (p = 0,0373) alors que les souris BSP
-/-

 l’augmentent (p = 0,0249), sans aucun effet 

observé chez les WT et les DKO. 

 

Dans tous les génotypes, l’aire moyenne des lacunes est supérieure dans le réseau formé au cours des 

quatre dernières semaines (S10-S14) à ce qu’elle est dans celui formé dans les deux premières 

semaines (S8-S10, figure 34). L’aire lacunaire moyenne du réseau formé en S8-S10 est supérieure 

chez les BSP
-/-

 (p = 0,0039) et les DKO (p = 0,0065) à celle des WT, et n’est pas différente chez les 

OPN
-/-

. En S10-S14, il n’y a aucune différence entre les aires lacunaires des différents génotypes des 

groupes CT. Aucun effet de la vibration sur l’aire lacunaire n’est observé dans les deux premières 

semaines de vibration chez tous les génotypes. De manière intéressante, dans les 4 dernières semaines 

de vibration, les aires des lacunes diminuent chez les souris OPN
-/-

 (p = 0,0373) et augmentent chez les 

souris BSP
-/-

 (p = 0,0249), alors qu’aucun effet n’est observé pour les WT et les DKO. 

 

Les modifications sous vibration du réseau formé à S10-S14 pour les souris OPN
-/-

 et BSP
-/-

 sont 

retrouvées pour la fraction lacunaire (figure S3) qui diminue sous vibration chez les souris OPN
-/-

 (p = 

0,0104) alors qu’elle augmente chez les BSP
-/- 

(p = 0,0373).   

 

La longueur de l’axe majeur lacunaire à S8-S10 est supérieure chez les BSP
-/-

 à celle des WT (p = 

0,0394, Figure 35). Ce paramètre augmente chez tous les génotypes à S10-S14 et n’est pas affecté par 

le régime vibratoire. La longueur de l’axe mineur à S8-S10 est aussi supérieure chez les BSP
-/-

 (p = 

0,0394) et les DKO (p = 0,0394) aux valeurs WT (figure 35). A S10-S14, plus aucune différence n’est 

observée pour ce paramètre entre les génotypes, mais une augmentation a lieu chez les souris BSP
-/-

 

sous vibration (p = 0,0249, Figure 35).  

 

Les modifications des axes majeur et mineur peuvent affecter la rondeur des lacunes. Ainsi pour les 

DKO, étant donné que seul l’axe mineur est supérieur aux WT à S8-S10, leur lacunes sont de ce fait 

plus rondes que celles des WT (p = 0,0104, figure S3). L’augmentation de l’axe mineur chez les souris 
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BSP
-/-

 sous vibration à S10-S14 a induit une augmentation en tendance de la rondeur de leur lacunes (p 

= 0,0782, figure S4). 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 34 : Densité (Lc.N/B.Ar) et aire moyenne (Lc.Ar) des lacunes ostéocytaires dans le compartiment cortical 

antérieur de souris WT, OPN
-/-

, BSP
-/-

 et DKO des groupes contrôle (CT) et vibré (VB), mesurées dans l’os 

formé au cours des deux premières semaines (S8-S10) et des quatre dernières semaines (S10-S14) du protocole 

WBV. *p<0,05 ;**p<0,01 entre mutants et WT de la même période, 
$
p<0,05 ; 

$$
p<0,01 entre S8-S10 et S10-S14 

pour les CT de chaque génotype, 
#
p<0,05 entre CT et VB pour chaque génotype, test U de Mann-Whitney, n=6 

souris/groupe. Les cadres verts soulignent les effets de la WBV. 
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Figure 35 : Axe majeur (Lc. Major Axis) et axe mineur (Lc Minor Axis) des lacunes ostéocytaires dans le 

compartiment antérieur de souris WT, OPN
-/-

, BSP
-/-

 et DKO groupes contrôle (CT) et vibré (VB), mesurées dans 

l’os formé au cours des deux premières semaines (S8-S10) et des quatre dernières semaines (S10-S14) du 

protocole WBV. **p<0,01 entre mutants et WT de la même période, 
$$

p<0,01 entre S8-S10 et S10-S14 pour les 

CT de chaque génotype, 
#
p<0,05 entre CT et VB pour chaque génotype, test U de Mann-Whitney, n=6 

souris/groupe. Le cadre vert souligne l’effet de la WBV. 
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Figure 36 : Images d’une partie du réseau lacuno-canaliculaire des souris BSP
-/-

 et OPN
-/-

 en condition contrôle (CT) 

et vibrée (VB). Pour chaque image, la ligne blanche discontinue indique la position de la ligne d’injection S10 réalisée 

après 2 semaines de WBV. Les doubles flèches blanches et jaunes indiquent les périodes S8-S10 et S10-S14, 

respectivement. 
 

Réseau canaliculaire 

La fraction d’aire du réseau canaliculaire (Cn.Frac.Ar) est inférieure en S10-S14 aux valeurs de la 

période S8-S10 dans tous les génotypes (figure 37). Aucune différence entre génotype ou sous 

vibration n’est observée pour ce paramètre. Le nombre de canalicules (Cn.N / Cn.Ar) est supérieur 

chez tous les génotypes à S10-S14 par rapport à S8-S10. De manière intéressante les DKO diminuent 

leur nombre de canalicules dans les deux premières semaines de vibrations (p = 0,0104). De même 

pendant la même période ces souris diminuent sous vibration le nombre de jonctions entre canalicules 

(Cn.Junc / Cn.Ar, p = 0,0036, Figure 37), un paramètre qui est stable à travers tous le compartiment 

dans tous les génotypes. 
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Figure 37 : Fraction d’aire canaliculaire (Cn.Frac.Ar), nombre de canalicule (Cn.N / Cn.Ar) et nombre de 

jonction canaliculaire (Cn.Junc / Cn.Ar) par aire canaliculaire dans le compartiment antérieur de souris WT, 

OPN
-/-

, BSP
-/-

 et DKO groupes contrôle (CT) et vibré (VB), mesurées dans l’os formé au cours des deux 

premières semaines (S8-S10) et des quatre dernières semaines (S10-S14) du protocole WBV. *p<0,05 entre 

mutants et WT de la même période, 
$
p<0,05 ; 

$$
p<0,01 entre S8-S10 et S10-S14 pour les CT de chaque 

génotype, 
#
p<0,05 ; 

##
p<0,01 entre CT et VB pour chaque génotype, test U de Mann-Whitney, n=6 

souris/groupe. Les cadres vert soulignent les effets de la WBV. 
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4. Discussion 

Le multimarquage de l’os cortical chez la souris a permis de caractériser le modelage de manière 

compartimentée, mais aussi de mesurer l’effet des contraintes mécaniques sur l’évolution de ce 

modelage. Ainsi avec nos modèles de souris génétiquement modifiées, nous avons démontré par cette 

expérience que la délétion de l’OPN, de la BSP ou des deux affecte de manière distincte le modelage. 

Ceci souligne non seulement le rôle de ces deux protéines dans la dynamique de modelage mais aussi 

leur interaction dans ce processus. 

La dynamique du compartiment antérieur de l’os cortical est globalement plus importante que celle du 

compartiment postérieur (Figures 31 et 32), comme le suggérait la distribution de l’os primaire intra-

cortical rémanent (figure 30), qui  est concentré sur la partie postérieure de la section osseuse, au 

modelage de toute évidence moins rapide. A cet égard, la présence de l’os primaire dans le 

compartiment postérieur peut expliquer les discordances entre les Figures 32B et 32C, sa contribution 

étant plus importante chez les OPN
-/- 

et les DKO, et plus basse que les WT chez les BSP
-/-

, comme l’a 

montré un travail récent du laboratoire en collaboration avec l’Unité 1033, dans le cadre de l’ANR 

Mouse_Kosto (Figure S6). 

De manière globale, l’élément important pour les souris OPN
-/-

 est un taux de formation osseuse plus 

faible au moins dans le compartiment antérieur, et de l’ordre de celle des WT dans le compartiment 

postérieur. De plus, dans le compartiment antérieur, la formation endostée des OPN
-/-

 présente une 

décroissance du dépôt d’os avec le temps qui est plus importante que tous les autres génotypes. 

Cependant l’épaisseur moyenne de leur os cortical est plus élevée que celle des WT ((Bouleftour et al., 

2019), et nos propres résultats, Tableau S4, Page 84) ce qui suggère que l’activité de résorption est elle 

aussi bien plus faible dans ce génotype. A l’inverse des OPN
-/-

, les souris BSP
-/-

 possèdent les 

épaisseurs corticales les plus fines parmi les 4 génotypes, ce qui avait été interprété auparavant comme 

reflétant une formation plus basse, en accord avec l’histomorphométrie de l’os trabéculaire à 4 mois 

(Malaval et al., 2008). A notre surprise, les marquages séquentiels révèlent au contraire un turnover 

élevé dans le compartiment antérieur de l’os cortical (formation intense, et sans doute résorption 

intense telle qu’évaluée par les surfaces ostéoclastiques en fin d’expérience dans la première étude, Cf. 

Tableau S4, Page 84). Les DKO quant à eux présentent dans le compartiment antérieur une activité de 

formation identique aux BSP
-/- 

couplée à une activité de résorption plus basse (Cf. Tableau S4, Ps. 

Oc.Pm/BPm, Page 84) alors que dans le compartiment postérieur elles possèdent une activité de 

formation plus élevée que les BSP
-/-

 avec une activité de résorption identique (Cf. Tableau S4, Ec. 

Oc.Pm/BPm, Page 84). L’ensemble de ces activités différentes entre les compartiments converge vers 

le fait que les DKO possèdent des corticales plus épaisses que les BSP
-/-

.  

Comme rappelé dans la partie bibliographique, la littérature rapporte un défaut d’activité de résorption 

des ostéoclastes OPN
-/-

 et BSP
-/-

. Cependant, une activité accrue de résorption in vivo sous défi 

expérimental a été décrite pour les souris BSP
-/-

 (perte osseuse sous décharge du train arrière (Malaval 
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et al., 2008), et sous ovariectomie (Wade-Gueye et al., 2010)), et OPN
-/-

 (Nos résultats présents sous 

HG et WBV, Tableau S2, page 82, Tableau S4, page 84). Les ostéoclastes des DKO ayant de plus une 

activité de résorption même plus intense que celle des WT (Bouleftour et al., 2019), il est clair que la 

question de l’impact de ces deux protéines sur le lignage ostéoclastique, des complémentarités et des 

compensations fonctionnelles possibles (en particulier in vivo), doit être réexaminée. 

L’analyse de la dynamique corticale sous vibration a révélé que les effets sur les cinétiques des OPN
-/- 

et BSP
-/-

 semblent s’amorcer au-delà des deux premières semaines de vibration. Il en est de même pour 

l’impact de ce régime sur le réseau lacuno-canaliculaire (avec l’exception des DKO, voir plus bas). Il 

est probable que la perception du signal soit faite immédiatement mais que le recrutement, la 

prolifération, la maturation et la différenciation des ostéoblastes se soient déroulés sur plusieurs 

semaines. De fait, la durée de vie active d’un ostéoblaste de souris a été estimée à ~12 jours 

(Weinstein et al., 1998). Il est également possible que chez les mutants la vibration ait modifié la durée 

de vie des ostéoblastes et/ou la probabilité de leur recrutement comme ostéocytes (ou de leur entrée en 

apoptose), ce qui se serait retrouvé dans la densité lacunaire après un certain délai. Ceci ne veut pas 

nécessairement dire que les ostéocytes déposés durant les deux premières semaines n’ont pas un rôle 

important à jouer, en termes de réception et transduction du signal mécanique, et de signalisation 

paracrine.  

