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CE : Cellule Endothéliale 

CM : Milieu Conditionné  

COL1A1 : Collagen type I alpha 1 chain 

Coll I : Collagène I 
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CSM-FD : Cellule Souche Mésenchymateuse du Follicule Dentaire 



 7 
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GAG : Growth Arrest specific protein 
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HA : Hydroxyapatite 
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HGF : Hepatocyte Growth Factor 
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OCN : Ostéocalcine 

OPN : Ostéopontine 
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PBS : Phosphate Buffered Saline 

PDGF : Platelet-Derived Growth Factor 

PDLSC : Periodontal Ligament Stem Cells  

PECAM : Platelet Endothelial Cell Adhesion Molecule 

PEG : Polyéthylène Glycol 

PEGDA : Polyéthylène Glycol Di Acrylate  

PGA : Acide PolyGlycolique 

PHB : Polyhydroxybutyrate 

PLA : Poly(l-acide lactique)  

PLGA : Acide Poly-Lactique-co-Glycolique  

PMMA : Polyméthylméthacrylate 

POC : 1,8-octanediol-co-citrate 

PTC : Produit de Thérapie Cellulaire 

PTH : Parathormone 

PVA : Alcool PolyVinylique 
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rh-BMP-2 : Recombinant Human Bone Morphogenetic Protein-2 

ROG : Régénération Osseuse Guidée 

RT-qPCR : real-time Reverse Transcription Polymerase Chain Reaction 

Runx2 : Runt-related transcription factor 2 

 

S 

SCAP : Stem Cells from the Apical Papilla  

SHED : Stem cells from Human Exfoliated Deciduous teeth  

SVF : Sérum de Veau Fœtal 

 

T 

TGF : Transforming Growth Factor 

TNF : Tumor Necrosis Factor 
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VEGF : Vascular Endothelial Growth Factor  
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1. INTRODUCTION GÉNÉRALE  

 

Face à des pertes de substance osseuse de moyennes et grandes étendues, qu’elles soient 

d’origine traumatique, tumorale, congénitale ou infectieuse, les greffes osseuses autologues et 

les substituts osseux représentent les deux options thérapeutiques. Le substitut osseux peut être 

d’origine humaine avec l’allogreffe (os de banque), animale (xénogreffe) ou synthétique 

(céramiques (phosphates tricalciques, hydroxyapatites, céramiques biphasées, bioverres), 

composites) (1) (Annexe 4).  

Un substitut osseux idéal doit être biocompatible, biorésorbable, ostéoinducteur, 

ostéoconducteur, ostéogénique et doit permettre une revascularisation du greffon (2) (Annexe 

3). Il doit également posséder des qualités mécaniques proches de celles du tissu osseux natif 

et doit être facilement manipulable en clinique par le chirurgien. À ce jour, aucun substitut 

osseux ne rassemble toutes ces qualités et les autogreffes considérées comme le gold standard 

trouvent leurs limites : morbidité au niveau du second site de prélèvement, quantité disponible 

limitée et résorption difficile à anticiper. Les allogreffes et les xénogreffes présentent l’avantage 

d’être disponibles en plus grande quantité et sous différentes présentations pour le clinicien 

(blocs, granules) mais présentent des risques de transmission de pathogènes et les traitements 

appliqués pour réduire ce risque en font des matériaux qui ne sont quasiment plus 

qu’ostéoconducteurs (3). Les substituts osseux synthétiques disponibles en quantité suffisante 

sans nécessiter de prélèvement sur un second site, ne sont globalement qu’ostéoconducteurs et 

présentent de faibles qualités mécaniques. Les matériaux composites mimant le tissu osseux 

natif en associant une phase organique à une phase minérale, principalement composées de 

collagène et hydroxyapatite (HA) ou b-tri calcium phosphate (b-TCP) montrent à la fois des 

propriétés d’ostéoinduction et d’ostéoconduction mais les mêmes faiblesses mécaniques.  

Face à ces limites, et en vue d’obtenir un substitut osseux idéal, l’ingénierie tissulaire 

ambitionne de développer un biomatériau bioactif, biocompatible, biorésorbable, qui 

permettrait de s’affranchir des inconvénients propres aux autres alternatives thérapeutiques. 

Pour cela, l’ingénierie tissulaire osseuse s’appuie sur l’association (1) de cellules aux propriétés 

ostéogéniques, (2) d’une matrice mimant l’architecture et la composition du tissu natif, et (3) 

de molécules bioactives favorisant la survie, la croissance et la différenciation des cellules ainsi 

que l’intégration du biomatériau.  

Les cellules souches mésenchymateuses (CSM) sont utilisées en ingénierie tissulaire osseuse 

pour leurs propriétés immunosuppressives, leur caractère non immunogène, leurs capacités 

d’autorenouvellement et leur multipotence. Parmi ces CSM, celles issues de la moelle osseuse 
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sont parmi les plus étudiées et les plus utilisées. Néanmoins, leur utilisation nécessite un 

prélèvement invasif et douloureux, le plus souvent sous anesthésie générale, avec une morbidité 

parfois importante au niveau du site de prélèvement.  Par ailleurs, l’âge du donneur influe sur 

la qualité des cellules. De nombreuses autres sources de CSM sont disponibles dans l’organisme 

et parmi elles, les CSM de la pulpe dentaire (CSM-PD) représentent une alternative 

intéressante. En effet, ces cellules sont accessibles en grande quantité à la suite de gestes de 

routine de chirurgie-dentaire. Certaines dents extraites pour des raisons thérapeutiques comme 

les dents de sagesse chez l’adolescent ou le jeune adulte sont considérées comme des déchets 

opératoires et donc non valorisées. Pourtant, ces CSM-PD possèdent les mêmes propriétés que 

les CSM de moelle osseuse (CSM-MO). Elles sont d’ailleurs capables de se différencier non 

seulement en lignées chondrogéniques, ostéogéniques et adipocytaires, mais également en 

cellules endothéliales (CE) ou neurales et de régénérer in vivo de nombreux tissus (tissu 

nerveux, osseux, vasculaire, musculaire, cardiaque, pancréatique, hépatique, pulmonaire, 

dentaire). Ces CSM-PD pourraient donc constituer une alternative intéressante à d’autres 

sources de CSM.  

La régénération d’un tissu osseux fonctionnel nécessite l’utilisation d’un support 

tridimensionnel favorable à la survie et la différenciation ostéogénique des cellules en son sein 

et à l’établissement d’une néovascularisation. L’optimisation de la matrice doit également 

permettre d’améliorer ses propriétés mécaniques, toujours dans une finalité d’utilisation in vivo. 

Ainsi, l’utilisation d’une matrice de collagène I semble constituer le support idéal pour les 

CSM-PD puisque c’est le constituant majoritaire à la fois de la matrice extracellulaire (MEC) 

de la pulpe dentaire mais également de la trame organique du tissu osseux. Néanmoins, les 

matrices à base de collagène seul ne sont qu’ostéoconductrices et présentent de faibles 

propriétés mécaniques, rendant leur utilisation délicate en clinique. Il semble ainsi intéressant 

de leur adjoindre un hydrogel combinant alginate et hydroxyapatite (HA), afin d’une part de 

permettre une meilleure encapsulation des cellules ensemencées dans le biomatériau (propriétés 

de l’alginate) et d’autre part d’optimiser les propriétés mécaniques de nos substituts et de 

potentialiser les capacités intrinsèques des CSM-PD (propriétés de l’HA).  

Notre projet vise ainsi à créer un biomatériau cellularisé fonctionnel pour la régénération 

osseuse à partir d’une seule source tissulaire (la pulpe dentaire) et d’une matrice biologique à 

base de collagène, d’alginate et d’HA.  
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Les objectifs de ce travail de thèse ont été de : 

(1) Créer une banque de CSM-PD. Issues de dents immatures prélevées lors d’une inclusion de 

patients dans le protocole CELSORDINO, ces CSM-PD ont été isolées et caractérisées 

phénotypiquement.  

(2) Évaluer l’influence de l’environnement sur la prolifération, la viabilité et la différenciation 

ostéogénique des CSM-PD : culture en présence de nanoliposomes issus de lécithine de colza 

(vecteurs potentiels de facteurs de croissance), variations de la teneur en glucose de 

l’environnement et de la densité d’ensemencement cellulaire. 

(3) Créer une matrice tridimensionnelle innovante en associant des éponges de collagènes à des 

hydrogels d’alginate enrichi en hydroxyapatite. 

(4) Étudier le comportement et la différenciation ostéogénique et angiogénique des CSM-PD 

ensemencées dans ces matrices tridimensionnelles optimisées. 

 

 

 



2. ÉTAT DE L’ART 

 

2.1. Le tissu osseux  

 

Le tissu osseux est un tissu conjonctif minéralisé et vascularisé d’origine mésenchymateuse qui 

participe avec le cartilage à la constitution du squelette.  

Morphologiquement, le squelette est constitué par des os de taille et de forme différentes qu’on 

peut classer en trois grandes catégories : les os longs, les os courts et les os plats. 

Macroscopiquement, l’os est organisé en deux structures distinctes ; la partie externe formée 

d’une couche dense et épaisse (l’os cortical ou compact) et la partie interne, moins dense, 

contenant un grand nombre de travées (l’os trabéculaire ou spongieux) (Figure 1). 

 

 

Figure 1 : structure macroscopique du tissu osseux, d’après (4). 
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2.1.1. Os cortical et os spongieux  

 

L’os cortical, localisé à la périphérie des os, apporte une composante rigide et résistante au tissu 

osseux. Il est organisé en lamelles cylindriques (ostéons) orientées longitudinalement par 

rapport à l’os et ordonnées autours d’un canal renfermant nerfs et vaisseaux sanguins (canal de 

Havers). La taille de ses pores est comprise entre 10 et 50 µm (5). 

L’os trabéculaire, central, très poreux, est formé par un réseau de trabécules osseuses d’un 

diamètre compris entre 200 et 600 µm au sein desquelles se trouve la moelle osseuse. La 

microstructure de l’os trabéculaire est constituée de lamelles osseuses disposées parallèlement 

à la surface des trabécules (5).  

Le tissu osseux permet à la fois d’assurer un rôle mécanique dans le mouvement en servant de 

support aux muscles et tissus mous qui lui sont attachés, de protéger les organes internes, et de 

participer à la régulation du métabolisme phosphocalcique via le stock de minéraux (phosphate 

et calcium) qui le constitue.   

Le tissu osseux, qu’il soit cortical ou trabéculaire, est constitué de deux composantes 

fondamentales synergiques et indissociables : les cellules osseuses et la MEC osseuse.  

 

• La matrice extracellulaire osseuse 

 

Elle confère à l’os ses propriétés mécaniques. Elle est composée d’une fraction organique 

(30%) et d’une fraction minérale (70%).  

 

La fraction organique représente environ 25% de la masse du tissu osseux (6) et est 

majoritairement composée de protéines collagéniques (90%), essentiellement du collagène I 

(Coll I) et de petites protéines non collagéniques (10%) (ostéocalcine (OCN), ostéopontine 

(OPN), ostéonectine, sialoprotéine osseuse (BSP)), de facteurs de croissance ainsi que de 

glycosaminoglycanes, protéoglycanes, fibronectine et élastine (Tableau 1) (2) (Annexe 3). 
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PROTÉINES NON COLLAGÉNIQUES PROTÉINES COLLAGÉNIQUES 

Ostéocalcine (20%) Collagène de type I (97%) 

Ostéonectine (20%) Collagène de type V (3%) 

Sialoprotéines osseuses (12%) 

Protéoglycanes (10%) 

Ostéopontine 

Fibronectine 

Glycoprotéines 

Facteurs de croissance 

Tableau 1 : composition de la partie organique du tissu osseux (d’après (7)). 

 

La fraction minérale est constituée essentiellement de phosphates de calcium, minéraux 

assemblés sous forme de cristaux d’HA de formule Ca10(PO4)6(OH)2 (8). On retrouve au sein 

de cette matrice osseuse de nombreux espaces non minéralisés où se logent les vaisseaux 

sanguins responsables de la vascularisation du tissu osseux (7). 

 

• Les lignées cellulaires du tissu osseux  

 

Les cellules du tissu osseux (ostéoblastes, ostéocytes, ostéoclastes) n’ont pas la même origine 

embryologique et ne se différencient pas depuis les mêmes lignées cellulaires.  

 

Les cellules de la lignée ostéoblastique dérivent de CSM formées dans la moelle osseuse. De 

ces CSM dérivent les cellules ostéoprogénitrices qui se différencient finalement en ostéoblastes. 

Les ostéoblastes constituent 10% des cellules du tissu osseux et sont situées à la surface de l’os 

quand ils sont actifs. Ils ont pour fonction de synthétiser la matrice organique ostéoïde et de 

contrôler sa minéralisation. Les ostéoblastes régulent également l’activité des ostéoclastes et 

jouent ainsi un rôle dans le maintien de l’homéostasie du tissu osseux. La différenciation des 

cellules mésenchymateuses en cellules ostéoprogénitrices et en ostéoblastes est sous le contrôle 

de facteurs de transcription tels Osterix et Runt-related transcription factor 2 (Runx2) qui 

permettent la différenciation ostéogénique et l’activation de gènes exprimés par les pré-

ostéoblastes et les ostéoblastes matures. Les cellules ostéoblastiques expriment des marqueurs 

de différenciation précoces (Runx2, phosphatase alcaline (ALP), Coll 1, OPN) et tardifs (OCN, 

sialoprotéine osseuse) (Figure 2).  
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Par ailleurs, les ostéoblastes peuvent également dériver de précurseurs cellulaires apportées par 

la vascularisation locale : les péricytes. Ces cellules de la lame basale de l’endothélium 

vasculaire capillaire semblent en effet posséder la capacité de se différencier en ostéoblastes 

(9).   

 

 

Figure 2 : expression des marqueurs précoces et tardifs de différenciation ostéogénique (ALP : 

phosphatase alcaline, Coll 1 : collagène I, OPN : ostéopontine, OCN : ostéocalcine, BSP : 

sialoprotéine osseuse). D’après (10). 

  

Les ostéoblastes sécrètent des facteurs de croissance impliqués dans l’ostéogénèse : le 

Transforming Growth Factor (TGF-b), les protéines morphogéniques osseuses ou Bone 

Morphogenetic Protein (BMP) et le Fibroblast Growth Factor (FGF) (11). Ils contrôlent 

également la concentration locale en phosphate inorganique et en calcium et permettent 

l’initiation de la minéralisation par fixation de l’HA sur la matrice organique ostéoïde qu’ils 

ont synthétisée (12). 

 

 Les ostéocytes constituent 90% des cellules osseuses et sont des ostéoblastes à différenciation 

terminale, ou emprisonnés dans les logettes (ostéoplastes) de la matrice qu’ils ont synthétisée 
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(13). Ils ne sont plus capables d’élaborer le tissu ostéoïde. Ils détectent les signaux de stress 

mécanique subits par le tissu osseux et régulent en fonction l’activité des ostéoblastes et des 

ostéoclastes. Ils participent ainsi à l’homéostasie du tissu osseux (8).  

 

Les ostéoclastes (1% des cellules osseuses) sont des cellules géantes plurinucléées différenciées 

à partir de progéniteurs hématopoïétiques myéloïdes sous l’influence de plusieurs facteurs. 

Ainsi, le Macrophage-Colony Stimulating Factor (M-CSF) sécrété par les cellules 

ostéoprogénitrices et les ostéoblastes ainsi que le RANK sécrété par les ostéoblastes et les CSM 

induisent leur différenciation en ostéoclastes à partir des monocytes (7). Ils résorbent le tissu 

osseux sous le contrôle des ostéoblastes, via une digestion et une dissolution de la matrice 

osseuse au niveau des lacunes de Howship. Les ostéoblastes régulent la différenciation et 

l’activité des ostéoclastes.  

 

2.1.2. Propriétés mécaniques  

 

Les propriétés mécaniques de l’os sont variables selon qu’il s’agisse d’os cortical ou d’os 

trabéculaire et sont principalement influencées par son architecture intrinsèque et sa porosité. 

La porosité de l’os cortical varie entre 5 et 13% tandis que celle de l’os trabéculaire est comprise 

entre 30 et 90% (14).  

Plus la porosité de l’os est importante, moins ses propriétés mécaniques en résistance à la 

compression, flexion et tension seront importantes (Tableau 2). 

 

Type d’os Taux de 

porosité 

(%) 

Résistance à 

la flexion 

(MPa) 

Résistance à 

la 

compression 

(MPa) 

Résistance à 

la tension 

(MPa) 

Module 

d’élasticité 

de Young 

(GPa) 

Os cortical 5-13 135-193 130-180 50-151 12-18 

Os 

trabéculaire 

30-90 - 4-12 1-5 0,1-0,5 

Tableau 2 : propriétés mécaniques du tissu osseux (2). 

 

Le comportement biomécanique de l’os repose sur un concept central de déformation ou 

déplacement induit par une charge ou effort appliqué sur la structure osseuse (15). Ainsi, sous 

l’effet de forces extérieures, le tissu osseux est soumis à l’établissement de contraintes qui 
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entrainent des déformations. Une fois les capacités de déplacement et de résistance à la 

contrainte dépassées, c’est la rupture. Ces propriétés et ces contraintes sont variables suivant 

les zones du squelette et diffèrent par exemple entre les os du système locomoteur et ceux de 

l’appareil manducateur. Les contraintes exercées sur les os du système locomoteur résultent 

majoritairement de l’action des muscles, ligaments et tendons qui s’y rattachent, là où les 

contraintes mécaniques de l’os mandibulaire sont également liées à la denture et aux forces 

occlusales et masticatoires. Le remaniement osseux mandibulaire est constant et lié à la 

présence de l’organe dentaire, l’édentation entrainant une résorption mandibulaire et maxillaire 

importante (15).  

 

2.1.3. Le remodelage osseux  

 

Le tissu osseux est en constant remaniement et participe ainsi via les phénomènes d’apposition 

et de résorption osseuse, à la régulation du métabolisme phosphocalcique et à la modification 

de l’architecture osseuse en réponse aux contraintes mécaniques. Ces phénomènes constants de 

remodelage du tissu osseux sont équilibrés en conditions physiologiques et permettent 

également la réparation des pertes de substance osseuse jusqu’à une certaine limite dans la taille 

du défaut osseux à réparer.  

Le remodelage osseux implique une action coordonnée et un dialogue cellulaire entre 

ostéoblastes, ostéocytes et ostéoclastes. Initiée par l’activation ostéoclastique, la résorption du 

tissu osseux ancien est suivie d’une inversion de la dynamique de remodelage avec instauration 

de la phase de synthèse osseuse médiée par les ostéoblastes, suivie d’une minéralisation de la 

matrice osseuse synthétisée (16). Les cellules de la lignée ostéoblastique et de la lignée 

ostéoclastique sont ainsi organisées en unités fonctionnelles spécialisées appelées unités 

multicellulaires osseuses ou BMU (Bone Multicellular Unit) (17). Le cycle complet de 

remodelage osseux est composé de six phases successives : l’activation, la résorption, 

l’inversion, la formation, la minéralisation, et la quiescence (Figure 3).   
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Figure 3 : cycle et phases du remodelage osseux physiologique (d’après (18)). 

 

Lors de la phase d’activation, les précurseurs des ostéoclastes, dérivés des monocytes comme 

nous l’avons vu précédemment, sont activés et se différencient en ostéoclastes sous l’influence 

du RANK et du M-CSF sécrétés par les ostéoblastes et les cellules ostéoprogénitrices. Les 

ostéoclastes forment à la surface osseuse inactive une lacune de résorption (lacune de Howship) 

en se fixant à la MEC. L’ostéoclasie se déroule alors en deux étapes successives : 1) une 

dissolution de la phase minérale de la matrice extra cellulaire osseuse par acidification de la 

lacune de résorption et sécrétion d’ions H+, 2) la sécrétion d’enzymes protéolytiques 

lysosomales qui vont dégrader la matrice. Ces deux phénomènes se produisent suite à la 

différenciation de la membrane plasmique de l’ostéoclaste en bordure en brosse, au niveau de 

laquelle des pompes à protons permettent la sécrétion des ions H+ et le relargage des enzymes 

de digestion (collagénases, métalloprotéinases, phosphatase acide). Lorsque la MEC de l’os 

ancien est dégradée, des cellules mononuclées de type macrophage prennent la place des 

ostéoclastes afin de lisser le fond de la lacune, avant d’être remplacés par les cellules de la 

lignée ostéoblastique, réalisant ainsi la phase dite d’inversion. Les ostéoblastes, différenciés 

comme nous l’avons vu à partir de CSM ou de péricytes, synthétisent au fond de la lacune une 

MEC non minéralisée : le tissu ostéoïde. Les ostéoblastes initient ensuite la minéralisation du 
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tissu ostéoïde en augmentant la concentration locale en ions phosphates et calcium, qui vont 

précipiter sur les fibres collagéniques de la MEC (7,8,17).  

Le remodelage osseux est contrôlé par des facteurs systémiques, principalement de nature 

hormonale, et des facteurs du microenvironnement local.  

Ainsi, plusieurs hormones interviennent dans la régulation du métabolisme osseux : la 

parathormone (PTH), la calcitonine, l’œstradiol, la progestérone, les glucocorticoïdes et 

l’hormone de croissance ou somatotropine (17). La PTH et les glucocorticoïdes augmentent 

l’activation des ostéoclastes tandis que la calcitonine et les hormones gonadiques tendent à 

l’inhiber.  

Par ailleurs, plusieurs facteurs de croissance et cytokines sont impliqués dans la régulation du 

remodelage osseux : la famille des BMP, l’Insulin-like Growth Factor (IGF), le TGF-ß, 

l’Epidermal Growth Factor (EGF) et son récepteur ou le FGF (17). Les BMP sont des protéines 

du tissu osseux impliquées dans l’induction de l’ostéogénèse, le recrutement et la 

différenciation ostéoblastique. Le FGF et l’IGF sont des facteurs de croissance permettant de 

stimuler la prolifération et la croissance ostéoblastique. Le TGF-ß quant à lui est associé à la 

production de la MEC osseuse, la maturation cellulaire et stimule la synthèse du collagène et   

des protéines non collagéniques constituant la phase organique de la MEC (19). Ostéoblastes 

et ostéoclastes produisent ces différentes cytokines et en sont (ou leurs précurseurs) 

mutuellement les cibles (Figure 4).  
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Figure 4 : cellules et cytokines impliquées dans le remodelage osseux (d’après (19)). CSM : 

cellules souches mésenchymateuses. 

 

La durée du cycle de remodelage osseux physiologique est de trois mois, avec un remodelage 

plus fréquent et plus important de l’os trabéculaire (25% de la masse totale renouvelée chaque 

année) par rapport à celui de l’os cortical (4%) (19).  

 

2.1.4. Les pertes de substance du tissu osseux  

 

La faculté du tissu osseux de s’auto-renouveler et d’être en constant remaniement lui permet 

également de déployer une intéressante capacité d’autoréparation. Ainsi, à la suite d’une perte 

de substance osseuse qu’elle soit d’origine traumatique, tumorale, chirurgicale ou infectieuse, 

une guérison et régénération osseuse peuvent survenir spontanément et combler le défaut 

osseux par de l’os néoformé si les conditions le permettent. Cela se produit généralement si la 

perte de substance est de petite taille et/ou si la géométrie du défaut à réparer est favorable. 

Néanmoins, dans les cas de défaut osseux de moyenne et grande étendue ou en l’absence de 

continuité entre les zones d’os résiduel (défaut osseux de taille critique), les capacités naturelles 

d’auto-régénération du tissu osseux sont dépassées et vont nécessiter la mise en place de greffes 
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osseuses autogènes ou de substituts osseux (20). La notion de défaut osseux de taille critique a 

été introduite dès 1985 et est définie comme le plus petit défaut osseux sur un site anatomique 

qui ne cicatrise pas de façon spontanée et totale sur une durée donnée (21). La taille à partir de 

laquelle un défaut osseux est dit critique est propre à chaque espèce suivant l’os considéré. À 

titre d’exemple, bien qu’il n’existe pas de consensus formel à ce jour, cette taille à la mandibule 

est généralement considérée de 5 mm de diamètre chez le rat (22) et de 5 cm chez le grand 

animal (23). La reconstruction des défauts osseux de taille critique notamment en chirurgie 

maxillo-faciale demeure un challenge et impose d’obtenir non seulement un résultat fonctionnel 

(mastication, parole) mais aussi esthétique. La non-cicatrisation des défauts osseux de taille 

critique est principalement due à l’absence de revascularisation de l’os ou des substituts osseux 

greffés, entrainant nécrose, exposition osseuse et infections, ou encore à l’interposition de tissu 

fibro-épithélial dans les zones de greffe à la place d’un tissu osseux fonctionnel (22).  

 

2.2. Les options thérapeutiques actuelles pour pallier les pertes de substance 

osseuses 

 

Actuellement, à disposition du clinicien, peuvent être proposées deux types de solutions pour 

réparer les défauts osseux : la greffe d’os autogène ou l’utilisation de substituts osseux qu’ils 

soient d’origine humaine (allogreffe), animale (xénogreffe) ou synthétiques. Un substitut 

osseux peut être défini comme « tout biomatériau d’origine humaine, animale, végétale ou 

synthétique, destiné à l’implantation chez l’homme, dans la perspective d’une reconstitution du 

stock osseux, qu’il s’agisse du renforcement d’une structure osseuse, du comblement d’une 

perte de substance, d’origine traumatique ou orthopédique, de la consolidation d’une fracture 

ou de son équivalent » (Société Française de Recherche en Chirurgie Orthopédique et 

Traumatologique). Ils doivent répondre à un cahier des charges précis et posséder des propriétés 

biologiques et mécaniques appropriés à l’utilisation clinique.  

 

2.2.1. Cahier des charges des substituts osseux (d’après (2) (Annexe 3)) 

 

Un substitut osseux idéal utilisable en clinique doit donc présenter à la fois des qualités 

biologiques compatibles avec une implantation in vivo (Tableau 3) et des qualités mécaniques 

se rapprochant au plus près de celles du tissu osseux natif (Tableau 4).  
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BIOCOMPATIBILITE BIOACTIVITÉ BIODÉGRADABILITE 

Absence de toxicité 

 

Présence d’interactions 

favorables entre le substitut 

osseux et l’organisme 

receveur 

 

Non immunogénicité 

 

N’entraine pas de 

contaminations virales, 

parasitaires ou bactériennes 

Ostéoconducteur : support 

physique pour la formation 

osseuse et l’invasion 

vasculaire 

Ostéoinducteur : permet le 

recrutement et la 

différenciation de cellules 

ostéogéniques 

Ostéogénique : contient tous 

les éléments y compris les 

cellules nécessaires à la 

néoformation osseuse 

Capacité de dégradation du 

substitut adéquate dans le 

temps pour permettre 

le remplacement du 

biomatériau par de l’os 

néoformé 

 

 

Tableau 3 : propriétés biologiques du substitut osseux idéal. 

 

POROSITÉ MALLÉABILITE STABILITÉ 

DIMENSIONNELLE 

PROPRIÉTÉS 

MÉCANIQUES 

Macroporosité 

(pores>100µm de 

diamètre) facilitant 

l’ostéoconduction 

Microporosité 

(pores < 5 µm de 

diamètre) permettant 

la diffusion des 

molécules et fluides 

dans le biomatériau 

Adaptation aux 

défauts osseux 

 

Utilisation 

simplifiée pour le 

praticien 

Ancrage primaire 

 

Respect des tissus 

environnants 

Les plus proches 

possibles du tissu 

osseux natif 

(résistance en 

traction et 

compression) 

Tableau 4 : propriétés mécaniques du substitut osseux idéal.              

 

 2.2.2. La greffe osseuse autogène 

 

Considérée comme le gold standard, la greffe d’os autogène consiste à prélever et à implanter 

chez le même patient une quantité d’os adaptée à la perte de substance à combler. L’os autogène 
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présente comme avantage majeur d’être similaire biologiquement et mécaniquement à l’os natif 

à remplacer. Il est ostéoconducteur, ostéoinducteur et ostéogénique (1,19). Néanmoins, les 

limites majeures du choix de la greffe d’os autogène résident dans la faiblesse de la quantité 

d’os pouvant être prélevée selon les conditions anatomiques et la taille du défaut à combler, 

ainsi que dans la nécessité d’un second site opératoire exposant à une morbidité plus importante 

pour le patient. Par ailleurs, la résorption de l’os autogène greffé est difficile à anticiper. Les 

principales sources d’os autogène sont les côtes, la crête iliaque, la scapula, la fibula, l’os 

pariétal, le ramus mandibulaire et la symphyse mandibulaire (25). 

 

2.2.3. Les substituts osseux   

 

2.2.3.1 L’allogreffe  

 

L’allogreffe consiste à transplanter chez un sujet receveur de l’os d’un sujet donneur, 

appartenant tous deux à la même espèce. L’os allogénique peut provenir de donneurs vivants 

(prélèvement lors de chirurgies orthopédiques) ou être prélevé sur des cadavres. L’os 

allogénique présentant des risques de transmission virale et de rejet lié au contenu cellulaire et 

moléculaire du greffon, les prélèvements subissent des procédés industriels de 

déminéralisation, déprotéinisation et stérilisation qui aboutissent à l’obtention d’un substitut 

osseux qui n’est quasiment plus qu’ostéoconducteur (2,3). De l’absence de propriétés 

ostéogéniques de l’allogreffe découle une durée de régénération osseuse plus longue qu’avec 

l’utilisation d’une greffe d’os autogène. Les allogreffes conservent néanmoins les propriétés 

mécaniques du tissu osseux, favorisant ainsi la néo-angiogenèse et autorisant la colonisation du 

greffon par les cellules ostéogéniques (26). Elles présentent également l’avantage d’éviter un 

deuxième site de prélèvement sur le patient et d’ainsi diminuer la morbidité du geste opératoire. 

Néanmoins, en cas de taille trop importante du défaut à combler, l’os greffé ne se revascularise 

que faiblement et son remodelage reste faible (27). Les allogreffes sont considérées depuis 2016 

comme des dispositifs médicaux.  

 

2.2.3.2. La xénogreffe  

 

La xénogreffe consiste à greffer chez un individu receveur un substitut osseux provenant d’une 

autre espèce, le plus souvent de l’os bovin ou porcin (3). Comme pour l’allogreffe, le greffon a 

subi des procédés industriels visant à éliminer ses composantes organique et cellulaire, 
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immunogènes, qui retentissent sur ses propriétés biologiques. L’os d’origine animale subit 

notamment un traitement thermique à haute température afin d’éliminer les risques de 

transmission d’encéphalopathie spongiforme bovine (28). Ces substituts osseux, comme les 

substituts allogéniques, ne sont donc plus qu’ostéoconducteurs et conservent leurs propriétés 

mécaniques et leur biocompatibilité. On les considère comme des hydroxyapatites biologiques 

et peuvent être utilisés en clinique seuls ou en association avec de l’os autogène ou d’autres 

substituts osseux. Ils peuvent être retrouvés sous forme de granules d’os spongieux ou associés 

à une phase organique de collagène porcin facilitant son utilisation clinique, sa malléabilité et 

son adaptation au défaut osseux (1) (Annexe 4). Tout comme les allogreffes, les substituts 

osseux xénogéniques sont considérés comme des dispositifs médicaux depuis 2009.  

 

2.2.3.3. Les substituts osseux synthétiques  

 

Ces substituts osseux peuvent être composés uniquement d’une phase minérale mimant celle 

de l’os (sels de calcium et bioverres) ou couplés à une phase organique (matériaux composites).  

 

La famille des céramiques bioactives est la plus utilisée. Elles sont en majorité 

ostéoconductrices, disponibles en quantité illimitée, ne présentent pas d’antigénicité et 

n’entrainent pas de risque de transmission de pathogènes (1) (Annexe 4).  Parmi les céramiques 

bioactives, on retrouve les sels de calcium et les bioverres. Les céramiques permettent 

l’établissement d’une connexion entre os et matériau grâce à la formation in vivo d’une couche 

d’apatite carbonatée.  

Les phosphates de calcium sont des matériaux poreux généralement présentés sous forme de 

granulés qui sont fragiles et présentent une faible résistance mécanique, limitant leurs 

indications cliniques (29). Il peut s’agir soit d’hydroxyapatites de synthèse monophasées de 

formule Ca10(PO4)6(OH)2 avec un rapport Ca/P de 1,67, de phosphates tricalciques monophasés 

ou b-TCP de formule Ca3(PO4)2 avec un rapport Ca/P de 1,5 ou de céramiques biphasées 

appelées phosphates de calcium biphasés (BCP) constituées d’une association de différents 

matériaux monophasés, notamment l’HA et le b-TCP (1). Cette dernière classe de céramique 

possède des propriétés ostéoconductrices et ostéoinductrices (30).  

Les sulfates de calcium, connus sous le nom de « plâtre de Paris » ont été parmi les premiers 

matériaux utilisés comme substituts osseux en chirurgie dès la fin du 19ème siècle (27). 

D’utilisation plutôt anecdotique en clinique, ces céramiques monophasées à base de calcium 

ostéoconducteurs sont très rapidement résorbées (1) (Annexe 4).  
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Les bioverres possèdent une composition chimique très similaire à celle du tissu osseux : silice, 

calcium, phosphate. Ils sont dépourvus de porosité et leur résorption est variable en fonction de 

leur teneur en minéraux. La résistance mécanique des bioverres est supérieure à celle des 

phosphates de calcium. Lorsqu’ils sont placés au contact du tissu osseux, leur dissolution 

entraîne la formation d’une couche de phosphate de calcium à leur surface qui favorise la 

régénération osseuse en stimulant la prolifération et la différenciation ostéogénique (31). 

 

Les matériaux composites visent à se rapprocher de la composition du tissu osseux natif et de 

sa MEC en associant une phase organique à une phase minérale. Si la phase organique apporte 

une capacité d’ostéoinduction, ces matériaux composites, comme les céramiques, ne présentent 

que de faibles propriétés mécaniques. Il peut s’agir d’association d’HA, de b-TCP, ou de BCP 

avec des polymères naturels ou synthétiques tels que le collagène, la cellulose, l’acide 

hyaluronique, le polyéthylène glycol (PEG) ou le polyméthylméthacrylate (PMMA) (1) 

(Annexe 4).  En revanche, l’ajout de la phase organique permet d’améliorer la mouillabilité et 

la malléabilité du biomatériau.  

 

2.2.4. L’alternative : l’ingénierie tissulaire osseuse  

 

Chaque option thérapeutique choisie par le clinicien, que ce soit la greffe d’os autogène ou 

l’utilisation de substituts osseux, présente donc des limites et ne peut répondre efficacement à 

toutes les situations cliniques, notamment les plus critiques (défaut osseux important, anatomie 

complexe ou contraintes mécaniques élevées). La limitation provient soit de la disponibilité de 

l’os autogène à greffer, de l’absence de revascularisation du greffon, ou de la faiblesse des 

propriétés bioactives ou biomécaniques du substitut osseux. Face à cette absence de solution 

idéale pour pallier les pertes de substance osseuses, la recherche d’un biomatériau idéal s’est 

tournée vers l’ingénierie tissulaire osseuse prévascularisée.  

L’ingénierie tissulaire osseuse repose sur l’utilisation d’une triade (Figure 5) : un contingent 

cellulaire, une matrice ou « scaffold » constituant un biomatériau support des cellules, et l’ajout 

de molécules bioactives adjuvantes permettant la fonctionnalisation du substitut osseux.  
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Figure 5 : principe de la triade utilisée en ingénierie tissulaire osseuse. 

 

2.3. Le contingent cellulaire  

 

Les cellules souches représentent une source cellulaire intéressante pour l’ingénierie tissulaire 

osseuse et la médecine régénérative plus généralement. En effet, contrairement aux cellules 

matures, elles possèdent non seulement des capacité d’autorenouvellement (multiplication 

cellulaire à l’infini et formation de clones quasiment identiques à la cellule initiale) et de 

différenciation dans différentes lignées mais également des propriétés immunomodulatrices 

(32–34).  

 

2.3.1. Les cellules souches : généralités  

 

Les cellules souches sont donc définies par leurs capacités d’autorenouvellement, de 

différenciation en de multiples lignées cellulaires et par leur capacité à former in vivo un tissu 

spécialisé fonctionnel (34). Les cellules souches peuvent être d’origine embryonnaire, fœtales 

ou adultes. Selon le type de cellules souches, elles ne sont pas toutes capables de se différencier 

en tous les types cellulaires de l’organisme. On parle ainsi de cellules souches totipotentes, 

pluripotentes, multipotentes et unipotentes.  
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Les cellules totipotentes ont la capacité de constituer un organisme entier ainsi que les annexes 

embryonnaires : placenta et cordon ombilical. Ce sont les cellules embryonnaires qui sont 

produites lors des premières divisions du développement de l’embryon, du zygote (deux 

cellules) à la morula (30 cellules). A partir des stades suivants du développement embryonnaire, 

les cellules qui forment le blastocyste sont qualifiées de pluripotentes. 

Les cellules pluripotentes peuvent donner naissance aux trois lignées germinales pouvant 

constituer tous les types cellulaires d’un organisme lors du développement embryonnaire : 

l’endoderme, le mésoderme et l’ectoderme.  

Les cellules unipotentes possèdent elles des capacités de différenciation limitées à un seul type 

cellulaire. Elles permettent d’assurer l’homéostasie des différents tissus de l’organisme et leur 

régénération en cas de lésion.   

Les cellules multipotentes sont des cellules déjà engagées dans une voie de différenciation d’un 

des trois feuillets embryonnaires : mésodermique, endodermique ou ectodermique. Elles sont 

présentes dans les tissus fœtaux ou adultes et peuvent se différencier par exemple en lignées 

hématopoïétiques médullaires (cellules souches hématopoïétiques (CSH)) ou en différentes 

lignées de tissus mésenchymateux dont l’os, le tissu adipeux, le cartilage ou le muscle (CSM) 

(32).   

 

2.3.2. Les cellules souches mésenchymateuses (CSM) 

 

2.3.2.1. Généralités 

 

Les CSM sont des cellules multipotentes qui peuvent être isolées à partir de plusieurs sources 

de l’organisme adulte ou fœtal : moelle osseuse (32), placenta (35), gelée de Wharton du cordon 

ombilical (36,37), tissu adipeux (38), membrane et liquide synovial (39,40), endomètre et sang 

menstruel (41) ou tissus dentaires (42) (ligament, pulpe) notamment.  

En plus de leur capacité d’autorenouvellement, les CSM peuvent être définies par trois critères : 

(i) une capacité d’adhésion au plastique, (ii) une capacité de différenciation à minima vers les 

lignées chondrogéniques, ostéogéniques et adipogéniques, (iii) l’expression de marqueurs de 

surface CD73, CD90, CD105, et l’absence d’expression des marqueurs hématopoïétiques CD 

34, CD45 et HLA de classe II (HLA-DR) (Tableau 5) (43). 
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MARQUEURS EXPRESSION FONCTION 

CD73 >95% Ecto-5’-nucléotidase 

CD90 >95% Glycoprotéine de surface THY1 

CD105 >95% Récepteur du TGF-b : endogline 

CD34 <5% Protéine de surface (progéniteurs 

hématopoïetiques primitifs) 

CD45 <5% Tyrosine phosphatase (signalisation cellulaire) 

HLA-DR <5% Complexe majeur d’histocompatibilité II 

Tableau 5 : principaux marqueurs de surface cellulaire des CSM (d’après (43)). 

 

Dans le cadre de nos travaux, nous avons utilisé des CSM issues des tissus dentaires : les CSM 

pulpaires. En effet, celles-ci présentent de nombreux avantages que nous allons développer ci-

après.  

 

2.3.2.2. Les cellules souches mésenchymateuses d’origine dentaire  

 

Les CSM d’origine dentaire constituent un des axes principaux sur lequel s’est basé notre 

travail.  La cavité orale et les tissus dentaires abritent plusieurs sources de CSM (44). Parmi 

elles, sont retrouvées les cellules souches mésenchymateuses du follicule dentaire (CSM-FD 

ou Dental Follicle Progenitors Cells : DFPC), du ligament parodontal (CSM-LP ou 

Periodontal Ligament Stem Cells : PDLSC), de la papille apicale (CSM-PA ou Stem Cells from 

the Apical Papilla : SCAP), des dents déciduales exfoliées (Stem cells from Human Exfoliated 

Deciduous teeth : SHED) ou de la pulpe dentaire (CSM-PD ou Dental Pulp Stem Cells : DPSC) 

(Figure 6). Parmi ces types cellulaires, les CSM-PD sont les plus utilisées en recherche et en 

ingénierie tissulaire (45). 
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Figure 6 : les différentes sources de cellules souches mésenchymateuses dentaires (46) (SHED : 

Stem cells from Human Exfoliated Deciduous teeth, DPSC : Dental Pulp Stem Cells, PDLSC : 

Periodontal Ligament Stem Cells, SCAP : Stem Cells from the Apical Papilla, DFPC : Dental 

Follicle Progenitor Cells).  

 

2.3.2.3. Les cellules souches mésenchymateuses de la pulpe dentaire 

(CSM-PD) 

 

La pulpe dentaire est un tissu conjonctif non minéralisé, vascularisé et innervé contenu dans la 

cavité pulpaire des dents et communiquant avec le tissu de soutien parodontal via le foramen 

apical (Figure 7).  
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Figure 7 : anatomie de la dent. 

 

La pulpe dentaire contient plusieurs types cellulaires dont des neurones, des fibroblastes, des 

CE, des odontoblastes et des CSM indifférenciées localisées dans des niches cellulaires 

périvasculaires (47–49). 

Les CSM-PD dérivent des cellules des crêtes neurales et ont été isolées en 2000 par l’équipe de 

Gronthos (50). Chaque pulpe dentaire contient environ un million de CSM-PD et est facilement 

accessible lors de gestes dentaires chirurgicaux de routine.  

 

Les CSM-PD peuvent être isolées du tissu pulpaire par digestion enzymatique ou par la 

technique mécanique des explants (51) (Figure 8). Ces deux techniques ont été largement 

décrites et utilisées avec succès dans la littérature pour isoler les CSM-PD (50,52) mais 

également les CSM issues du tissu adipeux (CSM-TA) (38,53) et du cordon ombilical (CSM-

CO) (54,55). La technique de digestion enzymatique consiste à appliquer au contact du tissu 

pulpaire deux enzymes, la dispase et la collagénase, afin de le digérer. Ces deux enzymes vont 

permettre de dégrader la MEC du tissu et d’isoler les CSM pulpaires qui y sont contenues (52). 

La méthode des explants est basée à la fois sur l’aptitude des CSM-PD à adhérer au plastique 

et sur leur capacité à proliférer à partir de fragments du tissu pulpaire (51). Ainsi, la 

fragmentation mécanique de la pulpe dentaire en pièces d’environ 1 mm3 puis leur mise en 

culture permet d’isoler les CSM-PD et facilite leur croissance hors des explants. La méthode 
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d’isolement choisie doit permettre à la fois de conserver le caractère « souche » des cellules 

obtenues ; notamment de préserver leurs capacités d’autorenouvellement et à s’engager dans 

différentes lignées de différenciation. Si des études comparatives de ces deux techniques ont 

montré une efficience similaire en termes de différenciation odontoblastique et ostéogénique 

des CSM-PD (52,56), les travaux de Hilkens ont également permis de démontrer que les deux 

techniques permettent d’obtenir un taux de prolifération des CSM-PD similaire et un maintien 

de leur phénotype de cellules souches (51). Néanmoins, des travaux récents montrent qu’isoler 

les CSM-PD par la technique des explants semble présenter plusieurs avantages par rapport à 

la technique digestion enzymatique. La présence du tissu pulpaire originel lors de la mise en 

culture initiale fournit aux cellules non seulement un support matriciel physique aux cellules, 

mais également un réservoir de facteurs de croissance et de cytokines permettant à la fois de 

réduire le stress cellulaire de la culture primaire, mais aussi de stimuler la croissance et la 

prolifération cellulaire (57). Ainsi, la présence de Vascular Endothelium Growth Factor 

(VEGF), FGF, Platelet-Derived Growth Factor (PDGF) et TGF-ß a été mise en évidence dans 

le tissu pulpaire (58). De plus, la méthode des explants permet d’éviter le stress protéolytique 

de la digestion enzymatique pour les cellules, diminue le risque de contamination biologique 

et, bien que plus long, est plus économique (57). Dans notre travail, nous avons donc choisi de 

privilégier cette technique d’isolement.  
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Figure 8 : techniques d’isolement des CSM-PD. A : technique de digestion enzymatique, B : 

technique des explants.  

 

Les CSM-PD sont caractérisées par un ensemble de marqueurs phénotypiques de surface, 

exprimant ainsi positivement des clusters de différenciation (CD) incluant CD29, CD44, CD 

73, CD90, CD105, CD146 et CD166 et n’exprimant pas les marqueurs hématopoïétiques HLA-

DR, CD34 et CD45 (42,47). Leur caractérisation phénotypique a toutefois permis de déterminer 

que les CSM-PD sont en fait constituées par une population cellulaire hétérogène et des sous 

types de population au phénotype différent (47). Les marqueurs de surface exprimés par les 
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CSM-PD sont plus variés et nombreux que ceux retrouvés sur d’autres types de CSM comme 

celles de la moelle osseuse, avec notamment des marqueurs neuronaux, probablement liés à 

leur origine ectodermique (papille ectomésenchymateuse). Les marqueurs de surface exprimés 

positivement par les CSM-PD peuvent être retrouvés dans le tableau 6, la fonction de ces 

marqueurs dans le tableau 7, et les marqueurs exprimés négativement par les CSM-PD dans le 

tableau 8.  

