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La perte ou le dysfonctionnement d’un tissu suite à une blessure, une maladie ou une 

malformation, constitue l’un des problèmes les plus coûteux et les plus dévastateurs pour les 

systèmes de santé. A ces pathologies viennent s’ajouter les conséquences d’une augmentation 

de l’espérance de vie. En effet, le vieillissement progressif de la population engendre une 

émergence des affections des tissus squelettiques. En conséquence, il existe un besoin 

considérable et grandissant de solutions thérapeutiques capables de régénérer ou de remplacer 

des tissus lésés. A titre d’exemple, plus de trois millions de procédures visant à remplacer les 

tissus musculosquelettiques sont réalisées chaque année aux Etats-Unis (1) 

 Les approches thérapeutiques classiquement utilisées pour soulager l’invalidité liée à la 

perte d’os et de cartilage sont les greffes de tissus osseux et cartilagineux, ainsi que la pose de 

prothèses articulaires.  Bien que ces thérapies aient montré leur efficacité, elles souffrent de 

nombreuses limites telles que le manque de tissu donneur, le rejet et le risque d’infection dans 

le cas de greffes allogéniques et de prothèses (2,3). De plus, les tissus squelettiques, comme 

par exemple l’os, sont en perpétuel remodelage et répondent aux changements physico-

chimiques, bio-chimiques et mécaniques de l’organisme. Des rôles que des prothèses 

purement non-biologiques sont incapables d’accomplir. Ces limitations combinées au manque 

de tissus donneurs et d’organes disponibles pour la transplantation ont conduit à un effort 

pluridisciplinaire pour développer des solutions thérapeutiques alternatives. Parmi celles-ci, le 

champ émergeant de l’ingénierie tissulaire promet une amélioration des thérapies des tissus 

squelettiques, en développant des substituts biologiques aux tissus osseux et cartilagineux. 

Cette nouvelle approche est basée sur un concept relativement récent situé au carrefour des 

sciences du vivant (thérapie cellulaire) et des sciences de l’ingénieur (développement de 

biomatériaux) avec pour objectif le maintien, l’amélioration ou le remplacement de tissus 

fonctionnels (4). Dans son approche la plus classique, l’ingénierie tissulaire combine des 

cellules avec des matrices artificielles de soutien, d’origines naturelles et/ou synthétiques.  
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Diverses constructions à base de polymères naturels sont étudiées pour la réalisation de 

matrices extracellulaires artificielles en ingénierie tissulaire de l’os et du cartilage, parmi 

lesquels les alginates (5,6), les collagènes, les dérivés cellulosiques (7), le dextrane (8). Mais 

également des composés appartenant à la famille des glycosaminoglycanes mimétiques 

comme l’acide hyaluronique (9-11) et la chondroïtine sulfate (12). Les  polymères naturels 

sont des composés très attractifs car ils possèdent une structure proche des composants de la 

matrice extracellulaire. Ils sont ainsi biocompatibles et biodégradables. Cependant, une 

matrice idéale doit répondre à un cahier des charges strict avec des caractéristiques 

mécaniques, biologiques et structurales proches du tissu natif. La matrice doit également 

pouvoir être stérilisée, sans que ses propriétés ne soient altérées. Actuellement, aucune 

matrice à base de ces polymères ou par la combinaison d’entre eux ne réunit ces 

caractéristiques. Dans ce contexte, il est donc intéressant d’explorer d’autres polymères 

d’origines naturelles. Ils sont susceptibles d’apporter de nouvelles propriétés, pour créer de 

nouvelles matrices, ou pour les combiner à des matrices existantes.  

En ce sens, ces 40 dernières années, les plantes et les organismes marins ont été le centre 

d’intérêt des industries pharmaceutiques pour le développement de molécules bioactives. Des 

polysaccharides extraits d’algues comme les alginates, les carraghuénanes, l’agarose et l’agar 

ainsi que ceux dérivés des exosquelettes d’animaux comme la chitine et son dérivé, le 

chitosane, sont largement étudiés pour la réalisation de matrice artificielle en ingénierie 

tissulaire de l’os et du cartilage (13,14). A cela s’ajoute la découverte des sources 

hydrothermales profondes, qui ont permis de mettre en évidence la présence de 

microorganismes parfaitement adaptés à cet environnement et capables de produire des 

polysaccharides extracellulaires atypiques. L’Ifremer (Institut français de recherche pour 

l’exploitation de la mer) a isolé à partir de différents prélevements lors de campagnes 

océanographiques, des bactéries à coloration gram négatif. Une bactérie mésophile nommée 



Introduction 

9 

 

Vibrio diabolicus issue du prélevement HE800, est capable de sécréter un exopolysaccharide 

(EPS) en condition de laboratoire. La séquence répétitive de cet EPS est un tétrasaccharide 

qui présente une homologie de structure avec l’acide hyaluronique (15,16). Ce polysaccharide 

de haute masse (7,4.105 g/mol), a été étudié sous sa forme native dans une étude in vitro. 

Cette étude a montré qu’un matériau recouvert d’EPS HE800 favorise l’adhésion 

d’ostéoblastes. Une autre étude in vivo a montré après implantation de ce polysaccharide dans 

des défauts de calvarias de rats, que l’os était réparé dans son intégrité, sans induire de 

réaction inflammatoire (17). Une autre bactérie mésophile isolée du prélevement GY785,  

appartenant au genre Alteromonas et à une nouvelle éspèce infernus est aussi capable de 

sécréter un EPS. Cet EPS est légèrement sulfaté et sa séquence répétitive est un 

nonasaccharide branché de haute masse (1,5x106 g/mol) (15,18). Des dérivés de faible masse 

molaire issus de ce polysaccharide ont montré des propriétés anticoagulantes (19) et des 

propriétés proangiogéniques. Les EPS HE800 et GY785 sont par la nature de leurs unités 

osidiques des glycosaminoglycanes mimétiques. En effet, ils possèdent des groupements 

anioniques de type carboxylate et/ou sulfate pouvant interagir avec les groupements 

cationiques de protéines telles que des facteurs de croissance, des cytokines et des molécules 

d’adhésion cellulaire (20). De cette façon, ces molécules sont susceptibles de générer un 

réservoir de protéines au sein de la matrice avec un rôle clé dans les mécanismes d’adhésion, 

de croissance et de différenciation cellulaire. Pour finir, ces deux EPS sont hydrophiles, de 

masse moléculaire élevée et dotés de hautes propriétés rhéoépaississantes (21).   

Par ailleurs, un hydrogel injectable auto-réticulant en fonction du pH et à base d’éther de 

cellulose (HPMC-Si) a fait l’objet de nombreuses études pour des applications en ingénierie 

tissulaire de l’os et du cartilage (22-24). En effet, des études antérieures ont montré la 

biocompatibilité et la capacité de cet hydrogel d’HPMC-Si à maintenir le phénotype de 

chondrocytes cultivés en trois dimensions et à maintenir des granules de phosphate de calcium 
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dans un défaut osseux. Toutefois, les propriétés mécaniques et la bioactivité de cet hydrogel 

composé à 90% d’eau restent faibles pour les applications visées. 

L’objectif principal de la thèse était d’évaluer le bénéfice des EPS d’origine marine 

HE800 et GY785 du point de vue mécanique et biologique, en les associant à un hydrogel de 

cellulose.   

Dans une première partie bibliographique, la composition de la matrice extracellulaire 

ainsi que le rôle attribué aux glycosaminoglycanes seront décrits, de façon à présenter les 

bases nécessaires aux différentes approches de ce travail. Ensuite, les méthodes actuellement 

employées pour réparer une lésion du tissu osseux et cartilagineux ainsi que leurs limites 

seront présentées, amenant au développement de l’ingénierie tissulaire. Les principes de 

l’ingénierie tissulaire seront exposés pour ensuite focaliser sur le composant biomatériau. Les 

critères requis pour la réalisation d’une matrice idéale seront décrit. Les matrices les plus 

étudiées en ingénierie tissulaire de l’os et du cartilage seront ensuite exposées. Cette partie se 

terminera par la présentation des polysaccharides marins, leur origine, leur mode d’obtention 

ainsi que les activités biologiques qui leur sont attribuées à ce jour.  

   La deuxième partie présentera les travaux portant sur l’impact de différents modes de 

stérilisation sur les EPS HE800 et GY785 de haute masse. En effet les polysaccharides de 

faible masse peuvent aisément être débarrassés d’agents contaminants par filtration, ce qui 

n’est pas applicable dans le cas des polysaccharides de haute masse. De plus, du fait de leurs 

applications à visés médicales, il nous est apparu primordial de définir un mode de 

stérilisation de ces polysaccharides n’altérant pas ou peu leur structure avant de débuter notre 

étude. Déterminer un mode de stérilisation adéquat s’avère complexe du fait de la sensibilité 

des polysaccharides à la chaleur et à l’humidité. L’objectif de cette étude était de comparer 

quatre modes de stérilisation : (i) oxyde d’éthylène, (ii) rayons α, (iii) β ainsi qu’une 
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stérilisation au (iv) plasma froid et de définir celui ou ceux engendrant les plus faibles 

modifications. Les résultats de ce chapitre seront présentés sous la forme d’un article intitulé 

« Sterilization of exopolysaccharides produced by deep-sea bacteria : impact on their stability 

and degradation » soumis à « Marine drugs » dans lequel les résultats seront discutés. 

La troisième partie décrira les travaux réalisés sur la préparation d’une matrice innovante 

associant les EPS marins HE800 et GY785 avec une matrice d’hydroxypropylméthyl 

cellulose sur laquelle sont greffés des groupements silanes (HPMC-Si). Les caractéristiques 

physico-chimiques des matrices générées ont été évaluées, ainsi que leurs caractéristiques 

biologiques à l’aide de lignées ostéoblastique et chondrogénique. Les résultats de ce travail 

seront présentés sous la forme d’un article intitulé « An in vitro study of two GAG-like 

polysaccharides as compounds of injectable hydrogel for bone and cartilage tissue 

engineering » soumis au journal « acta biomaterialia ». Ce travail a permis de générer deux 

matrices, l’une supplémentée avec le polysaccharide marin HE800 et une seconde 

supplémentée avec le polysaccharide marin GY785.  

La quatrième partie de cette thèse portera sur l’étude plus approfondie de la matrice 

composée d’HPMC-Si et de l’EPS GY785 natif de haute masse pour la culture 

tridimensionnelle de chondrocytes. Les résultats présentés porteront sur le comportement de 

chondrocytes articulaires primaires de lapin cultivés en trois dimensions dans cette matrice 

dans un modèle in vitro puis un modèle in vivo. Les résultats de ce travail sont présentés sous 

la forme d’un article intitulé « A self-setting hydrogel mechanically reinforced with a marine 

exopolysaccharide as a scaffold for cartilage tissue engineering » soumis au journal 

biomaterials.  

Une conclusion générale sur les travaux réalisés au cours de cette thèse et les perspectives 

de ce travail termineront ce manuscrit.  
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I. La matrice extracellulaire 

   Les cellules de tous les tissus de l’organisme requièrent la présence d’un environnement 

extracellulaire précis pour leur support, leur survie et leur régulation. Cet environnement 

nommé matrice extracellulaire (MEC) est constitué d’un entrelacement complexe de 

molécules, agencées de façon précise pour générer un réseau tridimensionnel unique à chaque 

tissu.   

Au départ la MEC était considérée comme un substrat inerte, jouant le rôle de support des 

cellules, avec pour seule fonction de donner au tissu son architecture. Par la suite, avec 

l’évolution des techniques et des recherches, il a été montré que la MEC joue un rôle 

beaucoup plus complexe avec une fonction instructive en plus des fonctions structurales qui 

lui était attribuées (25). En effet, les cellules contenues dans la MEC sont capables de 

percevoir des facteurs cellulaires intrinsèques capables de réguler leur devenir, mais 

également des signaux extrinsèques au contact de la MEC environnante, capables de les 

guider vers des voies de développement bien définies (26,27).  

La MEC peut être découpée en deux parties, une partie structurale et une partie 

fonctionnelle. La partie structurale assurant la charpente de la matrice extracellulaire est 

composée de protéines fibreuses (collagènes, fibronectine, laminines, vitronectine et élastine) 

responsables de la structure et des propriétés mécaniques de celle-ci. Les interstices de cette 

structure primaire sont enchâssés dans une matrice fondamentale constituée de protéoglycanes 

et de glycosaminoglycanes (GAG), qui constituent la partie fonctionnelle. Cet environnement 

complexe est capable de transmettre des signaux biochimiques aux cellules (28) mais 

également de séquestrer des facteurs morphogènes comme des facteurs de croissance, de 

petites intégrines liant des glycoprotéines et des protéines matricellulaires. Ces protéines ont 

des rôles dans la modulation des processus cellulaires d’adhésion, de migration, de 

prolifération et de différenciation, mais également d’expression de gènes impliqués dans la 
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cicatrisation(29). En réponse à ces signaux, s’ajoute un remodelage constant de la MEC par 

les cellules qu’elle contient, assurant un équilibre entre anabolisme et catabolisme. Les 

principales fonctions attribuées à la MEC sont résumées sur la Figure 1. 

 

Substrat d’adhésion 
cellulaire Définit la structure

Présente les facteurs 
de croissance à 
leurs récepteurs

Séquestre les facteurs de 
croissances

Perçoit et 
transmet les signaux

mécaniques

Substrat d’adhésion 
cellulaire Définit la structure

Présente les facteurs 
de croissance à 
leurs récepteurs

Séquestre les facteurs de 
croissances

Perçoit et 
transmet les signaux

mécaniques  

Figure 1 : Résumé des fonctions associées à la matrice extracellulaire. 

  Modifié d’après (30) 

 

La MEC doit être vue comme une structure complexe et dynamique remplie de signaux 

qui peuvent agir dans l’espace et le temps sur le devenir cellulaire. La MEC peut ainsi 

influencer le remodelage du tissu (31). Il existe un dialogue constant entre la MEC et les 

cellules (Figure2). 
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Les sous chapitres suivants décrivent en détail les principaux constituants de la MEC. 

Nous verrons ensuite de quelles façons cet environnement complexe peut influencer le 

devenir cellulaire.  

I.1. Protéines structurales de la matrice extracellulaire 

 I.1.1.  Les collagènes  

� Synthèses et fibrillogenèses 

Le collagène constitue la protéine la plus importante de par son abondance dans 

l’organisme, sa capacité à absorber les forces de tensions dans les tissus et à en définir leur 

forme. Actuellement on dénombre 28 types de collagènes différents pouvant être impliqués 

dans l’adhésion et la migration cellulaires, le cancer, l’angiogenèse ainsi que la morphogénese 

tissulaire et sa réparation (32). 

Il est constitué d’une structure primaire composé de la succession d’un triplet d’acide 

aminé (Gly-X-Y)n où X est le plus souvent une proline et Y une hydroxyproline (33). Il en 

résulte une hélice α de procollagène de pas gauche qui en interagissant avec deux autres 

hélices de procollagène au niveau C-terminal forme une triple hélice de pas droit. Cette 

Figure 2 : Schématisation de l’interaction cellules-matrice extracellulaire / matrice 

extracellulaire-cellules 
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structure primaire se replie pour donner naissance à une structure secondaire puis tertiaire 

donnant naissance à un trimère de procollagène. Ce procollagène est caractérisé par un 

domaine N et C terminal globulaire n’exhibant pas les structures répétitives Gly-X-Y. Le 

clivage des domaines N et C par des protéinases permettent la libération de la molécule de 

tropocollagène, capable de s’associer en fibrilles (Figure 3). L’agrégation des molécules de 

tropocollagènes ou fibrillogenèse se réalise spontanément dans l’espace extracellulaire.  

 

 

Figure 3: Biosynthèse du collagène fibrillaire. 

 Modifié d’après (34) 

           

� Rôle des collagènes 

La structure créée par le collagène est responsable de la résistance mécanique à 

l’étirement de la MEC. En plus de son rôle structural, le collagène joue des rôles dans 

l’adhésion cellules-MEC et la migration cellulaire. Bien que ces rôles soient surtout remplis 
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par d’autres glycoprotéines de la MEC (par exemple la fibronectine) dans le tissu sain, ces 

rôles deviennent beaucoup plus critiques lors de la réparation tissulaire. En effet, la 

dégradation des fibres de collagènes, causée par des protéases (collagénases, gélatinases) ou 

par la chaleur, rend disponible des sites de reconnaissance pour les intégrines précédemment 

inaccessibles ou inefficaces pour l’interaction avec celles-ci. Le collagène dénaturé est donc 

un signal important de dommage cellulaire(35). La structure du collagène permet de lier des 

récepteurs, d’autres protéines, des glycosaminoglycanes et des acides nucléiques  (36). 