Cependant, la question se pose de l’effet de leur densité sur la réponse ostéogénique, et on pourrait se 

demander si l’augmentation de la densité lacunaire des BSP
-/-

 sous vibration n’a pas potentialisé 

l’augmentation de la formation. Dans les deux premières semaines du protocole vibratoire, les souris 

BSP
-/-

, OPN
-/-

 et DKO présentent des densités lacunaires élevées par rapport aux souris WT. 

Cependant, les trois mutants ont présenté des réponses très différentes. Ceci peut suggérer que la 

densité ne constitue pas un paramètre crucial pour déterminer les effets de la contrainte mécanique. 

Etant donné aussi que la région qui a changé de dynamique sous vibration (S10-S14) présente aussi 

une modification de la densité lacunaire, il est probable que l’architecture soit de ce fait une 

conséquence de la dynamique et ne constitue pas la principale cause. Il y a donc une composante 

régulatrice affectant la réponse, qui est liée aux extinctions géniques et indépendante de la densité 

cellulaire. A l’appui de cette hypothèse, une étude in vivo chez le rat a montré que des activités de 

formations induites par stimulation mécanique ne sont pas dépendantes de la densité ostéocytaire 

locale dans l’os trabéculaire vertébral (Cresswell et al., 2018).  

L’analyse de l’expression génique présentée dans le premier article a été réalisée en fin 

d’expérimentation, et ne montre pas d’effets sur les marqueurs de formation chez les souris OPN
-/-

 et 

BSP
-/-

. Il serait intéressant et même crucial de répéter l’expérience de WBV et de l’arrêter après 

seulement deux ou trois semaines de vibration, pour évaluer les marqueurs osseux des différents 

génotypes, mais aussi élargir l’analyse par une approche de multi-criblage, pour rechercher les voies 

régulatrices impliquées, comme discuté dans la partie III « Discussion générale et perspectives ». 
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Un autre aspect important de l’architecture du réseau lacuno-canaliculaire est l’aire moyenne des 

lacunes car, comme la densité, ce paramètre diminue chez les OPN
-/-

 vibrés et augmente chez les BSP
-

/-
 après deux semaines de vibration. L’aire lacunaire de base est plus élevée dans tous les génotypes 

dans le réseau S10-S14 que dans le réseau S8-S10, ce qui implique que des lacunes nouvellement 

formées sont plus larges que des lacunes anciennes. Ceci pourrait refléter le fait que la minéralisation 

du réseau S10-S14 est moins avancée que celle du réseau S8-S10. Le fait que l’aire lacunaire chute 

chez les OPN
-/-

 à partir de deux semaines de vibration peut être liée à une activité de formation osseuse 

plus lente, laissant le temps aux lacunes de se minéraliser et/ou permettant de mobiliser davantage de 

calcium et de phosphate sur ces sites. Inversement, l’augmentation de l’aire lacunaire des BSP
-/-

 après 

deux semaines de vibration peut refléter l’augmentation de la vitesse de formation. L’aire lacunaire 

élevée des souris BSP
-/-

 et DKO en S8-S10 évoque aussi la minéralisation diminuée dans ces 

génotypes. Une étude visant à étudier la mécanosensibilité en lien avec la taille des lacunes a démontré 

par des contraintes appliquées sur tibia ex vivo que les souris femelles lactantes, qui ont des lacunes 

plus larges que des souris vierges, présentent une réponse ostéogénique plus importante à la suite de 

l’application d’un stimulus mécanique  (Hemmatian, Jalali, et al., 2018). Cependant, l’insensibilité des 

DKO qui ont, comme les BSP
-/-

,
 
des lacunes plus larges que celles des WT (en S8-S10), démontre que 

ce paramètre ne peut être considéré comme suffisant pour expliquer la réponse ostéogénique des BSP
-/-

. 

Dans le même ordre d’idée, l’élargissement des lacunes des souris BSP
-/-

 sous vibration semble 

favoriser un arrondissement des ostéocytes puisque c’est uniquement l’axe mineur qui augmente à 

partir de deux semaines de vibration. Il a été proposé que les ostéocytes ronds ont une meilleure 

mécanosensibilité que les ostéocytes plats (Bacabac et al., 2008). En effet, in vitro, des cellules MLO-

Y4 arrondies (partiellement adhérentes ou suspendues) possèdent une rigidité ainsi qu’un seuil de 

réponse par production de NO inférieurs aux cellules de forme plates. Cependant, les souris DKO 

présentent des lacunes plus arrondies que tous les autres génotypes dans la période S8-S10 et n’ont pas 

montré une réponse ostéogénique. Il est donc possible que malgré une architecture du réseau des DKO 

théoriquement propice à une bonne mécanosensibilité (lacunes larges, arrondies et nombreuses), 

l’absence concomitante de BSP et d’OPN altère la réponse à la stimulation  mécanique. 

Les canalicules n’ont pas montré un même profil de variation sous vibration que les lacunes étant 

donné qu’aucune modification n’est détectable chez les souris BSP
-/-

 et OPN
-/-

 vibrées. Cependant il 

est intéressant de noter que les souris DKO présentent une chute du nombre de canalicules et de 

jonctions dans le réseau formé durant les deux premières semaines de vibrations - le seul paramètre, et 

le seul génotype, ayant montré un effet pendant cette fenêtre expérimentale. Ceci peut suggérer un 

effet délétère rapide de la vibration en l’absence de BSP et OPN, qui a peut être amené à une réduction 

de la mécanosensibilité chez les DKO. 

Concernant les phénotypes de base des souris mutantes, il est important de noter que les souris BSP
-/-

 

et DKO présentent plusieurs points communs avec les souris hyp qui sont utilisées pour étudier les 
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symptômes de l’hypophosphatémie lié à l’X. En effet, toutes ces souris présentent une 

hypominéralisation mais aussi des lacunes plus larges et plus denses. Comme évoqué précédemment, 

les souris BSP
-/-

 et DKO présentent une surexpression de la protéine MEPE qui constitue une source 

majeure d’ASARM, un peptide inhibiteur de la minéralisation. Les souris DMP1
-/-

, qui sont 

hypominéralisées, surexpriment également MEPE (Jani et al., 2016), voir discussion dans Bouleftour 

et al., 2019.  

En conclusion, l’ensemble de ces données a permis de comprendre les dynamiques osseuses des 4 

génotypes en mettant en évidence une cinétique de croissance différente. Cette expérience a aussi 

permis une meilleure compréhension des effets de la vibration sur les paramètres de formation 

corticale, en particulier en termes de cinétique, et notamment chez les souris BSP
-/-

 et OPN
-/-

. 

L’analyse du réseau lacuno-canaliculaire a montré quant à elle des différences de base entre les lignées 

qui rentrent dans la caractérisation de leur phénotype, mais aussi une vision temporelle soulignant les 

différences entre un réseau jeune (S7-S8) et un plus ancien (S8-S10) et les effets de la vibration sur 

leurs caractéristiques. 
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5. Données supplémentaires 

 

 

 

Figure S1 : Marquage TRAcP (image de gauche) et double marquage tétracycline (image de droite) sur une 

même zone d’une même tranche d’une coupe d’os cortical de souris DKO. Les petites flèches jaune, rouge et 

verte indiquent des foyers de résorption identifiés par le marquage TRAcP et ré-indiqués sur l’image de droite où 

les marquages tétracycline sont indiqués par des flèches blanches. Ces images proviennent des prises 

photographiques réalisées lors des analyses histomorphométriques de la première étude. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



116 

 

 

 

 

 

Figure S2: Formation périostée cumulée, normalisée par l’aire de la semaine S0 (dernière semaine avant 

vibration), pour les souris WT, OPN
-/-

, BSP
-/-

 et DKO des groupes contrôles (CT) et vibrés (VB). Sx : semaine 

de vibration. Les valeurs sont exprimées en moyenne ± SEM. Sur la droite, pour chaque graphique, les valeurs 

du test F de  l’ANOVA 2 (en gras si p<0,05), n=6 souris / génotype. 
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Figure S3 : Fraction d’aire lacunaire (Lc.Frac.Ar) dans le compartiment antérieur de souris WT, OPN
-/-

, BSP
-/-

 et 

DKO groupes contrôle (CT) et vibré (VB), mesurées dans l’os formé au cours des deux premières semaines (S8-

S10) et des quatre dernières semaines (S10-S14) du protocole WBV. **p<0,01 entre mutants et WT de la même 

période, 
$
p<0,05 ; 

$$
p<0,01 entre S8-S10 et S10-S14 pour les CT de chaque génotype, 

#
p<0,05 entre CT et VB 

pour chaque génotype, test U de Mann-Whitney, n=6 souris/groupe. Les cadres vert soulignent les effets de la 

WBV. 

 

 

 

 

 

Figure S4 : Rondeur lacunaire (Lc.Round.) dans le compartiment antérieur de souris WT, OPN
-/-

, BSP
-/-

 et DKO 

groupes contrôle (CT) et vibré (VB), mesurées dans l’os formé au cours des deux premières semaines (S8-S10) 

et des quatre dernières semaines (S10-S14) du protocole WBV. *p<0,05 entre mutants et WT de la même 

période, 
$
p<0,05 entre S8-S10 et S10-S14 pour les CT de chaque génotype, test U de Mann-Whitney, n=6 

souris/groupe. 

 

 

 



118 

 

 

 

Figure S5 : Longueur canaliculaire par aire canaliculaire (Cn.Le / Cn.Ar) dans le compartiment antérieur de 

souris WT, OPN
-/-

, BSP
-/-

 et DKO groupes contrôle (CT) et vibré (VB), mesurées dans l’os formé au cours des 

deux premières semaines (S8-S10) et des quatre dernières semaines (S10-S14) du protocole WBV. *p<0,05 entre 

mutants et WT de la même période, 
$$

p<0,01 entre S8-S10 et S10-S14 pour les CT de chaque génotype, test U de 

Mann-Whitney, n=6 souris/groupe. 
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Figure S6 : A : Pourcentage d'os primaire dans les sections fémorales de 5 à 10 souris des deux âges et des 

deux sexes. Les valeurs individuelles des souris mâles (vert) et femelles (bleu) sont représentées par des points. 

Les valeurs de p vs WT des données appariées selon l'âge (pour les échantillons mixtes M+F) sont indiquées en 

rouge, les p entre les sexes (BSP
-/-

, 4 mois) en bleu, les p vs WT des données appariés selon l'âge et le sexe 

(BSP
-/-

, 4 mois) en vert ; les valeurs de p sont en gras si p≤0,05 ; test U de Mann-Whitney. B : Exemple de 

sélection de l'os total et de l'os primaire dans ImageJ (WT, mâle, 4 mois). (Malaval, Follet et al., article en 

préparation). 
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III) Discussion générale et perspectives 

L’ensemble de nos travaux durant cette thèse a montré des résultats qui convergent dans le message 

biologique, à savoir que l’absence d’OPN induit une perte osseuse sous contrainte mécanique alors 

que l’absence de BSP induit ou potentialise un gain osseux, et qu’une relative insensibilité est 

observée quand ces deux protéines ne sont pas exprimées.  