 

Marqueurs 

définis par 

l’ISCT  

Marqueurs 

mésenchymateux 

Marqueurs 

« souche » 

Marqueurs 

neuronaux 

Autres 

CD73 CD13 OCT3/4 Nestine CD40 

CD90 CD29 SSEA4 ß-III tubuline CD120a 

CD105 CD44 NANOG S100 CD261 

 CD146  Notch1 CD262 

 CD166  CD271 CD264 

   Synaptophysine CD266 

    Intégrines 

alpha-4, 6 et 10 

    CD121a 

    CD130 

    CD213a1 

    CD217 

    CDw210b 

Tableau 6 : principaux marqueurs de surface cellulaire exprimés par les CSM-PD (d’après 

(42,47)). ISCT : International Society for Cellular Therapy.  
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MARQUEUR FONCTION 

CD13 Aminopeptidase N 

CD29 Intégrine béta-1 

CD44 Glycoprotéine membranaire 

CD73 Ecto-5’-nucléotidase 

CD90 Glycoprotéine de surface THY1 

CD105 Endogline 

CD146 Molécule d’adhésion cellules 

mélanocytaires 

CD166 Molécule d’adhésion cellulaire des 

leucocytes activés 

CD271 Récepteur à la neurotrophine 

OCT3/4 Octamer binding transcription factor-3/4 

SSEA4 Stage-specific embryonic antigen 4 

NANOG Facteur de transcription homéoboite 

S100 Protéine de liaison du calcium 

Notch1 Récepteur transmembranaire 

CD40, CD120a, CD261, CD262, CD264, 

CD266 

Protéines de la superfamille des récepteurs 

du Tumor Necrosis Factor (TNF) 

CD121a, CD130, CD213a, CD217, 

CDw210b 

Récepteurs des interleukines (IL) 

Tableau 7 : fonctions des marqueurs cellulaires exprimés par les CSM-PD (d’après (42,47)). 
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MARQUEUR FONCTION 

CD14 Glycoprotéine du système immunitaire inné 

CD31 Protéine d’adhésion des cellules 

endothéliales (ou PECAM1 : Platelet 

Endothelial Cell Adhesion Molecule) 

CD34 Antigène des cellules progénitrices 

hématopoïétiques 

CD45 Protéine tyrosine phosphatase, récepteur 

otype C 

CD79a Antigène, récepteur des lymphocytes B 

CD117 Récepteur du facteur de croissance des 

cellules souches mésenchymateuses 

CD133 Prominine 1 

HLA-DR Complexe majeur d’histocompatibilité II 

Tableau 8 : marqueurs de surface exprimés négativement par les CSM-PD (d’après (42,47)). 

 

Les CSM-PD possèdent des propriétés immunomodulatrices et immunosuppressives (59). Elles 

auraient ainsi la capacité d’induire in vitro l’apoptose des lymphocytes T (LT) activés et de 

réduire in vivo les dégâts tissulaires engendrés par l’inflammation chronique dont ils sont un 

des acteurs majeurs (60). D’autres travaux ont démontré que les CSM-PD peuvent inhiber la 

prolifération des LT et pourraient donc être utilisées après transplantation d’organe ou de 

moelle hématopoïétique afin de diminuer l’allo-réactivité des LT et ainsi prévenir le phénomène 

de rejet qu’ils entrainent (61). Si les mécanismes exacts de l’immunomodulation par les CSM-

PD ne sont pas totalement élucidés, des travaux ont mis en lumière le rôle majeur joué par des 

facteurs solubles sécrétés par les cellules, dont le TGF-ß, l’Hepatocyte Growth Factor (HGF) 

ou l’indoléamine 2,3-dioxygénase (IDO) (62). Les propriétés immunomodulatrices des CSM-

PD et leur faible immunogénicité font d’elles d’excellents candidats utiles dans le cadre de 

thérapies de transplantation allogénique.  

 

Les CSM-PD de par leur origine embryologique, peuvent s’engager dans les lignées de 

différenciation mésodermique (CE, adipocytes, odontoblastes, ostéoblastes, chondrocytes), 

ectodermique (neurones) et endodermique (systèmes digestif et respiratoire) (44) (Figure 9).  
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Figure 9 : potentiel de différenciation des CSM-PD. 

 

La différenciation en lignées cellulaires adipogéniques des CSM-PD peut être induite par 

l’ajout au milieu de culture d’insuline, de dexaméthasone, de 3-isobutyl-1-méthylxanthine 

(IBMX) et d’indométacine (63–65). L’adipogénèse est généralement objectivée par la 

coloration au Oil Red O et le phénotype adipocytaire des cellules confirmé par l’expression de 

marqueurs comme la fatty acid bingind protein 4, la lipoprotéine lipase, le peroxisome 

proliferator-activated receptor g ou le glucose transporteur de type 4 (65,66). 

Les CSM-PD peuvent s’engager dans la voie de différenciation chondrogénique sous 

l’induction de cocktails de différenciation composés d’insuline, transferrine, sélénium, 

dexaméthasone, acide ascorbique, proline et pyruvate de sodium (51,67). Les CSM-PD 

engagées dans cette voie expriment des protéines spécifiques : agrécanes, SOX9 et collagène 

de type II et X (63,67). La différenciation chondrogénique peut être mise en évidence par les 

colorations au bleu alcian, à la safranine O et au bleu de toluidine (42).  

La différenciation odontogénique est une des capacités premières des CSM-PD, et a été 

démontrée par Gronthos dès les années 2000 (50). D’autre travaux ont par la suite confirmé ces 

résultats, obtenant des cellules odontoblastiques après ensemencement de CSM-PD sur une 
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surface dentinaire in vitro (68). L’engagement dans la lignée odontogénique peut être mis en 

évidence par l’analyse de l’expression de marqueurs dentinogéniques et 

odontogéniques comme la dentine sialophosphoprotein (DSP), la dentine matrix 

phosphoprotein 1 (DMP1) et la matrix extracellular phosphoglycoprotein (MEPE) (69). Ce 

potentiel a été par la suite largement étudié afin de l’appliquer à la régénération des tissus 

dentaires, la maladie carieuse à l’origine de la destruction de ces tissus représentant une des 

pathologies les plus répandues dans le monde (70). La recherche en dentisterie régénérative 

s’est notamment appliquée à combiner les CSM-PD à différentes matrices afin d’optimiser la 

régénération tissulaire dentaire (71). Les CSM-PD ont ainsi été combinées à des matrices 

nanofibreuses de poly(l-acide lactique) (PLA) (72), de poly (e-caprolactone/gélatine) (73), à 

des hydrogels (74,75) et à des structures composées de fibres d’acide hyaluronique (76), in vitro 

(72–76) et in vivo (72,73). Yang et al (73) ont par ailleurs démontré que l’ajout d’HA à la 

matrice de poly (e-caprolactone/gélatine) permettait de promouvoir la différenciation 

odontoblastique des CSM-PD in vivo. 

La plasticité des CSM-PD autorise également leur différenciation vers d’autres lignées.  

Les CSM-PD sécrètent de multiples facteurs impliqués dans l’angiogenèse ; il a ainsi été 

démontré que leur sécrétome contient notamment du VEGF, du Colony-Stimulating Factor 

(CSF), du Monocyte Chemoattractant Protein-1 (MCP-1), de l’endothéline, de l’angiopoïétine, 

de l’angiogénine et de l’urokinase-type plasminogen activator (77,78). Sous l’induction du 

VEGF, les CSM-PD peuvent se différencier en CE et présenter une organisation en structures 

capillaires tubulaires (79). Les CSM-PD ont aussi démontré in vitro leurs propriétés d’induction 

paracrine de la migration endothéliale et de la formation tubulaire vasculaire (80). Ces mêmes 

effets ont été démontré in ovo dans un modèle de membrane chorioallantoïque d’embryon de 

poulet, les CSM-PD y augmentant significativement la croissance vasculaire (77,78). Les CSM-

PD ayant donc la capacité de promouvoir l’angiogenèse et la vasculogénèse, elles ont reçu un 

intérêt croissant en médecine régénérative pour réduire les conséquences de l’ischémie liée aux 

pathologies thromboemboliques (81,82) ou pour la régénération pulpaire (80,83). 

Les CSM-PD ont aussi été utilisées avec succès dans la reconstruction cornéenne in vitro grâce 

à leur capacité de se différencier en cellules du limbe de la cornée (84), résultats confirmés in 

vivo dans un modèle animal (lapin) de dégénérescence cornéenne (85). 

Enfin, des travaux ont montré leur capacité de différenciation en cardiomyocytes (86) et en 

cellules musculaires lisses (87).  

Dérivées des crêtes neurales, les CSM-PD peuvent également se différencier en cellules de la 

lignée neurale comme les cellules neuronales, les neurones dopaminergiques, les 
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oligodendrocytes et les cellules de Schwann (88–91), et présentent un intérêt majeur en 

médecine régénérative pour traiter les pathologies neurodégénératives et les atteintes nerveuses 

(42). Les protocoles de culture utilisés pour induire une différenciation neurale diffèrent et 

impliquent l’ajout de multiples facteurs : EGF, FGF, Nerve Growth Factor (NGF), acide 

rétinoïque, Brain-Derived Neurotrophic Factor (BDNF), forskoline, sonic hedgehog, 

adénosine monophosphate cyclique (AMPc) ou neurotrophine-3 (NT-3) (86,92–94). La 

différenciation en cellules de la lignée neurale peut être objectivée par l’expression de 

marqueurs neuronaux comme la molécule d’adhésion cellulaire neurale, la synapsine I, la 

protéine gliale fibrillaire, la growth associated protein 43, la neuron specific class III B-tubulin, 

la protéine myélinique, la microtubule associated protein 2, la neuronal differentiation 1 ou la 

paired box protein 6 (89,91,93,94). Il a ainsi été démontré que les CSM-PD sont capables 

d’acquérir in vitro et in vivo un phénotype neuronal fonctionnel (95) et les CSM-PD ont été 

utilisées avec succès dans des modèles animaux pour traiter des pathologies neurodégénératives 

ou réparer des atteintes nerveuses (96–100). Ainsi, l’utilisation de CSM-PD a montré son 

efficacité dans le traitement de la maladie de Parkinson (97,98) ou d’Alzheimer (98) ainsi que 

dans la récupération nerveuse dans des modèles animaux de lésions nerveuses corticales 

centrales (73,97,100) ou périphériques (99,100). 

Les CSM-PD ont également démontré leur potentiel de différenciation in vitro en cellules 

similaires aux cellules des îlots pancréatiques, capables d’exprimer des marqueurs 

pancréatiques spécifiques et de sécréter de l’insuline (101,102). Ces travaux permettent 

d’envisager l’utilisation des CSM-PD dans le traitement du diabète.  

Elles présentent également des capacités de différenciation en lignée hépatocytaire ; des travaux 

ont permis de démontrer in vitro l’expression de marqueurs hépatocytaires spécifiques par les 

CSM-PD (103,104). Ces résultats ont été obtenus sur des CSM-PD isolées à partir de troisièmes 

molaires (103) ou d’autres dents définitives (104), mises en culture avec des agents de 

différenciation hépatocytaires (oncostatine, dexaméthasone, HGF).   

Ces larges capacités de différenciation ont permis aux CSM-PD d’être utilisées in vitro et in 

vivo dans un vaste champ d’application en médecine régénérative comme illustré en figure 10. 
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Figure 10 : champs d’application des thérapies de médecine régénérative utilisant les CSM-PD 

(d’après (42)).  

 

Dans le cadre de leur utilisation en ingénierie tissulaire osseuse, les CSM-PD ont démontré leur 

capacité de différenciation ostéogénique en ostéoblastes in vitro après induction par l’ajout dans 

le milieu de culture de dexaméthasone, acide ascorbique et b-glycérophosphate (105,106), in 

vivo chez le petit animal (107–109) et chez l’homme dans la réparation de défauts 

mandibulaires (110). Elles ont également démontré leur capacité à sécréter une MEC osseuse 

et de l’os fibrillaire (111). 
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Enfin, il a été démontré que les CSM-PD peuvent être combinées efficacement à de nombreuses 

matrices utilisables pour l’implantation in vivo en ingénierie tissulaire osseuse (48).  

 

Les CSM-PD ont également la faculté de bien supporter la cryoconservation. Des travaux ont 

démontré que même après plusieurs mois et jusqu’à plusieurs années, elles conservent leur 

propriétés morphologiques et fonctionnelles ainsi que leur capacité de différenciation 

ostéogénique (48). De plus, les CSM-PD après cryoconservation expriment les mêmes 

marqueurs de surface, confirmant ainsi leur intégrité cellulaire et phénotypique (112,113). Cette 

faculté permet de disposer de CSM-PD viables et fonctionnelles pour des applications cliniques 

futures, là où nous savons que ces cellules présentent une réduction de leur potentiel « souche » 

évoluant en parallèle avec l’augmentation de l’âge du donneur. Il est donc possible d’isoler les 

CSM-PD lors d’actes chirurgicaux de routine chez les donneurs jeunes puis de stocker ces CSM 

en constituant des bio-banques, de façon pérenne, sans altérer leurs propriétés.  

 

Comparativement aux CSM-MO classiquement considérées comme le gold standard, les CSM-

PD présentent comme nous l’avons vu l’avantage d’être obtenues sans procédure invasive et de 

pouvoir être obtenues en très grand nombre à partir de chaque prélèvement. De plus, les CSM-

PD semblent maintenir leur propriété « souches » après de nombreux passages in vitro, 

contrairement aux CSM-MO (114).  

Il a aussi été démontré in vitro que les CSM-PD présentent une cinétique de croissance plus 

rapide (61) et un degré de prolifération plus important (61,115,116) que les CSM-MO. 

L’analyse en cytométrie en flux du cycle cellulaire de ces deux types de CSM (passage trois) a 

montré que les CSM-PD s’engageaient principalement en mitose (phase G2/M), alors que les 

CSM-MO présentaient majoritairement un arrêt du cycle cellulaire (phase G0/G1) (116). 

Si ces deux types de CSM déploient des propriétés immunosuppressives en particulier sur la 

réponse immunitaire cellulaire des LT, ces propriétés semblent plus importantes pour les CSM-

PD que pour les CSM-MO. Ainsi, des travaux ont démontré que les CSM-PD peuvent entrainer 

in vitro une suppression de la réponse cellulaire des LT de 95% vs 75% pour les CSM-MO, et 

une diminution de l’activité de ces LT de 25% pour les CSM-MO contre 9% pour les CSM-PD 

(61). 

Les capacités de différenciation des CSM-PD diffèrent également de celles des CSM-MO 

(44,117–123). Si ces deux types cellulaires sont capables de s’engager dans les lignées de 

différenciation adipogéniques, chondrogéniques et ostéogéniques, certaines études ont 

démontré un potentiel de différenciation ostéogénique plus élevé pour les CSM-PD in vitro 
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(117,119), avec notamment un taux de marqueurs de différenciation ostéogénique comme 

l’ALP plus élevé après trois semaines de culture pour les CSM-PD (117). D’autres travaux 

réalisés in vivo ont démontré des capacités similaires de régénération osseuse de ces deux 

lignées cellulaires dans des modèles de défauts de calvaria chez la souris (118). Les CSM-PD 

semblent également posséder des capacités de différenciation plus importantes que les CSM-

MO dans les lignées neurales et épithéliales, probablement dues à leur origine embryologique 

(123). Le potentiel de régénération tissulaire odontogénique semble lui aussi plus marqué pour 

les CSM-PD, avec l’obtention de structure ostéo-dentinaires et amélaires in vivo, là ou 

uniquement des complexes pulpo-dentinaires atypiques sans formations amélaires ont été 

obtenus avec les CSM-MO (122). Enfin, la capacité de différenciation endothéliale des CSM-

PD semble également plus importante que celle des CSM-MO. Il a été démontré in vitro et in 

vivo dans un modèle d’ischémie murin que les CSM-PD pouvaient promouvoir l’angiogenèse 

de façon plus importante que les CSM-MO, avec un plus grand nombre de cellules positives 

pour les marqueurs endothéliaux (facteur de von Willebrand) et une réduction plus importante 

de l’ischémie dans le groupe CSM-PD (120). D’autres travaux ont également démontré in vivo, 

dans un modèle de traumatisme thermique chez le rat, que l’obtention d’une néovascularisation 

était plus importante avec les CSM-PD qu’avec les CSM-MO (124).  

A l’inverse, il semble que le potentiel de différenciation adipogénique des CSM-PD soit plus 

faible que celui des CSM-MO in vitro (119).  

Ces différences pourraient être expliquées par le profil d’expression différent des gènes de 

pluripotence, cytokines et facteurs de croissance exprimés et sécrétés par ces deux types de 

CSM (115,121,123). In vitro, les CSM-PD et les CSM-MO mises en culture dans les mêmes 

conditions expriment des différences dans l’expression de gènes de pluripotence, avec une 

régulation positive significativement plus importante de Sox2 et E-cadhérine, et une régulation 

négative de Sox 17, Oct 3-4 et Snail significativement plus faible pour les CSM-PD 

comparativement aux CSM-MO (115). Ces différences d’expression génique semblent 

favoriser les capacités de régénération cellulaire des CSM-PD, via le maintien 1) du mésoderme 

embryonnaire, de la survie et migration cellulaire (E-cadhérine, Snail) et 2) du phénotype 

souche au sein du système nerveux et des capacités de différenciation neuronale des CSM-PD 

(Oct3-4, Sox 2 et 17). Les CSM-PD présentent également une régulation positive de facteurs 

de transcription impliqués dans la différenciation des cellules b-pancréatiques (PDX-1/IPF-1) 

(115). La caractérisation des cytokines et facteurs de croissance sécrétés par les CSM-PD et 

CSM-MO a également permis de mettre en évidence une expression plus importante par les 

CSM-PD de facteurs impliqués dans la régénération tissulaire comme VEGF (123), TGF-b, 
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IGF, PDGF, Inter Cellular Adhesion Molecule-3 (ICAM-3), Matrix MetalloProteinase-3 

(MMP-3) (121,123), ainsi que des facteurs de croissance impliquées dans la différenciation 

ostéogénique et la formation du tissu osseux comme BMP 2 (123), 7 (121) et 4 (125).  

Les CSM-PD semblent ainsi présenter des qualités et une supériorité intéressantes par rapport 

aux CSM-MO en médecine régénérative et plus particulièrement en ingénierie osseuse, en plus 

d’être obtenues de façon non invasive lors de gestes de dentisterie de routine.  

 

2.4. Les matrices en ingénierie tissulaire osseuse   

               

2.4.1. Généralités  

 

L’utilisation des matrices en ingénierie tissulaire osseuse vise à recréer un microenvironnement 

tridimensionnel optimal et des conditions physico-chimiques locales autorisant la survie, la 

prolifération, la communication et la différenciation cellulaire en leur sein. Elles doivent 

permettre de promouvoir non seulement une interaction favorable entre cellules et biomatériau, 

mais aussi la synthèse par ces cellules d’une nouvelle MEC et pour cela, assurer une diffusion 

suffisante des nutriments et facteurs de croissance nécessaires au métabolisme cellulaire. La 

matrice doit ainsi permettre une implantation locale des cellules dans un environnement 

favorable et le plus similaire possible au tissu à recréer, pour favoriser la régénération tissulaire 

(126). Le produit d’ingénierie tissulaire obtenu doit donc être biocompatible, posséder 

idéalement des capacités d’ostéoconduction, d’ostéoinduction et d’ostéogénèse, des propriétés 

mécaniques adéquates, et n’induire qu’un degré minime d’inflammation ou de toxicité in vivo 

(127). 

Les CSM ont été ensemencées dans de nombreux types de biomatériaux afin d’optimiser la 

régénération osseuse, qu’il s’agisse de substituts osseux classiquement utilisés seuls en clinique 

(HA biologique, TCP), de biomatériaux d’ingénierie tissulaire sous forme de polymères 

synthétiques (polycaprolactone, PEG, acide polyglycolique (PGA), PLA, acide poly-lactique-

co-glycolique (PLGA)), de polymères ou de fibres naturelles (alginate, élastine, membrane 

amniotique, chitosan, soie, collagène, gélatine, acide hyaluronique), ou d’hydrogels (gels de 

polymères naturels ou synthétiques enrichis ou non en particules minérales ou en 

nanoparticules) (42,128). 

In vitro, les CSM-PD ont été utilisées combinées à des biomatrices à base de fibrine (129), de 

PLGA (130), d’éponge de collagène (131), d’hydrogels peptidiques ou de polyéthylène glycol 

di acrylate (PEGDA)/acide hyaluronique/gélatine (132,133), de 
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chitosan/collagène/calcium/aluminate (134), d’HA/collagène/PLA (108) et de chitosan/alcool 

polyvinylique (PVA) (135) (Tableau 9).  

Différentes matrices ont été utilisée en ingénierie tissulaire osseuse in vivo pour 

l’ensemencement des CSM-PD. Dans la littérature, les matrices les plus utilisées sont celles à 

base de collagène (64,110,136–141) et d’HA/TCP (113,142–151). Parmi les autres matrices 

utilisées, on retrouve des matrices à base d’HA (152–157) ou de b-TCP seuls (158–162), de 

BCP (163,164), des membranes de PLGA (165–167), des substituts osseux xénogéniques 

(159,160) et plus rarement des matrices de PGA (168), de calcium/phosphate (169), de gélatine, 

de soie (170), de poly e-caprolactone (109), des hydrogels (171) ou des bioverres (172) 

(Tableau 9).  

La régénération osseuse a été obtenue in vivo dans des modèles murins 

(64,113,136,138,139,142–147,149–160,163–167,169–175), de lapin (109), de cochon d’inde 

(148,161), de chien (141) ou chez l’homme (110,137,140,162) en site ectopique (142,144–

146,149,150,153–155,157,158,163–166,168,169,171,174) ou dans des défauts osseux crâniaux 

(64,136,138,143,170)  et notamment de calvaria (109,113,147,151,152,156,159,160,167,175), 

mandibulaires (110,137,139–141,161) et parodontaux (148,162). 

 

UTILISATION TYPE DE MATRICE RÉFÉRENCE 

In vitro Éponge de collagène Riccio et al (131) 

Fibrine Pecci-Lloret et al (129) 

Hydrogels  

-peptidique 

- PEGDA/acide hyaluronique/gélatine 

 

Jones et al (132) 

Tsukamoto et al (133) 

Chitosan/collagène/calcium/aluminate Soares et al (134) 

Chitosan/PVA Ghasemi Hamidabadi et al 

(135) 

PLGA Bhuptani et al (130) 

HA/collagène/PLA Ling et al (108) 

In vivo HA Abe et al (153) 

Abe et al (154) 

Bressan et al (152) 

Hilkens et al (157) 

Ikeda et al (155) 

Morito et al (169) 

Petridis et al (156) 
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b-TCP Annibali et al (159) 

Annibali et al (160) 

Kawanabe et al (158) 

Kuo et al (161) 

Li et al (162) 

Ling et al (108) 

HA/TCP (BCP) Asutay et al (147) 

Cao et al (148) 

Chen et al (142) 

Jeon et al (164) 

Kang et al (150) 

Kim et al (163) 

Kraft et al (146) 

Ma et al (113) 

Miura et al (143) 

Otaki et al (144) 

Qian et al (149) 

Seo et al (151) 

Zhang et al (145) 

Bioverre El-Gendy et al (172) 

Collagène Behnia et al (141) 

Chamieh et al (107) 

d’Aquino et al (137) 

de Mendonça Costa et al (136) 

Giuliani et al (110) 

Jahanbin et al (139) 

Maraldi et al (138) 

Monti et al (140) 

Niu et al (174) 

Gélatine Riccio et al (170) 

Hydrogel de méthoxy-polyéthylène-

glycol- poly e-caprolactone et tampon 

phospate 

Jang et al (171) 

Soie Riccio et al (170) 

PLGA Acasigua et al (167) 

Graziano et al (165) 

Graziano et al (166) 

PGA d’Aquino et al (168) 

Poly e-caprolactone Wongsupa et al (109) 

HA/collagène/PLA Ling et al (108) 

Tableau 9 : matrices utilisées pour l’ensemencement des CSM-PD in vitro et in vivo. 
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Combiner des polymères naturels ou synthétiques à une phase minérale ou à des biomatériaux 

synthétiques permet d’améliorer les propriétés biologiques et biomécaniques du produit 

d’ingénierie tissulaire osseuse et de mieux contrôler sa dégradation (176).  

 

2.4.2. L’utilisation des matrices de collagène en ingénierie tissulaire osseuse  

 

Comme nous l’avons décrit, le principal constituant de la matrice organique du tissu osseux est 

le collagène de type I dont la synthèse est une des principales fonctions des ostéoblastes. Dans 

la matrice osseuse native, les molécules fibrillaires de collagène présentent à leur surface la 

précipitation des composés minéraux (calcium et phosphate) et la minéralisation de la MEC 

synthétisée par les ostéoblastes (177).  

 

 

Figure 11 : photographie en microscopie électronique à balayage des nodules de minéralisation 

sur les fibres de collagène de type I in vitro (178). 
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L’assemblage des monomères de collagènes en fibrilles fournit à la matrice osseuse son ultra 

structure et sert de trame supportant la minéralisation. Cette organisation collagénique confère 

également à l’os certaines de ses propriétés mécaniques, notamment la résistance à la traction 

et la rigidité à la torsion (179).  

Ces dernières années, le collagène a été largement utilisé en ingénierie tissulaire en tant que 

biomatériau de par ses excellentes propriétés physicochimiques et sa biocompatibilité. Ainsi, 

les biomatériaux à base de collagène démontrent une haute hydrophilie (favorable au 

développement cellulaire), sont peu immunogènes, sont résorbables in vivo, peuvent être 

facilement modifiés (taille, forme, ajout d’une phase minérale) pour ajuster leurs propriétés 

biologiques ou mécaniques, présentent une bonne compatibilité cellulaire (adhésion, 

croissance, prolifération), permettent la différenciation cellulaire en leur sein et donc de 

promouvoir la régénération tissulaire (180).  

En ingénierie osseuse, les biomatériaux à base de collagène peuvent être utilisés sous plusieurs 

formes : hydrogels, membranes ou éponges (178). 

Les hydrogels de collagène, réseau de polymères hydrophiles, peuvent absorber de 20 à 100 

fois leur poids sec en eau, cette propriété permettant de favoriser en leur sein l’adhésion, la 

prolifération et la différenciation cellulaire (181). Leur utilité a été démontrée en ingénierie 

tissulaire osseuse pour encapsuler des cellules et être utilisés sous forme injectable dans des 

traitements mini-invasifs (178).  

Les membranes de collagène résorbables sont largement utilisées en clinique pour la 

régénération osseuse guidée (ROG) ou tissulaire, notamment en chirurgie orale. Elles 

permettent principalement d’éviter une colonisation du site osseux par les cellules épithéliales 

et d’obtenir une régénération tissulaire optimale. Si leur biocompatibilité est très importante, 

leurs propriétés mécaniques sont extrêmement limitées.  

Les éponges de collagène ont reçu une attention croissante en ingénierie tissulaire osseuse et 

font partie des biomatériaux les plus utilisés pour l’ensemencement des CSM en leur sein 

(64,110,136–141,174,182–187). 

 

Il a été démontré que l’ensemencement de CSM-MO au sein de matrices de collagène permet 

d’obtenir une différenciation ostéogénique et une minéralisation osseuse in vitro 

(174,182,183,185–187) ainsi qu’une formation osseuse in vivo après implantation dans des 

défauts osseux chez le rat (188), le lapin (186,189), et chez l’homme (185). 

In vitro, les CSM-PD ont également démontré leurs capacités de différenciation ostéogénique 

après ensemencement dans des éponges de collagène (131). Dans cette étude, des CSM-PD 
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isolées à partir de troisièmes molaires humaines ont été ensemencées à la densité de 1000 

cellules/mm3 dans des éponges de collagène de 500 mm3, et mises en culture avec du milieu de 

différenciation ostéogénique. Après 40 jours, les CSM-PD avaient sécrété abondamment des 

fibrilles de collagène I et produit une matrice osseuse minéralisée au sein des éponges de 

collagène. La distribution des CSM-PD au sein des éponges de collagène mimait la structure et 

l’architecture natives du tissu osseux, avec une colonisation des couches superficielles 

comparable au périoste osseux (cellules moins différenciées, à la morphologie plus plate) et des 

cellules dans les couches profondes avec une morphologie cuboïde ostéoblastique et exprimant 

des taux importants d’OCN.   

L’ensemencement et l’utilisation des CSM-PD dans des éponges de collagène in vivo ont été 

étudiés pour la régénération osseuse chez le rat (136,138,139), le chien (141) et l’homme 

(110,137,140). Des CSM-PD humaines ensemencées dans des éponges de collagène ont ainsi 

été employées avec succès pour régénérer des défauts osseux mandibulaires (110,137,139–141) 

ou crâniaux (136,138). Dans ces travaux in vivo, 106 CSM-PD en passage 3 ont été ensemencées 

dans des éponges de 8 sur 5 mm (251 mm3) (136,139) ou 9 sur 5 mm (318 mm3) (141). Maraldi 

et al ont choisi une densité d’ensemencement plus faible, avec 0,3.106 CSM-PD en passage 3 

ensemencées dans des éponges de 13 sur 1,5 mm (199 mm3) (138). L’implantation a ensuite 

été réalisée immédiatement (140), après 24 heures (136), 48 heures (141) et 21 jours (137) de 

culture dans du milieu basal ou après 8 (138) et 21 jours (139) de culture dans du milieu de 

différenciation ostéogénique. Dans tous ces travaux, l’implantation d’éponges de collagène 

ensemencées avec des CSM-PD a permis d’aboutir à la formation d’os néoformé in vivo et à la 

régénération des défauts osseux implantés, comparativement à l’implantation de matrices de 

collagène seules sans CSM.   

 

Néanmoins, si les polymères naturels comme le collagène représentent une option intéressante 

en ingénierie tissulaire osseuse, leur dégradation rapide in vivo et leurs faibles propriétés 

mécaniques ont conduit à les combiner à une composante minérale comme l’HA afin 

d’améliorer leurs propriétés mécaniques et de se rapprocher d’une structure tridimensionnelle 

et physico-chimique plus proches de celle du tissu osseux natif (177). 
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2.4.3. Intérêt de l’utilisation de matrices de collagène combinées à un 

hydrogel d’hydroxyapatite et alginate en ingénierie tissulaire osseuse    

 

2.4.3.1. Intérêt de l’ajout d’hydroxyapatite 

 

L’HA, de composition Ca10(OH)2(PO4)6, est un minéral chimiquement similaire aux minéraux 

de la phase inorganique osseuse (190).  Cette similarité fait de l’HA une option intéressante en 

ingénierie tissulaire osseuse de par ses propriétés ostéoconductrices (191). L’HA présente une 

bonne biocompatibilité in vitro (192–195) et in vivo chez l’homme et l’animal (196,197), et est 

lentement résorbable in vivo par les ostéoclastes (198). La porosité de l’HA permet la 

colonisation et la croissance des structures vasculaires ainsi que la diffusion des nutriments et 

de l’oxygène essentiels à la croissance cellulaire au sein du biomatériau (191).  

Cependant, l’HA utilisée seule présente de médiocres propriétés mécaniques freinant son 

utilisation en ingénierie tissulaire osseuse. Combinée à d’autres composants afin d’en améliorer 

ses propriétés et son efficacité, elle a permis d’obtenir un biomatériau aux caractéristiques les 

plus proches possibles du tissu natif et qui a été ensemencé avec différents types de CSM.  

L’HA a été combinée à des matériaux naturels (collagène (192–195,199–203)), fibronectine 

(202,204), gélatine (205,206), chitosan (204,207–211), acide hyaluronique (208), soie (212)) 

ou synthétiques (polycaprolactone (203,213–215), 1,8-octanediol-co-citrate (POC) (216), PVA 

(217), PLGA (199,210,218), polyhydroxybutyrate (PHB) (219), BCP (214,217), ß-TCP (220), 

carbonate de calcium (221)).  

Différents types de CSM ont été ensemencés dans les biomatériaux à base d’HA : CSM 

humaines (194,195,211,222) et murines (195), CSM-MO (193,199,202,204,205,207–

209,212,213,215–218,220,221,223), CSM de cordon ombilical (201,206,210,219), CSM-TA 

(214), CSM-PD (192,202) ou CSM-LP (195). 

Les effets obtenus suite à l’ensemencement des différents types CSM dans les matrices à base 

d’HA in vitro (192–195,199,202,204–209,211–214,216–219,222,223) et in vivo 

(201,210,215,220,221,223) sont résumés dans les tableaux 10 et 11. Les biomatériaux 

contenant de l’HA ont ainsi démontré une amélioration de la viabilité et  prolifération cellulaire, 

de l’adhésion et de la répartition des cellules au sein des matrices, de meilleures propriétés 

mécaniques, une augmentation de la différenciation ostéogénique, de la synthèse collagénique, 

de la minéralisation et l’obtention d’une meilleure formation ou régénération osseuse in vivo 

(Tableaux 10 et 11). 
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SOURCE 
DE CSM 

TYPE DE 
MATRICE 

UTILISATION EFFETS RÉFÉRENCE 

CSM-MO TCP/HA (BCP) In vivo Régénération osseuse Behnia et al 

(220) 

Coralline 

HA/carbonate de 

calcium 

In vivo ↑ ALP, ↑ synthèse de 
collagène et formation 

osseuse 

Fu et al (221) 

Collagène/HA In vitro ↑ propriétés mécaniques, ↑ 
viabilité cellulaire et 
colonisation matrice 

Laydi et al (193) 

Collagène/HA In vitro 

In vivo 

↑ adhésion cellulaire, ↑ 
prolifération, ↑ migration 
cellulaire dans la matrice, 

néoformation osseuse 

Liu et al (223) 

Gélatine/HA In vitro ↑ ALP Rungsiyanont et 

al (205) 

Soie/HA In vitro ↑ collagène I, ↑ BSP, ↑ OCN, 
↑ dépôts calciques 

 

Bhumiratana et 

al (212) 

Chitosan/HA In vitro ↑ ALP Ambre et al 

(211) 

Chitosan/HA In vitro ↑ adhésion et prolifération 

cellulaire, ↑ expression 

RUNX2 

Kazimierczak et 

al (207) 

Chitosan/HA In vitro ↑ ALP, ↑ expression génique 

COL1A et RUNX2, ↑ OCN 

Kim et al (209) 

Chitosan/acide 

hyaluronique//HA 

In vitro ↑ ALP Chen et al (208) 

Chitosan/HA/fibronec

tine 

In vitro ↑ dépôts calciques, ↑ 

collagène, ↑ synthèse 

protéique 

Wang et al (204) 

Fibronectine/collagèn

e/HA 

In vitro ↑ adhésion cellulaire Weszl et al 

(202) 

POC/HA In vitro ↑ ALP Chung et al 

(216) 

Polycoprolactone/HA In vivo Formation osseuse Amorosa et al 

(215) 

Polycoprolactone/HA In vitro ↑ ALP, ↑ coloration rouge 

alizarine, ↑ BMP2 

Xia et al (213) 

Polycoprolactone/Coll

agène/HA 

In vitro ↑ viabilité et prolifération 

cellulaire, ↑ différenciation 

Wang et al (203) 
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ostéogénique, ↑ expression 

RUNX2, ALP, OCN 

PLGA/HA In vitro ↑ ALP, ↑ coloration rouge 

alizarine, ↑ OPN, ↑ OCN 

Lv et al (218) 

PLGA/Collagène/HA In vitro ↑ ALP, ↑ expression génique 

OCN, RUNX2, ALP, 

↑attachement cellulaire et 

colonisation 

Yang et al (199) 

PVA/BCP In vitro Caractéristiques 

morphologiques favorables 

Nie et al (217) 

Tableau 10 : effets obtenus lors de l’ensemencement de CSM de moelle osseuse dans les 

matrices à base d’hydroxyapatite.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 59 

SOURCE 
DE CSM 

TYPE DE MATRICE UTILISATION EFFETS RÉFÉRENCE 

CSM-CO HA/gélatine In vitro Viabilité cellulaire 

dans la matrice 

Barbani et al 

(206) 

CSM-CO Collagène/HA In vivo ↑ densité osseuse, ↑ 

formation osseuse, ↑ 

formation MEC 

Yang et al (201) 

CSM-CO PHB/gélatine/HA In vitro ↑ ALP Ramier et al 

(219) 

CSM-CO Chitosan/PLGA/HA In vivo ↑ ALP, ↑ OCN, ↑ 

formation de tissu 

ostéoïde 

Wang et al (210) 

CSM -TA Polycoprolactone /BCP/HA In vitro ↑ expression RUNX2, 

↑ OCN, ↑ OPN, ↑ 

BSP 

Lu et al (214) 

CSM-PD HA/collagène In vitro ↑ Attachement 

cellulaire, 

prolifération, 

différenciation 

ostéogénique (↑ ALP, 

OPN) 

Trivedi et al 

(192) 

CSM-PD Fibronectine/collagène/HA In vitro ↑ adhésion cellulaire Weszl et al (202) 

CSM-LP Collagène/HA In vitro ↑ adhésion et 

prolifération cellulaire 

Ning et al (195) 

CSM 

humaines 

Collagène/fibronectine/HA In vitro Viabilité cellulaire 

dans la matrice 

Antebi et al (194) 

CSM 

murines 

(C3H10T1/2) 

Collagène/HA In vitro ↑ adhésion et 

prolifération cellulaire 

Ning et al (195) 

CSM 

humaines 

Alginate/Cellulose/HA In vitro ↑ propriétés 

mécaniques, ↑ 

viabilité cellulaire, ↑ 

prolifération cellulaire 

Tohamy et al 

(222) 

Tableau 11 : effets obtenus lors de l’ensemencement de CSM de diverses origines dans les 

matrices à base d’hydroxyapatite.  

 

Nous avons choisi dans nos travaux d’élaborer une matrice combinant collagène et HA, visant 

à se rapprocher encore davantage de la structure native du tissu osseux. Si ces deux composants 

sont ostéoconducteurs et permettent chacun séparément de promouvoir la différenciation 
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ostéogénique (224), leur association a démontré une accélération du processus d’ostéogénèse 

(225), de meilleurs propriétés ostéoconductrices (226) et une bonne biocompatibilité in vivo 

chez l’homme et chez l’animal (197,227). Ce biomatériau composite présente également de 

meilleures propriétés mécaniques, l’HA conférant au polymère de collagène une plus grande 

stabilité et une plus grande résistance tridimensionnelle (228).  

 

2.4.3.2. Intérêt de l’ajout d’alginate  

 

Comme nous l’avons vu, des polymères naturels peuvent être incorporés dans les biomatériaux 

destinés à l’ingénierie tissulaire osseuse. Parmi eux, l’alginate, polysaccharide extrait de l’algue 

brune marine, est capable de former des hydrogels stables lorsqu’il polymérise en présence de 

certains cations divalents comme le calcium (229). Biocompatible, très hydrophile, 

économique, il est largement utilisé dans l’industrie pharmaceutique et alimentaire (230) mais 

également en ingénierie tissulaire et cellulaire pour ses propriétés d’encapsulation (231–236). 

Néanmoins, l’emploi de matrices composées uniquement d’alginate en ingénierie tissulaire 

osseuse est limité par leurs faibles propriétés mécaniques, leur dégradation non contrôlée et 

leurs limitations en termes d’adhérence cellulaire au sein de l’hydrogel d’alginate (237). Ainsi, 

plusieurs travaux ont cherché à développer des biomatériaux combinant alginate et composés 

inorganiques dans une perspective de biomimétisme du tissu osseux (229,238–242). L’alginate 

a été combiné in vitro (229,239–242) et in vivo (238) à des matrices de bioverre et PEG (238), 

à de la silice et de la gélatine (239,240), à de l’HA (229), à du silicate de calcium (241) et à du 

phosphate de calcium (242). Ces combinaisons ont permis d’obtenir une augmentation de la 

minéralisation osseuse (240), de la prolifération et de la différenciation ostéogénique des CSM-

MO (241,242), une amélioration des propriétés mécaniques (241,242) et une réparation osseuse 

dans un modèle de défaut crânial chez le rat (238).  

L’ajout d’HA en poudre à un hydrogel d’alginate (ratio 1 :1) permet d’améliorer à la fois les 

propriétés mécaniques des matrices, ainsi que l’adhérence et la prolifération des cellules (lignée 

cellulaire ostéoblastique murine) qui y sont ensemencées (229).  

 

 

Dans notre travail, nous avons ainsi ambitionné de développer un biomatériau alliant éponges 

de collagène et hydrogel d’alginate enrichi en HA, et d’y ensemencer des CSM-PD, afin 

d’obtenir un produit d’ingénierie tissulaire osseuse optimal.  
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2.5 Influence de l’environnement sur les CSM-PD  

 

L’utilisation des CSM-PD en ingénierie tissulaire in vivo est dépendante de plusieurs facteurs 

ainsi que du microenvironnement local que ces cellules doivent affronter. L’optimisation des 

propriétés des CSM-PD dépend donc de la modulation de certains facteurs de l’environnement 

comme la teneur en oxygène, la composition du milieu de culture, la densité d’ensemencement 

ou l’utilisation de facteurs de croissance. 

 

2.5.1. Facteurs de croissance  

 

Régénérer le tissu osseux in vivo implique d’élaborer un biomatériau imitant au mieux le tissu 

natif à remplacer, capable de favoriser la synthèse d’une MEC fonctionnelle. L’idée est alors 

de vouloir potentialiser cette production, d’une part comme nous l’avons développé plus haut, 

en ensemençant le biomatériau avec des cellules aux propriétés ostéogéniques, et d’autre part 

en encapsulant dans le biomatériau des molécules bioactives adjuvantes.   

Certaines protéines intrinsèques du tissu osseux possèdent des propriétés ostéoinductrices 

importantes, dont les BMP, membres de la superfamille des TGF-b (243). Localisée dans la 

matrice osseuse déminéralisée, cette famille de facteurs de croissance joue un rôle primordial 

dans l’ostéogénèse en agissant sur le recrutement, la prolifération et la différenciation 

ostéogénique (244,245). BMP2, 4, 5, et 7 possèdent des capacités ostéogéniques importantes 

(246) et l’utilisation de BMP2 et BMP 7 in vivo dans la réparation des pertes de substance 

osseuses a été plus particulièrement étudiée. Ainsi, il a été démontré que BMP-2 induit la 

formation osseuse (247) et augmente l’expression de marqueurs de différenciation osseuse 

comme l’OCN (248). De la même façon, des travaux ont mis en évidence la capacité de BMP-

7 d’induire l’expression de marqueurs ostéoblastiques comme l’ALP et d’accélérer la 

minéralisation osseuse (249,250).  

L’utilisation clinique des BMP concerne principalement des applications en chirurgie 

orthopédique, mais leur utilisation est très limitée par la réglementation. En France, seule la 

Recombinant Human Bone Morphogenetic Protein-2 (rh-BMP-2) a ainsi une autorisation de 

mise sur le marché (AMM), uniquement en tant qu’alternative à l’autogreffe dans certaines 

pathologies du rachis et dans le traitement des fractures tibiales. Commercialisée sous le nom 

d’INDUCTOSâ, elle est utilisée combinée à une matrice de collagène bovin de type I 

disponible sous différentes tailles, allant de 1 à 8 cm3. 
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L’utilisation de facteurs de croissance en ingénierie tissulaire impose de contrôler spatialement 

et chronologiquement leur délivrance afin de reproduire la cinétique physiologique de la 

molécule in vivo. La molécule bioactive peut ainsi être soit combinée à une matrice ou un 

biomatériau de substitution osseuse, soit utilisée avec un vecteur destiné à protéger la molécule, 

contrôler la quantité utilisée et améliorer sa cinétique de relargage dans l’environnement 

tissulaire.  

Une des solutions pour vectoriser ces molécules bioactives et facteurs de croissance est de 

recourir à l’encapsulation dans des nanovésicules : les nanoliposomes. Composés par des 

constituants issus de l’agroressource, ces nanoliposomes sont des vecteurs utilisables de 

manière sûre et efficace pour transporter des molécules actives dans des systèmes biologiques 

(251).  Constitués de phospholipides, ils sont utilisés dans différents domaines d’application 

comme la cosmétique, l’alimentation et l’ingénierie tissulaire (252).  

Les nanoliposomes d’origine naturelle (lécithine de soja, de colza ou de saumon) sont élaborés 

par hydrolyse enzymatique lipidique, sonication, et sont formulés sous forme de suspension 

pour leur utilisation en ingénierie tissulaire. La taille des nanoliposomes ainsi obtenus varie 

entre 125 nm (nanoliposomes de lécithine de colza), 130 nm (nanoliposomes de lécithine de 

saumon) et 136 nm (nanoliposomes de lécithine de soja) (251) (Figure 12).  
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Figure 12 : photographie en microscopie électronique à transmission des nanoliposomes de 

lécithine de soja produits au LIBio, Université de Lorraine (253). 

 

L’étude des effets de ces trois types de nanoliposomes sur la prolifération cellulaire de CSM-

MO a permis de démontrer une stimulation de la prolifération cellulaire concentration-

dépendante en fonction du type de nanoliposomes. (251). Une autre étude évaluant la 

biocompatibilité de ces nanoliposomes de colza sur des chondrocytes de rats en fonction de leur 

concentration dans le milieu de culture (de 20 à 1000 µg/mL) suggère une absence de toxicité 

cellulaire à l’exception de la concentration la plus élevée (1000 µg/mL) (253). Enfin, des 

travaux précédents réalisés au sein de notre laboratoire ont également démontré l’innocuité des 

nanoliposomes vis-à-vis de cellules progénitrices endothéliales (CPE) issues de sang de cordon 

et de CSM issues de la gelée de Wharton (CSM-GW) du cordon ombilical à une concentration 

inférieure à 500 µg/mL. A ce jour, la biocompatibilité des nanoliposomes vis-à-vis des CSM-

PD n’a pas encore été étudiée. 
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2.5.2. Conditions de culture  

 

Des conditions de culture adéquates doivent être choisies afin de permettre aux CSM-PD une 

adhésion, une croissance et une différenciation optimales.  