 I.1.2. La fibronectine et les laminines  

La fibronectine (FN) joue un rôle important dans l’attachement des cellules à leurs 

substrats ainsi que dans leurs mouvements et leur différenciation (37,38). Il existe différentes 

formes de fibronectine, correspondant aux différentes formes d’épissage alternatif du 

précurseur d’ARN messager. On trouve le long de la molécule de fibronectine différentes 

séquences pouvant être reconnues par les intégrines cellulaires et responsables de l’adhésion. 

Il s’agit de motifs RGD (Arg-Gly-Asp), RGDS (Arg-Gly-Asp-Ser), LDV (Leu-Asp-Val) and 

REDV (Arg-Glu-Asp-Val) (39). Il existe d’autres domaines à la surface de la fibronectine 

capable d’intéragir avec des molécules de la MEC comme les collagènes, la fibrine, l’héparine 

etc. En conséquence, la fibronectine peut  simultanément se lier à la cellule et à d’autres 

molécules de la MEC.  

La laminine est une famille de glycoprotéines qui constitue après le collagène, le 

composant majeur de la lame basale. Comme la fibronectine, la laminine peut exister sous 

différentes formes, qui sont toutes le produit de gènes étroitement liés. Cette protéine est 

caractérisée par une haute affinité de liaison pour la surface cellulaire, ainsi que pour 

l’héparine et le collagène de type IV. De la même façon, la molécule de laminine présente des 

motifs d’adhésion RGD spécifiques avec d’autres séquences PDSGR, YIGSR et IKAV qui 
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sont des séquences capables de reconnaître et de lier des récepteurs de la surface cellulaire 

(40). De façon intéressante, la laminine possède des sites de reconnaissance pour certains 

facteurs de croissance, qui sont disponibles pour la cellule seulement au moment de leur 

dégradation. Ces domaines sont des peptides EGF-like et peuvent stimuler la prolifération et 

la différenciation cellulaire (41).  

I.2. Composants fonctionnels 

 I.2.1. Les Protéoglycanes 

Les protéoglycanes (PGs) sont des glycoprotéines hydrophiles à localisation 

extracellulaire, membranaire ou intracellulaire, constituées d'une protéine appelée « core 

protein » sur laquelle sont greffées des chaînes polyosidiques dénommées 

glycosaminoglycanes (GAGs) (Figure 4). Les protéoglycanes sont généralement nommés 

d’après le GAG le plus abondant (Figure 5).  

Acide hyaluronique Chaînes
saccharidiques

Core
protéique

Protéoglycane

50 µm

Acide hyaluronique Chaînes
saccharidiques

Core
protéique

Protéoglycane

50 µm

 

Figure 4 : Agrégats de proteoglycanes  liés par une molécule d’acide hyaluronique. 

D’après (42) 
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� Fonction des protéoglycanes 

Les protéoglycanes peuvent interagir aussi bien via la protéine axiale que par les chaînes 

polysaccharidiques. La protéine axiale est principalement responsable de la localisation du 

protéoglycane dans la matrice, alors que les GAGs sont capables d’agir via leurs interactions 

avec des facteurs de croissances  (43,44). Ils règlent ainsi de nombreuses activités cellulaires 

(prolifération, différenciation, adhérence, migration) et participent au contrôle de l'activité, de 

la biodisponibilité et de la stabilité des facteurs de croissances par des mécanismes qui 

régissent leur biodisponibilité (crinopexie) (45,46). Ces multiples fonctions peuvent être 

exploitées à des fins thérapeutiques. Ainsi, l'activité anticoagulante de l'héparine est depuis 

longtemps utilisée. En outre la participation à l’assemblage et la disponibilité de molécules 

dans la matrice extracellulaire, les protéoglycanes possèdent des propriétés hautement 

hydrophiles qui confèrent une hydratation et une résistance aux forces compressives de la 

MEC. 

    I.2.2. Les Glycosaminoglycanes 

 

Les GAGs sont des molécules linéaires, chargées négativement avec un poids moléculaire 

pouvant aller de 10 à 100 kDa. La structure des GAGs est basée sur la répétition d’unités 

disaccharidiques dont l’un des sucres est un acide uronique (acide D-glucuronique ou son 

épimère l’acide L-iduronique) et l’autre un sucre aminé (glucosamine qui est soit N-acétylée 

ou N-sulfatée ou galactosamine qui est toujours N-acétylée) (20). De là, les GAGs diffèrent 

selon le type d’hexose, d’hexosamine, ou d’unité hexuronique qu'ils contiennent ainsi que par 

la nature de la liaison glycosidique qui lie ces unités. Selon la nature des oses et la façon dont 

les disaccharides sont reliés entre eux, les GAGs peuvent être classés en cinq familles qui 

vont être détaillées.  
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� L’acide hyaluronique (AH)  

L’AH est le seul GAG non sulfaté. Il est constitué de la répétition d’un disaccharide composé 

d’un acide D-glucuronique et d’une D-glucosamine N-acétylée. Il est synthétisé sous la forme 

d’une longue chaîne linéaire chargée négativement et de longueur variable. Malgré sa 

composition chimique relativement simple, on lui attribue un rôle fonctionnel important 

pendant la morphogenèse embryonnaire, la régénération cellulaire et la cicatrisation (47-50). 

L’AH est un polysaccharide hautement hydrophile qui possède une viscosité élevée et est 

capable de retenir de grandes quantités d’eau. De par ce fait, il joue un rôle important dans 

l’homéostasie et l’intégrité tissulaire (51). L’AH interagit avec les PGs dans le cartilage 

articulaire, mais également avec d’autres molécules importantes pour l’assemblage de la 

matrice extracellulaire (49).  

� Les chondroïtines sulfates (CS)  

L'unité disaccharidique de base des chondroïtines sulfates est constitué d’un acide D-

glucuronique et d’une D galactosamine N-acétylée sulfatée en C4 et/ou C6. Les chondroïtines 

sulfates sont des composants de la matrice du cartilage. EIles ont pour objectif de maintenir la 

pression osmotique en absorbant l’eau afin de maintenir une hydratation constante de ce tissu. 

De plus, elles protègent le tissu cartilagineux contre les réactions enzymatiques et contre les 

dommages dus aux radicaux libres. Dans le cartilage les chondroïtines sulfates contribuent à 

la flexibilité et à l’élasticité du tissu.  

� Les dermatanes sulfates (DS) 

Les dermatanes sulfates (DS) sont des polyisomères de la chondroïtine-4-sulfate. On peut 

ainsi les trouver sous le nom de chondroïtine sulfate B. Ils divergent par l’épimérisation de 

l’acide D-glucuronique en acide L-iduronique. Cette épimérisation permet d’apporter une 
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spécificité de reconnaissance des DS avec leurs acteurs protéiques. Certaines interactions sont 

possibles avec les DS alors qu’elles sont impossibles avec les CS (52,53). 

� Les kératanes sulfates (KS) 

Les kératanes sulfates se distinguent des autres GAGs par une unité disaccharidique répétitive 

constituée d’un D-galactose parfois sulfaté en C6 et d’une D-glucosamine N-acétylée et 

sulfatée en C6. Ils sont classés en trois classes selon la nature de leur acide aminé de liaison 

au niveau du core protéique (une asparagine, une sérine ou une thréonine) (54) et noté KS de 

type I, II ou III. Les KSI sont retrouvés en majorité dans la cornée et les KSII et III sont en 

majorité retrouvés dans les tissus conjonctifs lâches.  

� Les héparines et héparanes sulfates (HS) 

Les héparines et héparanes sulfates sont ubiquitaires dans ou à la surface des cellules de 

l’organisme (55). La principale différence entre les héparines et les héparanes sulfates est la 

nature de leur core protéique. L’héparane sulfate est extracellulaire alors que l’héparine est 

uniquement intracellulaire. Les héparines et héparanes sulfates présentent des rapports en 

groupements N-acétylés/groupements O-sulfatés différents. En effet les héparanes sulfates 

contiennent un taux plus élevé de glucosamines N-acétylés et sont plus sulfatés que l’héparine 

(56). L'héparine quant à elle est stockée exclusivement dans des mastocytes, tandis que les HS 

sont exprimés à la surfaces des cellules et dans la MEC, comme une partie des PG (57). Les 

HS sont rarement sous forme libre, mais en liaison avec divers cores protéiques pour former 

les protéoglycanes à héparanes sulfates (HSPGs). Les protéoglycanes présentant des chaînes 

HSPGs sont de trois types. Les deux groupes principaux d’HSPGs à la surface cellulaire 

inclus les syndécanes et les glypicanes. Ils fournissent une partie importante des sucres 

présents à la surface cellulaire et sont impliqués dans la signalisation des cellules au niveau de 
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l’interface cellule-MEC. Les perlécanes quant à eux constituent le troisième groupe de 

protéoglycanes à HS et sont principalement sécrétés dans la MEC (58). Les héparanes sulfates 

sont les membres de la famille des GAGs possédant la plus grande diversité structurale, due à 

la nature polymorphique des séquences hautement sulfatés de leurs chaînes. 

 

Unité 
disaccharidique

Héparine et héparane sulfate

1) Acide glucuronique/ iduronique
2) N-acétylglucosamine

Chondroitine sulfate

1) Acide glucuronique
2) N-acétylgalactosamine

1) Acide glucuronique/ iduronique
2) N-acétylgalactosamine

Dermatane sulfate

Kératane sulfate

1) Galactose
2) N-acétylglucosamine

1                                2

1) Acide glucuronique
2) N-acétylglucosamine

Acide hyaluronique

IdoA-2SO4

GlcA-2SO4

GlcNac-
3,6SO4

GalNac-4SO4

GalNac-6SO4

GalNac-4,6SO4

IdoA-2SO4

GalNac-4SO4

GalNac-6SO4

Gal-6SO4

GalNac-6SO4

Pas de 
sulfatation

Position des 
sulfatations

Poids moléculaire 
approximatif (Da)

15.000

25.000

35.000

10.000

1.000.000

 

Figure 5 : Sous-unités disaccharidiques des différentes familles de GAGs. 

D’après (59) 

I.3. La matrice extracellulaire du cartilage et de l’os 

Les tissus cartilagineux et osseux sont deux types de tissus conjonctifs formant la 

charpente du squelette. Ces deux tissus conjonctifs présentent une structure histologique 

similaire. En effet, le développement des tissus cartilagineux et osseux est lié, car la plupart 

du tissu osseux du squelette dérive du cartilage par des mécanismes d’ossification. La 



Chapitre 1:   Etude bibliographique 

23 

 

substance fondamentale de ces deux tissus comprend des protéoglycanes, des glycoprotéines 

de structure ainsi que des substances synthétisées par les cellules. Les cellules sont propres à 

chaque tissu conjonctif. Les chondrocytes et les ostéoblastes, respectivement pour le cartilage 

et l’os, produisent et sécrètent la substance fondamentale et les fibres de collagènes formant 

ainsi la matrice extracellulaire (MEC). Dans le tableau 1 sont regroupées les molécules 

majoritairement présentes au sein de l’os et du cartilage articulaire. Les composants 

principaux de la MEC du cartilage et de l’os seront ensuite détaillés.  

 

 

 

 

I.3.1. La matrice extracellulaire du cartilage  

Le cartilage articulaire, tissu conjonctif de soutien, est non vascularisé et non innervé. Il 

est composé d’une matrice extracellulaire (MEC) abondante contenant des fibres de 

collagènes et des protéoglycanes entourant un seul type de cellules, les chondrocytes. Le 

cartilage articulaire, de par sa composition et sa structure, est capable de transmettre, de 

 PGs GAGs Collagènes Protéines non-
collageniques 

     Cellules 

MEC du 
cartilage 

Aggrecane AH 
CS 
KS 

Types II, IX 
and XI 

COMP (cartilage 
oligomeric protein) 
CMP (cartilage 
matrix protein)  
Fibronectine 
Decorin (PG-S2) 
Biglycan (PG-S1) 
Link protein 

Chondrocytes 

MEC de l’os  CS 
HA 
Heparane 
sulfate 

Type I, III, V 
and XII 

OCN (Osteocalcin), 
OPN (Osteopontine) 
BSP (bone  
sialoproteins) 
Osteonectin 

Osteoblastes, 
Osteocytes, 
Osteoclastes 

Tableau 1 : Principaux constituants de la matrice extracellulaire de l’os et du cartilage 
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distribuer et d’amortir les charges importantes transmises lors de la mobilisation des 

articulations. 

La MEC du cartilage articulaire se compose d’un réseau de fibres de collagène, qui 

constitue la trame fibrillaire, baignant dans une substance fondamentale composée 

essentiellement de protéoglycanes et d’eau. La MEC du cartilage est donc principalement 

constituée de fibres de collagènes, hétérotrimère de collagène de type II, IX et XI, dans 

lesquelles sont enchâssés des protéoglycanes comme l’agrécane (Figure  6). 

 

Figure 6 : Matrice extracellulaire du cartilage. 

Modifié d’après (60) 
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Les collagènes : 

Les fibres de collagènes composant le cartilage articulaire sont un hétérotrimère de 

collagène II, IX et XI. Au sein de cet hétérotrimère, le collagène de type II est majoritaire, 

faisant de ce collagène un marqueur phénotypique du cartilage articulaire. Le cartilage 

articulaire contient également d’autres types de collagènes mais en quantités moins 

importantes. Il s’agit des collagènes collagènes I, III, VI, X, XIII et XIV (61). 

Les protéoglycanes 

Les protéoglycanes (PG), macromolécules dont le poids moléculaire est compris entre 

6x104 et 4x106 Da, représentent 22 à 28 % du poids sec du cartilage articulaire adulte. Dans la 

MEC du cartilage articulaire, les GAGs, à l’exception de l’acide hyaluronique (AH), sont 

souvent substitués par des groupements sulfates. 

L’agrécane est le PG majeur du cartilage articulaire, il représente 90% des PGs du 

cartilage. L’agrécane est un large agrégat moléculaire contenant plus d’une centaine de 

chaînes de CS et 50 chaînes de KS liées de façon covalente à la protéine axiale (62). Dans le 

cartilage, l’agrécane est associé à l’acide hyaluronique (AH) et à une petite glycoprotéine de 

liaison ou "link protein" pour former de larges agrégats (63). (Figure 7) 

La présence de fortes concentrations de GAG polyanioniques, entraîne la formation d’une 

pression osmotique élevée, ce qui permet de retenir de grandes quantités d’eau dans le 

cartilage articulaire (64). L’acide hyaluronique possède également des caractéristiques 

hydrodynamiques importantes. Il participe ainsi à l’établissement d’une viscosité élevée et est 

capable de retenir de grandes quantités d’eau. L’AH joue un rôle important dans 

l’homéostasie et l’intégrité tissulaire (51). L’AH interagit avec les PG dans le cartilage 

articulaire, mais également avec d’autres molécules importantes pour l’assemblage des MEC 

(49). 
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Figure 7 : agrégats de molécules d’agrécanes.  

Modifié d’après (65) 

 

Le cartilage est, de par sa constitution, considéré comme un matériau visco-élastique et 

perméable qui consiste en 3 phases :  

- une phase solide, composée du réseau fibrillaire dense de collagène et d’une haute 

concentration de protéoglycanes. 

- une phase d’eau fluide. 

- une phase contenant des électrolytes dissout (Na+, Cl-, Ca2+ etc..) neutralisant les 

charges fixées à la matrice solide (66). 

Le cartilage articulaire est capable de se déformer afin d’assurer sa fonction 

d’amortissement et de distribution des charges et des pressions. Pour cela, il doit être capable 

de résister à des forces de compression, de tension et de cisaillement (67). Afin de résister aux 

différentes forces mais également en conséquences de l’application de ces forces, la 

composition et l’organisation histologique du cartilage articulaire varie en fonction de sa 
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position par rapport à la surface articulaire (68). En effet, l’ensemble des constituants du 

cartilage articulaire sont organisés dans un ordre défini qui permet de distinguer 4 zones dans 

le cartilage articulaire (Figure 8). 

 

Figure 8: Structure histologique du cartilage articulaire  

Modifié d’après (69) 

 

La zone superficielle 

La zone superficielle est en regard du liquide synovial. Elle constitue la surface de 

glissement du cartilage, et représente 5 à 10 % de l’épaisseur du cartilage. Cette zone 

superficielle peut être divisée en deux sous-couches : 
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Une première couche constituée d’une matrice acellulaire, contenant de fines fibrilles de 

collagène I, II et III et contenant peu de protéoglycanes. Une couche plus profonde, 

cellularisé, contenant des chondrocytes plats et ellipsoïdaux orientés parallèlement à la 

surface articulaire. Les fibres de collagène présentent sont disposées parallèlement à la surface 

articulaire. Cette zone contient moins de protéoglycanes que les autres zones. Les chaînes de 

CS y sont majoritaires par rapport aux chaînes de KS ce qui constitue une barrière 

imperméable à la diffusion d’hormones et de nutriments mais perméable à l’eau et à 

l’oxygène. L’orientation des fibres de collagène ainsi qu’une association collagène–PG plus 

forte permet à la zone superficielle de protéger le cartilage sous-jacent des forces de 

déchirements ou de cisaillements générées lors de l’activité articulaire (70). 

