N
N

N

HAL

open science

Mécanismes impliqués dans le développement de

I’ostéoporose au cours des surcharges en fer

Frangois Robin

» To cite this version:

Francois Robin. Mécanismes impliqués dans le développement de 'ostéoporose au cours des sur-
charges en fer. Médecine humaine et pathologie. Université de Rennes, 2022. Francais. NNT:

2022REN1B050 . tel-04373516

HAL Id: tel-04373516
https://theses.hal.science/tel-04373516

Submitted on 5 Jan 2024

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

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


https://theses.hal.science/tel-04373516
https://hal.archives-ouvertes.fr

UNIVERSITE DE%

RENNES 1

THESE DE DOCTORAT DE

L'UNIVERSITE DE RENNES 1

ECOLE DOCTORALE N° 605
BIOLOGIE-SANTE
Spécialité : Nutrition et Pathologies Métaboliques

Par

Francois ROBIN

Mécanismes impliqués dans le développement de I'ostéoporose au
cours des surcharges en fer

Thése présentée et soutenue a Rennes, le 28/10/2022
Unité de recherche : Inserm U1241, Institut NuMeCan

Rapporteurs avant soutenance :
Catherine MURA Professeure des Universités — Université d’Orléans
Thomas FUNCK-BRENTANO Maitre de Conférences — Praticien Hospitalier — APHP

Composition du Jury :

Président :

Erick LEGRAND Professeur des universités — Praticien Hospitalier — CHU Angers
Examinateurs :

Véronique BREUIL Professeure des universités — Praticien Hospitalier — CHU Nice
Catherine MURA Professeure des Universités — Université d’Orléans

Thomas FUNCK-BRENTANO Maitre de Conférences des Universités — Praticien Hospitalier — APHP
Dir. de thése :

Pascal GUGGENBUHL Professeur des universités — Praticien Hospitalier — CHU Rennes
Co-dir. de thése :

Olivier LOREAL Directeur de recherche INSERM - Institut NuMeCan — Rennes



REMERCIEMENTS

Je tiens a remercier Catherine Mura et Thomas Funck-Brentano d’avoir
accepté d’évaluer ce manuscrit et d’étre les rapporteurs de cette thése. Je remercie
Véronique Breuil et Erick Legrand d’avoir accepté d’examiner ce travail au sein de

ce jury.

Ce travail n'aurait pas pu arriver a son terme et voir le jour sans l'aide précieuse
et indéfectible de Olivier Loréal et Pascal Guggenbuhl que je remercie
chaleureusement. J'associe a ces remerciements, bien entendu, Patricia Leroyer,
Martine Ropert-Bouchet et Marie-Laure Island qui ont fait preuve de la patience

nécessaire pour m’aider a avancer dans ce travail.

Je tiens, par ailleurs, a remercier Béatrice Bouvard, Frederic Derbré et Eric

Lespessailles, membres du comité de suivi de ce travail.

Bien entendu, comment ne pas remercier Doria, qui m’a soutenu durant toute
cette période, pas toujours simple. Tu as toujours été présente a mes cotés et jespére
que ce sera le cas pour bien longtemps. Et bien sdr, merci a Chloé d’avoir rapidement

fait ces nuits ! Quel bonheur de vous avoir toutes les deux.

Merci Maman et Papa de m’avoir aussi soutenu durant ce projet, comme depuis
toujours, des salles de sport de Lorient a cet amphithéatre. Merci Agnés et Nicolas, je
suis vraiment content de partager ¢a avec vous aujourd’hui. Une grande pensée aussi

pour Florence, Clément, Octave, Héloise, Lou, Dimitri et Oona. Quelle belle famille !

Aux amis de toujours, Manon, Guillaume, Sandrine, Manu, Paul, Oriane, Arthur,

Selim, merci d’avoir été la depuis toutes ces années.

Aux rennais, Etienne, Bastien, Audrey, Anais qui ont fait le long voyage de Brest
au moment de I'internat avec moi et avec quij'avance toujours et encore avec le méme
plaisir. Je n'oublie pas non plus les amis brestois, Elouan, Laurent, Maxime, Benjamin,
Thomas, Julien, Servane avec qui je passe toujours des supers moments et qui sont

toujours la pour moi.



Aux rhumatologues rennais, je remercie Mme Perdriger. Guillaume et Jean-
David bien sar qui m’ont tant appris. A Simon, merci pour ces boites a moustaches et
pour ce super clinicat. A Olivia, Marine, Géraldine et Aurore avec qui jai partage de
supers moments, y compris dans les périodes difficiles. A Juliette, Anais, Caroline,
Marion, Rachel, Yoann, Marie, Pierre, Soléne, Clémence, Théau, Alexia avec qui jai

eu le plaisir de travailler.



SOMMAIRE

Introduction

1)

I)

1)

Métabolisme osseux : Physiologie et pathologie
1) Métabolisme osseux
a. Organisation générale du squelette
b. Organisation générale du tissu osseux
I.  La matrice extracellulaire
II.  Les cellules osseuses
¢. Remodelage osseux, notion de Basic Multicellular Unit (BMU)
d. Rble des métaux dans 'homéostasie osseuse
2) L’'ostéoporose
a. Prévalence et présentation générale
b. Thérapeutiques utilisées dans l'ostéoporose

Métabolisme du fer : Physiologie et pathologie
1) Le fer
a. Meétabolisme et répartition systémique du fer
b. Régulation systémique du métabolisme du fer
2) Fer et pathologies
a. Les surcharges en fer
I.  D’origine génétique
II.  D’origine secondaire
b. Les carences en fer, absolues ou relatives
3) Le fer et les autres métaux

Ostéoporose des surcharges en fer

1) Interaction entre le métabolisme du fer et le métabolisme osseux
a. Fer et ostéoblastes
b. Fer et ostéoclastes
c. Fer et matrice osseuse

2) Os et hepcidine

3) Thérapeutiques envisagées

Cadre et but du travail

Résultats
Article 1
Article 2

Discussion générale et perspectives

1)

I

In)

L’impact du fer lui-méme est-il lié a sa localisation plus qu’a sa
concentration ?

L’hepcidino-déficience est-elle I'acteur principal de la perte osseuse
liée aux surcharges en fer ?

Le role des autres métaux dans I'ostéoporose

1) Au cours des surcharges en fer

©

T T T ©

T T

TCOTDTDTOODDTTDD

TOTDTTTOTDLDDTTD

TOTTDTTTDD

.32
.35
. 36
.70
.79
.79
.82

. 84

. 84



2) Dans l'ostéoporose fracturaire et densitométrique
Conclusions et perspectives

Bibliographie

p. 84
p. 86

p. 87



Mécanismes impliqués dans le développement de I’'ostéoporose au cours des
surcharges en fer

INTRODUCTION

L’ostéoporose est un probleme de santé publique, maintenant bien connu.
D’apres un état des lieux récent, le cot direct des fractures incidentes en France en
2019 etait de 5,05 milliards d'euros(1). Pourtant, probablement en partie en raison (ou
bien du fait) de son caractére asymptomatique avant la survenue de sa complication
principale qu’est la fracture, elle est insuffisamment recherchée et traitée(2,3).

En dehors de la ménopause, qui reste la situation diagnostique la plus
fréquente, un grand nombre de maladies sont associées au développement d'une
ostéoporose, dont la surcharge en fer, qu’elle soit génétique(4) ou secondaire(5). Les
mécanismes sous-jacents pouvant expliquer cette perte osseuse associée a la
surcharge en fer restent incomplétement élucidés. Plusieurs pistes de réflexion
peuvent étre évoquées, comme la toxicité directe du fer sur le tissu osseux, I'impact
des protéines agissant dans son métabolisme, ou les interactions potentielles avec
d’autres métaux. Pour renforcer cet intérét, dans le cadre de l'ostéoporose post-
ménopausique, il semblerait qu'’il existe une relation positive entre la gravité de la perte
osseuse et le niveau de la ferritine sérique, y compris en restant dans des valeurs
normales(6).

Ainsi, ce travail a recherché a préciser les mécanismes sous tendant le

développement de la perte osseuse au cours des surcharges en fer.



1) Métabolisme osseux : Physiologie et pathologie

1) Métabolisme osseux

a. Organisation générale du squelette

Le squelette humain est composé de 206 os, 126 dans le squelette
appendiculaire, 74 dans le squelette axial et 6 osselets au niveau de l'oreille interne.
Les roles de l'os sont multiples : protection des organes vitaux, locomotion,
homéostasie phosphocalcique, interactions avec I'environnement(7) et protection de
la moelle osseuse et de 'hématopoiése(8).

Ces os sont formés selon deux modalités d’'ossification. La premiére concernant
principalement les os plats et de la face est appelée ossification membraneuse. Elle
correspond a une métaplasie directe du tissu conjonctif en tissu osseux. La seconde
se déroule au niveau des os longs et est appelée ossification enchondrale. Elle fait
passer 'ossification par une étape cartilagineuse intermédiaire suivie d’un processus
de minéralisation secondaire(9).

Macroscopiquement, il existe deux types de structure osseuse : I'os cortical ou
compact (80% de la masse osseuse) et I'os trabéculaire ou spongieux (20%) (Figure
1).

Ostéoblastes
Ostéoclastes

| Os
Trabéculaire

20%

/
- Ostéocytes

Ostéocytes

Os
Cortical

80%

Canal de
Volkmann

1
' Canal de Havers
(Structures vasculo-

nerveuses)

Figure 1 : Répartition schématique et organisation des types osseux. Vue de la région

By

osseuse du col fémoral représentée a gauche (A), puis, au centre, au niveau
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macroscopique avec différenciation entre os trabéculaire (B) et os cortical (C). Enfin a
droite, organisation microscopique avec la coupe d’'une travée osseuse en haut et les

différents constituants du systéme de Havers en bas.

L’os cortical, ou os compact, est comme son nom l'indique, trés peu poreux
(porosité evaluée a environ 5-10%)(10). Il est composé d’ostéons, qui constituent le
systéme de Havers, structures arrondies en coupe de 100 a 300 micrométres de
diamétre formées de lamelles osseuses concentriques centrées par un canal (le canal
de Havers, de 11 a 68 micrometres de diametre)(11). Ces canaux, reliés a ceux de
Volkmann (canaux transversaux), permettent la communication entre les ostéons, et
'apport des nutriments. |l y aurait dans la totalité de l'os cortical d’un individu sain
environ 21x10° ostéons(12). L'os cortical est recouvert au niveau de sa surface externe
par le périoste et de sa surface interne par I'endoste(13).

L’os trabéculaire est, de son coté, trés poreux (porosité évaluée de 75-95%) et
composé de plaques et de trabécules ou travées osseuses, d'une épaisseur
globalement stable (de 150 a 300 micrométres) et d’orientation s’adaptant aux
contraintes anatomiques et mécaniques de la région du squelette(10). Il représente
seulement 20% de la masse osseuse compléte, contient la moelle hématopoiétique.
Cette organisation en travées et plaques constitue une grande surface d’échange et
fait représente 80% du remodelage osseux(13) (Figure 1).

b. Organisation générale du tissu osseux
l. La matrice extracellulaire

Le tissu osseux est constitué d’'une matrice extracellulaire dense composée de
deux parties distinctes :

- la matrice organique représentant environ 30% de la masse osseuse, dont
90% est représenté par les protéines collagéniques(14), principalement le collagéne |
(mais aussi du collagéne Ill ou de type V, a I'état de traces). Le collagéne | est une
molécule a triple hélice contenant deux chaines a1-1 identiques et une chaine a1-2
structurellement similaire, mais provenant de deux génes différents : respectivement
COL1A1 et COL1A2(15). Le reste de la matrice osseuse (10 a 15%) est représenté
par les protéines non collagéniques, comprenant des protéines issues du sérum, mais

aussi les protéoglycanes, les glycoprotéines, les SIBLINGs (Small Integrin-Binding
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Ligands, N-Glycosylated proteins) et les protéines contenant de I'acide y-
carboxyglutamique. Le rdle de ces protéines non collagéniques est majeur:
organisation de la matrice, coordination des interactions entres les cellules osseuses,
régulation du processus de minéralisation(15). Environ un quart de ces protéines non
collagéniques est représenté par des protéines provenant du sérum (albumine, a2-
HS-glycoprotéines) qui peuvent se fixer dans l'os gréace a leur affinité avec
I'hydroxyapatite. Les protéoglycanes sont aussi fortement représentées et impliquées
dans la formation osseuse, notamment la versicane et la hyaluronane(15). Parmi les
autres nombreuses protéoglycanes, I'aggrécane (connue pour son réle au niveau du
cartilage articulaire et dans résistance mécanique) et la décorine (produite en partie
par I'ostéoblaste) ont un réle primordial dans I'organisation de la matrice et des fibres
de collagénes. Parmi les glycoprotéines, la phosphatase alcaline a un role
prépondérant dans la protection de la minéralisation osseuse. Les SIBLINGs
regroupent notamment 'ostéopontine, la Bone Sialo-Protéine (BSP), la fibronectine, la
vibronectine, la thrombospondine et ont réle principalement dans la régulation du
processus de minéralisation osseuse et dans la fixation cellulaire(15). Le dernier type
de protéines non collagéniques est représenté par les protéines contenant de l'acide
y-carboxyglutamique. Parmi ces protéines, I'ostéocalcine est la plus abondante (15-
25%). Elle agit comme une hormone, assurant principalement la bonne qualité
osseuse, en regulant I'activité des ostéoclastes et en coordonnant le processus de
remodelage osseux, notamment lors de la phase d’inversion(16). Les principales
protéines non collagéniques et leur role sur le processus de minéralisation ont été

résumées dans le Tableau 1.

Augmentation de la minéralisation Diminution de la minéralisation Activité mixte
BSP, Aggrecane Biglycane

BAG-75, a2-HS-glycoprotéine, Ostéonectine
Phosphatase alcaline, Ostéocalcine, Fibronectine
Phospho-1, Matrix Gla-Protéine Ostéopontine
Ostéoadhérine,

Protéolipides

Tableau 1 : Principales protéines non collagéniques et leur réle sur le processus de

minéralisation osseuse.



Cette matrice organique est souvent présentée comme ayant un réle
biomécanique primordial en formant I’ « échafaudage » du tissu osseux et en
protégeant les cellules(17). Pour autant, elle a aussi un rbéle majeur dans la
communication intercellulaire par I'adhésion ou la fixation a sa surface de facteurs de
croissance, dans la différenciation cellulaire, dans la protection de I'homéostasie
hématopoiétique et osseuse(17).

- la matrice inorganique ou phase minérale formée de cristaux
d’hydroxyapatite (Ca10(POa4)s(OH)2), représente environ 60% de la masse osseuse.
Ces cristaux possédent une surface fortement ionisée et liée a I'eau de la matrice
extracellulaire permettant des échanges ioniques multiples(12). Cette caractéristique
permet une mobilisation rapide des réserves de phosphate et de calcium contenues
dans l'os et a un role prépondérant dans I'équilibre phosphocalcique de l'os et de
'organisme. De plus, ces échanges ioniques expliquent qu’au sein du tissu osseux,
une grande quantité de l'apatite osseuse soit modifiée par rapport a sa structure
moléculaire de base, modifiant ses propriétés physico-chimiques. Les principales
substitutions se font avec le carbonate, le magnésium, le phosphate, mais aussi avec
un grand nombre d’éléments traces, ce qui explique que la structure des cristaux
dépend en partie de I'alimentation et de I'environnement(15).

- Le reste de la matrice osseuse (10%) est principalement formé d’eau,

permettant les échanges par I'intermédiaire du systéme canaliculaire.

1l. Les cellules osseuses

Dans le squelette adulte, il est décrit 3 grands types cellulaires ayant des actions
et des réles différents :

- les ostéoblastes représentent 4 a 6% des cellules osseuses ; ils dérivent des
cellules souches mésenchymateuses. A partir de cette cellule initiale multipotente,
I'orientation dans la lignée ostéoblastique est liée a plusieurs étapes. La premiere
permet la création d’'un précurseur ostéochondral sous la dépendance de la voie
Wingless-related integration site (Wnt) et des Bone Morphogenic Proteins (BMPs)(18).
La voie Wnt/B-caténine est un acteur majeur de la formation osseuse. Les protéines
Whnt se fixent sur un récepteur transmembranaire (frizzled) couplé a un corécepteur
situé sur la membrane ostéoblastique (LRPS5/6) ce qui entraine une cascade

intracellulaire stabilisant la B-caténine. Cette derniére va pouvoir se lier a des facteurs
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de transcription au niveau du noyau et favoriser la formation osseuse. Cette voie est
naturellement inhibée par certains facteurs tels que le facteur soluble Dickkopf1
(DKK1) qui interagit avec le récepteur transmembranaire Kremen 1 et qui provoque
'endocytose de LRPS5/6(19) ou la sclérostine, qui elle se fixe directement sur
LRP5/6(20,21). La différenciation des pré-ostéoblastes en ostéoblastes se fait alors
principalement par l'intermédiaire du Runt-related transcription factor 2 (Runx2)(22),
mais aussi via Ostérix (Osx) et drosophila distal-less 5 (DLX5)(18). Osx/Sp7 est un
facteur de transcription doigts de zinc, ayant un réle fondamental dans la différentiation
en ostéoblastes fonctionnels(23). DLXS, va lui activer Runx2, et étre ainsi un acteur
important dans la différenciation ostéoblastique(24). C’est a ce stade que la cellule
ostéoblastique commence a exprimer des génes spécifiques de la lignée osseuse, tels
que la phosphatase alcaline osseuse (ALP) et le collagéne 1 (COL1A1)(18). D’autres
marqueurs sont d’apparition plus tardive dans la maturation cellulaire, comme
I'ostéopontine ou 'ostéocalcine (Figure 2). Le facteur Runx2 permet une régulation de

la formation osseuse en devenant inhibiteur de I'activité de I'ostéoblaste mature(25).

L’ostéoblaste mature est une cellule cubique mononuclée, ayant pour réle la
formation du tissu osseux. Cette cellule agit toujours associée a d’autres ostéoblastes
grace a un systeme sophistiqué de communication intercellulaire par I'intermédiaire de
GAP-jonctions permettant la synchronisation des cellules et le couplage
électrochimique(26). Le devenir de ces cellules est multiple : une partie meurt par
apoptose, une deuxiéme partie reste a la surface de I'os sous forme de cellules
bordantes, pouvant se réactiver et formant la canopée limitant le compartiment ou a
lieu le remodelage osseux, et une troisieme partie arréte son activité pour
« s’'emmurer » dans une logette, appelée ostéoplaste, et devenir un ostéocyte (Figure
2).



Ostéocyte

i+

Apoptose
Précurseur
ostéoblastique Pré-Ostéoblaste ‘ ‘ Ostéoblaste mature ‘
ALP ALP ALP
Osx Osx Runx2
Runx2 Runx2 Coll1A1
Coll1A1 Ostéopontine Cellules
Ostéocalcine bordantes

Figure 2 : Représentation schématique des étapes de différenciation en ostéoblaste
a partir du précurseur ostéoblastique, avec les génes exprimés en fonction des étapes.
Orientation de l'ostéoblaste mature vers 3 stades d’évolution (cellules bordantes

quiescentes, apoptose et ostéocytes).