Il est important de discuter des limites mais aussi des avantages de l’ensemble de nos modèles. Tout 

d’abord nos souris sont issues d’un fond génique non consanguin, apportant donc une variabilité inter-

individuelle non négligeable. Le choix initial de ce fond génique s’est basé sur le fait que les résultats 

obtenus peuvent être considérés comme robustes car les effets qui se verront malgré la variabilité 

auront davantage de chances d’être signifiants. Un deuxième élément est la différence à l’état basal 

dans la morphologie et la masse osseuse de nos souris, qui est un paramètre important à prendre en 

compte surtout lors de l’application de stimuli mécaniques. Il est de fait par exemple que les souris 

OPN
-/-

 possèdent un os cortical plus épais que celui des BSP
-/-

, dont les corticales sont plus fines que 

celles des souris WT, et on peut objecter que ceci peut affecter la réponse adaptative à la contrainte, 

indépendamment du génotype. Cependant, dans un modèle de contrainte appliquée au corps entier 

comme la vibration et l’hypergravité, l’adaptation du régime de contrainte aux propriétés mécaniques 

des différentes pièces osseuses est impossible, et donc les effets doivent être observés dans leur 

globalité. Une approche multi-sites a donc été mise en avant dans notre premier travail, notamment en 

étudiant les effets sur l’os trabéculaire vertébral, qui a montré la plupart du temps une réponse 

similaire à l’os trabéculaire fémoral, indépendamment de l’os concerné et donc de la géométrie des 

contraintes perçues. Il est important de noter que les deux régimes mécaniques (HG et WBV) ont 

convergé dans leur réponses, avec des effets toujours opposés entre les OPN
-/-

 et les BSP
-/-

, alors qu’ils 

n’affectaient pas les mêmes compartiments osseux.  

L’hypergravité à 2G a augmenté le volume de l’os trabéculaire des souris WT comme cela avait été 

décrit par notre laboratoire sur le fond génique C57Bl/6 (Gnyubkin et al., 2015). Les souris BSP
-/-

 ont 

montré globalement un effet ostéogénique plus élevé que les WT sous hypergravité, sachant que le 

réseau trabéculaire des BSP
-/-

 est de base globalement plus dense que celui des WT. A l’inverse les 

souris OPN
-/-

 ont réagi à l’HG par une perte osseuse dans leur réseau trabéculaire. Les DKO ont été 

insensible à ce régime. Un élément important concernant les souris OPN
-/-

 est le fait qu’elles réagissent 

de manière opposée aux WT en termes de résorption. En effet, l’étude de Gnyubkin et al. avait déjà 

montré une chute de la résorption chez les WT sous hypergravité. L’augmentation de ce paramètre 

chez les OPN
-/-

 est de ce fait assez intrigante. On peut mettre en parallèle ces éléments avec la 

résistance des souris OPN
-/-

 à la décharge mécanique après suspension par la queue (Ishijima et al., 

2002). Ceci a été mis en lien avec le fait que l’absence d’OPN dégrade le bon fonctionnement des 

ostéoclastes (Franzén et al., 2008; Rittling et al., 1998) ce qui serait aussi une cause de la résistance 
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des souris OPN
-/-

 à la perte osseuse induite par ovariectomie (Yoshitake et al., 1999). Nos souris OPN
-

/-
 ont augmenté leur activité de résorption systématiquement dans toutes les situations expérimentales, 

amenant à une perte osseuse. L’ensemble de ces données suggère un rôle pivot de l’OPN, que ce soit 

direct ou indirect, dans l’orientation de la perception et/ou la réponse des ostéoclastes aux messages 

mécaniques. Il est à noter que les souris OPN
-/-

 ont modifié leur activité de formation à la hausse ou à 

la baisse selon le régime de contrainte mécanique, soulignant un rôle de l’OPN vis-à-vis des activités 

de formation qui semble être plus complexe que celui concernant l’activité de résorption.   

Sous vibration, nous n’avons pas observé le gain osseux dans l’os cortical des souris WT qui a été 

décrit précédemment (Gnyubkin et al., 2016). Il y a plusieurs éléments qui peuvent expliquer cette 

différence. Tout d’abord le temps de vibration qui a été utilisé n’est pas le même. Gnyubkin et. al. ont 

en effet testé 3 semaines et 9 semaines de WBV, en n’observant des effets ostéogéniques qu’à 3 

semaines, suggérant une accélération de la croissance de l’os cortical plutôt qu’un accroissement 

absolu de son épaisseur finale. Notre protocole a duré 6 semaines et nos souris étaient légèrement plus 

âgées, et avaient donc probablement atteint en fin d’expérience une épaisseur corticale adulte, qui 

n’était pas susceptible d’accroissement. Les fortes réponses, diamétralement opposées, des souris BSP
-

/-
 et OPN

-/-
 en termes d’épaisseur de l’os cortical et dynamiques cellulaires sont d’autant plus 

remarquables dans ce contexte d’insensibilité des WT, et suggèrent des effets d’accroissement absolu 

de l’épaisseur d’un os qui a terminé sa croissance. Il est aussi important de noter que les souris OPN
-/-

 

ont montré un effet structural sur l’os trabéculaire, non décrit par Gnyubkin et. al.,  avec en particulier 

une perte nette de BV/TV dans la vertèbre L2. 

L’insensibilité des souris DKO à ces deux régimes est surprenante du fait de l’activité de remodelage 

accrue chez ces souris. En effet, les DKO sont en quelques sortes celles qui sont les plus dynamiques 

parmi les 4 génotypes ; elles possèdent une activité de formation absolue élevée dans le compartiment 

antérieur par rapport aux WT et l’activité de formation la plus élevée dans le compartiment postérieur 

parmi tous les génotypes. A côté de cela, le remodelage intra-cortical qu’elles subissent dans le 

compartiment postérieur rajoute un surplus de dynamique cellulaire. L’absence concomittante de la 

BSP et de l’OPN ne ramène donc pas le phénotype osseux à un état proche de celui des WT, mais 

génère un phénotype singulier. Par ailleurs, la dégradation du réseau canaliculaire observée chez les 

DKO dans les deux premières semaines de vibration suggère, comme discuté plus haut, un impact 

(négatif) spécifique sur ce type cellulaire en l’absence des deux protéines, qui est une une piste à 

explorer pour expliquer l’insensibilité de ces souris aux régimes de contrainte employés dans nos 

expériences. 

Dans la première étude, nous avons pratiqué un double marquage par la tétracycline pour suivre la 

dynamique de formation osseuse. Les résultats de microtomographie ayant montré surtout des effets 

dans l’os cortical, nous avons procédé à l’évaluation de la dynamique corticale sur la base de ce 

marquage. Les résultats obtenus étaient significatifs et éclairants mais le protocole utilisé n’était pas 

absolument adéquat. En effet les deux injections étaient espacées de 4 jours pour être adapté à la 
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dynamique de formation de l’os trabéculaire murin, mais nous plaçaient à la limite de la sensibilité 

nécessaire à l’évaluation de la formation corticale, qui est plus lente. A la suite de ces résultats, nous 

avons décidé d’approfondir nos analyses dynamiques tout en rajoutant l’étude du réseau lacuno-

canaliculaire pour évaluer s’il est différent entre les génotypes et s’il est affecté par la vibration. La 

technique de multi-marquage et l’étude du réseau lacuno-canaliculaire ont permis d’affiner les 

résultats observés avec un suivi précis de la cinétique. Cette approche nous a révélé que la survenue 

des effets de la vibration sur la dynamique est couplée avec une modification des paramètres de 

densité et d’aire lacunaire. Ces impacts se manifestent de manière opposées entre les souris BSP
-/-

 et 

OPN
-/-

 et sont observables au même moment, à savoir au-delà de deux semaines de contraintes. 

Cependant, les réseaux lacuno-canaliculaires à l’état de base ne sont pas très différents entre ces deux 

génotypes, à l’exception de l’aire lacunaire qui est plus élevée chez les BSP
-/-

. Nos données suggèrent 

que l’explication des effets opposés de la WBV dans ces deux génotypes est donc plutôt à rechercher 

au niveau du comportement des ostéocytes individuels plutôt que dans l’architecture du réseau lacuno-

canaliculaire, soulignant ainsi des effets de réponse cellulaire liés aux extinctions géniques.  

Les moyens que nous possédions pour étudier le réseau lacuno-canaliculaire ont néanmoins limité 

notre analyse. La résolution de notre microscope confocal est de 100 nm. Sachant que le diamètre des 

canalicules varie généralement de 210 à 260 nm (Qin et al., 2020), il nous était impossible d’évaluer, 

par exemple, des changements de quelques dizaines de nanomètres du diamètre canaliculaire entre nos 

différents groupes. Ce paramètre est pourtant important car le remodelage lacuno-canaliculaire aurait 

pu être affecté par l’absence de BSP et/ou d’OPN, et par le régime vibratoire. L’étude aurait également 

gagné en efficacité par une analyse en 3D du réseau. Cependant la réalisation des images 3D 

comportant un volume du réseau lacuno-canaliculaire assez conséquent pour établir des comparaisons 

entre groupes nécessite des temps d’acquisitions très longs (plusieurs heures par souris). Ensuite, les 

analyses des images 3D nécessitent l’utilisation de codes en Python effectuant des calculs très lourds 

qui dépassent largement les capacités de nos ordinateurs. Le compromis a été donc d’effectuer les 

analyses en 2D en augmentant le plus possible les surfaces du réseau analysé pour avoir une 

représentativité fiable. 

 

L’ensemble des résultats obtenus a néanmoins permis une description détaillée de plusieurs processus 

dont la dynamique corticale à l’état de base et sous vibration des 4 génotypes. En s’appuyant sur ces 

données, il serait intéressant de réitérer l’expérience de vibration en s’arrêtant après 2 semaines et 

d’analyser le réseau lacuno-canaliculaire formé pour voir si l’on observe des modifications qui 

n’étaient plus visibles au bout de 6 semaines de vibration. Une étude du profil d’expression génique 

semble aussi importante au bout de deux semaines de vibration étant donné que c’est à partir de ce 

moment que la dynamique osseuse semble être affectée. Cette étude devrait prendre la forme d’une 

analyse multi-génique, telle que celle que nous sommes en train de réaliser sur les ARN extraits en fin 

d‘expérience des souris vibrées pendant 6 semaines (article, Figure 7, Tableau S5). La technique 
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utilisée sera le Nano-String qui diffère de la qRT-PCR par sa capacité à quantifier directement un 

grand nombre d’ARN messager (45 dans notre expérience), en très petite quantité et même à l’état 

partiellement dégradé. L’objectif sera de dégager des pistes en termes de voies de signalisations 

susceptibles d’être impliquées dans la réponse différentielle des génotypes WT et mutantes à la WBV. 