 

• La densité d’ensemencement  

 

Elle représente un facteur majeur permettant d’optimiser la survie, la prolifération et la 

différenciation des CSM-PD. Il a été démontré que le comportement et le fonctionnement 

cellulaire des CSM varient avec la densité d’ensemencement (254,255). La distance entre 

cellules représenterait ainsi un facteur clef dans la communication et la modulation des signaux 

inter cellulaires, variant de 300 µm pour des densités d’ensemencement de 1.103 à 2.103 

cellules/cm2 à 150 µm pour des densités de 4.103 à 1,6.104 cellules/cm2 (255). Ainsi, plus la 

distance intercellulaire sera importante, moins la communication et les signaux intercellulaires 

seront efficaces. La prolifération des CSM-MO pour des densités d’ensemencement de 1.105 à 

1.106 cellules/cm2 varie ainsi de 80 000 à 1,6.106 cellules obtenues après 21 jours de culture en 

deux dimensions. Les plus grands nombres de cellules ont été obtenus pour les densités initiales 

de 4.105 et 1.106 cellules/cm2, et le plus faible nombre pour les densités initiales de 1.105 et 

2.105 cellules/cm2 (256). La prolifération des CSM-PD est également impactée par la densité 

d’ensemencement, avec une prolifération proportionnelle à la densité d’ensemencement (de 

1.102 à 1.104 cellules/cm2). Le temps de doublement de la population cellulaire le plus faible a 

été observé pour des densités de 1.102 et 5.102 cellules/cm2, et le plus rapide avec des densités 

de 1.103, 5.103 et 1.104 cellules/cm2, sans différence significative entre ces différents groupes 

(257).  

En ingénierie tissulaire osseuse, les variations dans la densité d’ensemencement des cellules au 

sein des matrices influencent la prolifération et la différenciation cellulaire ainsi que la synthèse 

de MEC et la formation osseuse (258–263). La densité d’ensemencement dans des matrices en 

trois dimensions impacte également la survie et le potentiel de différenciation ostéogénique des 

CSM ainsi que leur capacité à former du tissu osseux (264–267).  

Une densité d’ensemencement trop faible pourrait induire une communication intercellulaire 

insuffisante, là où une densité trop élevée pourrait aboutir à un microenvironnement 

défavorable par limitation des transports de nutriments (262). Des travaux sur les CSM-MO ont 

démontré qu’une densité cellulaire minimale (8.104 cellules/cm3 de matrice) est indispensable 
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pour l’obtention d’une différenciation ostéogénique in vitro, avec une densité cellulaire 

optimale de 8.106 cellules/cm3. Les plus faibles densités d’ensemencement (8.102 et 8.103 

cellules/cm3) n’ont pas permis d’obtenir une différenciation ostéogénique efficiente (260). 

D’autres études ont démontré que l’expression génique des facteurs de croissance spécifiques 

de la différenciation osseuse par les CSM-MO varie en fonction du temps selon la densité 

d’ensemencement initiale (259). Ainsi, une différenciation ostéogénique précoce semble 

stimulée par une plus faible densité cellulaire d’ensemencement (2,4.105 cellules/cm3), et une 

différenciation tardive ainsi que la minéralisation osseuse par une densité d’ensemencement 

plus élevée (2.106 cellules/cm3). Cette dernière semble en effet diminuer la prolifération 

cellulaire des CSM-MO et favoriser leur engagement dans la lignée de différenciation 

ostéogénique, augmentant la minéralisation et la synthèse d’ALP (262,266,267). Déterminer 

une densité d’ensemencement optimale est donc primordial en ingénierie tissulaire osseuse. 

Dans notre travail, nous avons choisi une densité d’ensemencement de 5.103 cellules/cm2 pour 

la culture en deux dimensions de nos CSM-PD (255–257) et une densité de 6.106 cellules/cm3 

pour l’ensemencement dans nos biomatériaux, en nous basant sur les travaux préexistants 

disponibles dans la littérature (260,262,265–267).  

 

• La composition du milieu de culture  

 

Le milieu utilisé pour la culture des CSM-PD est très variable dans la littérature. Les plus 

utilisés sont le Dulbecco’s Modified Eagle Medium (DMEM), le DMEM-low glucose (DMEM-

LG), l’alpha-Minimal Essentiel Medium (a-MEM), le DMEM-Knock Out (DMEM-KO) et le 

DMEM/Ham’s F12 nutrient medium (DMEM/F12) (268). La culture des CSM-PD a également 

été réalisée à l’aide de MegaCell DMEM (269), de milieu à 60% de DMEM-LG et 40% de 

chick fibroblast basal medium (MCDB-201)(270), de non hematopoietic stem cell expansion 

medium (152), de milieu RPMI-1640 (271), de MesenCult (272), de MegaCell (168), de F12 

Coon’s and Ambesi’s modified medium-199 (273), d’Endothelial cell Basal Medium 2 (274), 

ou de human Mesenchymal Stem Cell Growth Medium (275). Si peu de données sont 

disponibles dans la littérature sur une comparaison en conditions identiques des performances 

des différents milieux de culture, l’a-MEM et le DMEM semblent être optimaux pour 

l’isolement et la culture des CSM-PD (268). Dans notre travail, nous avons donc choisi 

d’utiliser le DMEM comme milieu de culture.  
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Les différentes études démontrent également le recours à une supplémentation du milieu par du 

sérum xénogénique à différentes concentrations pour la culture des CSM-PD, concentration 

variant de 2 (270,276,277) à 20% (50,113,142,278,279), avec une large majorité de travaux 

préférant une concentration de 10% (268).  

Le sérum xénogénique, classiquement du sérum de veau fœtal (SVF), est largement utilisé pour 

l’isolement et la croissance des CSM, y compris pour les CSM-PD (116). Si l’utilisation de 

sérum animal soulève la problématique du risque d’infection, de transmission de pathogènes et 

de réaction immunologique lors de son utilisation in vivo, la culture primaire des CSM-PD est 

difficile dans des conditions dépourvues en sérum (280). Notre choix pour la supplémentation 

en sérum s’est ainsi porté sur l’ajout de 10% de SVF au milieu de culture. 

 

• La teneur en glucose du milieu de culture  

 

Malgré les résultats prometteurs obtenus avec l’utilisation des CSM en médecine régénérative 

tissulaire, une des limitations majeures pour l’utilisation clinique réside dans le fort taux de 

mort cellulaire lors de la transplantation in vivo (281). En effet, après implantation, les cellules 

rencontrent un environnement ischémique et pauvre en nutriments nécessaires à leur survie et 

croissance, comme le glucose (282). Si nombre d’études se sont intéressées au rôle central de 

l’oxygène pour la survie, le métabolisme, la prolifération et la différenciation des cellules (283) 

(284), le glucose semble également jouer un rôle primordial et pourrait promouvoir la survie 

cellulaire même en conditions hypoxiques (282). Véritable « carburant » pour le métabolisme 

cellulaire, son rôle sur le comportement des CSM n’est pas complétement élucidé. Les effets 

de la concentration en glucose du milieu ont été étudiés sur plusieurs types de CSM dont les 

CSM-MO (285–289) les CSM-TA (290), CSM-LP (291,292), les CSM de tendon (293) les 

cellules souches embryonnaires (294) ou les CSM-PA (295). Une seule étude s’est intéressée à 

l’impact du glucose sur les CSM-PD (296). A ce jour, ces études publiées sur l’influence du 

glucose sur la prolifération et la différenciation ostéogénique des CSM ont donné des résultats 

contradictoires et n’ont pas clairement fourni de réponse sur le rôle exact du glucose, 

notamment concernant les CSM-PD. Une meilleure compréhension des facteurs influençant le 

microenvironnement local des CSM-PD et notamment le glucose, qui est un paramètre 

facilement ajustable in vitro via le milieu de culture, est primordial et pourrait améliorer la 

prolifération, la survie et la différenciation cellulaire in vivo (297).  
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• La teneur en oxygène  

 

Réguler la teneur en oxygène lors de la culture des CSM-PD in vitro est un point pivot central 

en ingénierie tissulaire afin d’améliorer les capacités de prolifération, survie et différenciation 

cellulaires. En effet, les niches de CSM in vivo sont soumises à un environnement à faible teneur 

en oxygène (298) et ces conditions peuvent être mimées in vitro par des conditions d’hypoxie 

lors de la culture. L’hypoxie est également considérée comme un des facteurs permettant de 

maintenir la plasticité des CSM et leur capacité d’autorenouvellement (299). Néanmoins, 

actuellement, la culture cellulaire se réalise très majoritairement en condition de normoxie (21% 

d’oxygène) et il persiste des controverses quant aux effets de l’hypoxie (1-3% d’oxygène) sur 

les CSM-PD in vitro (300). Ainsi, selon les études, l’hypoxie semble avoir soit augmenté la 

prolifération des CSM-PD (301,302), soit ne pas avoir eu d’effet significatif comparativement 

aux conditions normoxiques (296,303). Ces différences peuvent être expliquées par les 

conditions d’expérimentation et à la teneur d’oxygène différentes dans ces travaux (2% pour 

Kanafi et al (296) et Zhou et al (303) vs 3% pour Sakdee et al (301) et Iida et al (302)). Par 

ailleurs, Iida et al se sont intéressés à l’effet de l’hypoxie sur la différenciation ostéogénique 

des CSM-PD, avec des résultats semblant montrer une inhibition de cette différenciation par 

les conditions hypoxiques (302).  

Dans notre travail axé sur l’ingénierie tissulaire osseuse et en nous basant sur ces résultats, nous 

avons choisi de privilégier des conditions de culture normoxiques pour nos CSM-PD.  

 

• Le support de culture : le collagène 

 

Différentes études se sont focalisées sur l’intérêt d’utiliser le collagène pour améliorer la culture 

primaire et le potentiel de différenciation des CSM (199,304–312) et plus particulièrement des 

CSM-PD (269,280,313). Le collagène est en effet un composant majoritaire de la phase 

organique du tissu osseux ainsi que du tissu pulpaire.  

Réaliser un coating des plaques de culture avec du collagène permet en effet de recréer un 

microenvironnement favorable et proche de la MEC physiologique (268). 

Ainsi, il a été démontré que le collagène permet d’améliorer les capacités d’adhésion et de 

migration ou la prolifération des CSM de cordon ombilical (304), des CSM issues du muscle 

(306), des CSM dérivées de cellules induites pluripotentes (iPS) (311) et des CSM-MO 

(304,305,310,312).  
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Il permet par ailleurs de potentialiser les capacités de différenciation ostéogénique des CSM-

MO (199,305,309,312), des CSM-TA (308) et des CSM dérivées d’iPS (311).  

Des effets similaires ont été observés sur les CSM-PD (269,280,313). Il a ainsi été démontré 

que la culture des CSM-PD en plaques coatées au collagène permet de réduire la mort cellulaire 

(280), d’augmenter l’adhérence cellulaire et la prolifération (269,280,313) ainsi que les 

capacités de différenciation ostéogénique des CSM-PD (313).  Peu de données sont disponibles 

dans la littérature sur le protocole de coating au collagène pour la culture des CSM-PD, 

néanmoins des travaux ont démontré l’efficacité de l’utilisation d’une solution de collagène I 

diluée dans du Phosphate Buffer Saline (PBS) (10 µg/mL) pour réaliser un coating à 1 µg de 

collagène par cm2 (313).  

Dans ce travail, nous avons ainsi choisi de réaliser un coating de nos plaques de culture à 0,5 

µg de collagène I par cm2 dans du PBS. 

 

2.6. Intérêt d’une co-différenciation angiogénique et ostéogénique des CSM-

PD 

 

Une des stratégies en ingénierie tissulaire osseuse est de développer des matrices pré 

vascularisées pour améliorer la survie des biomatériaux implantés et la régénération osseuse 

par l’obtention d’une néo-angiogenèse efficace au sein du matériau (314). En effet, la 

vascularisation est un processus indispensable à la croissance et au développement osseux (315) 

et l’absence de revascularisation est un des obstacles majeurs dans la reconstruction des grands 

défauts osseux. Elle conduit à la mort cellulaire dans les biomatériaux d’ingénierie tissulaire 

implantés par manque de diffusion des nutriments et de l’oxygène indispensables à la survie 

cellulaire (316,317). 

L’existence d’une relation étroite fonctionnelle et d’un dialogue cellulaire synergique entre 

ostéoblastes et CE a été démontrée ces dernières années (314,318). Ainsi, la communication 

entre cellules est possible soit par connections directes entre les cellules (molécules 

membranaires ou connections cytoplasmiques) soit par effet paracrine d’une cellule sur l’autre 

via la sécrétion de facteurs de croissance ou d’activation de voies de signalisation moléculaire 

(BMP2, BMP4, BMP7, FGF, TGF b, VEGF, IGF) (314).  

Des travaux in vitro de modèles de co-culture entre CE et CSM ont suggéré un comportement 

ostéoinducteur des CE sur les CSM (319) permettant leur engagement dans la différenciation 

ostéogénique via une régulation positive de marqueurs de différenciation ostéogénique comme 
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Runx2 ou ALP (320). Il a également été démontré que la co-culture cellulaire de cellules 

ostéoblastiques ou mésenchymateuses avec des CE, dans des modèles en deux et trois 

dimensions, promeut la formation d’un réseau prévascularisé structuré et stimule l’expression 

des marqueurs osseux (314). Une régénération osseuse optimale dépendrait donc des 

interactions entre ces deux types cellulaires qui produiraient des facteurs de croissance, et de la 

présence de ces facteurs dans le milieu. (321,322) (Figure 13).  

L’utilisation de ce milieu de culture cellulaire enrichi en facteurs sécrétés par effets paracrine 

par les cellules (milieu conditionné (CM)) représente une piste prometteuse en médecine 

régénérative.  

 

 

Figure 13 : principe du développement de biomatériaux d’ingénierie tissulaire prévascularisés 

et de l’intérêt de la présence de facteurs de croissance dans le milieu conditionné (d’après 

(323)). 

 

2.7. Effet paracrine des CSM-PD et intérêt du milieu conditionné  

 

Il est reconnu que le potentiel thérapeutique des CSM est lié à la sécrétion et au relargage de 

facteurs et molécules dans leur environnement extracellulaire (324), exerçant ainsi une activité 

paracrine. Ces éléments sont constitués de facteurs solubles (protéines, acides nucléiques, 

lipides) et de vésicules extracellulaires qui constituent le sécrétome (70). Le sécrétome est 

contenu in vitro dans le CM issu de la culture cellulaire des CSM. Si une caractérisation 

protéomique complète du CM des CSM d’origine dentaire n’a pas été réalisée à ce jour à notre 

connaissance, elle l’a été sur d’autres sources de CSM et a permis d’identifier plus de mille 

protéines relarguées dans le CM issu de ces cellules, dont une grande variété de facteurs de 
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croissances et de cytokines (325–327). L’utilisation du CM issu des CSM-PD en médecine 

régénérative a fait l’objet d’une revue systématique de littérature dans le cadre de notre travail 

(disponible en annexe 1). Elle a permis de mettre en évidence son potentiel d’utilisation 

thérapeutique dans de nombreux aspects de médecine régénérative, incluant la réduction de 

l’inflammation, la réparation des tissus dentaires, la promotion de l’angiogenèse et de la 

neurogénèse, la réduction de l’ischémie et la régénération d’organes solides.  

Le CM issu des CSM-PD représente une alternative thérapeutique intéressante pour la 

régénération des tissus dentaires, dont la destruction par la pathologie carieuse peut être liée à 

un manque d’hygiène orale, l’alimentation, ou certains traitements comme la radiothérapie. Les 

travaux réalisés sur le CM des CSM-PD ont démontré qu’il permet de promouvoir la 

différenciation odontoblastique in vitro (328) et in vivo (329). Cet effet serait lié à la présence 

dans le CM de cytokines impliquées dans la différenciation ostéogénique comme la 

neurotrophine 3 ou la BMP (330). Par ailleurs, comparativement à l’effet des CM issus de 

moelle osseuse ou de tissu adipeux, l’efficacité du CM issus des CSM-PD sur la régénération 

des tissus dentaires semble plus importante (70).  

Dans le champ d’application thérapeutique des pathologies vasculaires, le CM des CSM-PD 

semble également prometteur. Ainsi, la réduction de l’ischémie et la promotion de la néo 

vascularisation après un évènement thrombotique sont deux piliers pour réduire la morbidité 

inhérente aux pathologies vasculaires. Des travaux ont démontré que le CM issu des CSM-PD 

peut promouvoir la migration (78) et la prolifération (331) des CE et démontre des capacités 

anti-apoptotiques sur les CE de veines de cordon ombilical (331), les fibroblastes (332) et les 

myocytes (333). Le CM des cellules souches d’origine dentaire est également capable de 

promouvoir la différenciation endothéliale ou la formation de structures capillaires à partir de 

cellules embryonnaires musculaires (329), de fibroblastes (334) ou de CE de veines de cordon 

ombilical (328,334,335) in vitro et ces résultats ont été confirmés in vivo (329). Ces effets 

paracrines du CM pourraient être liés à la présence en son sein de facteurs angiogéniques tels 

que le MCP-1, le VEGF, l’IL-8, l’IGF, l’endostatine, la MMP3 ou le Granulocyte-Macrophage 

Colony-Stimulating Factor (GM-CSF) (70).  

Le CM issu des CSM-PD a également démontré son intérêt clinique dans la réduction de 

l’inflammation impliquée dans certaines pathologies comme l’arthrose. Des études ont 

démontré la capacité du CM à induire un environnement anti-inflammatoire in vitro (336,337) 

et à réduire les signes cliniques d’inflammation in vivo (337,338).  

Le CM issu des CSM-PD présente également un potentiel de différenciation ostéogénique et a 

démontré la capacité d’induire in vitro la différenciation ostéogénique des CSM-PD (339,340).  
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Les pathologies neurologiques comme les maladies neurodégénératives, les lésions nerveuses 

ou cérébrales représentent un autre domaine ou le CM issu des CSM-PD a démontré son intérêt. 

Il semble en effet contenir un taux de facteurs neuro-protecteurs, anti-apoptotiques et pro 

angiogéniques, plus important que celui du CM issu des CSM-MO ou de CSM-TA (341) : B-

cell lymphoma 2 (bcl-2), néprysiline, GM-CSF, VEGF, fractalkine, BDNF, NGF, IGF (70). Le 

CM issu des CSM-PD semble ainsi pouvoir jouer un rôle central dans le traitement de 

pathologies neurologiques comme la maladie d’Alzheimer (342), la maladie de Parkinson 

(343), les lésions cérébrales ischémiques (344) ou les lésions nerveuses périphériques 

(345,346). 

Le CM issu des CSM-PD peut également devenir une option thérapeutique dans la prise en 

charge de la défaillance d’organes, particulièrement le foie et le poumon. Résultant d’une 

fibrose et d’une destruction du nombre de cellules fonctionnelles au sein de l’organe, la 

défaillance engendre une morbidité et une mortalité importante pour les patients et seule la 

transplantation représente à l’heure actuelle un traitement pérenne. Des travaux ont démontré 

in vitro les effets du CM des CSM-PD sur la fibrose hépatique avec une promotion de la 

prolifération des hépatocytes (347), une diminution des marqueurs de fibrose comme l’a-

Smooth Muscle Actin (a-SMA) et de l’expression de cytokines pro-inflammatoires, favorisant 

ainsi la régénération tissulaire (347,348). Ces résultats n’ont pas été obtenus avec le CM issu 

des CSM-MO et pourrait être lié à la présence dans le CM des CSM-PD d’une protéine 

impliquée dans la régénération hépatique, la Growth Arrest Specific protein 6 (GAG 6). Ces 

résultats ont été confirmés par les résultats obtenus in vivo sur des modèles de fibrose hépatique 

chez la souris (348). Des résultats similaires ont été obtenus sur des modèles de défaillance 

pulmonaire chez la souris, avec l’obtention d’une réduction de la fibrose et une régénération du 

tissu pulmonaire après injection intra-nasale de CM issu de CSM-PD (349). Ces résultats n’ont 

pas été observés après injection de CM issu de CSM-MO ou de fibroblastes (122,124).  

Enfin, notre revue de littérature a mis en lumière l’intérêt de l’utilisation du CM des CSM-PD 

pour lutter contre les conséquences de l’hyperglycémie chronique liée au diabète. Le CM des 

CSM-PD semble ainsi contenir des facteurs neuroprotecteurs, angiogéniques et 

immunomodulateurs qui pourraient aider à diminuer la neuropathie et l’angiopathie diabétiques 

(70). Une réduction de l’hyperglycémie et de la mort cellulaire des cellules pancréatiques 

sécrétrices d’insuline a été obtenue in vitro et in vivo chez la souris après injection 

intrapéritonéale de CM issu de CSM-PD (350).  

L’analyse de la littérature montre donc que le CM issu des CSM-PD semble contenir de 

nombreux facteurs sécrétés par les cellules et représente un outil thérapeutique majeur et 
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prometteur en médecine régénérative (Figure 14). Il a également démontré sa supériorité par 

rapport aux autres sources de CM, notamment celui issu des CSM-MO (70). 

 

 

Figure 14 : applications de l’utilisation du CM issu des CSM-PD en médecine régénérative. 

 

L’intérêt fondamental du CM est de s’affranchir des contraintes liées à l’utilisation cellulaire in 

vivo (survie cellulaire, immunogénicité), permettant notamment son utilisation dans des 

thérapies allogéniques et de pouvoir ainsi développer des thérapies régénératives dites « cell-

free ». En effet, nous savons que de l’utilisation de cellules en médecine régénérative in vivo 

découlent des contraintes inhérentes à la survie, prolifération et différenciation de ces cellules, 

imposant non seulement de recréer un microenvironnement favorable par l’utilisation de 

matrices et de molécules bioactives adjuvantes et posant des limites liées à la réaction 

immunologique et inflammatoire qu’elles peuvent entrainer. Le CM permettrait ainsi de 

bénéficier des effets positifs de la thérapie cellulaire sans subir ses contraintes.  
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3. MATÉRIEL ET MÉTHODES  

 

3.1. Culture cellulaire : isolement et expansion des CSM-PD 

 

Dans notre travail, nous avons utilisé les CSM-PD humaines. Le tissu pulpaire a été obtenu à 

partir de troisièmes molaires incluses immatures et saines extraites au CHRU de Nancy au 

décours du parcours de soin chez des patients âgés de 13 à 17 ans exempts de toute pathologie 

générale. Les troisièmes molaires ont été récupérées après recueil de la non-opposition des 

patients et de leurs parents et inclusion des patients dans le protocole CELSORDINO (ID-RCB 

: 2017-A00860-53).  

Les troisièmes molaires immatures étaient à un stade d’édification compris entre le stade 5 et 7 

de la classification de Nolla (Tableau 12). Le stade 5 correspond à une édification coronaire de 

la dent quasiment terminée, et le stade 7 à l’édification du tiers coronaire de la racine (Figure 

15). Ces stades d’édification autorisent l’extirpation du tissu pulpaire par les apex sans avoir à 

recourir à une découpe mécanique de la dent risquant d’entrainer une contamination bactérienne 

ou une altération du tissu pulpaire par échauffement.  

 

Stade d’édification radiculaire Aspect de la dent 

0 Absence de la crypte dentaire 

1 Présence de la crypte dentaire 

2 Calcification coronaire initiale 

3 Un tiers de couronne édifiée 

4 Deux tiers de la couronne édifiés 

5 Couronne quasiment complétement édifiée 

6 Couronne complétement édifiée 

7 Un tiers de racine édifié 

8 Deux tiers de racine édifiés 

9 Racines édifiées, apex ouvert 

10 Racines édifiées avec apex fermé 

Tableau 12 : stades d’édification radiculaire selon la classification de Nolla (351). 
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Figure 15 : aspects radiologique et clinique des stades 5 (A), 6 (B) et 7 (C) de Nolla (352). 
 

Après avulsion, les troisièmes molaires ont été placées dans une solution de transport stérile 

(PBS 10X (Dulbecco’s Phosphate Buffered Saline, Sigma), 100 U/mL pénicilline (Gibco), 100 

µg/mL streptomycine (Gibco), 250 µg/mL d’amphotéricine B (Gibco), conservées à 4°C et 

transportées au laboratoire.  

 

Afin d’isoler les CSM-PD du tissu pulpaire, nous avons utilisé la technique des explants 

(51,353) dans les heures qui ont suivi l’avulsion chirurgicale des troisièmes molaires (Figure 

16).  

La zone tissulaire comprise à la partie apicale des dents de sagesse a été éliminée à l’aide d’une 

lame chirurgicale stérile afin d’éviter les contaminations avec des cellules mésenchymateuses 

de la papille apicale.  

Le tissu pulpaire a ensuite été extirpé délicatement de la cavité camérale à l’aide d’une précelle 

stérile et placé dans une boite de Pétri. Deux lavages successifs ont été réalisés avec du PBS 

10X auquel ont été ajoutés 100 U/mL de pénicilline (Gibco), 100 µg/mL de streptomycine et 

250 µg/mL d’amphotéricine B (Gibco). Puis, chaque pulpe a été fragmentée en 20 à 25 explants 

de 0,5 à 2 mm3. 



 75 

 

 

Figure 16 : technique des explants.  

 

Pour toutes nos expérimentations, les CSM-PD ont été cultivées en plaques ou en boites 

préalablement coatées avec une solution de collagène de type I.  

Une solution de collagène I (Collagen Type 1 rat tail, 3,83mg/mL, Corning, Discovery 

Labware, Inc) a été diluée dans du PBS pour obtenir une concentration finale de 9,6 µg/mL.  

Des dépôts de 0,5 µg/cm2 ont été réalisés dans les puits de culture et les plaques placées à 

incuber 45 minutes à 37°C. La solution en excès a ensuite été délicatement aspirée puis les 

supports de culture rincés délicatement au PBS pour éliminer les acides en excès. Les plaques 

ont été utilisées immédiatement ou délicatement séchées et conservée à 4°C pendant un délai 

maximum d’une semaine avant utilisation.  

 

Environ quatre explants ont été placés par puits en plaques 6 puits préalablement coatées au 

collagène (0,5 µg/cm2) avec l’ajout de 2 mL de milieu de culture par puit (DMEM-LG 

(Dulbecco’s Modified Eagle Medium, Gibco) (1g/L) supplémenté à 10% de SVF (Dutscher) + 

5,5mL de pyruvate (100 mM, Gibco) + 100 U/mL pénicilline (Gibco), 100 µg/mL 

streptomycine (Gibco), 250 µg/mL d’amphotéricine B (Gibco). Les cellules ont été placées 

dans un incubateur à 37°C (5% CO2, 95% air) et à saturation en humidité.  

Le premier changement de milieu a été réalisé au bout de 4 jours puis deux fois par semaine, 

jusqu’à obtention d’un tapis cellulaire à 80% de confluence. 

 

À 80% de confluence, les cellules ont été trypsinées : après aspiration du milieu de culture et 

lavage au PBS 10X, 500 µL de trypsine (TypLE®, Gibco) ont été ajoutés par puit de culture et 

les plaques ont été placées à incuber pendant 5 minutes en conditions normoxiques et à 37°C. 

L’action de la trypsine a ensuite été neutralisée par l’ajout de 1,5 mL de milieu de culture par 
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puit (DMEM low glucose, Gibco). Le contenu de chaque puit a été collecté et la suspension 

cellulaire ainsi obtenue a été centrifugée (5 min, 300 g) après comptage des cellules à l’aide 

d’une cellule de Malassez.  

 

Une partie des cellules a été ensemencée à 5000 cellules/cm2 et amplifiée jusqu’en passage 3.   

 

A chaque passage (P1, P2, P3), les cellules résiduelles obtenues en culture ont été congelées 

pour analyses ultérieures. Elles ont été re-suspendues dans une solution de SVF (Dutscher) et 

dimethylsulfoxide (DMSO) (Fisher BioReagents®) à 9 pour 1 et à une concentration de 2.106 

cellules par microtube (Wheaton, USA) puis placées à -150°C.  

Pour leur utilisation ultérieure, les CSM-PD cryopréservées ont été décongelées par ajout de 

milieu de culture à température ambiante et réensemencées en plaques comme décrit 

précédemment.  

 
3.2. Caractérisation des CSM-PD par cytométrie en flux   

 

L’expression des marqueurs de surface des CSM-PD a été analysé par cytométrie en flux en 

passage 3, passage à partir duquel la population cellulaire est majoritairement composée de 

CSM.  

Lorsque les cellules au 3e passage ont atteint 80% de confluence, elles ont été rincées au PBS 

10X puis trypsinées (TypLE®, Gibco), centrifugées (5 minutes, 300 g) et les culots ont été re-

suspendus dans du PBS. Cinquante µL de suspension cellulaire contenant 3.105 cellules à 

marquer ont été déposés par tube de cytométrie. 

Afin d’éviter les faux positifs, une solution de blocage des récepteurs Fc diluée au 1/50 a été 

ajoutée à la solution cellulaire (Human TruStain FcX™, BioLegend) et les tubes ont été incubés 

10 minutes à température ambiante.  

Un contrôle de viabilité est effectué en utilisant des marqueurs de viabilité fixables ou 

« Zombie » qui se fixent aux groupements amines des protéines et non à l’acide 

désoxyribonucléique (ADN). Les cellules vivantes excluent ces colorants alors que les cellules 

mortes génèrent un marquage en laissant pénétrer les marqueurs Zombie (Zombie Aqua™ 

Fixable Viability Kit, BioLegend).  

Les anticorps utilisés sont listés dans le tableau 13.  

Les anticorps ont été dilués dans 50 µL de solution de PBS à 2% de SVF (Dutscher). Cinquante 

µL d’anticorps dilués ont été ajoutés aux 50 µL de suspension cellulaire déjà répartis dans les 
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tubes, et incubés 30 minutes à 4°C à l’abri de la lumière. L’incubation du tube contenant les 

marqueurs de viabilité (Zombie Aqua™ Fixable Viability Kit, BioLegend) a été réalisée à 

température ambiante à l’abri de la lumière.  

A la fin de l’incubation, 2mL de PBS à 2% de SVF ont été ajoutés dans chaque tube puis la 

suspension cellulaire a été centrifugée (5 minutes, 300 g) et les culots re-suspendus dans 300 

µL de solution de PBS à 2% de SVF après deux lavages.   

Les culots cellulaires ont finalement été analysés à l’aide d’un cytomètre en flux (Gallios, 

Beckman Coulter).  Les analyses ont été effectuées grâce au logiciel Kaluza™. Un minimum 

de 10000 événements a été collecté lors de chaque analyse. Les résultats obtenus par cytométrie 

en flux sont exprimés en pourcentages de cellules positives. 

 

ANTICORPS ESPÈCE/SPÉCIFICITÉ FOURNISSEUR CONCENTRATION 

CD44 Souris, IgG1 BioLegend 1/200 

CD73 Souris, IgG1 BioLegend 1/200 

CD90 Souris, IgG1 BioLegend 1/200 

CD105 Souris, IgG1 BioLegend 1/200 

HLA-DR Souris, IgG2a BioLegend 1/200 

CD34 Souris, IgG1 BioLegend 1/200 

CD45 Souris, IgG1 BioLegend 1/200 

Tableau 13 : anticorps utilisés en cytométrie en flux.  

 

3.3. Stimulations environnementales des CSM-PD  

 

3.3.1. Étude des effets in vitro de vésicules de taille nanométriques 

(nanoliposomes) sur les CSM-PD 

 

Nous avons étudié les effets de l’ajout de nanoliposomes issus de lécithine de colza à différentes 

concentrations sur les CSM-PD.  

Ces nanoliposomes ont été obtenus par une collaboration avec le docteur Cyril Kahn et le 

professeur Elmira Arab Therany (LIBio, Université de Lorraine).  

 

Pour élaborer ces nanoliposomes, 2 grammes de lécithine de colza ont été ajoutés à 38mL d’eau 

distillée afin d’obtenir une solution à 5% (p/v) de lécithine. Cette solution a été placée sous 
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agitation pendant 4 heures sous atmosphère inerte (nitrogène). La préparation a ensuite subi 

une sonication à 40kHz à 40% de la puissance maximale pendant 2 minutes afin d’obtenir une 

solution homogène. La solution de nanoliposomes de lécithine de colza ainsi obtenue a été 

conservée à 37°C à l’abri de la lumière en bouteille stérile (251).  

La dilution de cette solution a ensuite été réalisée dans notre laboratoire dans du milieu de 

culture (DMEM-LG) afin d’obtenir les différentes concentrations de nanoliposomes que nous 

avons utilisé (5, 10, 20, 50, 100, 500 et 1000 µg/mL). 

 

Huit conditions de culture des CSM-PD ont été réalisées avec différentes concentration de 

nanoliposomes :  

(1) : DMEM (Gibco) supplémenté à 10% de SVF  

(2) : DMEM 10% + 1000 µg/mL de nanoliposomes de lécithine de colza  

(3) : DMEM 10% + 500 µg/mL de nanoliposomes de lécithine de colza  

(4) : DMEM 10% + 100 µg/mL de nanoliposomes de lécithine de colza  

(5) : DMEM 10% + 50 µg/mL de nanoliposomes de lécithine de colza  

(6) : DMEM 10% + 20 µg/mL de nanoliposomes de lécithine de colza  

(7) : DMEM 10% + 10 µg/mL de nanoliposomes de lécithine de colza  

(8) : DMEM 10% + 5 µg/mL de nanoliposomes de lécithine de colza  

 

Les CSMP-PD en passage trois ont été ensemencées à une densité de 1.103 cellules par cm2 

dans des plaques de culture 6 puits recouvertes de collagène et mises en culture au contact des 

nanoliposomes durant 7 jours.  

Une évaluation de la cytoxicité des nanoliposomes et de la viabilité cellulaire a été réalisée.  

 

3.3.1.1. Évaluation de la cytotoxicité des nanoliposomes sur les CSM-

PD 

 
Un test de dosage colorimétrique de la lactate déshydrogénase (LDH) a été réalisé à J1 pour 

évaluer le taux de mortalité cellulaire (Cytotoxicity Detection Kit Plus LDH, Roche).  

Le principe du dosage LDH est de déterminer le taux de mortalité d’une population cellulaire. 

Une augmentation de la quantité de cellules mortes ou dont la membrane est endommagée 

entraîne une augmentation de l’activité enzymatique LDH dans le surnageant. Cette enzyme 
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réduit le sel de tétrazolium (jaune) en formazan (rouge). La quantité de formazan formée est 

directement proportionnelle au nombre de cellules lysées.  

Des contrôles positifs (« high control ») et négatifs sur les cellules non traitées (« low control ») 

ont été réalisés ainsi qu’un contrôle du bruit de fond du milieu (« background »), en triplicat.  

 

Les cellules ont été ensemencées en plaque 96 puits suivant les 8 conditions de culture décrites 

précédemment et placées pendant 24 heures en incubateur en condition normoxiques à 37°C.  

Dans les puits contenant les échantillons destinés au « high control », 5 µL de solution de lyse 

cellulaire (Lysis solution, Cytotoxicity Detection KitPlus LDH, Roche) ont été ajoutés et la 

plaque a été incubée 15 minutes sous agitation douce.  

Ensuite, pour déterminer l’activité de la lactate déshydrogénase, 100 µL de solution de réactif 

de détection (Dye solution + Catalyst, Cytotoxicity Detection Kit Plus LDH, Roche) ont été 

ajoutés à chaque puit. La plaque a été incubée à température ambiante pendant 30 minutes à 

l’abri de la lumière sous agitation douce puis lue sur lecteur de microplaque à 490 nm 

(Varioskanâ Flash, Thermo Scientific).  

 

Le pourcentage de cytotoxicité a ensuite été calculé selon la formule suivante. :  

 

 

3.3.1.2. Évaluation de la prolifération cellulaire 

 

La prolifération cellulaire a été utilisée par mesure de la quantité d’ADN par un test 

fluorométrique de quantification d’ADN au Hoechst 33342. Le Hoechst est un intercalant de 

l’ADN qui permet de déterminer la quantité de cellules vivantes dans un échantillon. En effet, 

le Hoechst 33342 a la capacité de pouvoir traverser les membranes cellulaires des cellules 

vivantes et de se fixer au niveau du petit sillon du double brin d’ADN au niveau des séquences 

riches en adénine et thymine. L’intensité de la fluorescence émise est lue en spectrophotométrie 

et peut ensuite être corrélée par une gamme étalon à la quantité d’ADN présente dans 

l’échantillon.  

Après 1, 3, 5 et 7 jours de culture dans les conditions décrites précédemment, les cellules ont 

été trypsinées (TypLE®, Gibco), puis centrifugées à 300 g pendant 10 minutes. Les culots ont 
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été repris dans 100 µL de tampon de Hoeschst (0,1 M NaCl (VWR Chemicals), 10 mM Tris 

(Sigma) et 1 mM acide éthylène-diamine-tétra-acétique (Sigma) dissous dans de l’eau distillée, 

pH 7,4).  

Trois cycles de congélation (−80°C) et décongélation (37°C) ont été réalisés pour lyser les 

cellules puis la solution fluorescente au Hoechst 33342 (0,1 µg/ml, Sigma-Aldrich, USA) a été 

ajoutée à chaque échantillon. Deux cents µl de chaque échantillon ont été déposés en triplicat 

dans une nouvelle plaque 96 puits et la fluorescence a été mesurée à la longueur d’onde de 461 

nm grâce à un lecteur de microplaque (Varioskanâ Flash, Thermo Scientific).  

Une courbe de dosage d’ADN standard a été réalisée selon une gamme étalon préparée avec de 

l’ADN de thymus de veau (Deoxyribonucleic acid sodium salt from calf thymus, Sigma, 

D3664) pour déterminer la concentration de l’ADN dans les échantillons.  

 

3.3.1.3. Évaluation de la viabilité cellulaire 

 

La viabilité cellulaire a été évaluée par un test au bromure de 3-(4,5-dimethylthiazol-2-yl)-2,5-

diphenyltetrazolium) (MTT). Ce test permet de quantifier par colorimétrie le nombre de cellules 

viables en évaluant l’activité mitochondriale cellulaire : les mitochondries réduisent le bromure 

de 3-(4,5-dimethylthiazol-2-yl)-2,5-diphenyltetrazolium) en cristaux de formazan.  

Après trois passages, les CSM-PD ont été ensemencées à la même densité que décrite 

précédemment en plaques 96 puits, toujours selon les 8 mêmes conditions de culture. Le test 

MTT a été réalisé après 1, 3, 5 et 7 jours de culture. 

La solution de MTT a été préparée en dissolvant le bromure de 3-(4,5-dimethylthiazol-2-yl)-

2,5-diphenyltetrazolium) (Sigma) dans du PBS, puis filtrée et stérilisée. Après les intervalles 

de culture précédemment cités, (1, 3, 5 et 7 jours), les CSM-PD ont été incubées avec 5 mg/ml 

de solution MTT durant 4 heures à 37°C. La solution de MTT a été éliminée et les cristaux de 

bleu de formazan formés, témoins de la viabilité cellulaire, ont été solubilisés par incubation 

avec 200 µL de DMSO pendant 5 minutes à 37°C. Cent µL de la solution obtenue dans chaque 

puit ont été transférés dans une nouvelle plaque. L’absorbance a été mesurée au lecteur de 

microplaque à 540 nm (Varioskanâ Flash, Thermo Scientific).  

L’absorbance obtenue par le test MTT a été normalisée par l’absorbance obtenue lors du test 

de Hoechst et calculée pour chaque échantillon (absorbance MTT/absorbance Hoechst).  
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3.3.2. Étude des effets du glucose sur le comportement des CSM-PD 

 

3.3.2.1. Étude de l’influence du glucose sur la prolifération cellulaire 

des CSM-PD 

 

Les CSM-PD de trois donneurs différents (n=3) en passage 3 ont été ensemencées en plaques 

6 puits à la densité de 5000 cellules/cm2. Elles ont été mises en culture pendant 21 jours en 

normoxie à 5% de CO2 à 37°C.  

 

Deux conditions de culture ont été choisies :  

(1) Milieu de culture à faible concentration en glucose (1 g/L) : DMEM-LG (Gibco) 

(2) Milieu de culture à haute concentration en glucose (4,5 g/L) : DMEM-HG (Gibco) 
 

Les deux milieux de culture ont été supplémentés à 10% de SVF (Dutscher), 100 U/mL de 

pénicilline, 100 µg/mL de streptomycine et 2,5 µg/mL d’amphotéricine B (Sigma-Aldrich). Le 

milieu de culture a été changé deux fois par semaine.  

 

La prolifération cellulaire a été évaluée après 1, 3, 7, 14 et 21 jours de culture par mesure de la 

quantité d’ADN par un test fluorométrique de quantification d’ADN au Hoechst 33342, selon 

le même protocole que décrit en 3.3.1.2. 

 

3.3.2.2. Étude de l’influence du glucose sur la viabilité cellulaire des 

CSM-PD 

 

Les CSM-PD de trois donneurs différents (n=3) en troisième passage ont été mises en culture 

en plaques 96 puits à la densité de 5000 cellules/cm2, en conditions normoxiques et à 37°C.  

Les deux mêmes conditions de culture ont été choisies (milieu de culture à faible (1 g/L) et 

haute (4,5 g/L) concentration en glucose) que pour l’évaluation de la prolifération cellulaire. 

Le milieu de culture a été changé deux fois par semaine.   

Après 1, 3, 7, 14 et 21 jours de culture, un test MTT a été réalisé pour évaluer la viabilité 

cellulaire, selon le même protocole que décrit précédemment. 

L’absorbance obtenue par le test MTT a été normalisée par l’absorbance obtenue lors du test 

de Hoechst absorbance et calculée pour chaque échantillon.  
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3.3.2.3. Étude de l’influence du glucose sur la différenciation 

ostéogénique des CSM-PD 

 

Afin d’évaluer l’influence de la teneur en glucose du milieu sur la différenciation ostéogénique 

des CSM-PD, les cellules en passage 3 de trois donneurs différents (n=3) ont été incubées 

pendant 28 jours en plaques 6 puits et 24 puits à la densité de 5000 cellules/cm2, en conditions 

normoxiques à 5% de CO2 et à 37°C.  

 

Quatre conditions de culture ont été utilisées :  

(1) DMEM-LG (1 g/L) supplémenté à 10% de SVF (Dutscher) + 5,5 mL pyruvate (100 mM, 

Gibco) + 100 U/mL pénicilline (Gibco), 100 µg/mL streptomycine (Gibco) 

(2) DMEM-HG (4,5 g/L) supplémenté à 10% de SVF (Dutscher) + 5,5 mL pyruvate (100 mM, 

Gibco) + 100 U/mL pénicilline (Gibco), 100 µg/mL streptomycine (Gibco) 

(3) DMEM-LG (1 g/L) supplémenté à 10% de SVF (Dutscher) + 5,5 mL pyruvate (100 mM, 

Gibco) + 100 U/mL pénicilline (Gibco), 100 µg/mL streptomycine (Gibco) avec ajout d’un 

cocktail de différenciation ostéogénique : acide ascorbique 50 µM (Sigma Aldrich), 

dexaméthasone 100 nM (Sigma Aldrich), b-glycérophosphate 10 mM (Sigma Aldrich)  

(4) DMEM-HG (4,5 g/L) supplémenté à 10% de SVF (Dutscher) + 5,5 mL pyruvate (100 mM, 

Gibco) + 100 U/mL pénicilline (Gibco), 100 µg/mL streptomycine (Gibco) avec ajout d’un 

cocktail de différenciation ostéogénique : acide ascorbique 50 µM (Sigma Aldrich), 

dexaméthasone 100 nM (Sigma Aldrich), b-glycérophosphate 10 mM (Sigma Aldrich)  

 
Le milieu de culture a été changé deux fois par semaine. 
 

Après 28 jours de culture, nous avons évalué la différenciation ostéogénique par une coloration 

en plaque au Rouge Alizarine, une mesure semi-quantitative colorimétrique de la coloration au 

Rouge Alizarine et une détermination de l’expression génique de marqueurs de différenciation 

ostéogénique par real-time Reverse Transcription Polymerase Chain Reaction (RT-qPCR).  

 

• Coloration en plaque au rouge alizarine  

 

Après 28 jours de culture dans les 4 conditions décrites précédemment, les CSM-PD 

ensemencées en plaques 24 puits ont été rincées trois fois au PBS 10X à pH 7,4 puis fixées 

pendant 15 minutes dans une solution à 4% de paraformaldéhyde à température ambiante. 
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Après trois lavages à l’eau distillée, une solution de Rouge Alizarine (Sigma-Aldrich) (2%, p/v 

dans eau distillée), filtrée et au pH ajusté à 4,3 a été déposée dans les puits et les plaques ont 

été incubées 45 minutes à température ambiante. Après trois nouveaux lavages des puits à l’eau 

distillée, les nodules de calcification ont été visualisés en microscopie optique conventionnelle.  