- les ostéocytes représentent 90% des cellules osseuses. Ce sont des
ostéoblastes ayant cessé leur activité et intégrés dans un ostéoplaste (15 a 20
um)(27). Cette cellule maintient ses communications (GAP-jonctions) avec les autres
ostéocytes, les ostéoblastes et les cellules bordantes par un systéeme lacuno-
canaliculaire trés développé et trés étendu(26). Ce systéme lacuno-canaliculaire
permet un dialogue intercellulaire indispensable a 'lhoméostasie du tissu osseux. Cette
cellule posséde un rdle prépondérant, notamment de sentinelle permettant la
surveillance du maintien d’'une bonne qualité osseuse, et de renseigner, en
permanence, les autres cellules sur la viabilité du tissu osseux. C’est le véritable chef
d’orchestre du remodelage osseux. Elle posséde notamment un réle de mécano-
récepteur par lintermédiaire des mouvements liquidiens a l'intérieur du systéme
lacuno-canaliculaire capté par le cil primaire lors des micromouvements osseux liés
aux contraintes mécaniques, entrainant la stimulation par I'ostéocyte du mécanisme
de remodelage osseux(28). C’est aussi un mécano-transducteur qui va transformer un
signal mécanique en signal biologique. La survenue de microfissures, phénomeéene
physiologique au cours de la vie du squelette, entraine une discontinuité dans le
systéme de connexion lacuno-canaliculaire, responsable de la sécrétion de Receptor
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Activator of Nuclear Factor-«B Ligand (RANKL) par I'ostéocyte. Celui-ci recrute les
précurseurs ostéoclastiques et ainsi stimule le remodelage osseux(29).

En plus de son action de mécano-transducteur, I'ostéocyte a aussi un rdle

important de sécrétion RANKL qui, par effet paracrine, peut stimuler la résorption
osseuse (premiére étape du remodelage osseux au sein de la Basic Multicellular Unit
(BMU)), en stimulant la différenciation des précurseurs hématopoiétiques en
ostéoclastes(26). Outre le RANKL, la production d'ostéoprotégérine (OPG) et de
sclérostine par I'ostéocyte a aussi un réle dans le maintien de la qualité osseuse en
modulant la résorption et la formation osseuse (26,30). Au niveau systémique, les
ostéocytes produisent une hormone, le Fibroblast Growth Factor 23 (FGF23) qui a un
réle majeur dans I'’homéostasie phosphocalcique. Cette hormone est produite
principalement au niveau de I'os(31). Le FGF23, en association a son corécepteur a-
Klotho, a comme rble physiologique de réguler la phosphatémie en diminuant
I'absorption digestive de phosphate et au niveau rénal en limitant la réabsorption du
phosphate au niveau du tubule proximal, en inhibant I'activité de la 1-a-hydroxylase,
diminuant ainsi la quantité de 1-250H Vitamine D(32,33). Le FGF23 diminue
également la production de parathormone (PTH)(31). Une mutation activatrice du gene
du FGF23 est impliguée dans plusieurs pathologies responsables d’une
hypophosphatémie liée a une fuite phosphatée et responsable d’'une ostéomalacie
(hypophosphatémie liée a I'’X ou ostéomalacie induite par une tumeur secrétant du
FGF23 par exemple)(34).
Plus réecemment, un lien entre FGF23 et le métabolisme du fer a été mis en
evidence(31). Trois conditions principales ont été décrites :i) la carence martiale,
responsable d’'une augmentation de la sécrétion de FGF23, ii) I'inflammation(35),
entrainant une hyper-hepcidinémie responsable d’une séquestration du fer au niveau
macrophagique (voir partie 1l.1)b.), et donc une carence martiale fonctionnelle, la
aussi, responsable d’'une augmentation de la sécrétion de FGF23(31), iii) enfin,
I'utilisation de perfusions de fer pour traiter une carence martiale peut entrainer une
augmentation du FGF23, responsable d’hypophosphatémie potentiellement profonde
et symptomatique (incidence de I'hypophosphatémie de 8% aprés fer deriso-maltose
et de 74% apres fer carboxy-maltose)(36). L'utilisation chronique de ces traitements
peut méme aboutir au développement de maladies musculaires (myopathies), de
troubles de minéralisation osseuse (ostéomalacie) ou de fractures(36).
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- les ostéoclastes représentent 4 a 6% des cellules osseuses et dérivent de
précurseurs hématopoiétiques. La différenciation en ostéoclastes a partir du
précurseur monocytaire est principalement modulée par le RANKL (produit, entre
autre, par les ostéoblastes et ostéocytes(37)) et l'axe RANK-RANKL-OPG.
L’ostéoclaste est une cellule géante polynucléée, spécialisée dans la résorption
osseuse. Cette résorption se fait par I'intermédiaire de la création d’'une chambre de
résorption aprés adhérence entre l'ostéopontine et l'intégrine avB3(38). Cette
chambre de résorption se situe sous la membrane ondulée de l'ostéoclaste. Lors du
processus physiologique de remodelage osseux, elle permet la déminéralisation
osseuse par l'intermédiaire d’'une pompe a protons, puis la résorption de la matrice
osseuse déminéralisée par, entre autre, I'action de la cathepsine K, des métallo-
protéinases (MMP), notamment MMP-9, ou de la phosphatase acide résistante au
tartrate (TRAcP)(37). Les intégrines responsables de l'adhérence cellulaire sont
couplées a I'actine intracellulaire organisée en anneau, qui se contracte sous l'effet de
'augmentation de la concentration intracellulaire de calcium lors de la résorption
osseuse, entrainant la perte d’adhérence de la chambre de résorption. Ce
fonctionnement permet une homogénéité de la profondeur de résorption, de I'ordre de

40 um(37,39), la résorption se faisant de proche en proche (Figure 3).

Adhésion et formation de la
chambre de résorption

Résorption et action de la
pompe & protons et enzymes

Détachement et contraction
de I'anneau d'actine

Figure 3 : Modalités de la résorption osseuse. Premiére étape d’adhérence a gauche
entre I'intégrine avB3 des ostéoclastes (cylindre vert) et 'ostéopontine (cylindre violet)
formant la chambre de résorption. Au centre de la figure, deuxiéme étape au centre
de déminéralisation et résorption par la sécrétion de protons et par le relargage de
métallo-protéinases (MMP) et cathepsine K (CK). Augmentation progressive du
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calcium intracellulaire liée a la résorption osseuse, entrainant la troisieme étape a
droite et le détachement de l'ostéoclaste par contraction de I'anneau intracellulaire

d’actine (ronds rouges).

c. Remodelage osseux, notion de Basic Multicellular Unit (BMU)

La notion de BMU est centrale pour la compréhension du remodelage osseux.
Celui-ci fonctionne grace a un couplage coordonné entre formation et résorption
osseuse (40,41). Ce couplage est étroitement lié a la connexion entre les 3 types
cellulaires présents dans le tissus osseux, et notamment entre l'action des
ostéoclastes et des ostéoblastes(42). Cette connexion a ainsi vu le développement de
la notion d’'une BMU, unité de base du remodelage osseux, permettant la formation
d’'un os minéralisé de bonne qualité(43).

Le principe de base de cette BMU est globalement bien identifié (Figure 4). La
mise en évidence d’'une diminution qualitative ou quantitative du tissu osseux par les
ostéocytes entraine la sécrétion par les ostéocytes et les cellules bordantes d’une
grande quantité de molécules permettant le recrutement, la survie et la différenciation
d’un précurseur monocytaire en ostéoclaste mature langant le processus de résorption
osseuse (notamment le RANKL, le Colony-stimulating factor-1 (csf-1) ou la Monocyte
Chemoattractant Protein-1 (MCP-1))(44—46). De plus, 'ostéocyte a I'état basal sécrete
du TGF-B, inhibant l'ostéoclastogénése. L'apoptose locale des ostéocytes en cas
d’altération osseuse entraine une diminution de la production de TGF-f, responsable
d’'une augmentation de Ila différenciation des cellules monocytaires en
ostéoclastes(44). Ces difféerentes étapes constituent les phases d’activation et de
résorption du remodelage osseux(47). Le processus de résorption est ensuite
classique, tel que décrit dans la partie (1.1)b.1l., Figure 3).

Pendant plusieurs années, il était évoqué que le nécessaire couplage entre
I'activité ostéoclastique de résorption et I'activité ostéoblastique de formation était lié
a la libération lors de la résorption osseuse de cytokines emprisonnées dans la matrice
osseuse. Les molécules identifiées, notamment IGF 1(48), BMPs(49,50), TGF-B(51),
Platelet Derived Growth Factor(PDGF)(52) permettraient ainsi I'activation, la survie et
la différenciation des cellules ostéoblastiques. L’étude de modeéles expérimentaux

avec résorption osseuse défaillante mais avec formation osseuse toujours
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efficiente(47,53) a fait naitre de nouvelles hypothéses sur ce mécanisme de couplage,
mettant en avant le réle prépondérant de la communication ostéoclastes-ostéoblastes.
Un grand nombre de molécules directement sécrétées par 'ostéoclaste. Wnt10b(54),
Cardiotrophine-1 (CT-1)(55), Sphingosine-1-Phosphate (S1P)(56), collagen triple helix
repeat containing-1 (CTHRC1)(57,58), C3a(59), Dipeptidyl Peptidase-4 (DPP-4)(60))
ont ainsi été décrites comme agissant dans le couplage inter-cellulaire, permettant le
bon équilibre entre résorption et formation osseuse. Cette liste de facteurs n’est pas
exhaustive et s’allonge au fil des années(60). Enfin, les interactions cellulaires directes
entre 'ephrinB2 sur la membrane des ostéoclastes et 'ephrinB4 sur la membrane des
ostéoblastes inhibent I'ostéoclastogénése et stimulent I'ostéoblastogénése, jouant un
réle amplificateur dans la phase de transition entre I'étape de résorption et de formation
osseuse(61).

Aprés une étape d’inversion marquée par la fin de la phase de résorption et la
préparation de la surface osseuse pour la suite du travail de remodelage, la
différenciation et I'activation des ostéoblastes matures permettent le passage a I'étape
de formation osseuse. Ces processus aboutissent a la formation d’un tissu osseux en
deux étapes. En premier lieu, il y a formation d’un tissu ostéoide (non minéralisé)
compose de protéines collagéniques et non collagéniques(44,62). Puis, a I'intérieur de
cet échafaudage protéique vont se déposer des cristaux d’hydroxyapatite pour former
un os minéralisé et solide. Les mécanismes expliquant cette étape de minéralisation
extracellulaire ne sont pas tous élucidés, mais la formation du cristal se fait initialement
par une étape de nucléation, menée par la Bone Sialoprotein (BSP)(63), puis
d’entretien du processus de minéralisation afin d’obtenir la quantité optimale de cristal
pour un os de bonne qualité(44,64). Une fois cette étape terminée, la formation

osseuse est finalisée.
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Figure 4 : Notion de BMU : Le remodelage osseux commence par une premiéere étape
de résorption osseuse apres stimulation de la survie, de l'activation et de la
différenciation des ostéoclastes par les cellules bordantes et les ostéocytes. Cette
résorption libere des cytokines stimulant la formation osseuse (fleche 2) mais les
interactions entre ostéoclastes et ostéoblastes (fleche 1) vont aussi avoir un role dans
la mise en place de la phase de formation osseuse. Cette formation commence par le
dépbt d’'un os non minéralisé en rouge, ou tissu ostéoide qui va se minéraliser par la
suite l'action de BSP, Ankh et de la phosphatase alcaline. Toutes ces étapes

aboutissent a la formation d’'un os minéralisé définitif.

Ce processus de minéralisation reste finement régulé au niveau systémique. Le
développement d’'une minéralisation reste envisageable dans tous les tissus riches en
calcium et en phosphate. Pour autant, dans la majorité des tissus de I'organisme, ce
processus de minéralisation est inhibé par la présence de pyrophosphate inorganique
(PPi), qui limite ainsi I'apparition de foyers de minéralisation ectopique. Au niveau du
squelette, le processus de minéralisation se fait par un phénomene de levée
d’inhibition, notamment par lintermédiaire de I'expression spécifique d’enzymes
comme la phosphatase alcaline non tissu dépendant(65), faisant partie de la grande
classe des phosphatases alcalines (avec 3 isoenzymes : placentaire, non tissu
dépendant et intestinale)(66). Par ailleurs, le transporteur membranaire Ankh ou
'enzyme ENPP1 (ectonucleotide pyrophosphatase 1) agissent eux aussi dans la
régulation de la quantité de PPi(67). En plus, de l'inhibition systémique du PPi, des

protéines, notamment des protéines non collagéniques de la matrice osseuse, telle
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que l'ostéopontine ou MEPE, peuvent exercer des actions inhibitrices sur la
minéralisation, localement, par exemple pour permettre la sauvegarde de zones
d’interaction entre la matrice osseuse et les cellules ou la pérennité du systéme lacuno-

canaliculaire(65).

d. Roéle des métaux dans I'homéostasie osseuse

Comme déja évoque, la structure minérale de I'hydroxyapatite et de I'os peut
varier en fonction de I'environnement et de I'alimentation, en intégrant des métaux et
des éléments traces. lls tiennent donc un réle important dans le métabolisme et
’lhoméostasie osseuse et phosphocalcique. Le premier métal qui tient une place
prépondérante dans la structure osseuse est bien sdr le calcium, dont 99% de la
quantité présente dans I'organisme se trouve dans l'os et qui représente 2% du poids
du corps(68). Dans 'os, il assure la bonne résistance osseuse et constitue une réserve
calcique mobilisable pour les échanges intra et intercellulaires(69). La répartition
tissulaire et la mobilisation des réserves de calcium est un processus finement
controlée(68). Cette régulation est fortement associée a celle du métabolisme du
phosphate (quantité de 600g dans I'os environ), par I'intermédiaire de I'action de la 1-
250H Vitamine D3 (calcitriol) et de la parathormone (PTH), produite par les glandes
parathyroides(70). La 1-250H Vitamine D3 fonctionnelle provient initialement de
l'interaction entre les ultraviolets B et le 7-déhydrocholestérol (présent au niveau de la
peau), a lorigine de la vitamine D3, qui va ensuite connaitre une premiere
hydroxylation au niveau du foie aboutissant a la formation de la 250H Vitamine D3,
puis une seconde au niveau du rein donnant la forme active et fonctionnelle (1-250H
Vitamine D3) : le calcitriol(71).

Ces différents acteurs agissent en association afin de maintenir un taux de
calcium sanguin stable et physiologique. La 1-250H vitamine D3 induit une
augmentation de la concentration sanguine de calcium en augmentant I'absorption
digestive de calcium et la réabsorption tubulaire de calcium au niveau rénal(71). La 1-
250H vitamine D3 peut diminuer I'expression de PTH(72). Cette expression peut aussi
étre diminuée par la fixation du calcium au récepteur sensible au calcium. La PTH (1-
84) a le role biologique d’augmenter le calcium extracellulaire en augmentant la

réabsorption tubulaire rénale et la libération osseuse de calcium (par activité de
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résorption). La PTH augmente la synthése de 1-250H Vitamine D3. Par ailleurs, elle
a plutét un réle hypophosphatémiant et hyperphosphaturiant(72). Le FGF23, par son
action de diminution de Il'absorption digestive et de la réabsorption rénale du
phosphate, de diminution de la PTH et de la 1-250H Vitamine D3, a aussi un réle
important dans cette régulation(31).

Les autres métaux et leurs effets sur le métabolisme osseux ont souvent été
décrits dans deux situations : la surcharge et la carence de chacun d’entre eux. Par
exemple, les excés de cuivre(73), de plomb(74), de cadmium(75), d’aluminium(76) ont
été décrits comme entrainant, par des mécanismes différents des anomalies de la
microarchitecture osseuse et le développement d’ostéoporose. A Tlinverse, les
carences en manganése(77), en zinc(78), en cuivre(79) semblent associées au
développement d’'une perte osseuse.

2) L'ostéoporose
a. Prévalence et présentation générale

L’ostéoporose correspond a une déminéralisation osseuse conduisant a des
fractures de fragilité aprés des traumatismes a bas niveau d’énergie : elle atteint
environ 50% des femmes ménopausées, plus de 20% des hommes apres 50 ans (80)
et prés de 200 millions de personnes a travers le monde(81). Cette maladie représente
un probléme de santé publique majeur responsable d’'une diminution de la qualité de
vie(82), d’'une augmentation de la mortalité(83) et d’'un codt social tres important(2).
Selon des données récentes en France(1), le colt par habitant lié aux fractures
ostéoporotiques en 2019 était de 104 euros, pour un total de 6,9 milliards d’euros (pour
les fractures incidentes et les complications a long terme), soit environ 2,6% de la
dépense de santé. Ce colt social important place ainsi la France au 8™ rang en
Europe en termes de codlt de santé le plus éleve lié aux fractures ostéoporotiques par
habitant. En comparaison, malheureusement, la prise en charge de cette maladie reste
trés insuffisante, avec seulement un tiers des patients ayant une indication
thérapeutique suivant les recommandations, qui sont réellement traité(84,85), et
seulement 21% de traitement chez les patientes a haut risque dans des données trés
récentes(1).

Le diagnostic de I'ostéoporose se fait, soit lors de la découverte d’'une premiére

fracture dite ostéoporotique, c’est-a-dire survenue aprés un traumatisme de faible
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intensité (hors crane, rachis cervical, scapula, sternum, doigts ou orteils), révélatrice
de la maladie, soit lors de la réalisation d’'une ostéodensitométrie osseuse (T-score<-
2,5DS en l'absence de fracture). Outre la ménopause, de multiples causes
d’ostéoporose secondaire ont été identifiées(86) : endocrinopathies (dysthyroidie,
acromégalie, hyperparathyroidie), maladies hépato-gastro-entérologiques (maladie
coeliaque, malabsorption, cirrhose hépatique), maladies génétiques (ostéogénése
imparfaite, maladie de marfan, hypophosphatasie), maladies hématologiques
(thalassémies, mastocytose), causes medicamenteuses (corticothérapies,
hormonothérapies).

b. Thérapeutiques utilisées dans I'ostéoporose

La prise en charge de [Iostéoporose associe différentes modalités
thérapeutiques. Premiérement, la mise en place de mesures non médicamenteuses.

Tout d’abord, elles comportent, bien sar, le maintien ou le renforcement d’une
activité physique en charge. En effet, les situations d’alitement prolongé(87) ou les
voyages spatiaux(88) ont mis en évidence le réle important la stimulation mécanique
en charge sur le maintien d’'un remodelage osseux de bonne qualité, par I'intermédiaire
principalement de I'action des ostéocytes(26). La perte de leur mécano-stimulation
aboutit a une perte osseuse significative rapide avec principalement une accélération
de la résorption osseuse, mais aussi une diminution de la formation osseuse(89). Les
mesures conseillées sont la réalisation exercices d'intensité modérée a élevée au
moins deux fois par semaine, de préférence des jours non consécutifs, avec 8 a 12
répétitions de 8 a 10 exercices(2). La mise en place de cette mesure vise aussi a limiter
le risque de sarcopénie associée, et les chutes qui en découlent. La prise en charge
du risque de chutes, facteur de risque majeur de fracture, en limitant les facteurs
modifiables tels que la polymédication, les facteurs environnementaux (adaptation du
domicile et du chaussage), ou encore la lutte contre les troubles de vision, est elle
aussi primordiale dans la prise en charge globale du patient ostéoporotique(2).