Une autre approche permise par des temps d’expérimentation plus courts serait d’injecter, pendant la 

durée de l’expérimentation, les protéines OPN et BSP à des souris mutantes, ou à l’inverse des 

anticorps anti-OPN ou anti-BSP (ou les deux) chez les souris WT, (et anti-OPN chez les souris BSP
-/-

), 

et d’observer le phénotype osseux qui en résulte, à l’état de base et sous contrainte mécanique. Ce type 

d’expérience permettra de confirmer ou d’infirmer l’implication directe ou pas de l’absence d’OPN ou 

de BSP dans les réponses du squelette que nous avons décrites. Cette approche a déjà été utilisée via 

l’injection de si-RNA ciblant l’ARNm de l’OPN lors de l’injection de PTH sur les calvaria de souris, 

et a mis en évidence que l’expression de la BSP ou de l’OPN était nécessaire à l’action anabolique de 

la PTH (Bouleftour et al., 2015). 

Bien qu’il soit important d’adopter dans un premier temps une approche systémique pour avoir une 

idée globale des effets de l’absence d’une ou de plusieurs protéines afin de cibler par la suite un type 

cellulaire donné, les expériences réalisées sur des souris présentant une extinction génique globale 

peuvent présenter plusieurs paramètres confondant. Dans notre exemple l’OPN est une protéine 

ubiquitaire. Son extinction dans l’ensemble de l’organisme, ou sa surexpression dans le sérum des 

souris BSP
-/-

 tout au long de leur vie (Granito et al., 2015) peuvent influencer par des voies 

systémiques le phénotype osseux. L’établissement et la caractérisation de souris avec un KO 

conditionnel de ces protéines aiderait à mieux comprendre les phénotypes osseux observés et leurs 

origines. Ces KO conditionnels peuvent être par exemple appliqués sur les ostéoclastes, les 

ostéoblastes ou les ostéocytes en observant si l’un des modèles peut reproduire le phénotype obtenu 

avec un KO total. Dans le cas des DKO, l’extinction génique de l’OPN et de la BSP de manière 

conditionnelle pourrait néanmoins s’avérer compliquée sur le plan technique, mais aussi économique. 

Enfin dans une perspective méthodologique, le couplage de la transparisation, du multimarquage et de 

l’étude du réseau lacuno-canaliculaire s’avère un outil efficace pour évaluer la dynamique de l’os 

cortical. Cette combinaison de techniques existantes pourrait aussi être renforcée par l’utilisation des 

techniques de microscopie de fluorescence à feuille de lumière, qui donneraient une image en trois 

dimensions des multimarquages et, couplées à des analyses quantitatives, permettraient d’étudier la 

dynamique totale de l’os cortical (Greenbaum et al., 2017). Des ordinateurs puissants deviendraient 

alors indispensables pour automatiser et optimiser ce type de protocole. 
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V) Annexes méthodologiques 

 

A. Histomorphométrie de l’os cortical inclus en méthyl-

méthacrylate 

 

Protocole HM-9 

 

Histomorphométrie de l’os cortical de fémur en MMA 

 

par : M.Maalouf 

le : 30/06/2020 

n° version : 01 

 

REMARQUES HYGIENE ET SECURITE : 

Gants + blouse pendant les étapes de préparation des échantillons et de montage.  

 

PRINCIPE : 

Préparation et lecture des marquages tétracycline et détection de la TRAcP sur coupe 

transversale d’os cortical en MMA 

 

MATERIEL ET METHODE : 

- Solution de MMA 

- Solution d’initiation (solution à préparer*) 

- Pilulier en verre 

- Scie à fil et ponceuse à eau (Escil) 

- Tampon Acétate de Na (solution à préparer*) 

- Naphtol AS-TR Phosphate (Sigma N6125 / 1 g) 

- Fast Violet B Salt (Aldrich 414-273-3850 / 5 g -> 16-5-18= l'actuel) 

- Fluorure de Na (solution à préparer*) 

- -500) 
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* Préparation des solutions 

 

Solution d’initiation 
Tampon Acétate de de Na 

(pH = 5). 
Fluorure de Na 

- 2-Propanol 19ml (Emplura 

K49672566747 / 1L) 

- N,N-Dimethylanilin 1 ml 

(Merck-Schuchardt 

Art.803060 / 1L) 

- Acétate de Na 19g (Sigma 

S-7670 / 1KG) 

- Acide acétique 4.5 ml 

- Eau distillée 1 litre 

- Tartrate de Na 150 mg 

(Merck Art. 6663 / 250 g) 

 

- Fluorure de Na 4.2 g (Chemicals 

27858.290 / 1KG) 

- Eau distillée 1 litre 

 

 

TECHNIQUE : 

Préparation de l’os 
 

Couper à la scie à fil l’extrémité distale de l’os, au-dessus de la métaphyse (à environ 3 mm 

au-dessus de la plaque de croissance distale). Eviter d’utiliser la Dremel ou un scalpel car 

les échantillons seront abimés.  

La suite du protocole est dédiée uniquement à la partie proximale (contenant l’os cortical du 

midshaft). Le protocole d’inclusion, de coupe et d’analyse pour la partie distale (trabéculaire 

de la métaphyse) est décrit dans un autre protocole au laboratoire. 
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Procéder à la déshydratation de l’os : 

- 1er bain : alcool 90%. Conserver à 4°C pendant 1 jour. 
- 2ème bain : alcool 100% + 30 min sous vide. Conserver à 4°C pendant 2 jours. 
- 3ème bain : alcool 100% + 30 min sous vide. Conserver à 4°C pendant 2 jours. 

 

Procéder à l’imprégnation de l’os (ne jamais boucher les piluliers pendant cette étape) : 

- 1er bain : 5 ml de MMA + 30 min sous vide. Conserver à -20°C pendant 7 jours. 
- 2ème bain : 5 ml de MMA + 80 µl de solution d’initiation + 30 min sous vide. 

Conserver à -20°C pendant 3 jours. 
- 3ème bain : 5 ml de MMA + 80 µl de solution d’initiation + 30 min sous vide. 

Conserver à -20°C pendant 3 jours. 
 

Procéder à l’inclusion de l’os : 

- Remplir de MMA le ¾ d’un pilulier en verre. 
- Positionner l’os au fond du pilulier de manière à avoir l’extrémité proximale 

(articulation avec la hanche) au centre et l’extrémité distale (qui est déjà découpée) 
proche du bord.  

- Rajouter 380 µl de solution d’initiation. 
- Boucher le pilulier en chassant l’air. 
- Mettre à 4°C dans un bain marie pour une nuit.   

 

 

 

Préparer l’échantillon pour la coupe : 

- Scier puis poncer le bloc de manière à obtenir l’os dans une allumette de MMA : faire 
en sorte que l’os soit au milieu de l’allumette, loin des bords. De même poncer de 
manière à ce que la surface soit parallèle au fût diaphysaire (pour faciliter l’orientation 



144 

 

lors de la coupe à la scie à fil). Garder de la MMA au-dessus de la partie proximale 
du fémur pour écrire le nom de l’individu et pour faciliter le collage sur la plateforme 
de la scie à fil. 

 

 

 

Réaliser des coupes transversales de la corticale : 

- Découper l’os transversalement en tranches de 300 µm grâce au fil diamanté en 
partant de la partie proximale. Il est possible de descendre à 200 µm mais la 
manipulation des coupes devient délicate. 

- Déposer les tranches dans l’alcool absolu dans chaque puit d’une plaque de 48 puits 
(les coupes peuvent ainsi être sériées). 

 

Lecture de la tétracycline 
 

- Mettre une coupe sur une lame en y déposant régulièrement des gouttes d’alcool 
pour la garder la plus plate possible. 

- Prendre en photo la coupe avant d’effectuer les analyses car pendant l’analyse la la 
lumière fluorescente va atténuer le marquage. 

- Sur le logiciel propre « Morphométrie » du LBTO, sélectionner le grossissement 10X 
(TV= 2,25 mm2) en utilisant le même BV/TV et Tb.Th pour toutes les coupes 
(exemple BV/TV = 20% ; Tb.Th = 0,08 mm). Toutes les mesures doivent être faites 
sans changement de champ. 

- Cliquer sur « épaisseur » puis « vitesse de minéralisation » et rentrer le nombre de 
jour séparant les 2 injections de tétracycline. 

- Mesurer soit la distance entre les 2 lignes soit l’épaisseur totale du marquage si les 2 
lignes sont très proches. Effectuer cette mesure sur le périoste et l’endoste 
séparément. 

- Cliquer sur « surfaces marquées ».  

- Mesurer la longueur totale d’une interface (endoste ou périoste) avec la fonction 
« simple marquage » (sLs/BS ; bouton jaune sur la souris).  
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- Mesurer la surface marquée par tétracycline de la même interface avec la fonction 
double marquage (dLs/BS ; bouton blanc sur la souris).  

- Calculer dLs/Bs ÷ sLs/Bs * 100 pour obtenir le pourcentage de surface marquée.  

- Effectuer ces mesures pour l’endoste et le périoste séparément puis refaire toutes les 
mesures sur l’autre face de la coupe et faire la moyenne. 

 

Coloration pour la détection de la TRAcP 
 

- Réhydrater progressivement les coupes en les passants de l’alcool 100% à l’alcool 
50% puis dans de l’eau déminéralisée. 

- Préparer un bécher 50 ml : 50 ml de tampon Acétate de Na + 100 mg de Naphtol AS-
TR 

- Préparer un bécher 50 ml : 50 ml de tampon Acétate de Na + (250 mg si Sigma-
Aldrich-> avec source actuelle (16-5-18) = 350mg+filtrer!) de Fast Violet 

- Agiter et attendre la dissolution des 2 produits.  

- Mélanger les 2 solutions, une floculation jaune se produit. 

- Ajouter à chaque puit 1 ml de ce mélange. 

- Mettre à 4°C pendant une nuit. 

- Rinçage à l’eau courante puis déposer rapidement dans le Fluorure de Na et attendre 
minimum 30 minutes. 

- Rinçage à l’eau courante. 

- Déshydrater à l’alcool absolu pendant 1h à 4°C, puis tremper dans le 
méthycyclohexane et monter au Permount (mettre une quantité non négligeable). 

 

Note :  

Il est préférable pour ce genre de coupes de ne pas utiliser de contre-coloration (sauf si elle 

est très légère (30 secondes dans le colorant)) car elle peut altérer la visibilité de la 

coloration TRAcP en noircissant l’os. L’épaisseur de la coupe suffit pour distinguer 

facilement les cellules TRAcP+.  

 

Lecture des surfaces ostéoclastiques (=cellules marquées par la TRAcP) 
 

- Sur le logiciel « Morphométrie » propre du LBTO, sélectionner le grossissement 10X 
(TV= 2,25 mm2) en utilisant le même BV/TV et Tb.Th pour toutes les coupes 
(exemple BV/TV = 20% ; Tb.Th = 0,08 mm). Toutes les mesures doivent être faites 
sans changement de champ. 

- Cliquer sur « surfaces marquées ».  

- Mesurer la longueur totale d’une interface (endoste ou périoste) avec la fonction 
« simple marquage » (sLs/BS ; bouton jaune sur la souris).  

- Mesurer la surface des ostéoclastes (=surface marquée par la TRAcP) de la même 
interface avec la fonction double marquage (dLs/BS ; bouton blanc sur la souris).  
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- Calculer dLs/Bs ÷ sLs/Bs * 100 pour obtenir le pourcentage de surface 
ostéoclastique.  