 

• Évaluation semi-quantitative colorimétrique de la minéralisation  

 

La minéralisation a été évaluée par l’extraction des nodules de minéralisation calcifiés selon le 

protocole décrit par Gregory et al (354). Deux cents µL de solution d’acide acétique (Sigma-

Aldrich) à 10% ont été ajoutés à chaque puit de culture et les plaques ont été incubées sous 

agitation douce à température ambiante pendant 30 minutes. La couche cellulaire a été collectée 

avec un racloir, transférée avec la solution d’acide acétique dans des micro-tubes et chauffée 

pendant 10 minutes à 85°C. Les échantillons ont ensuite été refroidis pendant 5 minutes dans 

la glace puis centrifugés à 20000 g pendant 15 minutes. Deux cents µL de surnageant de chaque 

échantillon ont été transférés dans un nouveau tube et le pH a été ajusté (pH : 4,3) avec 75 µL 

d’une solution à 10% d’hydroxyde d’ammonium (Sigma-Aldrich). Cent cinquante µL de 

chaque échantillon ont été transférés en triplicat en plaques 96 puits et l’absorbance mesurée 

au lecteur de microplaque à 405 nm (Varioskanâ Flash, Thermo Scientific). La concentration 

de la coloration au Rouge Alizarine a été calculée selon une courbe standard.  

 

• Analyses de l’expression génique de marqueurs de différenciation ostéogénique par RT-

qPCR  

 

Après 28 jours de culture dans les conditions décrites précédemment, l’expression génique de 

RUNX2, OCN et COL1A1 (collagen type I alpha 1 chain) par les CSM-PD ensemencées en 

plaques 6 puits a été mesurée.  

L’extraction de l’acide ribonucléique (ARN) de chaque échantillon a été réalisée en utilisant le 

kit Direct-zol Ô RNA MiniPrep (Zymo Research). Après rinçage au PBS 10X, 700 µL de 

QIAzolâLysis Reagent (QIAGEN) ont été ajoutés à chaque puit et chaque échantillon a été 

transféré dans un microtube. Sept cents µL d’éthanol absolu (Carlo Erba Reagents) ont été 

ajoutés dans chaque microtube. Les échantillons ont été transférés sur colonnes, centrifugés et 

ont été ajoutés 400 µL de RNA Wash Buffer (kit Direct-zol Ô RNA MiniPrep, Zymo 

Research). Après une nouvelle centrifugation, les colonnes ont été incubées 15 minutes à 
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température ambiante avec 80 µL de solution de DNAse 1 (kit Direct-zol Ô RNA MiniPrep, 

Zymo Research). Des étapes de lavages au Direct-zol RNA PreWash et RNA Wash Buffer (kit 

Direct-zol Ô RNA MiniPrep, Zymo Research) ont été réalisées, séparées de centrifugations des 

colonnes. Après transfert des colonnes dans des nouveaux tubes, 50 µL d’eau RNase-free ont 

été ajoutés et les tubes centrifugés à vitesse maximale (16000 g) pendant 1 minute à 4°C. Les 

ARN ont ensuite été dénaturés à 65°C pendant 5 minutes puis remis sur glace. Le dosage de la 

quantité d’ARN a été réalisé au lecteur NanoDrop One (Thermo Scientific, Ozyme).  

Cinquante ng de l’ARN total ont ensuite été transcrits en acides désoxyribonucléiques 

complémentaires (ADNc) en utilisant le kit de synthèse d’ADNc iScriptä Reverse 

Transcription Supermix pour RT-qPCR (real-time reverse transcription polymerase chain 

reaction, Biorad). Pour chaque échantillon, 4 µL d’iScript Reaction Mix, 1 µL d’iScript Reverse 

Transcriptase et un volume variable d’eau RNAse-DNAse-free (iScriptä Reverse 

Transcription Supermix for RT-qPCR, Biorad) ont été ajoutés. Les échantillons ont subi une 

incubation selon le cycle de variation de température suivant (Mastercycler gradientâ, 

Eppendof) : 5 minutes à 25°C, 20 minutes à 46°C et 1 minute à 95°C.  

La RT-qPCR a ensuite été réalisée en utilisant le kit iTaqä Universal SYBERÒ Green 

Supermix (Biorad) et le système StepOne Plus Apparatus (Real Time PCR System, Applied 

Biosystem, USA). Pour chaque gène, un mix de PCR a été préparé (amorce sens, amorce anti-

sens, eau RNase-DNase free et Syber (kit iTaqä Universal SYBERÒ Green Supermix, Biorad). 

Les séquences des amorces utilisées sont détaillées dans le tableau 14.  

 

Gènes Amorces Séquences (5’-3’) 
RUNX2 Sens 

Anti-sens 
CCCGTGGCCTTCAAGGT 

CGTTACCCGCCATGACAGTA 
OCN Sens 

Anti-sens 
GTGCAGAGTCCAGCAAAGGT 
TCAGCCAACTCGTCACAGTC 

COL1A1 Sens 
Anti-sens 

AGGTGCTGATGGCTCTCCT 
GGACCACTTTCACCCTTGT 

RP29 Sens 
Anti-sens 

AGATGGGTCACCAGCAGCTGTACTG 
AGACACGACAAGAGCGAGAA 

Tableau 14 : amorces utilisées lors de l’analyse par RT-qPCR. 

 

Quatre µL de chaque échantillon ont été déposés en plaques de PCR et 16 µL du mix de PCR 

pour chaque gène ont été ajoutés par puit (une plaque par gène).  

Après agitation douce et centrifugation 1 minute à 150 g, la plaque a été lue à l’aide du système 

StepOne Plus Apparatus (Real Time PCR System, Applied Biosystem, USA). 
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L’expression génique a été calculée par la méthode comparative des delta CT (2-Dct) après avoir 

été normalisée à la valeur du gène de ménage de la protéine ribosomale (RP29).  

 

3.3.3. Étude de l’effet de la densité d’ensemencement sur les CSM-PD  

 

3.3.3.1. Effets sur la prolifération et la viabilité des CSM-PD 

 

Les CSM-PD de trois donneurs différents (n=3) ont été ensemencées en plaques 96 puits et en 

plaques 6 puits à deux densités d’ensemencement : 1) 5000 cellules/cm2, 2) 2500 cellules/cm2. 

Deux mL de milieu DMEM-LG ont été ajoutés à chaque puit. 

Les plaques ont été placées en conditions normoxiques et à 37°C pendant 21 jours.  

À 1, 3, 7, 14 et 21 jours de culture, des tests MTT et de Hoechst ont été réalisés selon le même 

protocole que décrit précédemment. Le milieu de culture a été changé deux fois par semaine.  

L’absorbance obtenue par le test MTT a été normalisée par l’absorbance obtenue lors du test 

de Hoechst absorbance et calculée pour chaque échantillon.  

 

3.3.3.2. Effets sur la différenciation ostéogénique des CSM-PD 

 

Les CSM-PD de trois donneurs différents (n=3) ont été ensemencées en plaques 24 puits et à 

deux densités d’ensemencement : (1) 5000 cellules/cm2 (2) 2500 cellules/cm2. Après 28 jours 

de culture avec du milieu basal (DMEM-LG) et du milieu d’induction ostéogénique, la 

différenciation ostéogénique des CSM-PD a été évaluée par coloration au Rouge Alizarine et 

quantification de cette coloration comme décrit précédemment.  

 

3.4. Développement d’un biomatériau composite associant éponges de collagène et 

hydrogel d’alginate enrichi en HA, ensemencé par des CSM-PD  

 

Préalablement à l’utilisation des CSM-PD pour ensemencer nos biomatériaux, nous avons 

effectué une mise au point de cette expérimentation en utilisant des CSM-MO humaines. Ces 

CSM-MO sont utilisées au sein de notre équipe de recherche et sont issues de têtes fémorales 

obtenues après consentement du patient lors de poses de prothèses totales de hanches réalisées 

dans le service de chirurgie orthopédique, traumatologique et arthroscopique du CHRU de 

Nancy. Nous avons réalisé l’ensemencement des CSM-MO dans les biomatériaux dans les 
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mêmes conditions que pour les CSM-PD, décrites ci-dessous, avec une durée de mise en culture 

de 21 jours (données non présentées). 

 

3.4.1. Biomatériaux utilisés  

 

Les éponges de collagène (Figure 17) utilisées sont des cylindres de 10 mm de diamètre sur 4 

mm d’épaisseur, composées de collagène I (95%) et de collagène III (5%) et fabriquées par la 

société Symatèse Biomatériaux (Chanopost, France).  

 

 

Figure 17 : biomatrice de collagène utilisée pour l’ensemencement des CSM-PD. Échelle : 0-1 

cm. 

 

Quatre types de biomatériaux associés ou non à un hydrogel ont été utilisés : 

(1) Éponges de collagène seules  

(2) Éponges de collagène associées à un hydrogel d’alginate 1%  

(3) Éponges de collagène associées à un hydrogel d’alginate enrichi en HA 

(4) Éponges de collagène associées à un hydrogel d’alginate enrichi en billes de borosilicate  

 

3.4.2. Préparation des hydrogels  

 

• Hydrogel d’alginate 1%  

 

Une solution d’alginate à 1% contenant 100 mg d’alginate (Alginic acid sodium salt from brown 

algue, Sigma) et 10 mL de chlorure de sodium (NaCl) a été préparée. Cent mg d’alginate ont 
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été stérilisés avant utilisation, et la solution reconstituée a été mise en agitation 12 heures avant 

utilisation.   

 

• Hydrogel d’alginate enrichi en hydroxyapatite  

 

Après stérilisation des poudres, une solution a été préparée en dissolvant 50 mg d’HA 

(Hydroxylapatite phosphocalcic, Teknimed S.A) et 50 mg d’alginate dans 10 mL de NaCl puis 

mise en agitation 24 heures avant utilisation. La taille des particules d’HA est comprise entre 5 

et 30 µm.  

 

• Hydrogel d’alginate enrichi en billes de borosilicate  

 

Une solution composée de deux poudres préalablement stérilisées, à quantité égale de 

borosilicate (Dry Soda Lime Microspheres, Duke Scientific Corporation) et d’alginate a été 

préparée en dissolvant 50 mg d’alginate et 50 mg de borosilicate dans 10 mL de NaCl. Les deux 

poudres ont été stérilisées avant dissolution dans le NaCl et la solution a été mise en agitation 

24 heures avant utilisation. La taille des particules de borosilicate est identique à celles des 

particules d’HA utilisées (5 à 30 µm). Nous avons ainsi choisi de les utiliser afin de nous assurer 

que les résultats obtenus avec l’ajout d’HA dans nos biomatériaux résultaient bien de ses 

propriétés intrinsèques et non de leurs propriétés physico-chimiques uniquement liées à leur 

structure particulaire.  

 

3.4.3. Ensemencement des CSM-PD dans les biomatériaux et milieux de 

culture utilisés  

 

Après isolement et expansion des CSM-PD en boites de Pétri (55 cm2), deux millions de CSM-

PD en passage 2 ont été ensemencées au sein de chaque biomatériau (6.103 cellules/mm3). Ces 

CSM-PD provenaient de trois patients différents et ont été poolées pour l’ensemencement.  

 

• Ensemencement des CSM-PD dans les éponges seules  

 

Les cellules ont été re-suspendues dans du milieu de culture et 100 µL de milieu contenant 2 

millions de cellules ont été déposés à la surface de chaque éponge disposée dans des plaques 
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48 puits (une éponge par puit). Les plaques ont été incubées 4 heures en condition normoxiques 

à 37°C puis les éponges ont été transférées en plaques 24 puits (une éponge par puit). Un mL 

de milieu a été ajouté à chaque puit et les plaques ont été remises dans l’incubateur. 

 

• Ensemencement des CSM-PD dans les éponges associées à un hydrogel d’alginate 1% 

 

Les éponges de collagène ont été placées en plaques 48 puits (une éponge par puit). Les cellules 

ont été re-suspendues dans la solution d’alginate à 1% et 100 µL de suspension cellulaire 

contenant 2 millions de CSM-PD ont été déposés à la surface de chaque éponge. Les éponges 

ont été immergées 15 minutes dans une solution de chlorure de calcium CaCl2 (102mM, BDH, 

Prolabo) à température ambiante en plaque 6 puits, rincées au NaCl puis remises en plaques 24 

puits (une éponge par puit) avec 1 mL de milieu de culture par puit.  

 

• Ensemencement des CSM-PD dans les éponges associées à un hydrogel d’alginate 1% 

enrichi en hydroxyapatite ou en borosilicate  

 

De la même façon que pour l’ensemencement dans les éponges associées à l’hydrogel 

d’alginate, les cellules ont été re-suspendues soit dans la solution d’alginate enrichie en HA, 

soit dans la solution d’alginate enrichie en borosilicate, et 100 µL contenant 2 millions de CSM-

PD ont été déposés à la surface de chaque éponge en plaques 48 puits. Les éponges ont été 

également polymérisées 15 minutes grâce à la même solution de CaCl2, rincées au NaCl et 

remises en plaques 24 puits en incubation avec 1 mL de milieu de culture par puit.  

 

Pour chaque type de biomatériau, trois conditions de culture ont été choisies :  

 

(1) Milieu de culture basal : DMEM-HG (4,5 g/L) supplémenté à 10% de SVF (Dutscher) + 5,5 

mL de pyruvate (100 mM, Gibco) + 100 U/mL pénicilline (Gibco), 100 µg/mL streptomycine 

(Gibco)  

 

(2) Milieu de différenciation ostéogénique : DMEM-HG (4,5 g/L) supplémenté à 10% de SVF 

(Dutscher) + 5,5 mL pyruvate (100 mM, Gibco) + 100 U/mL pénicilline (Gibco), 100 µg/mL 

streptomycine (Gibco) avec ajout d’un cocktail de différenciation ostéogénique : acide 

ascorbique 50 µM (Sigma Aldrich), dexaméthasone 100 nM (Sigma Aldrich), b-

glycérophosphate 10 mM (Sigma Aldrich)  
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(3) Milieu de différenciation ostéogénique commercial : DMEM + SVF + L-Glutamine + 

suppléments (MACS™ OsteoDiff Media, Miltenyi Biotech)  

 

Les 36 biomatériaux ainsi préparés ont été cultivés pendant 28 jours en environnement 

normoxique (21% O2, 5% CO2) à 37°C. Les milieux de culture étaient changés deux fois par 

semaine.  

 

 

Figure 18 : répartition des 36 biomatériaux selon leur composition et leurs conditions de culture. 

 

Après 28 jours de culture, les biomatériaux ont été fixés dans une solution à 4% de PAF (p/v 

dans PBS) pendant 4 heures à 4°C puis déshydratés et inclus en paraffine.  

 

3.4.4. Analyses histologiques  

 
        Des coupes histologiques d’une épaisseur de 5 µm des 36 biomatériaux inclus en paraffine 

après 28 jours de culture ont été réalisées au microtome (Leica RM 2135, France). 

 

Après déparaffinage, des colorations histologiques au Rouge Alizarine, à l’Hématoxyline-

Éosine-Safran (HES) et au Von Kossa des coupes histologiques ont été réalisées. Après 

coloration, les lames ont été montées à la résine (PERTEXâ, HistoLab) pour analyse en 

microscopie optique (DMD 108, Leica, France) et numérisées à différents grossissements (x4, 

x10, x20 ou x40).  
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• Coloration au Rouge Alizarine  

 

Le Rouge Alizarine est un colorant qui se fixe au calcium par chélation et permet ainsi de 

marquer les dépôts calciques tissulaires. La coloration a été réalisée par immersion des lames 

durant 5 minutes dans une solution de Rouge Alizarine (Alizarin Red S, Sigma Aldrich) (2% 

p/v dans eau distillée, pH 4,2) suivies d’un lavage à l’eau distillée et de passage dans des bains 

d’acétone puis de substitut de xylène (Tissue-Clearâ, Tissue-Tekâ).  

 

• Coloration à l’Hématoxyline-Éosine-Safran  

 

Cette coloration standard permet d’apprécier l’architecture, la morphologie tissulaire et de 

visualiser les éléments cellulaires. Ainsi, l’hématoxyline (0,5%, 5 minutes) donne une 

coloration nucléaire bleue foncé, l’éosine (1%, 5 minutes) colore en rose les éléments 

acidophiles (cytoplasme) et le safran (1%, 5 minutes) confère une coloration jaune au collagène. 

Les lames ont ensuite été rincées à l’eau distillée et déshydratées dans des bains d’alcool 

croissants.  

 

• Coloration de Von Kossa 

 

Le Von Kossa marque les précipités phosphocalciques au sein des tissus via une réaction de 

précipitation : des ions argent apportés par une solution de nitrate d’argent réagissent avec les 

ions calciques, liés au phosphate, permettant ainsi de marquer les sites de calcification au sein 

du tissu. Les lames sont réhydratées par des bains d’alcool de concentration décroissante, 

rincées à l’eau distillée puis incubées une heure dans une solution de nitrate d’argent 2% sous 

exposition lumineuse à 60 Watt. Les lames sont ensuite rincées à l’eau distillée, déshydratées 

dans des bains d’alcool croissants puis contre-colorées 30 secondes à l’éosine.  

 

3.4.5. Analyses immunohistochimiques 

 

Des coupes histologiques des biomatériaux ont été réalisées dans les mêmes conditions que 

pour les colorations histologiques précédemment mentionnées.  
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Une analyse par immunohistochimie des différentes coupes a été réalisée avec des anticorps 

primaires ciblant soit l’OCN (lapin, Abcam), l’OPN (souris, Abcam), PECAM-1 (lapin, 

Abcam) ou VE-Cadhérine (clone D87F2, lapin, Cell Signaling Technology).  

Pour chaque anticorps, après déparaffinage, les lames ont été lavées à l’eau distillée, chauffées 

10 minutes dans une solution de tampon citrate (10 mM, pH 6), lavées dans des bains de 

solution de PBS (1X) -Tweenâ 20 (Sigma Aldrich) à 0,05% et séchées. Une barrière 

hydrophobe a été délimitée autour des coupes histologiques (Pap Immunostaining Pen, Kisker 

Biotech). Les peroxydases endogènes ont été bloquées par trempage des lames dans une 

solution d’eau oxygénée (H202) à 3% (Sigma) pendant 20 minutes. Après lavage des lames, les 

épitopes non spécifiques ont été bloqués par ajout de sérum 2,5 % (Normal Horse Serum, kit 

ImmPRESSä HRP Reageant, Vector) durant 20 minutes. Les coupes histologiques ont ensuite 

été incubées une nuit à 4°C avec l’anticorps primaire dilué dans une solution de BSA (Sérum-

Albumine Bovine, Euromedex) à 5%. Après lavage au PBS 1X, les coupes ont été incubées 

avec l’anticorps secondaire (anticorps universel, kit ImmPRESSä HRP Reageant, Vector) 

durant 30 minutes. La solution de révélation streptavidine-peroxydase couplée au chromogène 

3,3’-Diaminobenzidine (DAB) (kit Permanent AEC substrate/chromogen system, Zytomed 

Systems) a ensuite été déposée sur les coupes. Les lames ont été lavées à l’eau distillée puis 

contre-colorées à l’hématoxyline 15 secondes. Après nouveau lavage à l’eau distillée, les lames 

ont été déshydratées dans des bains d’alcool successifs croissants et montées.  

 

3.5.   Analyses statistiques  

 

Toutes les expérimentations ont été réalisées en triplicat à partir des cellules provenant de trois 

patients différents (n=3).  

Les données sont présentées en moyennes ± écarts-types à l’exception des données de la 

quantification de la coloration au Rouge Alizarine qui sont présentées sous forme de médianes.  

Les différences entre les différents groupes ont été analysées à l’aide du logiciel GraphPad 

Prism (GraphPad Inc, USA). Lorsque deux groupes ont été comparés, le test de Mann-Withney 

a été utilisé, et les tests de Kruskal-Wallis et ANOVA lorsque 3 groupes ou plus ont été 

comparés.  

Le seuil de significativité a été retenu pour une valeur de p inférieure à 0,05 (*p<0,05, **p<0,01, 

***p<0,001).   
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4.  RÉSULTATS ET DISCUSSION 

 

4.1. Caractérisation phénotypique des CSM-PD par cytométrie en flux   

 

Avant d’utiliser les cellules pulpaires, une expansion cellulaire en monocouche est une étape 

essentielle pour obtenir une quantité suffisante de cellules. Comme les CSM-PD proviennent 

d’un tissu riche en différents types cellulaires, il est nécessaire de vérifier leur phénotype avant 

de réaliser nos différentes expérimentations.  

Le but de cette étude est de vérifier que les cellules utilisées présentent bien le profil 

phénotypique spécifique des CSM. L’expression des marqueurs de surface (CD34, 44, 45, 73, 

90, 105 et HLA-DR) a donc été analysée après culture en monocouche dans des boites de 

culture dont les puits sont recouverts de collagène I.  

Le phénotype des CSM-PD en passage 3 de trois patients différents a été caractérisé par 

cytométrie en flux et les résultats analysés sur le logiciel KaluzaÔ. 

 

L’expression des marqueurs de surface des CSM-PD analysées est présentée dans la figure 19.  

Les résultats mettent en évidence la présence d’une population cellulaire avec une expression 

des marqueurs de surface caractéristiques des CSH (CD34 et CD45) ainsi que du marqueur 

d’immunogénicité HLA-DR de 0,02%. Comme attendu, on note que les CSM-PD présentent 

un pourcentage de cellules positives aux marqueurs spécifiques des CSM définis par l’IST 

CD73 (99,72%), CD 90 (81,69%) et CD105 (66,89%) ainsi que de CD44 (99,55%), 

glycoprotéine de surface exprimée par les CSM-PD (42,47) (Tableau 15, Figure 19).  

 

MARQUEUR POURCENTAGE DE CELLULES 

POSITIVES  

(moyennes ± écart type) 

CD44 99,55±0,51 

CD73 99,72±0,11 

CD90 81,69±7,81 

CD105 66,89±2,84 

HLA-DR/CD34/CD45 0,02±0,01 

Tableau 15 : résultats des analyses par cytométrie en flux de l’expression des marqueurs 

membranaires des CSM-PD. (n=3). 
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Figure 19 : analyse par cytométrie en flux de l’expression des marqueurs membranaires des 

CSM-PD. A : marqueur CD44 ; B : marqueur CD73 ; C : marqueur CD90 ; D : marqueur 

CD105 ; E : contrôle isotype PE. 

 

Par ailleurs, les CSM-PD en passage 3 présentaient une morphologie fibroblastique 

caractéristique (Figure 20).   

 

Figure 20 : aspect des CSM-PD en passage 3 en microcopie optique : cellules fusiformes à 

morphologie fibroblastique. A : optique x10 ; B : optique x20. 
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L’expression de ces différents marqueurs (CD73/90/105) a permis de confirmer que la 

population cellulaire étudiée est bien constituée de CSM, selon les critères de l’ISCT (42). Par 

ailleurs, nous avons objectivé que 99,55% de nos CSM-PD expriment CD44, marqueur crucial 

des CSM et dont l’expression par les CSM-PD issues de troisièmes molaires a déjà été 

démontrée (47). Par ailleurs, même si les mécanismes exacts en sont encore à élucider, CD44 

est également un facteur d’adhésion cellulaire impliqué dans l’induction de la minéralisation 

par les CSM-PD et surexprimé par les ostéoblastes, odontoblastes et améloblastes dérivés de 

ces CSM-PD (355,356). Son expression par la quasi-totalité de nos CSM-PD en passage 3 peut 

donc être un facteur de bon pronostic pour l’utilisation de ces CSM-PD en ingénierie tissulaire 

osseuse et l’obtention d’une différenciation ostéogénique.  

Nous avons également pu constater des différences d’expression phénotypique dans les 

différents marqueurs et les différentes souches de nos CSM-PD, notamment pour l’expression 

de CD105 (moyenne de 66,89% de cellules positives). Ces variations d’expression pourraient 

être expliquées par le fait que les CSM-PD représentent en fait une population cellulaire 

hétérogène constituée de plusieurs sous populations avec différents phénotypes, ce que des 

travaux de caractérisation phénotypique des CSM-PD ont pu mettre en évidence (47).  

 

Nous avons mis en évidence que les cellules que nous avons utilisées sont bien des CSM, c’est-

à-dire des cellules exprimant à la fois CD73/90/105 et également CD44, mais n’exprimant pas 

les marqueurs hématopoïétiques CD34 et 45 ainsi que HLA-DR. 

 

4.2. Stimulations environnementales des CSM-PD  

 

Nous avons choisi d’étudier l’impact de plusieurs facteurs environnementaux sur le 

comportement de nos CSM-PD. Ainsi, nous avons étudié les effets de la mise en contact de 

nanoliposomes de lécithine de colza, de l’influence de la densité d’ensemencement cellulaire 

ainsi que de la teneur en glucose du milieu de culture sur la prolifération, la viabilité et la 

différenciation ostéogénique de nos cellules. 

 

4.2.1. Étude des effets in vitro de vésicules de taille nanométriques 

(nanoliposomes) sur les CSM-PD 

 

Pour permettre de différencier les CSM en une lignée cellulaire donnée, il est nécessaire d’avoir 

recours à des facteurs de croissance spécifiques, d’un coût important et d’une demi-vie très 



 95 

limitée. L’encapsulation de ces facteurs de croissance au sein de vecteurs tels que les 

nanoliposomes peut constituer une option intéressante (357). Leur utilisation nécessite 

d’évaluer dans un premier temps la biocompatibilité de ces nanoliposomes « nus » vis-à-vis de 

notre type cellulaire avant d’envisager leur utilisation en tant que vecteurs de facteurs de 

croissance. 

Nous avons donc étudié l’impact de ces nanoliposomes « nus » sur la prolifération et la viabilité 

des CSM-PD 

 

                                   4.2.1.1. Évaluation de la cytotoxicité des nanoliposomes sur les CSM-PD 

 

Pour les différentes concentrations de nanoliposomes utilisées (5 µg/mL, 10 µg/mL, 20 µg/mL, 

50 µg/mL, 100 µg/mL, 500 µg/mL, 1000 µg/mL), le test de cytotoxicité réalisé après 24 heures 

de culture n’a pas démontré de différence significative par rapport à la condition de culture 

contrôle sans nanoliposomes (p>0,05). Les résultats obtenus sont présentés dans la figure 21.  
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Figure 21 : effets de la concentration en nanoliposomes en termes de cytotoxicité sur les CSM-

PD à 24 heures de culture (moyennes ± écarts types) (n=3). Contrôle positif : solution de lyse 

cellulaire. 

 

La détection de la lactate déshydrogénase extracellulaire réalisée après 24 heures d’exposition 

aux nanoliposomes de colza a ainsi mis en évidence une absence de toxicité de ces 

nanovésicules sur les CSM-PD.  

 

 

Il n’existe que peu de travaux publiés dans la littérature évaluant la cytotoxicité des 

nanoliposomes de lécithine de colza.  

Des travaux antérieurs réalisés dans notre équipe avaient déjà montré que les nanoliposomes de 

colza utilisés aux mêmes concentrations (de 5 à 1000 µg/mL) ne présentaient pas de toxicité 

vis-à-vis de deux autres types de cellules humaines : CPE issues de sang de cordon ou de CSM-
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GW, après 24 heures de contact. Nous avons donc recherché cette absence de toxicité des 

nanoliposomes sur un autre type de CSM : les CSM-PD (358).  

L’absence de cytotoxicité des nanoliposomes à la concentration de 50, 100 et 200 µg/mL sur 

les CSM-GW a été démontrée par Kaci et al en 2016 (357) : le test LDH réalisé après 24 heures 

d’exposition des CSM à des nanoliposomes de lécithine de colza n’avait démontré aucune 

différence significative avec le contrôle (CSM non traitées). Cette même équipe a obtenu des 

résultats similaires sur des fibroblastes cutanés humains, avec un test LDH à 24 heures 

d’exposition confirmant ainsi l’absence de cytotoxicité de la lécithine de colza (359).  

Enfin, d’autres travaux réalisés au sein de notre laboratoire (253) ont évalué la toxicité des 

nanoliposomes de colza sur des chondrocytes murins exposés à une concentration croissante de 

nanovésicules (20 µg/mL à 1000 µg/mL). Le test LDH réalisé après 3, 5 et 7 jours d’exposition 

n’avait pas montré d’effet toxique significatif (p>0,05) sur les chondrocytes aux concentrations 

allant de 20 à 500 µg/mL, quelle que soit la durée d’exposition. Seule la concentration la plus 

élevée (1000 µg/mL) semblait être toxique pour les cellules aux différents temps évalués.  

Cette différence avec l’innocuité des nanoliposomes que nous avons observé sur nos cellules à 

la concentration de 1000 µg/mL pourrait s’expliquer soit par la durée d’exposition plus courte 

des cellules aux nanoliposomes (24 heures vs 3 à 7 jours), soit par les propriétés intrinsèques 

des CSM-PD, démontrant potentiellement une plus grande plasticité et résistance de ces cellules 

vis-à-vis des stimulations environnementales par rapport à d’autres types cellulaires.  

 

 

4.2.1.2. Évaluation de la prolifération et viabilité cellulaire  

 

La mesure de la quantité d’ADN par un test fluorométrique de quantification d’ADN au 

Hoechst 33342 réalisée après 1, 3, 5 et 7 jours de culture n’a pas montré de différence 

significative de la prolifération cellulaire des CSM-PD suivant les différentes conditions de 

culture et la concentration de nanoliposomes mis au contact des cellules (p>0,05) (données non 

présentées).   

 

Le test colorimétrique MTT normalisé par quantité d’ADN pour chaque échantillon n’a pas 

montré de différence significative en termes de viabilité cellulaire des CSM-PD pour les 

différentes concentrations de nanoliposomes appliquées (p>0,05), quel que soit le jour de 

culture (J1, J3, J5, J7). Ces résultats sont résumés dans la figure 22.  
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Figure 22 : effets de la concentration en nanoliposomes sur la viabilité cellulaire des CSM-PD 

aux différents jours de culture (moyennes ± écarts types). (n=3). 

 

Ces résultats de nos travaux ont montré que l’exposition des CSM-PD aux différentes 

concentrations de nanoliposomes n’avait pas d’impact significatif (p>0,05) sur la prolifération 

(données non présentées) et la viabilité de ces cellules, quelles que soient la durée d’exposition 

(J1, J3, J5 ou J7) et la concentration utilisée (entre 5 µg/mL et 1000 µg/mL).  

 

 

Très peu d’études ont été publiées sur l’impact des nanoliposomes de lécithine de colza sur la 

prolifération et l’activité métabolique cellulaire. Elles ont montré une biocompatibilité des 

nanoliposomes lorsqu’ils étaient mis au contact de CSM-GW (357) et de fibroblastes humains 

(359) durant 1, 3 et 7 jours. Dans ces études, la prolifération cellulaire semblait augmenter 

progressivement jusqu’à J7. Par ailleurs, l’exposition des CSM-GW aux nanoliposomes (357) 

avait entrainé une augmentation de l’activité métabolique et de la viabilité cellulaire visibles à 

J3 mais une diminution de cette viabilité à J7. Dans cette étude, les auteurs ont émis les 

hypothèses soit d’une réduction de l’activité liée à une confluence cellulaire trop importante 

entrainant un détachement des cellules et donc une diminution de l’activité métabolique, soit 

d’un changement phénotypique des CSM. 

Les travaux antérieurs réalisés dans notre équipe dans les mêmes conditions de culture sur les 

CPE que sur nos CSM-PD n’ont pas montré non plus de différence significative sur la 
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prolifération et viabilité cellulaire entre les jours de test selon la concentration en 

nanoliposomes (358). La même expérimentation réalisée sur des CSM-GW a montré une 

prolifération augmentant de façon régulière au cours des sept jours de culture, sans différence 

entre les différentes conditions (avec ou sans nanoliposomes). Il a été également mis en 

évidence une altération de la viabilité à J7 pour des nanoliposomes utilisés à des concentrations 

de 100, 500 et 1000 µg/mL (p<0.05), alors que nous n’avons pas observé de modification de la 

viabilité des CSM-PD au cours des 7 jours de culture quelle que soit la concentration en 

nanoliposomes utilisée. 

A notre connaissance, aucune étude publiée dans la littérature n’a évalué la biocompatibilité 

des nanoliposomes de lécithine de colza avec les CSM-PD.  

Les résultats que nous avons obtenu dans cette partie de nos travaux semblent démontrer à la 

fois l’absence de cytotoxicité des nanoliposomes sur les CSM-PD et une absence d’effet négatif 

de ces nanoliposomes sur la prolifération et la viabilité des CSM-PD, y compris aux plus fortes 

concentrations. Les CSM-PD semblent ainsi présenter une résistance intéressante à certaines 

stimulations environnementales comme l’exposition aux nanoliposomes de lécithine de colza, 

quelle que soit la concentration employée. Cette aptitude des CSM-PD pourrait être employée 

pour bénéficier des propriétés d’encapsulation des nanoliposomes de colza et potentialiser leurs 

capacités intrinsèques en ingénierie tissulaire osseuse. Certains facteurs de croissance et 

cytokines comme ceux de la famille des BMP ou de la superfamille du TFG-b pourraient ainsi 

être vectorisés par les nanoliposomes de lécithine de colza sans induire de cytotoxicité ni de 

problèmes de biocompatibilité avec les CSM-PD.  

Nous n’avons pas mis en évidence de différence significative de prolifération des CSM-PD au 

cours des 7 jours de culture. Cela pourrait être lié au fait que nous avions choisi une densité 

d’ensemencement similaire à celle des CSM-GW (utilisées dans des travaux antérieurs du 

laboratoire), à savoir 1.103 cellules/cm2, afin de pouvoir comparer ces deux types cellulaires. 

Cette densité d’ensemencement initiale nous a donc semblé insuffisante pour les CSM-PD, 

raison pour laquelle les expérimentations suivantes ont été réalisées avec une densité de 5.103 

cellules/cm2. 

 

Il ressort de cette étude que les nanoliposomes ne semblent pas présenter de toxicité. 

Néanmoins, ces résultats devront être confirmés par une expérimentation complémentaire 

réalisée avec une densité d’ensemencement de 5.103 cellules/cm2 utilisée pour nos autres 

expérimentations.  
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4.2.2. Étude des effets du glucose sur le comportement des CSM-PD 

 

Dans cette partie de nos travaux, nous nous sommes intéressés aux effets de deux concentrations 

en glucose sur nos CSM-PD. Nous avons choisi deux concentrations en glucose qui 

correspondent aux deux milieux classiquement utilisés en routine pour la culture cellulaire des 

CSM (DMEM-LG et DMEM-HG) : l’un à faible (5,5 mM) et l’autre à forte (20 mM) teneur en 

glucose. Par ailleurs, in vivo, ces deux teneurs en glucose sont considérées l’une comme une 

concentration physiologique du sérum (5,5 mM) et l’autre (20 mM) comme une condition 

assimilable à un environnement hyperglycémique, qui peut être retrouvé chez par exemple chez 

le patient diabétique.  

 

4.2.2.1. Étude de l’influence du glucose sur la prolifération cellulaire 

des CSM-PD 

 

Les résultats obtenus par le test de Hoechst (Figure 23) n’ont pas montré de différence 

significative (p>0,05) en termes de prolifération cellulaire entre les CSM-PD mises en culture 

avec le milieu à faible concentration en glucose (DMEM-LG) et à forte concentration en 

glucose (DMEM-HG). Les CSM-PD semblent avoir synthétisé une quantité d’ADN croissante 

jusqu’au 7ème jour de culture et décroissante au-delà jusqu’au 21ème jour de culture sans 

différence significative (p>0,05). Au 7ème jour de culture, la quantité d’ADN semblait plus 

importante pour les CSM-PD cultivées dans le milieu à faible concentration en glucose 

comparativement à celui à forte concentration (3,49 UI vs 2,31 UI) bien que la différence ne fût 

pas significative (p=0,70).  
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Figure 23 : quantification de l’ADN (µg/µL) produit par les CSM-PD selon les différentes 

concentrations en glucose (milieu low glucose (5,5 mM) vs high glucose (20 mM)) en fonction 

du temps de culture (moyennes ± écarts types) (n=3). 

 

4.2.2.2. Étude de l’influence du glucose sur la viabilité cellulaire des 

CSM-PD 

 

Le test MTT réalisé a mis en évidence une augmentation progressive de l’activité métabolique 

des CSM-PD quel que soit le milieu de culture utilisé jusqu’au 21ème jour de culture. Aucune 

différence significative (p>0,05) n’a été observée entre l’activité métabolique des CSM-PD 

mises au contact de faibles (5 mM) ou de fortes (20 mM) concentrations en glucose, et ce pour 

tous les jours de test (J1, J3, J7, J14, J21). Les résultats obtenus sont présentés en figure 24.  
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Figure 24 : mesure de l’absorbance obtenue lors du test MTT normalisée par l’absorbance de 

l’ADN selon la concentration en glucose utilisée en fonction du temps de culture (moyennes ± 

écarts types). Les CSM-PD ont été cultivées pendant 21 jours en présence d’un milieu low 

glucose ou high glucose (n=3). 

 

 

Dans notre travail, nous avons choisi deux concentrations de glucose qui correspondent pour 

l’une à une concentration physiologique (5,5 mM) et l’autre à une forte concentration (20 mM), 

qu’il s’agisse des conditions de culture in vitro ou des concentrations de glucose dans le sérum 

sanguin in vivo. La condition de culture high glucose peut être comparée à un environnement 

assimilable à une hyperglycémie in vivo, qu’on retrouve notamment chez les patients 

diabétiques (291) Seule une étude s’est intéressée aux effets du glucose sur les CSM-PD (296) 

et les autres travaux décrits dans la littérature sur les effets du glucose sur la prolifération et 

viabilité d’autres types de CSM présentent des résultats divergents ou contradictoires. Ainsi, 

une forte concentration en glucose pourrait selon les études, soit promouvoir 

(289,291,295,360,361) soit inhiber (282,285,286,288,292,296,297) la prolifération des SCAPs, 

PDLSCs, SHED ou CSM-MO.   

Les résultats de notre travail n’ont pas montré de différence significative de viabilité ou de 

prolifération des CSM-PD entre les deux conditions de culture et de concentration en glucose 

(p>0,05). Cela suggère qu’une forte concentration en glucose dans le milieu de culture n’a eu 
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ni effet délétère ni effet positif sur les CSM-PD. L’étude de Kanafi et al (296) a abouti aux 

mêmes conclusions pour une exposition à court terme (8 jours) à une forte concentration en 

glucose, là où notre travail a également montré ces mêmes résultats après une exposition 

prolongée de 21 jours. Des résultats similaires sur une courte exposition ont été obtenus avec 

les CSM-MO (362).  

Les résultats contradictoires de la littérature sur les autres sources de CSM pourraient être 

expliqués par les différences dans le design de l’expérimentation : délai avant mise en culture 

des cellules et réalisation des tests de prolifération (de 4 jours à 4 semaines selon les études 

(282,285–289,291,292,295,296,360,363), variation dans la densité d’ensemencement 

cellulaire, variations individuelles liées aux donneurs (286) ou différences intrinsèques liées au 

type de CSM utilisées.  

 

 

 

4.2.2.3. Étude de l’influence du glucose sur la différenciation 

ostéogénique des CSM-PD 

 

• Coloration au Rouge Alizarine  

 

Après 28 jours de culture, la coloration au Rouge Alizarine a mis en évidence la présence de 

précipités calciques dans les puits de culture des CSM-PD en présence de milieu de 

différenciation ostéogénique. La coloration semblait visuellement plus intense dans les puits où 

les cellules ont été mises en culture avec du milieu de différenciation ostéogénique à forte 

concentration en glucose (A.3.) par rapport à ceux avec une faible concentration en glucose 

(A.2.) (Figure 25).  
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Figure 25 : effets de la concentration en glucose sur la formation de nodules ostéogéniques 

minéralisés. Coloration au Rouge Alizarine à J28 des CSM-PD cultivées en milieu basal (A.1.), 

milieu d’induction ostéogénique low glucose (LG, 5.5 mM) (A.2.) et milieu d’induction 

ostéogénique high glucose (HG, 20 mM) (A.3.) (n=3). 

 

La quantification de la coloration au Rouge Alizarine n’a, par contre, pas mis en évidence de 

différence significative entre les deux conditions de culture (p=0,40, low glucose vs high 

glucose). Une forte teneur en glucose du milieu de culture ne semble pas augmenter la formation 

des dépôts calciques (Figure 26).  
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Figure 26 : effets de la concentration en glucose sur la formation de nodules ostéogéniques 

minéralisés. Quantification de la coloration au Rouge Alizarine obtenue pour les CSM-PD 

mises en cultures pour 28 jours en milieux low (LG D) ou high glucose (HG D) supplémentés 

en facteurs de différenciation ostéogénique vs milieu basal. Résultats exprimés en médianes, * 

= p<0,05 (n=3). 

 

• Expression de gènes de différenciation ostéogénique  

 

L’influence de la concentration en glucose du milieu sur la différenciation ostéogénique des 

CSM-PD a été étudiée par la modification de l’expression de l’expression génique de RUNX2 

(marqueur ostéogénique précoce), OCN (marqueur ostéogénique tardif) and COL1A1 à J28 

entre les groupes à faible (low) et forte (high) concentration en glucose.  

Aucune différence significative n’a été observée entre les deux groupes qu’il s’agisse de 

l’expression génique de RUNX2 (p = 0,10), OCN (p = 0,33) ou COL1A1 (p = 0,99). Ces résultats 

sont présentés dans la figure 27.  

 



 106 

 

Figure 27 : effets de la concentration en glucose sur l’expression de gènes de différenciation 

ostéogéniques par les CSM-PD. Expression à J28 de RUNX2, OCN et COL1A1 entre les 

groupes low (5,5 mM) et high (20 mM) glucose. Résultats exprimés en moyennes ± écarts types 

(n=3).  

 

 

Cette partie de nos travaux s’est intéressée aux effets de la stimulation environnementale des 

CSM-PD sur leurs capacités de différenciation ostéogénique. Si nous savons que les CSM- 

PD peuvent s’engager dans la voie de différenciation ostéogénique en présence de facteurs 

ostéoinducteurs (112), cette différenciation est finement régulée et influencée par des molécules 

du microenvironnement cellulaire. Parmi eux, le glucose semble jouer un rôle primordial et son 

implication dans l’ostéogénèse a été largement étudié sur les CSM-MO, avec des résultats 

contradictoires ne permettant pas d’éclaircir les mécanismes exacts de son fonctionnement. A 

l’instar des résultats divergents observés sur la prolifération et la viabilité des CSM, les travaux 

sur l’influence du glucose sur la différenciation des CSM sont également contradictoires : une 

forte concentration en glucose pourrait ainsi promouvoir la différenciation ostéogénique des 

CSM-MO (286,364), des PDLSCs (292) et des SCAPs (295), ou au contraire l’altérer ou 

l’inhiber (287,288,291). Ces résultats divergents pourraient s’expliquer par les différences dans 

la durée d’exposition des CSM aux différentes conditions de culture, allant de 7 (296), 14 (287) 

à 21 jours (288,291) selon les études ou par le choix de tests uniquement qualitatifs pour évaluer 

la différenciation ostéogénique (286). 

Nous n’avons pas trouvé de travaux dans la littérature comparant les effets d’une faible et d’une 

forte concentration en glucose sur la différenciation ostéogénique des CSM-PD.  
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Nos résultats montrent une absence de différence significative (p>0,05) en termes de 

minéralisation entre nos deux groupes (LG et HG) après 28 jours de culture. Nous avons obtenu 

des nodules de minéralisation osseuse tant pour la condition de culture à faible concentration 

en glucose que pour celle à forte concentration. Si la coloration au Rouge Alizarine de nos puits 

de culture semblait plus importante visuellement pour les CSM-PD mises au contact d’une forte 

concentration en glucose, la quantification colorimétrique n'a pas montré de différence 

significative entre les deux groupes (p>0,05).  

Nous avons ensuite confirmé ces résultats par une analyse par RT-qPCR de l’expression de 

gènes impliqués dans la différenciation ostéogénique. Nous avons choisi d’étudier l’expression 

de RUNX2, facteur de transcription impliqué dans les stades précoces de la différenciation 

ostéogénique (122), OCN, marqueur tardif de la minéralisation osseuse (365), ainsi que 

COL1A1, gène dont l’expression est corrélée à la différenciation ostéogénique et à la synthèse 

de la MEC osseuse (366). Ainsi, nous n’avons pas observé de différence significative (p>0,05) 

après 28 jours de culture, entre l’expression génique de RUNX2, OCN ou COL1A1 par nos 

CSM-PD qu’elles aient été mises en culture avec un milieu d’induction ostéogénique à forte ou 

faible concentration en glucose. La différenciation ostéogénique des CSM-PD ne semble pas 

avoir été impactée ni positivement ni négativement par la concentration en glucose du milieu 

de culture.  

 

Cette partie de notre travail a permis de montrer que le comportement des CSM-PD ne parait 

pas modifié de manière significative par la concentration en glucose du milieu et plus 

particulièrement par une forte concentration en glucose. Ni le métabolisme, ni les capacités de 

prolifération ou de différenciation ostéogénique de nos CSM-PD ne semblent avoir été ni 

potentialisés ni inhibés par la forte concentration en glucose. D’une part, ces résultats nous 

encouragent à privilégier pour la culture des CSM-PD un milieu physiologique à faible 

concentration en glucose (DMEM-LG), et d’autre part, cette intéressante résistance semble 

particulièrement intéressante pour l’utilisation des CSM-PD en conditions hyperglycémiques 

pathologiques in vivo et dans le traitement de pathologies associées à une hyperglycémie 

chronique comme le diabète. Plus spécifiquement, l’utilisation des CSM-PD pourrait être une 

alternative prometteuse en ingénierie tissulaire osseuse chez le patient diabétique, chez qui nous 

savons que la cicatrisation et le métabolisme osseux sont impactés par l’hyperglycémie (367).  
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4.2.3. Étude de l’effet de la densité d’ensemencement sur les CSM-PD 

 

Nous avons choisi dans cette partie de notre travail d’évaluer les effets de deux densités 

d’ensemencement cellulaire sur la prolifération, viabilité et différenciation ostéogénique de nos 

CSM-PD. En effet, les résultats obtenus dans nos travaux sur l’étude des nanoliposomes, pour 

laquelle la densité d’ensemencement que nous avions choisie semblait trop faible, nous ont 

poussé à nous interroger sur les effets de cette densité d’ensemencement sur la prolifération, 

viabilité et différenciation ostéogénique de nos CSM-PD. Si la densité de 1.103 cellules/cm2 a 

semblé de fait trop faible, nous avons choisi d’étudier une densité intermédiaire (2,5.103 

cellules/cm2) entre cette densité de 1.103 cellules/cm2 et la densité plus classiquement utilisée 

de 5.103 cellules/cm2.  