Deuxiemement, la mise en place de mesures médicamenteuses est elle-aussi
indispensable. Les apports de vitamine D doivent étre adaptés avec pour but
I'obtention d’'une concentration sérique supérieure ou égale a 30ng/ml permettant de
limiter le risque d’hyperparathyroidie secondaire et 'augmentation de la résorption
osseuse observée chez les patients ayant un taux de vitamine D < 30 ng/ml(90). Le

18



protocole de recharge sera a adapter en fonction du taux initial de 250H Vitamine D.
On fera une dose de charge avec par exemple, une ampoule de 50 000 Ul toutes les
semaines pendant 4 a 8 semaines (respectivement pour un dosage de vitamine D <
30 ng/ml ou < 20 ng/ml)(91). Par ailleurs, I'apport journalier de calcium, doit étre
compris entre 1 et 1,2 g, en privilégiant 'apport alimentaire(92) de produits laitiers et
d’eau minérale riche en calcium, en réservant les suppléments médicamenteux en cas
d’apports restant insuffisants. Enfin, des traitements spécifiques sont disponibles. Il en
existe deux types. D’une part les inhibiteurs de la résorption osseuse (IRO), au premier
rang desquels les bisphosphonates (per os ou injectables), traitements de premiere
intention, en I'absence de contre-indication, chez la femme(2) et chez 'homme(3) et
le denosumab, anticorps anti-RANKL (3). D’autre part, des médicaments
ostéoformateurs qui stimulent la formation osseuse et la production ostéoblastique. Le
tériparatide, fragment synthétique 1-34 de la parathormone et le Romosozumab,
anticorps anti-sclérostine. Les durées de la premiere séquence thérapeutique varient
en fonction du traitement utilisé de 18 mois pour le tériparatide a 5 ans pour un
traitement par bisphosphonate per 0s(2,3).

1)} Métabolisme du fer : Physiologie et pathologie
1) Le fer
a. Metabolisme et répartition systémique du fer

Le fer est un métal de transition essentiel pour l'organisme présent
principalement sous forme ferreuse (Fe?*) et ferrique (Fe3*). Des oxydases et des
réductases favorisent ce changement d’état d’'oxydation essentiel pour sa progression
dans I'organisme et ses roles en biologie.

Le corps humain contient en moyenne 4 grammes de fer, répartis en 3 secteurs
principaux : i) le fer biodisponible dans le plasma transporté par la transferrine (1 a 2
mgq), ii) le fer fonctionnel constitué par 'hémoglobine (70% du fer total), la myoglobine
et 'ensemble des protéines héminiques et non héminiques auxquelles il est associe,
et iii) le fer de réserve représenté par la ferritine et I’'hémosidérine(93).

Le fer biodisponible dans le plasma, qui est distribué aux cellules, provient de
I'absorption digestive et du recyclage du fer des érythrocytes sénescents au cours du
processus d’érythrophagocytose(93,94).
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L’apport alimentaire journalier de fer est d’environ 10 a 20 mg, 1 a 2 mg étant
principalement absorbés au niveau du duodénum, ce qui couvre les pertes
quotidiennes (desquamation cellulaire, urine, hémorragies). Au niveau des villosités
des entérocytes, le fer non héminique, ferrique, subit une réduction par une
ferrireductase (Duodenal Cytochrome B) et peut ainsi étre absorbé par un transporteur
spécifique, DMT1 (Divalent Metal Transporter 1). L’absorption digestive du fer
héminique est moins bien caractérisée(95). Pour autant, le fer héminique semble
absorbé de fagon plus efficace que la forme non héminique, représentant jusqu’a 50%
du fer biodisponible(96). Le devenir du fer, une fois capté par I'entérocyte, dépend des
besoins de 'organisme. Il peut étre utilisé dans I'entérocyte directement ou bien étre
stocké au sein de la ferritine entérocytaire puis éliminé lors de la desquamation des
entérocytes, ou bien encore, si du fer est nécessaire pour 'organisme, étre exporté
dans le plasma au niveau du pdle basal de I'entérocyte, via la ferroportine (94,95). Le
fer ferreux Fe?* est alors oxydé sous forme ferrique Fe3* par I'héphaestine et la
céruloplasmine, protéines a activité ferroxydase(97). Ce n’est que sous cette forme
qu’il peut étre pris en charge par la transferrine pour étre transporté vers les organes
et les cellules (Figure 5)(98).

Le processus d’érythrophagocytose permet le recyclage du fer (20mg/j environ)
provenant des hématies sénescentes par les macrophages. L’hémoglobine est
dégradée ce qui permet la libération du fer qui va étre stocké dans la ferritine
macrophagique, ou bien étre libérée dans le plasma par un processus mettant en jeu
la ferroportine et la céruloplasmine. Le fer est ensuite pris en charge par la transferrine
plasmatique sous forme de Fe®*, sans doute grace a l'action de la céruloplasmine
plasmatique (99).

Une fois fixé sur la transferrine plasmatique, le fer pour étre transporté vers les
cellules cibles porteuses du récepteur a la transferrine permettant 'endocytose de la
transferrine et du fer(99). Dans I'endosome, le pH diminue du fait de I'action de la
pompe a proton, ce qui favorise la dissociation du fer de la transferrine et libére le fer
sous forme ferrique. Celui-ci est ensuite réduit sous forme ferreuse par la réductase

STEAPS3 puis transporté dans I'espace intracellulaire par le récepteur DMT1(99).
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Figure 5 : Absorption digestive du fer puis captation cellulaire : Le fer non héminique
est, au niveau du péble apical de I'entérocyte, initialement réduit par le Duodenal
Cytochrome B (DCYTB, ellipse vert foncé) en fer ferreux (Fe?*) pouvant étre absorbé
par I'intermédiaire du Divalent Metal Transporter 1 (DMT1, cylindre orange) au sein de
'entérocyte. Le mécanisme d’absorption du fer héminique au niveau du pble apical
reste méconnu. Dans I'entérocyte, le fer peut étre utilisé directement par la cellule (1),
transféré au podle basal (2) ou stocké sous forme de ferritine (3). Au péle basal, le fer
est exporté par la ferroportine (FPN, cylindre bleu). Il connaitra ensuite une oxydation
en fer ferrique (Fe®*) par I'intermédiaire de la céruloplasmine (Cp, cercle rouge) ou
'hephaestine (HEPHAE, ellipse jaune) afin d’étre transporté par la transferrine (TF) au
niveau des cellules cibles. La transferrine est ensuite captée par le récepteur de la

transferrine (RTF) puis internalisée au sein d’'un endosome dans lequel le fer est libéré
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puis réduit par STEAP3 (ellipse vert clair) et transmis a la cellule par I'intermédiaire de
DMT1.

b. Régulation systémique du métabolisme du fer

La libération du fer a partir des macrophages et des entérocytes est un
processus finement régulé, permettant le maintien d’'une saturation de la transferrine,
reflet du fer biodisponible plasmatique, normalement entre 30 et 45%. La transferrine
est une protéine produite principalement par I'hépatocyte ayant deux sites de captation
de fer ferrique(100). L'acteur central de cette régulation du niveau de fer plasmatique
est I'hepcidine(101). Synthétisée par I'’hépatocyte et sécrétée dans le plasma, elle
limite I'expression et l'activité de la ferroportine au niveau de la membrane du
macrophage et au niveau du pdle basal de I'entérocyte(102). En interagissant avec cet
exportateur du fer, I'hepcidine entraine donc une diminution du fer plasmatique(103).
Par ailleurs, elle peut diminuer I'expression de DMT1 au niveau du pdle apical de
I'entérocyte et donc I'entrée du fer alimentaire(104). Ces deux mécanismes tendent a
diminuer le fer biodisponible dans le plasma. Des anomalies de régulation de
I'expression de I'hepcidine (Figure 6) sont a 'origine de pathologies du métabolisme
du fer, en particulier de surcharges en fer. Certaines mutations régulant la cascade
moléculaire de la synthése hépatique de I'hepcidine entrainent un niveau d’hepcidine
anormalement bas en regard du stock en fer, a I'origine d’'une libération inadéquate de
fer, et provoquent une augmentation du fer plasmatique et de la saturation de la
transferrine. Une surcharge en fer se développe alors dans certains types cellulaires
parenchymateux, particulierement dans le foie, le coeur et le pancréas du fait de
'apparition de formes anormales de fer dans le plasma dont la captation par les
cellules parenchymateuses ne peut étre régulée. Cette situation se rencontre chez
'homme au cours des hémochromatoses génétiques(4). Lorsque les capacités de
saturation de la transferrine sont dépassées, la surcharge en fer liée a
’lhémochromatose est aussi associée a l'apparition de fer non lié a la transferrine
(FNLT), qui vient créer des complexes avec le citrate, I'albumine ou l'acétate pour
rentrer dans les cellules de maniére non spécifique, pouvant entrainer un stress

oxydatif tissulaire et la production de radicaux libres(105,106). La captation du FNLT
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au niveau de certains tissus, notamment ceux présentant les récepteurs de la famille
des Zrt- et Irt-like Protéine ZIP (SLC39A), notamment le ZIP14 (SLC39A14), qui
peuvent transporter, outre le FNLT, le manganese, le cadmium ou le zinc(107,108).
Ces transporteurs sont fortement exprimés au niveau du foie, du pancréas et du cceur

expliquant que ces organes sont les premieres cibles de I'excés de fer(108,109).

Cause Hepcidine Activité Fer Fer
Ferroportine | Parenchymateux | Macrophagique
Surcharge ! 1 1
Génétique
Surcharge 1 ! 1
Secondaire

Figure 6 : L’hepcidine lors des surcharges en fer. Lorsque le niveau de fer est excessif,
expression de I'hepcidine par les hépatocytes augmente. Son interaction avec la
ferroportine va limiter I'activité d’export du fer de la ferroportine, diminuant ainsi
I'absorption du fer au niveau digestif et le recyclage du fer au niveau des macrophages.
L’hepcidine va aussi diminuer l'action de DMT1 au niveau du pdle apical de
I'entérocyte. Au cours des surcharges génétiques en fer, le découplage entre le niveau
de fer de I'organisme et I'expression de I'hepcidine qui n’est pas induite de fagon
adéquate fait que le fer peut continuer a arriver dans le plasma et que la saturation de

la transferrine augmente, favorisant 'apparition de fer non lié a la transferrine.

L’expression du gene HAMP codant pour I'hepcidine est modulée par
différentes situations : elle est augmentée par le fer et I'inflammation et diminuée par
I'hypoxie et I'érythropoiése(110). La régulation de I'expression d’hepcidine par le
niveau de fer dans I'organisme se fait par deux mécanismes principaux. Le premier

est lié au niveau de saturation de la transferrine du plasma, et implique le géne HFE,
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codant pour une protéine de membrane, similaire aux protéines du complexe majeur
d’histocompatibilité de type |, qui s’associe avec la béta-2-microglobuline(111). In vitro,
lorsque la saturation de la transferrine est basse, la protéine HFE est associée au
récepteur de la transferrine 1 (TfR1). En cas d’augmentation, la protéine HFE se
dissocie de TfR1 et vient interagir avec TfR2 ce qui favorise I'expression
d’hepcidine(112). Le second mécanisme de régulation est porté par la voie
BMP/Hemojuvelin  (HJV)/Son of Mothers Against Decapentaplegic (SMAD).
L’augmentation de la concentration en fer intra-cellulaire entraine la production des
protéines BMP2 et BMP6 par les cellules sinusoidales du foie(113,114), qui
interagissent avec leur récepteur (BMPR) qui est lui-méme associé a HJV. Cette
interaction entraine la production intracellulaire de SMAD 1, 5 et 8 qui transloquent
dans le noyau cellulaire aprés association avec SMAD 4(110,115) ce qui ameéene
I'expression d’hepcidine. BMP6 apparait donc un puissant inducteur de I'’hepcidine.
Les modeles d’invalidation(116) ou de neutralisation par anticorps anti-BMP6(117)
entraine ainsi une surcharge en fer importante, induite par la baisse de I'expression
d’hepcidine et par la baisse de dégradation de la ferroportine qui en découle. A
l'inverse, l'injection de BMPG6 recombinante entraine une diminution du taux de
fer(117).

De fagon importante, il faut signaler que linflammation provoque une
augmentation de l'expression de I'hepcidine, notamment du fait des cytokines
inflammatoires dont l'interleukine 6 qui va activer la voie stat3 responsable d’'une
augmentation de [l'activitt du promoteur de [I'hepcidine(113,118,119). L’action
biologique de I'hepcidine induit une séquestration du fer dans les macrophages et une
diminution de I'absorption digestive du fer, réduisant le fer plasmatique(101,102). A
l'inverse, il faut souligner que I'anémie et/ou I'’hypoxie, vont réduire I'expression de
I'hepcidine en mobilisant la voie de transduction liée au Hypoxia Inducible Factor(120—
122).

2) Fer et pathologies

a. Les surcharges en fer

. D’origine génétique
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Les hémochromatoses génétiques sont des surcharges en fer systémiques
liées a des mutations de génes qui jouent un réle direct dans le métabolisme du fer(4).
La classification de ces maladies vient d’étre recemment mise a jour(123). Les 4 types
de la précédente classification ont laissé place a quatre nouvelles catégories : les
hémochromatoses liées a une mutation du gene HFE (homozygotie p.Cys282Tyr, ou
hétérozygotie composite), les hémochromatoses non HFE (liée a une mutation soit du
géne de ’hémojuvéline (HJV), de I'’hepcidine (Hepcidin AntiMicrobial Peptide (HAMP)),
du récepteur a la transferrine 2 (TFR2), du gene Solute Carrier Family 40 Member 1
(SLC40A1) codant pour la ferroportine), les hémochromatoses bigéniques et les
formes de causes indéterminées. Enfin, la mutation des génes impliqués dans la voie
BMP (récepteur, ligand ou facteur de transcription) va résulter en une surcharge en
fer(116,117,124,125).

Le diagnostic clinique est souvent dépendant de la connaissance d’un potentiel
antécédent familial permettant un dépistage précoce. En l'absence de ce type
d’antécédent, les signes clinico-biologiques dépendent du temps d’évolution de la
maladie et peuvent étre une asthénie, une mélanodermie, des arthralgies, des troubles
cardiaques, I'apparition d’'un diabéte ou des anomalies du bilan hépatiques(123).

La surcharge en fer dans ces différentes maladies est plutét parenchymateuse,
car entrainant une augmentation de I'activité biologique de la ferroportine, induisant
donc un relargage du fer a partir du macrophage et une augmentation de I'absorption
digestive du fer (Figure 6).

Le traitement repose principalement sur la mise en place de saignées
fréquentes et répétées afin de diminuer la surcharge en fer et ses conséquences. Ce
traitement est d’ailleurs extrémement efficace pour éviter le développement de
diabete, cardiopathie, de cirrhose ou de carcinome hépatocellulaire(4,126). L’efficacité
des saignées sur les douleurs articulaires(126,127), la qualité de vie(128) ou les

complications osseuses(4) n’a par contre jamais été prouvée.

Il.  D’origine secondaire

Dans les surcharges en fer d’origine secondaire, comme dans le cadre de
transfusions itératives ou de supplémentation en fer, le taux d’hepcidine augmente

physiologiquement en réponse a l'augmentation de la surcharge martiale, afin de
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limiter le fer biodisponible dans le plasma. L’expression et I'activité biologique de la
ferroportine sont ainsi diminuées, réduisant la capacité de recyclage du fer par les
macrophages(101). Le fer est alors plutét séquestré dans les macrophages et la
surcharge en fer est donc macrophagique (Figure 6).

Dans la thalassémie, la surcharge en fer est expliquée par un double
mécanisme : i) les transfusions associées a une augmentation de I'hepcidine et ii) la
diminution majeure de cette hepcidine a distance des transfusions induisant une
augmentation de [Il'absorption digestive et du relargage du fer a partir du
macrophages(129).

Dans le cas des surcharges d’origine secondaire, le traitement repose sur la
chélation du fer afin d’éviter sa toxicité a long terme. Trois chélateurs sont disponibles
actuellement, I'un en injection sous-cutanée ou intraveineuse (la déféroxamine), et

deux en prise orale (défériprone et déférasirox)(130).

b. Les carences en fer, absolues ou relatives

La carence martiale correspond a la carence nutritionnelle la plus fréquente au
monde et la premiére cause d’anémie(131). Cette observation est, bien entendu, trés
variable en fonction d’'un pays a l'autre mais pourrait touchée prés de 1 milliard
d’individus(131). Les symptémes classique en lien avec la carence martiale peuvent
étre trés variables et peu spécifiques, associant une asthénie, une faiblesse
musculaire, une fragilité des phanéres ou des muqueuses, plus rarement un
prurit(132,133). Les symptdomes peuvent étre en lien avec la cause entrainant la
carence : saignements digestifs ou gynécologiques, maladie inflammatoire active,
dénutrition mais aussi avec I'anémie qui en découle, notamment la dyspnée ou la
souffrance myocardique ou mésentérique.

Les carences en fer peuvent étre dissociées en deux grands groupes. La
carence en fer absolue résultant de trois mécanismes majeurs, possiblement
intriqués : une diminution des apports, une augmentation des besoins (croissance,
grossesse par exemple) ou une augmentation des pertes(134) et la carence en fer
fonctionnelle, notamment dans le cadre de 'inflammation chronique responsable d’une

production de cytokines inflammatoires(135).
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Biologiquement, dans un profil ferriprive strict, le fer sérique, la saturation de la
transferrine ainsi que la ferritine sont abaissées, alors que la transferrine augmente.
Dans un profil inflammatoire, le fer sérique et la saturation de la transferrine sont bas,
alors que la ferritine est normale voire augmentée. La transferrine diminue(134).

Dans le cas des carences absolues, l'organisme répond en diminuant
I'expression hépatique d’hepcidine ce qui renforce le rble de la ferroportine, stimulant
ainsi I'absorption digestive du fer et le recyclage des hématies sénescentes(134). Pour
les carences fonctionnelles, notamment I'inflammation, le probléme est plutét lié a une
mauvaise répartition des réserves en fer, principalement induite par
I'hyperhepcidinémie meédiée par I'augmentation de I'll6(118). Cette adaptation va
entrainer une séquestration du fer, notamment au niveau macrophagique par baisse
de I'activité de la ferroportine, limitant ainsi le fer biodisponible.

En cas de signe de mauvaise tolérance de I'anémie associée, le traitement
d’urgence reste la transfusion de culot globulaire. Le traitement de la carence absolue
repose, par ailleurs, sur l'apport de fer, soit par l'alimentation ou par apport
médicamenteux, par voie per os ou intraveineuse(134), qui doit se faire en paralléle
du traitement de la cause, notamment la recherche d’'un saignement occulte. Pour les
carences en fer fonctionnelles, notamment en lien avec l'inflammation chronique, le

traitement de la maladie sous-jacente est primordial.

3) Le fer et les autres métaux

Le métabolisme du fer et ces différents acteurs présentent de nombreuses
interactions avec le métabolisme d’autres métaux(104). Ces interactions peuvent
interférer avec les grandes fonctions du métabolisme du fer, notamment I'absorption
du fer, son transport ou sa délivrance aux cellules. En premier lieu, le transporteur
DMT1 semble pouvoir avoir un réle dans le transport d’autres cations divalents que le
fer, notamment le cobalt (Co?*), le manganése (Mn?*), le cadmium (Cd?*), le zinc
(Zn?*), le nickel (Ni?*), le plomb (Pb?*) et le cuivre (Cu?*) avec une inhibition compétitive
du transport du fer par le manganese ou le cobalt(136-139). La ferroportine, peut elle-
aussi transporter d’autres métaux que le fer, notamment le zinc, le cobalt et le
manganése(140,141). Plus récemment, il a été décrit une régulation de son expression

au niveau de la membrane des macrophages par la concentration en cuivre(142).
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Les protéines en charge de 'oxydation du fer, notamment la céruloplasmine et
I'héphaestine sont cuivre dépendantes(143), et leur action semble pouvoir étre régulée
par le zinc(144,145). Enfin, la protéine de transport principale du fer vers les cellules
et tissus cibles, la transferrine, peut aussi interagir avec de nombreux autres métaux,
comme le manganése(146,147), le plomb(148), le bismuth(149,150), le chrome(151),
le cuivre, le zinc(152), le cobalt ou le gallium(153). Ces interactions restent pourtant a
nuancer, car trés dépendantes de la concentration étudiée de ces métaux, qui restent
faibles dans l'organisme a I'état physiologique (150,154). De plus, laffinité des
transporteurs pour ces métaux varie fortement d’'un métal a l'autre pour chaque
protéine. Par exemple, pour DMT1, le transport du nickel et du plomb sont
probablement anecdotique par rapport a celui du fer, du zinc, du manganése ou du
cuivre(104,155). Enfin, '’hepcidine peut elle aussi interagir avec d’autres métaux. Le

cuivre, le zinc et le cadmium peuvent, par exemple, moduler son expression par
I'action du Metal Transcription Factor 1 (MTF1)(156).