- Effectuer ces étapes pour l’endoste et le périoste séparément puis refaire toutes les 
mesures sur l’autre face de la coupe et faire la moyenne. 

 

Il est ainsi possible de comparer pour exactement un même niveau de l’os cortical les 

activités de formation et de résorption. 
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B. Paramètres d’acquisition des tranches d’os cortical 

multimarqué au microscope confocal à l’objectif 20X 

Information acquisition image 20X confocal 

Microscope Axio Observer.Z1 / 7 

Objectif LD Plan-Neofluar 20x/0.4 Korr Ph 2 M27 

Track Calcein Fluorescein Alizarin 

Dye Name DAPI AF488 AF568 

Bit Depth 16 Bit 16 Bit 16 Bit 

Contrast method Fluorescence Fluorescence Fluorescence 

Scan Zoom X : 0,5 Y : 0,5 X : 0,5 Y : 0,5 X : 0,5 Y : 0,5 

Scan Mode Frame Frame Frame 

Scan Direction Bidirectional Bidirectional Bidirectional 

Pinhole  298 µm 298 µm 298 µm 

Laser Wavelength 405 nm 488 nm 561 nm 

Laser Blanking Enabled Enabled Enabled 

Excitation Wavelength 353 493 577 

Emission Wavelength 465 517 603 

Detection Wavelength 400-499 497-566 565-635 

Imaging Device Airyscan Airyscan Airyscan 

Detector GaAsP-PMT GaAsP-PMT GaAsP-PMT 

Detector Gain 850 V 700 V 800 V 

Detector offset 0 0 0 

Detector Digital Gain 1 1 1 

Airyscan Mode 
Superrsolution : 9,7 

(2D, Auto) 

Superrsolution : 9,7 

(2D, Auto) 

Superrsolution : 9,7 

(2D, Auto) 

Processing  Stitching Stitching Stitching 

 

Sauvegarde de l’acquisition sous format .czi 
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C. Paramètres d’acquisition du réseau lacuno-canaliculaire au 

microscope confocal à l’objectif 63X 

Information acquisition image 63X confocal 

Microscope Axio Observer.Z1 / 7 

Objectif Plan-Apochromat 63x/1.40 Oil DIC M27 

Track Calcein Fluorescein Alizarin 

Dye Name DAPI AF488 AF568 

Bit Depth 16 Bit 16 Bit 16 Bit 

Contrast method Fluorescence Fluorescence Fluorescence 

Scan Zoom X : 0,5 Y : 0,5 X : 0,5 Y : 0,5 X : 0,5 Y : 0,5 

Scan Mode Frame Frame Frame 

Scan Direction Bidirectional Bidirectional Bidirectional 

Pinhole  267 µm 267 µm 267 µm 

Laser Wavelength 405 nm 488 nm 561 nm 

Laser Blanking Enabled Enabled Enabled 

Excitation Wavelength 353 493 577 

Emission Wavelength 465 517 603 

Detection Wavelength 400-499 497-566 565-635 

Imaging Device Airyscan Airyscan Airyscan 

Detector GaAsP-PMT GaAsP-PMT GaAsP-PMT 

Detector Gain 850 V 800 V 850 V 

Detector offset 0 0 0 

Detector Digital Gain 5 1 1 

Airyscan Mode 
Superrsolution : 9,7 

(2D, Auto) 

Superrsolution : 9,7 

(2D, Auto) 

Superrsolution : 9,7 

(2D, Auto) 

Processing  
Stitching + Stack 

Correction 

Stitching + Stack 

Correction 

Stitching + Stack 

Correction 

 

Sauvegarde de l’acquisition sous format .czi 
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D. Quantification de la dynamique corticale avec ImageJ 

Important : Le format .czi est déjà calibré pour ImageJ, les mesures donneront les résultats à 

la bonne échelle, pas besoin de réaliser une calibration. 

 

- Ouvrir Image J 

- Faites glisser l’image20X.czi dans la barre (Fiji Is Just) Image J, une fenêtre Bio-

Formats Import Options s’ouvre automatiquement 

- Sélectionner Split Channel et cliquer OK 

- Sur la barre (Fiji Is Just) Image J, cliquer sur Image  Color  Merge Channel. 

Une fenêtre Merge Channels s’ouvre 

- Dans la rubrique C1 (red) sélectionner le canal C=0 

- Dans la rubrique C2 (green) sélectionner le canal C=1 

- Dans la rubrique C3 (Blue) sélectionner le canal C=2 

- Cocher Create Composite et cliquer sur OK 

- Une image avec les trois canaux apparaît avec une barre de défilement en bas de 

l’image qui permet de passer d’un canal à un autre. 

- Sur la barre Image J, Cliquer sur Image  Adjust  Brightness and Contrast 

- Ajuster la lumière et le contraste pour chaque canal de manière à bien mettre en 

évidence les lignes de marquages bleu (calcéine) et orange (alizarine) 

- Sur la barre Image J, sélectionner l’icône polygonale (si vous mettez le curseur dessus 

sans cliquer il vous affichera « Polygon Selections »). 

- Zoomer sur l’image en utilisant la touche Ctrl et le curseur de la souris. Le zoom se 

fait sur l’endroit où la souris est placée sur l’image. 

- Avec le bouton gauche de la souris, dessiner l’aire entre deux lignes de marquages par 

des clics successifs en passant par le milieu de l’épaisseur de chaque marquage. 

- La sélection peut être refermée en recliquant sur le premier point réalisé ou en utilisant 

le bouton droit de la souris. 

- Cliquer sur « M » sur le clavier, le résultat en aire en µm
2
 s’affiche. 

- Cliquer à l’extérieur de la sélection et réitérer la mesure pour chaque aire présente 

entre les marquages d’intérêts. 

 

 



150 

 

E. Sélection et isolement d’une région d’intérêt du réseau lacuno-

canaliculaire avec ImageJ 

 

Important : Le format .czi est déjà calibré pour ImageJ, les mesures donneront les résultats à 

la bonne échelle, pas besoin de réaliser une calibration. 

 

- Ouvrir Image J 

- Faites glisser le stack63X.czi dans la barre (Fiji Is Just) Image J, une fenêtre Bio-Formats 

Import Options s’ouvre automatiquement 

- Sélectionner Split Channel et cliquer OK. Trois fenêtres vont s’ouvrir : C=0 pour la calcéine, 

C=1 pour la fluorescéine et C=2 pour l’alizarine. 

- Sélectionner la fenêtre de la calcéine, sur la barre Image J, Cliquer sur Image  Adjust  

Brightness and Contrast de manière à mettre en évidence les lignes de marquages 

- Faire de même avec la fenêtre de l’alizarine 

- Faire de même avec la fenêtre de la fluorescéine de manière à rendre les lacunes visibles. 

- Garder la sélection sur la fenêtre de la fluorescéine, cliquer sur Process  Math  Gamma. 

Sélectionner une valeur de 0,7 et cliquer sur OK 

- Sur la barre Image J, cliquer sur Image  Color  Merge Channel. Une fenêtre Merge 

Channels s’ouvre 

- Dans la rubrique C1 (red) sélectionner le canal C=2 

- Dans la rubrique C2 (green) sélectionner le canal C=1 

- Dans la rubrique C3 (Blue) sélectionner le canal C=0 

- Décocher Create Composite et cliquer sur OK, une fenêtre combinant les 3 canaux s’ouvre. 

Une barre de défilement en bas de la fenêtre permet de passer d’une coupe à une autre 

(déplacement en Z) 

- Sur la barre Image J, cliquer sur Image  Stacks  Stack to images, plusieurs fenêtres 

apparaissent correspondant chacune à une position en Z de l’image combinant les 3 canaux. 

Chaque fenêtre est nommée RGB-nnnn (avec « nnnn » le numéro (position de la coupe). 

- Sélectionner une des images d’intérêt. Sur la barre Image J, sélectionner l’icône polygonale (si 

vous mettez le curseur dessus sans cliquer il vous affichera « Polygon Selections »). 

- Zoomer sur l’image en utilisant la touche Ctrl et le curseur de la souris. Le zoom se fait sur 

l’endroit où la souris est placée sur l’image. 

- Avec le bouton gauche de la souris, dessiner l’aire entre deux lignes de marquages délimitant 

le réseau d’intérêt par des clics successifs. 
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- La sélection peut être refermée en recliquant sur le premier point réalisé ou en utilisant le 

bouton droit de la souris. 

- Cliquer sur « M » sur le clavier, le résultat en aire en µm
2
 s’affiche. 

- Pour isoler la zone sélectionnée, sur la barre Image J cliquer sur Edit  Clear Outside puis 

Image  Crop (ou Ctrl+Maj+X). 

- Sur la barre Image J cliquer sur Image  Color  Split Channels, 3 fenêtre en noir et blanc 

apparaissent : RGB-nnnn (red) pour le canal de l’alizarine, RGB-nnnn (blue) pour le canal de 

la calcéine et RGB-nnnn (green) pour le canal de la fluorescéine. 

- Supprimer les canaux de l’alizarine et de la calcéine. 

- Sélectionner le canal de la fluorescéine, sur la barre Image J cliquer sur Image  Lookup 

Tables  Green. 

- Sur la barre Image J, cliquer sur File  Save As  Tiff..., donner un nom à l’image, par 

exemple F1. 

- Supprimer la fenêtre bleu 

- Sélectionner la fenêtre DiI, Image, look up tables, red.  

- Sélectionner la fenêtre Fluo, Image, look up tables, green.  



152 

 

F. Segmentation du réseau lacuno-canaliculaire avec ImageJ 

- Ouvrir Image J 

- Glisser le réseau.Tiff dans la barre (Fiji Is Just) Image J 

- Sur la barre Image J, cliquer sur Plugins  Segmentation  Trainable Weka 

Segmentation, une fenêtre Trainable Weka Segmentation s’ouvre 

- Cliquer sur Settings, une fenêtre Segmentation settings s’ouvre 

- Dans la rubrique « Class names » écrire le nom des catégories à segmenter (par exemple pour 

Classv1 Lacunes, pour Class 2 : Canalicules), cliquer sur OK 

- Cliquer sur « Create new class » pour rajouter une catégorie (par exemple pour le fond) 

- Choisissez un des outils de dessin de la barre ImageJ et dessiner un canalicule sur l’image puis 

cliquer sur « Add to Canalicules » sur le côté droit de la fenêtre 

- Faire pareil avec les autres catégories  

- Cliquer sur « Train Classifier », attendre que le logiciel intègre la segmentation (les icônes 

seront grisés pendant ce temps) puis cliquer sur « Create Results » qui va donner le résultat de 

la segmentation. 

- Si celle-ci n’est pas satisfaisantes, redessiner des structures sur l’image et les rajouter pour 

améliorer l’apprentissage pour être le plus fidèle possible à l’image d’origine. 

- Une fois la qualité souhaitée atteinte, cliquer sur « Save Classifier » et sauvegarder le modèle 

de segmentation. 

- Cliquer sur « Get probability » pour obtenir les images segmentées qui peuvent être analysées 

et les sauvegarder en les sélectionnant puis en cliquant sur la barre ImageJ sur File  Save As 

 Tiff…    

 

Une Macro a été réalisée par Peurière et. al. au laboratoire pour automatiser la segmentation. La macro 

qui est présentée ci-dessous reprend le même principe avec quelques ajustements lié au protocole 

expérimental utilisé pendant cette thèse. 