La zone de transition 

La zone de transition est la zone la plus épaisse du cartilage articulaire. Les chondrocytes 

de cette zone sont de forme arrondie et sont disposés de façon anarchique dans la MEC. Les 

chondrocytes de la zone de transition sont métaboliquement actifs et ont une forte activité de 

synthèse de protéoglycanes et de collagènes. Les collagènes synthétisés sont les collagènes de 

type II, IX et XI. Ces fibres s’entrecroisent obliquement et forment un réseau non orienté 

moins dense que dans la couche superficielle. 

La zone radiale 

La couche radiale tire son nom de l’orientation radiale des cellules et des fibres de 

collagène qui la constituent. Les chondrocytes sont sphériques et disposés en colonnes 

perpendiculaires à la surface articulaire. Le contenu en protéoglycanes est important, alors 

que le contenu en eau y est le plus faible de tout le cartilage articulaire. Les fibres de 

collagène, toujours composées des collagènes II, IX et XI sont orientées verticalement par 
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rapport à la surface articulaire et cette orientation confère au cartilage ses propriétés de 

résistance aux forces de compression.  

La couche de cartilage calcifiée  

La couche calcifiée, sépare le cartilage articulaire de l’os sous-chondral. L’agencement 

des protéines de la MEC dans cette zone est très proche de celle observée dans la zone radiale. 

Les chondrocytes moins nombreux sont hypertrophiques et synthétisent du collagène de type 

X en plus des collagènes II et XI. Une apatite biologique carbonatée se dépose sur les fibres 

de collagène qui pénètrent directement dans l’os épiphysaire permettant ainsi l’ancrage du 

cartilage. La couche de cartilage calcifié est séparée des couches de cartilage non minéralisé 

par une ligne dense appelée "tidemark"(71).  

I.3.2. La matrice extracellulaire de l’os 

Le squelette constitue à la fois le support rigide de l’organisme et protège les organes 

vitaux.  L’os est un tissu conjonctif spécialisé composé de plusieurs types cellulaires et d’une 

MEC minéralisé qui lui confère élasticité et résistance. Il existe 2 types d’os : l’os spongieux 

et l’os cortical.  

- L’os spongieux constitue l’épiphyse des os long et l’intérieur des os plats et court 

- L’os cortical ou compact constitue la diaphyse des os long et l’enveloppe des os plat et 

court.  
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Figure 9 : Constitution d’un os long 

 

La MEC de l’os est constituée de deux phases, une phase organique qui représente un peu 

plus de 20 % et une phase minérale représentant environ 70 % (72). 

� Phase organique 

La phase organique est une matrice de collagène de type I comprenant également des 

protéines non collagéniques telles que les protéoglycanes, des glycoprotéines (73), 

l’ostéopontine, l’ostéonectine, l’ostéocalcine (74,75) et les sialoprotéines osseuse (76). Cette 

phase organique, via ses différentes protéines, joue un rôle important dans la minéralisation de 

la MEC et le cycle de remodelage osseux (77) (Figure 10).  
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Facteurs de 
croissance

GlycoprotéinesProtéoglycanes Elastine

Collagène I

Fibronectine Intégrines

 

Figure 10 : Phase organique de la matrice extracellulaire osseuse.  

 

� Phase inorganique 

La phase inorganique ou minérale est composée de cristaux d’hydroxyapatite (Ca10 (PO4)6 

(OH)2 et de carbonate de calcium en association avec des fibres de collagènes (78). C’est cette 

phase minérale qui permet à l’os d’être à la fois rigide, léger et résistant.  

Les différents types cellulaires contenu dans l’os sont, les ostéoblastes, les ostéocytes, les 

cellules bordantes et les ostéoclastes.  

- Les ostéoblastes dérivent des cellules souches de la moelle osseuse, de l’endoste et du 

périoste. Situé à la surface de l’os, l’ostéoblaste est responsable de la synthèse de la MEC et 

de sa minéralisation. Ces cellules en secrétant des cytokines agissent également sur la 

différenciation des ostéoclastes. Les ostéoblastes peuvent soit se différencier en ostéocytes ou 

en cellules bordantes soit mourir par apoptose (79). 

- Les ostéocytes correspondent aux ostéoblastes matures, enchâssés dans la MEC 

minéralisée. Les ostéocytes sont en contact les uns avec les autres ainsi qu’avec les 
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ostéoblastes en surface grâce aux canalicules contenant les prolongements cytoplasmiques. 

Les ostéocytes participent au remodelage osseux par des phénomènes de mécanotransduction 

en détectant des variations de contraintes mécaniques (80). 

- Les cellules bordantes sont des ostéoblastes à l’état quiescent, mais capables d’être 

réactivées en ostéoblaste sous l’action de différents facteurs. Elles sont situées à la surface des 

os au niveau de l’endoste et du périoste. Les cellules bordantes participent à l’activation du 

remodelage osseux grâce à leur propriété de mécanotransduction. 

- Les ostéoclastes sont des cellules multinucléées, d’origine hématopoïétique, 

responsables de la résorption osseuse. Ce sont des cellules bipolaires qui présentent un pole 

apical, au contact de la matrice osseuse, une bordure en brosse où siège la résorption osseuse. 

Cette zone correspond aux lacunes de résorption ou lacunes de Howship (81). L’ostéoclaste 

résorbe l’os via des phénomènes d’acidification et libération d’enzymes lysosomiales 

(phosphatase acide et cathepsine K) et de metalloprotéases (MMP). 

Le tissu osseux, contrairement au cartilage articulaire, possède des capacités de réparation 

spontanée. En effet, l’os est un tissu dynamique en renouvellement constant. Le cycle du 

remodelage osseux consiste en une étape de résorption de la MEC par les ostéoclastes suivi 

d’une formation par les ostéoblastes.  

II. Interactions des composants de la matrice avec les protéines  

II.1. Interactions glycosaminoglycanes-protéines et fonctions associées 

Les interactions GAGs-protéines sont principalement de nature ionique. En effet, les 

acides aminés cationiques de protéines (groupements ammonium des lysines ou des arginines, 

(NH3+) sont capables d’interagir avec les régions anioniques dues à la présence de 

groupements carboxyles (-COO-) et sulfates (-SO3-) des chaînes polysaccharidiques. Les 
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liaisons électrostatiques entre GAGs et protéines sont dépendantes de la présence de cations et 

du pH de l’environnement. Effectivement, les cations peuvent agir sur les protéines en 

favorisant leur oligomérisation (82) et en induisant un changement de leur conformation (83). 

De ce fait, les cations sont capables de favoriser une conformation plutôt qu’une autre, avec 

une répercussion évidente au niveau des interactions avec la protéine. Pour illustrer cela, in 

vivo, le pH peut localement varier et s’acidifier lors de la réaction inflammatoire En 

conséquence, l’affinité pour certaines protéines peut ainsi être baissée voire au contraire 

augmentée (84). Ceci indique que selon l’état physiologique du tissu, les GAGs sont capables 

de sélectionner dans le milieu extracellulaire, la molécule la plus adaptée, en réponse à un 

événement précis.  

Dans la littérature une partie des interactions GAGs-protéines sont décrites comme peu 

spécifiques (85,86) cependant, certains articles tendent à mettre en évidence une organisation 

de certaines séquences polysaccharidiques pour interagir de manière spécifique avec des 

domaines protéiques. Ces intéractions spécifiques peuvent ainsi contrôler l’activité protéique 

de façon bien spécifique (87,88).  

II.1.2. Les glycosaminoglycanes permettent le stockage et la libération de 

protéines 

Les GAGs sont présents sur toutes les surfaces cellulaires animales, et sont capables de 

lier et de réguler un certain nombre de protéines ; comme des cytokines, des chimiokines, des 

facteurs de croissance, des morphogènes, des enzymes (sérine-protéases du système de la 

coagulation, métalloprotéases…) et des molécules d’adhésion (CAM ou Cell Adhesion 

Molecules, sélectines…) (89). De ce fait, les GAGs ont une fonction primordiale sur 

l’adhésion et la croissance de la cellule, ainsi que sur différents systèmes biologiques (20). 

Prenons par exemple le FGF et le VEGF qui sont stockés, stabilisés et protégés grâce aux 
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interactions avec les chaînes de GAGs des membranes basales.  En conséquence, lors de 

l’angiogenèse, sous l’action de stimulus tel que l’hypoxie et les héparanases, ces facteurs sont 

libérés et exercent à leur tour leurs fonctions angiogéniques (90). 

II.1.3. Les glycosaminoglycanes augmentent la concentration locale en 

protéines 

Les GAGs sont impliqués dans les processus de signalisation cellulaire en modulant la 

biodisponibilité de messagers intercellulaires tels que les cytokines (facteurs de croissance, 

chimiokines, interleukines, interféron …). Les messages transmis par ces protéines sont 

locaux et très souvent temporaires. 

Les chimiokines sont des petites cytokines responsables du chimiotactisme. Elles 

possèdent des régions riches en acides aminés basiques leur permettant d’interagir avec les 

GAGs (91). Les chimiokines sont captées par les GAGs dès leur sécrétion afin d’éviter leur 

diffusion dans le milieu extracellulaire et sont de ce fait concentrer à l’endroit de leur 

sécrétion. Du fait d’interactions réversibles entre les chimiokines et les GAGs, la cinétique 

d’association/dissociation permet un déplacement de GAGs en GAGs dans le but de créer un 

gradient. Les cellules circulantes sont ainsi capables de suivre le gradient chimioattractant 

dans la MEC et de remonter jusqu’au site de l’inflammation (92-94). 

Basé sur le même principe, les cellules progénitrices hématopoïetiques (HP) sont guidées 

par des gradients de SDF-1 crées par les PGs (95). En effet, les expériences de Sweeney et al. 

(96) ont montré que l’injection de polysaccharides sulfatés (fucoïdane) à des souris et des 

singes permet le déplacement du SDF-1α de la moelle osseuse vers le plasma. Les cellules HP 

initialement confinées dans la moelle où se trouvait le SDF-1α présenté par les PGs, se 

retrouvent ainsi dans le sang. Un autre exemple, les interactions du FGF avec les HS. Ces 
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intéractions permettent d’augmenter la concentration locale en protéine et induisent ainsi une 

réponse au niveau cellulaire (31). 

II.1.4. Les glycosaminoglycanes protègent les protéines de la protéolyse 

Le temps de demi-vie des cytokines et des facteurs de croissances sont relativement 

courts. Ces protéines sont extrêmement sensibles à la protéolyse (97). En effet elles sont 

rapidement éliminées de l’organisme une fois que le besoin n’existe plus. Les HS, protègent 

certaines molécules comme le FGF-2 ou le TGF-β de la dégradation (31,98,99). De la même 

manière, l’interaction du FGF avec les domaines héparanes sulfates permet de protéger la 

protéine de la dégradation par les protéases extracellulaires.  

II.1.5. Les glycosaminoglycanes comme co-récepteur 

Les GAGs sont définis comme des récepteurs de faible affinité en opposition aux 

récepteurs de haute affinité de type tyrosine kinase. Les GAGs peuvent être directement 

impliqués dans la transduction du signal d’un messager en coordination avec son récepteur. 

Les interactions FGFs/héparanes sulfates sont les plus étudiées. La liaison de nombreuses 

molécules de FGF sur le même héparane sulfate, permet de faciliter la dimérisation du 

récepteur et la transduction du signal. Un autre exemple, constitué par les travaux de l’équipe 

de Yayon et al. (100) ont démontré que l’héparine était nécessaire pour que le FGF-2 se fixe à 

son récepteur le FGFR1. Le polysaccharide agit en induisant un changement de conformation 

du facteur de croissance nécessaire pour qu’il soit reconnu par son récepteur. Le FGF est 

capable de transmettre son signal via son recepteur FGFR et cela uniquement en présence du 

co-récepteur de type héparine/héparane sulfate (101). La présence de GAGs renforce ainsi 

l’interaction FGF/FGFR, la dimérisation du récepteur et ainsi la transduction du signal par 

autophosphorylation du récepteur.  
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II.1.6. Les glycosaminoglycanes participent à l’organisation de la matrice et 

à l’adhésion cellulaire 

La localisation des GAGs et leurs caractéristiques physico-chimiques, leurs permettent 

d’exercer des fonctions dans l’organisation de la MEC et dans l’adhésion cellulaire. En effet, 

les cellules forment des contacts stables avec la MEC via des interactions entre des 

composants de la MEC et différents éléments du cytosquelette cellulaire (102). Ces contacts 

cellules-ECM doivent pouvoir se faire et se défaire pour permettre la migration et la 

prolifération cellulaire. Cela est possible par l’intermédiaire des GAGs qui composent les 

PGs. Les GAGs facilitent l’adhésion des cellules à des composants spécifiques de la MEC 

(103). Les GAGs tels que les CS, DS et l’AH, jouent un rôle très important dans 

l’organisation des tissus cartilagineux (62). En effet, ils offrent une résistance mécanique face 

aux forces de compression, grâce à leurs organisations et aux interactions qu’ils créent avec 

de nombreux partenaires de la MEC (104). Si l’on regarde à l’échelle moléculaire, 

l’interaction entre les chaînes d’HS portées par les PG de la surface cellulaire et la 

fibronectine est très importante dans les adhésions cellules-matrices (105). Ces interactions 

sont renforcées par l’interaction des GAGs avec le collagène (106-108).  

II.7. Un exemple : Interaction héparine/héparane sulfate-protéines 

Les interactions HS et protéines sont dictées à la fois par la structure du polysaccharide et par 

les motifs protéiques spécifiques. Le tableau 2 présente une partie des protéines de la surface 

cellulaire, de la MEC ainsi qu’une partie des morphogènes capables d’intéragir avec les HS. 
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Surface cellulaire Références 
Selectine-L et -P (109) 
N-CAM (110) 
Récepteur au FGF (111) 
CD44 (112) 
Matrice extracellulaire  
Collagènes  (58) 
Fibronectines (113) 
Laminines (114) 
Vitronectines (115) 
Facteurs de croissances  
Famille du FGF (116) 
VEGF (facteur de croissance de 
l’endothélium vasculaire) 

(117) 

PDGF (facteur de croissance dérivé des 
plaquettes) 

(58) 

TGF-β (58) 
Cytokines, chemokines, morphogènes  
BMP (protéine morphogénique de l’os) (118) 
IL-1, -2, -3, -4, -5, -7, -8, -10, -12 
(interleukines) 

(119) 

Wnt  (118) 
 

Tableau 2 : Protéines capables de lier les héparanes sulfate . 

D’après (120) 

 

 

Les nombreux partenaires protéiques que peuvent avoir les héparanes sulfates donnent lieu à 

de nombreuses activités biologiques qui sont présentées Figure 11.  
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Figure  11 : Activités biologiques modulées par l’interaction héparanes 

sulfates/protéines. D’après (120) 

 

Les chaînes HS sont localisées au niveau du compartiment extracellulaire. Elles ont un rôle 

dans l’assemblage de la matrice extracellulaire (121,122), dans la modulation d’activités 

enzymatiques ou de leurs inhibiteurs (123), dans la création d’un gradient extracellulaire de 

facteurs de croissances et de chemokines (5,84,118,124,125) et prévient également de leurs 

dégradations (126). Les protéoglycanes à HS peuvent être responsables de la réponse 

cellulaire en inhibant ou en activant des voies de transduction cellulaire. En effet, une 

translocation du signal au compartiment intracellulaire via l’interaction des chaînes ou du core 

protéique du protéoglycane avec ces ligands spécifiques est capable d’engendrer une cascade 

de signalisation cellulaire. Les HS ont la capacité de jouer le rôle de récepteur ou de co-

récepteur pour différents ligands. L’activation des voies de signalisation cellulaire s’opère par 

une phosphorylation de différentes protéines cytosoliques soit directement, soit par 

l’intermédiaire de protéines du cytosquelette aboutissant à une régulation des gènes cibles. 

Les systèmes de signalisation cellulaire impliqués suite à l’interaction des protéoglycanes à 

héparanes sulfates avec des ligands extracellulaires et/ou des recepteurs incluent des voies 
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comme Ras/Raf/MAPK (127), PIP3/Akt (128), PLC/PKC (129), cAMP/PKA  (130). Ces 

voies sont d’un grand intérêt et jouent un rôle clé dans le comportement d’une cellule normale 

et dans des maladies comme l’arthrose.  