Les différentes interactions ont été résumeées dans la Figure 7.

Figure 7 : Interactions entre le métabolisme du fer et les protéines agissant dans les
grandes étapes de l'absorption, du recyclage et du transport du fer avec les autres

métaux.
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1)) Ostéoporose des surcharges en fer:

1) Interaction entre le métabolisme du fer et le métabolisme osseux

I a été montré que les surcharges en fer, qu’elles soient génétiques ou
secondaires, entrainaient des altérations qualitatives et quantitatives du tissu osseux
et augmentaient le risque d’ostéoporose(4,157). De plus, on observe chez les femmes
ménopausées une relation positive significative entre ferritinémie sérique (reflet
théorique des réserves en fer mais pouvant aussi augmenter avec d’autres
meécanismes tels que I'inflammation) et ostéoporose, et ce méme pour un niveau de
ferritinémie considérée dans la partie haute de la normale(6). Par ailleurs, chez des
rates ovariectomisées et traitées par des chélateurs du fer, il a été décrit une diminution
de l'ostéoporose induite par I'ovariectomie (158).

Les mécanismes cellulaires et moléculaires expliquant cette relation entre fer et
ostéoporose ne sont pas complétement élucidés. Au niveau cellulaire, la perte
osseuse serait induite par un déséquilibre de la balance ostéo-formation/ostéo-
résorption avec une diminution de [Iactivité ostéoblastique(159,160) et une
augmentation de l'activité ostéoclastique(161,162). Il en résulte des anomalies de la
microarchitecture osseuse, avec diminution significative du nombre des travées

osseuses (Tb.N) et de leur épaisseur (Tb.Th)(161).

a. Fer et ostéoblastes

In vitro, il a été décrit que I'ostéoblaste exprimait TfR1(163), qui lui permet de
capter le fer. Par I'intermédiaire de la réaction de Fenton, un excés de fer entraine la
production de dérivés réactifs de 'oxygene (ROS) pouvant aboutir a une diminution de
la différenciation et de l'activité des ostéoblastes, avec baisse des marqueurs de la
formation osseuse(160,164,165). Par ailleurs, les ROS peuvent interférer directement
au niveau de la voie Wnt, en augmentant la béta-caténine(166). Cet excés de fer va
aussi altérer la survie et augmenter 'apoptose des ostéoblastes en activant la voie
PI3k/Akt(167), mais aussi en augmentant l'activitt de PKC-B(168). Ces deux
mécanismes aboutissent a une diminution de Forkhead box transcription factor 1
(FOXO1), facteur connu pour activer la formation osseuse(169). Comme

précédemment décrit par notre équipe, I'exces de fer, in vitro, va interférer avec la
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fonction de I'ostéoblaste en diminuant la concentration extracellulaire de Sphingosine-
1-Phosphate (S1P) et I'expression du collagéne 1, et en diminuant I'expression du
HedgeHog Interacting Protein-Like 2 (HHIPL2)(160,170). Ces effets du fer pourraient
concourir a une diminution de I'activité des ostéoblastes et de I'ostéoblastogénése.

b. Fer et ostéoclastes

L’ostéoclaste a, lui aussi, la capacité de capter le fer, par I'expression de TfR1
a sa membrane(162,171). Une captation de fer en excés va aboutir a I'apparition de
ROS, toujours par l'intermédiaire de la réaction de Fenton, connue pour stimuler la
voie Nf-kB(172), et donc l'expression de NFTAc1 et c-Fos, deux facteurs de
transcription nécessaire a la différenciation ostéoclastique(173,174). Par ailleurs,
'excés de fer stimule la différenciation ostéoclastique par lintermédiaire de
'augmentation du RANKL par différentes voies, comme I'augmentation de I'll6(175)
ou l'aptoptose ostéocytaire(176). Tous ces mécanismes aboutissent a une
augmentation de l'activité des ostéoclastes et de I'ostéoclastogéneése.

c. Fer et matrice osseuse
Le fer a été rapporté diminuer in vitro la croissance des cristaux
d’hydroxyapatite dans un modele acellulaire(177). Il existe peu de données sur

d’éventuelles interactions entre le fer et les protéines matricielles de l'os.

2) Os et hepcidine

Le réle de I'hepcidine dans le développement des anomalies osseuses liées
aux surcharges en fer a été évoqué. In vitro, sur un modeéle de cellules ostéoblastiques
humaines (hFOB 1.19), I'hepcidine a des concentrations croissantes entraine une
augmentation du calcium intracellulaire(178,179) et une augmentation de la capacité
de minéralisation(180). L’ajout dhepcidine sur des cultures de cellules
macrophagiques murines RAW264.7 stimule la différenciation en ostéoclastes avec
augmentation de la quantité intracellulaire de fer(181). In vivo, sur modéle du poisson

zébre (zebrafish), I'invalidation de I'hepcidine, entraine la diminution de I'expression
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de la phosphatase alcaline, de ostérix, de Runx2 avec correction partielle de ces
anomalies par l'injection d’hepcidine(182). Toujours chez le zebrafish, 'injection de
citrate d’ammonium ferrique (FAC) aboutit a la diminution de la capacité de
minéralisation qui est rétablie par I'injection d’hepcidine(183). Chez la souris, méme si
un meécanisme ostéoclastique a été évoque(184), l'invalidation du géne Hamp aboutit
a des anomalies de la microarchitecture osseuse plutdt évocatrice d’'un mécanisme de
dépression ostéoblastique avec diminution du BV/TV marqué surtout par la diminution
du Tb.Th et du Tb.N, avec dépdts linéaires trabéculaires du fer révélés par coloration
de Perls(185), proches des observations décrites dans les souris Hfe’(161). Le
mécanisme sous-jacent semble associé a un déséquilibre dans le métabolisme de la
voie Wnt, la fixation privilégiée de la Bcaténine chez les souris mutées se faisant avec
FOXO3a plus qu’avec T cell Factor/Lymphoid Enhancer Factor (TcF/LEF), limitant la
formation osseuse en limitant la voie Wnt canonique(186). Dans les modeles induits
d’ostéoporose, notamment par ovariectomie, I'injection intrapéritonéale de tamoxifene
induisant I'expression d’hepcidine a un effet positif sur la masse osseuse, en
ameliorant le Tb.N et le Tb.Th(187). Chez I'humain, I'hepcidine sérique semble
diminuée chez les patientes ménopausées ostéoporotiques (densitométriques) par
rapport a une population contréle et corrélée a la densité minérale osseuse
lombaire(187).

3) Thérapeutiques envisagées

La prise en charge de I'ostéoporose induite par les surcharges en fer ne différent
pas de la prise en charge de l'ostéoporose en général(4). Dans I'hémochromatose
géneétique, ou la prévalence de I'ostéopénie et de I'ostéoporose est d’environ 78% et
34% respectivement(188), comme, évoqué précédemment, le traitement par saignées
et la normalisation de la ferritinémie ne semblent pas étre associés a une amélioration
de la masse osseuse(189). L'effet de la chélation du fer a aussi été étudiée,
principalement sur des modeéles animaux, que ce soit dans l'ostéoporose induite par
la surcharge en fer mais aussi dans l'ostéoporose post ménopausique(190). Les
chélateurs du fer auraient la capacité de stimuler la différenciation ostéoblastique et

de diminuer la différenciation ostéoclastique.
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L’ostéoporose est une maladie fréquente, responsable d’'une morbi-mortalité et
d’'un codt social important. Elle touche classiquement les femmes ménopausées mais
certaines causes secondaires, comme la surcharge en fer peuvent étre aussi
responsable d’'une perte osseuse. Le développement d’'une ostéoporose dans le cadre
de la surcharge en fer, génétique ou secondaire, est un probléme maintenant bien
identifié mais les mécanismes inducteurs restent incomplétement élucidés. Comme
décrit precédemment, le fer semblerait entrainer un déséquilibre de la balance
ostéorésorption/ostéoformation en diminuant la formation osseuse et en augmentant
la résorption osseuse, sans que cela puisse expliquer I'ensemble du phénotype
osseux observé.

L’intérét scientifique pour cette cause secondaire d’ostéoporose est renforcé
par la description dans une population de femmes ménopausées atteintes
d’ostéoporose, d'un risque de fracture semblant associé a une augmentation de la
ferritinémie, bien que les valeurs restent dans le quartile supérieur de la normale(6).

Compte tenu des éléments présentés dans la synthése introductive, I'objectif
de ce travail était de préciser les mécanismes en cause dans le développement de la
perte osseuse, induite par la surcharge en fer, en se concentrant sur le role du fer lui-
méme, mais aussi le rdle d’autres acteurs, comme I'hepcidine ou les autres métaux.

Nous avons ainsi développé 2 grands axes de recherche :

e Tout d’abord, afin de préciser le réle du fer et de I'hepcidine, nous avons utilisé :

o Des modéles murins présentant des surcharges en fer génétiques avec
hepcidino-déficience (Hfe’- et Bmp67) et des surcharges en fer secondaires
avec hyper-hepcidinémie (injection de fer dextran).

o Des modéles cellulaires de précurseurs ostéoblastiques ayant la capacité
de minéraliser (MC3T3 sous clone 4) exposés a des concentrations
croissantes en fer et en hepcidine.

o Une cohorte clinique de patients suivis pour ostéoporose fracturaire ou
densitométrique avec évaluation du fer sérique, de la ferritine et de
I'hepcidine.

e En paralléle, pour évaluer le role des autres métaux, et leur potentielle interaction
avec le métabolisme osseux, nous avons étudié :

o Les mémes modéles murins que décrits précédemment avec dosage par

ICP-MS des métaux dans l'os.
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o La méme cohorte clinique avec dosage sérique des meétaux d’intérét

pouvant interagir avec le métabolisme du fer et le métabolisme osseux.
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Les différences de microarchitecture osseuse entre les modéles de
souris génétique et de surcharge en fer secondaire suggeéerent un

réle de la déficience en hepcidine dans I'ostéoporose liée au fer.

Article soumis pour publication

Les mécanismes cellulaires et moléculaires impliqués dans la survenue d’une
ostéoporose associée a un exces de fer ne sont pas entierement compris. Notre
objectif dans ce travail était d'étudier les réles respectifs du fer et de I'hepcidine dans
le développement de l'ostéoporose liée a la surcharge en fer. Pour cela, nous avons
utilisé des modéles in vivo de souris présentant une surcharge en fer génétique liée a
une déficience en hepcidine (Hfe”- et Bmp67) ou une surcharge en fer secondaire avec
augmentation de I'hepcidine secondaire a I'excés de fer. Nous avons évalué les
niveaux de fer sérique et de saturation de la transferrine, I'expression hépatique du
niveau d'’ARNm de I'hepcidine et les concentrations de fer osseux par ICP-MS. La
topographie des dépdéts du fer dans I'os a été évaluée par coloration de Perls. La micro-
architecture osseuse a été évaluée par micro-CT. In vitro, nous avons utilisé des
cellules murines ostéoblastiques MC3T3, exposées au fer ammonium citrate et/ou a
I'hnepcidine.

Malgré une augmentation de la concentration de fer osseux dans tous les
modéles de souris surchargées (surcharge génétique ou secondaire), le volume
osseux/volume total (BV/TV) et I'épaisseur trabéculaire (Tb.Th) n'ont diminué de
maniére significative que dans le cas d'une surcharge génétique en fer, a 12 mois
d’age pour Hfe’ et a partir de 6 mois pour Bmp6”. Les altérations de la
microarchitecture osseuse dans le modéle Bmp67- étaient positivement corrélées aux
taux d'hepcidine (BV/TV (Rho=+0,481, p<0,05) et Tb.Th (Rho=+0,690, p<0,05). Des
dépots de fer ont été détectés dans les travées osseuses des souris Hfe”- et Bmp67-,
tandis que les dépbts de fer étaient principalement visibles dans les macrophages de
la moelle osseuse en cas de surcharge en fer secondaire. Dans les cultures cellulaires
MC3T3, l'exposition au fer ammonium citrate entrainait un défaut de minéralisation
pour des concentrations supérieures a 5 yM, avec une diminution parallele des

niveaux d'ARNm de l'ostéocalcine, du collagéne 1 et de la phosphatase alcaline.
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L'hepcidine limitait I'impact du fer réduisant la diminution des niveaux d'expression du
collagéne 1 et de la phosphatase alcaline par rapport aux cellules non traitées au fer.

Ces données suggérent que l'excés de fer seul ne suffit pas a induire
l'ostéoporose, et que la baisse de I'hepcidine pourrait contribuer également au

développement de |'ostéoporose.
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ABSTRACT

Iron overload is one of the causes of secondary osteoporosis. The cellular and
molecular mechanisms involved in iron-related osteoporosis are not fully understood.
Our aim was to investigate the respective roles of iron and hepcidin in the development
of iron overload osteoporosis. We used mice models with genetic iron overload related
to hepcidin deficiency (Hfe’- and Bmp6) and secondary iron overload with hepcidin
increase secondary to iron excess. Serum iron and transferrin saturation levels,
hepatic expression of hepcidin mRNA level, and bone iron concentrations were
assessed by ICP-MS and Perl’s staining. Bone micro-architecture was evaluated by
micro-CT. The osteoblastic MC3T3 murine cells were exposed to iron and/or hepcidin.
Despite an increase of bone iron concentration in all overloaded mice model, Bone
Volume/Total Volume (BV/TV) and trabecular thickness (Tb.Th) were only decreased
significantly in genetic iron overload, at 12 months for Hfe’- and from 6 months for
Bmp67-. Alterations in bone microarchitecture in the Bmp6”’- model were positively
correlated with hepcidin levels (BV/TV (Rho=+0.481, p<0.05) and Tb.Th (Rho=+0.690,
p<0.05). Iron deposits were detected in the bone trabeculae of Hfe”- and Bmp67- mice,
while iron deposits were mainly visible in bone marrow macrophages in secondary iron
overload. In cell cultures, ferric ammonium citrate exposure resulted in the absence of
mineralization for concentrations above 5 uM, with a parallel decrease in osteocalcin,
collagen 1 and alkaline phosphatase mRNA levels. Hepcidin had a rescue effect for
collagen 1 and alkaline phosphatase expression level decrease. Together, these data
suggest that iron in excess alone is not sufficient to induce osteoporosis, and that low

hepcidin levels also contribute to the development of osteoporosis.
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Introduction

Iron is a transition metal, essential for oxygen transport and delivery, as well as
for many enzymatic reactions due to its role in electron transfer processes. However,
when present in excess, iron may induce cell toxicity, by generating reactive oxygen
species during oxidative stress(1). Therefore, iron metabolism must be closely
monitored to avoid either iron deficiency or iron excess.

Hepcidin, a peptide mainly secreted in plasma by hepatocytes, plays a major
role in the tuning of systemic iron homeostasis. It acts by reducing the expression on
cell membrane of the ferroportin protein, the only known iron exporter, especially in
macrophages and enterocytes, that are the main sources of iron for plasma. It is
noteworthy that abnormally low hepcidin levels cause an increase of serum iron
concentration, thus contributing to the development of iron overload, especially in
genetic hemochromatosis (GH) related to the HFE gene mutation (2), but also in beta-
thalassemia(3).

In GH, the abnormally low level of hepcidin gene transcription in patients
exhibiting the homozygous p.Cys282Tyr mutation within HFE gene is responsible for
a blunted response of hepcidin expression to high iron parameters (4). In beta
thalassemia, despite a major increase of iron storage induced by blood transfusions,
the anemia characterizing the disease induces hypoxia and activates erythropoiesis,
two factors generating negative transduction signals limiting hepcidin gene
transcription, thus leading to a low level of hepcidin despite the concomitant iron

overload (5).

Osteoporosis results from quantitative and qualitative bone tissue alterations
consecutive to bone remodeling abnormalities, leading to a decrease in bone mineral
density and damaged microarchitecture, which strongly favors the risk of fragility
fractures. It is a major public health problem, increasing morbidity and mortality(6).
Around the world, close to 200 million people are affected(7). The incidence of
osteoporosis increases with age, especially among women after the menopause(8).
However, osteoporosis can affect both genders with many causes of secondary
osteoporosis, non-linked to menopause such as corticosteroids, endocrinopathies,

inflammation, tobacco or alcoholism (9). Iron overload is reported being one of the
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causes of secondary osteoporosis(10,11). In addition, importantly, among post-
menopausal women not primarily affected by iron overload, a significant positive
correlation has been reported between serum ferritin level increase - which may reflect
an increase in iron storage - and osteoporosis, even when the ferritin level remained
in the upper range of the normal(12). In Hfe’- male mice, a model mimicking the iron
phenotype of human GH, iron overload induced a bone loss mimicking the human
osteoporotic phenotype with low bone mass and alteration of bone microarchitecture,
supporting the role of excess iron in osteoporosis(13). In addition, in oophorectomized
rats, a recognized model of post-menopausal osteoporosis, iron chelators were
reported to decrease the severity of osteoporosis (14).

The cellular and molecular mechanisms involved in iron-related osteoporosis
are not fully understood. Importantly, physiological bone modeling and remodeling
result from the activity of osteoblasts which synthesize the bone matrix and osteoclasts
which degrade the bone matrix, respectively. Both activities are coordinated within the
Basic Multicellular Unit (BMU), allowing the maintenance of a good quality bone. In
case of iron excess, studies have reported an imbalance between bone resorption and
formation, with a decrease of osteoblast and an increase of osteoclast (2,15,16). The
decreased osteoblastic activity was found associated to a ferritin increase that could
play a role through its ferroxidase activity(17). Other reported mechanisms could also
involve the oxidative stress consecutive to iron (18). Furthermore, it has been reported
that hepcidin gene invalidation may also participate to the bone microarchitecture
disturbance of bone, without excluding a potential direct effect of iron, likely through
decreasing osteoblastic activity(19). These observations suggest that the occurrence
of osteoporosis during GH could be related to an hepcidin deficiency.

Therefore, our aim was to investigate the respective roles of iron and hepcidin
in iron overload related osteoporosis by analyzing: i) two genetic iron-overload mice
models consecutive to hepcidin deficiency, and ii) a secondary iron-overload mouse
model, induced by iron injection, responsible for a physiological increase in hepcidin
expression. In order to explore the mechanisms involved in the development of iron

overload-related osteoporosis, we used an osteoblastic cell model.
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Materials and Methods

Animal models

The Ethics of Animal Experiments Committee of Rennes and Toulouse
approved the protocol. During experimental procedures, animals were treated in
accordance with French law, and every effort was made in order to minimize suffering.

C57BL/6 Hfe” male mice, which mimic human GH consecutive to hepcidin
deficiency, were studied at 6 (H6M, N=10) and 12 months (H12M, N=10). Wild-type
littermates of the same age (C6M and C12M, N=10 for both) were used as controls.

Six-month-old C57BL/6 male mice, obtained from Janvier Labs (Le Genest-
Saint-Isle), were used to generate secondary iron-overload animals and their control
groups. lron overload was induced through a single sub-cutaneous injection of iron-
dextran (1g/kg) in 2-month-old C57BL/6 male mice (iron-dextran, N=10). The control
mice received dextran only (dextran, N=10), or saline solution (controls, N=10). The
animals were analyzed 4 months later.

All these animals were maintained at the ARCHE facilities (UMS Biosit, Rennes)
with standard conditions for temperature, atmosphere and light. The animals had free
access to tap water and standard food (2018 TEKLAD 18% Protein Rodent Diet with
iron content of 200 mg/kg).