 

4.2.3.1. Effets sur la prolifération et la viabilité des CSM-PD 

 

La densité d’ensemencement ne semble pas avoir impacté de façon significative la prolifération 

des CSM-PD. Aucune différence significative (p>0,05) n’a été observée entre les deux groupes 

sur la quantité d’ADN produite par les cellules lors du test de Hoechst, quel que soit le jour de 

test (Figure 28). Néanmoins, la prolifération des CSM-PD à J1, J3, J7 et J21 semble plus faible 

lorsqu’elles ont été ensemencées à une faible densité (2500 cellules/cm2) par rapport à la densité 

classique (5000 cellules/cm2).  
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Figure 28 : quantification de l’ADN (µg/µL) produit par les CSM-PD selon la densité 

d’ensemencement (2500 et 5000 cellules/cm2) aux différents jours de culture (J1 à J21) 

(moyenne ± écarts types) (n=3). 

 

L’absorbance normalisée du test MTT par le test de Hoechst n’avait pas mis en évidence de 

différence significative (p>0,05) en termes de viabilité cellulaire entre les deux densités 

d’ensemencement. Néanmoins, de la même manière que pour la prolifération cellulaire, la 

viabilité des CSM-PD ensemencées à faible densité était moins importante à tous les jours de 

test (J1, J3, J7, J14, J21) que pour celles ensemencées à densité classique (Figure 29).  

 

 

 

Figure 29 : viabilité des CSM-PD selon la densité d’ensemencement (2500 et 5000 

cellules/cm2) aux différents jours de culture (J1 à J21) (moyennes ± écart types, n=3). 
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Dans la littérature, les études réalisées sur les CSM (255) et notamment les CSM-MO (256) ont 

montré que l’augmentation du taux de prolifération cellulaire évoluait parallèlement avec 

l’augmentation de la densité d’ensemencement. Cette tendance a été constatée que ce soit après 

seulement quelques heures de culture (255) ou après 21 jours (256). Nous avons observé cette 

même tendance que ce soit à court terme après 24 heures de culture comme l’a observé l’équipe 

de Venugopal (255), ou à plus long terme après 21 jours de culture, comme observé dans les 

travaux de Zahedi et al (256).  

Dans ces études, la prolifération cellulaire des CSM augmente avec la densité d’ensemencement 

mais sans différence significative entre les différents groupes, ce que nous avons aussi constaté 

dans nos travaux.  

De plus, des travaux réalisés sur l’effet de la densité d’ensemencement des CSM humaines ont 

démontré qu’une faible densité équivalente à celle que nous avons utilisé (2500 cellules/cm2) 

entraine une variation morphologique et un changement de comportement cellulaire par rapport 

à la densité classique (5000 cellules/cm2), ce qui pourrait expliquer les différences obtenues en 

termes de prolifération cellulaire entre nos deux groupes (255).  

Par ailleurs, il est connu qu’une inflexion du taux de prolifération peut signifier l’engagement 

dans une voie de différenciation par les CSM (266), hypothèse qui pourrait être envisagée ici 

et qui a été explorée par une quantification de la coloration au Rouge Alizarine de nos plaques 

de culture.  

 

 

 

4.2.3.2. Effets sur la différenciation ostéogénique des CSM-PD 

 

La quantification de la coloration au rouge alizarine réalisée après 28 jours de culture a permis 

de mettre en évidence la présence de nodules de minéralisation pour les CSM ensemencées à 

densité classique (5000 cellules/cm2), mais n’a pas permis d’observer une minéralisation 

significativement objectivable par rapport au milieu basal (p>0,05), pour les CSM-PD 

ensemencées à faible densité (2500 cellules/cm2) (Figure 30).  
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Figure 30 : effets de la densité d’ensemencement sur la formation de nodules ostéogéniques 

minéralisés. Quantification de la coloration au Rouge Alizarine obtenue pour les CSM-PD 

mises en cultures pour 28 jours à deux densités d’ensemencement en milieu low glucose 

supplémenté en facteurs de différenciation ostéogénique vs milieu basal. Résultats exprimés en 

médianes, * = p<0,05 (n=3). 

 

Par ailleurs, l’observation de nos plaques de culture en microscopie à fluorescence à J28 a 

permis de constater visuellement ce que nous avions quantifié par la coloration au Rouge 

Alizarine : une absence de minéralisation pour les CSM-PD mises en culture en présence de 

milieu basal (Figure 31A), une très faible coloration pour les CSM-PD ensemencées à faible 

densité dans du milieu d’induction ostéogénique (Figure 31C), et la présence de nodules de 

minéralisation ostéogénique pour les CSM-PD ensemencées à densité classique dans du milieu 

d’induction ostéogénique (Figure 31B).   

 

Figure 31 : aspect des CSM-PD après 28 jours de culture en milieu basal à densité classique 

(A), en milieu d’induction ostéogénique à densité classique (B) ou à faible densité (C). 

Microscopie à fluorescence, optique x10.  



 112 

 

Il n’existe pas à notre connaissance de données dans la littérature comparant dans les mêmes 

conditions de culture en deux dimensions les capacités de différenciation ostéogénique des 

CSM-PD selon la densité d’ensemencement initiale.  

Néanmoins, il a été démontré que la densité d’ensemencement initiale des CSM-MO en trois 

dimensions impacte leur potentiel de différenciation ostéogénique et leurs capacités de 

néoformation de tissu osseux (264–267).  

Une densité d’ensemencement initiale trop faible altère ainsi l’obtention d’une différenciation 

ostéogénique in vitro (260). Une modification chronologique de l’expression génique de 

facteurs de croissance et de différenciation osseuse par les CSM-MO a également été démontrée 

(259), une faible densité semblant stimuler la différenciation ostéogénique précoce et une plus 

forte densité stimulant une différenciation tardive. Enfin, d’autres résultats dans la littérature 

ont montré qu’une densité d’ensemencement plus importante favorise l’engagement des CSM-

MO dans la lignée de différenciation ostéogénique, avec une augmentation de la minéralisation 

et de la synthèse de l’ALP (262,266,267). 

Une trop faible densité d’ensemencement semble ainsi impacter négativement l’engagement 

des CSM-PD dans la voie de différenciation ostéogénique et diminuer la formation de nodules 

de minéralisation, probablement la conséquence d’une altération de la communication 

intercellulaire (262).  

Nous n’avons pas observé de minéralisation ostéogénique significative après 28 jours de culture 

lorsque nos CSM-PD étaient ensemencées une faible densité (2500 cellules/cm2). Cela pourrait 

traduire des résultats similaires à ceux obtenus dans la littérature avec d’autres sources de CSM, 

comme nous venons de le voir. La différenciation ostéogénique des CSM-PD a ainsi pu être 

inhibée par la trop faible densité d’ensemencement.  

 

En résumé, cette partie de notre travail a permis de démontrer qu’une trop faible densité 

d’ensemencement semble inhiber les capacités de différenciation ostéogénique des CSM-PD. 

Pour la suite de nos travaux en deux dimensions, il a semblé judicieux de privilégier une densité 

d’ensemencement de 5000 cellules/cm2. 
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4.3. Développement d’un biomatériau composite associant éponges de collagène et 

hydrogel, ensemencé par des CSM-PD. 

 

Dans cette partie de nos travaux, nous nous sommes intéressés au comportement de nos cellules 

lorsqu’elles étaient en présence d’une structure et d’un environnement plus complexe 

(architecture en trois dimensions), plus proches des conditions in vivo.  

Nous avons tout d’abord vérifié par des études préliminaires que d’autres sources de CSM (les 

CSM-MO) restaient présentes au sein du biomatériau après 21 jours de culture. Pour cela, nous 

avons ensemencé les CSM-MO dans des matrices de collagène, collagène/alginate et 

collagène/alginate/HA à la même densité que celle choisi pour nos CSM/PD (6.103 

cellules/mm3). Les colorations HES et par le Rouge Alizarine réalisées après 21 jours de culture 

en milieu basal ou de différenciation ostéogénique ont démontré une colonisation des 

biomatériaux par les CSM-MO, ainsi que la présence de dépôts calciques pour les biomatériaux 

mis en culture avec du milieu de différenciation ostéogénique (données non présentées). 

 

Nous avons ensuite ensemencé nos CSM-PD dans différentes matrices composées de collagène 

seul, collagène et hydrogels d’alginate enrichis ou non en HA ou borosilicate.  

Nous avons réalisé les analyses histologiques suivantes après 28 jours de culture dans du milieu 

basal ou de différenciation ostéogénique.  

 

4.3.1. Analyses histologiques  

 

4.3.1.1. Coloration Hématoxyline-Éosine-Safran  

 

La coloration HES a permis de visualiser l’architecture globale de nos différentes matrices ainsi 

que l’organisation cellulaire et matricielle en leur sein (Figures 32 et 33). 
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Figure 32 : coupes histologiques des biomatériaux ensemencés avec les CSM-PD. Coloration 

HES, optique x4. Présence d’une colonisation cellulaire et d’une sécrétion matricielle 

importante en condition de différenciation ostéogénique (B à L), majeure avec envahissement 

de tout le biomatériau pour les éponges de collagène/alginate/HA (H). (n=3) 
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Figure 33 : coupes histologiques des biomatériaux ensemencés avec les CSM-PD. Coloration 

HES, optique x10. Présence d’une colonisation cellulaire et d’une sécrétion matricielle 

importante en condition de différenciation ostéogénique (B à L), majeure avec envahissement 

de tout le biomatériau pour les éponges de collagène/alginate/HA (H). (n=3) 

 

La coloration HES nous a permis d’objectiver la présence d’éléments cellulaires dans les 

différentes conditions de culture et dans les différents biomatériaux. La colonisation des 

matériaux par les cellules et la sécrétion d’une MEC semblent plus importantes pour toutes les 

matrices lorsque les cellules sont en présence de milieu de culture avec cocktail de 

différenciation ostéogénique ou milieu de différenciation ostéogénique commercial 

(StemMACS™ OsteoDiff Media, Myltenyi Biotech), comparativement au milieu basal.  



 116 

Une sécrétion matricielle par les CSM-PD est présente dans les biomatériaux enrichis d’un 

hydrogel d’alginate même en présence de milieu basal, ce que nous n’avons pas observé pour 

les conditions de collagène seul.  

Cette sécrétion matricielle et la colonisation cellulaire était majeure lorsque de l’HA a été ajouté 

à l’hydrogel d’alginate, avec un envahissement de tout le biomatériau. Nous avons également 

observé dans cette condition la présence d’un liseré périphérique très marqué. Nous n’avons 

pas observé cet envahissement central du biomatériau dans la condition ou le borosilicate 

enrichi l’hydrogel, mais toutefois un discret liseré périphérique.   

Cette organisation périphérique était néanmoins moins marquée et de façon globale plus 

anarchique dans les biomatériaux enrichis en borosilicate (Figure 32).  

Le biomatériau composé d’éponge de collagène, hydrogel d’alginate enrichi en HA semblerait 

donc permettre une distribution spatiale très homogène des cellules mises en culture avec du 

milieu d’induction ostéogénique, que ce soit en périphérie ou au centre du matériau avec une 

inclusion d’éléments cellulaires dans des lacunes entourées de MEC (Figure 34).   
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Figure 34 : coupes histologiques : éponge de collagène avec hydrogel d’alginate enrichi en 

hydroxyapatite, ensemencée avec CSM-PD. Coloration HES. A : optique x4. B : optique x10 

(n=3). 

 

 

Dans la littérature, de précédents travaux ont obtenus des résultats similaires avec les CSM-PD 

(131), les CSM-MO (182,183,368,369), les CSM-CO (183) ou les CSM-TA (368). Dans ces 

études, les CSM ensemencées dans des matrices de collagène (131,182,183,369) ou de 

collagène et HA (368,369) en présence de milieu basal et de milieu de différenciation 

ostéogénique ont permis une viabilité cellulaire et une colonisation des matrices. Par ailleurs, à 

l’instar de ce que nous avons observé dans nos matrices de collagène et de collagène/HA en 

conditions de différenciation ostéogénique, la colonisation par les CSM à J28 semble également 

plus marquée en périphérie des matrices dans plusieurs études (131,183,368). Ce phénomène 
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semble lié à la différenciation ostéogénique des CSM et temps-dépendant, puisque, s’il est 

présent à 21 (183), 28 (368) ou 40 jours de culture (131), il ne semble pas l’être à seulement 7 

jours (368). De plus, les cellules situées à la périphérie des éponges semblent être moins 

différenciées que celles situées au centre des matrices, avec une morphologie plus aplatie en 

superficie et plus cuboïde typique des ostéoblastes au centre (131).  

Par ailleurs, des travaux réalisés in vivo avec des CSM-PD ensemencées dans des matrices 

composées uniquement de collagène et implantées soit directement (140) soit après culture 

d’une semaine dans du milieu de différenciation ostéogénique (138), dans des défauts osseux 

chez l’homme (140) ou de calvaria murins (138), ont montré après coloration HES une 

colonisation homogène des matrices par les cellules et l’obtention d’une néoformation osseuse 

à 8 semaines. Nous avons obtenu des résultats similaires in vitro avec une colonisation des 

matrices composées uniquement de collagène, par nos CSM-PD, avec ou sans milieu de 

différenciation ostéogénique. Néanmoins, ces travaux (138,140) n’ont pas comparé plusieurs 

types de matrice pour l’ensemencement des CSM-PD leur expérimentation est in vivo, ne nous 

permettant donc pas de comparer efficacement avec nos travaux.  Cependant, l’étude de Yang 

et al réalisée in vivo, a comparé des matrices de collagène seules et de collagène/HA 

ensemencées avec des CSM-CO et implantées en défaut de calvaria chez le rat. A trois mois, la 

coloration HES des coupes des matrices a démontré une présence plus importante d’os 

néoformé en sites implantés avec les matrices de collagène/HA que pour les sites implantés 

avec les matrices de collagène seules, présentant des zones fibreuses plus importante (201) et 

donc une moindre qualité de l’os néoformé.   

Enfin, la colonisation et la viabilité cellulaire semblent plus importantes et homogènes dans des 

matrices à base de collagène et HA (phase organique et phase minérale) comparativement à des 

matrices à base de HA et TCP (deux phases inorganiques) (369), supportant l’intérêt de créer 

une matrice composite mimant au mieux le tissu natif en associant phases organique et 

minérale.  

Si les différentes matrices que nous avons utilisées semblent supporter la colonisation par les 

CSM-PD et autoriser leur croissance, notre biomatériau associant collagène, alginate et HA 

semble favoriser de façon plus marquée une colonisation homogène des cellules et la sécrétion 

d’une MEC abondante en son sein, démontrant son intérêt en ingénierie tissulaire osseuse.  
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4.3.1.2. Coloration Rouge Alizarine 

 

La coloration par le Rouge Alizarine permet de visualiser les zones de dépôts calciques reflets 

de la minéralisation matricielle. Cette coloration des coupes histologiques de nos biomatériaux 

avait permis de mettre en évidence les zones de minéralisation dans les matrices après 28 jours 

de culture (Figures 35 et 36).  
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Figure 35 : coupes histologiques des biomatériaux ensemencés avec les CSM-PD (28 jours de 

culture). Coloration au Rouge Alizarine, optique x4. Absence de zones de minéralisation (A, 

C), très faible minéralisation périphérique (B), zones de minéralisation diffuses (D, H) ou 

localisées en périphérie (E, G), minéralisation osseuse importante de tout le biomatériau (F). 

(n=3). 
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Figure 36 : coupes histologiques des biomatériaux ensemencés avec les CSM-PD (28 jours de 

culture). Coloration au Rouge Alizarine, optique x10. Absence de zones de minéralisation (A, 

C), très faible minéralisation périphérique (B), zones de minéralisation diffuses (D, H) ou 

localisées en périphérie (E, G), minéralisation osseuse importante de tout le biomatériau (F). 

(n=3). 

 

 



 122 

 

Les matrices constituées d’éponges de collagène seules, ensemencées avec des CSM-PD ne 

semblaient pas présenter de zones de minéralisation quand les cellules étaient mises en culture 

avec du milieu basal, et une très faible minéralisation avec un marquage très léger, plutôt 

localisée en périphérie des éponges, quand les CSM-PD étaient mises en culture avec du milieu 

d’induction ostéogénique.  

De la même façon, les matrices constituées d’éponges de collagène et d’un hydrogel d’alginate 

ne semblaient pas présenter de zones de minéralisation après 28 jours de culture dans du milieu 

basal, mais des zones de minéralisation diffuses dans ces matrices après culture dans du milieu 

de différenciation ostéogénique.  

Un marquage important et donc une minéralisation osseuse étaient observés pour les CSM-PD 

ensemencées dans les matrices d’éponges de collagène/alginate/HA, avec une minéralisation 

plutôt en périphérie en présence de milieu basal (Figure 37) et une minéralisation importante et 

bien répartie spatialement dans tout le biomatériau en présence de milieu d’induction 

ostéogénique (Figure 38).  
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Figure 37 : coupes histologiques : éponge de collagène avec hydrogel d’alginate enrichi en 

hydroxyapatite, ensemencée avec CSM-PD, milieu basal. Coloration Rouge Alizarine. A : 

optique x4. B : optique x10 (n=3). 
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Figure 38 : coupes histologiques : éponge de collagène avec hydrogel d’alginate enrichi en 

hydroxyapatite, ensemencée avec CSM-PD, milieu de différenciation ostéogénique. Coloration 

Rouge Alizarine. A : optique x 4. B : optique x10 (n=3). 

 

Enfin, des zones de minéralisation avaient été observées pour les biomatériaux 

collagène/alginate/borosilicate, plus nombreuses que celles retrouvées dans les matrices 

d’éponges de collagène et collagène/alginate mais moins que dans les matrices 

collagène/alginate/HA. Comme pour les matrices collagène/alginate/HA, ces zones de 

minéralisation étaient présentes en périphérique en présence de milieu basal et plus 

homogènement réparties dans le biomatériau en présence de milieu de différenciation 

ostéogénique.  
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Dans une étude où des CSM-PD ont été ensemencées dans des éponges de collagène seul et 

mises en culture avec du milieu de différenciation ostéogénique (131), la coloration au Rouge 

Alizarine a mis en évidence des zones de minéralisation homogène dans tout le biomatériau, ce 

que nous n’avons pas observé dans nos travaux. Nous avons pu observer grâce à la coloration 

HES que, dans nos éponges de collagène, les cellules avaient bien colonisé le matériau, cette 

différence de résultats ne semble donc pas être expliquée par un manque d’adhésion et de survie 

de nos CSM-PD dans les éponges de collagène. Par contre, dans cette étude, la coloration au 

Rouge Alizarine a été réalisée après 40 jours de culture, vs 28 jours dans notre travail. La 

différence de marquage dans les éponges de collagène seul pourrait donc être expliquée par un 

temps plus long de différenciation ostéogénique des CSM-PD dans les biomatériaux l’étude de 

Riccio et al, favorable à la formation d’une MEC osseuse minéralisée révélée par la coloration 

au Rouge Alizarine (131). Une autre différence dans le protocole choisi par l’équipe de Riccio 

pourrait expliquer la faible présence de dépôts minéralisés dans nos éponges de collagène ; les 

éponges sont d’un volume plus important (500 vs 314 mm3) avec une densité d’ensemencement 

plus faible (1000 vs 6000 cellules/mm3) que dans nos travaux. Des résultats similaires ont aussi 

été obtenus in vivo dans des défauts de calvaria chez le rat : les CSM-PD ensemencées dans des 

éponges de collagène (1500 cellules/mm3) ont permis d’obtenir après 4 semaines une 

minéralisation homogène dans les biomatériaux, mise en évidence par la coloration au Rouge 

Alizarine (138). Il pourrait donc être intéressant de répéter notre expérimentation avec une 

densité d’ensemencement et/ou une durée de culture comparable à celles choisies par Riccio et 

al, afin de vérifier l’impact de ces deux facteurs sur l’obtention d’une MEC minéralisée 

homogènement répartie dans les éponges de collagène. Il serait également intéressant de tester 

in vivo nos biomatériaux collagéniques ensemencés par les CSM-PD. 

 

L’ajout d’alginate à nos éponges de collagène a permis d’observer la présence de zones de 

minéralisation plus importantes et plus homogènes dans nos biomatériaux par rapport aux 

éponges de collagène seul après 28 jours de culture dans du milieu de différenciation 

ostéogénique, ainsi qu’une légère coloration par le Rouge Alizarine en périphérie des 

biomatériaux cultivés dans du milieu basal. Nous n’avons pas retrouvé dans la littérature 

d’études ayant des conditions d’expérimentation similaires à nos travaux et ne pouvons 

qu’émettre des hypothèses quant à ces résultats. Les propriétés d’encapsulation cellulaire de 

l’alginate semblent avoir procuré aux CSM-PD un microenvironnement plus favorable à leur 

différenciation ostéogénique et pourraient avoir réduit la fuite de cellules lors de 
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l’ensemencement, en faveur d’une augmentation du nombre de CSM-PD au sein des 

biomatériaux. Cette hypothèse semble être appuyée par l’architecture globale observée en 

coloration HES, où la MEC semble plus structurée et les logettes cellulaires plus nombreuses 

dans les biomatériaux enrichis en alginate par rapport aux éponges de collagène seul (Figures 

32 et 33).  

 

Nous avions également choisi d’enrichir nos hydrogels en HA. Les biomatériaux 

collagène/alginate/HA ensemencés avec les CSM-PD sont ceux qui ont présenté, après 28 jours 

de culture, les zones de minéralisation les plus importantes (Figures 35, 36, 37, 38).  Dans la 

littérature, d’autres travaux se sont intéressés à l’effet de l’ajout d’HA à des biomatériaux de 

collagène. Ainsi, des CSM-MO (193,199,200) et des CSM-CO (201) ont été ensemencées dans 

des biomatériaux de collagène vs collagène/HA, in vitro (193,199,200) ou in vivo (200,370). Si 

dans ces travaux, des colorations histologiques similaires aux nôtres n’ont pas été réalisées, les 

résultats ont mis en lumière que l’ajout d’HA dans les biomatériaux de collagène a permis 

d’améliorer non seulement les propriétés mécaniques mais surtout l’adhésion, la survie, la 

prolifération cellulaire (193,200) et a augmenté l’expression de gènes de différenciation 

ostéogénique (199). In vivo, ces travaux ont montré que l’ajout d’HA permettait d’obtenir une 

MEC osseuse et une formation osseuse plus importante par rapport aux biomatériaux de 

collagène seul (200,370). Ces résultats obtenus avec des CSM autres que les CSM-PD sont 

comparables à ce que nous avons observé en termes de formation de MEC osseuse minéralisée 

sur nos coupes histologiques, pour nos biomatériaux avec HA vs ceux sans HA.  

L’équipe de Trivedi et al (192) a utilisé in vitro un design expérimental proche du notre en 

ensemençant des CSM-PD dans des biomatériaux de collagène/HA. S’ils n’ont pas réalisé de 

coloration histologique évaluant la minéralisation, ils ont mis en évidence par microscopie 

optique à balayage la présence de structures nodulaires compatibles avec des calcifications dans 

les biomatériaux après 21 jours de culture en présence de milieu de différenciation 

ostéogénique. Ils n’ont malheureusement pas comparé leurs résultats avec un milieu basal ou 

d’autres types de biomatériaux. Néanmoins, les analyses biochimiques (expression génique de 

l’ALP et de l’OCN) qu’ils ont réalisées ont permis de confirmer que la différenciation 

ostéogénique des CSM-PD était augmentée par la présence d’HA et collagène. Ces résultats 

sont donc cohérents avec ceux que nous avons obtenu pour nos biomatériaux 

collagène/HA/alginate, suggérant qu’ils autorisent une différenciation ostéogénique efficace et 

homogène en leur sein et potentialisent les capacités de différenciation ostéogénique des CSM-

PD.  
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L’équipe de Liu et al a testé in vivo dans des défauts mandibulaires de lapin, les capacités de 

régénération tissulaire osseuse de biomatériaux de collagène/HA/PLA ensemencés ou non avec 

des CSM-PD. Après 12 semaines, les biomatériaux ensemencés avec les CSM-PD avaient 

déployé une capacité de néoformation osseuse similaire à celle de l’os autogène utilisé en 

contrôle positif. Par ailleurs, l’ajout de facteur de croissance (rh-BMP2) aux biomatériaux a 

permis d’obtenir une néoformation osseuse plus précoce qu’avec la greffe d’os autogène.  

Une autre étude in vivo utilisant des CSM-PD a montré que l’ajout d’une phase minérale autre 

que l’HA au collagène, comme la silice, a permis d’augmenter la néoformation osseuse in vivo 

par rapport aux biomatériaux de collagène seul (174). Néanmoins, la potentialisation de 

l’ostéogénèse a été observée uniquement en présence de milieu de différenciation et la 

coloration au Rouge Alizarine n’a pas montré de dépôts de minéralisation en présence de milieu 

basal, contrairement à ce que nous avons observé. En effet, en présence d’HA, nous avons pu 

observer la présence de minéralisation, allant dans le sens d’une supériorité de l’HA par rapport 

à d’autres phases minérales pour induire une formation osseuse dans les biomatériaux, même 

en l’absence de milieu ostéoinducteur. Par ailleurs, d’autres travaux réalisés sur les CSM-PD 

ont montré que l’ajout d’HA à des matrices à base de PGLA permettait d’obtenir une 

différenciation ostéogénique plus importante et régulait positivement l’expression de gènes de 

différenciation ostéogénique (ALP, OPN, RUNX2) (371).  Les auteurs ont formulé l’hypothèse 

que l’HA, en induisant l’expression de gènes ostéogéniques, posséderait des propriétés 

ostéoinductrices, hypothèse cohérente avec ce que nous avons observé dans notre travail, avec 

des nodules de minéralisation présents même en présence de milieu basal.  Si les CSM-PD 

possèdent des capacités de différenciation ostéogénique spontanées (110,137), il semblerait que 

la matrice dans laquelle elles sont ensemencées potentialise ces capacités et notamment une 

matrice composée d’une association de collagène, alginate et HA.  

Enfin, des travaux in vivo ont comparé les effets de l’implantation de biomatériaux de 

collagène/HA/PLA ou de ß-TCP ensemencés avec des CSM-PD (108). Après 12 semaines 

d’implantation chez la souris, la quantité d’os mature néoformé était plus importante dans le 

groupe ß-TCP que dans le groupe collagène/HA/PLA. Ces résultats ouvrent la réflexion sur la 

suite de notre travail qui pourrait tester nos biomatériaux in vivo afin de reproduire ces 

conditions d’expérimentations et de déterminer si la différence obtenue est liée aux conditions 

expérimentales (in vivo vs in vitro) ou au type de CSM-PD utilisées (CSM de lapin vs CSM 

humaines dans notre travail).  
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4.3.1.3. Coloration de Von Kossa 

 

La coloration de Von Kossa avait permis de mettre en évidence la présence de précipités 

calciques dans toutes les matrices, à l’exception des matrices composées uniquement de 

collagène. Ce marquage peut être visualisé par les flèches noires dans les figures 39 et 40.   

On retrouve ainsi la présence de précipités calciques majoritairement localisés en périphérie de 

nos biomatériaux.  

Le marquage est présent pour toutes les conditions de cultures (milieu basal et milieux de 

différenciation ostéogénique) pour les matrices composées de collagène/alginate/HA et 

collagène/alginate/borosilicate et uniquement en présence de milieu d’induction ostéogénique 

pour les matrices composées de collagène et alginate.  
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Figure 39 : coupes histologiques des biomatériaux ensemencés avec les CSM-PD (28 jours de 

culture). Coloration de Von Kossa, optique x4. Le marquage peut être visualisé par les flèches 

noires. (n=3). 
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Figure 40 : coupes histologiques des biomatériaux ensemencés avec les CSM-PD (28 jours de 

culture). Coloration de Von Kossa, optique x10. Le marquage peut être visualisé par les flèches 

noires (n=3). 

 

 

Dans nos travaux, nous n’avons pas observé de marquage par la coloration de Von Kossa pour 

nos biomatériaux composés uniquement de collagène, même pour ceux mis en culture avec du 

milieu de différenciation ostéogénique. Dans la littérature, nous n’avons pas retrouvé de travaux 

avec des conditions d’expérimentations parfaitement similaires aux nôtres. Néanmoins, il a été 

démontré que l’ensemencement de CSM-MO et de CSM-CO dans des gels de collagène 

permettait d’obtenir un marquage par la coloration de Von Kossa en périphérie des 

biomatériaux (183). Ce marquage était obtenu uniquement pour les gels mis en culture avec du 

milieu de différenciation ostéogénique et absent dans la condition de culture dans du milieu 

basal. Cette différence pourrait être expliquée par le temps de culture des biomatériaux (21 vs 
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28 jours dans notre travail), par la consistance du biomatériau (gel vs éponge) ou par la densité 

d’ensemencement choisie (10 fois plus faible dans cette étude). Un point de convergence peut 

toutefois être observé ; ces auteurs n’ont pas observé de marquage dans les biomatériaux de 

collagène mis en culture avec du milieu basal, qu’ils soient ensemencés avec des CSM-MO ou 

des CSM-CO. D’autres travaux réalisés avec des CSM-MO ont donné des résultats divergents : 

un marquage important après 30 jours de culture pour Sanjurjo-Rodriguez et al (372), et une 

absence de marquage après 28 jours pour Hayrapetyan et al (368). Ces auteurs ont utilisé des 

biomatériaux de consistance différente (gel vs éponge) et des densités d’ensemencement peu 

comparables (3000 vs 200000 cellules/mm3), source probable de la divergence des résultats 

observés. Nous avons utilisé des biomatériaux avec une consistance identique à celle des 

travaux d’Hayrapetyan et al, et une densité d’ensemencement plus proche de celle choisie par 

Sanjurjo-Rodriguez et al (6000 cellules/mm3). La comparaison avec ces travaux est donc 

délicate, mais les hypothèses d’un impact (1) de la formulation du biomatériau de collagène, 

(2) de la densité d’ensemencement initiale ou (3) de la source de CSM sont à retenir et seront à 

explorer dans des travaux futurs. Les études réalisées in vivo avec l’ensemencement de CSM-

PD dans des biomatériaux de collagène et implantation dans un modèle murin de défaut de 

calvaria ont démontré la présence d’une néoformation osseuse et d’un marquage par la 

coloration de Von Kossa après 4 semaines d’implantation (107). Là encore, comparer ces 

travaux dont les conditions d’expérimentation sont très éloignées des nôtres est difficile, 

d’autant que les auteurs ont également obtenu une formation osseuse dans le groupe contrôle 

(biomatériau sans CSM-PD).  

 

L’ajout d’alginate et d’une phase minérale (HA) à nos biomatériaux a permis d’observer après 

28 jours, un marquage par la coloration de Von Kossa à la périphérie de nos biomatériaux mis 

en culture dans du milieu de différenciation ostéogénique. Nous n’avons pas observé de 

marquage pour les biomatériaux mis en culture dans du milieu basal. A notre connaissance, il 

n’existe pas de travaux dans la littérature utilisant des CSM-PD dans des conditions 

d’expérimentation proches des nôtres. Néanmoins, d’autres sources de CSM ont été utilisées 

dans des conditions comparables. Ainsi, Bhuiyan et al ont étudié les effets de l’ensemencement 

de CSM-MO à une densité identique à la nôtre dans des biomatériaux de collagène/HA/PLGA. 

Après 28 et 35 jours de culture dans du milieu de différenciation ostéogénique, la coloration de 

Von Kossa a révélé une minéralisation homogène dans les biomatériaux. Cette équipe a utilisé 

comme contrôle les mêmes biomatériaux mais sans cellules, n’obtenant pas de marquage aux 

mêmes jours de test, rendant difficile l’évaluation de l’impact de l’ajout d’HA au biomatériau 



 132 

de collagène sur la potentialisation de la différenciation ostéogénique. Cette variable a par 

contre été étudiée par Hayrapetyan et al (368), qui ont utilisé des biomatériaux de collagène 

seuls ou enrichis d’une proportion variable d’HA ; (1) 0/1, (2) 1/1, (3) 2/1. L’ensemencement 

de ces différents biomatériaux a été réalisé avec des CSM-TA et des CSM-MO à une densité 

comparable à celle que nous avons choisi dans nos travaux. Il est intéressant de constater que 

comme nous l’avons mentionné plus haut, après 28 jours de culture dans du milieu de 

différenciation ostéogénique, les biomatériaux composés de collagène sans HA n’ont pas été 

marqués par la coloration de Von Kossa, résultats similaires à ce que nous avons observé. Par 

ailleurs, les auteurs ont mis en évidence un marquage uniquement pour les biomatériaux 

enrichis en HA et ensemencés avec des CSM-TA, et non avec ceux ensemencés avec les CSM-

MO. Les auteurs ont formulé l’hypothèse d’une différenciation ostéogénique plus précoce avec 

les CSM-TA et de l’impact de la source de CSM utilisée sur la différenciation ostéogénique des 

biomatériaux ainsi que de l’intérêt de leur adjoindre de l’HA.  

 

Les résultats que nous avons obtenus nous permettent de rejoindre ces hypothèses, en faveur 

d’une différenciation ostéogénique potentialisée à la fois par l’ajout d’HA et par l’ajout 

d’alginate dans nos biomatériaux. Nous aurions pu dans nos travaux choisir une condition de 

culture supplémentaire : collagène/HA sans alginate, afin d’évaluer l’effet booster de l’alginate 

sur l’HA. Dans cette logique, il aurait également été intéressant d’utiliser ces biomatériaux sans 

cellules, afin de vérifier les effets de chaque variable.  

Néanmoins, nos résultats semblent démontrer que les CSM-PD sont une source utilisable de 

CSM pour l’ingénierie tissulaire osseuse et permettent d’obtenir une MEC osseuse minéralisée 

dans des conditions de culture adaptées. Par ailleurs, parmi les compositions de biomatériaux 

que nous avons choisies, ce sont les éponges de collagènes enrichies d’un hydrogel d’alginate 

et HA qui semblent représenter le choix le plus pertinent.  

 

 

4.3.2. Analyses immunohistochimiques 

 

4.3.2.1. Ostéocalcine  

 

Un marquage immunohistochimique de l’OCN avait été réalisé sur les coupes histologiques de 

nos biomatériaux après 28 jours de culture (Figures 41 et 42).  
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Une absence de marquage de l’OCN avait été relevée pour les biomatériaux constitués 

d’éponges de collagène seules, ensemencées avec les CSM-PD et mises en culture avec du 

milieu basal.   

Dans la même condition de culture, les biomatériaux constitués de 

collagène/alginate/borosilicate avaient été faiblement marqués, alors qu’un marquage plus 

prononcé mais peu homogène avait été observé dans les matrices collagène/alginate et 

collagène/alginate/HA.  

Ainsi, toutes les matrices ensemencées avec les CSM-PD et mises en culture avec un milieu de 

différenciation ostéogénique semblaient être positives pour le marquage de l’OCN. Dans cette 

condition de culture, les matrices de collagène, collagène/alginate et 

collagène/alginate/borosilicate semblaient exprimer un marquage cellulaire homogène dans les 

biomatériaux, plutôt localisé en périphérie pour le biomatériau enrichi en borosilicate. 

On retrouvait sur les coupes des matrices constituées de collagène/alginate/HA un marquage 

important, notamment en périphérie du biomatériau, avec un marquage à la fois cellulaire et 

matriciel de l’OCN (Figure 43). 
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Figure 41 : coupes histologiques des biomatériaux ensemencés avec les CSM-PD (28 jours de 

culture). Marquage immunohistochimique (OCN). Absence de marquage visualisé sur les 

coupes d’éponges de collagène seul (A, B, C). Présence d’un marquage sur les coupes 

d’éponges de collagène et alginate enrichi ou non en HA et borosilicate (D à L). Optique x4 

(n=3).  
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Figure 42 : coupes histologiques des biomatériaux ensemencés avec les CSM-PD (28 jours de 

culture). Marquage immunohistochimique (OCN). Absence de marquage visualisé sur les 

coupes d’éponges de collagène seul (A, B, C). Présence d’un marquage sur les coupes 

d’éponges de collagène et alginate enrichi ou non en HA et borosilicate (D à L). Optique x20 

(n=3).  
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Figure 43 : coupes histologiques : éponge de collagène avec hydrogel d’alginate enrichi en 

hydroxyapatite, ensemencée avec CSM-PD. Marquage immunohistochimique (OCN). A : 

optique x4. B : optique x20 (n=3). 

 

 

L’OCN est une protéine spécifique de la MEC osseuse et reflète la différenciation ostéogénique.  

De précédents travaux réalisés sur des CSM d’autres sources ensemencées dans des matrices 

de collagène et HA ont démontré des résultats similaires, avec la présence d’un marquage de 

l’OCN bien réparti dans les matrices (368,369). L’étude de Bhuiyan et al en particulier (369), 

a choisi un design expérimental proche de notre expérimentation, autant pour la densité 
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d’ensemencement que la durée de culture. Des CSM-MO ont été ensemencées dans des 

matrices de collagène/PLGA et HA et mises en culture durant 28 jours dans du milieu de 

différenciation ostéogénique. Le marquage en immunohistochimie réalisé après ces 28 jours a 

révélé une présence homogène de CSM-MO exprimant l’OCN au sein des biomatériaux, de 

manière similaire à ce que nous avons obtenu. Hayrapetyan et al ont également obtenu après 

28 jours de culture dans du milieu de différenciation ostéogénique, un marquage homogène de 

l’OCN dans des matrices de collagène et HA ensemencées avec des MSC-TA ou des MSC-MO 

(368).  

L’ensemencement de CSM-PD dans des matrices de collagène (131) ou d’une association d’une 

phase organique (collagène) et minérale (silice) (174) a été réalisé in vitro (131) et in vivo (174). 

L’expression de l’OCN a été détectée après 40 jours de culture avec du milieu de différenciation 

ostéogénique (131) ou après implantation 8 semaines en site ectopique chez la souris (174). S’il 

est possible de faire une comparaison entre nos matrices de collagène/HA avec les matrices de 

collagène/silice (association d’une phase organique et minérale) des travaux de Niu (174), 

contrairement à nos résultats, cette équipe n’a pas obtenu de marquage de l’OCN dans les 

biomatériaux lorsque les CSM-PD étaient mises en culture avec du milieu basal. Cette 

différence de comportement cellulaire peut s’expliquer soit par les conditions 

d’expérimentation (in vivo vs in vitro), soit elle souligne les propriétés ostéoinductrices de l’HA 

sur la différenciation ostéogénique des CSM-PD.  

La présence de l’OCN de manière homogène dans nos différentes matrices ensemencées avec 

les CSM-PD démontre qu’elles constituent un support adéquat pour un développement osseux 

harmonieux, en particulier les matrices composées de collagène/alginate et HA.  

 

 

4.3.2.2. CD31 

 

A J28, indépendamment de la condition de culture (milieu basal ou milieux de différenciation 

ostéogénique), un marquage de CD31 a été décelé pour l’ensemble de nos matrices : éponges 

de collagène seules, collagène/alginate, collagène/alginate/HA et 

collagène/alginate/borosilicate (Figures 44 et 45).  

Ce marquage était important et réparti de façon homogène dans les matrices, avec néanmoins 

une localisation légèrement plus marquée en périphérie et moins au centre pour les 

biomatériaux constitués de collagène/alginate/borosilicate.  
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La condition « éponges de collagène enrichies avec l’hydrogel alginate/HA + milieu de 

différenciation ostéogénique » est celle qui permet d’obtenir le marquage le plus homogène 

avec une répartition du marquage dans l’ensemble de l’éponge. 

 

 

 

Figure 44 : coupes histologiques des biomatériaux ensemencés avec les CSM-PD (28 jours de 

culture). Marquage immunohistochimique (CD31). Présence d’un marquage sur toutes les 

coupes histologiques (A à L). Optique x4 (n=3). 
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Figure 45 : coupes histologiques des biomatériaux ensemencés avec les CSM-PD (28 jours de 

culture). Marquage immunohistochimique (CD31). Présence d’un marquage sur toutes les 

coupes histologiques (A à L). Optique x20 (n=3). 

 

 

CD31, ou PECAM1, est une protéine reflet de la prolifération endothéliale et de la néoformation 

vasculaire.  

Il est intéressant de constater que nous avons obtenu un marquage homogène à J28 dans toutes 

nos matrices, toutes constituées d’une base d’éponge de collagène. Une étude in vivo a 

démontré que l’implantation chez le rat en site cutané d’éponges de collagène (vs une 

cicatrisation guidée sans éponges) permettait d’obtenir 1) une surexpression de CD31 après 14 

jours 2) un marquage homogène et important de CD31 dans les biomatériaux, révélé en 

immunohistochimie sur les coupes des éponges implantées, et 3) une meilleure cicatrisation des 

sites lésés (373).  La quantité et la distribution du marquage de cet acteur de la prolifération 
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vasculaire dans les biomatériaux apparaissent donc primordiaux pour l’obtention d’une 

néovascularisation et d’une meilleure régénération tissulaire.  

Il a par ailleurs été démontré que la combinaison de CSM-PD à des matrices à base de collagène 

puis leur implantation in vivo dans des défauts osseux de taille critique chez le rat permet 

d’améliorer la qualité de la régénération osseuse et d’obtenir de plus vastes réseaux vasculaires 

en site d’implantation, par rapport aux matrices de collagène seules (138). De ces points de vue, 

les produits d’ingénierie tissulaire que nous avons développés semblent donc parfaitement 

satisfaire à ces points cruciaux qui sont en particulier l’ébauche du développement vasculaire 

et constituer des biomatériaux prometteurs pour une utilisation ultérieure in vivo en ingénierie 

tissulaire osseuse prévascularisée. 

 

 

4.3.2.3. Ostéopontine 

 

Le marquage de l’OPN réalisé à J28 s’était révélé présent uniquement dans les matrices 

constituées de collagène/alginate/HA mises en culture avec le milieu d’induction ostéogénique 

commercial. Dans ces matrices avec cette condition de culture, le marquage était extrêmement 

réduit avec seulement quelques cellules exprimant l’OPN au centre du biomatériau. Ce 

marquage est visualisé par une flèche noire en figures 46 et 47.  

Aucun marquage n’avait été observé pour les autres conditions de culture (milieu basal et milieu 

de différenciation ostéogénique non commercial) pour les matrices de collagène, de 

collagène/alginate ou de collagène/alginate/borosilicate.  

Cette faiblesse de marquage pourrait être liée au fait que l’OPN est un marqueur précoce de 

différenciation. 
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Figure 46 : coupes histologiques des biomatériaux ensemencés avec les CSM-PD (28 jours de 

culture). Marquage immunohistochimique (OPN) objectivé par la flèche noire. Optique x4 

(n=3). 
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Figure 47 : coupes histologiques des biomatériaux ensemencés avec les CSM-PD (28 jours de 

culture). Marquage immunohistochimique (OPN) objectivé par la flèche noire. Optique x10 

(n=3).  

 

 

L’OPN est un marqueur précoce de la différenciation ostéogénique. Après 28 jours de culture, 

aucun marquage n’avait été observé à l’exception de quelques cellules dans les matrices de 

collagène/alginate/HA.  

Peu d’études sont disponibles dans la littérature sur l’expression de l’OPN en 

immunohistochimie par les CSM-PD dans des biomatériaux similaires aux nôtres. Néanmoins, 

une équipe s’est intéressée à l’expression de l’OPN, visualisée par immunofluorescence dans 

des coupes de matrices de collagène ensemencées avec des CSM-PD (131). Dans ce travail, les 

auteurs ont mis en évidence une expression importante de l’OPN, homogènement répartie dans 

les matrices, après 8 jours de culture, avec un pic d’expression à 16 jours et ensuite une 
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décroissance progressive jusqu’à 40 jours. Notre analyse immunohistochimique du marquage 

de l’OPN ayant été réalisée après 28 jours de culture, nous pouvons émettre l’hypothèse qu’un 

marquage plus important aurait pu être observé plus tôt lors de la différenciation ostéogénique 

de nos CSM-PD et visualisé si nous avions réalisé ce même marquage à 8 ou 15 jours de culture 

comme l’a fait l’équipe de Riccio et al (131). Le faible nombre de cellules exprimant le 

marquage résiduel à J28 dans cette dernière étude pourrait aller dans le sens de notre hypothèse.  

 

 

4.3.2.4. VE-Cadhérine 

 

De la même manière que pour le marquage de l’OPN, le marquage de VE-Cadhérine avait 

uniquement été détecté pour quelques cellules dans les matrices de collagène/alginate/HA mises 

en culture avec du milieu de différenciation ostéogénique. Ce marquage peut être repéré par les 

flèches noires en figures 48 et 49.  

Aucun marquage n’avait été détecté dans les autres matrices et pour les autres conditions de 

culture. 
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Figure 48 : coupes histologiques des biomatériaux ensemencés avec les CSM-PD (28 jours de 

culture). Marquage immunohistochimique (VE-Cadhérine) objectivé par les flèches noires. 