II.1.8 Interactions glycosaminoglycanes – molécules d’eau 

En solution aqueuse, les GAGs sont entourés d’une enveloppe de molécules d'eau, leur 

conférant un volume hydrodynamique conséquent. Quand une solution de GAGs est 

compressée, l'eau est extraite et les GAGs sont forcés d'occuper un volume plus petit. Quand 

la compression est levée, les GAGs regagnent leur volume original et hydraté dû aux 

répulsions de leurs charges négatives.  

II.2. Adhésion cellulaire  

L’interaction des cellules avec leur environnement joue un rôle clé pour la migration 

cellulaire, l’organisation tissulaire, le remodelage et l’homéostasie des tissus (28). L’adhésion 

des cellules à la MEC fait appel à des récepteurs spécifiques à la surface des cellules. 

L’adhésion est un mécanisme complexe qui implique la présence de structure spécifique à la 

surface cellulaire et des sites de reconnaissance dans la MEC. Nous avons décrit 

précédemment les protéines majoritaires de la MEC impliquées dans l’adhésion. Il s’agit de la 

fibronectine, la laminine, les collagènes et les protéoglycanes. Des protéines à la surface des 

cellules interviennent dans la reconnaissance de ces protéines. Ces protéines de surface 

cellulaire sont regroupées en deux types. Les récepteurs à intégrines et les recepteurs 

n’appartenant pas à la famille des intégrines.  
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� Les récepteurs cellulaires autres que les intégrines 

Les syndécanes et un protéoglycane de surface le CD44 (131) sont une classe de récepteur 

différent des intégrines. Le syndécane est une protéine transmembranaire comprenant un 

domaine cytoplasmique, une région membranaire hydrophobe et un domaine extracellulaire. 

Les chaînes de GAGs associées à ce protéoglycane sont constituées de chondroïtine sulfate et 

d’heparane sulfate. Ces récepteurs de surface cellulaire sont capables de lier les collagènes et 

la fibronectine. Le CD44 est une glycoproteine de la surface cellulaire, qui porte des sucres et 

des chaînes de GAGs. L’epissage alternatif et les modifications post-traductionnelles des 

héparanes sulfates permettent d’obtenir différentes formes de CD44. Le CD44 est capable de 

lier le collagène de type I et IV ainsi que le hyaluronane. Le CD44 assure un rôle important 

dans l’adhésion cellulaire (132).  (Figure 12) 

� Intégrines 

La désignation intégrine a été attribuée à ce type de récepteur pour souligner sa capacité à 

maintenir l’intégrité de la liaison entre le cytosquelette et la MEC (133). Les intégrines 

appartiennent à un groupe de la famille des glycoprotéines. Leur structure dérive de 

l’association non covalente de deux sous-unités hétérotrimeriques α et β pouvant chacune 

exister sous différentes formes (134). La combinaison de différentes sous unités α et β entre 

elles, permet de générer un grand nombre de récepteurs de surface cellulaire (131,135,136). 

Chez les vertébrés, la famille des intégrines contient 24 hétérodimères différents, pouvant être 

des récepteurs capables de reconnaître le collagène, les leucocytes, la laminine et les motifs 

RGD (RGD : arginine-glycine-acide aspartique) présents sur la fibronectine, la vitronectine et 

le fibrinogène 5 (135,137) La sous-unité β liée au cytosquelette est responsable de l’activation 

de multiples voies cellulaires, alors que la sous-unité α détermine la spécificité de liaison de 

l’intégrine (137) (Figure 12).  
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Figure 12 : Récepteurs de la surface cellulaire 

Adapté d’après (131) 

 

III. Traitements actuels des pertes de substances ostéo-articulaires 

Le cartilage articulaire est un tissu non vascularisé doté d’un très faible pouvoir de 

régénération. Une lésion ou une atteinte de ce tissu est ainsi irréversible. Les lésions du 

cartilage résultent de traumatisme, affectant en majorité le sujet jeune, souvent suite à une 

activité sportive. Les lésions peuvent être d’origine chondrale ou ostéochondrale. Les lésions 

chondrales concernent uniquement le cartilage et ne pénètrent pas dans l’os sous-chondral. 

Les vaisseaux qui composent l’os sous-chondral n’étant pas affectés, cette lésion ne cicatrise 

pas spontanément. Les lésions ostéochondrales quant à elles pénètrent la zone vascularisée de 

l’os sous-chondral. Une réparation spontanée s’opère suite à l’invasion de cellules 

chondroprogénitrices mésenchymateuses dans la lésion. Le tissu néo-formé résultant est 

fibreux et ne possède pas les propriétés fonctionnelles du cartilage hyalin natif. A l’opposé, du 

cartilage, l’os est un tissu en continuel remodelage. Des défauts ou des lésions de l’os arrivent 

suite à une large variété de situations cliniques. La reconstruction de ce tissu, afin de fournir 

Matrice extracellulaire

Matrice intracellulaireCD 44 Syndecane 1 à 4 Intégrine

Matrice extracellulaire
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une intégrité mécanique et fonctionnelle, est une étape nécessaire pour la réhabilitation du 

patient. L’os possède une capacité de régénération spontanée, la majorité des lésions comme 

les fractures cicatrise bien avec les thérapies et la chirurgie actuelle. Néanmoins, un greffon 

osseux ou un substitut est bien souvent nécessaire en chirurgie orthopédique et maxillo-faciale 

pour aider la cicatrisation de larges défauts traumatiques ou post-chirurgicaux ainsi que pour 

les déformations d’origine congénitale.  

III.1. Traitements actuels des pertes de substances du cartilage articulaire  

Différentes techniques chirurgicales ont été mises en place pour stimuler la régénération 

du cartilage ou pour obtenir des greffons de cartilage articulaire sain (auto et allogreffe) 

III.1.1. Autogreffes de cartilage articulaire 

Les greffes autologues consistent à prélever du cartilage sain au niveau d’un second site 

opératoire afin de constituer un greffon. Ce greffon sera ensuite placé au niveau du défaut 

cartilagineux à traiter. Trois greffons de provenances différentes peuvent être utilisés.  

Le périchondre est un tissu conjonctif qui entoure la surface de tous les tissus cartilagineux 

(hormis le cartilage articulaire). On le trouve au niveau de l’oreille, de la trachée et des côtes 

chez l’adulte. Il peut être prélevé au niveau de ces zones et fixé au niveau du défaut 

cartilagineux à l’aide d’une colle biologique (138). Les résultats un an après l’intervention 

sont excellents, mais sont décevants à long terme avec pour certains sujets une calcification 

du tissu de réparation.  

Le périoste, qui revêt les os longs, conserve une activité chondrogénique tout au long de la 

vie. Il contient un pool de cellules souches qui auront pour objectif de réactiver la 

néoformation du cartilage endommagé. Après microfractures, un lambeau de périoste est 

déposé sur la zone à régénérer et maintenu sur le site grâce à une colle biologique. Les 
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résultats cliniques sont faibles, montrant une réparation maigre et instable dans le temps avec 

une apparition de calcifications (139).  

Au début des années 1990, la technique de greffe ostéochondrale multiple ou encore appellée 

mosaïcplastie a vu le jour. Elle consiste à prélever des greffons ostéochondraux cylindriques 

sur des zones faiblement portantes de l’articulation. Les greffons sont transférés dans des 

cavités préalablement forées au niveau de la lésion. Cette technique est réservée à des sujets 

de moins de 50 ans remplissant des caractéristiques lésionnelles bien définies. Malgré des 

résultats encourageants, cette technique ne permet pas de couvrir de large perte de substance 

et peut être associée à une morbidité du site donneur.   

Une dernière voie de recherche dévelopée par Brittberg (140,141), consiste à transplanter des 

chondrocytes autologues amplifiés ex vivo au niveau de la zone lésée du cartilage articulaire. 

Cette technique est applicable mais dans des cas cliniques restreints. Elle est réservée à des 

patients d’âge inférieur à 50 ans, présentant une perte de substance chondrale inférieure à 

8cm2 et ne présentant pas de pathologies inflammatoires comme l’arthrose. L’inconvénient 

majeur tout comme la moisaïcplastie est la morbidité importante au niveau du site donneur. 

Les cellules du greffon prélevé sont amplifiées ex vivo en monocouche. L’amplification en 

deux dimensions provoque une dédifférenciation, c'est-à-dire une perte du phénotype 

chondrocytaire ainsi que de ces fonctions associées. L’implantation de chondrocytes 

dédifférenciés entraine la formation d’un cartilage fibreux dont les propriétés mécaniques et 

biologiques sont inférieures à celles du cartilage articulaire normal. Malgré ces inconvénients, 

cette technique a permis d’ouvrir de nouvelles perspectives de recherche thérapeutique. En 

effet, cela marque les premiers pas des thérapies cellulaires du cartilage faisant appel au 

principe de l’ingénierie tissulaire.  
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III.1.2. Allogreffes de cartilage articulaire 

Les allogreffes ont pour objectif de combler le défaut cartilagineux avec du cartilage 

articulaire sain provenant de cadavre (142). Un des problèmes majeurs de cette technique 

résulte de l’incompatibilité du donneur, engendrant une réaction immunologique de rejet du 

greffon. Malgré un taux de succès assez élevé (de 63 à 75%) cette technique reste peu 

employée suite à l’éventualité de transmission de maladies virales ou d’agents transmissibles 

non conventionnels (prions).   

III.2. Traitements actuels des pertes de substances osseuses 

L’os est un tissu vascularisé doté de processus d’auto-réparation. Néanmoins, des pertes 

importantes de substance osseuse ne peuvent être régénérées par les processus naturels de 

réparation et nécessitent une intervention chirurgicale. Les techniques actuelles utilisées 

consistent à apporter du matériel au niveau du défaut osseux avec pour rôle de consolider la 

partie défaillante et de guider la régénération osseuse. Les matériaux utilisés peuvent se 

présenter sous la forme de greffons d’origine biologique ou de substituts osseux synthétiques. 

Actuellement, en clinique la technique la plus employée est la greffe de tissu osseux 

autologue. Face aux limites de cette technique, d’autres approches innovantes basées sur 

l’utilisation de matériaux synthétiques ont émergé ces dernières années. 

III.2.1. Autogreffes osseuse 

La greffe osseuse autologue constitue la méthode actuelle de référence pour la 

reconstruction et le comblement de défauts osseux. Du tissu osseux (os trabéculaire ou os 

cortical) est prélevé au niveau d’un second site opératoire, choisi par le chirurgien en fonction 

des besoins requis pour le site receveur. L’os trabéculaire offre une porosité plus élevée que 



Chapitre 1:   Etude bibliographique 

45 

 

l’os cortical. Sa revascularisation plus rapide permet ainsi une intégration plus rapide du 

greffon mais, avec une résistance mécanique faible. Les auto-greffes présentent l’avantage 

d’utiliser un tissu proche de celui que l’on souhaite remplacer en termes de composition, de 

propriétés mécaniques et de structure. Elles ont de par ce fait des capacités ostéogéniques car 

elles apportent des éléments intrinsèques tels que des cellules ostéoprogénitrices et des 

facteurs de croissances, mais également des propriétés ostéoconductrices, car capables de 

guider et de supporter la déposition d’un nouveau tissu osseux. Pour terminer, les greffons 

possèdent des propriétés ostéoinductrices, la présence de facteurs de croissance et de protéines 

apportés par le greffon sont susceptibles d’induire la différenciation des cellules souches de 

l’hôte en cellules ostéoprogénitrices formant un nouveau tissu osseux. Cependant, cette 

technique de greffe autologue se trouve confrontée à de nombreuses limites. La principale 

étant la nécessité d’une intervention chirurgicale sur un second site opératoire, entrainant des 

complications dans 10 à 30% des cas. De plus la quantité d’os à prélever étant limitée, le 

comblement de défauts de grandes tailles nécessite plusieurs sites donneurs. Il est facilement 

compréhensible que le nombre multiple de sites de prélèvement augmente les risques de 

l’intervention.  

III.2.2. Allogreffes osseuse 

Certaines conditions rendent l’utilisation de greffe osseuse impossible. Les chirurgiens 

peuvent avoir recours à l’allogreffe osseuse provenant de donneurs, suite à une opération 

chirurgicale ou être obtenue lors de prélèvements multi-organes. L’avantage étant la 

disponibilité d’une quantité osseuse plus importante avec l’absence d’un second site 

opératoire. Cependant les risques de réactions immunogènes et de transfert d’agents non-

conventionnels rendent l’utilisation des allogreffes peu courante. Des stratégies thermiques, 

chimiques et de stérilisation ont été développées pour passer outre les inconvénients de 
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transmission virale. Ces techniques efficaces permettent la conservation des greffons et la 

mise en place de banque osseuse. Toutefois, les traitements infligés altèrent les propriétés 

ostéoconductrices et ostéoinductives du greffon (143,144). Les greffons peuvent être utilisés 

d’une autre manière sous la forme de matrices osseuses déminéralisées (145). La partie 

minérale du greffon est éliminée afin de conserver uniquement la charpente protéique 

constituée essentiellement de collagène et de facteurs de croissance comme les BMPs (Bone 

morphogenic Proteins). Cette composition confère des propriétés ostéoinductives au greffon 

déminéralisé mais avec de faibles propriétés mécaniques. Le caractère acellulaire du greffon 

autologue lui confère de faibles propriétés biologiques, il sera ainsi plus rapidement résorbé 

que les greffons autologues. Malgré ces inconvénients, les allogreffes présentent une 

alternative intéressante aux autos greffes (146,147). Qu’ils s’agissent d’allo ou d’auto greffes, 

elles constituent le matériau de référence pour les interventions chirurgicales humaines (80 à 

90% des interventions).  

Les techniques utilisées en clinique pour traiter des pertes de cartilage articulaire et d’os 

montrent leurs limites. Elles ont poussé à identifier des procédures alternatives pour réparer 

de manière permanente le cartilage et des défauts osseux de grandes tailles, donnant naissance 

à une nouvelle discipline de recherche: l’ingénierie tissulaire.  

IV. L’ingénierie tissulaire de l’os et du cartilage 

 IV.1. Généralités 

Les lésions, pertes d’organes, ou de tissus constituent l’un des problèmes les plus 

fréquents, les plus dévastateurs et les plus coûteux des systèmes de santé. Les thérapies 

existantes pour traiter les pertes de tissus ou d’organes consistent en la pose de prothèses pour 

remplacer, dans certaines limites, la structure et la fonction du tissu ou de l’organe lésé. 
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Actuellement, la régénération de l’os et du cartilage par la transplantation de cellules ou de 

tissus autologues constitue une des techniques les plus prometteuses en chirurgie 

orthopédique et en ingénierie biomédicale. Les concepts de traitement basés sur ces 

techniques esquiveraient les problèmes de pénurie de site donneur, de rejet immunitaire et de 

transfert de pathogènes. Dans ce contexte, une discipline appliquant les principes de la 

biologie, de  l’ingénierie, de la biochimie et de la médecine nommée ingénierie tissulaire a vu 

le jour (148). Elle se donne pour objectif de développer des substituts biologiques pouvant 

restaurer, maintenir ou améliorer la fonction des tissus. La stratégie de cette discipline 

consiste à élaborer des guides de reconstructions à partir (i) d’une composante matériau 

biocompatible contenant un ou plusieurs matériaux d’origine synthétique et/ou naturelle et (ii) 

une composante cellulaire capable de participer à la néoformation du tissu à remplacer ou à 

réparer (Figure 13). La matrice biocompatible peut être chargée avec des molécules 

biologiquement actives (facteurs de croissances, ADN …), pour influencer le comportement 

des cellules contenues dans la matrice, et améliorer la production tissulaire. Le domaine de 

l’ingénierie tissulaire peut ainsi être découpé en deux champs d’investigations différents. Le 

premier concerne le dévelopement de matrices capables de répondre biologiquement et 

physiquement aux attentes de l’ingénierie des tissus osseux et cartilagineux. Le deuxième 

champ d’investigation s’interesse quant à lui aux cellules, en étudiant les sources de cellules 

possibles, et les conditions de culture permettant de stimuler la chondrogenèse et 

l’ostéogenèse.  

Ce chapitre discute des bases et des défis de l’ingénierie tissulaire de l’os et du cartilage. 