CD1 Bmp6’ male mice, another model of iron overload related to hepcidin
deficiency, were studied at 6 months (n=10). Wild-type littermates of the same age
(n=10) were used as controls. All animals were maintained in animal facilities in
Toulouse, with standard conditions for temperature, atmosphere and light. The animals
had free access to tap water and standard food (Sniff Rodent Diet with iron content of
180 mg/kg).

Intracardial puncture was performed on anesthetized animals and blood was
collected on sodium heparinate. After euthanasia, tibia, femur, spleen and liver
samples were collected. All bones were dissected by the same experimenter (FR),
using the same methodology. One part of the tissue samples was immediately snap-
frozen in liquid nitrogen (-80°C), while the other part was fixed in 4% formaldehyde for
histological study. For bone histomorphometric study, one tibia and one femur per

43



animal were fixed in formalin (10%), ethanol (75%) and water (15%) for the first 24

hours and conserved in pure acetone until analysis.
MC3T3 Cell cultures

We used the mouse MC3T3-E1 cells, subclone 4, a reported model for
assessing osteoblastic development and bone matrix deposition in vitro (22). The
culture medium was a modified Alpha Minimum Essential Medium: with
ribonucleosides, deoxyribonucleosides, 2 mM L-Glutamine and 1mM sodium pyruvate,
low glucose, but without acid ascorbic (GIBCO, Custom product, Catalog No.
A1049001 Thermofisher). Addition of 50mL for 500mL of Fetal Calf Serum including
25 mL Eurobio serum (ref CVFSVF00-1) and 25 mL Hyclone serum (FetalClonell ref
SH30066-03). Addition of antibiotics: 5SmL of a mix of Penicillin and Streptomycin (ref
15070-063 Thermofisher at 5000U and 5000ug/mL) for a final concentration of 50
U/mL Penicillin and 50 pg/mL Streptomycin. For differentiation into osteoblasts and to
allow the bone matrix deposition process, we added beta glycerophosphate (ref G-
6251 Sigma) and ascorbic acid (ref A4544-100G Sigma) for a final concentration of
2mM and 50 pg/ml respectively. Cells were seeded in 6-well plates (9.6cm?) at 25,000
cells/3mL/well or a density of 2.6 x10% cm?2. Confluence was achieved in three to five
days with treatments starting at this stage. Change of medium was performed every 2

days.

When required, iron ammonium citrate was added to the basal culture medium
(ref F5879 Sigma), at increasing concentrations from 1uM to 10uM (1, 2,5, 5, and 10
uM), starting from a reference solution with a concentration of 10mM. For cells not iron
exposed, iron ammonium citrate solution was replaced by vehicle. Addition of hepcidin
1 (mouse) to the basal culture medium, for final concentration of 100ng/ml (Peptide
institute INC, ref 4434-s). For cells not treated with hepcidin, hepcidin solution was
replaced by vehicle.

Methods

Blood samples
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Hemoglobin was measured with HemoCue® 201+. Erythrocytes and plasma
were separated by centrifugation (2230g). Plasma was aliquoted and frozen at -80°C.
Plasma iron and UIBC were quantified with a classic colorimetric method on the
Rennes University hospital biochemistry laboratory (Cobas 8000 analyzer Roche®).
Plasma transferrin saturation was then calculated as (plasma iron/(plasma iron +
UIBC)) X100.

Iron quantification in tissues

Inductively Coupled Plasma Mass Spectrometry (ICP-MS) was used to quantify
iron in the tissue samples. Analyses were performed on X-Series Il (Thermo
Scientific®) on the AEM2 platform. Thus, 56Fe was selected for acquisition. The internal
standard used was rhodium (Fisher Scientific®), and the calibrations were performed
using a multi-element solution (SCP Science®; Plasma Cal). Results were expressed
in concentrations of iron in tissue (ug/g of tissue).

The liver, spleen, and bone (the distal part of the tibia) samples were
mineralized. All samples were handled with caution to reduce environmental
contamination. After a desiccation at 120°C in an incubator for twelve hours, samples
were weighed with Mettler Toledo scales, with a precision near to the microgram (dry
weight). Spleen and liver samples were dissolved in 1 ml of 34% nitric acid diluted to
1/2 (Fisher Chemical Optima Grade®), in a closed MARS 6 microwave, and then diluted
1/20 with ultra-pure water (Millipore Direct-Q 3®). Bone samples were dissolved in a
solution containing 0.75 ml of nitric acid (67-69% Fisher Chemical Optima Grade®) and
0.25 ml of hydrogen peroxide (Fisher Chemical Optima Grade®). Microwave and
dilution protocols were the same for the other tissue samples. For bones, ICP-MS
analysis targeted the lower third of the right tibia, in order to avoid marrow
contamination(20).

Bone characterization

The left paws of mice were used for microCT and histomorphometric analysis. The
three-dimensional (3D) bone microarchitecture and bone mineral content were
evaluated using micro-CT on a Skyscan 1272 X-ray computerized microtomograph
(Bruker microCT, Kontich, Belgium) equipped with an X-ray tube working at 70 kV/ 142
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MA. Bone samples were transferred to an Eppendorf tube containing acetone, and
polyethylene foam was used to ensure immobilization of the sample. The tube was
fixed on a brass stub with plasticine and analyzed at a resolution of 3.75 uym per pixel,
rotation angle 0.2° and using a 0.5 mm aluminum filter. Reconstruction was performed
with the NRecon program (release 1.6.9.18, Skyscan). 3D measurements were
obtained with CtAn software (release 2.5, Skyscan). For each tibia sample, 200 section
images were obtained corresponding to the cumulate height of the secondary
spongiosa (1.05 mm). After segmentation, the 3D models were constructed from the
stack of 2D images with a surface-rendering program (CTVol, Skyscan). Then, they
were embedded in polymethylmethacrylate at 4°C to avoid enzymatic activity. Slices
(7 pym) were obtained with a heavy-duty microtome (Leica Polycut S). The bone
formation and bone resorption parameters were evaluated using a semi-quantitative
system comprising Summasketch Ill coupled with a microcomputer. The measures
were performed at x200 magnification on the secondary spongiosa, located 1
millimeter under the growth cartilage. The parameters studied were: Bone
Volume/Total Volume (BV/TV, in %), trabecular number (Tb.N, in mm-"), trabecular
thickness (Tb.Th, in pym), trabecular spacing (Tb.Sp, in ym), interconnectivity Index
(ICI), marrow and trabecular space star volume (V*m.space and V*wap respectively, in
mm?3) and fractal dimension (Dwm). The trabecular bone pattern factor (Tb.Pf) is based
on the existence of concave surfaces and reflects connectivity. In osteoporotic bone,
the perimeter of convex structures increases and the perimeter of concave structures
decreases.Perls-staining was used to localize the iron deposits in macrophages as
well as inside the bone matrix ass previously described(21). Goldner Trichrome

staining was used to stain the osteoid tissue and was realized for the Bmp6~- group.
Evaluation of mineralization process in vitro

A semi-quantitative evaluation of mineralized matrix was carried out by using the
Alizarin Red stain (Sigma-Aldrich, ref 122777) staining that turns the mineralized matrix
to red. At the end of the cell culture, the culture medium was replaced by 4%
paraformaldehyde for one night, which was replaced by cacodylate buffer until staining.
For staining, 1 ml of Alizarin Red solution (40mM, pH 4.1 to 4.3) was added, kept for

20 minutes and washed with clear water to obtain the final staining.
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Gene expression

Hepatic hepcidin mRNA was quantified using RT-qPCR. Total RNA from mouse
liver was extracted using the NucleoSpin®8 RNA kit (Macherey-Nagel®) and the
Genomic STARIlet PLC (HAMILTON®). Reverse transcription was performed on one
microgram of RNA according to the protocol of the Applied Biosystem® kit. The
expression of hepatic hepcidin 1 genes (Hamp) was carried out using specific primers
- forward: TTCCCAGTGTGGTATCTGTTGC, reverse:
GGTCAGGATGTGGCTCTAGGC. Hprt gene amplification was used as a control to
obtain normalization (forward: GTGTTCTAGTCCTGTGGCCATCT, reverse:
GGCTCATAGTGCAAATCAAAAGTCT). Real-time quantitative PCR required the use
of the gPCR Master Mix Plus for SYBR® Green | (Eurogentec®) kit and the Step One
Plus PLC (Real- Time PCR System - Applied Biosystems®) according to the
manufacturer's instructions. The analyses were carried out in triplicate for each
sample. Amplifications were also performed on RNA that had not undergone RT to be
sure of the absence of contaminating genomic DNA. Results of the quantitative g°PCR
were analyzed using StepOne Software v2.1 (Applied Biosystem®). Results were
expressed in terms of Ct (cycle threshold) or number of PCR cycles from which the
fluorescent signal reached a threshold value. For both Hamp and Hprt genes, the mean
Ct of the triplicates was calculated, and then, for each mouse, the Ct value of Hamp
was subtracted from the Ct value of Hprt to give - A Ct (- A Ct=Ct Hprt-Ct Hamp). Mean
- A Ct values for iron-overload and control mice were compared using non-parametric
tests. The results were presented as a percentage of expression relative to the
reference group, i.e. 2-**¢*100, where —A A Ct=mean (- A Ct) in iron-overload mice —

mean (— A Ct) in control mice.

In cell cultures, specific gene (Collagen 1 (Col1a1), Osteocalcin (Bglap), Alkaline
Phosphatase (Alp)) mMRNA was quantified using RT-qPCR. Total RNA from cell layer
was extracted after adjunction of QIAzol lysis reagent (Qiagen, ref 79306), using
RNeasy Mini Kit (Qiagen, ref 74004). Reverse transcription was performed on one
microgram of RNA according to the protocol of the Applied Biosystem® kit. The
expression of collagen 1 gene was carried out using the forward
CAACCTGGACGCCATCAAG and reverse CAGGTCTGACCTGTCTCCATGTT

primers. The expression of osteocalcin gene was carried out using the forward
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ACCTCACAGATGCCAAGCC and reverse ATCTGGGCTGGGGACTGAG primers.
The expression of alkaline phosphatase was carried out using the forward
CCAGAAAGACACCTTGACTGTGG and reverse TCTTGTCCGTGTCGCTCACCAT
primers. Hprt gene amplification was used as a control to obtain normalization (forward:
GTGTTCTAGTCCTGTGGCCATCT, reverse:
GGCTCATAGTGCAAATCAAAAGTCT). The method used was then the same as the

one previously described for the in vivo results.
Western Blot

Samples containing 50-100ug of proteins were resolved on 14% SDS-PAGE.
The proteins were transferred at 240 mA for 90 min onto a 0.2um nitrocellulose
membrane. Membranes were blocked with 5% BSA or nonfat dry milk in Tris-buffered
saline/0.05% Tween-20 (TBST) for 1 hour at room temperature. Membranes were
incubated overnight at 4°C with rabbit antiferritin-H (1:1000; Abcam — 65080) and
mouse anti-HCS70 (1:5000 Santa Cruz — 7298) as loading control. Thereafter,
membranes were washed with TBST and incubated for 1 hour at room temperature
with infrared dye-conjugated secondary antibodies (LI-COR, Lincoln, NE). All
blots were scanned, and densitometric analysis of the bands was conducted using
Image Studio Software (LI-COR, Lincoln, NE).
Cell viability analysis

Hoechst stain 33342 was performed to analyze cell viability. After fixation of the
cells, an addition of 50 yL of Hoechst solution (1ug/ml (Fisher scientific ref: 11544876))
was performed and left overnight at +4°C. After rinsing with PBS, the fluorescence was
measured at 380 nm on Fluostar omega (BMG Labtech).

Statistical analysis

All analyses were performed using the Statistical Package for the Social
Sciences (SPSS) 28.0 software. Groups were initially compared using non-parametric
Kruskall-Wallis ANOVA, followed, when appropriate, by a comparison group by group
using post hoc Mann-Whitney's test. Correlation analyses were performed using

Spearman's test. A p value <0.05 was considered significant.
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To test the hypothesis that hepcidin treatment may correct the deleterious
impact of iron exposure at each individual concentration, we used the Mann and
Whitney test to compare the two conditions of culture. In order to homogenize the
results between experiments, the test was performed after a normalization process.
For each experiment, the value of each point, treated with iron alone or with iron and
hepcidin has been expressed as percentage of the mean of the untreated

condition (without iron and without hepcidin).

Results

General findings and iron parameters in mice

General morphological and biological data, as well as iron parameters of the
genetic iron-overload groups (Hfe’- model and Bmp67- model) and the secondary iron-
overload group (iron-dextran model) and their respective controls are reported in Table
1.

In the genetic iron-overload model, plasma iron and plasma transferrin
saturation values were significantly higher in Hfe”" mice aged 6 or 12 months than
controls of the same age (p<0.001 in all cases). Total weight and liver weight were
significantly higher in controls than in Bmp67 mice (p<0.001 and p<0.05, respectively).
Plasma iron and plasma transferrin saturation were significantly higher in Bmp6~’- mice

than in control mice (p<0.001).

In the secondary iron-overload model, total body weight was significantly higher
in iron-dextran and dextran mice than in the physiological serum group (p<0.05).
Plasma iron concentrations and plasma transferrin saturation were significantly
increased in the iron-dextran mice compared to both control groups (p<0.001), with no
significant differences between the two control groups.

Tissue iron concentrations for liver, spleen and bone are summarized in Figure
In Hfe”- mice, the hepatic iron content (HIC) was significantly higher compared

to controls, both at 6 months (C6M=245 + 54 and H6M=1035 £ 356 nug/g of liver
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(p<0.001)) and 12 months (C12M=229 +41 and H12M=846 + 169 ng/g of liver
(p<0.001)). In Hfe’- mice, HIC was significantly correlated with plasma iron and plasma
transferrin saturation both at 6 and 12 months (r=+0.607 (p<0.001) and +0.666
(p<0.001), respectively). In contrast, spleen iron concentration (SIC) was not
significantly different between Hfe’”- and wild-type mice, regardless of age
(C6M=4669 £ 1262 and H6M=5007 + 965 ng/g of spleen (Non-Significant (NS)),
C12M=5714 + 2534 and H12M=5544 + 2349 ng/g of spleen (NS)). Bone iron content
(BIC) of Hfe’- mice was increased compared to controls, the difference being
significant in 12-month-old animals (C12M=31.2 + 10.5 and H12M=57.2 + 15.1 ug/g of
bone (p<0.05)).

In Bmp6”- group, HIC was significantly higher than in wild-type controls (13650
+ 9577 vs 837 + 215 ug/g of liver (p<0.001)). In contrast with Hfe”- group, SIC was
significantly lower in Bmp6™ than in wild-type mice (2436 + 1051 pg/g versus 6192 +
1781ug/g of spleen (p<0.001)). The BIC was also higher in Bmp6”’ mice than in
controls (210 £ 77 versus 148 £+ 108 ug/g of bone (p<0.05)).

In iron-dextran overloaded mice, HIC was significantly higher compared to
control groups (iron-dextran=9262 + 2542, saline=258 * 42, dextran=229 + 50 ug/g of
liver (p<0.001 compared to both control groups)). HIC was significantly correlated with
plasma iron and transferrin saturation (r=+0.591 (p<0.001) and +0.617 (p<0.001)
respectively). SIC was also significantly higher in the iron-dextran mice versus controls
(saline=4724 + 1307, dextran=5693 + 1086 and iron-dextran=24063 + 4104 ug/g of
spleen (p<0.001 compared to both control groups)), and was significantly correlated
with plasma iron and transferrin saturation (r=+0.540 (p<0.01) and +0.634 (p<0.001)
respectively). BIC was significantly increased in iron-dextran versus control mice
(saline=87.8 + 55.6, dextran=76.2 + 20 and iron-dextran=230.6 + 90.6 ng/g of bone
(p<0.01 in comparison with saline, p<0.001 with dextran)).

In the secondary iron-overload group, BIC was almost three times higher than
in the 12-month-old Hfe”~ mice (230.6 +90.6 and 57.2+15.1 pg/g of bone
respectively), and similar to BIC of Bmp6” group (230.6 + 90.6 and 210 + 77 nug/g of

bone).

Hepatic hepcidin expression
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In Hfe’- mice, the hepatic hepcidin mRNA level was slightly but not significantly
lower both in 6 and 12 months mice than in their respective controls (-10% and -28%
respectively). There was no significant relationship between HIC or SIC and hepatic
hepcidin expression (data not shown). In Bmp6”’- mice, the hepatic hepcidin mRNA
level was strongly lowered compared to wild-type controls (-87%; p<0,001). In mice
exhibiting a secondary iron-overload, the hepatic hepcidin level was, as expected,
increased when compared to both control groups (+328% (p<0.001) and +422%
(p<0.001)). In these mice, HIC and SIC were significantly correlated to hepatic hepcidin

expression.

Mice Bone Phenotype

The 3D micro-CT reconstructions of the upper tibia trabecular and cortical
bone, were performed for the Hfe group and the secondary overload model and are
shown in Figure 2. The 3D reconstitution was not available for the Bmp6 group.
Results of the bone microarchitecture analysis are summarized in Table 2.

Hfe’- mice showed a decrease of BV/TV beginning at 6 months and becoming
significant at 12 months compared to control mice of the same age (p=0.022). While
there was no significant difference for BV/TV at 6 months, Tb.Th was significantly
decreased at both 6 and 12 months among Hfe”’- mice compared to their respective
controls. Finally, there was a significant increase in the Tb.Pf index, reflecting the
decrease in connectivity between bone trabeculae at 12 months among Hfe”- mice
compared to controls. In contrast, the decrease of Tb.N and the increase of Tb.Sp were
not significant. In summary, the decrease of the bone volume in Hfe’- mice seemed
predominantly due to a decrease of bone formation rather than an increase in bone
resorption. Bone parameters were not correlated with the level of hepcidin expression.
There was a huge significant decrease in BV/TV in Bmp6”- mice compared to controls
(p=0,008). Tb.Th and Tbh.N were also significantly decreased in these mice compared
to controls (p<0,05 each). Furthermore, there was an increase in Th.Pf and no
significant change in Tb.Sp. The decrease in BV/TV and Tb.Th at the tibia correlated
positively with hepcidin level (BV/TV (Rho=+0.481, p<0.05) and Tb.Th (Rho=+0.690,
p<0.05)). In summary, the decrease of the bone volume in Bmp6’- mice seemed also
predominantly due to a decrease of bone formation rather than an increase in bone

resorption. Bone parameters were correlated with the level of hepcidin expression.
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In the secondary iron-overload model, despite the higher iron bone content
in the iron dextran group, there was no difference between iron overloaded mice and
controls for any bone parameter (BV/TV, Tb.Th, Tb.Pf, Tb.N, Tb.Sp).

As shown in Figure 3, iron deposits were detected by Perl’s staining in the bone
trabeculae of Hfe’- mice and iron excess was also present in some bone marrow
macrophages, whereas only very small amounts of iron were detected in control mice
and only in bone marrow, never in bone. Iron was also detected in the bone trabeculae
of Bmp6’ mice, but not in the control group. Similarly, to findings in Hfe’- mice, there
was some iron visible in bone marrow macrophages.

In the secondary iron-overload model, iron deposits were mainly found in
bone marrow macrophages, whereas there were no significant iron deposits in

trabeculae bone.