 

Macro de segmentation ImageJ 

 

n=1; 

while(n<=6) 

 { 

 x=1; 

 while(x<=6) 

  { 

open("D:/Mathieu/WBV3/Confocal/Réseau après S2/2) Stack et ROI choisis/8) DKO 

VB/DKO VB "+n+"/F"+x+".tif"); 

wait(2000); 

run("Trainable Weka Segmentation"); 
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wait(2000); 

selectWindow("Trainable Weka Segmentation v3.2.34"); 

wait(2000); 

call("trainableSegmentation.Weka_Segmentation.loadClassifier", 

"D:/Mathieu/WBV3/Confocal/Réseau après S2/Modèle de 

segmentation/classifierFLUO17.model"); 

wait(2000); 

call("trainableSegmentation.Weka_Segmentation.getResult"); 

wait(2000); 

selectWindow("Classified image"); 

name="F"+x; 

saveAs("Tiff", "D:/Mathieu/WBV3/Confocal/Réseau après S2/3) Image Sequence/8) DKO 

VB/DKO VB "+n+"/"+name+".tif"); 

wait(2000); 

close(); 

call("trainableSegmentation.Weka_Segmentation.getProbability"); 

wait(2000); 

selectWindow("Probability maps"); 

saveAs("Tiff", "D:/Mathieu/WBV3/Confocal/Réseau après S2/4) Probability map/8) DKO 

VB/DKO VB "+n+"/"+name+".tif"); 

wait(2000); 

close(); 

selectWindow("Trainable Weka Segmentation v3.2.34"); 

close(); 

close(); 

 

 x=x+1; 

} 

n=n+1; 

} 

 

 



154 

 

G.  Analyse du réseau lacuno-canaliculaire avec ImageJ 

 

- Ouvrir Image J 

- Glisser la probability map.Tiff dans la barre (Fiji Is Just) Image J 

- Sur la barre Image J, cliquer sur Image  Stacks  Stack to Images, les 3 catégories 

segmentées apparaissent sur 3 fenêtre différentes.  

- Supprimer la ou les fenêtres des catégories qui ne seront pas utilisées (par exemple le fond) 

- Sélectionner la fenêtre des lacunes, sur la barre Image J cliquer sur Process  Binary  

Make Binary 

- Sur la barre Image J, cliquer sur Analyze  Set Measurements, une fenêtre « Set 

Measurements » s’ouvre, cocher les paramètres souhaité pour l’analyse (par exemple Area, 

shape descriptors, Area fraction) et cliquer sur OK 

- Sur la barre Image J, cliquer sur Analyze  Analyze Particles, une fenêtre « Analyze 

Particles s’ouvre », sélectionner les options de mesures souhaitées (par exemple taille des 

lacunes à minimum 15µm
2
, la circularité allant de 0 à 1, la schématisation des lacunes) et 

cliquer sur OK 

- Trois fenêtres s’ouvrent : « Results », « Summary » et « Drawing of Lacunae » qui est la 

schématisation des lacunes. Sauvegarder ces fenêtres en allant sur la barre Image J et cliquer 

File  Save As  Tiff… 

- Fermer la fenêtre de la catégorie lacunes. 

- Sélectionner la fenêtre de la catégorie canalicules, sur la barre Image J cliquer sur Process  

Binary  Make Binary 

- Sur la barre Image J, cliquer sur Analyze  Set Measurements, une fenêtre « Set 

Measurements » s’ouvre, cocher les paramètres souhaité pour l’analyse (par exemple Area et 

Area fraction) et cliquer sur OK 

- Sur la barre Image J, cliquer sur Analyze  Measure, une fenêtre « Results » s’ouvre et 

donne les résultats sur l’aire du réseau lacunaire. Sauvegarder ces résultats en allant sur la 

barre Image J et cliquer File  Save As  Tiff… 

- Sélectionner la fenêtre des canalicules (qui est maintenant binarisée) et sur la barre Image J, 

cliquer sur Process  Binary  Skeletonize 

- Sur la barre Image J, cliquer sur Analyze  Skeleton  Analyze Skeleton (2D/3D), une 

fenêtre « Analyze Skeleton » s’ouvre, cliquer sur OK 

- Trois fenêtres s’ouvrent : « Results », « Branch information » et « Tagged skeleton » 

- La fenêtre « Results » donne le nombre de branches et de jonctions. Pour avoir le nombre total 

de ces deux paramètres il faut les copier-coller dans un tableaur (par exemple Excel) ou 

utiliser le code Macro d'ImageJ suivant pour donner la somme dans la fenêtre Log : 
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name = "Stack " + x; 

suma = 0; 

sumb = 0; 

 

selectWindow("Results"); 

lines1 = split(getInfo(), "\n"); 

headings = split(lines1[0], "\t"); 

for (j=1; j<lines1.length; j++) { 

        values = split(lines1[j], "\t"); 

        a = values[0]; 

        b = values[1]; 

        suma = suma + a; 

        sumb = sumb + b; 

} 

print (name); 

namea= "Sum nb branches "+ suma; 

nameb= "sum nb junctions "+ sumb; 

print (namea); 

print (nameb); 

 

- La fenêtre « Branch information » donne la longueur individuelle de chaque branche dans la 

deuxième colonne. Pour avoir le nombre total pour ce paramètre, il faut copier-coller la 

colonne dans un tableaur (par exemple Excel) ou utiliser le code Macro d'ImageJ suivant pour 

donner la somme dans la fenêtre Log : 

sumc = 0; 

 selectWindow("Branch information"); 

lines1 = split(getInfo(), "\n"); 

headings = split(lines1[0], "\t"); 

for (j=1; j<lines1.length; j++) { 

        values = split(lines1[j], "\t"); 

        c = values [1]; 

        sumc=sumc + c; 

} 

namec="Sum branch length "+sumc; 

print (namec); 

 

- La fenêtre « Tagged skeleton » illustre la répartition des pixels de l’image en 3 sous-

catégories :  

 Les « slabs pixels » qui sont colorés en orange et qui possèdent 2 pixels voisins 
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 Les « junction pixels » qui sont colorés en violet et qui possèdent plus de 2 pixels 

voisins 

 Les « end-point pixels » qui sont colorés en bleu et qui possèdent 0 ou 1 pixel voisin 

- Sauvegarder chacune de ces fenêtres en les sélectionnant puis sur la barre Image I en cliquant 

sur File  Save As  Tiff… 

 

Une Macro a été réalisée par Peurière et. al. au laboratoire pour automatiser l’analyse. La macro qui 

est présentée ci-dessous reprend le même principe avec quelques ajustements lié au protocole 

expérimental utilisé pendant cette thèse. 

 

Macro d’analyse Image J 

n=1; 

while(n<=6)  

 {  

 x=1; 

 while(x<=6) 

{ 

open("D:/Mathieu/WBV3/Confocal/Réseau après S2/4) Probability map/7) DKO CT/DKO CT 

"+n+"/F"+x+".tif"); 

run("Stack to Images"); 

close("Backround"); 

selectWindow("Lacunae"); 

run("Make Binary"); 

wait(2000); 

selectWindow("Lacunae"); 

run("Erode"); 

wait(1000); 

run("Dilate"); 

wait(2000); 

selectWindow("Lacunae"); 
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run("Set Measurements...", "area fit shape area_fraction limit display redirect=None decimal=3"); 

run("Analyze Particles...", "size=15-Infinity show=Outlines display exclude clear include 

summarize"); 

wait(1000); 

close("Lacunae"); 

wait(5000); 

selectWindow("Drawing of Lacunae"); 

saveAs("Tiff", "D:/Mathieu/WBV3/Confocal/Réseau après S2/5) Results Lacunae/Fluo/7) DKO 

CT/DKO CT "+n+"/D"+x+".tif"); 

close(); 

wait(1000); 

selectWindow("Results"); 

saveAs("Text", "D:/Mathieu/WBV3/Confocal/Réseau après S2/5) Results Lacunae/Fluo/7) DKO 

CT/DKO CT "+n+"/R"+x+".txt"); 

close("Results"); 

wait(1000); 

selectWindow("Summary"); 

wait(1000); 

saveAs("Text", "D:/Mathieu/WBV3/Confocal/Réseau après S2/5) Results Lacunae/Fluo/7) DKO 

CT/DKO CT "+n+"/S"+x+".txt"); 

wait(2000); 

close("Summary"); 

wait(2000); 

selectWindow("Canaliculi"); 

  setOption("BlackBackground", false); 

run("Make Binary"); 

wait(1000); 

run("Measure"); 

wait(1000); 

selectWindow("Results"); 

wait(1000); 

saveAs("Text", "D:/Mathieu/WBV3/Confocal/Réseau après S2/6) Results Canaliculi/Fluo/7) DKO 

CT/DKO CT "+n+"/Cn.Ar."+x+".txt"); 
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wait(1000); 

close("Results"); 

wait(1000); 

selectWindow("Canaliculi"); 

wait(1000); 

run("Skeletonize"); 

wait(1000); 

run("Analyze Skeleton (2D/3D)", "prune=none show"); 

wait(1000); 

close("Canaliculi"); 

wait(1000); 

name = "Stack " + x; 

suma = 0; 

sumb = 0; 

selectWindow("Results"); 

lines1 = split(getInfo(), "\n"); 

headings = split(lines1[0], "\t"); 

for (j=1; j<lines1.length; j++) { 

        values = split(lines1[j], "\t"); 

        a = values[0]; 

        b = values[1]; 

        suma = suma + a; 

        sumb = sumb + b; 

} 

print (name); 

namea= "Sum nb branches "+ suma; 

nameb= "sum nb junctions "+ sumb; 

print (namea); 

print (nameb); 

sumc = 0; 

 selectWindow("Branch information"); 
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lines1 = split(getInfo(), "\n"); 

headings = split(lines1[0], "\t"); 

for (j=1; j<lines1.length; j++) { 

        values = split(lines1[j], "\t"); 

        c = values [1]; 

        sumc=sumc + c; 

} 

namec="Sum branch length "+sumc; 

print (namec); 

wait(1000); 

selectWindow("Tagged skeleton"); 

wait(1000); 

saveAs("Tiff", "D:/Mathieu/WBV3/Confocal/Réseau après S2/6) Results Canaliculi/Fluo/7) DKO 

CT/DKO CT "+n+"/Skelt."+x+".tif"); 

wait(1000); 

close(); 

wait(1000); 

selectWindow("Log"); 

wait(1000); 

saveAs("Text", "D:/Mathieu/WBV3/Confocal/Réseau après S2/6) Results Canaliculi/Fluo/7) DKO 

CT/DKO CT "+n+"/Data.Cn."+x+".txt"); 

wait(1000); 

close("Log"); 

wait(1000); 

close("Results"); 

wait(1000); 

close("Branch information"); 

wait(2000); 

x=x+1; 

 } 

n=n+1; 

 } 
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VI) Annexes communication 

 

Communication orale aux 21
ème

 Journées Françaises de Biologie des Tissus 

Minéralisées ; Boulogne-sur-mer, 5 au 7 juin 2019 

 

IMPACT DE L'EXTINCTION GENIQUE DE LA SIALOPROTEINE OSSEUSE ET/OU 

L'OSTEOPONTINE SUR LA REPONSE DU SQUELETTE A LA VIBRATION CORPS 

ENTIER. 