Nous développerons en détails les matrices élaborées à partir de polysaccharides naturels 

actuellement étudiés en ingénierie tissulaire de l’os et du cartilage. Nous verrons ensuite 

brièvement les sources de cellules pouvant être utilisées ainsi que les facteurs de croissance 

pouvant être ajoutés pour optimiser la formation d’un nouveau tissu cartilagineux ou osseux. 
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IV.2. Les matrices en ingénierie tissulaire de l’os et du cartilage 

IV.3.1. Critères requis pour la réalisation de matrices 

Une des fonctions que l’on attribue de façon intuitive à la matrice est celle de vecteur et de 

support des cellules au niveau du tissu à remplacer. En réalité, la matrice joue un rôle clé 

beaucoup plus complexe dont dépend le succès du tissu à remplacer. L'objectif est de recréer 

artificiellement un microenvironnement présent in vivo (149). Ainsi en plus de sa fonction de 

soutien et de vecteur des cellules, la composition et la structure de la matrice doit influencer et 

persuader les cellules qui la composent de fonctionner de façon idéale, en favorisant la 

production d’un nouveau tissu (150). Une matrice idéale en ingénierie tissulaire de l'os et du 

Figure 13 : Principe de l’ingénierie tissulaire 
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cartilage doit mimer le tissu à remplacer de façon  structurale, mécanique et bio-fonctionnelle 

et être techniquement applicable (151-153). Ces exigences  sont illustrées dans le tableau 3. 

Pour résumer brièvement, la matrice doit fournir un environnement poreux tridimensionnel, 

biocompatible permettant  une adhésion cellulaire pour retenir les cellules dans la matrice 

(154). L’environement fournit par la matrice doit favoriser la prolifération et la différenciation 

cellulaire. De ce fait, des molécules bioactives (facteurs de croissance, cytokines…) peuvent 

être additionnées à la matrice (155,156). La matrice doit également adhérer au tissu 

environnant et posséder une résistance mécanique. En effet, elle devra supporter la fonction 

du tissu endommagé et ce pendant toute la durée de la nouvelle croissance tissulaire (157). 

Par la suite la matrice doit être capable de se dégrader dans le temps pour être peu à peu 

remplacée par le tissu néoformé (149). Un des critères importants de la matrice est sa capacité 

à être stérilisée afin d’éviter des sources de contaminations par des agents pathogènes et cela 

sans subir de modification de ses propriétés physiques, chimiques et biologiques. Pour finir, 

elle doit être applicable de préférence par chirurgie mini-invasive (produit injectable) ou dans 

le cas contraire être adaptée à la forme et la taille du tissu à remplacer. 
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EXIGENCES DE LA MATRICE CARACTERISTIQUES BIOLOGIQUE S DE LA MATRICE 
 

STRUCTURALE 

Porosité - La matrice doit être microporeuse pour permettre son ensemencement 
par des cellules. L’espace des pores doit être suffisant pour le 
développement et le remodelage du tissu à régénérer. (>100µm) 

Interconnectivité 
Nanoporosité 

- La diffusion des gazs, des substances nutritives et des métabolites doit 
être possible dans toute la matrice afin de permettre des échanges avec les 
cellules. 

Intégration - La matrice, doir s’intégrer au tissu situé en périférie du tissu à régénérer.  

 

MECANIQUE 

Support physique 
et mécanique 

- La matrice doit fournir un support mécanique et physique au moment de 
l’implantation pour supporter les fonctions natives du tissu. 
- La matrice doit avoir une valeur de résistance mécanique proche du tissu 
à remplacer pour la transmettre aux cellules 
- La matrice doit guarder sont rôle de support mécanique pendant la 
croissance du nouveau tissu et le remodelage de celui-ci 

 

 

 

BIO-

FONCTIONNEL

LE 

 

Biocompatibilité - La matrice doit maintenir la viabilité cellulaire et prévenir d’une réaction 
inflammation et immunitaire 

Bioactivité - La matrice doit contenir les informations codées par la matrice 
extracellulaire (sites d’adhésions, facteurs de croissances, etc…) 
- La matrice doit permettre le maintien du phénotype des cellules  
- La matrice peut favoriser la différenciation de cellules souches ou de 
cellules progénitrice en ostéoblastes ou en chondrocytes. 

Interaction avec 
les cellules 

- La matrice doit permettre l’adhésion des cellules cible en imitant les 
caractéristiques de la MEC. Elle peut ainsi intégrer des constituants 
présents dans la MEC.  
- La matrice doit faciliter la libération de signaux morphogéniques 
(facteurs de croissances) afin d’orienter la croissance, la différenciation et 
la prolifération cellulaire.  

Dégradable  - La matrice doit être dégradable par les cellules dans une cinétique de 
temps appropriée, de façon à laisser place progressivement au nouveau 
tissu néoformé.  

 

TECHNIQUE 

- La matrice doit pouvoir être stérilisée pour éviter d’éventuelles contaminations par des agents 
pathogènes et cela sans engendrer de modification de ses propriétés physiques, chimiques et 
biologiques. 
- La matrice doit être délivrée par chirurgie mini invasive, c'est-à-dire via une solution 
injectable capable de se solidifier in situ. Dans le cas contraire, la matrice doit pouvoir être 
facilement adaptable à la forme du défaut à combler et doit dans tous les cas être facilement 
utilisable par les chirurgiens.  

 

IV.3.2. Exemple d’un type de matrice : les hydrogels 

Selon le polymère de départ et la stratégie d’ingénierie tissulaire visée, la matrice peut être de 

différente nature (protéique, polysaccharidique, synthétique ou naturelle) et se présenter sous 

Tableau 3 : Critères d’une matrice idéale en ingéniérie tissulaire de l’os et du cartilage 
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différentes formes (solide, poreuse, liquide, éponge, hydrogel, fibres, micro ou 

nanoparticules….).   

Aujourd’hui la médecine s’oriente vers des procédures chirurgicales moins invasives pour 

diminuer le temps d’hospitalisation et favoriser un retour rapide à une activité normale. Dans 

cette optique, l’ingénierie tissulaire s’oriente à développer des matériaux injectables, c'est-à-

dire étant capables de passer par l’aiguille d’une seringue, d’un cathéter ou par des dispositifs 

d’arthroscopie. Dans ce contexte, les hydrogels représentent des matériaux attractifs en 

ingénierie tissulaire. Les hydrogels forment un réseau de chaînes de polymères hautement 

hydratées avec une élasticité similaire au tissu naturel (158). Une solution visqueuse réalisée à 

partir d’un polymère hydrophile peut contenir les cellules ainsi que des principes actifs 

(facteurs de croissances, cytokines, ADN etc…). Une fois injectée cette solution aura la 

capacité de se durcir in situ sous l’influence de différents facteurs (physique, chimique, 

ionique) pour former un réseau tridimensionnel encapsulant cellules et principes actifs. Ce 

principe est illustré sur la Figure 14. Le matériau injectable peut ainsi prendre sa forme in vivo 

et s’adapter parfaitement aux irrégularités et à la taille du défaut (159).    
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Figure 14 : Schématisation du principe des hydrogels. 

D’après (160) 

 

IV.3.3. Les matrices à base de polymères naturels en ingénierie tissulaire de 

l’os et du cartilage 

De nombreuses matrices à base de polymères naturels sont étudiées et proposées pour 

l’élaboration de matrices en ingénierie tissulaire de l’os et du cartilage (127,161,162). 

L’intérêt croissant de ces polymères est dû à leur biodégradabilité, leur faible toxicité, leur 

faible coût de fabrication ainsi que leur grande disponibilité (163). De plus, leur similarité de 

structure avec certains composants de la matrice extracellulaire en fait des composants 

attractifs pour la réalisation de matrices. Dans la partie suivante, nous  allons décrire les 

polymères d’origines protéiques et polysaccharidiques naturels majoritairement utilisés pour 

la réalisation de matrices et étudier pour une application en ingénierie tissulaire de l’os et du 

cartilage. 
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IV.3.3.1. Les matrices à base de polymères naturels protéiques 

� Le collagène 

Le collagène est une protéine biologique abondante dans les matrices extracellulaire des tissus 

(os, cartilage, peau, tendons, vaisseaux sanguins..) (c.f chapitre 1). Son faible pouvoir 

antigénique et ses capacités a être reconnu par les cellules en font un matériau de choix pour 

l’élaboration de matrice (164). Le collagène sous la forme d’éponges a par exemple montré 

une capacité à promouvoir l’attachement cellulaire et à favoriser la formation d’un tissu 

osseux (165). Un autre exemple, le collagène mis sous la forme de gel et associé à des cellules 

souches mesenchymateuses, favorise la formation d’os et de cartilage hyalin après 

implantation au niveau de défaut ostéochondral chez le lapin. Cependant, l’une des limites à 

l’utilisation du collagène pour la réalisation de matrice sont ses faibles propriétés mécaniques 

(166). De nombreuses recherches sont réalisées dans le but de pallier à ce problème. 

L’augmentation des propriétés mécaniques peut être obtenue par le crosslinking des chaînes 

de collagène par du glutaraldéhyde (groupements amines, lysines et hydroxylisine) (167). 

Cependant les nombreux traitements chimiques visant à augmenter le degré de crosslinking 

s’avèrent bien souvent cytotoxiques (168). Un autre désavantage est la rapide dégradation des 

matrices à base de collagène une fois implanté in vivo (169).  La matrice va ainsi rapidement 

perdre ses fonctions de soutien mécanique. La combinaison des collagènes avec des matrices 

à base d’élastine ou de glycosaminoglycanes permet de ralentir sa dégradation (170). Les 

matrices de collagènes peuvent également être combinées avec d’autres GAG pour augmenter 

ses propriétés. Par exemple, une matrice de collagène sous la forme de fibres associés à de 

l’acide hyaluronique permet une augmentation de l’ostéoinductivité du matériau, c'est-à-dire 

sa capacité à induire la différenciation ostéoblastique. (171).  
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� La fibrine 

La fibrine est une protéine biocompatible et biodégradable qui apparait dans le sang au 

moment de la coagulation  sous l’action de la thrombine. Il s’agit d’une protéine impliquée 

dans la cicatrisation et la réparation tissulaire. La fibrine, peut être préparée à partir du plasma 

du patient et peut être disponible sous la forme de gel (colle de fibrine) ou de microparticules 

(172,173). La fibrine montre un large potentiel en régénération tissulaire et en cicatrisation 

(174). La colle de fibrine non-toxique et non-immunogénique possède des propriétés 

biodégradables, ne requérant aucun agent stabilisant. Ces caractéristiques permettent 

l’utilisation de cette protéine sous sa forme native pour la réalisation de matrices et la culture 

de cellules en 3 dimensions (102,173,175,176). Différentes études ont été menées sur 

l’utilisation de la colle de fibrine pour la réparation du cartilage (177-179). Cependant, 

l’utilisation de fibrine comme unique composé pour la réalisation de matrices est délicate. En 

effet la matrice est rapidement dégradée par les mécanismes de fibrinolyse une fois introduite 

dans un tissu. Une approche vise à associer des microparticules de fibrine composées 

d’alginate pour ralentir la dégradation du matériau. Ces microparticules associées à des 

cellules de la moelle osseuse permettent la réparation partielle de défauts osseux de taille 

critique chez le lapin (172,180).  

 

� Les fibres de soie 

Les fibres de soie sont des protéines fibreuses obtenues des vers à soie, avec des propriétés 

physiques et chimiques uniques (181,182). Les fibres de soie ont été utilisées en biomédical 

pour la réalisation de fils de sutures. Depuis quelques années, les protéines de soie suscitent 

un grand intérêt pour la réalisation de matrices en ingénierie tissulaire de l’os et du cartilage. 

Les fibres de soie présentent une faible dégradabilité, une haute résistance, ainsi qu’une 
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séquence qui peut être génétiquement modifiées. Les matrices à base de fibre de soie peuvent 

être sous la forme de gels, d’éponges, de poudres et de membranes. Un exemple de matrices à 

base de protéine de soie sous la forme d’éponge, permet une ostéogenèse et une 

chondrogenèse des cellules souches mésenchymateuses dérivées de la moelle osseuse (183). 

IV.3.3.2. Les matrices à base de polymères naturels polysaccharidiques 

� Le Chitosane et ses dérivés 

Le chitosane est un amino polysaccharide cationique biodégradable dérivé de la chitine avec 

de nombreuses applications en ingénierie tissulaire (5). Il possède une surface hydrophile qui 

permet l’adhésion, la prolifération et la différenciation cellulaire. Il est également doté d’une 

activité antimicrobienne et d’un faible pouvoir antigénique. Il peut être façonné sous la forme 

de matrice poreuse avec des propriétés ostéoinductives (13), c'est-à-dire une capacité à induire 

une formation osseuse. Le chitosane encourage la croissance et la déposition de matrice 

minérale par les ostéoblastes en culture in vitro et in vivo (184,185). Dans le cadre de 

l’ingénierie tissulaire osseuse, il est souvent utilisé en association avec d’autres composés 

comme les phosphates tri-calciques (β-TCP), l’hydroxyapathite et les céramiques en 

phosphate de calcium. En effet, ces composés sont d’excellents candidats pour la réparation et 

la régénération osseuse grâce à leur composition proche de la matrice inorganique de l’os 

(186). Des matrices de chitosane sous la forme d’éponges associant des biocéramiques, 

possèdent des propriétés mécaniques plus élevées. Le chitosane peut également être associé à 

d’autres polymères pour augementer ces propriétés mécaniques. Par exemple, l’association de 

chitosane et d’alginate permet de générer des matrices avec des propriétés mécaniques élevées 

associées à une ostéoconductivité (5). Le chitosane est également étudié pour la réalisation de 

matrice pour la réparation du cartilage (14,187). La culture de chondrocytes in vitro sur du 

chitosane permet de maintenir la morphologie ronde des chondrocytes et la synthèse de 
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composants spécifiques de la MEC. Le chitosane peut également être associé à d’autre GAG 

comme l’acide hyaluronique pour augmenter ses propriétés et la réparation du cartilage (188).  

� Acide hyaluronique 

L’acide hyaluronique (AH) est l’un des composants majeurs de la matrice extracellulaire. 

Il est obtenu à partir de différents tissus d’animaux (cordon ombilicale humain, liquide 

synovial, cartilage nasal de bovin, humeur vitrée, crête de coqs etc…) (189). Il peut également 

être produit par des bactéries génétiquement modifiées (bacillus subtilis, streptococcus 

equisimilis…) (190) par fermentation microbienne, permettant d’éviter les problèmes de 

contamination par les agents de transmission non conventionnels (191). Les propriétés 

viscoélastiques, de l’acide hyaluronique, ainsi que la possibilité de modifier la taille des 

chaînes polysaccharidiques, donnent lieu à de nombreuses applications en biomédical 

(190,192,193). Pour la réparation du cartilage, une matrice d’AH en association avec des 

chondrocytes permet une augmentation de la formation de MEC cartilagineuse in vivo et in 

vitro (194,195). Un autre exemple, l’association d’une matrice d’AH avec des cellules 

souches embryonnaires humaines, implantées au niveau d’un défaut ostéochondral chez le 

lapin, permet la formation d’un tissu cartilagineux après 12 semaines d’implantation (196). 

Cependant, les caractéristiques physiques et biologiques de l’acide hyaluronique natif 

présentent certaines limites. Sa rapide résorption une fois implanté présente un inconvénient 

majeur. Différentes approches de modifications de la structure moléculaire de l’acide 

hyaluronique sont possibles afin de faire face à ces problèmes. Des liaisons covalentes entre 

les chaînes de l’acide hyaluronique peuvent augmenter sa stabilité, tout en augmentant ces 

propriétés mécaniques (197).   
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� Alginates 

Les alginates commerciaux proviennent de trois souches d’algues brunes différentes 

(Laminaria hyperbora, Ascophyllum nodosum et Macrocystis pyrifera) (198). Ils sont dérivés 

d’un polysaccharide non branché constitué d’acide mannuronique (M) et d’acide guluronique 

(G). La biocompatibilité de ce polysaccharide lui confère de nombreuses applications pour la 

libération de facteurs bioactifs, pour l’encapsulation de cellules et sous la forme de matrice en 

ingénierie tissulaire (111,199,200). Les propriétés physico-chimiques de l’alginate sont 

dépendantes de son poids moléculaire, de sa composition et de sa séquence. Les alginates 

natifs sont sous forme Ca2+  ce qui permet de travailler ces polysaccharides sous la forme de 

gel. En présence de cations multivalents (Sr, Ba), il est possible d’obtenir des hydrogels 

stables. Les hydrogels à base d’alginate sont réalisés à faible température et en absence de 

solvant organique. Ils ont été étudiés en ingénierie tissulaire osseuse et cartilagineuse pour le 

piégeage et la libération de molécules bioactives ou de cellules (109,201). Un exemple 

d’hydrogel d’alginate combiné avec des chondrocytes, montre in vivo la production de MEC 

correspondante au cartilage (202,203). Un autre exemple, des hydrogels d’alginate ont été 

étudiés dans des zones non portantes et permettent l’orientation de cellules de la moelle 

osseuse vers une lignée osteoblastique (204).  