Impact of iron on metabolism and bone matrix deposition process in MC3T3 cells

As described in materials and methods, MC3T3-E1 cells produced bone matrix
and is therefore a useful model for the analysis of bone metabolism. The morphology
of MC3T3 cells changed as iron concentration increased, with cells appearing more
ballooned at 5 and 10 uM. Hoechst staining showed a significant decrease at 5 and 10
uM concentrations, from day 7, and also at day 14 and 21, but not for lower
concentration (Figure 4). The intracellular ferritin concentration increased significantly
in iron treated cells compared to free iron cells as soon as day 7 (non-treated 96350 +
4030 arbitrary unit and treated 325000 £ 5657 (p<0.05)). Semi-quantitative evaluation
of mineralized matrix deposit amount in culture was performed using alizarin red
staining performed at day 7, day 14 and day 21 (Figure 4). The deposit of mineralized
matrix in control non-iron supplemented MC3T3 cells started between day 7 and day

14. Mineralized matrix deposit was never visualized from 5 uM of iron.

The expression of osteoblastic genes of interest: Collagen 1, Alkaline phosphatase
and Osteocalcin are presented in Figure 4. The mRNA levels of the three genes
decreased significantly at day 7 for iron concentrations at 10 uM. For iron concentration
of 5 uM, there was a significant decrease of collagen 1 and phosphatase alkaline
MRNA levels, whereas osteocalcin was not significantly affected. For the lowest
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concentration of iron (1 and 2.5 yM), there was no significant modulation of gene
expression. At day 14, only alkaline phosphatase mRNA level remained significantly

decreased at 5 and 10 uM iron exposure (data not shown).
Impact of hepcidin on MC3T3 cells exposed to ferric ammonium citrate

Treatment of cell cultures with hepcidin alone in absence of iron excess (Figure
5) did not modify the kinetic of bone matrix deposition between day 7 and day 14,
according to Alizarin red staining compared to control cultures. In the same way, the
addition of hepcidin alone did not modify significantly the expression levels of
osteocalcin, alkaline phosphatase and collagen 1 whatever the day.

The impact of hepcidin supplementation on the expression of collagen 1,
alkaline phosphatase and osteocalcin in cell cultures exposed to iron was analyzed at
day 7 and compared to cells treated with hepcidin alone or with iron alone (Figure 6).
Hepcidin was added to MC3T3 cells exposed to increasing iron concentrations,
between 1 and 10 uM, according to material and methods. Compared to non-treated
cells, iron exposure (5 and 10 uM) alone induced a significant decrease in the mRNA
expression of osteocalcin, alkaline phosphatase and collagen 1. At day 7, hepcidin
rescued the alkaline phosphatase and collagen 1 mRNA level expression, but not
osteocalcin mRNA level expression in iron treated cells regardless of iron

concentration.
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Discussion

Our objective was to evaluate the respective roles of iron and hepcidin in bone

loss during iron overload.

For this purpose, in a first step, we used mouse models of genetic iron overload
consecutive to hepcidin deficiencies and of secondary iron overload with
physiologically high hepcidin level.

Hfe’- mice, one of the hepcidin deficiency model, exhibited an increase of bone iron
concentration with a significant decrease in bone mass and bone microarchitecture
alterations, especially a significant decrease of BV/TV and Tb.Th. In Bmp6™ mice, the
second hepcidin deficiency model, only minimal bone abnormalities have been
described so far, mainly developmental anomalies of the sternum(23-25). The Bmp6
" mice, in accordance with their more severe hepcidin deficiency phenotype, developed
an important increase of plasma transferrin saturation and hepatic iron concentration
compared to Hfe’ mice. Furthermore, they had a much higher iron concentration in
their bones than Hfe”’- mice. Consistently with data that we found in Hfe”- mice, Bmp6
l~animals also exhibited a significant bone loss at the tibia.

Our findings on Hfe” mice agree with previously reported data in which our group
showed that the bone phenotype was associated with a decrease in bone formation
and, to a lesser extent, an increase in bone resorption(13,16). This is in line with the
vast majority of the literature of iron overload on animal(26,27) and cellular models
(MC3T3 or MG63 osteoblastic cells) (15,28-30). However, this contrasts with one
study(31) where there was no decrease of BV/TV and no alteration of bone
microarchitecture (femur and vertebra) in Hfe”- mice at 11, 29 and 53 weeks of age,
compared to wild-type controls of the same age. We identified a few differences that
could explain at least in part these discrepancies. First, mice used in this study were
both male and female, whereas we studied only males. In addition, bone evaluation
was not carried out at the same site. In the paper of Wagner and al., distal femur was
studied versus upper end of tibia in our study. In addition, measurement methods are
quite different at these two sites, with in particular a shape of the growth plate more
complex in distal femur compared with the proximal tibia(32). Notably, it has been
recently reported in a microgravity model that there were significant differences

between bone sites for the rate of bone loss in animals, which, in this specific model,
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was more severe at the tibia than at the femur(33). Interestingly, another group did not
find any decrease in BV/TV in the femur of Hfe”’- mice between 10 and 14 weeks of
age(34). In our study, we evaluated only the tibia of Hfe’ mice, not the femur, thus
preventing direct comparison. A recent report also showed a significant bone loss in 6-
month-old Hfe”- male mice fed an iron-enriched diet(35), whereas this diet alone was
not sufficient to induce bone loss in wild-type overloaded mice. In the present study,
the diet was not iron-enriched and bone loss became significant at 12 months in Hfe”
mice, as was observed in our previous studies(13). Together, these data and reports
suggest the possible role of the diet iron content as a cofactor to accelerate the bone
loss in the context of genetic iron overload consecutive to hepcidin deficiency. In
addition, iron excess localization may not be similar in the different models and the
genetic background could influence the depth and the rate of iron overload
development.

In iron-dextran mice, the secondary iron overload model, the increase in bone iron
content was very important compared to controls. It was three-fold higher than that
found in the Hfe”" mice, and quite close to the bone iron concentrations found in Bmp6-
" mice. Unexpectedly, in contrast with both hepcidin deficiency models, iron-dextran
overloaded mice did not show any significant decrease in bone mass nor alteration of
bone microarchitecture. The results of our iron-dextran model did not match results
previously reported with pigs overloaded with intravenous iron-dextran. Pigs had a
decrease in bone mass and bone formation(26). It is noteworthy that in this study, iron
injections were repeated daily for 36 days in young growing pigs, whereas in our study,
only one injection (1g/kg) was performed in adult mice at two months of age, the
observation being performed 4 months later. Thus, in pigs, the impact of iron excess
during growth could have been a confounding factor. Iron-dextran was also previously
used in a rat model, with a significant decrease of bone volume (BV/TV). In this study
by Kudo et al., bone mass and quality were assessed on femur by dual energy
absorptiometry, which is less accurate than histomorphometric measurements(36).

Taken together, our in vivo data, especially those obtained in the iron dextran model
with animals exhibiting a severe iron overload, suggest that the role of iron excess
alone in the occurrence of iron related osteoporosis is questionable and that it is
necessary to consider possible additional mechanisms.
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Notably, the topographical distribution of bone iron deposits varied according to the
pathophysiological mechanism of iron overload. Indeed, as previously described(13),
we found that iron deposits in the Hfe”" mice were mainly located on the trabecular
bone surface and in the bone matrix. We made the same observation in the Bmp6™-
model. Conversely, in the secondary iron overload model, no iron deposit was seen in
the bone matrix with Perl’s staining and iron was only visible in bone marrow
macrophages. Such differences in the location of iron deposits may well explain the
differences seen in bone phenotype between the mouse groups studied here.

It has already been shown, in a model of bone marrow cells isolated from femurs and
tibias of 6- to 8-week-old C57BI/6J mice, that the addition of iron chloride, iron sulfate
and ferric ammonium citrate at concentrations between 0 and 40 uM, altered the
hematopoietic precursor differentiation process, with a switch toward a macrophage-
like phenotype instead of mature osteoclast(37). Therefore, one hypothesis could be
that the accumulation of iron in bone marrow induced by iron-dextran injection would
first target macrophages and decrease the number of differentiated mature
osteoclasts, thus limiting the consequences of the bone remodeling on bone mass and
microarchitecture.

The exact role of the HFE and BMP6 genes in the development of osteoporosis related
to hemochromatosis remains to be evaluated.

The proposed mechanism to explain hepcidin deficiency downstream Hfe gene
invalidation in mice was a decrease activation of the Erk/MAPK signaling pathway and,
to a lesser extent of the BMP/Smad pathway(38). Alterations in these signaling
pathways in Hfe” animals could directly contribute to the development of bone loss.
Indeed, these intracellular pathways depend on the TGFf3 family ligands that are very
important in bone modeling and remodeling. The dependent Smad canonical pathway
or the independent Smad non-canonical pathway both activate the transcription of
Runx2, an essential gene in the control of the differentiation of the mesenchymal
precursors into osteoblast(39). In Bmp6” mice, the lack of BMP6 activity on
osteogenesis seems to be functionally compensated by BMP2(23), which in addition is
known to increase the expression of hepcidin(40). Moreover, in a rat model of bone
loss induced by ovariectomy, regular administration of Bmp6 allowed the maintenance
of bone mass over time by decreasing osteoclast activity and stimulating osteoblast
activity(41). This underlines, if necessary, the pivotal role of BMP6 and BMP2 in bone
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formation. Therefore, the lack of BMPG itself could participate to the phenotype of bone

loss.

We also hypothesized that hepcidin could be an important factor for the bone
phenotypic difference between our models. Indeed, genetic models have a blunted
hepcidin regulation in response to iron, with abnormally low level of hepcidin regarding
the iron excess whereas in iron dextran model there is an adapted response to iron
excess with an increase of hepcidin expression. These findings could greatly contribute
to the fact that iron is deposited mainly in bone tissue matrix in hepcidin deficient mice
models. Indeed, during hepcidin  deficiency, iron release  from
macrophages/osteoclasts within the bone could be excessive, as a mirror picture of
what is observed in splenic macrophages(5), contributing to this specific pattern of iron
deposition. Conversely, in the iron-dextran model, high hepcidin levels could prevent
ion release from macrophages/osteoclasts thus avoiding significant iron deposition in
bone matrix.

In our study, the genetic overload models with low hepcidin levels were associated with
a significant bone loss whereas the secondary overload model with high level of
hepcidin had a normal bone. Furthermore, modifications in bone microarchitecture in
the Bmp6”’- model are positively correlated with hepcidin levels. Importantly, hepcidin
deficiency has been reported to promote, in vitro, osteoclastic activity (42). The
invalidation of the hepcidin gene induced bone damages with decreased bone
formation and changes in microarchitecture, with a thinning of the bone trabeculae and
decreased BV/TV in a murine model as we have found with a phenotype of osteoblast
function decrease. Interestingly, the iron deposition by Perls staining in this model was
linear along the bone trabeculae, and very similar to that we found in the Bmp67 and
Hfe’- mice(19).

In order to evaluate the respective roles of hepcidin and iron, we investigated
their impact on the mouse MC3T3 cells, which are mineralizing osteoblast precursors,
thus giving us the opportunity to evaluate bone formation process. In MC3T3 cells, we
found that the addition of hepcidin was counteracting the effects of iron by limiting the
drop in the mRNA levels of the principal component of the bone matrix, collagen 1, and

of the bone formation markers such as alkaline phosphatase and osteocalcin.
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Noteworthy, hepcidin had no impact on these mRNA levels in the absence of iron

supplementation.

Conclusions

Our data showed that genetic and exogenous iron overload in mice lead to iron
overload and increase iron levels in bone. However, only genetic overload induced by
hepcidin deficiency in Hfe’- and Bmp6™ mice led to iron accumulation in the bone
matrix, decreased bone mass and altered bone microarchitecture. Hepcidin limited the
decrease in bone formation markers in iron treated cells. This suggests that iron in
excess alone is not sufficient to induce osteoporosis, and that low hepcidin levels could
play a role in genetic hemochromatosis related osteoporosis.

58



References

1. Galaris D, Barbouti A, Pantopoulos K. Iron homeostasis and oxidative stress:
An intimate relationship. Biochim Biophys Acta Mol Cell Res. déc
2019;1866(12):118535.

2. Guggenbuhl P, Brissot P, Loréal O. Miscellaneous non-inflammatory
musculoskeletal conditions. Haemochromatosis: the bone and the joint. Best Pract Res
Clin Rheumatol. 2011;25(5):649-64.

3. Wong P, Fuller PJ, Gillespie MT, Milat F. Bone Disease in Thalassemia: A
Molecular and Clinical Overview. Endocr Rev. aout 2016;37(4):320-46.

4. Andrews NC. Disorders of iron metabolism. N Engl J Med. 23 déc
1999;341(26):1986-95.

5. Ganz T. Hepcidin and iron regulation, 10 years later. Blood. 28 avr
2011;117(17):4425-33.

6. Leboime A, Confavreux CB, Mehsen N, Paccou J, David C, Roux C.
Osteoporosis and mortality. Joint Bone Spine. déc 2010;77:S107-12.

7. Reginster JY, Burlet N. Osteoporosis: A still increasing prevalence. Bone. févr
2006;38(2):4-9.

8. Briot K, Roux C, Thomas T, Blain H, Buchon D, Chapurlat R, et al. 2018 update
of French recommendations on the management of postmenopausal osteoporosis.
Joint Bone Spine. oct 2018;85(5):519-30.

9. Fitzpatrick LA. Secondary Causes of Osteoporosis. Mayo Clin Proc. mai
2002;77(5):453-68.

10.  Guggenbuhl P, Deugnier Y, Boisdet JF, Rolland Y, Perdriger A, Pawlotsky Y, et
al. Bone mineral density in men with genetic hemochromatosis and HFE gene
mutation. Osteoporos Int. déc 2005;16(12):1809-14.

11.  Nguyen CD, Morel V, Pierache A, Lion G, Cortet B, Flipo RM, et al. Bone and
joint complications in patients with hereditary hemochromatosis: a cross-sectional
study of 93 patients. Ther Adv Musculoskelet Dis. janv 2020;12:1759720X2093940.
12.  Kim BJ, Lee SH, Koh JM, Kim GS. The association between higher serum
ferritin level and lower bone mineral density is prominent in women 245 years of age
(KNHANES 2008-2010). Osteoporos Int J Establ Result Coop Eur Found Osteoporos
Natl Osteoporos Found USA. 2013;24(10):2627-37.

13.  Guggenbuhl P, Fergelot P, Doyard M, Libouban H, Roth MP, Gallois Y, et al.
Bone status in a mouse model of genetic hemochromatosis. Osteoporos Int J Establ
Result Coop Eur Found Osteoporos Natl Osteoporos Found USA. aolt
2011;22(8):2313-9.

14. Liu G, Men P, Kenner GH, Miller SC. Age-associated iron accumulation in bone:
implications for postmenopausal osteoporosis and a new target for prevention and
treatment by chelation. Biometals Int J Role Met lons Biol Biochem Med. juin
2006;19(3):245-51.

15. Doyard M, Fatih N, Monnier A, Island ML, Aubry M, Leroyer P, et al. Iron excess
limits HHIPL-2 gene expression and decreases osteoblastic activity in human MG-63
cells. Osteoporos Int. oct 2012;23(10):2435-45.

16. Doyard M, Chappard D, Leroyer P, Roth MP, Loréal O, Guggenbuhl P.
Decreased Bone Formation Explains Osteoporosis in a Genetic Mouse Model of
Hemochromatosiss. PloS One. 2016;11(2):e0148292.

59



17. Zarjou A, Jeney V, Arosio P, Poli M, Zavaczki E, Balla G, et al. Ferritin
ferroxidase activity: a potent inhibitor of osteogenesis. J Bone Miner Res Off J Am Soc
Bone Miner Res. janv 2010;25(1):164-72.

18. D’Amelio P, Cristofaro MA, Tamone C, Morra E, Di Bella S, Isaia G, et al. Role
of iron metabolism and oxidative damage in postmenopausal bone loss. Bone. déc
2008;43(6):1010-5.

19. Shen GS, Yang Q, Jian JL, Zhao GY, Liu LL, Wang X, et al. Hepcidin1 knockout
mice display defects in bone microarchitecture and changes of bone formation
markers. Calcif Tissue Int. juin 2014;94(6):632-9.

20. Scheller EL, Doucette CR, Learman BS, Cawthorn WP, Khandaker S, Schell B,
et al. Region-specific variation in the properties of skeletal adipocytes reveals
regulated and constitutive marrow adipose tissues. Nat Commun. 6 aoat 2015;6:7808.
21.  Chappard D, Mabilleau G, Moukoko D, Henric N, Steiger V, Le Nay P, et al.
Aluminum and iron can be deposited in the calcified matrix of bone exostoses. J Inorg
Biochem. nov 2015;152:174-9.

22.  Quarles LD, Yohay DA, Lever LW, Caton R, Wenstrup RJ. Distinct proliferative
and differentiated stages of murine MC3T3-E1 cells in culture: An in vitro model of
osteoblast development. J Bone Miner Res. 3 déc 2009;7(6):683-92.

23. Solloway MJ, Dudley AT, Bikoff EK, Lyons KM, Hogan BL, Robertson EJ. Mice
lacking Bmp6 function. Dev Genet. 1998;22(4):321-39.

24.  Andriopoulos B, Corradini E, Xia Y, Faasse SA, Chen S, Grgurevic L, et al.
BMPG6 is a key endogenous regulator of hepcidin expression and iron metabolism. Nat
Genet. avr 2009;41(4):482-7.

25. Meynard D, Kautz L, Darnaud V, Canonne-Hergaux F, Coppin H, Roth MP. Lack
of the bone morphogenetic protein BMP6 induces massive iron overload. Nat Genet.
avr 2009;41(4):478-81.

26. de Vernejoul MC, Pointillart A, Golenzer CC, Morieux C, Bielakoff J, Modrowski
D, et al. Effects of iron overload on bone remodeling in pigs. Am J Pathol. sept
1984;116(3):377-84.

27. Rauner M, Baschant U, Roetto A, Pellegrino RM, Rother S, Salbach-Hirsch J,
et al. Transferrin receptor 2 controls bone mass and pathological bone formation via
BMP and Wnt signalling. Nat Metab. janv 2019;1(1):111-24.

28. Messer JG, Kilbarger AK, Erikson KM, Kipp DE. Iron overload alters iron-
regulatory genes and proteins, down-regulates osteoblastic phenotype, and is
associated with apoptosis in fetal rat calvaria cultures. Bone. nov 2009;45(5):972-9.
29. Yamasaki K, Hagiwara H. Excess iron inhibits osteoblast metabolism. Toxicol
Lett. déc 2009;191(2-3):211-5.

30. Yang Q, Jian J, Abramson SB, Huang X. Inhibitory effects of iron on bone
morphogenetic protein 2-induced osteoblastogenesis. J Bone Miner Res Off J Am Soc
Bone Miner Res. juin 2011;26(6):1188-96.

31.  Wagner A, Alan B, Yilmaz D, Ahmad M, Liu P, Tangudu NK, et al. Despite
Genetic Iron Overload, Hfe-Hemochromatosis Mice Do Not Show Bone Loss. JBMR
Plus. sept 2019;3(9):e10206.

32. Erben RG, Glosmann M. Histomorphometry in Rodents. In: Idris Al, éditeur.
Bone Research Protocols [Internet]. New York, NY: Springer New York; 2019 [cité 4
juill 2022]. p. 411-35. (Methods in Molecular Biology; vol. 1914). Disponible sur:
http://link.springer.com/10.1007/978-1-4939-8997-3 24

33. Coulombe JC, Sarazin BA, Mullen Z, Ortega AM, Livingston EW, Bateman TA,
et al. Microgravity-induced alterations of mouse bones are compartment- and site-

60



specific and vary with age. Bone. oct 2021;151:116021.

34. Ledesma-Colunga MG, Baschant U, Fiedler IAK, Busse B, Hofbauer LC,
Muckenthaler MU, et al. Disruption of the hepcidin/ferroportin regulatory circuitry
causes low axial bone mass in mice. Bone. aolt 2020;137:115400.