Optique x4 (n=3). 
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Figure 49 : coupes histologiques des biomatériaux ensemencés avec les CSM-PD (28 jours de 

culture). Marquage immunohistochimique (VE-Cadhérine) objectivé par les flèches noires. 

Optique x10 (n=3). 

 

 

La VE-Cadhérine est la molécule majeure des jonctions intercellulaires entre CE. Protéine 

transmembranaire d’adhésion, elle assure la cohésion des structures vasculaires et est impliquée 

dans l’homéostasie des CE ainsi que dans la signalisation intercellulaire (374). La VE-

Cadhérine est nécessaire à l’organisation d’un système vasculaire stable durant l’angiogenèse 

et il a été démontré que son absence empêche les CE de s’organiser en structures vasculaires 

fonctionnelles (375). L’absence de présence d’un marquage de la VE-Cadhérine (à l’exception 

du très faible nombre de cellules marquées pour les biomatériaux collagène/HA/alginate) dans 

nos travaux pourrait être expliquée par le fait que la néo vascularisation dans nos biomatériaux, 

suggérée par la présence de cellules exprimant CD31, n’est pas à un stade de réseau vasculaire 
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stable et organisé. Nous n’avons pas pu comparer ces résultats à d’autres expérimentations 

similaires publiées dans la littérature, non disponibles à notre connaissance.  

 

 

 

Pris dans leur globalité, les résultats de cette partie de nos travaux semblent démontrer que nous 

avons obtenus une différenciation ostéogénique et angiogénique dans nos biomatériaux 

ensemencés avec les CSM-PD après 28 jours de culture dans du milieu de différenciation 

ostéogénique. Par ailleurs, parmi nos différents choix de biomatériaux élaborés pour 

l’ensemencement cellulaire, celui qui semble favoriser au mieux les capacités de colonisation, 

prolifération et différenciation des CSM-PD semble être le biomatériau de collagène et 

hydrogel d’alginate enrichi en HA.  

Afin de comparer ces résultats avec ceux obtenus en 2D, il serait intéressant de refaire cette 

étude en comparant l’influence de la teneur en glucose de l’environnement sur la différenciation 

ostéogénique des cellules cultivées en 3D (milieux low et high glucose). 
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5. CONCLUSION GÉNÉRALE ET PERSPECTIVES  

 

Actuellement, la prise en charge des pertes de substance osseuse de grande étendue représente 

un défi majeur en médecine. Si la chirurgie, les greffes osseuses autologues ou l’utilisation de 

substituts osseux permettent dans certaines situations de faire face à ces pertes de substances 

qu’elles soient d’origine infectieuse, traumatique, tumorale ou congénitale, ces solutions 

trouvent leurs limites et ne permettent pas d’offrir des réponses à toutes les situations cliniques 

(2,3,376). La prise en charge des défauts osseux de taille critique notamment, impose de 

rechercher des alternatives aux options thérapeutiques « classiques » et nous fait nous tourner 

vers l’ingénierie tissulaire osseuse. La recherche d’une stratégie se basant sur la triade de cette 

ingénierie tissulaire (cellules, matrice, molécules bioactives), impose de développer un substitut 

osseux alliant ces trois acteurs tout en potentialisant leurs propriétés respectives et réciproques, 

et les atouts qu’ils peuvent apporter pour la médecine régénérative osseuse in vivo.  

 

Nous avons choisi de nous intéresser à ces trois axes de recherche afin de développer un 

biomatériau fonctionnel pour l’ingénierie tissulaire osseuse, par 1) la création d’une matrice 

mimant au mieux le tissu osseux natif et sa MEC par le développement d’un biomatériau 

innovant composé de collagène, alginate et HA, 2) l’ensemencement de notre biomatériau par 

une source cellulaire prometteuse et obtenue de façon non invasive : les CSM-PD, 3) la 

détermination des conditions environnementales les plus appropriées et 4) par l’emploi de 

nanovésicules permettant l’encapsulation de facteurs de croissance et n’impactant pas les 

propriétés intrinsèques de nos CSM-PD : les nanoliposomes de lécithine de colza.  

 

Ce travail a tout d’abord permis d’évaluer le comportement des CSM-PD cultivées en deux 

dimensions sous l’influence de plusieurs facteurs environnementaux : la présence de 

nanovecteurs, la concentration en glucose, la densité d’ensemencement et la présence de 

collagène dans les plaques de culture.   

Dans la première partie de nos travaux, nous avons tout d’abord démontré que les CSM-PD ne 

semblent pas impactées par la présence de certaines stimulations environnementales comme 

l’exposition aux nanoliposomes de lécithine de colza, qui n’ont pas induit de cytotoxicité ou 

soulevé des problèmes de biocompatibilité. Les nanoliposomes possédant des propriétés 

d’encapsulation, nous pourrions donc envisager de les utiliser pour vectoriser certains facteurs 

de croissance comme la famille des BMP et potentialiser les capacités intrinsèques 

(prolifération, différenciation) des CSM-PD en ingénierie tissulaire osseuse. Nous avons 
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ensuite déterminé qu’une densité d’ensemencement trop faible semblait délétère pour les CSM-

PD et semblait altérer leur viabilité, prolifération et capacités de différenciation ostéogénique.  

Enfin, nous avons démontré d’une part que la capacité de différenciation ostéogénique des 

CSM-PD est similaire que ce soit en présence d’une faible (condition physiologique) ou d’une 

forte teneur en glucose (condition hyperglycémique), et d’autre part que la viabilité et la 

prolifération de ces cellules ne sont pas altérées dans des conditions hyperglycémiques. Les 

CSM-PD pourraient donc présenter un intérêt en ingénierie tissulaire chez le patient diabétique 

du fait de leur résistance au glucose et l’utilisation du milieu à faible teneur en glucose sera 

favorisé in vitro pour se rapprocher le plus possible des conditions physiologiques. 

Nous avons ensuite développé un modèle en trois dimensions in vitro, basé sur un biomatériau 

original pour l’ensemencent des CSM-PD et leur utilisation en ingénierie tissulaire osseuse, 

combinant HA, éponges de collagène et alginate. Cette association propose à la fois des 

propriétés mécaniques optimales et un microenvironnement favorable à la survie, la 

prolifération et la différenciation des CSM-PD en son sein. Cette partie de nos travaux a montré 

que les CSM-PD peuvent coloniser nos matrices, y proliférer et y déployer des capacités de 

différenciation ostéogénique, particulièrement remarquables lorsqu’elles sont ensemencées 

dans une matrice composée d’une association de collagène, alginate et HA. Nous avons 

également pu observer la présence de cellules endothéliales-like, probablement le reflet d’un 

processus de différenciation vasculaire engagé dans nos biomatériaux et prometteuse pour 

l’obtention d’un substitut osseux prévascularisé. Notre biomatériau innovant associant éponges 

de collagène et hydrogel d’alginate enrichi en hydroxyapatite semble être donc un support de 

choix pour la différenciation ostéogénique des CSM-PD et l’obtention d’un substitut osseux 

prévascularisé. 

 

Les résultats encourageants obtenus in vitro doivent être poursuivis par une validation de notre 

substitut osseux in vivo. Ainsi, il sera nécessaire de tester sa biofonctionnalité et d’évaluer ses 

capacités à induire une néoformation osseuse in vivo pour régénérer des défauts osseux. Pour 

cela, il sera intéressant d’une part, d’évaluer les capacités mécaniques de notre biomatériau et 

d’autre part, de tester notre substitut osseux dans des modèles de défauts osseux chez le petit 

animal. Nous pouvons envisager d’implanter notre biomatériau ensemencé par des CSM-PD 

dans des défauts osseux de taille critique de calvaria chez le rat ou le lapin afin d’évaluer ses 

capacités de générer une néoformation osseuse in vivo, après avoir testé ses capacités de 

résistance biomécanique.  
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Par ailleurs, l’optimisation des biomatériaux pour une utilisation clinique impose de concevoir 

leur réalisation en respectant des procédés de fabrication suivant les normes internationales et 

européennes. L’usage thérapeutique clinique implique de satisfaire à des recommandations de 

sureté et de choisir des pratiques reproductibles, standardisées et économiquement 

satisfaisantes. En Europe, les CSM sont considérées comme des produits de thérapie cellulaire 

(PTC) et leur utilisation est réglementée par la législation sur les médicaments de thérapie 

innovante (MTI). Ainsi, la production et l’utilisation clinique des CSM doivent être en accord 

avec les recommandations de bonne pratique européennes en vigueur qui imposent des 

contrôles qualité drastiques en termes de collection de l’échantillon, d’isolement des cellules, 

de transport, de manufacture, de stockage et du choix des réactifs utilisés répondant aux normes 

de l’utilisation clinique (353). Utiliser les CSM-PD comme MTI impose également une 

manipulation minimale des cellules (377).  

Dans cette optique, il est ainsi recherché des solutions alternatives à l’utilisation de sérum 

d’origine xénogénique pour la culture cellulaire des CSM afin de réduire les risques de 

transmission d’agents pathogènes, l’incorporation de protéines exogènes et les réactions 

immunitaires que son utilisation engendre (280). L’utilisation de milieu de culture sans ajout 

de sérum a été explorée sur les CSM-PD (103,378–381), les CSM-MO (378,382,383), les CSM-

TA (384) ou les CSM-CO (385,386), avec des résultats mitigés et une évidente difficulté des 

cultures primaires (280). Pour certains auteurs, l’utilisation de milieu sans sérum semble 

affecter les propriétés « souches » des CSM-PD et modifier leur phénotype, entrainant une 

régulation positive des marqueurs de différenciation ostéogénique et une perte des marqueurs 

de différenciation adipocytaires et chondrogéniques (378). L’utilisation de milieu sans sérum 

semble également affecter l’adhésion cellulaire (381) et la prolifération des CSM-PD (379) aux 

passages tardifs. D’autres travaux réalisés sur les CSM-PD ont à l’inverse démontré que la 

culture primaire sans sérum n’affectait ni leur temps de doublement ni leur prolifération et ne 

modifiait pas leur phénotype entre les passages 1 à 4 (387,388). Face à ces limites, il semble 

judicieux de chercher soit à enrichir ces milieux sans sérum avec des facteurs de croissance 

comme le FGF, l’insuline transferrine sélénium (ITS), l’acide ascorbique ou le cholestérol 

(380), soit à chercher d’autres alternatives pour remplacer le sérum xénogénique, l’utilisation 

de molécules exogènes étant limitée par le cadre réglementaire (377). Parmi ces alternatives, 

l’utilisation de lysat plaquettaire pourrait représenter une solution intéressante (142,389) 

(Annexe 5). Le lysat plaquettaire appartient à la famille des concentrés plaquettaires dérivés du 

sang. Bioactifs, les concentrés plaquettaires sont utilisés notamment en odontologie depuis les 

années 1990 pour la régénération tissulaire, seuls ou associés à des substituts osseux ou à des 
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greffes osseuses autologues (390). Les concentrés plaquettaires sont obtenus après prélèvement 

sanguin et différentes centrifugations ou procédés de lyse de la paroi cellulaire. Cela permet de 

libérer les facteurs de croissance, facteurs de coagulation et cytokines contenus dans le 

cytoplasme des thrombocytes, dont le TGF-b, le PDGF, l’EGF, les MMP, l’endostatine, 

l’angiostatine, le BDNF, le fibrinogène, le facteur de Willebrand, l’IL-8, les MCP-1 et 3 et 

RANTES (391). Le lysat plaquettaire peut être obtenu en lysant la paroi plaquettaire par des 

cycles de congélation-décongélation, par les ultrasons ou par l’induction de thrombine 

entrainant la dégranulation thrombocytaire (392). Il a été démontré in vitro que l’utilisation de 

milieu de culture enrichi en lysat plaquettaire permet d’obtenir de forts taux de prolifération et 

de différenciation des CSM (393), des fibroblastes (394), des ostéoblastes (395), des 

kératinocytes (396), des myoblastes (397) ou des CE (398). Le lysat plaquettaire semble 

également promouvoir la prolifération et la différenciation ostéogénique des CSM-PD in vivo 

et in vitro à une concentration de 5% dans le milieu de culture (142,399).  L’utilisation de 

concentrés plaquettaires comme substituts des sérums xénogéniques semble donc une piste 

intéressante pour la culture, la manufacture des CSM-PD et leur utilisation comme MTI.



ANNEXES 
 

ANNEXE 1 :  

Kichenbrand C, Velot E, Menu P, Moby V. 

Dental pulp stem cell-derived conditioned medium: an attractive alternative for regenerative 

therapy.  

Tissue Engineering Part B, 2019, 25 : 78-88 
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Abstract 

Mesenchymal stem cells have a lot of potential in regenerative medicine and 

mesenchymal stem cell-based therapies are currently explored in numerous research 

fields. Among these cells, deciduous or permanent dental pulp-mesenchymal stem cells 

represent a promising option in tissue engineering. This expectation is based on their 

capacity to self-renew, to repair various damaged tissues and organs due to their 

multipotency, as well as their ability to modulate immune system. They present other 

advantages such as the harvesting by a simple, painless and non-invasive procedure and 

the absence of ethical considerations.  

The role played by these cells in the reparative process is mainly attributed to paracrine 

mechanisms mediated by their secreted factors, namely the secretome. The secreted 

factors can be found in the cell culture medium, called conditioned medium. Moreover, 

conditioned medium presents many advantages compared to cells such as possible use in 

allogeneic therapies. This mini review aims at investigating the therapeutic use of dental 

pulp mesenchymal stem cell-derived conditioned medium, in order to develop cell-free 

therapies. The analysis of the available literature illustrates its massive panel of potential 

applications: mainly reduction of inflammation, promotion of angiogenesis and 

neurogenesis, reduction of stroke or ischemia, and organ regeneration. Furthermore, 

studies often highlight its superiority over the other sources of conditioned medium 

derived from other stem cells for the same applications.  

Dental pulp mesenchymal stem cell-derived conditioned medium is an attractive non-

invasive and acellular tool for therapeutic approaches in regenerative medicine. This 

promising novel approach should be further explored for clinical applications. 

Key words: Mesenchymal stem cells, conditioned medium, secretome, dental pulp, 

regenerative medicine 

Impact Statement:  

Regeneration of damaged tissues represents a major public health issue. Mesenchymal 

stem cells (MSC) have many potentialities in regenerative medicine. The role played in the 

reparative process is mainly attributed to factors released by these cells: their secretome, 
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which can be found in vitro in the conditioned medium (CM). Among MSC, dental pulp 

MSC represent a promising option in tissue engineering. Studies often highlight the 

superiority of dental pulp MSC-derived CM over the other sources of CM for the same 

applications. This attractive non-invasive and acellular tool could represent a new 

landscape of cell-free therapeutic strategies in tissue regeneration. 
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Introduction 

Mesenchymal stem cells (MSC) are unspecialized cells characterized by their self-renewal 

capacity and their differentiation potential into multiple cell lineages. They can be isolated 

from several sources of adult tissues such as bone marrow, adipose tissue, peripheral 

blood, dental pulp, as well as perinatal tissues such placenta, cord blood and umbilical 

cord. (1-3) Despite painful and invasive harvesting, bone marrow represents currently the 

most popular source of MSC for clinical applications. (4) 

However, investigations have shifted to less invasive MSC sources without any ethical 

concerns. The dental pulp is a connective dental soft tissue, which represents an attractive 

option for tissue regeneration and answers to these criteria. Each dental pulp provides a 

large number of cells that easily supports cryopreservation. (5) Dental pulp collection is 

realized during routine dental acts and does not need supplementary processes. Dental 

pulp tissue can be extracted from two different sources of teeth: adult teeth, mostly third 

molar extracted for therapeutic routine, or deciduous teeth. Dental MSC can be isolated 

from the dental pulp tissue by two techniques: enzymatic digestion (dispase and 

collagenase) or mechanical extraction by explants methods. (6) Adult teeth and exfoliated 

deciduous teeth provide respectively dental pulp stem cells from permanent teeth (DPSC) 

and dental pulp stem cells from human exfoliated deciduous teeth (SHED). DPSC and SHED 

are both excellent candidates for tissue engineering, but do not present exactly the same 

degree of maturity: SHED represent a more immature stem cell population than DPSC. (7) 

Like MSC from other sources, DPSC and SHED are not identified by a specific marker but by 

a panel of positively expressed surface markers including STRO-1, cluster of differentiation 

(CD) markers such as CD29, CD44, CD73, CD90, CD105, CD146, CD166, and other 

negatively expressed markers such as CD14, CD34, CD45 or human leukocyte antigen (HLA) 

markers. They can differentiate into mesodermal lineages (adipocytes, osteocytes, 

odontoblates, and chondrocytes), ectodermal (neurocytes) and endodermal lineages. (3) 

DPSC and SHED have been reported to have regeneration capacities of various tissues 

(bone, adipose, or neuronal tissue). (5, 8) It also has been demonstrated (2) that the DPSC 

potential in terms of proliferation and ability to induce mineralisation is greater than bone 

marrow MSC (BMSC) potential. Lastly, DPSC can be combined with many scaffolds to 

regenerate tissue defects and have immune privilege and anti-inflammatory properties 
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that make them prime candidates among MSC for in vivo allogeneic transplantations. (2) 

Dental pulp is considered as an excellent non-invasive source to be used for regenerative 

therapies. 

 

It is currently admitted that the therapeutic potential of MSC depends greatly of the 

release of molecules and factors in the extracellular environment. (9) These secreted 

substances are endowed with paracrine activity and are defined as the secretome, which 

includes soluble factors (proteins, nucleic acids, lipids) and extracellular vesicles (EV). 

Soluble factors derived from BMSC are commonly studied and used in regenerative 

medicine whereas EV have begun to cause increased attention. EV can be subdivided into 

apoptotic bodies (large EV), microparticles (medium and small EV) and exosomes (small EV 

(sEV)) (10-12). There is an increasing evidence that secretome containing EV, or the EV 

themselves, are responsible of the regenerative abilities of MSC and retain the homing 

properties of their parent cells (12,13). This secretome displays immunomodulatory, anti-

apoptotic, angiogenic and anti-inflammatory activities, is involved in wound healing and 

tissue regeneration, and could have neuroprotective and antitumoral effects. (14) 

Secretome is contained in the conditioned medium (CM) in vitro.  

Currently, CM is collected by various methods according to studies: it can be obtained 

from 24h (15-19) to 72h (20-26) or every two or four days (27) after cell conditioning, at different 

cell confluencies (from 50%(15, 17, 28) to 80%(29, 30, 22, 31)) or culture passages (from passage 3 
(29, 32) to passage 10 (21)). However, all authors performed a starving of DPSC or SHED by 

maintaining culture medium supplemented with serum (33, 27) or switching it to serum-free 

medium (15, 16, 21, 23, 25, 26, 29, 30, 32, 34-36) or low serum concentration (0.1% 20, 0.5% 27). Then, 

the culture medium was collected, centrifugated (21, 25, 27, 29, 32) or concentrated (15, 16, 19, 36, 

37) and the supernatent constituting the conditoned medium was stored with (15, 17, 33, 37) or 

without (16, 20) proteinase inhibitors. Finally, the CM can be immediately used (37) or frozen 

at -30°C (37) or -80°C (15, 17, 20, 27).  

The CM isolation and production protocols need to be standardized and to respect good 

manufacturing practices in order to be considered for clinical applications. 

Furthermore, to our knowledge, a DPSC or SHED secretome comprehensive analysis with 

proteomic characterization was conducted only by two groups. Kumar et al. have 
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performed a partial proteomic characterization of DPSC-CM, as an hepatic lineage proteins 

analysis. (25) Tachida et al. have explored secreted protein profiles of DPSC-derived CM by 

mass spectroscopy. (36) A proteomic analyses of SHED-derived CM has not been conducted 

so far. This characterization was performed on BMSC secretome by recents works. (38-40) 

Schira performed a proteomic and functional analysis of the secretome. They have 

characterized more than 1000 proteins in the BMSC-derived CM. (38) The mapping of MSC 

secretome revealed a huge variety of growth factors and cytokine profile, and showed the 

essential role of extravesicules. The same proteomic analysis of the DPSC secretome has to 

be conducted.  

Recently, a research has highlighted the regenerative potential of DPSC-CM or SHED-CM. 

Very few works have evaluated the interest of EV derived from DPSC-CM as a therapeutic 

tool in regenerative medicine. (41-43) All agree to emphasize the importance of EV in the 

regenerative induction capability of MSCs. These CM could represent a new landscape of 

cell-free therapeutic strategies in tissue regeneration.  

. 

This minireview focuses on the therapeutic potential of conditioned medium derived from 

DPSC or SHED in regenerative medicine (Figure 1) and aims at making a statement on the 

recent developments in this field. 

 

Search strategy 

We have selected all publications evaluating the effects of dental pulp MSC (SHED and 

DPSC) in in vitro and in vivo models of tissue regeneration by using Pubmed electronic 

database and the following search terms: “conditioned medium or secretome” and “dental 

pulp stem cells or stem cells from human exfoliated deciduous teeth” and “regenerative 

medicine or tissue regeneration”. Researches were performed by two independent 

individuals. We have included all in vitro and in vivo studies that evaluated the effects of 

DPSC-CM or SHED-CM in regenerative medicine. We have selected only articles written in 

English. 
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DPSC-and SHED-conditioned medium as new therapeutic alternative.  

 

1. Reparation of dental tissues. 

Dental diseases have been ranked by the World Health Organization as the most prevalent 

diseases worldwide. (44) Caused by poor oral hygiene, xerostomia or treatments such as 

chemotherapy or radiotherapy, it can lead to irreversible damages of dental tissues, 

inflammation or necrosis of dental pulp. Currently, there is a lack of therapeutic solutions 

to regenerate dental damaged tissues. Thus, it may be interesting to benefit from the CM 

regenerative potential to restore dental tissues. 

DPSC-CM can promote proliferation and migration of cells such as fibroblastic cells (45), 

myoblast cells (15) or DPSC. (16) These effects were decreased with Bone Marrow-derived 

Mesenchymal Stem Cell-Conditioned Medium (BMSC-CM) and Adipose-derived 

Mesenchymal Stem Cell-Conditioned Medium (ASC-CM). (16) These results were confirmed 

in vivo by Hayashi who observed that DPSC-CM has the highest migratory effect on host 

odontoblastic cells as compared to the other evaluated CM. (17) This promotion can be 

potentialized by modification of cell environment. For example, the use of CM obtained 

from DPSC mobilized by Granulocyte Colony Stimulating Factor (G-CSF) (45) or the 

combination of DPSC-CM with a chemical agent as ethylenediaminetetraacetic acid (EDTA) 
(15) has improved the positive effects of DPSC-CM described previously. 

These studies highlight also the beneficial effect of DPSC-CM on odontoblastic 

differentiation. Murakami et al. (2015) showed that DPSC-CM promotes in vitro 

odontoblastic differentiation of DPSC. (16) This induction was increased when DPSC-CM was 

replaced by BMSC-CM or ASC-CM. The DPSC-CM effects could be due to the presence of 

high levels of cytokines involved in odontoblast differentiation such as: Neurotrophin 3 

(NT3) or Bone Morphogenetic Protein (BMP) in DPSC-CM. (46) It is also known that NT3 

expression is upregulated during differentiation of dental MSC into odontoblasts (47) and 

accelerated pulp cell differentiation (48), whereas BMP promote odontoblastic 

differentiation. (49) However, the unique use of DPSC-CM was not sufficient to induce 

odontoblastic differentiation of nondental cells such as myoblast cells. EDTA 

supplementation was necessary because it helps to create a favorable microenvironment 

for pulp regeneration by selecting biochemical components. (15) On the contrary, Huang et 
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al. pointed out the in vivo stimulatory effect of DPSC-CM on odontoblastic differentiation 

and more particularly a component of this CM: the exosomes. (41) These small EV of 

nanometeric scale are secreted from healthy and unhealthy cells, notably mesenchymal 

stem cells. They are involved in intercellular communications and are implicated in the 

protection and regeneration of damaged tissues. (50) Huang et al. compared in an in vivo 

ectopic tooth transplantation model the effects of DPSC derived exosomes and DPSC alone 

on odontoblastic differentiation. The odontoblastic differentiation occurred only with 

DPSC exosomes. (41) 

 

In summary, the studies highlight that DPSC-CM presents a greater efficiency on 

odontoblastic differentiation compared to BMSC-CM and ASC-CM, opening a huge 

landscape of possible applications of DPSC-CM in regeneration of dental tissues. It will be 

interesting to evaluate its capacity to regenerate non-dental tissues notably extraoral 

tissues. 

 

2. Vascular diseases. 

Ischemia reduction and promotion of neovascularization are two major elements to 

consider when assessing impact reduction of many thrombotic diseases like cardiovascular 

ischemic strokes. 

Different research teams conducted studies on DPSC-CM paracrine effects on endothelial 

cells and angiogenesis. Controversial results are described in the literature. Indeed, DPSC-

CM can promote (28) or not (20) proliferation of endothelial cells. However, the protocol 

design was different in the two studies: on the one hand, macrovascular endothelial cells 

were cultured in presence of 20 % CM while on the other, microvascular endothelial cells 

were cultured in presence of 100% CM. DPSC-CM enhances migration of endothelial cells 
(20) as well as SHED-CM. (21) DPSC-CM showed anti-apoptotic capacities (28), which were 

greater than those promoted by ASC- or BMSC-CM. These anti-apoptotic capacities were 

applied on HUVEC (Human Umbilical Vein Endothelial Cells) (28), fibroblast cell line NiH3T3 
(45) or myocytes. (21) Yamagushi et al. (2015) compared this property to that of SHED-CM. 
(21) Furthermore, SHED-CM could influence the immune system by exerting an 

immunomodulation of NiH3T3 cells (33) or suppress the expression of proinflammatory 
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cytokines (Tumor Necrosis Factor D (TNFD), Interleukin (IL)-1ɴ and -6, inducible nitric 

oxyde synthase (iNOS)) and then acute inflammatory response of myocytes (21) or chronic 

inflammatory response of macrophages. (29, 32) Moreover, intravenous injection of SHED-

CM in a mouse model of myocardial ischemia allows a reduction of the infarct size, 

apoptosis and inflammation in the ischemic myocardium. (21) These effects were greater 

compared to those of ASC- and BMSC-CM. 

DPSC-CM induces angiogenesis stimulation of cells like embryonic muscle myoblast cells 
(17), NiH3T3 cells (33) or HUVEC (15, 16, 33) by promoting endothelial differentiation (15, 33) or 

tube-like network formation. (16, 33) This effect was reduced in presence of other sources of 

conditioned medium such as BMSC-CM or ASC-CM. (17, 33) This stimulation of angiogenesis 

was mainly related to the presence of angiogenic factors in the conditioned medium such 

as the chemokines Monocyte Chemoattractant Protein-1 (MCP-1) (20) and Chemokine CXC 

Motif Ligand 14 (CXCL14) (17), Vascular Endothelial Growth Factor (VEGF) (20, 28), IL-8, Insulin 

Growth Factor (IGF), Endostatin (20), Matrix MetalloProteinase-3 (MMP-3), G-CSF and 

Granulocyte-macrophage colony-stimulating factor (GM-CSF). (28) Their levels in the DPSC-

CM were increased compared to those at the cellular level. (20) 

These in vitro results were confirmed in vivo by using ectopic subcutaneous root 

transplantation mice model (injection of conditioned medium in dental root). The 

promotion of neovascularization was greater in the group receiving DPSC-CM transplant 

than in those with BMSC-CM or ASC-CM transplants. (17) The CM angiogenic potential was 

enhanced when DPSC were cultured in presence of G-CSF, which is an adjuvant allowing 

cells mobilization. (16) 

Those results show promising possibilities for the use of DPSC-CM in cardiovascular and 

ischemic diseases by promoting neovascularization and ischemia reduction.  

 

3. Osteoarticular disorders. 

Musculoskeletal and osteoarticular disorders affect a large proportion of the population 

and, currently, no effective therapy can be found. (51) Inflammatory pathologies of the 

articulations, such as arthritis, include only symptomatic treatment. It consists in the 

administration of anti-inflammatory drugs that induce many adverse effects. (42) In this 
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context, DPSC-CM and SHED-CM -that contain factors regulating the inflammatory 

environment- could be a tool to efficiently treat these diseases. (21, 29, 32, 33) 

In vitro, SHED- and DPSC-CM promote a phenotypic switch in macrophage polarization 

favoring a M2 anti-inflammatory state. Indeed, in the SHED-CM treated cells, expression of 

M1 specific genes (such as TNFD, IL-1E, IL-6, iNOS, MMP-3, MMP-9) was downregulated 

whereas expression of M2 specific genes (notably arginase 1 and FIZZ1) was up regulated. 

These effects were decreased in presence of BMSC-CM. (30) DPSC-CM did not decrease the 

expression of IL-1E and TNFD but has increased IL-10 expression. (18) This highlights the 

capacity of SHED-CM and DPSC-CM to induce an anti-inflammatory environment.  

These in vitro results were confirmed in vivo by the capacity of SHED-CM to reduce the 

clinical signs of inflammation such as oedema in a model of arthritis. (30) This effect was not 

observed after injection of BMSC-CM. (30) Pivoraite et al. have reported that exosomes 

from SHED-CM would be more efficient to reduce paw oedema in a model of articular 

acute inflammation than current anti-inflammatory treatments.  The anti-inflammatory 

effect of SHED-derived exosomes was expressed at a later stage than usual anti-

inflammatory treatment (prednisolone).  (42) Reduction of clinical signs of inflammation 

was due to the efficient ability of SHED-CM to decrease the synovial inflammation by 

inhibiting the expression of genes implicated in osteoclast differentiation such as Tartrate-

Resistant Acid Phosphatase (TRAP), Cathepsin K, Receptor Activator of Nuclear factor 

Kappa (RANK), Receptor Activator of Nuclear factor Kappa-Ligand (RANKL), Nuclear Factor 

of Activated T-cells cytoplasmic 1 (NFATcl). It was associated with a prevention of bone 

and cartilage destruction. In the same manner, SHED-CM promotes the expression of 

osteoprotegerin, a protein involved in the inhibition of bone resorption. The combination 

of this protein with RANKL inhibits the fixation of RANKL on RANK receptor and then 

inhibits osteoclast differentiation. (30) 

Taken together, these in vitro and in vivo results demonstrate that SHED-CM improves 

arthritis symptoms by inducing an anti- inflammatory environment and reducing tissue 

destruction by abrogation of RANKL expression and RANKL-induced osteoclastogenesis.  

DPSC-CM could also be used in the regeneration of bone defects such as non-union. 

Indeed, DPSC-CM has a potential of osteogenic differentiation. DPSC-CM induces an in 

vitro stimulation of osteogenic differentiation of DPSC. (27, 52) Alkharobi et al. (2016) have 
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explored the growth factors contained in the CM derived from DPSC differentiated into 

osteoblast (OB)-like cells and detected the presence of two specific factors: Insulin-like 

Growth Factor Binding Protein (IGFBP-2) and IGFBP-3. The IGFBP-2 level was increased 

following differentiation of DPSCs into OB-like cells, whereas IGFBP-3 level was reduced. 

This means that these two growth factors and then DPSC-CM are involved in the regulation 

of DPSC differentiation. The study of Ma et al. highlights the influence of cell age on DPSC-

CM properties. They showed that osteogenic differentiation and mineralisation ability of 

juvenile DPSCs was improved in presence of adult DPSC-CM. (52) On the contrary, juvenile 

DPSC-CM decreased osteogenic differentiation and mineralisation capacity of adult DPSC. 
(53) 

Interestingly, these results are promising by both the reduction of tissue destruction 

involved in osteoarticular disorders and by the induction of a new osteogenic tissue 

formation. It opens great perspectives for the treatment of musculoskeletal and articular 

disorders.  

 

4. Neurological diseases. 

Neurological diseases include various pathologies such as neurodegenerative diseases 

(Parkinson's disease [PD], Alzheimer's disease [AD]…), peripheral nerve injuries, and 

ischemic brain injuries. All these pathologies do not currently have an effective treatment. 

The capacity of DPSC-CM to induce neuroblastoma cell differentiation into neuronal cells 

and neuronal cell recruitment was described notably in a recent in vitro study. (54) The 

healing ability of dental cell-CM and notably DPSC-CM could be used to develop new 

therapies of brain regeneration. 

DPSC-CM provided neuroprotective effects in an in vitro model of AD by suppressing 

apoptosis of neuroblastoma cells and improving cell viability. (37) The same effects were 

described by Mita et al. for SHED-CM on neuronal cells in vitro, and were also confirmed in 

vivo. (34) DPSC-CM has induced a significant increase in protein expression of B-cell 

lymphoma 2 (Bcl-2, an anti-apoptotic protein) and a decrease of Bcl2 associated X, 

apoptosis regulator (Bax, a promoter of apoptosis) in neuroblastoma cells. Moreover, 

DPSC-CM appeared to contain neprilysin that has the ability to degrade the amyloid E 

peptide (AE), inductor of cytotoxicity and apoptosis. (37) DPSC-CM contains greater 
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concentrations of neuroprotective factors (GM-CSF, Regulated on Activation Normal T Cell 

Expressed and Secreted [RANTES]), VEGF and anti-apoptotic factor (Fractalkine) compared 

to BMSC-CM or ASC-CM. (37) Mita et al. have shown that intranasal injection of SHED-CM in 

mouse model of AD has many positive effects: amelioration of the neurological 

dysfunction, suppression of AE-induced oxydative stress (inhibition of 3-Nitrotyrosine [3-

NT] and iNOS), increase of the expression of neuroprotective trophic factors (Brain-derived 

neurotrophic factor [BDNF], Nerve growth factor [NGF], IGF). It also appeared that SHED-

CM converts the inflamed environment of brain in an AD mouse model to an anti-

inflammatory one by the suppression of the expression pro-inflammatory markers (IL-1E, 

TNF-D, iNOS) and upregulation of anti-inflammatory markers (Ym1, Arginase-1, FIZZ-1, IL-

10) found in inflammatory zone. This work demonstrates that SHED-CM improves 

cognition in a mouse model of AD by attenuating the pro-inflammatory response and 

inducing an anti-inflamamtory neuronal environment. These results could offer new 

therapeutic strategies in neurodegenerative diseases such as AD. (34) 

Moreover, SHED-CM could represent a therapeutic tool in the treatment of PD. Indeed, an 

in vitro study has highlighted the potential of SHED-CM to exerce neuroprotective effects. 

SHED-CM inhibits neuron apoptosis and enhances neurite outgrowth of neurons in an in 

vitro model of PD. (22) Jarmalaviciute et al. reproduced the same results using small EV 

derived from SHED-CM. (43) It was demonstrated that intravenously or intranasally 

administered small EV can reach the brain. (55, 56) 

DPSC-CM provides a neuroprotective environment, which could offer a neuroprotective 

therapy in brain ischemia. Indeed, Song et al. showed that DPSC-CM has a cytoprotective 

effect in an in vitro model of hypoxic-ischemic brain damage. (23) This effect is expressed by 

the promotion of cell viability and protection against cell death. The use of BMSC-CM did 

not induce similar results. (23) This in vitro study was reproduced in vivo by using SHED-CM. 
(24, 31) Administration of SHED-CM in an in vivo model of hypoxic-ischemic brain damage 

induced a significant decrease of tissue loss and cell apoptosis, as well as an increase of cell 

density (neurons and endothelial cells). (24, 31) Indeed, expression of neuronal 

differentiation markers was detected in SHED-CM (Doublecortin [DCX], Neurofilament 

[NF], Neuronal nuclear protein [NeuN]). Moreover, DPSC-CM has antioxidant properties 

and anti-inflammatory effects by inhibiting Reactive Oxygen Species [ROS] production and 
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pro-inflammatory IL-1E expression in neuronal cells and stimulating anti-inflammatory IL-

10 expression. (23) These results go along with a remarkable recovery of neurological 

function (behavioral tests), which suggests that SHED- and DPSC-CM improve the cerebral 

consequences of ischemic brain injury. 

The neuroprotective role of DPSC- and SHED-CM was also described in an in vitro model of 

peripheral nerve injury. Both CM promote proliferation, migration and differentiation of 

Schwann cells. This stimulatory effect was also described for functional tests such as 

evaluation of angiogenesis and nerve extensions. (19, 57) Yamamoto et al. detected the 

presence of neuroprotective factors in DPSC-CM such as BDNF, IGF, NGF, as described by 

Mita et al. in SHED-CM in an in vitro model of AD (34), as well as angiogenic factors, such as 

VEGF in DPSC-CM, as described by Ahmed et al. in an in vitro AD model. (37) An in vivo 

model of peripheral nerve injury confirmed the in vitro results as well (nerve 

regeneration). (57) Neurotrophic factors were detected in SHED-CM, such as MCP-1 and 

secreted ectodomain of sialic acid-binding Ig-like lectin-9 (sSiglec-9), which have anti-

inflammatory effects by enhancing the expression of anti-inflammatory markers (IL-10, 

Arginine-1) and inhibiting the expression of pro-inflammatory cytokines (IL-1E, TNFD, 

iNOS). SHED-CM would promote the functional recovery of the nerve injury through MCP-

1/sSiglec-9 mediated signals. (57) 

Similarly, Mead et al. showed in an in vitro model of a retinal nerve damage that DPSC-CM 

promotes neuroprotection and neuritogenesis as compared to BMSC-CM or ASC-CM. This 

induction was mediated by neuroprotective and proangiogenic factors. (58) 

Taken together, these studies highlight that DPSC-CM contains higher levels of 

neuroprotective and proangiogenic factors than other CM such as BMSC-CM or ASC-CM. 

This results show that DPSC-CM would play a leading role in the tissue protection and 

regeneration in neurological diseases such as AD (34, 37), PD (22), hypoxic-ischemic brain 

injury (24), peripheral nerve injury. (19, 57, 58) Therefore, it is clear that both the SHED-CM and 

the DPSC-CM have the same neuronal regeneration capacity. (35) 

 

5. Solid organ failures. 

Solid organ (liver or lung) failure can lead to functional impotence or life threatening 

consequences from the same destruction mechanism, namely a reduction of functional 
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cells into the organ and a development of fibrosis instead of functional entities. This 

modification is associated with a loss of performance and an apparition of inflammation. It 

is important to develop therapies in which the suppression of the inflammation could be a 

key element in the treatment of these diseases. 

In fact, DPSC-CM promotes hepatic cell proliferation as compared to BMSC-CM. (25) SHED-

CM can remove chronic inflammation. The anti-inflammatory capacity of SHED-CM was 

previously described. (30, 42) This CM induces also the suppression of fibrotic markers such 

as ɲ-Smooth Muscle Actin (ɲ-SMA) and then reduces fibrosis by inducing switch of 

macrophage pro-inflammatory phenotype to anti-inflammatory phenotype. (29, 32) 

Expressions of pro-inflammatory cytokines (TNFD, IL-1E, iNOS) were suppressed as well. 

This transition promotes tissue regeneration. These positive effects were not observed 

with fibroblast-CM or BMSC-CM. This beneficial effect of dental pulp stem cells-derived 

CM could be due to the presence of a protein called Growth Arrest Specific protein 6 (GAS-

6), which is implicated in hepatic regeneration and is present in DPSC-CM but not BMSC-

CM. These in vitro results were confirmed in vivo by using mice liver fibrosis models. (29) 

The intravascular injection of SHED-CM allows the regeneration of the fibrotic area of liver 
(29) or lung (32) unlike the injection of BMSC-CM or fibroblast-CM. 

These studies strongly suggest interesting effects of DPSC-CM and SHED-CM on solid organ 

fibrosis induced by a paracrine mechanism. This could be a tool in the treatment of many 

pathologies causing liver or lung failure.  

 

6. Diabetes mellitus.  

Diabetes is a metabolism disease characterized by a chronic hyperglycaemia resulting from 

an impaired insulin action or secretion by organism. It often leads to severe complications 

such as polyneuropathy, micro and macro angiopathy. Currently, the symptomatic 

treatments of these complications consist in surgical therapies. (18) It is necessary to 

develop a less-invasive alternative.  

SHED-CM induces an amelioration of hyperglycemia in an in vitro diabetic model by 

enhancing the insulin secretion and reducing induced-cell death unlike BMSC-CM. (26) 

These results were also observed in an in vivo model of diabetic neuropathy. 

Intraperitoneal injection of SHED-CM, in this model, induced an improvement of 
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hyperglycaemia, a protection and a proliferation of pancreatic E-cells leading to an 

increase of insulin secretion. It suggests that CM-SHED has an effect on both the survival 

and the function of E-cells. Better effects were observed when using SHED-CM in 

comparison to BMSC-CM.  

Those results are suggesting that SHED-CM and DPSC-CM contain neurotrophic, angiogenic 

and immunomodulatory factors that could help to reduce diabetic polyneuropathy and 

angiopathy. 

 

Conclusions and future direction 

Among the different tissue origins of MSC, dental pulp from permanent or exfoliated 

deciduous teeth is of particular interest and displays great advantages compared to other 

MSC sources. MSC isolated from this oral tissue are of embryonic origin and are neural 

crest-derived cells. (59) DPSC can differentiate into mesodermal but also into non-

mesodermal tissue cells (60) (neurogenic cells, myogenic cells, keratocytes, hepatocytes, 

melanocytes) and demonstrate neurotropic characters. (61) For this reason, they have been 

intensively studied to exploit their therapeutic potential for neurodegenerative diseases. 

Studies have highlighted the potential of DPSC-derived nEV to treat neurodegenerative 

diseases. (43) This type of stem cells maintains their stemness properties even after long 

term passages. Indeed, the expressions of embryonic stem cell markers (like SKIL, MEIS1, 

and JARID2), reflection of the immunomodulatory properties of human DPSC, as well as 

cell proliferation markers, were shown to not be influenced by the total number of in vitro 

passages, contrary to BMSC. (62) Their easy acces contrasts with the invasive procedures to 

obtain BMSC. Also this tissue source did not induce morbidity at collection site. (63) One 

dental pulp tissue provides a great number of mesenchymal stem cells that show high 

proliferative capacities and high proliferation rate for self-renewal. (64) Compared to BMSC, 

DPSC show common expression profile and similar factors of regulation but displays an in 

vitro different proliferative ability, a development potential and an in vivo different 

development into distinct tissues depending on the microenvironment they are placed in. 
(65) Several gene expressions are promoted in DPSC compared to BMSC, mostly involved in 

cell signaling, cell communication or metabolism (59, 61, 65) probably a consequence of their 
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mixed embryonic origin. Finally, DPSC do not express a major histocompatibility complex 

class II antigen on their surface; these cells thus represent a major option in allogeneic 

graft due to their low immunogenicity and immunoregulatory properties. (60, 63) 

There is increasing evidence that MSC-derived CM repeats regenerative induction ability of 

MSC. Therefore, dental pulp MSC-derived Conditioned medium (CM) has been of great 

interest in the past few years. The development of studies focusing on this type of CM 

confirmed their potential not only in dentistry but also in many other clinical areas. 

Indeed, CM shows useful basic abilities in tissue engineering as promotion of migration, 

proliferation and differentiation of many types of cells. It also helps to create a local 

microenvironment favorable to the tissue regeneration, notably of solid organs as liver, 

lung, or dental organ. It is able to induce a neovascularisation and a reduction of the 

apopotosis of endothelial cells and ischemia and consequently would be of great interest 

in thromboembolic diseases. Besides, it also presents anti-inflammatory and osteogenic 

properties that are promising for osteoarticular pathologies, and it has been 

demonstrated, in vitro and in vivo, that it contains many neuroprotectives factors, which 

could improve health conditions induced by neurological diseases such as Parkinson's and 

Alzheimer's diseases. Lastly, it proved its efficiency on endocrin diseases as diabetes 

mellitus by allowing a reduction of the death of cells secreting insulin (Table 1).  

It was admitted that the composition and effects of conditioned medium varie with the 

cell origin. Interestingly dental pulp MSC-derived CM was compared in many studies with 

other CM, mostly with the current gold standard, the BMSC-CM. Many studies have 

highlighted the superiority of dental pulp MSC-derived CM in comparison with the other 

types of CM. These elements, together with the easy acces of dental pulp MSC in contrast 

to the invasive procedures to obtain BMSC, could set the dental pulp MSC-derived CM as 

the new standard in the infinite landscape of cell-free therapies and regenerative 

medicine.  

Therefore, in order to anticipate future needs and similarly to the dental stem cell banking, 

the creation of banks of dental pulp stem cell derived conditioned medium could 

constitute an innovative approach in the development of personalized and regenerative 

medicine. However, such development is likely to take a long time.  
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Dental pulp stem cell derived CM represents a novel therapeutic strategy, which should be 

explored during clinical trials. Before this step, it is important to full characterize this 

promising tool for regenerative medicine and treatment of diseases. 
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Table 1 In vitro and in vivo applications using dental pulp stem cell-derived conditioned medium and major contributing factors involved.   