MAALOUF Mathieu, CINAR Hawa, VANDEN-BOSSCHE Arnaud, LAROCHE Norbert, THOMAS 

Mireille, RENAUDIN Mélina, GUIGNANDON Alain, LAFAGE-PROUST Marie-Hélène, VICO 

Laurence, MALAVAL Luc. 

INSERM, U1059, SAINBIOSE, Faculté de Médecine, Université Jean Monnet - Université de Lyon, 

Saint-Etienne, France. 

La sialoprotéine osseuse (BSP) et l’ostéopontine (OPN) sont deux protéines SIBLING (Small Integrin 

Binding LIgand N-linked Glycoprotein) co-exprimées par les cellules osseuses. Ces deux protéines 

jouent un rôle clé dans le remodelage du tissu squelettique et dans son adaptation aux contraintes 

mécaniques. En particulier, leurs gènes présentent une réponse rapide aux contraintes mécaniques 

exercées sur le squelette. Nous avons récemment développé et décrit des modèles murins d’extinction 

génique (
-/-

, KO) individuelle ou conjointe de BSP et OPN, sur un fond 129sv/CD1 (Bouleftour et al., 

Bone, 120:411, 2019). Pour évaluer les réponses de ces mutants à un stimulus mécanique intermittent 

validé sur un autre fond génique (Gnuybkin et al., J Biomech, 49:1899, 2016), des souris mâles de 14 

semaines, de 4 génotypes (sauvage=WT, BSP
-/-

, OPN
-/-

 et double KO=DKO) ont été soumises à un 

régime de vibration corps entier à 90Hz sous 2g d'accélération, 15 minutes/jour, 5 jours/semaine 

durant 6 semaines. En fin de protocole, fémurs et vertèbres ont été collectés pour micro-tomographie 

et histomorphométrie, et les tibias pour qRT-PCR. 

Les courbes de prise de poids des souris des quatre génotypes n'ont pas été modifiées par la vibration. 

Le régime vibratoire a eu peu d'impact sur l'os trabéculaire des WT et mutants, à l’exception des OPN
-

/- 
qui montrent une chute du volume trabéculaire de l'os vertébral (L2, BV/TV: -18%, p<0.05, N=10, U 

de Wilcoxon-Mann-Whitney) avec réduction du nombre et de l'épaisseur des trabécules. De manière 

intéressante, cette perte osseuse s'accompagne d’une augmentation des surfaces marquées par la 

Tétracycline (TTC) et du nombre de cellules TRAcP
+
, témoins d'un remodelage accéléré.  
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L'os cortical des souris vibrées montre une réduction de la porosité des WT et DKO, et une 

augmentation significative de l'épaisseur corticale des BSP
-/- 

(+4%, p<0.05, N=10). L'analyse en qRT-

PCR de l'os cortical des tibias en fin d'expérience a montré chez les BSP
-/- 

une réduction de 

l’expression de RANK-L, de Cathepsine K et d’OPN, suggérant une chute de l'activité de résorption. 

Une étude préliminaire des surfaces marquées par la TTC ne montre aucun effet de la vibration sur les 

BSP
-/-

,
 
DKO et WT mais une augmentation des surfaces minéralisantes dans l'endoste (+34%, p<0.05, 

N=4) et le périoste (+14%, NS, N=4) des OPN
-/-

. 

En conclusion, les souris BSP
-/-

, OPN
-/-

 et DKO montrent des effets distincts et spécifiques de site d'un 

signal vibratoire, témoignant de l’importance de ces facteurs pour la réponse osseuse aux contraintes 

mécaniques. L'analyse se poursuit pour confirmer une régulation par l'OPN de l'intensité de l'activité 

osseuse induite par les signaux mécaniques intermittents, et ses interactions avec la BSP dans ce 

contexte. 
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Communication orale aux European Calcified Tissue Society 2021 ; 6-8 mai 2021 et 

obtention du prix New Investigator Award 

 

Knockout of Osteopontin or Bone sialoprotein induce opposite response to mechanical 

stimulation 

 

Mathieu MAALOUF, Hawa CINAR, Arnaurd VANDEN-BOSSCHE, Mireille THOMAS, Norbert 

LAROCHE, Alain GUIGNANDON, Luc MALAVAL. 

 

Bone sialoprotein (BSP) and osteopontin (OPN) are co-expressed by bone cells and display rapid gene 

response to mechanical signals. To clarify their roles in this process, 2 months old male wild type, 

OPN knockout (OPN
-/-

), BSP
-/- 

and OPN/BSP double knockout (DKO) mice were distributed in 

control (CT) and vibrated (VB) groups (n=10/group). Mice stayed on a vibrating plate (2g/45Hz) for 

15 min/day during 6 weeks (plate kept still for CT). Bones were collected for micro-tomography, 

histomorphometry, RT-qPCR (CEEAL-UJM, agreement Nr°98). 

Vibration reduced trabecular volume in OPN
-/-

 mice (vertebra BV/TV: -18%, p<0.05) with increased 

osteoclast surfaces (Oc.S/BS: +72%, p<0.01). OPN
-/- 

lost femoral cortical bone (Ct.Th: -9%, p<0.01) 

under increased resorption (Ec.Oc.S/B.S: +95%, p<0.05). Strikingly, VB BSP
-/-

 mice gained cortical 

bone (Ct.Th: +7%, p<0.01), with significant increase in formation, less osteoclasts (Ps.Oc.S/B.S: -

68%, p<0.05) and lower RANKL and CathK expression.  Sequential fluorochrome labeling (Figure 1) 

documented increased formation in VB BSP
-/- 

cortex (Figure 2). No effect was observed in other 

genotypes.  

BSP and OPN thus play crucial and opposite roles in bone response to mechanical stimulation. As 

BSP
-/-

 mice overexpress OPN, and DKO mice showed no response, interaction between these two 

factors seems required for a proper skeletal response to mechanical challenges. 
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Communication orale à l’International Society of Gravitational Physiology; 24-27 mai 

 

Hypergravity and whole body vibration affect distinct compartments of 

mouse bones, with opposite effects in Osteopontin or Bone Sialoprotein 

knock-outs 
 

Mathieu Maalouf
1
, Hawa Cinar

1
, Wafa Bouleftour-Esquis

2
, Arnaud Vanden-Boscche

1
, Mireille Thomas

1
, 

Norbert Laroche
1
, Laurence Vico

1
, Marie-Hélène lafage-Proust

1
, Alain Guignandon

1
 and Luc Malaval

1
. 

1INSERM - Université Jean Monnet, U1059-Sainbiose-LBTO, St Priest en Jarez, France. 

2Université Jean Monnet - Département Universitaire de la Recherche et de l'Enseignement, Institut de 

Cancérologie Lucien Neuwirth, Saint-Etienne, France. 

 

 

INSERM U1059 – Université Jean Monnet Saint-Etienne 

 
 

Osteopontin (OPN) and Bone Sialoprotein (BSP) are two SIBLING (Small Integrin-Binding Ligand, 

N-linked Glycoproteins) proteins co-expressed by bone cells and involved in bone remodeling and 

mineralization. Their genes show a rapid response to mechanical stimuli (Mitsui et al., Life Sciences, 

77:3168, 2005) suggesting a key role in bone adaptation to stress. We have generated and/or described 

single gene knock-out (KO, -/-) mouse models of BSP, OPN and BSP+OPN double KO (DKO, 

Bouleftour et al., Bone, 120:411, 2019). To determine their respective response to mechanical stress, 

we tested these mouse lines in two models: 2g hypergravity (HG) and whole body vibration (WBV). 

 

In HG experiments, 2 months old wild-type (WT), BSP<sup>-/-</sup>, OPN<sup>-/-</sup>, and 

DKO mice (n=10/group) were centrifuged at 2g for 3 weeks. Control mice were kept at 1g. For WBV, 

2 months old male mice of the 4 genotypes (n=10/group) were vibrated at 2g/90Hz, 15 min/day, 5 

day/week for 6 weeks. Control mice were placed for the same duration on resting vibration plates. In 

all experiments, mice received two injections of tetracycline to label bone formation surfaces. At the 

end of the protocols, femurs and vertebras were collected for micro-tomography and 

histomorphometry, and the tibias for RT-qPCR.  

 

HG mostly impacted trabecular bone (no morphometric change in cortical bone of either genotype). 

Bone Volume (BV/TV) was increased in 2g WT mice (+20%, p<0.05, Mann-Whitney U test) with a 

decrease in Osteoclast Surface (Oc.S/BS: -21%, p<0.05), and in 2g BSP<sup>-/-</sup> mice (+27%, 

p<0.05) with increased Bone Formation Rate (BFR/BS: +41%, p<0.05). In contrast, HG decreased 

trabecular BV/TV in OPN<sup>-/-</sup> mice (-21%, p<0.05) with increased bone activity 

(BFR/BS: +107%, p<0.05; Oc.S/BS: +51%, p<0.01). Remarkably, HG did not affect bone volume nor 

cellular activity in the trabecular bone of DKO mice.  
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WBV treatment mainly impacted cortical bone (with reduced trabecular BV/TV only in OPN<sup>-/-

</sup> vertebras). WBV increased cortical thickness (Ct.Th) of BSP<sup>-/-</sup> mice (+7%, 

p<0.01) with higher endocortical BFR/BS (+40%, p<0.01) and reduced periosteal Oc.S/BS (-68%, 

p<0.05). Gene expression analyses of cortical bone showed that under WBV, expression of resorption 

markers RANKL and Cathk dropped in BSP<sup>-/-</sup> mice. Strikingly, WBV reduced the 

Ct.Th of OPN<sup>-/-</sup> mice (-9%, p<0.01), by decreasing the BFR/BS (-54%, p<0.01) and 

increasing the Oc.S/BS (+95%, p<0.05) on the endocortical surface. WBV did not alter cortical bone 

in WT and DKO mice. 

 

In conclusion, HG mainly targets trabecular bone and WBV mainly cortical bone. In both regimes, the 

absence of BSP, which leads to an increase in OPN expression (Neves-Granito et al., J Cell Physiol, 

230:1342, 2015) is associated with a gain in bone mass, whereas the absence of OPN is associated 

with loss. However, the insensitivity of DKO mice to both regimes indicates that co-expression of 

BSP and OPN is required for optimal regulation of the skeletal response to mechanical challenges. 
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Communication affichée à la journée de la recherche de l’école doctorale ; 10 juin 2021 
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Abstract présenté pour l’American Society of Bone and Mineral Research 2021 qui aura 

lieu du 1 au 4 octobre 2021 

 

Mechanical Stimulation Exerts Opposite Effects on Osteopontin- 

or Bone Sialoprotein-knockout Cortical Bone Accrual, with 

Correlative Changes in Osteocyte Density 

 

Auteurs : Mathieu Maalouf, Hawa Cinar, Laura Peurière, Wafa Bouleftour-Esquis, Arnaud Vanden-

Boscche, Mireille Thomas, Marie-Hélène Lafage-Proust, Laurence Vico, Alain Guignandon, Luc 

Malaval  

 

 

Osteopontin (OPN) and Bone Sialoprotein (BSP) are two SIBLING (Small Integrin-Binding Ligand, 

N-linked Glycoproteins) co-expressed by bone cells and involved in bone remodeling and 

mineralization. Both genes show rapid expression under mechanical stimulation, suggesting a 

potential role in mechanical adaptation of bone. To clarify their mutual role and interactions in this 

process, 8 weeks old male Wild-Type (WT), OPN knockout (OPN
-/-

), BSP knockout (BSP
-/-

) and 

OPN+BSP double knockout (DKO) mice (n=10/group) were submitted to whole body vibration 

(WBV, 2g/90Hz, 15 min/day for 6 weeks). Long bones were collected for microtomography, 

histomorphometry and RT-qPCR. 