35. Simao M, Camacho A, Ostertag A, Cohen-Solal M, Pinto IJ, Porto G, et al. Iron-
enriched diet contributes to early onset of osteoporotic phenotype in a mouse model
of hereditary hemochromatosis. PloS One. 2018;13(11):e0207441.

36. Kudo H, Suzuki S, Watanabe A, Kikuchi H, Sassa S, Sakamoto S. Effects of
colloidal iron overload on renal and hepatic siderosis and the femur in male rats.
Toxicology. 18 avr 2008;246(2-3):143-7.

37. Xie W, Lorenz S, Dolder S, Hofstetter W. Extracellular Iron is a Modulator of the
Differentiation of Osteoclast Lineage Cells. Calcif Tissue Int. mars 2016;98(3):275-83.
38. Wu XG, Wang Y, Wu Q, Cheng WH, Liu W, Zhao Y, et al. HFE interacts with
the BMP type | receptor ALK3 to regulate hepcidin expression. Blood. 21 aolt
2014;124(8):1335-43.

39. Komori T. Regulation of Proliferation, Differentiation and Functions of
Osteoblasts by Runx2. Int J Mol Sci. 4 avr 2019;20(7):1694.

40. ChenH, Choesang T, Li H, Sun S, Pham P, Bao W, et al. Increased hepcidin in
transferrin-treated thalassemic mice correlates with increased liver BMP2 expression
and  decreased hepatocyte  ERK  activation. Haematologica. mars
2016;101(3):297-308.

41.  Simic P, Culej JB, Orlic I, Grgurevic L, Draca N, Spaventi R, et al. Systemically
Administered Bone Morphogenetic Protein-6 Restores Bone in Aged Ovariectomized
Rats by Increasing Bone Formation and Suppressing Bone Resorption. J Biol Chem.
sept 2006;281(35):25509-21.

42. Sun L, Guo W, Yin C, Zhang S, Qu G, Hou Y, et al. Hepcidin deficiency
undermines bone load-bearing capacity through inducing iron overload. Gene. juin
2014;543(1):161-5.

61



Tables and Figures legends

Hfe’-Model Bmp6”-Model Secondary Iron Overload Model
Parameters (Units) CeM HeM Cc12m H12Mm WT Bmp67 Saline Dextran Iron-dextran
Body weight (g) 32.78£3.05 31.84 £2.51 34,69 3.03 3317 £2.87 4380 + 4,67 3245 3,58 30.97£147 | 32.77+1.99% 32,25+ 1.47*
Liver weight (g) 1.52+0.14 1.52 £0.10 1.61+0.23 1.56 + 0.22 1,73 0,26 1,53+0,18" 1.45+0.16 1.58 £0.13 1.97 + 0.25™
Spleen weight () 0.11£0.02 011 £0.02 0.11£0.02 014001 0,11£0,01 0.1+0,02 0.11£0.03 0.1£0.02 0.14£0.04*
Plasma Iron (umolll) 18.56 + 2.26 29.14 £ 6.1 2138+2.92 338452 26.70 4,22 58.54 +7,18" 15.87 £ 2.49 15.18 £2.16 25.55 + 6.43"
Transferrin saturation (%) 38953 722+ 154 37.6£55 65.7 £ 9.4 50.4+10,7 98.8+2,1" 341£7.3 327457 634+ 18.3"

Table 1: Morphological and iron metabolism data of genetic and secondary iron
overload models. *p<0,05 **p<0,001. C6M: 6-month-old wild-type mice, C12M: 12-
month-old wild-type mice, H6M: 6-month-old Hfe”- mice, H12M: 12-month-old Hfe’-

mice, WT: Wild-Type. The reported statistics are means +/- standard deviations.
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Hfe”-Model Bmp6”7-Model Secondary Iron Overload Model
Parameters (Units) CceM H6M C12M H12M WT Bmp6”- Saline Dextran Iron-dextran
BVITV (%) 15.15 £ 4.41 10.46 £ 2.64 9.17£1.93 589+ 181" 9,56 £ 3,55 511£2,02* 15.49 £ 2.96 16.00 + 3.35 15.19 £ 4.29
Tb.Pf 18.62 £ 5.51 23.86 +6.01 20.80 + 2.41 329449 2342595 3543+6,14* 16.36 £ 2.42 16.61+3.02 18.63 £ 5.96
Tb.Th (um) 25:3 23+3* 262 191 503 44> 25¢1 241 2442
Tb.N (mm-1) 592+ 129 4.55+0.61 3.49£0.50 2984073 1,94 0,78 1,23 0,47* 6.18+0.96 6.49% 1.02 6.6+ 1.31
Tb.Sp (um) 154 £ 51 20131 265 + 37 335+ 86 303+ 91 339+ 86 142+ 34 134+ 26 146 + 41

Table 2: Bone parameters of genetic and secondary iron overload models. *p<0,05
**p<0,001. C6M: 6-month-old wild-type mice, C12M: 12-month-old wild-type mice,
H6M: 6-month-old Hfe”- mice, H12M: 12-month-old Hfe’- mice, WT: Wild-Type. BV/TV:
Bone Volume/Total Volume, Tb.Pf: Tabecular Patern Factor, Tb.Th: Trabecular
Thickness, Tb.N: Trabecular Number, Tb.Sp: Trabecular Spacing. The reported

statistics are means +/- standard deviations.
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Figure 1: Quantification of iron in different organs by type of iron overload. Bone

analysis (BIC: bone iron content, HIC: liver iron content, SIC: spleen iron content).
*p<0,05 **p<0,001. C6M: 6-month-old wild-type mice, C12M: 12-month-old wild-type
mice, H6M: 6-month-old Hfe’- mice, H12M: 12-month-old Hfe” mice, WT: Wild-Type,

S: Saline, D: Dextran, ID: Iron Dextran.
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Figure 2: MicroCT and goldner stain analysis of the proximal tibial region in both types
of iron overload, genetic (Hfe and Bmp67) and secondary to iron dextran injection.
Evidence of bone loss exclusively in the genetic overload models compared to their
respective controls. No bone loss in the secondary overload compared to their controls.
A: 12-month-old wild-Type control, B: 12-month-old Hfe’- mice, C: 6-month-old wild-
type mice, D: 6-month-old Bmp67mice, E: 6-month-old mice saline treated, F: 6-

month-old dextran treated, G: 6-month-old iron-dextran treated.
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Figure 3: Perls staining of the proximal region of the tibias. Deposits along the bone
trabeculae (red arrow) in the context of genetic overload (Hfe and Bmp6-/-). Deposits
rather intracellular (red circle) in the secondary overload model. A: 12-month-old wild-
Type control, B: 12-month-old Hfe”- mice, C: 6-month-old wild-type mice, D: 6-month-
old Bmp6'mice, E: 6-month-old mice saline treated, F: 6-month-old iron-dextran

treated.
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Figure 4: MC3T3 cell culture: (A) semi-quantitative alizarin red staining, indicating
mineralization in red. The appearance of mineralization as early as day 14 for iron
concentrations between 0 and 2.5 uM. The last line shows the Hoechst stain, marking
a decrease in the number of nuclei for iron concentrations greater than or equal to 5
uM. NT= Non treated with Iron, FO = Concentration of 1 uM, F1 = Concentration of 2,5
uM, F2 = Concentration of 5 uM, F3 = Concentration of 10 uM, (B) The figure shows
the determination of the genes of interest (collagen 1, osteocalcin, alkaline
phosphatase) in bone metabolism as a function of iron concentration. Decreased
expression of genes of interest at iron concentrations greater than or equal to 5 uM.
NT: Not treated. *p<0,05.
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Figure 5: MC3T3 cell culture: (A) semi-quantitative alizarin red staining, indicating
mineralization in red. Significant mineralization from day 14. No difference between
cultures with or without hepcidin. (B) Same observation for gene expression at D7, no
difference between cultures with or without hepcidin.
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Figure 6: Correction of iron impact by hepcidin treatment. Analyze of the impact of
hepcidin on MC3T3 cells treated with iron (1, 2,5, 5 and 10 yM) during 7 days. The
impact of hepcidin treatment was analyzed by comparison between cells treated with
iron alone and with iron at the same dose plus hepcidin. A normalization process
between experiments (see material and methods) was performed to express, in each
experiment, the level of each culture condition as a percentage of the expression in
totally untreated cells (100%) of the same experiment. Mann Whitney tests are run to
compare the expression of genes of interest (osteocalcin, collagen 1, and Alkaline
Phosphatase) with and without the addition of hepcidin (white or grey column
respectively). The tests are performed independently for each dose of iron, NT: Not
treated. *p<0,05.
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La concentration sérique de métaux dépend du sexe et est associée
a la survenue de fractures : résultats de la cohorte METOSTEO

Manuscrit incomplet, en préparation, avec inclusions toujours en cours

Le réle des métaux dans le développement de l'ostéoporose a souvent été
évoqué avec des résultats contradictoires. Le but de cette étude était de déterminer le
réle potentiel de certains métaux dans la survenue de fractures afin d’'identifier de

potentiels groupes a risque.

Pour cela, nous avons réalisé une étude monocentrique dans le service de
rhumatologie du CHU de Rennes avec deux groupes d'étude : un groupe expérimental
(OF) présentant une fracture ostéoporotique majeure et un groupe témoin (OD) sans
fracture mais avec une densité minérale osseuse pathologique (T-score<-2,5 DS a un
site).

Les données cliniques recueillies étaient les données démographiques classiques
(sexe, age, indice de masse corporelle (IMC)), mais aussi les facteurs de risque
d'ostéoporose et les facteurs de risque de chute. Les données biologiques
comprenaient le bilan biologique standard utilisé dans l'ostéoporose ainsi que la
concentration sérique de métaux d’intérét évaluée par ICP-MS. Enfin, chaque patient
a bénéficié de la mesure de sa densité minérale osseuse, sur la méme machine
(Hologic Horizon W).

Pour le moment, (entre Janvier 2021 et Aout 2022), sur les 200 patients prévus, 172
patients ont été inclus, 116 dans le groupe OF et 56 dans le groupe OD. Nous avons
analysé les résultats intermédiaires. La moyenne d’age était significativement
différente entre les groupes (67.1+£12.9 pour OD contre 77.6+£10,7 pour OF, p<0,001).
La proportion de femme était similaire dans les groupes (80% pour OD contre 72%
pour OF). Il n'existait pas de différence significative entre les populations concernant
les concentrations de calcium, phosphate, 250H vitamine D et Parathormone. La
ferritine était significativement augmentée dans le groupe OF par rapport au groupe
OD (171,1£185 contre 282,3+282 ng/ml (p<0,01)). La situation était la méme dans la
population féminine, mais n’était pas observée chez ’'homme. Concernant les autres
meétaux, chez la femme, le fer sérique et le sélénium étaient significativement diminués

dans le groupe OF par rapport au groupe OD (p<0,05 dans les deux cas). Chez
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'homme, le sélénium était la encore diminué dans le groupe OF par rapport au groupe
OD (p<0,05), alors que I'aluminium et le cadmium étaient augmentés (p<0,05 dans les
deux cas). Chez 'homme, les concentrations de cadmium et d’aluminium étaient
positivement corrélées au risque de fracture (rho=+0,492, p<0,05 et rho=+0,460,
p<0,05 respectivement). Chez la femme, la ferritine était positivement corrélée au
risque de fracture (rho=+0,221, p<0,05). Dans les deux sexes, la concentration sérique
de sélénium était négativement corrélée au risque fracturaire (rho=-0,199, p<0,05 chez
la femme et rho=-0,368, p<0,05 chez 'homme).

Au total, et dans les limites d’inclusion de patients toujours en cours,
L’augmentation de la ferritine chez la femme et du cadmium et de I'aluminium chez
’lhomme semble associée au risque de fracture. La diminution du sélénium sérique
semble étre un déterminant du risque de fracture dans les deux sexes. Aprés
complétion des inclusions nous vérifierons que les tendances dégagées se confirment
et nous évaluerons si les facteurs recueillis permettent de déterminer le risque de

survenue d’une fracture.
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1. Introduction

Osteoporosis results in fracture occurrence, by decreasing bone mass and
quality(1). This disease, by its high incidence, remains a public health problem. The
occurrence of a fragility fracture is associated with a significant increase in mortality(2),
but also increases the risk of a potential new fracture in the first year by about 25%(3).
The risk of institutionalization in the years following a severe fracture is also significant,
representing 10-20% of the patients(4,5). Moreover, 20-60% of all the patients,
depending on the study, will require assistance in daily living(4). Thus, the social cost
of this disease is extremely high. In France, direct cost of osteoporotic fractures in 2019
represented about 2.6% of health care expenditure(1). Osteoporosis affects both sex,
with significant differences, affecting 50% of postmenopausal women (6) and about
20% of men over 50(7). Despite frequent and easy diagnosis and numerous
therapeutic alternatives, osteoporosis remains insufficiently identified and treated(8),
which has led to the development of organizational structures (Fracture Liaison
Service, FLS) to improve patients care(9). The role of these structures is firstly to
identify patients who require treatment at an early stage and secondly to promote
compliance with treatment. These structures seem to limit the risk of new fracture, and
reduce post-fracture mortality(10).

The diagnosis of osteoporosis can be made in two main situations: i) occurrence of
a fracture in a low-energy trauma in a typical site (femur, proximal tibia, proximal
humerus, pelvis, vertebra) or ii) by identification by dual energy X-ray absorptiometry
(DXA) of a pathological bone mineral density (BMD<-2.5 Standard Deviation (SD))(11).
The measurement of bone mineral density (BMD) is very relevant and precious in daily
practice as its decrease is highly associated with the risk of fracture(12). However,

specific situations can lead to measurement errors, such as osteomalacia or
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osteoarthritis(13) and DXA is not relevant in all clinical situations, for instance in the
first few months of corticosteroid therapy, DXA is not always decreased(14,15). The
identification of others predictive factors of fracture risk appears to be a major public
health issue.

In addition to corticosteroid therapy, which remains the most common cause of
osteoporosis in young people(14), osteoporosis is associated with a large number of
secondary causes(16). Among these causes, the role of some metals has been
reported, such as during iron or copper overload in respectively genetic
haemochromatosis(17) or Wilson's disease(18) respectively. Apart from these specific
situations with huge overload, metals apart from overload situations seem to have an
important role in bone metabolism and homeostasis. Thus, women over 45 years of
age with ferritin level in the upper quartile of normal values had a higher risk of
fracture(19). Aluminum also seems to be linked to a decrease in osteoblastic
activity(20), but its role in the development of osteoporosis remains debated(21). The
level of selenium correlated positively with bone health, as it increased bone mineral
density or reduced the risk of osteoporotic fracture(22). Outside of pathological
situations, metals is also integrated into the structure of bone, notably through the
substitution of calcium within hydroxyapatite(23,24), crystal representing about 60% of
total bone mass(25). This substitution results in the modification of the physical and
chemical properties of the crystal. This ability is the base of the creation of synthetic
hydroxyapatite based biomaterials, used notably in orthopedic implants, or in the repair
of bone defects(23,26). Apart from bone pathology, the role of metals has already been
mentioned in health and diseases. In dementia for example, arsenic or selenium
exposure seem to induce an additional risk(27). There also appears to be a positive
association between plasma copper, molybdenum and vanadium concentrations and
cardiovascular diseases related mortality(28).

The aim of this study was to evaluate the consequences of variations in plasma
metal concentrations on fracture risk and to clarify their role in the development of
osteoporosis. Since the major consequence of osteoporosis is fracture, the main
objective of the study was to investigate possible predictive factors for fracture
occurrence related to serum metal concentration and thus identify groups of patients

with a higher potential risk of fracture.
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2. Materials and methods

a. Population

We performed a monocentric study conducted in the rheumatology department of
the University Hospital of Rennes, France. We used two study groups: experimental
group (OF) with a severe osteoporotic fracture event (major fracture: proximal tibia,
femur, vertebra, pelvis, proximal humerus) and control group (OD) without fracture but
with osteoporosis in DXA (BMD<-2.5 SD). The recruitment of the fracture group was
conducted through the fracture liaison service, in which patients were included after
fracture occurrence. The recruitment of the group of patients without fracture with
pathological BMD was carried out just after their evaluation by DXA, after the
confirmation of the absence of major fracture history. The exclusion criteria were
patient opposition, adults under legal protection (legal protection, curatorship,
guardianship), persons deprived of their liberty, pregnant or breastfeeding women,
minors, persons unable to express their opposition.

Before inclusion, all patients were informed of the objectives and procedure of the
study and gave their consent. The study was approved by the ethics committee of
Rennes university hospital (notice n°® 20.154, December 2020).

b. Data collected
i.  Clinical data

We used a standardized questionnaire to collect standard demographic data
(sex, weight, height, age at inclusion, Body Mass Index (BMI)), but also risk factors for
osteoporosis (personal history of severe or non-severe fractures, first-degree family
history of severe fracture, menopausal status, smoking or alcohol consumption,
corticosteroid therapy, secondary causes of osteoporosis, personal history of anti-
osteoporotic treatment) and risk factors for fall (personal history of a fall in the past
year, polymedication, history of dementia, Parkinson's disease, depression, urinary
incontinence, walking disorders, reduced visual acuity, malnutrition, presence of a

technical walking assistance).

ii.  Biological data
We performed biological tests: serum calcium, phosphorus, magnesium,
creatinine, C-reactive protein (CRP) levels were measured, Thyroid-Stimulating
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hormone (TSH), 25 OH vitamin D and parathyroid hormone (PTH), liver function tests
(Alanin amino-transferase (AST), Aspartate amino-transferase (ALT), gamma-GT,
Alkaline phosphatase) levels were determined. Blood cells count, electrophoresis of
plasma protein, ferritin level, albumine levels were determined. At the same time and
on the same sample tube, the plasma concentration of metals was evaluated by
Inductively Coupled Plasma Mass Spectrometry (ICP-MS) on a X-Series Il from
Thermo Scientific® (Platform AEM2, University of Rennes 1/Biochemistry Laboratory,
University Rennes Hospital), technique allowing the parallel assessment of the
concentrations of a large number of metals and the establishment of metallomic
profiles(29). The metals analyzed were iron (6Fe), copper (83Cu), zinc (°6Zn), selenium
("8Se), molybdenum (*®Mo), manganese (°®*Mn), cobalt (3°*Co), cadmium ('°6Cd), and
aluminum (?’Al). The results were expressed in micrograms per liter (ug/l) and
micromoles per liter (umol/l). The determination of hepcidin level in plasma was also

performed, with results expressed in nanomoles per litre (nmol/l).

iii. ~ DXA evaluation
BMD measurement was performed by DXA for all patients on the same machine
(Hologic Horizon W (Hologic, Waltham, MA, USA)) within the University Hospital of
Rennes. Results were expressed in g/cm? with T-Score (expressed in SD). Trabecular
Bone Score (TBS) was also measured. Vertebral Fracture Assessment (VFA) was
performed at the same time to ensure that there was no asymptomatic vertebral

fracture.

c. Statistical analysis
All analyses were performed using the Statistical Package for the Social
Sciences (SPSS) 28.0 software. Chi-squared test was used to compare percentages.
Groups were initially compared using non-parametric Kruskall-Wallis ANOVA,
followed, when appropriate, by a comparison group by group using Mann-Whitney's
test. Correlation analyses were performed using Spearman's test. A p value <0.05 was

considered significant.
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Résultats

From the 176 patients that have been already included, the results are as follow.

To date, 176 patients, from the 200 patients targeted, have been included, 116 in the
OF group and 56 in the OD group. The mean age was significantly different between
the groups (67.1+£12.9 for OD versus 77.6+£10.7 year for OF, p<0.001). The proportion
of women was not significantly different between the groups (80% for OD versus 72%
for OF). There was no significant difference between the two groups regarding the
concentrations of calcium, phosphate, 250H vitamin D and Parathormone.