Reference 

number 

Origine of CM Model Biological function Contributing factors in 

CM 

Reparation of dental tissues 

[45] DPSC In vitro Promotion of fibroblast proliferation and 

migration, inhibition of fibroblast apoptosis 

 

[15] DPSC In vitro Induction of odontoblastic differentiation of 

myoblasts in presence of EDTA, promotion 

of myoblast proliferation and migration 

 

[16] DPSC 

 

In vitro Promotion of odontoblastic differentiation, 

proliferation and migration of DPSC  

 

 

[17] DPSC 

 

In vivo ectopic 

tooth  

transplantation 

model 

Promotion of odontoblastic migration, 

proliferation and differentiation 

 

 

[41] DPSC 

 

In vitro 

 

In vivo root slice 

model 

Promotion of odontoblastic differentiation 

of DPSC/BMSC 

Stimulation of odontoblastic differentiation 

Exosomes 
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Vascular diseases 

[28] DPSC In vitro Promotion of macrovascular endothelial 

cell proliferation (HUVEC) 

Inhibition of HUVEC apoptosis 

VEGF, MMP-3, 

GM-CSF, 

G-CSF 

 

[20] DPSC In vitro Promotion of microvascular endothelial cell 

migration, decrease of microvascular 

endothelial cell proliferation  

MCP-1, VEGF, IL-8

IGF, 

Endostatin 

[21] SHED 

 

In vitro 

 

 

 

In vivo model of 

myocardial 

ischemia 

Promotion of endothelial cell migration, 

inhibition of myocyte apoptosis 

 

Suppression of acute inflammatory 

response of myocytes, reduction of infarct 

size, apoptosis and inflammation in the 

ischemic myocardium 

 

[45] DPSC In vitro Inhibition of fibroblast apoptosis  

[33] DPSC In vitro Immunomodulation of fibroblasts 

Stimulation of fibroblast angiogenesis, 

promotion of endothelial differentiation 
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and tube-like network formation 

[29] SHED 

 

In vitro model of 

liver fibrosis 

Suppression of inflammmatory chronic 

response of macrophages 

 

[32] SHED 

 

In vitro model of 

lung fibrosis 

Suppression of inflammmatory chronic 

response of macrophages 

 

[17] DPSC 

 

In vitro model of 

pulp disease 

 

In vivo model of 

pulp disease 

 

Stimulation of myoblast angiogenesis  

 

Promotion of neovascularization 

CXCL14 

[15] DPSC In vitro model of 

pulp disease 

 

Promotion of HUVEC angiogenesis, 

promotion of endothelial differentiation  

VEGF

[16] DPSC 

 

In vitro model of 

pulp disease 

 

Promotion of HUVEC angiogenesis 

Promotion of tube-like network formation 
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Osteoarticular disorders 

[30] SHED 

 

In vitro model of 

arthritis 

 

In vivo model of 

arthritis 

Promotion of M2 anti inflammatory state 

 

Reduction of oedema 

 

[42] SHED In vivo model of 

articular acute 

inflammation 

Reduction of oedema  

[27], [53] DPSC In vitro Promotion of osteogenic differentiation of 

DPSC 

 

[52] DPSC In vitro Promotion of osteogenic differentiation of 

DPSC 

Increase of mineralisation capacity of DPSC 

 

Neurological diseases 

[54] DPSC In vitro Promotion of neuronal cell differentiation 

and recruitment  

[37] DPSC In vitro model of 

Alzheimer disease 

Inhibition of neuroblastoma cells apoptosis 

Increase of cell viability  

Neprilysin, 

GM-CSF, 
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RANTES, 

VEGF, fractalkine 

[34] SHED 

 

In vitro model of 

Alzheimer disease  

 

 

In vivo model of 

Alzheimer disease  

 

Inhibition of neuroblastoma cells apoptosis 

Increase of cell viability 

 

Amelioration of neurological dysfunction, 

suppression of oxydative stress, Induction 

of antiinflamatory neuronal environment 

BDNF, IGF, NGF 

 

 

 

 

Ym1, arginase 1 

[22], [43] SHED 

 

In vitro model of 

Parkinson disease 

Inhibition of neuron apoptosis, promotion 

of neurite outgrowth 

 

[23] 

 

DPSC 

 

In vitro model of 

hypoxic-ischemic 

brain damage 

Cytoprotective effect: promotion of cell 

viability and inhibition of cell apoptosis, 

antiinflammatory effect 

 

[31] SHED 

 

In vivo model of 

hypoxic-ischemic 

brain damage 

Cytoprotective effect: promotion of cell 

viability and inhibition of cell apoptosis 

Increase of cell density (neurons and 

endothelial cells) 

Decrease of tissue loss 

Doublecortin,

NF, 
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[24] SHED 

 

In vivo model of 

cerebral ischemia 

Cytoprotective effect: promotion of cell 

viability and antiapoptosis effect 

Increase of cell density  

Decrease of tissue loss 

Doublecortin, 

NF, 

NeuN 

[57] SHED In vitro model of 

peripheral nerve 

injury 

In vivo model of 

peripheral nerve 

injury 

Promotion of Schwann cell differentiation, 

proliferation and  migration  

Promotion of nerve regeneration 

MCP-1/sSiglec-9 

 

[19] DPSC In vitro model of 

nerve section 

Promotion of Schwann cell differentiation, 

proliferation and  migration  

BDNF, IGF, 

NGF 

[58] DPSC 

 

In vitro model of 

retinal nerve 

damage 

Neuroprotection, stimulation of 

neuritogenesis 

VEGF, NGF, BNDF, VEGF 

[35] SHED 

DPSC 

 

In vitro and in vivo 

model of spinal 

cord transection 

Neural regeneration   
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Solid organ failures 

[25] DPSC 

 

In vitro Promotion of hepatic cell proliferation  

[29] SHED 

 

In vitro 

 

In vivo model of 

liver fibrosis model 

Induction of anti-inflammatory phenotype 

Promotion of liver regeneration  

GAS6 

[32] SHED 

 

In vitro 

 

In vivo model of 

lung fibrosis  

Induction of anti-inflammatory phenotype 

 

Promotion of lung regeneration 

 

 

Diabetes mellitus 

[26] SHED 

 

In vitro diabetic 

model 

In vivo model of 

diabetic neuropathy

Decrease of cell apoptosis Increase of 

insulin secretion 

Improvment of pancreatic E-cells survival, 

proliferation and function, amelioration of 

hyperglycemia 
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Abbreviations: 3-NT: 3-Nitrotyrosine, BDNF: Brain-Derived Neurotrophic Factor, BMSC: Bone Marrow-Mesenchymal Stem Cells, BMP: Bone 

Morphogenetic Protein, CM : Conditioned medium, CXCL14: C-X-C Motif Chemokine Ligand 14, DPSC: Dental Pulp Stem Cells, DACC: 

Developping Apical Complex Cell, EDTA: Ethylenediaminetetraacetic acid , FLT-3: receptor-type tyrosine-protein kinase, GAS6: Growth Arrest-

Specific 6, G-CSF: Granulocyte-Colony Stimulating Factor, GM-CSF: Granulocyte-Macrophage Colony-Stimulating Factor, IGF: Insulin-like 

Growth Factor, IGFBP: Insulin-like Growth Factor Binding Protein, IL: Interleukin, iNOS: inductible Nitric Oxyde Synthase, MCP1: Monocyte 

Chemoattractant Protein-1, MIP-1: Macrophage Inflammatory Protein-1, MMP: Matrix Metallo Proteinase, NeuN: Neuronal nuclear protein, 

NF: Neurofilament, NFATcl: Nuclear Factor of Activated T-cells cytoplasmic 1, NGF: Nerve Growth Factor, NGFR: Nerve Growth Factor 

Receptor, NT3: Neurotrophin 3, RANK: Receptor Activator of Nuclear factor Kappa, RANL-L: Receptor Activator of Nuclear factor Kappa Ligand, 

SHED: Stem cells from Human Exfoliated Deciduous teeth, TRAP: Tartrate-Resistant Acid Phosphatase, VEGF: Vascular Endothelial Growth 

Factor 
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Figure 1: Therapeutic and regenerative potential of conditioned medium derived from 

dental pulp mesenchymal stem cells 

DP-CM obtained from dental pulp can be used in different clinical applications: 

neurodegenerative diseases, osteoarticular damages, solid organ failures, dental diseases, 

thromboembolic pathologies, reparation of nerve damages, diabetus mellitus, or 

pathological inflammatory responses. 

 

DP-MSC : Dental Pulp Mesenchymal Stem Cells  

DP-CM : Dental Pulp Mesenchymal Stem Cells-derived Conditioned Medium 
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A R T I C L E I N F O

Keywords:
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glucose
bone tissue engineering

A B S T R A C T

Objective: The aim of this study is to investigate the changes of human dental pulp stem cell (hDPSC) viability,
proliferation and osteogenic differentiation in high glucose condition.
Design: After 21 days of culture in low (5.5 mM) and high (20mM) glucose medium, hDPSC viability and
proliferation were assessed with respectively the 3-(4,5-dimethylthiazol-2-yl)-2,5-diphenyltetrazolium bromide
(MTT) and Hoechst assays.

To investigate the influence of glucose on osteogenic differentiation hDPSCs were cultured for 28 days in low
or high glucose medium with osteoinductive cocktail. Mineralization was examined by alizarin red staining/
quantification and the expression of osteogenic-related genes [Runt-related transcription factor 2 (RUNX2),
Osteocalcin (OCN), Collagen 1A1 (COL1A1)] analyzed by RT-qPCR.
Results: We observed no significant difference (p > 0.05) on hDPSC proliferation or cell viability between low
or high glucose groups. We did not highlight a significant difference after alizarin red staining and quantification
between hDPSCs cultured with high or low glucose concentration in the culture medium. In the same manner,
high glucose concentration did not appear to modify osteogenic gene expression: there was no significant dif-
ference in osteogenic-related gene expression between high or low glucose groups.
Conclusion: Proliferation, viability, and osteogenic differentiation of hDPSCs were not changed by high glucose
environment.

1. Introduction

The main purpose in tissue engineering is to reconstruct native
tissue by associating progenitor or mesenchymal stromal/stem cells
(MSCs) and a suitable scaffold. Some studies have shown that MSCs
represent attractive cells for bone tissue engineering (Le Blanc and
Pittenger (2005); Neuss et al., 2008; Zhang et al., 2009). MSCs can be
obtained from different sources, but bone marrow MSCs (BM-MSCs) are
widely considered as a gold standard (Polymeri, Giannobile, & Kaigler,
2016). BM-MSCs have been successfully used to repair critical-size bone
defects in vivo, and their use is well-documented for years (Quarto et al.,

2001; Wexler et al., 2003). However, BM-MSCs present some dis-
advantages (harvested by invasive and painful surgical procedure), and
other sources of MSCs have been considered.

Among the wide family of MSCs of human origin such as adipose
tissue-derived MSCs or umbilical cord-derived MSCs, dental pulp stem
cells (DPSCs) are MSCs that originate from the cranial neural crest and
reside within the perivascular niche of the dental pulp. DPSCs were first
isolated and described in the early 2000s (Gronthos, Mankani, Brahim,
Robey, & Shi, 2000) and represent a valuable non-invasive source of
MSCs for tissue engineering or cell therapies (Kichenbrand, Velot,
Menu, & Moby, 2019). Interestingly, they are easily accessible with

https://doi.org/10.1016/j.archoralbio.2020.104859
Received 18 February 2020; Received in revised form 16 July 2020; Accepted 26 July 2020

Abbreviations: AR, Alizarin red; BM, bone marrow; DMEM, Dulbecco’s modified Eagle’s medium; DMSO, Dimethysulfoxide; DPSCs, dental pulp stem cells; FBS, fetal
bovine serum; HG, high glucose; LG, low glucose; MSCs, mesenchymal stromal/stem cells; MTT, 3-(4,5-dimethylthiazol-2-yl)-2,5-diphenyltetrazolium bromide; PBS,
Phosphate Buffered Saline; PDLSCs, periodontal ligament stem cells; SCAPS, stem cells from the apical papilla; SHEDs, stem cells from human exfoliated deciduous
teeth
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limited morbidity in the operation site and are often obtained from
tooth extraction for orthodontic reasons. DPSCs have immune privilege
and anti-inflammatory properties (Kichenbrand et al., 2019), display
high growth rate (Alge et al., 2010), multilineage differentiation ability
(Zhang, Walboomers, Shi, Fan, & Jansen, 2006) and so can regenerate
various tissues. The osteogenic potential of DPSCs was described pre-
viously (Cha et al., 2015; Chamieh et al., 2016; Giuliani et al., 2013;
Laino, Graziano et al., 2006; Ling et al., 2015; Wongsupa,
Nuntanaranont, Kamolmattayakul, & Thuaksuban, 2017). DPSCs are
capable of differentiating into osteoblasts in vitro after an induction by
dexamethasone, ascorbic acid and β-glycerophosphate supplementation
(Cha et al., 2015; Laino, Carinci et al., 2006). They are able to form
woven bone in vitro and in vivo by secreting abundant extracellular
matrix (Laino, Carinci et al., 2006). This osteogenic potential of DPSCs
has been demonstrated in rat models (Chamieh et al., 2016; Ling et al.,
2015), rabbit models (Wongsupa et al., 2017) and in human studies to
repair jaw defects (Giuliani et al., 2013). This osteogenic potential is
therefore of major interest, notably in the field of oral and maxillofacial
defect therapeutics.

Despite the considerable promise offered by MSCs to repair da-
maged bone tissue, bone constructs in human trials often present
modest or short-lived benefits. The key to overcoming the limits after
transplantation may lie in better understanding the influence of bio-
chemical microenvironment and local factors such as hypoxia or glu-
cose concentration. Glucose plays a major role in modifying cells pro-
liferation and differentiation in vitro (Stolzing, Coleman, & Scutt, 2006;
Weil, Abarbanell, Herrmann, Wang, & Meldrum, 2009). Pathological
conditions such as diabetes mellitus are associated with hyperglycemic
environment that impacts osteoblasts and bone formation
(Kalaitzoglou, Popescu, Bunn, Fowlkes, & Thrailkill, 2016). Thus, dia-
betic patients are known to present an increased risk of delayed bone
healing, that lead to major issues especially in the field of oral and
maxillo-facial surgery (Jiao, Xiao, & Graves, 2015). Bone tissue en-
gineering in those patients requires using MSCs that can overcome high
glucose conditions in order to improve the benefits of bone constructs.
Elucidating the impact of glucose concentration on cell culture is es-
sential to enhance cell survival and differentiation potential. In vitro,
MSCs can be amplified and differentiated toward different cell lineages
for regenerative therapies by applying culture media of different com-
position, notably various glucose concentrations (Saki, Jalalifar,
Soleimani, Hajizamani, & Rahim, 2013). The effects of glucose con-
centration have been investigated on several types of MSCs, including
BM-MSCs (Elseberg et al., 2012; Li et al., 2007; Stolzing, Bauer, & Scutt,
2012; Wang et al., 2013; Zhang et al., 2017), adipose-derived me-
senchymal stem cells (Liang et al., 2012), periodontal ligament stem
cells (PDLSCs) (Kato et al., 2016; Seubbuk, Sritanaudomchai,
Kasetsuwan, & Surarit, 2017), tendon-derived stem cells (Lin et al.,
2017), embryonic stem cells (Yang, Shen, Reece, Chen, & Yang, 2016)
or stem cells from the apical papilla (SCAPs) (Wang, Wang, Lu, & Yu,
2019). To date, existing studies on the influence of glucose on MSC
proliferation and differentiation exhibited quite puzzling results and
did not provide a clear answer to the exact influence of glucose.

Furthermore, only one work focused on the impact of glucose on
DPSC functioning (Kanafi, Ramesh, Gupta, & Bhonde, 2013), and its
repercussion on DPSC osteogenic differentiation has not yet been
clearly studied.

Therefore, in this work, we aimed to investigate the changes of
DPSC proliferation, viability and osteogenic differentiation in high
glucose environment. We chose two glucose concentrations that cor-
respond to the routinely used culture medium (5.5 mM and 20mM).

2. Materials and methods

2.1. Isolation and culture of human DPSCs (hDPSCs)

2.1.1. Isolation of hDPSCs
Impacted third molars were collected from healthy donors (aged

13–17 years) after receiving written informed consent from the patients
and their parents, according to the amended Declaration of Helsinki
and following a protocol approved by the French Ministry of Higher
Education and Research (CELSORDINO: ID-RCB: 2017-A00860-53).
Only teeth between Nolla developmental stages 5 (crown almost com-
pleted) and 7 (one third root completed) were collected. The explant
method was used to isolate hDPSCs as described previously (Ducret
et al., 2015; Hilkens et al., 2013). Briefly, dental pulps were gently
extirpated from teeth and cut into small fragments. Explants were
placed into 6-well plates in Dulbecco’s modified Eagle’s medium
(DMEM) supplemented with 10% fetal bovine serum (FBS).

2.1.2. Culture of hDPSCs
DPSCs migrated from the pulp explants were amplified (5× 103

cells/cm2) in the same medium and maintained in a humidified atmo-
sphere of 5% CO2 at 37 °C with a medium changes two times a week.
They were either frozen after two passages or used to confirm the MSC
phenotype by flow cytometry. Cells were negative for the hemato-
poietic surface markers CD34, CD45 and positive for CD73, CD 90 and
CD105 (data not shown). Cells isolated from three different donors
were used.

2.2. Assessment of cell proliferation

Post-thaw P3-DPSCs were plated in 6-well plates at conventional
seeding density (5× 103 cells/cm2) and cultured for 21 days, in a hu-
midified atmosphere of 5% CO2 at 37 °C, shared in two groups: 1) low
glucose DMEM (LG-DMEM) with a glucose concentration of 5.5 mM; 2)
high glucose DMEM (HG-DMEM) with a glucose concentration of
20mM. Media were purchased from Gibco and supplemented with 10%
FBS, 100 U/mL penicillin, 100 μg/mL streptomycin and 2.5 μg/mL
amphotericin B (Sigma-Aldrich). The medium was changed every 3–4
days.

Cell proliferation was evaluated by measuring DNA concentration.
This last was assessed using Hoechst 33342 fluorescent stain at days 1,
3, 7, 14 and 21. Cell amounts were determined by a fluorometric
quantification of DNA using Hoechst assay. Cells were trypsinized
(TypLE®, Gibco), centrifuged at 300g during 10min and diluted in
Hoechst buffer, followed by three cycles of freezing (−80 °C) and
thawing (37 °C). After cell lysis, Hoechst 33342 fluorescent dye (0.1 μg/
ml, Sigma-Aldrich, USA) was added. Sample supernatant (200 μl) was
taken off, and the fluorescence was measured at a wavelength of
350–461 nm with a Varioskan™ LUX multimode microplate reader. A
DNA standard curve was realized to determinate the DNA concentration
in the samples. The DNA absorbances were used to normalize the cell
viability.

2.3. Evaluation of cell viability

Cell viability was evaluated by analyzing the mitochondrial activ-
ities of the hDPSCs. The 3-(4,5-dimethylthiazol-2-yl)-2,5-diphenylte-
trazolium bromide (MTT) assay was used to quantitatively assess the
number of viable hDPSCs grown in the two culture conditions (LG-
DMEM and HG-DMEM). Post-thaw P3-hDPSCs were seeded in 96-well
plates at conventional seeding density (5× 103 cells/cm2) in a humi-
dified atmosphere of 5% CO2 at 37 °C and were cultured for 1, 3, 7, 14
and 21 days. The medium was changed every 3–4 days. The MTT so-
lution was prepared by dissolving MTT in phosphate buffered saline
(PBS), after which it was filtered and sterilized. After the predetermined
time intervals (1, 3, 7, 14 or 21 days), cells were incubated with 5mg/
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ml MTT (Sigma) for 4 hours at 37 °C. The MTT solution was discarded
and the blue formazan crystals formed, representative of cell viability,
were solubilized from the cells by incubation with dimethylsulfoxide
(DMSO) for 5minutes at 37 °C. Aliquots of the resulting solutions were
transferred to new plates. The absorbance was measured at 540 nm
using a Varioskan™ LUX multimode microplate reader. The MTT ab-
sorbance normalized by Hoechst absorbance was calculated for each
sample.

2.4. Osteogenic differentiation of hDPSCs

To evaluate the effect of glucose concentration on osteoblast dif-
ferentiation, hDPSCs were incubated in HG or LG osteogenic culture
medium (DMEM supplemented with 10% FBS, pyruvate, penicillin/
streptomycin, amphotericin B and osteogenic cocktail dexamethasone
(100 nM), ascorbic acid (50 μM), β-glycerophosphate (10mM)).
hDPSCs at passage 3 were cultured for 28 days in 24-well plates at
conventional seeding density (5× 103 cells/cm2) and in a humidified
atmosphere of 5% CO2 at 37 °C. The medium was changed every 3–4
days. We used as negative control DMEM without osteogenic differ-
entiation cocktail.

2.4.1. Alizarin red staining
The formation of calcium nodules in osteogenic differentiated

hDPSCs was assessed using alizarin red (AR) staining, according to
Stanford (Stanford, Jacobson, Eanes, Lembke, & Midura, 1995). After
culture under osteogenic-inducing conditions for 28 days in 24-well
plates, hDPSCs were washed three times with PBS (pH 7.4), fixed with
4% paraformaldehyde for 15min, incubated with 2% AR solution
(Sigma-Aldrich) and finally rinsed three times with PBS. The calcium
nodules were visualized under conventional microscopy (10× magni-
fication). To quantify the mineralization, we extracted calcified nodules
at low pH and neutralized with ammonium hydroxide, as previously
described (Gregory, Gunn, Peister, & Prockop, 2004). Briefly, cultures
were destained with acetic acid (10%v/v) for 30minutes at room
temperature. The monolayer was scraped off, heated at 85 °C for
10minutes, cooled with ice for 5minutes and centrifuged at 20,000 g
for 15minutes. Resulted supernatant was removed, and pH adjusted
(4.1-4.5) with ammonium hydroxide.

The absorbance values at 405 nm were detected using a microplate
reader, and AR staining concentrations were calculated according to its
standard curve. Three independent experiments were performed in
triplicates. We used as negative control DMEM without osteogenic
differentiation cocktail.

2.4.2. RNA isolation and reverse transcription quantitative polymerase
chain reaction (RT-qPCR)

To analyze osteogenic-related gene expression, total RNA was iso-
lated at day 28 by adding Quiazol reagent (QIAzol®Lysis Reagent,
Qiagen) and extracted from cultured hDPSCs using Direct-zol™ RNA
MiniPrep (Zymo Research). About 50 ng of total RNA were reverse
transcribed into complementary deoxyribonucleic acid (cDNA) using
the cDNA synthesis kit (iScript™ Reverse Transcription Supermix for
RT-qPCR, Biorad). The RT-qPCR was performed by using iTaq™
Universal SYBER® Green Supermix (Biorad) and system StepOne Plus
Apparatus (Real Time PCR System, Applied Biosystem, USA) to com-
pare the expression of Runt-related transcription factor 2 (RUNX2),
osteocalcin (OCN) and collagen 1A1 (COL1A1) genes (Table 1) between
cells cultured with different glucose concentrations.

Gene expression levels were obtained from cells of three different
patients, cultured in triplicate. Gene expression levels were calculated
by the comparative delta CT method (2-Δct formula) after being nor-
malized to the CT value of the ribosomal protein housekeeping gene
(RP29).

2.5. Statistical analysis

Data are expressed as mean ± standard error or medians (alizarin
red assay). Each experimentation has been made in triplicate and was
repeated independently three times (n=3). Differences between
groups were analyzed on ranks using Mann-Whitney and Kruskal-Wallis
(alizarin red assay) nonparametric tests (GraphPad Prism software
(GraphPad Inc, CA, USA)). P values lower than 0.05 were considered to
be statistically significant.

3. Results

3.1. Effects of high glucose concentration on cell proliferation and viability

In Fig. 1A, results of Hoechst assay exhibited the influence of glu-
cose concentration on hDPSC proliferation. DPSCs presented an in-
crease in DNA quantity until 7 days and a decrease after. At 7 days,
hDPSCs cultured with LG medium seemed to show higher DNA quan-
tities (3.49 UI vs 2.31 UI) compared to those cultured in HG medium,
but this difference was not significant (p= 0.70). Then, there was no
significant difference (p > 0.05) after Hoechst assay between hDPSCs
cultured in HG medium or LG medium.

MTT assay highlighted a progressive increase of cell metabolic ac-
tivity until 21 days of culture (Fig. 1B). Whatever the glucose con-
centration, no significant difference (p > 0.05) was observed in cell
metabolic activity, whatever the kinetics point.

3.2. Osteogenic differentiation under different glucose concentrations

The osteogenic ability of hDPSCs was evaluated by the detection of
mineralized bone nodules and expression of genes involved in bone
development (COL1A1, RUNX2) and mineralization (OCN).

3.2.1. Alizarin red staining
After 28 days of culture, AR staining depicted the presence of pre-

cipitated calcium in hDPSCs cultured with osteogenic differentiation
medium (Fig. 2A). Staining and then mineralization seemed visually
more intense with HG medium than LG medium.

Mineralization quantitative assay highlighted that the increase of
glucose concentration did not induce greater formation of precipitated
calcium (p= 0.40) (Fig. 2B).

3.2.2. Expression of osteogenic-related genes
To investigate the influence of glucose concentration on hDPSC

differentiation, we evaluated the modifications of gene expression of
RUNX2 (early osteogenic marker), OCN (late osteogenic marker) and
COL1A1 at day 28 in HG group and LG group. No significative differ-
ences (RUNX2, p=0.10; OCN, p= 0.33; COL1A1, p= 0.99) were
observed in gene expression of these three genes between the two
groups (Fig. 3).

Table 1
Primers used for reverse transcription-quantitative polymerase chain reaction
analysis.

Genes Primers Sequences (5’-3’)

RUNX2 Forward
Reverse

CCCGTGGCCTTCAAGGT
CGTTACCCGCCATGACAGTA

OCN Forward
Reverse

GTGCAGAGTCCAGCAAAGGT
TCAGCCAACTCGTCACAGTC

COL1A1 Forward
Reverse

AGGTGCTGATGGCTCTCCT
GGACCACTTTCACCCTTGT

RP29 Forward
Reverse

AGATGGGTCACCAGCAGCTGTACTG
AGACACGACAAGAGCGAGAA
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4. Discussion

Human mesenchymal stem cells play a major role in regenerative
medicine and offer great promise in the field of bone tissue engineering.
Among MSCs, DPSCs represent an interesting therapeutic option for
mineralized tissue regeneration, and there has been a growing interest
in their use over the last years (Batouli et al., 2003; Gronthos et al.,
2002). Indeed, DPSCs are easily accessible and can differentiate into
multiple lineages including osteoblasts (Cristaldi et al., 2018). It also
has been demonstrated that DPSC potential in terms of proliferation
and ability to induce mineralization is greater than BM-MSC potential
(Alge et al., 2010). There is an imperative need for further research on
DPSCs to better understand their cell function in order to improve their
in vivo therapeutic use. A better understanding and modulation of some
factors of DPSC local microenvironment such as glucose concentration
could ameliorate cell proliferation and differentiation (Salazar-Noratto

et al., 2020). Glucose concentration is a parameter that can easily be
adjusted in vitro via the culture medium. Improving cell function and
survival depending on glucose concentration seems particularly re-
levant, given the involvement of hyperglycemia in many pathologies, in
which stem cell therapies could be helpful. In our study, we aimed to
compare two glucose concentrations (5.5 mM and 20mM) in terms of
influence on DPSC proliferation, viability, and differentiation. We chose
to focus on these glucose concentrations because they correspond to the
routinely used culture medium. We chose one glucose concentration
that corresponds to normal condition (5.5 mM) and one considered as
high (20mM), both in reference to in vivo serum glucose concentration
and in vitro glucose concentration of cell culture medium. In fact,
5.5 mM glucose concentration is usually considered as normal glucose
serum condition and corresponds to LG culture medium in vitro. Glucose
concentration of 20mM is considered in vitro as HG culture medium and
is compared to hyperglycemic environment that can be found in vivo

Fig. 1. Effect of different concentrations of glucose (low (5.5mM) or high (20mM) glucose concentration) on hDPSC proliferation and metabolic activity.
DPSCs were cultured for 21 days. A. hDPSC DNA quantification (μg/μL), B. Measurement of MTT absorbance at 540 nm and normalized by DNA absorbance. Results
are mean ± SE (n= 3).
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notably in diabetic patients (Kato et al., 2016). In the literature, several
studies have investigated the influence of glucose on MSCs, but their
results are divergent or inconsistent (Kanafi et al., 2013; Kato et al.,
2016; Li et al., 2007; Lin et al., 2017; Seubbuk et al., 2017; Stolzing
et al., 2006, 2012; Wang et al., 2013; Wang et al., 2019; Weil et al.,
2009; Yamawaki, Taguchi, Komasa, Tanaka, & Umeda, 2017; Yang
et al., 2016; Zhang et al., 2017). To our knowledge, among those stu-
dies, only one work is available on DPSCs (Kanafi et al., 2013).

The present work first studied the influence of glucose in hDPSC
proliferation and viability. We found no significant differences in terms
of viability between hDPSCs cultured with LG medium and hDPSCs
cultured with HG medium for 21 days. The proliferation rate was also
similar between the two groups (p > 0.05). It seems to demonstrate
that HG concentration in cell culture medium did not increase or had
deleterious effect on the hDPSC proliferation and viability. Those re-
sults are consistent with a previous study on DPSCs that showed no
significant difference at day 8 in terms of proliferation rate and cell
viability depending on glucose concentration (Kanafi et al., 2013). In
our work, proliferation rate has been measured until day 21, but glu-
cose effects seemed to be the same both on short- and long-term

exposure. Similar results were obtained with BM-MSCs (Weil et al.,
2009) in a work on glucose short-term exposure (2 days) with no sig-
nificant difference depending on glucose concentration. Other studies
on HG effects performed on other dental sources of MSCs displayed
various results. Depending on studies, HG inhibited (Kato et al., 2016;
Wang et al., 2019) or promoted (Salazar-Noratto et al., 2020; Seubbuk
et al., 2017) proliferation of SCAPs (Wang et al., 2019), PDLSCs (Kato
et al., 2016; Seubbuk et al., 2017) or stem cells from human exfoliated
deciduous teeth (SHEDs) (Kanafi et al., 2013). The same contradictory
results were observed concerning BM-MSCs with either boosting
(Deschepper et al., 2013; Elseberg et al., 2012; Kim, Heo, & Han, 2006;
Li et al., 2007; Wang et al., 2013) or suppressing (Keats & Khan, 2012;
Stolzing et al., 2012; Zhang et al., 2017) effect of HG on cell pro-
liferation. These different outcomes could be explained by several fac-
tors such as the variation in delay between the cell seeding and the
achievement of the proliferation assay (from 4 days to 4 weeks de-
pending on studies (Deschepper et al., 2013; Elseberg et al., 2012;
Kanafi et al., 2013; Kato et al., 2016; Kim et al., 2006; Keats & Khan,
2012; Li et al., 2007; Stolzing et al., 2012; Seubbuk et al., 2017; Wang
et al., 2013; Wang et al., 2019; Zhang et al., 2017), variation of cell

Fig. 2. Effect of glucose concentration on the formation of mineralized bone nodules. A. Alizarin red staining of hDPSC cultured for 28 days in basal medium
(A.1.), low glucose (LG, 5.5 mM) osteogenic induction medium (A.2.) and high glucose (HG, 20mM) osteogenic induction medium (A.3.). B. Quantification of
alizarin red staining for hDPSC cultured for 28 days in LG- or HG-medium supplemented (LGD and HGD) or not (control, basal medium) with osteogenic factors, a:
p < 0.05 versus basal medium. Results are medians (n=3).
(colors are necessary in print)
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seeding densities, the individual donors’ variable trends (Li et al., 2007)
or the differences between types of stem cells.

The second part of our work focused on the effects of glucose con-
centration on osteogenic differentiation and mineralization of human
DPSCs. Studies demonstrated that hDPSCs can differentiate into os-
teoblast lineage in the presence of osteoinductive agents (Papaccio
et al., 2006). The osteogenic differentiation of stem cells is regulated by
specific molecules and factors of the microenvironment. Among these,
the role of glucose on osteogenesis was mainly studied on BM-MSCs,
and the results in the literature are confusing. Therefore, some studies
have shown that HG culture medium enhanced the osteogenic differ-
entiation of BM-MSCs (Li et al., 2007; Yamawaki et al., 2017), PDLSCs
(Seubbuk et al., 2017) or SCAPs (Wang et al., 2019). In contrast, some
other studies demonstrated that HG concentration suppressed or re-
duced BM-MSC (Stolzing et al., 2012; Wang et al., 2013) or PDLSC
(Kato et al., 2016) osteoblastic differentiation. To our knowledge, no
study compared the effects of LG and HG medium on osteogenic dif-
ferentiation of DPSCs. One study obtained similar osteogenic differ-
entiation of SHEDs or DPSCs in presence of hypoxia or HG (qualitative
Von Kossa staining) (Kanafi et al., 2013). However, the osteogenic
differentiation potential of DPSCs was not compared between HG and
LG.

In our work, the mineralization assay by alizarin red staining on
DPSCs after 28 days of culture showed no significant difference (p >
0.05) between cells cultured with HG osteoinductive medium (20 mM)
or LG osteoinductive medium (5.5 mM). We obtained for both groups
mineralized nodules, and even if the staining visually seemed stronger
with the HG medium, the quantitative assay did not indicate significant
difference (p > 0.05) between the two groups.

Then, we reviewed how glucose concentration could influence the
expression of several osteoblastic-related genes: RUNX2, OCN and
COL1A1. RUNX2 is a transcription factor which is essential in the early
stages of DPSC osteogenic differentiation (Yu et al., 2007). OCN is a
later-stage marker of mineralized bones (Bai et al., 2010). COL1A1 is a
gene whose expression is closely correlated with the osteoblast pro-
liferation stage (Nakashima & de Crombrugghe, 2003). Our results
showed no significative difference (p > 0.05) between osteoblastic-
related gene expression for hDPSCs induced with LG osteogenic
medium and induced with HG osteogenic medium after 28 days of
differentiation. These results confirmed previous results obtained with
mineralization assay. Then, HG concentration appears to have no

boosting or suppressive effect on hDPSC osteogenic-related gene ex-
pression.

To conclude, our work has not established evidence of neither
boosting nor deleterious impact of high glucose on hDPSC behavior.
hDPSCs cultured in HG medium did not exhibit a higher proliferation
rate, viability or osteogenic differentiation compared with those cul-
tured with LG medium. Despite the lack of numerous studies in the
existing literature about the effects of glucose concentration on DPSCs,
especially about DPSC osteogenic differentiation, we can formulate the
following assumptions. First, the different type of stem cells used in the
experiments could explain the different results. Secondly, cells were
exposed to osteoinductive medium for different culture times. Thus, in
our work, stem cells were cultured for 28 days in presence of os-
teoinductive media vs. 7 (Kanafi et al., 2013), 14 (Stolzing et al., 2012)
or 21 days in other studies (Kato et al., 2016; Wang et al., 2013). Fi-
nally, Li et al. (2007) have performed only qualitative alizarin red
staining after 28 days of BM-MSC culture with HG or LG osteoinductive
medium.

Further investigations are required for a better understanding of the
molecular mechanisms of glucose on DPSCs. Nevertheless, this finding
seems to highlight an interesting resistance of hDPSCs against high
glucose concentration and could be promising in bone tissue en-
gineering in pathological conditions such as diabetes mellitus.
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Fig. 3. Effect of glucose concentration on osteogenic gene expression in hDPSC. The expression of RUNX2, OCN and COL1A1 genes in hDPSC was measured
using real-time PCR. There was no significative difference (p > 0.05) at day 28 between low glucose (5.5 mM) vs high glucose (20mM) groups in RUNX2, OCN, and
COL1A1 expression in DPSCs. Results are mean ± SE (n=3).
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Le recours à une greffe autologue ou à des substituts 
osseux est fréquent en odontologie. La connaissance 
des propriétés de ces matériaux est essentielle 
pour obtenir leur intégration à l'os et comprendre  
les mécanismes qui régissent leur éventuel 
remplacement par un tissu osseux néoformé.

The use of an autologous bone or bone substitute 
materials is common in dentistry. Knowledge  
of the properties of these materials is essential  
to optimally control osseointegration  
and to understand the mechanisms that govern 
their eventual replacement with a new bone tissue.
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BIOLOGIE ET BIOMATÉRIAUX

LES SUBSTITUTS OSSEUX 
EN ODONTOLOGIE

Partie 1 - ;\Z]K\]ZM�L]�\Q[[]�W[[M]`��LuÅVQ\QWV�
des substituts osseux, cahier des charges

Actualisation en continu

Dans ce premier chapitre d’une série de deux, nous proposons une brève description de la structure 
du tissu osseux, avant d’aborder le cahier des charges du substitut osseux idéal. Dans le prochain 

article, nous détaillerons la classification des substituts osseux utilisés en clinique.
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SUBSTITUTS OSSEUX 

L’augmentation du volume osseux pour des raisons 
thérapeutiques (volume osseux pré-implantaire 
insuffisant, par exemple) ou pour le comblement de 

pertes osseuses après pathologies (parodontites, ostéo-
nécroses, cancers et autres lésions osseuses), trauma-
tismes (fractures) ou anomalies congénitales (fentes), 
nécessite le recours à une greffe autologue ou à des 
substituts osseux.
L’os autogène (l’individu donneur et l’individu receveur 
sont les mêmes) constitue la référence absolue, le « gold 
standard » [1-3]. Il est en effet immunocompatible et sur-
tout ostéogénique. Cependant, cette thérapeutique n’est 
pas parfaite et présente des inconvénients tels qu'une 
morbidité postopératoire importante, la nécessité d’une 
procédure invasive supplémentaire (deuxième site), un 
problème de disponibilité (quantité limitée) et la pré-
sence d’une résorption difficile à anticiper [3]. Pour contrer 
ces inconvénients, des alternatives ont été recherchées, 
menant au développement des substituts osseux.

STRUCTURE DU TISSU OSSEUX
L’os est constitué de deux structures distinctes : l’os cortical 
à l’extérieur et l’os trabéculaire à l’intérieur (fig. 1).
L’os cortical étant compact et dense, il possède une grande 
résistance mécanique, notamment à la déformation.
L’os trabéculaire doit son nom à la présence d’un grand 
nombre de trabécules ou travées. Ces travées délimitent 
un grand nombre d’espaces, ce qui confère une plus faible 
résistance mécanique à l’os trabéculaire. Elles contiennent 
la moelle osseuse qui est riche en cellules et en structures 
vasculaires. Sa structure peut être comparée à celle d’une 
éponge.
Le tissu osseux est un tissu conjonctif minéralisé d’origine 
mésenchymateuse, constitué de deux composantes indis-
sociables : les cellules osseuses et la matrice osseuse [1-5]. 
Il subit deux phénomènes équilibrés tout au long de sa vie : 
le modelage et le remodelage. C’est l’homéostasie du tissu 
osseux.
C’est donc un tissu dynamique, en permanence soumis à 
deux processus opposés mais complémentaires : la for-
mation osseuse et la résorption osseuse. Cela permet son 
renouvellement (permettant de pallier le vieillissement 
cellulaire), le contrôle de l’homéostasie phosphocalcique 
(libération des minéraux – calcium et phosphore – à la suite 
du processus de résorption) et la modification de l’archi-
tecture osseuse, par exemple en réponse à des contraintes 
mécaniques. Ces phénomènes sont régulés par trois types 
cellulaires : les ostéoblastes, les ostéocytes et les ostéo-
clastes. Ces cellules osseuses sont présentes en propor-
tions variables au niveau du tissu osseux : ostéocytes (90 %), 

ostéoblastes (10 %) et ostéoclastes (1 %). Les ostéoblastes 
sont des cellules situées à la surface de l’os. Ils synthétisent 
la trame collagénique et contrôlent le dépôt des minéraux 
sur cette trame. Ils régulent donc le processus de minérali-
sation. Ils participent aussi au maintien de l’équilibre entre 
la formation et la résorption osseuse en régulant l’activité 
des ostéoclastes. Les ostéocytes sont des ostéoblastes qui 
ont été piégés dans la matrice qu’ils ont eux-mêmes élabo-
rée. Ils participent également à l’homéostasie en régulant 
l’activité des ostéoblastes et des ostéoclastes. Les ostéo-
clastes sont les cellules osseuses assurant la résorption 
du tissu osseux. Leur activité est contrôlée par les ostéo-
blastes [6].
À cette composante cellulaire, on associe la matrice 
osseuse qui combine :
- une trame organique constituée principalement de pro-
téines collagéniques (90 %), notamment de collagène 1, 
mais également de protéines non collagéniques (ostéocal-
cine, ostéopontine…) et de facteurs de croissance ;

1. Photographie (x5) de la structure du tissu osseux 
  l’os cortical (compact) apporte la résistance mécanique 

et l’os trabéculaire (travées et alvéoles) permet 
la colonisation par les cellules et les vaisseaux.

Os cortical Os 
trabéculaire
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- des minéraux (phosphore et calcium principalement) 
assemblés sous forme de cristaux d’hydroxyapatite ;
- des espaces non minéralisés contenant des vaisseaux 
sanguins [6].
Elle sert de support mécanique et joue également un rôle 
dans l’homéostasie osseuse en libérant des protéines 
intervenant dans le remodelage osseux [7].
La connaissance de cette structure fut le point de départ du 
développement des substituts osseux.

DÉFINITION DU SUBSTITUT OSSEUX
Un substitut osseux est un biomatériau d’origine naturelle 
ou synthétique utilisé pour le traitement de défauts osseux 
à la place d’une greffe osseuse autogène [4] (fig. 2).
Dans les cas où la greffe autologue ne peut être envisa-
gée, trois types de substituts peuvent être utilisés : d’ori-
gine humaine (allogreffe), d’origine animale (xénogreffe), 
d’origine synthétique (céramiques bioactives, matériaux 
composites, association de matrice cellularisée et de fac-
teurs de croissance).
Il n’existe pas de définition officielle réglementaire des 
substituts osseux ayant fait l’objet d’un consensus inter-
national. La Société Française de Recherche en chirurgie 
Orthopédique et Traumatologique (SoFROT) a proposé 

celle-ci [5] : « Peut être considéré comme un substitut 
osseux tout biomatériau d’origine humaine, animale, végé-
tale ou synthétique, destiné à l’implantation chez l’homme, 
dans la perspective d’une reconstitution du stock osseux, 
qu’il s’agisse du renforcement d’une structure osseuse, du 
comblement d’une perte de substance, d’origine trauma-
tique ou orthopédique, de la consolidation d’une fracture 
ou de son équivalent. »
La première utilisation clinique de substitut osseux date de 
1892 : du sulfate de calcium avait été employé pour com-
bler des défauts osseux [8].

CAHIER DES CHARGES DU SUBSTITUT OSSEUX 
IDÉAL
Un substitut osseux doit posséder des caractéristiques bio-
logiques et mécaniques précises.

Caractéristiques biologiques
Au niveau des propriétés biologiques, le substitut osseux 
idéal doit répondre à la règle des trois « B » : être biocom-
patible, bioactif et biodégradable (fig. 3).
La biocompatibilité : elle est l’essence même de tout bio-
matériau. Elle regroupe l’absence de toxicité, mais éga-
lement la présence d’interactions réciproques favorables 

2. Greffe osseuse autologue 
 (cas du Dr Nasr Hasnaoui).

Examen clinique

Ostéotomie du greffon

Abord du site receveur

Modelage et ostéosynthèse du greffon
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SUBSTITUTS OSSEUX 

entre le substitut osseux et l’organisme receveur, de 
façon à ce que l’un n’ait pas d’effets nocifs sur l’autre. Le 
substitut doit être non immunogène : absence de réaction 
d’hypersensibilité, voire d’allergie, absence de réponse 
inflammatoire dans l’organisme. Il ne doit pas non plus 
entraîner de contamination (transmission de virus, bac-
téries…) [9].
La bioactivité : elle est définie comme l’interaction directe 
des substituts osseux avec le milieu environnant, entraî-
nant la formation de dépôts minéralisés. Cela implique 
trois notions : l’ostéoconduction, l’ostéoinduction et 
l’ostéogenèse (voir encadré ci-contre) [9]. Le substi-
tut osseux, ou biomatériau de régénération osseuse, est 
donc un matériau de comblement servant de support phy-
sique (ostéoconducteur) sur lequel des cellules adhèrent, 
migrent, prolifèrent et se différencient (ostéoinduction) 
[10-13]. Le substitut osseux idéal comporterait l’ensemble 
des éléments (y compris les cellules) nécessaires à la for-
mation osseuse et serait qualifié également de substitut 
ostéogénique.
La biodégradabilité : la substitution, correspondant au rem-
placement du biomatériau par de l’os nouvellement formé, 
implique la dégradation du substitut osseux implanté [14-
16]. La biorésorption doit être progressive ; plus exacte-
ment la vitesse de biodégradation doit être adaptée au 
remplacement graduel par les cellules de l’hôte et à la for-
mation d’un nouveau tissu osseux fonctionnel. En effet, 
en cas de résorption trop rapide du matériau, celui-ci n’as-
sure plus son rôle de support de la formation osseuse et le 
volume néoformé risque d’être insuffisant. À l’inverse, s’il 
se dégrade trop lentement, la formation osseuse ne sera 
pas homogène sur le site et des fragments de substitut  

persisteront dans l’os néoformé. Dans certaines indica-
tions cliniques cependant, une faible résorption peut être 
souhaitée afin de maintenir, notamment, un volume com-
patible avec le projet prothétique. Les produits de dégrada-
tion seront métabolisés ou éliminés par voie rénale.

Caractéristiques mécaniques (fig. 4)
La porosité : les pores sont des espaces vides présents au 
sein d’un matériau. On distingue la macroporosité (pores 
> 100 µm de diamètre), la microporosité (pores < 5 µm de 

Biocompatible Biodégradable

Bioactif

Substitut 
osseux

3. La règle des trois « B » du substitut osseux idéal :  
 biocompatible, bioactif et biodégradable

Elle correspond à leur interaction avec l’environnement 
et met en jeu trois qualités essentielles du substitut 
osseux idéal (ostéoconducteur, ostéoinducteur, 
ostéogénique).