WBV did not affect femur cortical bone in WT and DKO mice. Vibration reduced the cortical 

thickness in OPN
-/-

 mice (Ct.Th, -9%, p<0.01, Mann-Whitney U test) with significant decrease in bone 

formation and increase in resorption at the endocortical surface. In contrast, WBV increased the Ct.Th 

in BSP
-/-

 mice (+7%, p<0.01), stimulating endocortical formation and decreasing periosteal resorption 

as well as RANKL and CathK expression. 

A sequential fluorochrome labelling protocol (Figure 1) showed drastic differences in basal 

endocortical bone dynamics between genotypes, with low bone accrual in OPN
-/-

 mice (-27% vs WT, 

weeks 7 to 14, p=7*10
-5

, ANOVA) contrasting with higher accrual in BSP
-/-

 (+30%, p=6*10
-10

) and 

DKO mice (+23%, p=1*10
-4

). WBV decreased bone accrual in OPN
-/-

 mice (-11% vs Controls = CT, 

p=0.02) and increased it in BSP
-/- 

mice (+24%, p=0.001), significant only after 2 weeks of vibration. In 

cortical bone layed after 2 weeks of WBV, OPN
-/-

 mice showed reduced osteocyte lacunar density (-

17%, p<0.05) and lacunar area (-11%, p<0.05), while these parameters increased in vibrated BSP
-/-

 

mice (+20% for lacunar density, p<0.05, +16% for lacunar area, p<0.05). Multiple gene expression 

analysis targeting mechanotransduction signaling pathways in CT and WBV mice is ongoing. 

In conclusion, OPN
-/-

 mice lose cortical bone under WBV, while BSP
-/-

 mice gain bone, with 

correlative effects on osteoblast and osteoclast activity, and impact on osteocytes lacunar density and 

shape. OPN and BSP thus play crucial and opposite roles in bone response to mechanical stimulation. 

Because BSP
-/-

 mice overexpress OPN, and DKO mice, like WT, showed no response to this 
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challenge, interplay between these two proteins appear to be a key element of skeletal adaptation to 

mechanical stimulation. 
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Abstract 

 

Osteopontin (OPN) and bone sialoprotein (BSP) are two SIBLING (Small Integrin-Binding Ligand, 

N-linked Glycoproteins) co-expressed by bone cells and involved in remodeling and mineralization 

regulation. Their genes show a rapid response to mechanical stimuli suggesting a key role in bone 

adaptation to stress. Our group has generated and/or described gene knockout (-/-, KO) mouse models 

of BSP, OPN and double KO (DKO, Bouleftour et al., Bone, 120:411, 2019). To better understand the 

role of OPN and BSP in the mechanical stress response, we tested these lines in two models: 

hypergravity (HG) and whole body vibration (WBV).  

 

Two-month-old male wild-type (WT), BSP
-/-

, OPN
-/-

 and DKO mice (n=10/group) underwent either a 

stay at 2g for 3 weeks in a centrifuge, or a 2g/90Hz, 15 min/d vibration regimen for 6 weeks on 

vibration plates. Femurs and vertebrae were then collected for micro-tomography and 

histomorphometry, and tibias for RT-qPCR. 

 

HG increases the trabecular bone volume (BV/TV) of WT (+20%, p<0.05) and BSP
-/-

 mice (+27%, 

p<0.05) by reducing resorption and increasing formation, respectively. In contrast, HG decreases the 

trabecular BV/TV of OPN
-/-

 mice (-27%, p<0.05) with overall increase in remodeling (BFR/BS: 

+107%, p<0.05; Oc.S/BS: +51%, p<0.01) along with increased expression of OCN and TRAcP 

markers. Remarkably, HG does not affect the trabecular bone of DKO. WBV does not impact 

trabecular bone, with the exception of OPN
-/-

 mice which show, as in HG, a decrease in BV/TV (-18%, 

p<0.05).  

 

HG has little effect on cortical bone in all 4 genotypes. WBV does not alter cortical bone in WT and 

DKO but reduces cortical thickness (Ct.Th) in OPN
-/-

 mice (-9%, p<0.01) through decreased 

endocortical formation (Ec. BFR/BS: -54%, p<0.01) and increased endocortical resorption (Ec. 

Oc.S/BS: +95%, p<0.05). WBV remarkably increases Ct.Th of BSP
-/-

 (+7%, p<0.01) by stimulating 

endocortical formation (Ec. BFR/BS: +40%, p<0.01) and reducing periosteal resorption (Ps. Oc.S/BS: 

-68%, p<0.05) as well as expression of RANKL and CathK markers.  

 

A sequential multi-labeling protocol during the vibratory regime shows that the increase of 

endocortical formation in BSP
-/-

 mice (p=0.001, ANOVA 2) and its decrease in OPN
-/-

 mice (p=0.02, 

ANOVA 2) is detectable after 2 weeks of WBV. Analysis of the lacuno-canalicular network shows 

that WBV does not impact the density and lacunar area of the network formed during the first two 

weeks of vibration. Interestingly, in the network formed during the last 4 weeks of WBV, vibration 

decreases osteocyte lacunar density (-17%, p<0.05) and area (-11%, p<0.05) in OPN
-/-

 mice whereas it 

increases these parameters in BSP
-/-

 mice (+20% for density, p<0.05, +16% for area, p<0.05). 

 

Thus, HG affects mainly trabecular bone and WBV impacts mainly cortical bone. In both regimen, the 

absence of BSP, which leads to an increase in OPN, is associated with a gain in bone mass, whereas 

the absence of OPN is associated with bone loss. However, the insensitivity of DKO bones to both 

regimen indicates that co-expression of BSP and OPN is required for an optimal regulation of skeletal 

response to mechanical challenges. These results were consolidated by a novel methodological 

approach that allowed the parallel study of bone dynamics and lacuno-canalicular network architecture 

in a spatio-temporal perspective. 

 

Key words: Osteopontin, Bone sialoprotein, Whole body vibration, Hypergravity, Lacuno-canalicular 

network 
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Résumé 
 

L’ostéopontine (OPN) et la sialoprotéine osseuse (BSP) sont deux SIBLING (Small Integrin-Binding 

Ligand, N-linked Glycoproteins) co-exprimées par les cellules osseuses et impliquées dans le 

remodelage et la régulation de la minéralisation. Leurs gènes présentent une réponse rapide aux stimuli 

mécaniques suggérant un rôle clé dans l’adaptation de l’os à la contrainte. Notre groupe a généré et/ou 

décrit des modèles murins d’extinction génique (
-/-

, KO) de la BSP, de l’OPN et double KO (DKO, 

Bouleftour et al., Bone, 120:411, 2019). Pour mieux comprendre le rôle de l’OPN et de la BSP dans la 

réponse au stress mécanique, nous les avons testées dans deux modèles : l’hypergravité (HG) et la 

vibration du corps entier (WBV).  

 

Des souris mâles de 2 mois, sauvages (WT), BSP
-/-

, OPN
-/-

 et DKO  (n=10/groupe) ont subi un séjour à 

2g pendant 3 semaines en centrifugeuse, ou un régime vibratoire à 2g/90Hz, 15 min/jr pendant 6 

semaines sur plateaux vibrants. Fémurs et vertèbres ont ensuite été collectés pour micro-tomographie 

et histomorphométrie, et les tibias pour RT-qPCR. 

 
L’HG augmente le volume trabéculaire (BV/TV) des WT (+20%, p<0.05) et des BSP

-/-
 (+27%, 

p<0.05) par chute de la résorption et augmentation de la formation, respectivement. Au contraire, l’HG 

diminue le BV/TV trabéculaire des OPN
-/-

 (-27%, p<0.05) avec augmentation globale du remodelage 

(BFR/BS : +107%, p<0.05 ; Oc.S/BS : +51%, p<0.01) ainsi que l’expression des marqueurs OCN et 

TRAcP. Remarquablement, l’HG n’affecte pas l’os trabéculaire des DKO. La WBV n’impacte pas l’os 

trabéculaire, à l’exception des OPN
-/-

 qui montrent, comme en HG, une baisse du BV/TV (-18%, 

p<0.05).  

 
L’HG a peu d’effet sur l’os cortical des 4 génotypes. La WBV ne modifie pas l’os cortical des WT et 

des DKO mais réduit l’épaisseur corticale (Ct.Th) des OPN
-/-

 (-9%, p<0.01) par chute de la formation 

endostée (Ec. BFR/BS : -54%, p<0.01) et hausse de la résorption endostée (Ec. Oc.S/BS : +95%, 

p<0.05). La WBV augmente remarquablement la Ct.Th des BSP
-/- 

(+7%, p<0.01) par stimulation de la 

formation endostée (Ec. BFR/BS : +40%, p<0.01) et chute de la résorption périostée (Ps. Oc.S/BS : -

68%, p<0.05) ainsi que des marqueurs RANKL et CathK.  

 

Un protocole de multi-marquage séquentiel pendant le régime vibratoire a montré que l’augmentation 

de la formation endostée des BSP
-/-

 (p=0.001, ANOVA 2) et la baisse de celle des OPN
-/-

 (p=0.02, 

ANOVA 2) est détectable après 2 semaines de WBV. L’analyse du réseau lacuno-canaliculaire a 

montré que la WBV n’a pas impacté la densité et l’aire lacunaire du réseau formé durant les deux 

premières semaines de vibration. De manière intéressante, dans le réseau formé pendant les 4 dernières 

semaines de WBV, la vibration diminue la densité (-17%, p<0,05) et l’aire lacunaire des ostéocytes (-

11%, p<0,05) dans les souris OPN
-/-

 alors qu’elle les augmente chez les BSP
-/-

 (+20% pour la densité, 

p<0,05, +16% pour l’aire, p<0,05). 

 
L’HG affecte donc essentiellement l’os trabéculaire et la WBV impacte surtout l’os cortical. Dans les 

deux régimes, l’absence de BSP, qui entraîne une hausse de l’OPN, est associée à un gain de masse 

osseuse alors que l’absence d’OPN
 
est associée à une perte. Cependant, l’insensibilité des DKO aux 

deux régimes indique que la co-expression de BSP et OPN est requise pour une régulation optimale de 

la réponse du squelette aux défis mécaniques. Ces résultats ont été consolidé par une approche 

méthodologique nouvelle qui permet de coupler de la dynamique osseuse et l’architecture du réseau 

lacuno-canaliculaire pour les étudier d’un point de vue spatio-temporel. 

 

Mots clés : Ostéopontine, Sialoprotéine osseuse, vibration corps entier, Hypergravité, Réseau lacuno-

canaliculaire 