Plasma metal concentrations for each group regarding sex are presented in table 1,

figure 1 and 2.

Iron Aluminum | Selenium Cadmium Manganese Zinc Copper
(nglh) (nglh) (ngfl) (ngfl) (nglh) (nafl) (ngfl)
Men OD 1365 £ 573 1,12 £ 0,47 105+ 19 0,004 + 0,004 0,57 £ 0,21 797 £ 133 | 1125+ 375
Men OF 955 + 381 1,76 £ 0,73 90 + 28 0,017 £ 0,013 0,56 + 0,19 755 £ 111 1191 £ 216
Women OD 1139 £ 442 1,7+£0,8 105 + 31 0,016 + 0,01 0,56 + 0,14 780 +£178 | 1290 + 278
Women OF 1023 £ 433 1,7+£0,7 92+ 20 0,020 + 0,01 0,51+0,12 766 £ 118 | 1312 £ 209

Table 1: Plasma concentration of metals of interest, expressed in ng/l, OD:

Densitometric Osteoporosis, OF, Osteoporosis with Fracture.

The ferritin level was significantly increased in the OF group compared to the OD group
(171.1£185 versus 282.3+282 ng/ml (p<0.01)). This was especially true in the female
population (Figure 1), but was not observed in men. Importantly, in women, the ferritin
level was positively correlated with fracture risk (rho=+0.221, p<0.05). In women the
selenium level was decrease in OF group compared to OD group.
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Figure 1: Significant data for women. *p<0,05. OD: Densitometric Osteoporosis, OF,
Osteoporosis with Fracture.

In men, aluminum and cadmium concentrations in plasma were increased (both
p<0.05) in the OF group compared to the OD group (figure 2) and positively correlated
with fracture risk (rho=+0.492, p<0.05 and rho=+0.460, p<0.05 respectively). This was
not true in women.
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Figure 2: Significant data for men. *p<0,05. OD: Densitometric Osteoporosis, OF,
Osteoporosis with Fracture.

Thus, our intermediate date suggests a difference in plasma metal concentrations with
notable differences between men and women and potentially different risk groups.
After completion of the enroliment, those data will be reanalyzed and their potential
interest as predictive factor will be analyzed.

The discussion of the intermediate data has been integrated in the general
discussion.
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DISCUSSION GENERALE ET PERSPECTIVES

L’objectif principal de ce travail était de progresser dans la compréhension des
mécanismes en cause dans le développement de I'ostéoporose liée aux surcharges
en fer. Etant donné que, en dehors des situations caricaturales de surcharge en fer
comme les hémochromatoses, les femmes ménopausées ayant une ferritine dans le
quartile supérieur de la normale présentaient un risque de fracture plus important(6),
les mécanismes identifiés dans le cadre de ce travail pourraient aussi s’appliquer a

une population plus large.

1) L’'impact du fer lui-méme est-il lié a sa localisation plus qu’a sa

concentration ?

Le fer, métal indispensable a un grand nombre de réactions enzymatiques dans
I'organisme(104), doit étre finement régulé, afin d’éviter des situations de carence ou
de surcharge. Dans ces situations de déséquilibre, le fer peut induire une toxicité
tissulaire, notamment par la production de ROS(191). Cette notion a d’abord fait
envisager un role toxique direct du fer sur le tissu osseux dans le développement de
I'ostéoporose liée aux surcharges en fer. Notre travail suggére que la concentration
osseuse en fer n'est pas le facteur principal pour expliquer la perte osseuse. Dans
'étude des modéles murins de surcharges en fer génétique et secondaire, la
concentration osseuse en fer était beaucoup plus importante dans le modele de
surcharge secondaire (3 fois supérieure au modéle Hfe”" et similaire au modéle Bmp6
"), mais n’était pas associé a une perte osseuse, alors que c'était le cas dans les
modéles de surcharge génétique.

Il est assez bien identifié que dans le cadre des surcharges en fer, la répartition du fer
dans I'organisme est variable en fonction de I'étiologie sous-jacente et de la place de
I'axe ferroportine-hepcidine dans la genése de la pathologie et dans la réponse au
désordre du métabolisme du fer. L’hepcidine, produite au niveau des hépatocytes,
inhibe I'expression et I'activité biologique du principal exportateur du fer des cellules,
la ferroportine(101,102,104). Les situations de surcharge en fer secondaire
systémique (maladies hématologiques, transfusion) entrainent physiologiquement une
augmentation de I'hepcidine, et le fer est d’abord classiquement localisé dans les

macrophages (101). A [linverse, les surcharges génétiques, telles que
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I'hnémochromatose génétique, sont associées a une hepcidino-déficience(123), qui
entraine une surcharge en fer parenchymateuse du fait de I'apparition de FNLT. Ainsi,
au sein des organes cibles, la répartition cellulaire des dépéts de fer peut elle aussi
varier en fonction de la cause de la surcharge en fer. Au niveau du foie, par exemple,
la répartition du fer, ainsi que I'expression locale d’hepcidine difféere en cas de
surcharge génétique (souris Hfe”) ou de surcharge secondaire a une
hyperhepcidinémie  (inflammation induite  par injection péritonéale de
lipopolysaccharides)(192). A un stade précoce de 'hémochromatose génétique, le
dépbt de fer se localise principalement dans les hépatocytes au niveau de la région
péri-portale puis s’entend progressivement vers la région centro-lobulaire(192,193). La
répartition du fer dans le foie en cas de surcharge en fer secondaire touche d’abord
les macrophages et semble elle plus ubiquitaire dans le lobule hépatique(192).

Dans les modéles murins utilisés dans notre travail, la topographie de la répartition du
fer au sein du tissu osseux difféere également entre la surcharge en fer génétique et
secondaire (Figure 8). Dans la surcharge en fer secondaire a I'injection de fer dextran,
les dépbts de fer semblent principalement situés dans les macrophages de la moelle
osseuse, sans dépdts significatifs de fer au niveau des travées osseuses. A l'inverse,
dans les deux modéles de surcharge en fer génétique (Hfe’- et Bmp67), comme
précédemment décrit(159,161), les dépbts de fer semblent significativement localisés
au sein des travées osseuses, ainsi qu’au sein de quelques macrophages de la moelle
osseuse. De fagon intéressante, cette répartition linéaire des dépbts de fer le long des
travées osseuses a aussi été décrit dans la littérature dans un autre modéle murin de

surcharge en fer génétique de déficit en hepcidine (Hepc17-)(185).
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Figure 8 : Coloration de Perls de la région proximale des tibias de souris. Dépbts le
long des travées osseuses (fleche rouge) dans le contexte de surcharge génétique
(Hfe et Bmp6-/-). Dépdts plutdt intracellulaires (cercle rouge) dans le modéle de
surcharge secondaire. A : témoin sauvage agé de 12 mois, B : souris Hfe’- 4gées de
12 mois, C : souris sauvage agées de 6 mois, D : souris Bmp6~’- 4gées de 6 mois, E :
souris agées de 6 mois traitées solution saline, F : souris &gées de 6 mois traitées au

fer-dextran.
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)] L’hepcidino-déficience est-elle I’acteur principal de la perte osseuse liée

aux surcharges en fer ?

Comme décrit préecédemment (Figure 6), 'hepcidine a comme rdle physiologique
principal de limiter I'action biologique et I'expression du principal exportateur du fer
qu’est la ferroportine(101,102,104). En situation physiologique, en cas d’augmentation
du fer, I'nepcidine augmente afin de limiter 'augmentation du fer plasmatique. Dans le
cadre des hémochromatoses génétiques, il existe une hepcidino-déficience ou plus
rarement une hepcidino-résistance, qui caractérise ces maladies(123).

Dans notre travail, les modéles murins de surcharge en fer utilisés sont en accord avec
ce profil biologique, avec une hyperhepcidinémie dans le modéle de surcharge
secondaire a l'injection de fer dextran, et une inadéquation du taux d’hepcidine vis-a-
vis de la surcharge en fer systémique dans les modéles de surcharge en fer génétique
(Hfe’- et Bmp67-). Comme décrit précédemment, la perte osseuse n’était significative
que dans le cas de surcharge en fer génétique, interrogeant sur le réle potentiel de la
diminution de I'hepcidine dans le développement de la perte osseuse.

Le lien entre I'nepcidine et la survenue d’anomalies osseuses a déja étudié,
l'invalidation du géne Hamp chez la souris aboutissant a des anomalies de la
microarchitecture osseuse plutdét évocatrices d'un phénotype de dépression
ostéoblastique avec diminution du BV/TV marqué surtout par la diminution du Tb.Th
(185). Dans notre travail, les anomalies de la microarchitecture osseuse observées
dans le cadre des surcharges en fer génétiques sont, elles-aussi, évocatrice d’'une
dépression ostéoblastique (diminution du Tb.Th). Dans le cas du modéle Bmp6™-, ces
anomalies osseuses sont corrélées a I'expression hépatique d’hepcidine.

Nous avons aussi évalué les conséquences de la surcharge en fer et de I'hepcidine in
vitro, sur des précurseurs ostéoblastiques (modele murin MC3T3, sous-clone 4). Nos
travaux ont mis en évidence que la capacité de minéralisation de ces précurseurs
ostéoblastiques était inhibée par I'ajout de fer (Fer Ammonium Citrate) a partir d’'une
concentration de 5 uM. L'ajout d'hepcidine semble pouvoir contrecarrer les effets du
fer lorsqu'il est présent en limitant la diminution des niveaux d'ARNm observée apres
exposition au fer du principal composant de la matrice osseuse, le collagéne 1, et des

marqueurs de la formation osseuse tels que la phosphatase alcaline (Figure 9). A noter
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que I'hepcidine seule, sans adjonction concomitante de fer était sans impact, en
condition basale, sur I'expression les niveaux d’expression des ARNm exprimés dans
les ostéoblastes.

Cette observation avait déja été faite dans un modéle in vivo de zebrafish, avec
rétablissement des taux de Runx2 et d’ostéocalcine par ajout d’hepcidine en présence
de fer, sans conséquence de l'ajout d’hepcidine a I'état basal. Dans ce modéle,
I'hepcidine permettait de diminuer les ROS(183). La diminution des ROS semblerait
plutét en lien avec l'action de I'hepcidine sur la modulation du fer, diminuant sa
concentration ce qui aurait deux conséquences sur la fonction des ostéoclastes : une
diminution du contenu intracellulaire en fer des ostéoclastes mais aussi une diminution
de la production des ROS, qui diminue le taux de PGC1-f et la biogénése

mitochondriale, décrite comme promouvant I'action des ostéoclastes(171,187).
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Figure 9 : Culture cellulaire MC3T3 : Expression des génes d'intérét dans les cultures
cellulaires traitées avec du fer a des doses croissantes, avec ou sans l'ajout
d'hepcidine (colonne blanche ou grise respectivement). Les résultats sont exprimés en
pourcentage du contrdle (100%). *p<0,05.

Nous avons aussi entrepris de doser I'hepcidine chez les patients atteints

d’ostéoporose au sein des groupes d’études décrits préecédemment, entre ostéoporose

fracturaire ou densitométrique. Les résultats sont en cours.
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1)} Le réle des autres métaux dans I'ostéoporose

Nos résultats de I'analyse intermédiaire de notre étude clinique suggérent que le

meétabolisme d’autres métaux pourrait étre perturbés en situation d’ostéoporose.

1) Au cours des surcharges en fer

Au cours des surcharges en fer, cette constatation pourrait avoir une place. En effet,
le métabolisme du fer présente de nombreuses interrelations avec le métabolisme des
autres métaux(104). Pour prendre I'exemple de [I'hepcidine notamment, son
expression est augmentée par le cobalt, le zinc, le cuivre ou le cadmium(156). De plus,
les métaux sont connus pour interagir avec le métabolisme osseux a des degrés
divers, notamment I'aluminium(76), le cuivre(73,78), le zinc(78), le manganése(77) et
souvent avec des résultats contradictoires.

Pour I'aluminium, son rdle a surtout été étudié il y a quelques années, lors de la mise
en évidence de contamination des liquides de dialyse responsables, au niveau osseux,
de troubles de la minéralisation de type ostéomalacie(194). Nous allons préciser les
relations suggérées par nos résultats cliniques en étudiant les métaux dans le tissu
osseux. Par ailleurs, les dépdbts de fer étant localisés de fagon spécifique dans la
matrice osseuse au cours de [|'hepcidino-déficience, nous nous attacherons a
rechercher par des colorations spécifiques (par exemple le Solochrome azurine B pour
aluminium et par laser ablation ICPMS, qui permet de faire des cartographies
osseuses des métaux) si des modifications de leur répartition existent dans le tissu
osseux. Il faut signaler qu’une équipe a rapporté une colocalisation de I'aluminium et
du fer au niveau osseux, notamment dans le cadre de 'hémochromatose ou de la

drépanocytose(195).

2) Dans l'ostéoporose fracturaire et densitométrique
Chez 'lhomme, I'aluminium et le cadmium étaient augmentés dans le groupe OF par
rapport au groupe OD et positivement corrélées au risque de fracture. Ce résultat
n’était pas observé chez la femme. L'impact de l'aluminium dans l'os a déja été
souvent évalué, principalement il y a plusieurs années chez les patients dialysés avec

des résultats souvent contradictoires(196,197), mais c’est a notre connaissance la
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premiére fois que le réle de ce métal est mis en évidence chez 'homme précisément.
Pour le cadmium, l'intérét pour son impact sur le métabolisme est plus récent. I
provient principalement de l'activit¢ humaine, notamment de [l'agriculture et de
l'industrie. Sa demi-vie dans I'organisme est longue (10 a 30 ans) avec risque de
toxicité a long terme(75). Le cadmium semblerait diminuer la formation osseuse, par
activation de l'apoptose des ostéoblastes et augmenter la résorption osseuse en
stimulant la différenciation des ostéoclastes(75,198).

Dans les deux sexes, la diminution du sélénium sérique semble étre un déterminant
du risque de fracture dans les deux sexes. Dans notre population, la concentration
sérique de sélénium était négativement corrélée au risque fracturaire. Cette notion
avait déja eété évoquee(199,200), la encore avec des résultats contradictoires,
rapportant soit une association positive avec la qualité osseuse ou I'absence d’effet.
Mais les résultats sont difficiles a interpréter, notamment parce que les concentrations
de sélénium sont fortement corrélées a I'état nutritionnel(201), a la qualité du tissu
musculaire(202—-204), tous deux potentiellement en lien avec le risque de chute. De
plus, la concentration de sélénium a tendance a diminuer avec I'dge(201,205), et dans
notre étude, la population ayant présenté des fractures était significativement plus
ageée que la population controle.

Cette cohorte semble donc évoquer une différence de la concentration sérique des
meétaux entre les sexes avec des différences notables entre homme et femme et

potentiellement des groupes a risque différents.

85



Conclusions et Perspectives

Ce travail avait comme objectif de préciser les mécanismes sous-tendant le
développement de la perte osseuse dans le cadre des surcharges en fer. L’intérét pour
cette cause secondaire de perte osseuse est renforcé par le fait que 'augmentation
de la ferritinémie chez les femmes ménopausées suggérent que des anomalies du
meétabolisme du fer pourraient participer a I'ostéoporose post-ménopausique.

Les mécanismes évoqués sont multiples. Pour autant, le fer lui-méme ne semble pas
expliquer a lui-seul la perte osseuse. Dans notre travail, 'hepcidine semble étre un
élément potentiellement important de la perte osseuse dans les situations d’hepcidino-
déficience. Cette constatation sera a prendre en compte dans les futures études sur
l'effet des saignées thérapeutiques sur le patrimoine osseux de patients
ostéoporotiques. Enfin les liens entre ostéoporose et certains métaux suggeérés par
nos résultats intermédiaires doivent étre précisés par la complétion de notre étude
clinique, et 'analyse de ces métaux dans les tissus osseux dans nos modeles murins
et la caractérisation de certaines situations cliniques rares (notamment lors de

I'intoxication a certains métaux).
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Mécanismes impliqués dans le développement de I'ostéoporose au cours des surcharges

en fer

Mots clés : Surcharge en fer — Hémochromatose génétique — Ostéoporose — Métaux

Résumé : L’ostéoporose représente un probléme
de santé  publique, particulierement  par
lintermédiaire de ses conséquences en termes de
morbi-mortalité. La complication principale de cette
maladie est la fracture, occasionnant un surrisque
de décés et d’institutionnalisation. La surcharge en
fer est une cause bien identifiée d’ostéoporose
secondaire. L'intérét pour cette cause secondaire
de perte osseuse est renforcé par le fait que
'augmentation de la ferritinémie chez les femmes
ménopausées serait associée a un excés de
fragilité osseuse. Les mécanismes cellulaires et
moléculaires impliqués dans l'ostéoporose liée au
fer ne sont pas entierement compris. Ceux-Ci
aboutissent a un déséquilibre de I'homéostasie
osseuse, avec activation de la résorption et
diminution de la formation osseuse. Notre objectif
était d'étudier les roles respectifs du fer lui-méme,
mais aussi de I'hepcidine, acteur central de la
régulation du niveau de fer plasmatique, et des
autres métaux interagissant avec le métabolisme
du fer dans le développement de I'ostéoporose liée
a la surcharge en fer.

En s’appuyant sur des modéles murins de surcharge
en fer génétique (Hfe’, Bmp6') ou secondaire (fer
dextran), puis des modeles cellulaires, nos résultats
suggeérent que le fer a lui-seul ne peut pas expliquer
'ensemble du phénotype osseux, avec une perte
osseuse retrouveée exclusivement dans les modéles
de surcharge génétique. La diminution de I'’hepcidine
dans les modéles génétiques pourrait avoir un réle
dans la perte osseuse, qui semble apparaitre
principalement par dépression ostéoblastique.
Concernant les autres métaux, étudiés dans les
mémes modéles ainsi que chez I'humain, les
observations montrent une différence de la
concentration sérique des métaux entre les sexes
avec des différences notables entre homme et
femme, notamment concernant l'aluminium et le
cadmium. L’ensemble de ce travail permet donc de
préciser le mécanisme de la perte osseuse dans le
cadre des surcharges en fer, avec potentiellement
des applications pouvant s’étendre a la population
générale, avec identification de groupes a risque.

Mechanisms involved in the development of osteoporosis during iron overload

Keywords:

Abstract: Osteoporosis is a public health problem,
particularly through its consequences in terms of
morbidity and mortality. The main complication of this
disease is fracture, with an increased risk of death
and institutionalization. Iron overload is a well
identified cause of secondary osteoporosis. Interest
in this secondary cause of bone loss is reinforced by
the fact that increased ferritin levels in
postmenopausal women seems to be associated
with excess bone fragility. The cellular and molecular
mechanisms involved in iron-related osteoporosis are
not fully understood. These lead to an imbalance in
bone homeostasis, with activation of resorption and
reduction of bone formation. Our aim was to study
the respective roles of iron itself, but also of hepcidin,
a central player in the regulation of plasma iron
levels, and of other metals interacting with iron
metabolism in the development of iron overload-
related osteoporosis.

Iron overload - Genetic haemochromatosis - Osteoporosis - Metals

Mice models of genetic (Hfe”, Bmp6”) or
secondary (iron dextran) iron overload, and cellular
models, suggest that iron alone cannot explain the
bone phenotype, with bone loss found exclusively in
models of genetic overload. The decrease of
hepcidin level in the genetic models could have a
role in the bone loss, which seems to occur mainly
by osteoblastic depression. Concerning the other
metals, studied in the same models as well as in
humans, the observations show differences in
serum concentration of metals between men and
women, particularly concerning aluminum and
cadmium. Our work allows to specify the
mechanism of bone loss in the context of iron
overload, with potential applications that could be
extended to the general population, with the
identification of risk groups.