Ostéoconducteur : le substitut sert de support 
aux cellules (ostéoblastes, cellules souches), de trame 
pour la formation osseuse. Permet également l’invasion 
par les vaisseaux sanguins.
Ostéoinducteur : le substitut est capable de recruter 
localement des cellules indifférenciées (cellules 
souches) et de stimuler leur différenciation  
en ostéoblastes pour la synthèse d’une matrice 
osseuse.
Ostéogénique : le substitut contient tous les éléments 
y compris les cellules (ostéoblastes) nécessaires 
à la formation de l’os.

Bioactivité 
des substituts osseux

4. Caractéristiques mécaniques 
 du substitut osseux idéal.

Malléabilité

Porosité 
adaptée

Stabilité dimensionnelle

Propriétés 
mécaniques

Propriétés 
mécaniques 

proches  
de celles  

de l'os natif
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diamètre) et la mésoporosité pour les pores de diamètre 
intermédiaire. La macroporosité permet la pénétration des 
cellules et vaisseaux au sein du matériau, donc la colonisa-
tion du biomatériau. Ces pores sont les principaux respon-
sables du caractère ostéoconducteur du substitut osseux. 
La macroporosité ne doit pas être trop importante, car 
elle s’accompagne d’une faible résistance mécanique. La 
microporosité permet la diffusion des molécules et des 
fluides biologiques dans le matériau et est donc respon-
sable des échanges ioniques entre le biomatériau et le 
milieu environnant. Pour optimiser la circulation des cel-
lules, des fluides et des molécules dans le matériau, les 
pores sont interconnectés [14, 17, 18]. 
Le taux de porosité au sein du biomatériau fait varier les 
propriétés mécaniques du substitut et influe sur sa vitesse 
de résorption. Plus la porosité est importante, plus la 
résorption est rapide.
La malléabilité : les substituts osseux doivent présen-
ter des propriétés mécaniques permettant une utilisa-
tion la plus simple possible par le chirurgien. Ils doivent 
être disponibles sous différentes formes afin de s’adap-
ter aux divers défauts osseux qu'il est possible de ren-
contrer [19].
La stabilité dimensionnelle : la stabilité, donc l’ancrage du 
substitut osseux, surtout lors des premières semaines sui-
vant sa mise en place, sont des éléments primordiaux à 
prendre en compte pour espérer une bonne intégration du 
substitut au sein du site d’implantation, tout en respectant 
les tissus avoisinants (tissus mous, vaisseaux sanguins…). 

En cas de mouvement, du tissu fibreux vient combler les 
espaces au lieu du tissu osseux, on aura alors seulement 
une réparation et non une régénération [14].
Les propriétés mécaniques : le substitut doit également 
avoir des propriétés mécaniques adaptées, se rapprochant 
le plus possible de celles du tissu natif, telles que la résis-
tance en traction (module d’élasticité ou module de Young, 
contrainte de rupture) et en compression (tableau 1). L’os 
cortical présente une résistance mécanique optimale liée 
à sa structure interne, constituée de lamelles osseuses 
orientées et étroitement associées les unes aux autres. À 
l’inverse, l’os trabéculaire présente une faible résistance 
mécanique.
Autres propriétés : il doit supporter la stérilisation et, idéa-
lement, pouvoir être produit par un processus industriel 
simple, rapide et d’un coût limité.

CONCLUSION
Dans ce premier article, nous avons souligné l’importance 
de bien connaître la structure du tissu osseux pour choisir 
le substitut osseux dont les propriétés répondront le mieux 
possible aux impératifs de la situation clinique envisagée.
Le prochain article détaillera la classification des substi-
tuts osseux utilisés en odontologie, leurs avantages, leurs 
limites et leurs principales indications cliniques.

Les auteurs remercient le Dr Nasr Hasnaoui 
pour les photographies du cas clinique.

1 - Propriétés mécaniques du tissu osseux (d’après Wagoner Johnson) [20–27].

Résistance 
à la compression 

(MPa)

Résistance 
à la flexion (MPa)

Résistance 
à la tension (MPa)

Module d’élasticité 
(GPa)

Taux 
de porosité 

(%)

Os cortical 130-180 135-193 50-151 12-18 5-13

Os trabéculaire 4-12 1-5 0,1-0,5 30-90
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Le succès d’une greffe osseuse par le chirurgien-dentiste 
est lié notamment à l’incorporation du greffon dans  
le processus de renouvellement du tissu osseux 
du patient. Des biomatériaux, d’origine naturelle 
ou synthétique peuvent être utilisés comme substituts 
osseux. Cependant, tous ne sont pas résorbés 
ni remplacés intégralement par de l’os naturel. 
Cet article décrit la classification de ces biomatériaux 
tels qu'ils sont disponibles sur le marché.

BONE SUBSTITUTES IN ORAL SURGERY
Part 2 - Classification

Bone graft success in dental practice is partly 
related to the incorporation of the graft into 
the patient’s bone renewal process. Biomaterials, 
from natural or synthetic origin, can be used  
as bone substitutes, but not all of them  
are resorbed nor completely replaced by 
natural bone.  
This article describes these materials classification  
as they are available for the practitioner.Actualisation via l’url :  

http://bit.ly/2F1AW5Q 
ou le QR code
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en odontologie, leurs avantages, leurs limites, tout en soulignant leurs principales indications cliniques.
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nique de l’os cortical due à sa densité et la cicatrisation 
osseuse rapide de l’os trabéculaire due à sa structure riche 
en travées et alvéoles.

Le terme xénogreffe est employé lorsque le substitut pro-
vient d’un individu d’une espèce différente de celle du 
receveur (hydroxyapatite d’origine bovine comme le Bio-Oss®, 
Geistlich notamment) (fig. 1b). Comme pour les allogreffes, 
des traitements (déprotéinisation notamment) sont néces-
saires pour éliminer les éléments immunogènes présents 
dans le greffon. Les xénogreffes sont donc également des 
matériaux ostéoconducteurs (porosité, structure cristal-
line et composition en minéraux proches de celles de l’os 
humain). Ces substituts conservent leurs propriétés méca-
niques. Ils sont utilisés seuls ou en association avec l’auto-
greffe ou un autre type de substitut osseux.
On distingue les hydroxyapatites biologiques et les car-
bonates de calcium (corail), même si ces derniers ne sont 
plus disponibles à ce jour sur le marché français.

Depuis 2009 pour les xénogreffes et 2016 pour les allogreffes, 
ces matériaux sont considérés comme des dispositifs  

LES GREFFES OSSEUSES
L’inclusion des greffes dans la classification des biomaté-
riaux est liée à leurs capacités de remplacement des tis-
sus biologiques et d’induction de réponses de la part de 
ces tissus.
Pour rappel, le gold-standard en odontologie reste l’os 
autogène prélevé et réimplanté chez le même individu [1]. 
Cependant, la faible quantité d’os disponible ainsi que la 
morbidité d’un second site opératoire ont conduit à l’utili-
sation d’autres biomatériaux.

On parle d’allogreffe (fig. 1a) lorsque l’individu donneur et 
l’individu receveur ne sont pas les mêmes mais qu’ils appar-
tiennent à la même espèce. Afin d’éviter tout phénomène de 
rejet lié aux éléments cellulaires et moléculaires contenus 
dans le greffon et tout risque de transmission virale, il faut 
lui faire subir divers traitements de déprotéinisation ou de 
déminéralisation, qui seront suivis de procédures de stérili-
sation. À l’issue de ces protocoles, le matériau obtenu n’est 
quasiment plus qu’ostéoconducteur. Les matériaux dont les 
propriétés ostéo-inductrices sont soumises à controverses 
ne sont pas utilisés en France. Il existe des banques d’os 
allogène qui permettent la mise à disposition de grande 
quantité d’os allogénique, sous la forme choisie par le pra-
ticien. Cet os est prélevé sur cadavres ou donneurs vivants. 
En France, l’os déprotéinisé de type BioBank® (fig. 1a) (pré-
lévé sur donneurs vivants) est l’allogreffe la plus utilisée [2]. 
Il est dépourvu de cellules osseuses, de moelle osseuse et 
de protéines matricielles non collagéniques, il n’est donc 
plus qu’ostéoconducteur. Il a l’avantage de conserver une 
grande quantité de fibres de collagène ainsi que les miné-
raux et les propriétés mécaniques du tissu osseux [2, 3]. Il 
a un grand pouvoir de mouillabilité ou hydrophilie, ce qui 
permet de maintenir le caillot primaire, favorisant ainsi la 
néo-angiogenèse et donc la revascularisation du substitut. 
Cela aura un effet ostéoconducteur vis-à-vis des cellules 
responsables de la régénération osseuse [2, 3]. Ce substi-
tut a l’avantage de ne nécessiter qu’un seul site opératoire 
diminuant ainsi la morbidité et les complications postopé-
ratoires. Du fait de l’absence d’ostéogenèse, la régénéra-
tion osseuse est plus longue qu’avec une autogreffe.
Ce substitut se présente sous forme de poudre d’os spon-
gieux ou cortico-spongieux, de lames corticales ou de 
blocs d’os spongieux ou cortico-spongieux.
La poudre d’os est préconisée principalement dans le cas 
de comblement d’alvéoles et pour des défauts osseux de 
petite taille.
Les blocs cortico-spongieux sont utilisés pour des recons-
tructions de moyenne et grande étendue. Ils associent en 
effet les qualités des deux types d’os : la résistance méca-

1. Exemples de substituts osseux, 
  en bloc ou en particules.

a. Allogreffe : os humain déprotéinisé de type BioBank®.

b. Xénogreffe : os bovin (particules de Bio-Oss®).
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médicaux et non plus comme de véritables greffes, ce qui 
permet aux patients « greffés » de pouvoir continuer à être 
donneurs de sang.
Ces substituts n’étant pas issus de banques d’os, l’accès 
est facilité, contrairement aux allogreffes.
Les résultats cliniques obtenus avec des allogreffes et 
des xénogreffes (hydroxyapatites biologiques) sont rela-
tivement proches [4, 5], mais les capacités de résorption 
des xénogreffes sont inférieures à celles des allogreffes, 
ce qui peut perturber le remodelage osseux. Cette résorp-
tion plus lente des hydroxyapatites d’origine bovine peut 
devenir un avantage dans le cas de régénération de défaut 
osseux important, car cela permet de maintenir l’espace 
plus longtemps. De plus, aucune étude à ce jour n’a totale-
ment écarté le risque de transmission du prion (encéphalo-
pathies spongiformes transmissibles) [6].
La xénogreffe se présente sous la forme de particules ou 
de granules d’os spongieux associés ou non à du collagène 
d’origine porcine (matériau composite associant une phase 
minérale (hydroxyapatite) à une phase organique (colla-
gène)). Son association au collagène donne une structure 
en forme d’éponge qui augmente ainsi la malléabilité du 
substitut et facilite son adaptation au défaut osseux. Il per-
met également de maintenir en place les particules d’os. Sa 
bonne mouillabilité est favorable à la colonisation par les 
vaisseaux et les cellules, donc à la régénération osseuse. Il 
présente également un coût inférieur à celui des allogreffes 
et est principalement indiqué dans le cas de comblement 
d’alvéoles et de défauts osseux de petite taille.

Les carbonates de calcium sont des matériaux qui peuvent 
être considérés comme des xénogreffes particulières parce 
qu’ils sont retrouvés dans la nature (ce sont les principaux 
constituants du corail). Ils possèdent des pores intercon-
nectés favorables à la colonisation en cellules et vaisseaux 
et sont donc favorables à la régénération osseuse. Le taux 
de porosité et le diamètre des pores varient en fonction 
de l’espèce coralienne. À ce jour, leur utilisation en chirur-
gie dentaire est très limitée, mais ils présentent, comme les 
phosphates de calcium, une très bonne adhésion à l’os. Ce 
sont des matériaux ostéoconducteurs, fragiles et dont la 
résorption varie selon les espèces.

LES CÉRAMIQUES BIOACTIVES SYNTHÉTIQUES
À l’inverse des greffes d’origine naturelle, des biomaté-
riaux synthétiques ont été développés pour augmenter les 
quantités disponibles et permettre des restaurations de 
plus grande étendue (fig. 2). Les céramiques bioactives en 
représentent la principale famille. Ces matériaux sont uni-
quement ostéoconducteurs. D’origine synthétique, ils sont 

disponibles en quantité illimitée, n’entraînent aucun risque 
de transmission d’agents pathogènes et sont dépourvus 
d’antigénicité. 

Les sels de calcium
Les phosphates de calcium
Le principe de l’utilisation des phosphates de calcium est 
de reproduire une structure proche du minéral osseux pour 
permettre une transmission harmonieuse des contraintes 
entre l’os et le matériau. Ces matériaux poreux à base de 
phosphate de calcium sont conditionnés principalement 
sous forme de granulés. Ils existent sous différentes poro-
sités. Leur utilisation clinique passe par le mélange des 
granules avec du sérum physiologique ou du sang avant 
l’insertion dans la lésion osseuse. En effet, le sang contient 
des plaquettes riches en facteurs de croissance. Leur faible 
résistance mécanique limite leur utilisation à des situations 
cliniques où les contraintes mécaniques sont peu impor-
tantes. Ils sont donc relativement fragiles [7].

Les hydroxyapatites de synthèse (monophasés)
Les hydroxyapatites sont des phosphates de calcium de for-
mule Ca10(PO4)6(OH)2 (rapport Ca/P = 1,67). Elles sont ostéo-
conductrices et résorbées de façon incomplète [8], ce qui 
justifie leur utilisation dans des situations cliniques où le 
maintien du volume tissulaire est important [9].

Les phosphates tricalciques (monophasés)
On parle de�ȕ-TCP, pour bêta tri-calcium-phosphate, de for-
mule Ca3(PO4)2 (rapport Ca/P = 1,5). Leur structure est légè-
rement plus éloignée de celle du tissu osseux naturel. Ils 
sont ostéoconducteurs et, au contraire des hydroxyapa-
tites, seront totalement résorbés [10]. Cependant, cela reste 
des matériaux fragiles. 

Les céramiques biphasées
Les matériaux monophasés présentent des propriétés inté-
ressantes, mais aucun d’entre eux ne les possède toutes. 
L’idée s’est alors développée de créer des matériaux 
biphasés associant plusieurs matériaux monophasés afin 
d’améliorer les propriétés mécaniques et biologiques de 
l’ensemble. L’association la plus commune est un mélange 
en proportions variables d’hydroxyapatites et de ȕ-TCP 
dont l’ostéoinduction a déjà été démontrée [11]. Il existe 
une multitude de matériaux de ce type sur le marché, cha-
cun présentant des proportions de matériaux monophasés 
différentes. Leur principal atout est d’associer les proprié-
tés de maintien de volume de l’hydroxyapatite au potentiel 
de résorption du�ȕ-TCP. La cinétique de résorption est ainsi 
mieux contrôlée [12].
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On qualifie les matériaux biphasés de BCP : phosphates de 
calcium biphasés. À ne pas confondre avec les�ȕ-TCP.

Les sulfates de calcium
Les sulfates de calcium sont le dernier type de céramiques 
monophasées à base de calcium. Ils sont davantage connus 
sous le nom de « plâtre de Paris ». Ces matériaux ostéocon-
ducteurs présentent la particularité d’être très rapidement 
résorbés dans les tissus biologiques. À l’heure actuelle, leur 
utilisation en odontologie est exceptionnelle.

Les bioverres
Ce sont des biomatériaux non poreux, ostéoconducteurs. 
Ils sont plus ou moins résorbables en fonction de la teneur 
en minéraux. Leur composition chimique est très sem-
blable à celle du tissu osseux (Ca, P, silice). Ils se lient à 
l’os sans interface de tissu conjonctif fibreux. En effet, au 
contact des fluides biologiques, la dissolution des bioverres 
entraîne la libération de minéraux et la formation d’une 
couche de phosphate de calcium à leur surface, créant un 
lien chimique étroit entre le bioverre et le tissu osseux. 
Cette couche d’apatite stimule la prolifération et la différen-
ciation des ostéoblastes et favorise donc la régénération 
osseuse. Cliniquement, ils sont mélangés à du sérum phy-
siologique ou à du sang du patient avant implantation. Les 
bioverres présentent une bonne maniabilité clinique. Leur 
résistance mécanique est supérieure à celle du phosphate 
de calcium [13-15].

MATÉRIAUX COMPOSITES
Ils sont basés sur l’association d’une phase organique (col-
lagène par exemple) et d’une phase minérale (hydroxya-
patite, ȕ-TCP, BCP…). Ils se rapprochent de la composition 
de la trame osseuse. La disponibilité des BCP sous forme 
de granules a conduit les équipes de recherche à imaginer 
de nouvelles associations de ces matériaux avec des molé-
cules capables de conférer à l’ensemble un aspect de gel 
plus facile à manipuler. C’est en faisant l’analogie avec la 
structure organique du tissu osseux que les hydrogels sont 
apparus. En effet, les céramiques peuvent être associées à 
des polymères hydrosolubles naturels (collagène, fibrine, 
acide hyaluronique, cellulose) ou synthétiques (polyéthy-
lène glycol, polyméthylméthacrylate). La présentation de 
ce type de matériau en seringues est plus ergonomique 
pour le praticien. Ils ont également l’avantage d’avoir une 
bonne mouillabilité, ce qui est favorable à la stabilité du 
caillot [16]. La principale association rencontrée en clinique 
est celle d’une céramique apportant l’ostéoconduction avec 
du collagène apportant l’ostéoinduction. Leur résistance 
mécanique est faible.

ASSOCIATION À DES FACTEURS 
DE CROISSANCE
Le développement croissant des substituts osseux a conduit 
à l’apparition de pistes pour rendre le matériau ostéoinduc-
teur. L’utilisation de facteurs de croissance est limitée par le 
cadre réglementaire français. La famille la plus connue est 
celle des BMP (Bone Morphogenetic Protein) qui agissent 
sur le recrutement et la différenciation des cellules souches 
mésenchymateuses en ostéoblastes. Dans le cadre de la 
recherche, la combinaison de facteurs de croissance (BMP2) 
et de cellules souches mésenchymateuses ensemencées au 
sein d’une matrice tridimensionnelle (ȕ-TCP) revêt un intérêt 
majeur, car l’ensemble pourrait avoir un véritable effet syner-
gique sur les capacités de réparation de défauts osseux. Le 
BMP a donc un rôle potentialisateur [17-19].
Il existe sur le marché un seul produit riche en protéines sti-
mulant la régénération tissulaire (amélogénines d’origine 
porcine), connu sous le nom d’Emdogain®. Très utilisé en 
parodontologie, il est difficile d’y avoir recours pour des 
régénérations de grande étendue du fait de sa formulation 
sous forme de gel et de son coût.

PERSPECTIVES
Parmi l’ensemble des biomatériaux disponibles sur le mar-
ché (fig. 2), aucun n’a démontré de supériorité par rapport à 
l’autogreffe en termes de résultats cliniques [20]. Tous sont 
ostéoconducteurs, mais aucun ne présente une structure 
qui lui permettrait de répondre aux quatre caractéristiques 
mécaniques du substitut osseux idéal (malléabilité, poro-
sité adaptée, propriétés mécaniques proches de l’os natif 
et stabilité dimensionnelle [1]). Il appartient ainsi au prati-
cien d’adapter le choix de son biomatériau de comblement 
en fonction du cas clinique. Dans le cadre d’une reconstruc-
tion de volume important, un matériau moins rapidement 
résorbé et présentant de meilleures propriétés mécaniques 
sera plutôt envisagé, alors que dans le cas de lésions de 
plus faible étendue, le recours à des céramiques bipha-
siques, éventuellement sous la forme de granules en serin-
gues ou associées à du collagène, pourra être envisagé [20].
Aujourd’hui, la recherche sur les substituts osseux s’oriente, 
grâce à l’ingénierie tissulaire, vers une combinaison de 
médiateurs biologiques (facteurs de croissance ou pro-
duits de sécrétion, cellules souches mésenchymateuses) 
et de biomatériaux céramiques ou polymères. Nous nous 
engageons dans une véritable « quête du Saint-Graal » afin 
d’aboutir à la création d’un matériau idéalement ostéogène 
qui pourra régénérer les défauts osseux de moyenne et 
grande étendue sans les problèmes, notamment de dispo-
nibilité et de morbidité, rencontrés avec l’os autogène qui 
reste à ce jour la référence.
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La complexité de la régénération tissulaire en odontologie 
a conduit à l’utilisation de molécules bioactives 
naturellement retrouvées dans la nature : les facteurs  
de croissance (VEGF, EGF, TGF-ß…).  
Cependant, l’implantation de telles protéines d’origine 
exogène est limitée par le cadre réglementaire.  
Les plaquettes étant une source alternative intéressante 
de facteurs de croissance chez l’Homme, l’utilisation 
des dérivés plaquettaires autologues a connu un essor 
considérable depuis une vingtaine d’années.  
Le PRP (plasma riche en plaquettes) et le PRF (plasma  
riche en fibrine), obtenus par centrifugations  
de prélèvements sanguins et bien connus en odontologie, 
ne sont pas les deux seuls dérivés plaquettaires  
qui existent. D’autres sont apparus plus récemment  
grâce à des modifications dans les protocoles  
de conception. Certains comme le plasma riche en facteurs 
de croissance (PRFC) sont utilisables cliniquement, 
d’autres sont encore utilisés seulement dans le domaine 
de la recherche (le lysat plaquettaire notamment).  
Cet article présente les principaux concentrés 
plaquettaires, leurs modalités de production  
ainsi que les perspectives qu’ils offrent dans le domaine  
de la régénération tissulaire, notamment en chirurgie 
orale.

La préservation et la régénération des volumes osseux 
sont des problématiques quotidiennes pour le chirur-
gien-dentiste. Les pathologies orales conduisent à 

une destruction tissulaire qui concerne aussi bien les tis-
sus durs que les tissus mous, ce qui constitue un enjeu 
majeur de reconstruction et de régénération. L'émail den-
taire et la dentine peuvent être détruits par la carie [1], mais 
l'os alvéolaire peut aussi être touché [2,3] et le niveau gin-
gival réduit également en cas de parodontite. La compéti-
tion entre les différents types cellulaires pour occuper le 
site [4], ainsi que la présence d'un grand nombre de bacté-
ries [5,6] dans la cavité orale, compliquent d’autant plus le 
processus de cicatrisation que le patient peut aussi présen-
ter un système immunitaire affaibli [6]. 
Dans sa pratique, notamment en chirurgie parodontale, 
préimplantaire et préprothétique, le chirurgien-dentiste 
dispose de différents biomatériaux qu’il peut greffer sur 
les sites touchés [7,8]. Les substituts osseux vont être uti-
lisés dans les procédures de reconstitution du volume 
osseux alvéolaire, mais les résultats sont inconstants et 
dépendent du métabolisme et de l’état de santé propre à 

chaque patient [7,9,10]. Si les substituts osseux permettent 
donc de répondre en partie à cette problématique, l’utili-
sation de produits bioactifs en vue de stimuler les méca-
nismes d’ostéogenèse endogènes de l’hôte sans l’ajout de 
biomatériaux représente une alternative intéressante. 
Les produits bioactifs dérivés du sang peuvent être isolés 
et/ou mis en forme à partir d’un simple prélèvement san-
guin. Ils peuvent n’être constitués que d’une seule molé-
cule, comme les immunoglobulines [11] ou l'albumine 
[12], ou d’une partie entière de l'échantillon sanguin [13]. 
La richesse du tissu sanguin en éléments cellulaires, et sur-
tout protéiques (parmi eux, des facteurs de croissance, des 
cytokines…), offre des perspectives dans le traitement des 
pathologies pour lesquelles les processus de guérison sont 
déficients. 
Les concentrés plaquettaires – appartenant aux dérivés du 
sang – trouvent une place grandissante en odontologie. 
Les premiers ont été décrits au début des années 1970 ; 
cependant, les principales évolutions dans leurs méthodes 
de préparation et leurs applications datent de la fin des 
années 1990 [14]. Leur bioactivité permet une utilisation 

ORAL SURGERY AND PLATELET 
DERIVATES: WHEN BIOLOGY  
AND MATERIALS WORK TOGETHER
The complexity of tissue regeneration  
in dentistry requires the use of bioactive 
molecules naturally found in living organisms: 
the growth factors (VEGF, EGF, TGF-ß…). 
However, the implantation of such exogenous 
proteins is limited by the regulatory framework. 
The platelets being an interesting alternative 
source of growth factors, the use of platelet 
derivatives, from autologous origin,  
has undergone significant growth  
over the past twenty years. PRP (platelet-rich 
plasma) and PRF (platelet rich fibrin), obtained 
by centrifugation of blood samples and well 
known in dentistry, are not the only two platelet 
derivatives available. Others have emerged 
more recently as a result of changes in design 
protocols. Some, such as Plasma rich in growth 
factors (PRGF), can be used clinically,  
while others are still used only in research 
(platelet lysate in particular). This article 
presents the main platelet concentrates, 
their production methods and the prospects 
they offer in the field of tissue regeneration, 
particularly in oral surgery. 
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en association avec des greffes osseuses, des substituts 
osseux du commerce ou même seuls, à la croisée des che-
mins entre biologie et biomatériaux. Ils peuvent être uti-
lisés au sein d’un cabinet dentaire, à la condition que le 
praticien ait été formé aux techniques de prise de sang 
ainsi qu’à l’utilisation du produit. 
L'objectif est, après un rappel sur le rôle des thrombo-
cytes, de présenter les principaux concentrés plaquettaires 
(CP) qui existent et les perspectives qu’ils offrent dans le 
domaine de la régénération tissulaire.

LES THROMBOCYTES, ACTEURS MAJEURS  
DE LA RÉGÉNÉRATION 
La compréhension de la cascade de coagulation sanguine 
et du rôle des plaquettes menant à la régénération tissulaire 
après un traumatisme permet de mieux comprendre l'ac-
tion thérapeutique de ces concentrés plaquettaires.
Les thrombocytes, ou plaquettes, sont des cellules dépour-
vues de noyau, formées suite à la fragmentation dans la 
moelle osseuse de cellules appelées mégacaryocytes [15]. 
Elles ont pour rôle principal de participer aux phénomènes 
de la coagulation sanguine dont les mécanismes molécu-
laires, cellulaires et tissulaires sont complexes et mènent à 
la réparation et à la régénération du tissu. Leur cytoplasme 
est riche en protéines comme le fibrinogène (capable d’être 
assemblé en polymères de fibrine), ou encore de nombreux 
facteurs de croissances. Parmi eux sont retrouvés notam-
ment le TGF-ß (transforming growth factor ß), le VEGF (vas-
cular endothelium growth factor), le PDGF (platelet-derived 
growth factor) et l’EGF (epidermal growth factor) [16]. Le 
VEGF est principalement dévoué à initier la formation de 
nouveaux vaisseaux sanguins en promouvant la migration 
et la prolifération des cellules endothéliales [17]. Le PDGF 
a lui aussi un rôle dans l’angiogenèse, en favorisant la sta-
bilisation des réseaux vasculaires [18,19]. L’EGF agit sur la 
croissance épithéliale, la formation du système nerveux 
et celle du système cardiovasculaire dans son ensemble 
[20]. En cas de blessure, les plaquettes sont activées, ce 
qui entraîne la libération dans le caillot de ces molécules 
trophiques, participant à stimuler les événements physio-
logiques complexes menant à la réparation et à la régéné-
ration des tissus.
De telles propriétés vis-à-vis des cellules de tissus hôtes 
permettent d’expliquer l’intérêt croissant porté aux CP. 
Après isolation de ces produits à partir de prélèvements 
sanguins, les plaquettes sont regroupées dans une petite 
quantité de volume plasmatique [21] et deviennent implan-
tables – plus ou moins facilement selon la forme – sur le 
site à régénérer. La préparation des CP en pratique libé-
rale impose la maîtrise des méthodes de prélèvements 

sanguins et l’utilisation d’une centrifugeuse. De façon 
simple, une prise de sang est effectuée sur le patient au 
début de l’intervention, puis les tubes sont centrifugés 
pour séparer les différentes phases sanguines. Le nombre 
de passages à la centrifugeuse, les tubes de prélèvement, 
la vitesse de rotation et le temps de centrifugation sont 
variables selon le produit à préparer. Les principaux CP uti-
lisés sont le plasma riche en plaquettes (PRP), le plasma 
riche en fibrine (PRF) et le lysat plaquettaire.

LES PRINCIPAUX CONCENTRÉS 
PLAQUETTAIRES
Le plasma riche en plaquettes (PRP)
Le PRP, comme la plupart des autres CP, contient les pla-
quettes de l’échantillon prélevé et une partie de ses glo-
bules blancs [16]. Il contient en moyenne trois à cinq fois 
plus de plaquettes et de facteurs de croissance que le sang 
périphérique [22]. Il s’agit d’un plasma liquide dérivé du 
sang prélevé dans des tubes enrichis en anticoagulants 
(tubes citratés) et isolé selon un protocole de centrifuga-
tion en deux étapes (tableau 1, fig. 1). La première centri-
fugation se fait à basse vitesse (200 g, 7 min) afin d'obtenir 
un surnageant plasmatique pauvre en cellules, une phase 
intermédiaire riche en éléments cellulaires et une phase 
inférieure de globules rouges. La deuxième centrifuga-
tion, plus rapide (2 000 g, 10 min), est menée sur les deux 
premières phases précédentes et permet d’isoler un cail-
lot inférieur de globules rouges résiduels et deux autres 
phases : le plasma pauvre en plaquettes (PPP) en haut et le 
plasma riche en plaquettes (PRP) au milieu [16]. 
Le PPP est pauvre en éléments permettant d’envisager son 
utilisation en régénération tissulaire [23] ; en revanche, 
le PRP possède des propriétés bioactives importantes. 
Selon que son contenu est épuré des globules blancs ou 
pas, il sera appelé P-PRP (Pure-PRP) ou L-PRP (Leucocytes-
PRP) [16]. En fonction des protocoles, la dernière étape 
consiste à activer la gélification de la préparation. L’addition 
de chlorure de calcium ou de thrombine permet en effet de 
lancer la cascade de coagulation. Par exemple, la throm-
bine induit la transformation du fibrinogène en un réseau 
de fibrine possédant des propriétés hémostatiques et adhé-
sives entraînant la gélification du composé. C’est le même 
principe que pour le Tissucol®, traitement sous forme de 
poudre de fibrinogène et de facteurs de la coagulation à 
reconstituer et destiné à favoriser l'hémostase locale. 
Dans les années 2000, le PRP était le principal concentré 
plaquettaire utilisé en odontologie pour la régénération 
osseuse post-extractionnelle et également en association 
avec d'autres biomatériaux minéralisés, sous forme de 
granules, pour le traitement des lésions parodontales [24].  
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Le PRP peut libérer rapidement les facteurs de croissance 
au niveau du site de réparation, se prolongeant jusqu’à 
vingt-quatre heures [25].

Le plasma riche en facteurs de croissance (PRFC)
C’est une méthode plus simple de préparation de PRP. Une 
centrifugation de l’échantillon sanguin (770 g, 8 min) dans 
un contenant enrichi en anticoagulant permet d’isoler cinq 
phases différentes de haut en bas (fi g. 1) : le plasma pauvre 
en facteurs de croissance (PPFC), le plasma contenant des 
facteurs de croissance (PFC), le plasma riche en facteurs de 
croissance (PRFC), le plasma très riche en facteurs de crois-
sance (PTRFC), et une phase de globules rouges [26].
Les quatre premières phases représentent la totalité du 
plasma ; seules les trois phases PFC, PRFC et PTRFC sont 
prélevées à l’aide d’une pipette, car elles revêtent un inté-
rêt majeur en ce qui concerne la disponibilité des facteurs 
de croissance. Elles ont déjà été utilisées en chirurgie orale 
pour favoriser la cicatrisation des tissus durs et des tis-
sus mous après l’intervention [26]. Une fois qu’elles sont 
recueillies, du chlorure de calcium est ajouté. Quelques 
minutes après, un gel, prêt à être utilisé, est obtenu [26].
Actuellement, le recours au PRFC n’est pas priorisé par les 
praticiens qui lui préfèrent d’autres concentrés comme le 
PRF, plus facile à manipuler.

Le plasma riche en fi brine (PRF) 
et ses déclinaisons
Le PRF (également appelé L-PRF pour leucocytes-plasma 
riche en fi brine) est un caillot de fi brine formé en l'absence 
d'anticoagulant lors du protocole de centrifugation [27]. Il 
représente aujourd’hui le concentré de choix en odontolo-
gie/chirurgie orale. Un seul passage dans la centrifugeuse 
est nécessaire pour sa préparation (2 000 g, 10 min) immé-
diatement après le prélèvement sanguin [27,28]. Le caillot 
de PRF se forme au milieu du tube, entre les phases de PPP 
et de globules rouges (fi g. 1) [27]. 

La fi brine extracellulaire naturellement présente dans le 
sang a polymérisé pour créer un réseau tridimensionnel de 
fi bres servant de guide à l’angiogenèse et donc à la régéné-
ration tissulaire (fi g. 2). La matrice de fi brine va libérer pro-
gressivement les plaquettes, les leucocytes et les facteurs 
de croissance. Le taux est maintenu constant pendant envi-
ron dix jours [29]. Le PRF est utilisé sous forme de caillot ou 
de membrane. La méthode a progressivement été préférée 
à celle du PRP en chirurgie orale pour des raisons évidentes 

1. Les différentes techniques d’obtention des concentrés 
plaquettaires. 

Tableau 1 - Protocoles de préparation des principaux 
concentrés plaquettaires.

Anticoagulant g Temps (min)

PRP Oui 1) 200 7

2) 2000 10

PRFC Oui 770 8

L-PRF Non 2000 10

A-PRF Non 500 10

I-PRF Non 110 3

CGF Non 1400 4

PPP : plasma pauvre en plaquettes
PRP : plasma riche en plaquettes
PRF : plasma riche en fi brine
PRFC : plasma riche en facteurs 
de croissance
PTRFC : plasma très riche 
en facteurs de croissance

PPFC : plasma pauvre 
en facteurs de croissance 
PFC : plasma contenant 
des facteurs de croissance
BC : buffy coat
GR : globules rouges

PRFC PRF

PRP

Buffy Coat

1re centrifugation 2e centrifugation

1 centrifugation 1 centrifugation

PRF

PRP

PPP Zone de concentration 
en plaquettes

Culot de GR

PPFC

PFC

PRFC
PTRFC

Culot de GR

PPP

PRF

Culot de GR

PPP

BC  = GB
 + plaquette

Culot de GR
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de simplification du protocole et de la manipulation [14]. Le 
PRF possède également des propriétés bénéfiques favori-
sant l'angiogenèse, la prolifération, la différenciation ou la 
migration cellulaire [14]. 
Les contenus du PRF et du PRP sont, de fait, très similaires, 
et la principale différence entre eux est leur consistance. 
Leurs indications sont également assez similaires, du com-
blement alvéolaire post-extractionnel [30] à la régénéra-
tion osseuse guidée en passant par la gestion des tissus 
mous [14]. 
Le PRF est aussi utilisé en chirurgie endodontique pour 
combler la lésion osseuse péri-apicale (fig. 3a à d) à la fin 
de l’intervention. Chez des patients souffrant de retard de 
cicatrisation potentiel ou avéré, une membrane peut être 
appliquée par-dessus la lésion osseuse pour aider à sta-
biliser le caillot, favoriser le maintien d’un greffon et limi-
ter l’exposition du site chirurgical au milieu buccal. Cette 
membrane peut être réalisée en PRF en positionnant un 
des caillots de fibrine obtenus entre deux plaques de verre 
pour le réduire en un film plus fin (fig. 4a et b). La résis-
tance et les propriétés mécaniques de ces membranes sont 
toutefois inférieures à celles de membranes résorbables 
disponibles sur le marché (manque de rigidité, dégrada-
tion trop rapide) [31]. En revanche, sous forme de caillot, 
le PRF a des propriétés mécaniques plus intéressantes et 
sa résorption est plus lente, de façon similaire à celle d’un 
caillot sanguin [29]. 

Depuis le développement du protocole de constitution du 
PRF, certaines adaptations ont été proposées pour élargir 
la gamme des PRF disponibles, avec comme principales 
modifications des changements au niveau de la vitesse et 
du temps de centrifugation. Si l’échantillon sanguin est cen-
trifugé à très faible vitesse et pendant un laps de temps très 
court (110 g, 3 min), le caillot de fibrine n’a pas complète-
ment le temps de se former et la phase récupérée au centre 
du tube devient injectable : on parle de PRF injectable (ou 
I-PRF) [32]. Si la centrifugation est légèrement plus rapide 
(500 g, 10 min), le caillot commence à se former. Il est plus 
petit que celui du PRF conventionnel mais englobe davan-
tage de globules blancs : c’est le A-PRF (Advanced-PRF) 
[32,33]. Enfin, une centrifugation encore plus rapide mais 
brève (1 400 g, 4 min) permet de générer un concentré de 
facteurs de croissance appelé CGF (concentrated growth 
factors), qui appartient aussi à la famille des PRF [33].

L’isolation plaquettaire par la technique  
du buffy coat
La méthode du buffy coat représente davantage une tech-
nique de préparation et d’isolation des plaquettes qu’un 
dérivé en tant que tel (fig. 1). Une première centrifugation 
à haute vitesse et en présence d’anticoagulant permet l’ob-
tention de trois phases : un culot de globules rouges, une 
phase intermédiaire contenant les plaquettes et les glo-
bules blancs (phase appelée buffy coat) et une phase de 

2. Photographie de trois caillots de PRF 
obtenus après prélèvements sanguins  

et centrifugation chez une patiente, au cours 
d’une intervention.

3. Utilisation de PRF pour le comblement d’une lésion osseuse péri-apicale.  
 a. Lésion osseuse après exérèse kystique sur la 11. b. Mise en place du 

PRF sur le site. c. Incorporation de PRF sous le lambeau. d. Repositionnement  
du lambeau gingival sur le PRF.

a b

dc
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PPP en haut [21]. Après isolation de la couche intermé-
diaire, une centrifugation à plus faible vitesse est appliquée 
pour isoler les plaquettes [21]. 
Une étape de déleucocytation par filtration peut être entre-
prise sur le concentré final pour terminer d’éliminer toute 
trace de globules blancs avant l’utilisation en biomédecine, 
car le taux de globules blancs résiduels est plus impor-
tant avec la technique du buffy coat qu’avec celle du PRP 
par exemple [23]. Grâce à la filtration, ainsi qu’à d’autres 
mécanismes qui peuvent être mis en place comme l’irra-
diation, il est aussi possible de s’assurer que le dérivé pla-
quettaire ne contienne plus d’agent pathogène qui aurait 
pu le coloniser [34]. 
Les méthodes de préparation des différents concentrés pla-
quettaires sont regroupées dans le tableau 1 et la figure 1.

Les lysats plaquettaires (LP)
Il s’agit du produit obtenu à partir des concentrés plaquet-
taires après destruction de la membrane plasmique des 
plaquettes qu’ils contiennent. Le contenu du cytoplasme, 
c’est-à-dire les facteurs de croissance, les molécules de 
fibrinogène, les cytokines et autres protéines, est libéré 
et directement accessible. Pour générer du LP, différentes 
méthodes existent : une supplémentation en thrombine 
pour initier la dégranulation des thrombocytes, des cycles 
d’ultrasons ou des congélations-décongélations succes-
sives pour lyser les membranes cellulaires [23]. 
Aucune séparation n'est nécessaire avant l'utilisation du 
lysat, même si une nouvelle centrifugation (220 g, 10 min) 
est possible pour éliminer les débris cellulaires [35]. La 
fibrine, déjà retrouvée dans les concentrés plaquettaires 
avant la lyse des thrombocytes, voit sa concentration aug-
menter dans le lysat, car une importante quantité était 
enfermée dans les cellules. 

Peu communément retrouvés en pratique clinique cou-
rante, les LP sont en revanche plus largement utilisés en 
recherche in vitro comme supplément de milieu de culture 
cellulaire [36]. Ils sont de plus en plus préférés aux produits 
xénogéniques (Sérum de veau fœtal – SVF – par exemple), 
limitant ainsi la transmission de pathogènes [37]. De 
multiples types cellulaires comme les cellules stromales 
mésenchymateuses [38], fibroblastes [39,40], les cellules 
endothéliales [41], les ostéoblastes [42], les myoblastes 
[43] ou encore les kératinocytes [44], présentent de hauts 
degrés de prolifération et de différenciation quand ils sont 
cultivés dans des milieux enrichis en LP. 
In vivo, le recours à la greffe de produits issus des lysats 
plaquettaires est particulièrement étudié sur des modèles 
de cicatrisation cutanée [45]. Parfois directement appliqué 
sur le site à traiter, il peut aussi être associé à des bioma-
tériaux porteurs qui facilitent sa manipulation, prolongent 
son relargage [46-49] et ouvrent la voie à son utilisation 
dans d’autres contextes pathologiques (infarctus du myo-
carde [50,51], maladie de Parkinson [52]…). 
Dans le cadre de l’odontologie, la perspective d’une utili-
sation en parodontite a déjà donné des résultats encoura-
geants sur modèle murin [53,54], puisque des auteurs ont 
dégagé un effet positif de son implantation, en association 
notamment avec des ciments de phosphate de calcium.
Cliniquement, leur utilisation se cantonne pour l’instant à 
des études chez l’Homme pour des pathologies inflamma-
toires chroniques, par exemple sur des plaies cutanées et 
tissulaires [27,55] ou même des mucosites [56]. 
Dans ce dernier cas, sept patients ont été traités pour une 
inflammation gingivale à l’aide d’une formulation muco-
adhésive à base de lysat plaquettaire et six d’entre eux 
ont montré une réponse favorable au traitement. L’intérêt 
de ces lysats plaquettaires réside dans la disponibilité 

4. Constitution  
d’une membrane  

de PRF (a).  
Recouvrement d’alvéoles 
post-extractionnelles 
chez un patient souffrant 
d’ostéogenèse imparfaite 
et ayant reçu un traitement 
par biphosphonates (b).

a b
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Résumé 
         Face à des pertes de substance osseuse de grande étendue dépassant les capacités 
naturelles de régénération de l’os natif, aucune solution thérapeutique, qu’il s’agisse de l’os 
autologue ou du l’utilisation de substituts osseux, n’est à ce jour pleinement satisfaisante, en 
particulier par l’absence de cellularisation du substitut et de sa vascularisation. La création d’un 
substitut osseux pré vascularisé en ingénierie tissulaire osseuse pourrait dépasser ces limites et 
autoriser une régénération tissulaire osseuse de qualité, favorisée par une vascularisation du 
greffon. 
          Notre projet visait à développer ce substitut osseux pré vascularisé en combinant un 
biomatériau associant éponge de collagène et hydrogel d’alginate enrichi en hydroxyapatite 
(HA) et colonisé par des cellules souches mésenchymateuses de la pulpe dentaire (CSM-PD).  
          La première partie de notre travail a permis de préciser les conditions environnementales 
pouvant être choisies pour l’utilisation des CSM-PD en ingénierie tissulaire osseuse, telles que 
la densité d’ensemencement, la teneur en glucose de l’environnement et le choix de 
nanovecteurs. Nous avons mis en lumière que les CSM-PD n’étaient pas impactées d’une part 
par des nanoliposomes de lécithine de colza (utilisables pour la vectorisation de molécules 
bioactives), et d’autre part qu’une faible teneur en glucose pouvait induire une différenciation 
ostéogénique de façon aussi performante qu’une forte teneur en glucose. La deuxième partie de 
notre travail a consisté en l’ensemencement des CSM-PD au sein de notre biomatériau innovant 
associant éponge de collagène et hydrogel d’alginate enrichi en HA. Nous avons observé une 
potentialisation des capacités de colonisation des biomatériaux et de la différenciation 
ostéogénique des CSM-PD et mis en évidence la présence de précurseurs de cellules 
endothéliales-like. 
          Ces résultats encourageants mettent en lumière le potentiel d’utilisation des CSM-PD 
combinées à un biomatériau combinant collagène et hydrogel d’alginate enrichi en HA pour      
l’ingénierie osseuse pré-vascularisée. 
 
Mots clés : ingénierie tissulaire osseuse, cellules souches mésenchymateuses de la pulpe 
dentaire, collagène, hydroxyapatite, alginate, hydrogel. 
 
Abstract 
          Critical-size defects overcome the natural ability of the bone tissue to heal. Currently, all 
the therapeutics including autologous grafting are facing limitations. The answer could be 
provided by bone tissue engineering with the creation of a prevascularized bone substitute that 
could allow both revascularization of the graft and new bone formation.  
          Our project aimed to develop this prevascularized bone substitute by combining dental 
pulp stem cells (DPSCs), and collagen matrix enriched with alginate and HA hydrogel.  
          First, we highlighted the preferred experimental condition for the use of DPSCs in bone 
tissue engineering. We showed that DPSCs are not affected by lecithin rapeseed nanoliposomes 
(which can be used for the vectorization of bioactive molecules), and that a low glucose 
concentration can induce osteogenic differentiation as effectively as a high glucose 
concentration. Then, we seeded DPSCs in biomaterials composed of collagen matrix with 
alginate and HA hydrogels and obtained both osteogenic differentiation and endothelial-like 
cells in our constructs. We also showed that alginate/HA hydrogel had a booster effect on the 
cellular colonization and differentiation in our biomaterials compared to collagen alone. 
          These encouraging results highlight the potential of DPSCs combined with a collagen 
and alginate-HA hydrogel composite construct in prevascularized bone tissue engineering.  
 
Key words: bone tissue engineering, dental pulp stem cells, collagen, hydroxyapatite, alginate, 
hydrogel.  
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