� Cellulose 

La cellulose constitue le polymère le plus abondant dans le monde et forme le principal 

constituant du bois et des parois cellulaires de plantes. La cellulose peut également être 

obtenue à partir d’algue ou par biosynthèse bactérienne. Il s’agit d’un homopolymère linéaire 

de glucose (C6H10O5) n  ou n peu varier de 500 à 5000. La cellulose est dégradable par des 

enzymes (205) et sa solubilité dans l’eau est dépendante de la longueur des chaînes. Elle est 

facilement manipulable et disponible sous différentes formes : sous formes d’éponges 
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membranaires, de microsphères, d’hydrogels etc.. La biocompatibilité de la cellulose et de ses 

dérivés est largement établie (206-209). La cellulose a été employée sous la forme de 

membranes et de gels pour l’ingénierie tissulaire osseuse (22,23,210) et du cartilage (24,211).  

V. Les polysaccharides d’origines marines 

   En recouvrant 70% de la surface de la terre, les océans offrent la plus grande 

biodiversité dans le monde, avec plus de 300 000 espèces décrites. L’environnement marin 

constitue ainsi une source de nouveaux composés et a été identifié comme le plus grand 

réservoir de molécules naturelles, restant à être évaluées pour leurs activités biologiques. Les 

molécules obtenues à partir d’organismes marins, divergent de celles obtenues à partir des 

organismes terrestres. En effet, les plantes, les animaux macroscopiques et les bactéries 

nécessitent une adaptation aux habitats marins extrêmement divers (sources hydrothermales, 

sources chaudes côtières, régions polaires, étangs hypersalins, aires tropicales et tempérées). 

Cette adaptation nécessite la production de molécules spécifiques et variées.  

C’est à partir des années 1950 que naît l’engouement pour les organismes d’origine 

marine avec la première substance biologiquement active d’origine marine à être isolé; une 

toxine nommée holothurine extraite d’un organisme marin Actinopyga agassizi avec des 

propriétés anti-tumorales chez la souris. Durant ces 40 dernières années, les plantes et les 

organismes marins ont été le centre d’intérêt des industries pharmaceutiques pour le 

développement de molécules bioactives (246,247). Un grand panel d’activités est décrit pour 

ces molécules, comme des activités antifongique, antituberculeuse, antiprotozoaire, 

antibactérienne, antivirale (248) et anti-tumorale (249,250). D’autres parts les polysaccharides 

issus de l’environnement marin comme les polysaccharides d’algues tels que les alginates, 

l’agar, l’agarose et les carraghénanes ou encore ceux isolés de l’exosquelette de crustacés 
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marins, comme la chitine et son dérivé chimique le chitosane, sont étudiés pour la réalisation 

de matrices en ingénierie tissulaire. 

La biodiversité de l'environnement marin et la diversité chimique qui lui est associée, 

constitue ainsi une ressource pratiquement illimitée de nouvelles substances actives pour le 

développement de produits bioactifs. Cet environement, représente égallement une source de 

molécules bioactives attendant d’être découvertes.  

V.1. Les sources hydrothermales    

   En 1977 une équipe de géologues américains, embarquée à bord du sous-marin 

« Alvin », découvre les sources hydrothermales profondes au large de l’équateur à plus de 

2500 mètres de profondeur (251). Ces sites hydrothermaux (Figure 16) sont caractérisés par 

des conditions de vie atypiques: hautes pressions, forts gradients de température (2°C à 

400°C),  forte teneur en éléments toxiques (métaux lourds, méthane, sulfures) et une absence 

totale de lumière. Des conditions que l’on imagine incompatibles avec la présence 

d’organismes vivants. Pourtant, l’exploration de ces fonds marins a permis de mettre en 

évidence une population d’organismes vivants divers. Leur existence et leur survie, reposent 

essentiellement sur la présence de bactéries chimiolithoautotrophes, capables de produire de 

la matière organique pour les organismes qui vivent en association avec ces bactéries. Les 

organismes de ces écosystèmes ont développé différentes stratégies d’adaptation. Ils 

présentent un répertoire de voies métaboliques et de biomolécules originales leur permettant 

de survivre dans des conditions extrêmes. La biotechnologie des extrêmophiles a pour objectif 

de rechercher et d’exploiter cette nouvelle ressource en biomolécules, notamment en 

enzymes, biopolymères et métabolites secondaires (252) . 
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V.2. Les bactéries des sources hydrothermales 

Les sources hydrothermales sont localisées majoritairement au niveau des endroits 

tectoniquement actifs du fond de l’Atlantique et du Pacifique. Les nombreuses campagnes et 

l’exploration des fonds marins hydrothermaux ont permis la construction d’une souchothèque. 

Elle a été réalisée à partir de différents prélèvements, effectués sur les substrats naturels 

comme les roches, les sédiments, des fragments de cheminées, les fluides et sur les tissus 

d’organismes invertébrés. Les souches bactériennes isolées à partir de ces sources sont 

capables de produire des enzymes ainsi que des polysaccharides avec des applications dans 

différents secteurs industriels tels que l’agro-alimentaire, la cosmétique, l’environnement  

(253) mais également dans le domaine de la santé (254,255). Un premier screening des 

bactéries capables de produire des exopolysaccharides (EPS) en condition de laboratoire (à 

température ambiante et pression atmosphérique) a été réalisé à partir des 1100 isolats 

collectés (21,256).  Les résultats ont montré 70 souches hétérotrophes, Gram négatif capables 

de produire des EPS. Actuellement, 20 polymères possédant des caractéristiques physico-

Figure 16 : A) Fumeurs des sources hydrothermales. B) Organismes rencontrés 

dans les écosystèmes hydrothermaux 
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chimiques innovantes ont été décrits (guezennec, 2002). Ils sont caractérisés par la présence 

d’acides uroniques et une masse moléculaire élevée (106g/mol).  

V.3. Les exopolysaccharides des sources hydrothermales 

La plupart des microorganismes synthétise plusieurs types de polysaccharides classés 

selon leur localisation dans la cellule. Les polysaccharides excrétés par la cellule sont appelés 

"exopolysaccharide" (EPS), ils sont soit libérés dans le milieu environnant, soit liés à la 

surface de la cellule formant un micro-environnement autour de celle-ci. Leur production peut 

avoir des intérêts multiples pour la bactérie. Ils peuvent jouer un rôle dans l’adhésion et la 

colonisation de certaines surfaces ou encore faciliter les interactions biochimiques entre les 

microorganismes et les cellules et tissus qui l’entourent. Les EPS peuvent également créer une 

barrière de protection pour la bactérie et piéger certains nutriments. L’utilisation des EPS 

bactériens en biotechnologie présente quelques avantages comparés aux EPS extraits 

d’animaux ou de plantes. Ces avantages sont essentiellement dus à leur production réalisable 

et contrôlable en laboratoire. Ils ne sont pas affectés par les aléas climatiques, écologiques et 

politiques pouvant modifier la qualité, le coût et l’approvisionnement de leurs homologues 

extraits d’algues ou de plantes. La préparation de produits à visée thérapeutique d’origines 

non animale permettrait ainsi d’éviter la présence d’éventuels agents de transmission non 

conventionnels (prions, virus) potentiellement présents dans les tissus de mammifères. Ils 

peuvent ainsi présenter une alternative à des produits déjà développés sur le marché 

pharmaceutique comme l’héparine, un agent anti-coagulant ou l’acide hyaluronique utilisé 

dans l’élaboration de biomatériaux ou directement injecté en viscosupplémentation dans le 

traitement de l’arthrose (ostenil®, Sinovial®, Structoviral®, Arthrum®,…). Le mode de 

production des EPS peut être optimisé en agissant sur les conditions de production en 

fermenteur (source de carbone, température, pH..). Pour finir, ces EPS ont une originalité, une 
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diversité de structure et une bio-activité qui leur sont propres. Ils ne ressemblent a aucune 

molécule commercialement disponible, laissant présager la découverte de nouvelles 

molécules thérapeutiques encore inexistantes, voir plus efficaces que celles actuellement 

disponibles.   

V.4. Production des exopolysaccharides marins 

La production d’un EPS débute par la mise en culture de la souche productrice de l’EPS 

d’intérêt sur milieu spécifique, suivi d’une mise en culture en fermenteur pendant 24 à 48h. 

Une centrifugation permet d’isoler les cellules bactériennes du milieu de culture contenant 

l’EPS. Il sera ensuite récupéré par précipitation à l’éthanol ou par ultrafiltration. L’EPS sera 

ensuite lyophilisée et caractérisé. Le rendement moyen d’une production d’EPS est de 4,5 g 

de produit par litre de culture. (Figure 17) 
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V.5. Modification des exopolysaccharides marins 

Les EPS marins peuvent avoir de nombreuses applications dans le domaine biomédical et 

en pharmacie. Néanmoins, les propriétés qui en découlent nécessitent des modifications 

physico-chimiques de ces derniers afin de répondre à des applications et des besoins bien 

spécifiques. De nombreuses stratégies de modification gagnent d’intérêt pour la 

transformation de polysaccharides d’origines marines. Au laboratoire de Biotechnologie et 

Molécules marine de l’Ifremer, trois types de modifications sont actuellement appliqués sur 

les EPS. Tout d’abord, la dépolymérisation, par voie radicalaire. Elle permet la coupure des 

chaînes polysaccharidiques et réduit ainsi la masse molaire. La dépolymérisation radicalaire 

permet d’obtenir des dérivés des EPS de faible masse molaire (<20 000 g/mol)  (257). La 

Figure 17 : Schéma de production d’un EPS marin en conditions de laboratoire 
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défonctionnalisation, est une méthode permettant d’éliminer des groupements fonctionnels 

(par exemple la N-désacétylation permettant d’obtenir un groupement NH2). Enfin pour 

terminer, la fonctionnalisation permet l’ajout de groupements fonctionnels sur les positions 

libres de la structure du polysaccharide comme les hydroxyles ou les amines. La 

fonctionnalisation par des groupements sulfates (sulfatations) est ainsi une des modifications 

d’un intérêt majeur apportant de nouvelles propriétés biologiques (GAGs mimétiques ou 

encore héparinomimétiques) (19,258). Les différentes réactions décrites peuvent être réalisées 

de façons indépendantes ou couplées. Les différentes réactions permettent d’obtenir toute une 

gamme de dérivés d’EPS, présentant des masses molaires et des taux de sulfatation différents 

et cela à partir d’un EPS de haute masse moléculaire. La taille ainsi que le taux de sulfate de 

chaque molécule peuvent ainsi être adaptés et permettent de cibler différentes applications en 

thérapeutiques.  

 V.6. L’exopolysaccharide HE800 

L’EPS HE800 est synthétisé par la souche Vibrio diabolicus (Raguenes et al. 1997) 

découverte lors de la campagne HERO réalisée en 1991 au niveau d’une faille de la côte 

Pacifique Est. Il s’agit d’un polysaccharide linéaire constitué de la répétition de 4 résidus 

osidiques: un résidu N-acétyl-glucosamine, un résidu N-acétyl-galactosamine et deux résidus 

d’acide glucuronique. Cet EPS de haute masse moléculaire de 1,4x105g/mol. Cette 

composition lui confère une analogie structurale avec un GAG non sulfaté connu, l’acide 

hyaluronique (Tableau 4 et Figure 18).  
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V.6.1. Activités biologiques de l’exopolysaccharide HE800 natif 

L’EPS HE800 présente une similarité de structure avec l’acide hyaluronique. L’acide 

hyaluronique est un  GAG présent dans la matrice extracellulaire. Il contribue de façon 

significative à la prolifération et à la migration des cellules. Du fait de sa similarité de 

structure avec l’acide hyaluronique, les propriétés de l’EPS HE800 natif ont été examinées 

pour des applications en ingénierie tissulaire. 

 HE800 Acide Hyaluronique 

Soufre (g/100g) 0 0 

Sucres acides (g/100g) 32 30 

Osamines (g/100g) 30 30 

polydispersité (Mw/Mn) 1,098 1,18 

Masse moléculaire (g/mol) 7,4x105 1,4x106 

Rayon de giration (nm) 70 117 

Tableau 4 : Comparaison de la composition de l’EPS HE800 avec un acide 

hyaluronique bactérien  

Figure 18 : Structures de l’EPS HE800 et de l’acide hyaluronique 
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Une première étude a permis d’évaluer l’effet de l’EPS HE800 comme biomatériaux sous 

sa forme native à des fins de reconstruction osseuse. Des défauts de taille critique au niveau 

de calvaria de rat ont été comblés avec l’EPS HE800 sous sa forme native, sans modification 

préalable. Les résultats de cette étude montrent une cicatrisation osseuse après 15 jours avec 

un os reformé ainsi qu’une résorption de l’EPS par les tissus environnants (Zanchetta et al. 

2003). L’acide hyaluronique est l’un des glycosaminoglycanes principaux de la matrice 

extracellulaire. Dans ce contexte, l’effet de l’EPS HE800 sur des fibroblastes dermiques et sa 

capacité à favoriser la reconstruction d’une matrice extracellulaire ont été explorés. L’EPS 

HE800 permet une stimulation et une mobilisation des fibroblastes dermiques avec une 

accélération de la fibrillation collagénique, ceci favorisant la reconstruction de la matrice 

extracellulaire du tissu conjonctif (Senni et al., Brevet FR2894146-A1,2007). Une troisième 

étude présente l’EPS HE800 comme un produit de régénération pour l’ensemble des tissus qui 

constituent la dent (le parodonte). De façon similaire à l’étude précédente, l’EPS HE800 

permet une stimulation de la prolifération et une mobilisation des fibroblastes, accélérant de 

ce fait la restructuration des tissus conjonctifs (Senni et al., Brevet FR2894147-A1, 2007).  

V.6.2. Activités biologiques de l’exopolysaccharide HE800 modifiés 

Les EPS HE800 de bas poids moléculaire (dépolymérisés) et sulfatés (fonctionnalisation) 

est capable de stimuler la prolifération des fibroblastes, d’inhiber la sécrétion des médiateurs 

solubles ou cytokines ainsi que des métalloprotéases matricielles proinflammatoires par les 

fibroblastes. A cela s’ajoute une capacité de stimulation de la prolifération des fibroblastes au 

détriment des myofibroblastes, à inhiber la voie classique du complément et à stimuler 

sélectivement la prolifération des cellules médullaires à vocation mésenchymateuse au 

détriment d’autres sous populations dans une population hétérogène de cellules. (Brevet 

N°0505740 Senni K et al, 2005). 
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V.7. L’exopolysaccharide GY785 

L’EPS GY785 est synthétisé par la souche Alteromonas infernus  (Raguenes et al. 1997), 

isolée lors de la campagne Guaynaut en 1991. Contrairement à l’EPS HE800, l’EPS GY185 

est plus complexe et ramifié, sa séquence répétitive est un nonasaccharide (Roger et al. 2004) 

(Figure 19). Il est composé d’oses neutres et d’oses acides et présente la particularité de 

contenir 3% de soufre à l’état natif. Sa masse moléculaire de 1,4X107 g/mol est légèrement 

plus élevée comparée à celle de l’EPS HE800 (Tableau 5). A ce jour, il n’existe aucun 

analogue structural connu à cette EPS.                       

 

 

 

 

 

 

 

 

 

               

 

 

 

Figure 19: Structure de l’EPS GY785 
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 GY785 

Soufre (g/100g) 3,2 

Sucres acides (g/100g) 22 

Sucres neutres (g/100g) 45 

Polydispersité (Mw/Mn) 1,18 

Masse molaire (g/mol) 1,4 x 106 

Rayon de giration (nm) 117 

 

 

V.7.1. Activité biologique de l’EPS GY785  natif 

Aucune étude sur les propriétés biologiques de l’EPS GY785 sous sa forme native n’a été 

réalisée avant cette thèse, contrairement aux EPS de bas poids dérivés de celui-ci. 

V.7.2. Activité biologique du GY785 modifié 

Des dérivés de faible masse molaire (25 000 g/mol) ont été réalisés à partir du 

polysaccharide GY785 natif puis resulfatés (20-40%). Les EPS GY785 modifiés ont montré 

les mêmes activités impliquées dans les processus de régénération tissulaire que l’EPS HE800 

modifiés. (Senni et al., Brevet FR2871476-A1, 2005).  

D’autre part, l’activité anticoagulante de ces EPS GY785 modifiés a été étudiée et met en 

évidence une capacité de l’EPS sulfaté à 40% à inhiber la coagulation sanguine en agissant 

principalement sur la thrombine, enzyme clé de la coagulation par l’intermédiaire de ses deux 

inhibiteurs naturels présents dans le plasma humain. L’activité anticoagulante est inférieure à 

celle des héparines non fractionnées et de bas poids moléculaire  (Colliec-Jouault et al., 2001). 

Tableau 5 : Composition de l’EPS GY785 
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Par ailleurs, ces dérivés de l’EPS GY785 hautement sulfatés et de faible masse molaire 

modulent l’angiogenèse. Les études menées par Matou et al. en 1995 montrent qu’un dérivé 

de l’EPS GY785 a la capacité de moduler in vitro l’angiogenèse en favorisant la formation de 

tubes vasculaires en matrigel par la potentialisation de l’effet des facteurs proangiogènes 

FGF-2 (Fibroblast Growth Factor-2) et VEGF (Vascular Endothelial Growth Factor) (Matou 

et al, 2004 ; Matou et al., Brevet FR2871379-A1, 2004). Les dérivés de faible masse molaire 

sulfatés de l’EPS GY785 sont ainsi assimilés à des héparino-mimétiques. L’héparine est un 

polysaccharide sulfaté extrait de la muqueuse de mammifères avec la capacité de se lier à des 

facteurs de croissances (HBGF : Heparine-binding growth factor) cependant cette molécule 

présente de nombreuses limites pour une utilisation en thérapeutique (origine animale, 

allergie, complication hémorragique).  

V.8. Conclusion sur les exopolysaccharides marins  

La diversité structurale des EPS GY785 et HE800 leurs confère de nombreuses activités 

biologiques allant du domaine de l’ingénierie tissulaire aux mécanismes de la coagulation 

sanguine. Ces deux EPS à l’état natif de par leur structure et leur composition peuvent être 

assimilés à des GAGs mimétiques. L’ensemble des résultats obtenus lors des premières études 

menées sur les EPS marins HE800 et GY785, ainsi que leurs structures en font de bons 

candidats pour contrôler l’activité cellulaire (prolifération, différenciation et migration). Ces 

EPS marins, produits par des bactéries issues de milieux extrêmes, présentent des structures 

originales et pourraient être exploités directement ou en association avec des biomatériaux en 

régénération tissulaire.  
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I. Problématique 

Tout matériau destiné à être implanté dans le corps humain ou à être en contact avec des 

fluides biologiques doit répondre à des normes de stérilisation spécifiques aux produits 

médicaux. Dans le cadre de l’ingénierie tissulaire, le développement de matrices 

extracellulaires artificielles doit répondre à un cahier des charges strict dont la stérilisation 

constitue une étape clé. En effet, les méthodes de stérilisation doivent être sélectionnées 

scrupuleusement pour ne pas affecter les propriétés physiques, mécaniques et biologiques des 

matrices et des molécules les composants.  

La stérilisation consiste à soumettre un produit à un traitement approprié de façon à détruire 

tous les microorganismes qu’il contient. Dans le cas des matrices destinées à être implantées, 

la stérilisation peut s’opérer de deux manières :  

- soit avant la réalisation de la matrice, c'est-à-dire que chaque composé entrant dans la 

construction de la matrice sera stérile au moment de son utilisation,  

- soit après sa réalisation, c'est-à-dire lorsque la matrice sera sous sa forme solide finale. 

 Dans le cadre de nos travaux, nous disposons d’un hydrogel constitué d’un dérivé de la 

cellulose, l’hydroxylpropyl méthylcellulose silanisée (HPMC-Si) au sein duquel nous 

souhaitons insérer des polysaccharides marins de haute masse, afin d’augmenter les propriétés 

mécaniques et biologiques de la matrice initiale. L’hydrogel d’HPMC-Si est obtenu par 

l’association de deux solutions : une solution basique visqueuse contenant l’HPMC-Si, avec 

une solution tampon acide. Le mélange des deux solutions permet d’obtenir une solution 

injectable qui gélifiera in situ. La stérilisation de la matrice ne peut donc s’effectuer qu’avant 

sa réalisation, car elle aura atteint son état final rigide une fois implantée.  
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Les polysaccharides sont des molécules dont les propriétés biologiques sont directement 

liées à leur structure moléculaire, c'est-à-dire leur taille moléculaire, leur polydispersité ainsi 

que leur composition osidique. La structure osidique des polysaccharides se présente sous la 

forme d’une séquence répétitive plus ou moins complexe (différents types de liaisons 

osidiques, présence de substituants, existence de ramifications…). Chaque polysaccharide 

présente ainsi une composition osidique caractéristique. Certains polysaccharides, comme les 

alginates et les dérivés de la pectine, sont sensibles à la chaleur et l’humidité qui peuvent 

modifier leurs propriétés physiques et plus rarement leurs propriétés chimiques (259,260). 

Pour les alginates, une hausse de la température peut induire une dégradation acide 

intramoléculaire, ce qui conduit à la réduction significative de leurs poids moléculaire (261). 

D’autres polysaccharides comme les dérivés de cellulose restent stables après chauffage et 

peuvent former des gels physiques thermoréversibles grâce à la formation d’intéractions 

hydrophobes entre les groupes de méthyl. Des études antérieures menées au laboratoire ont 

permis de déterminer que les deux solutions entrant dans la composition de l’hydrogel 

d’HPMC-Si pouvaient être stérilisées par une méthode conventionnelle à la vapeur d’eau 

(121°C, 20mn) sans entraîner de modification de leur propriété physico-chimique (262). 

Cependant, le même traitement appliqué aux polysaccharides marins suspectés 

thermosensibles, engendre des changements physico-chimiques importants, comme un 

jaunissement des produits et des modifications au niveau de leur poids moléculaire et de leur 

viscosité. Les polysaccharides marins ne peuvent donc pas être stérilisés par des méthodes 

conventionnelles. Dans ce contexte, nous nous sommes intéressés à d’autres méthodes de 

stérilisation comme l’oxyde d’éthylène, le plasma froid et les rayonnements gamma et béta. 

Cette étude a pour objectif de sélectionner la méthode de stérilisation la plus appropriée pour 

les polysaccharides marins de haute masse. En ce sens nous avons évalué différents 
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paramètres physiques (propriétés rhéologiques, masse moléculaire, polydispersité) et 

chimique (structure) des polysaccharides après stérilisation.  
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II. Résumé 

Stérilisation d’exopolysaccharides produits par des bactéries des fonds marins : impact sur 

leur stabilité et leur dégradation 

 

Les polysaccharides sont des macromolécules thermosensibles. Les modifications induites 

peuvent être réversibles pour certains polysaccharides et irréversibles pour d’autres, 

provoquant pour ces derniers une dépolymérisation due à une hydrolyse acide 

intramoléculaire. Les propriétés physiques du polysaccharide sont ainsi modifiées. La 

faisabilité de production des exopolysaccharides par des bactéries marines Vibrio diabolicus 

et Alteromonas infernus a été démontrée précédemment, par la production de lots pilotes de 

plusieurs centaines de grammes.  L’objectif de cette étude a été de déterminer une méthode de 

stérilisation autre que la chaleur, la plus appropriée pour ces polysaccharides et en accord 

avec les exigences des procédés de fabrication. Des méthodes chimiques utilisant des gaz à 

température modérée comme l’oxyde d’éthylène à 45°C et les plasmas froids ont été 

comparées aux méthodes de stérilisation utilisant des radiations comme les rayons gamma et 

beta. Les changements des propriétés à la fois chimiques et physiques des exopolysaccharides 

stérilisés ont été analysés. L’utilisation de l’oxyde d’ethylène peut être recommandée pour la 

stérilisation de ces polysaccharides, avec un faible impact sur leurs propriétés rhéologiques et 

physico-chimiques. Ce procédé de stérilisation à faible température est efficace et répond aux 

exigences des normes de stérilité, en ayant l’avantage d’être applicable au processus de 

fabrication de l'industrie pharmaceutique. 

 



 

 

Sterilization of Exopolysaccharides Produced by Deep-Sea 
Bacteria: Impact on Their Stability and Degradation 

Emilie Rederstorff 1,2, Ahmed Fatimi 2, Corinne Sinquin 1, Jacqueline Ratiskol 1,  
Christophe Merceron 2, Claire Vinatier 2, Pierre Weiss 2, Sylvia Colliec-Jouault 1,* 

 

 

 

1 IFREMER, French Research Institute for Exploitation of the Sea, Laboratory of 

Biotechnology and Marine Molecules, Rue de l’Ile d’Yeu, BP 21105, 44311 Nantes Cedex 

03, France;  

E-Mails: Emilie.Rederstorff@ifremer.fr (E.R.); Corinne.Sinquin@ifremer.fr (C.S.); 

Jacqueline.Ratiskol@ifremer.fr (J.R.); Sylvia.Colliec.Jouault@ifremer.fr (S.C.J.) 

 

2 INSERM UMRS 791, University of Nantes, Laboratory of Osteo-Articular and Dental 

Tissue Engineering, School of Dental Surgery, 1 Place Alexis Ricordeau, 44042 Nantes 

Cedex 1, France; E-Mails: ahmed.fatimi@univ-nantes.fr (A.F.); 

christophe.merceron@univ-nantes.fr (C.M.); claire.vinatier@sante.univ-nantes.fr (C.V.); 

pweiss@sante.univ-nantes.fr (P.W.) 

 

Keywords: marine biotechnology; polysaccharides; sterilization procedures; 

characterization; molecular weight distribution; rheology 

 

 

 

 



 

 

* Author to whom correspondence should be addressed; E-Mail: 

Sylvia.Colliec.Jouault@ifremer.fr; Tel.: +33-2-4037-4093; Fax: +33-2-4037-4071. 

 
Abstract:  

Polysaccharides are highly heat-sensitive macromolecules, so high temperature treatments are 

greatly destructive and cause considerable damage such as a great decrease in both viscosity 

and molecular weight of the polymer. The technical feasibility of the production of 

exopolysaccharides by deep-sea bacteria Vibrio diabolicus and Alteromonas infernus was 

previously demonstrated using a bioproduct manufacturing process. The objective of this 

study was to determine which sterilization method, other than heat sterilization, was the most 

appropriate for these marine exopolysaccharides and was in accordance to bioprocess 

engineering requirements. Chemical sterilization using low-temperature ethylene oxide and a 

mixture of ionised gases (plasmas) was compared to the sterilization methods using gamma 

and beta radiations. The changes to both the physical and chemical properties of the sterilized 

exopolysaccharides were analysed. The use of ethylene oxide can be recommended for the 

sterilization of polysaccharides as a weak effect on both rheological and structural properties 

was observed. This low-temperature gas sterilizing process is very efficient giving a good 

Sterility Assurance Level (SAL) and is also well suited to large-scale compound 

manufacturing in the pharmaceutical industry. 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

1. Introduction 

Carbohydrates, particularly those found on cell surfaces, play critical biological roles such 

as glycoconjugates or proteoglycans and especially their polysaccharidic chains called 

glycosaminoglycans. The discovery of the biological importance of these carbohydrates 

marked the beginning of glycobiology, glycomics, carbohydrate-based drug discovery and 

glycomimetic drug development [1,2]. Bacterial exopolysaccharides (EPS) serve distinct 

biological functions, one of the more important functions of EPS involves adhesion of cells to 

natural and artificial surfaces. EPS immobilize biofilm cells and keep them in close proximity, 

thus allowing for intense interactions, including cell-cell communication [3-5].  

The recent development of powerful bacterial engineering tools, such as large-scale 

fermenters, allows the production of bacterial polysaccharides at a viable economic cost. 

Consequently the replacement of polysaccharides of mammalian or plant origin by microbial 

polysaccharides produced by biotechnological processes (such as alginate, heparin precursor, 

hyaluronic acid…) is possible [6-8]. The marine realm is a rich and largely untapped resource 

of products that are of potential interest for drug discovery [9-13]. Biopolymers from marine 

prokaryotes offer significant structural diversity with novel material and biological properties. 

Biologically active glycopolymers derive their action from their molecular structure; 

including molecular size, polydispersity and repeating unit features varying in size, stucture, 

linkages, and carried substituents. When sulphated, carbohydrates may be 

glycosaminoglycan-like components that exhibit many interesting properties with potential 

medical applications [14,15]. 

Deep-sea hydrothermal vents discovered 30 years ago are a new source of a wide variety 

of fascinating microorganisms that are well-adapted to these extreme environments, [16]. The 

screening of a large number of isolates obtained from different oceanographic cruises led to 

the discovery of new species able to produce unusual EPS [17]. Among them, the first species 



 

 

of Vibrio to be isolated from such an extreme environment was a mesophile Vibrio diabolicus 

that secretes a linear EPS with a tetrasaccharide repeating unit showing some resemblance to 

hyaluronic acid (Figure 1) [18,19]. This high-molecular-weight HE800 EPS (8 x 105 g/mol) 

secreted by Vibrio diabolicus exhibits interesting biological activities useful for increasing 

bone formation. HE800 EPS was evaluated on the restoration of bone integrity in an 

experimental animal model and was demonstrated to be a strong bone-healing substance 

without inducing any inflammatory reaction [20]. Another new mesophilic species, 

Alteromonas infernus, produces a branched high-molecular-weight GY785 EPS (1.5 x 106 

g/mol) with a nonasaccharide repeating unit (Figure 1) [21,22]. Low-molecular-weight 

oversulphated derivatives from GY785 EPS were isolated in order to obtain heparin-like 

compounds. These derivatives had anticoagulant [23] and proangiogenic properties [24]. 

The aim of this study is to select an appropriate sterilization method, which is a crucial step 

for biomedical purposes, to improve the biotechnological processing of these two marine 

bacterial EPSs. For many natural products, downstream processing involves several critical 

steps such as isolation, purification, sterilization and drying, etc. The yields of these two EPSs 

are relatively high, ranging from 1 to 6 g/l of culture medium. They both can be produced on 

an industrial scale with very good yields and competitive total costs. As the sterilization 

process may affect the physical and chemical properties of the product and also induce loss of 

biological activity, finding suitable sterilization methods remains a challenge, especially for 

both heat and moisture sensitive molecules such as polysaccharides. The destructive effect of 

heating on polysaccharides is well described [25,26]. Therefore in this study, we selected 

other sterilization methods such as ethylene oxide or EO, radiation by gamma and beta rays 

and cold plasmas in order to evaluate the most appropriate sterilization procedure for the 

linear HE800 and branched GY785 EPSs.  



 

 

Chemical sterilization by EO or cold plasma is effective in killing or eliminating a wide 

range of pathogens (such as fungi, bacteria, viruses, spore forms, etc) and provides a good 

sterility assurance level (SAL set at 10-6 means there is a one-in-a-million chance that a live 

microbe is in the sterilized material). The use of gas or liquid chemical sterilizers avoids the 

problem of heat damage but often this can present some health and environmental risks [27]. 

Sterilization methods using radiation, such as gamma and beta rays, are very good methods 

for achieving a high SAL. In many cases, the required SAL can be achieved by using a 

uniform treatment dose of 25 kgy (2.5 Mrad), as recommended by pharmacopoeia [28]. The 

moderate use of EO is due to its well-known health effects. Strict regulations have been 

established concerning EO sterilization. Hospitals nevertheless choose this method because 

they can get the best possible SAL with EO and high throughput. 

Figure 1. Repeating units of marine bacterial polysaccharides produced by 

Vibrio diabolicus (HE800 EPS) and Alteromonas infernus (GY785 EPS) as previously 

described by Rougeaux et al, 1999 and Roger et al, 2004 , respectively. 
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2. Results and Discussion 

2.1. The rheological and viscous properties of polysaccharides 

The rheological measurements show non Newtonian pseudoplastic behaviour of both non 

sterilized HE800 and GY785 polymer solutions (Figure 2). The EO sterilization decreased 

slightly the HE800 EPS viscosity and did not affect the rheological properties of the GY785 

EPS. For the untreated HE800 EPS solution, the limiting Newtonian viscosity 0η  was 0.14 

and after sterilization treatments 0.08, 0.06, 0.01 and 0.01 Pa.s for the EO, cold plasma (CP), 

beta and gamma sterilizations, respectively. The limiting Newtonian viscosity 0η  calculated 

with the cross equation showed 8 Pa.s for the non sterilized GY785 EPS, 15 Pa.s after EO 

sterilization, 0.2, 0.04 and 0.03 Pa.s after beta, gamma and CP sterilizations, respectively. 

For the HE800 EPS solution, EO and CP sterilizations decreased the viscosity from about 

one order of magnitude and maintained the pseudoplastic typical shape of polymer curves. 

With beta and gamma irradiations at the dose of 15 kGy (1.5 Mrad), the viscosity decreased 

dramatically with a Newtonian behavior characteristic of water or small molecules in water 

solution. 

Figure 2. Flow curves of the untreated (control) and treated EPS in water solutions at 

25°C. (a) HE800 EPS produced by Vibrio diabolicus (1.5% w/w). (b) GY785 EPS 

produced by Alteromonas infernus (1.25% w/w). 
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The EO sterilization of GY785 EPS increased the 0η twofold but it remained with the same 

order of magnitude. EO probably interacts with the branched macromolecule even if the 

residual amount of EO after desorption is very low (10 ppm), but the curve was the same as 

that obtained for untreated EPS and in a logarithmic scale both untreated and treated EPSs 

showed very similar behavior. Surprisingly, no increase was observed for the linear HE800 



 

 

EPS whereas the residual amount of EO after desorption was higher (30 ppm). No data were 

found in literature to explain this unpredictable effect on the viscosity. Clearly, a Newtonian 

plateau observed at low shear rates is followed by a shear-thinning behavior for the non 

sterilized macromolecules [29]. At high shear rate the viscosity shows a power-law 

dependence with the shear rate. After beta sterilization at the dose of 15 kGy (1.5 Mrad), 

GY785 EPS is always a macromolecule because the curve shows 2 parts. For first one, under 

10 s-1 , the viscosity stay constant with increase of the shear rate. After a critical shear rate, we 

have always a decrease of the viscosity due to alignment of the macromolecules in the flow. 

The slope of this second part of the curve is less pronounced than the second part of the other 

curves obtained for non sterilized GY785 EPS and EO sterilized GY785 EPS (Fig. 2b). This 

pseudoplastic behaviour is very common in case of macromolecular solutions [30-31]. It is 

less pronounced after beta sterilization than the non-sterilized or EO sterilized 

macromolecules with a decrease of the value and the extent of the Newtonian plate, under 10 

s-1. These flow modifications suggest a degradation of the macromolecules, but not complete 

[32]. In the cases of CP and gamma sterilizations,0η were very low with a decrease of about 

three orders of magnitude for GY785 EPS and showed a linear curve of Newtonian solution 

characteristic of small molecules in solution. GY785 EPS was highly degraded by these two 

sterilization procedures. 

This rheological data suggests that irradiation, even at the dose of 15 kGy (1.5 Mrad), is 

not a good method for the sterilization of HE800 and GY785 polysaccharides tested. CP can 

be used for sterilization of  HE800 EPS based on its slight loss of viscosity in comparison to 

the large loss of viscosity for GY785 EPS. 

 

 



 

 

2.2. Molecular weight and polydispersity of polysaccharides 

The weight-average molecular weight (Mw) was determined for each treated EPS sample 

and compared to untreated (or native) EPSs (8 x 105 and 1.5 x 106 g/mol for HE800 and 

GY785 EPSs, respectively). All sterilization methods induced a decrease in the weight-

average molecular weight compared to native products (Figure 3). Irradiation methods and 

especially gamma rays induced the highest decrease in both EPSs (< 2.5 x 105 g/mol). A less 

decrease was observed for cold plasma treatment, but the weakest impact on molecular weight 

was obtained when the EPSs were treated by EO. In the case of the linear HE800 EPS, a 

molecular weight of 6.5 x 105 compared to 8 x 105 was obtained and with the highly branched 

GY785 EPS, 1.1 x 106 compared to 1.5 x 106 g/mol. The advantage of a multi-angle laser 

light scattering (MALLS) detection consists in an additional possibility to determine 

dimensions of dissolved polymer in terms of gyration radius Rg from the angular dependence 

of scattered light. A decrease of the radius of gyration Rg was also obtained in treated EPSs, 

irradiation treatment gave the greatest decrease (< 40 nm compared to 55 and 112 nm for 

native HE800 and GY785 EPSs, respectively). This data could suggest a discrepancy between 

the weak effect observed on rheological properties and the reduction in molecular weights for 

both EPSs, especially in the case of the EO treatment. This discrepancy could be explained by 

the concentrations of the EPSs in the rheological measurement and molecular weight 

determination methods (>1% w/w and 0.2% w/w, respectively) as they are not of the same 

range. In a concentrated polymer solution, both intra- and intermolecular interactions are 

higher than in diluted polymer solution [32]. EO sterilization had a weaker impact than the 

other sterilization methods on the radius of gyration Rg, 44 and 86 nm for the treated HE800 

and GY785 EPSs, respectively. Our data show that there is a molecular weight dependence of 

the radius of gyration. Because the Rg is related to the volume occupied by the molecule in a 



 

 

solution, the relationship between Rg and Mw suggests that the untreated and treated 

polysaccharides have similar structures or patterns [33]. 

Figure 3. Weight-average molecular weight (Mw) of the untreated (control) and treated 

EPSs. (a) HE800 EPS produced by Vibrio diabolicus. (b) GY785 EPS produced by 

Alteromonas infernus. 
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These results were confirmed by the electrophoretic patterns of treated EPSs (Figure 4). 

This methodology was not used to determine the molecular weight of the polysaccharides but 

to observe the changes in the dispersity of chain sizes for the treated polysaccharides 

compared to the untreated ones. The molecular weight was previously determined by 

SEC/MALLS analyses. As often observed for high molecular weight polysaccharides, 

contrary to proteins for which distinct bands are obtained, the polysaccharides separate into 

smears and consequently it is difficult to obtain a good staining intensity. All EPSs treated 

with gamma and beta rays presented a narrower pattern with greater mobility than the native 

product, and especially for linear HE800 EPS. GY785 EPS treated with beta rays presented 

two distinct spots with different mobilities. The spot with greater mobility represented the 

majority of the polysaccharidic chains. The migration patterns of EPSs treated with EO were 

very similar to their respective native EPSs, showing a broad smear suggesting a polydisperse 

EPSs. 

The decrease in the molecular weight of some polymers and polysaccharides is well 

described. At increased temperature even in the absence of water, polymer degradation 

occurred [34]. Water soluble polysaccharides are very sensitive to chemical and physical 

parameters. Degradation mechanisms include acidic hydrolysis, oxidative reductive 

depolymerisation (ORD) and β-elimination. Only at room temperature and in a dry place, 

polysaccharides are stable and preserved against depolymerisation and storage [26,34]. 

Contrary to the conventional methods such as dry or moist heat sterilization that cause 

degradation and hydrolysis, radiation sterilization such as beta and gamma rays have become 

a very popular procedure. Nevertheless, if irradiation sterilization has been the method of 

choice for medical devices and gives very good results for food applications (spices, ground 

meats, etc), this recent method has some limitations especially on therapeutic agents and 

polymers. The radiation generally interacts with polymers. Two major mechanisms of 



 

 

degradation occur: chain scission which reduces the molecular weight and some 

rearrangement of network structure or cross-linking which results in the formation of large 

three-dimensional networks. In the case of the bacterial EPSs examined in this study, the first 

mechanism occurs in the same way as described for hyaluronic acid in which glycosidic 

cleavage is the most widely observed consequence of radiation action on it [35-37]. 

Gas plasma technology is an alternative sterilization method to circumvent the limitations 

of traditional instruments. It is a new method for the sterilization of heat-sensitive substances. 

The plasmas used for sterilization are ionised gases (O2, N2, H2, air…). UV photons emitted 

by excited species produce the direct destruction of a wide range of microorganisms by UV 

irradiation and reactive species but they can induce chemical reactions [27-38]. Some recent 

studies describe the effect of gas plasma sterilization on polymers. In the case of 

polyethylene, no changes in chemical composition of the polymer due to the hydrogen 

peroxide sterilization process was observed [39]. On the other hand, exposure to a gas plasma 

sterilization process using hydrogen peroxide resulted in significant degradation in based 

polyurethane elastomer [40]. In our experiment, a mixture of gases composed of O2 and N2 

was used to sterilize EPSs. Both EPSs were severely depolymerised by this cold plasma 

treatment. 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

Figure 4. Electrophoretic migration of the untreated (control) and treated EPSs: 1- 

Control; 2- EO; 3-Control; 4- Gamma 15; 5- Gamma 25; 6- Control; 7- Beta 15; 8- Beta 

25; 9- Control; 10 CP. (a) HE800 EPS produced by Vibrio diabolicus. (b) GY785 EPS 

produced by Alteromonas infernus.  
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Like gas plasma, EO gas is commonly used to sterilize objects sensitive to temperatures 

greater than 60 °C, such as plastics. EO treatment is generally carried out between 30-60 °C 

with relative humidity above 30%. This  is a simple method and is very convenient for 

sterilization on an industrial scale. Marreco et al. [41] compared different sterilization 

methods and showed that EO can be considered the most adequate sterilizing agent for 

chitosan membranes as it preserves morphology, mechanical properties and cytotoxicity of 

this kind of membrane. In 2002, Barbucci et al [42] also evaluated different sterilization 

methods for hyaluronic acid hydrogel used in the treatment of osteoarthritis. They noted that 

EO and gamma rays do not modify the characteristics of the hydrogel, in terms of swellability 

nor they destroy the network structure of the hydrogel. On the contrary, gamma ray 

sterilization induces breakage of this linear polysaccharide. The glycosidic cleavage described 

for hyaluronic acid is also observed for both HE800 and GY785 EPSs. The most appropriate 

method in this study seems to be EO sterilization which causes less damage in terms of 

molecular weight reduction than the other methods tested. 

 

2.3. Chemical characterization 

The Fourier transform infrared spectroscopy (FTIR) analysis was applied to detect 

chemical modifications on treated samples. The FTIR spectra did not show important 

chemical modifications on all treated samples, even on irradiated samples (Figure 5). In figure 

5(a), the FTIR spectra of the native and gamma ray treated HE800 EPS were very similar and 

no difference was observed in the most representative signals. Both spectra exhibited a broad 

O-H stretching band at 3400-3200 cm-1, a minor C-H stretching band at 2900 cm-1, a large 

absorption band at 1630-1650 cm-1, an intensive absorption band at 1050 cm-1 assigned to the 

C-O and C-O-H vibrations and a specific broad absorption band at 1550 cm-1 associated with 

N-H stretching vibration. In figure 5(b), a few differences were observed between the native 



 

 

and gamma ray treated GY785 EPS. The spectrum of the treated EPS exhibited an O-H 

stretching band less broad than the native EPS, a weak shoulder observed at 1550 cm-1 for the 

native EPS was not present in the irradiated EPS. The well-known carbohydrate bands 

between 1000 and 1200 cm-1 were found in both spectra as well as the ester sulphate bands at 

1250 cm-1 and carboxylate bands at 1450 and 1610 cm-1. 

Using this spectroscopic technique, no significant chemical modifications were observed in 

all treated samples. Very little data was found in the literature on FTIR analysis used to detect 

chemical modifications to products after sterilization, especially in polysaccharides. This 

analysis can be applied to detect oxidation or crosslinking processes [43]. The oxidation of 

ultra-high molecular weight polyethylene after supercritical CO2 sterilization was analysed by 

this spectroscopic technique, and no effect on the chemical integrity of this material was 

detected [44]. In our study none of these processes seems to have occurred, suggesting only a 

structural modification to the size or molecular weight of the polysaccharidic chains. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

Figure 5. FTIR spectra of the untreated (control) and treated EPSs by gamma rays at the 

dose of 15 kGy: control ( ) and gamma ( ). (a) HE800 EPS produced by Vibrio 

diabolicus; (b) GY785 EPS produced by Alteromonas infernus.  
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2.4. Sterility of polysaccharides 

For all the different types of sterilization methods tested, after 48 hours of incubation on 

PCA medium at 37 °C, the number of total bacteria/gram of treated EPS was zero, compared 

to 2 x 106 and 103 total bacteria/gram for untreated HE800 and GY785 EPSs, respectively 

(data not shown). According to the results obtained, the two treated EPSs were effectively 

sterilized by all sterilization methods used (ethylene oxide, radiation by gamma and beta rays 

and cold plasma). 

2.5. Toxicity of polysaccharides 

The Immediately Dangerous to Life and Health level (IDLH) for EO is 800 ppm. The 

concentration found in both HE800 and GY785 EPSs was below 30 ppm. This concentration 

can be further reduced by increasing the desorption time or the period of post-sterilization 

aeration to remove toxic residues. The cytotoxicity of the EPSs treated with EO was evaluated 

on primary articular cartilage cells (Figure 6). In our experiment, neither EPSs treated with 

EO showed any cytotoxicity to the cells at the concentration used. 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

Figure 6. Cytotoxicity of the HE800 and GY785 EPSs treated by ethylene oxide. Cells 

were cultured during 24, 48 and 72 hours without (control) or with 100 µg of treated 

EPS or with Actinomycin-D (control for cytotoxicity) per well. Values are mean+SD of 

4 experiments. 

 

 

3. Experimental 

3.1. Materials 

HE800 and GY785 exopolysaccharides (EPS) were purchased from Seadev-FermenSys 

SAS (France). HE800 and GY785 EPSs were obtained from the deep-sea, mesophilic, 

aerobic, and heterotrophic bacteria Vibrio diabolicus, Alteromonas infernus, respectively. For 

the meaning of the EPS names, the letters HE and GY are the abbreviation of the name of the 

oceanic cruises: HERO and GUAYNAUT, respectively. The meaning of the numbers is the 

sample number given during the cruise. The isolation procedure and characteristics of the 

HE800 Vibrio diabolicus and GY785 Alteromonas infernus strains and also the production, 



 

 

purification and characterization of  the HE800 and GY785 EPSs were previously described 

[18-21]. The purities of the final products (HE800 EPS and GY785 EPS) were estimated to be 

> 80%, they are hygroscopic so they may contain in dry state from 10 to 20% of water (w/w) 

and are mainly in sodium salt form (Na: 4%;Ca: 1%) [45-46]. 

3.2. Sterilization procedures 

Different types of sterilization methods were tested for polysaccharides. These include 

widely-used sterilization methods, such as radiation and ethylene oxide, as well as less 

conventional methods, such as gas plasmas. 

3.2.1. Ethylene oxide 

Ethylene oxide sterilization was performed by Stérylène, Groupe IONISOS (Gien, France) 

on lyophilized polysaccharides. The samples were exposed to ethylene oxide with a 

concentration of 700 mg/l for 250 min at 50 mbar pressure and a temperature of 45 °C with a 

relative humidity of 45% followed by desorption treatment in order to remove the residual 

ethylene oxide. After treatment, the amount of residual ethylene oxide was quantified for each 

polysaccharide by Stérylène. 

3.2.2. Radiation 

Sterilization using radiation by gamma rays (with cobalt-60 as source) and beta rays (by 

electron beam) was performed at different doses (15 and 25 kGy) on lyophilized 

polysaccharides by Groupe IONISOS, Sablé-sur-Sarthe and Orsay (France), respectively. The 

dose of 25 kGy (2.5 Mrad) is usually recommended by pharmacopoeia and the dose of 15 

kGy (1.5 Mrad) was tested to check whether the sterilization was sufficient without inducing 

important degradation of the EPSs. 



 

 

3.2.3. Cold plasmas 

The cold plasma sterilization was done by CRITT MDTS, Charleville-Mézières (France). 

The lyophilized polysaccharides were sterilized using a mixture of ionised gases (plasmas) 

composed of O2 (20%) and N2 (80%) during 1 hour. 

3.3. Characterization of marine polysaccharides 

3.3.1. Steady shear and dynamic oscillatory measurements 

Rheological measurements were performed using the Rheo Stress 300 rheometer 

(ThermoHaake®, Germany) with titanium cone-plate geometry (60 mm diameter, 1° cone 

angle, 52 µm gap). Steady shear tests were carried out at 25 °C on different polymer solutions 

according the studied polymer (1.5% w/v for HE800 EPS and 1.25% w/v for GY785 EPS) 

before and after sterilization. The operating shear rate ranged from 0.1 to 9000 s-1. Different 

flow curves were fitted and extrapolated to lower shear rates by the Cross equation, [47]. 

n)(1
0

γλ
ηη

&+
=  (1)  

where η (Pa.s) is the viscosity at a given shear rate γ&  (s-1); λ is the structural relaxation 

time (s); n is the exponent in the power law regime and η0 (Pa.s) is the zero shear viscosity 

(i.e. limiting Newtonian viscosity). 

3.3.2. Molecular weight by SEC/MALLS analyses 

Polysaccharides were dissolved in distilled water at a concentration of 2 mg/ml (0.2% w/v) 

and filtered on 0.45 µm cellulose acetate syringe filter. The weight-average molecular weight 

(Mw), number-average molecular weight (Mn), radius of gyration (Rg) and the polydispersity 

(I=Mw/Mn) of the samples were determined using high performance size exclusion 



 

 

chromatography (HPSEC) combined with a multi-angle laser light scattering detector 

(MALLS). The system was composed of an HPLC system Prominence Shimadzutm, a PL 

aquagel-OH mixte, 8 µm (Varian) guard column (U 7.5 mm x L 50mm), and a PL aquagel-

OH mixte (Varian) separation column (U 7.5 mm x L 300 mm, operating range 102-107 

g/mol). Elution was performed at 1 ml/min with 0.1 M ammonium acetate containing 0.03% 

(w/v) NaN3, filtrated on 0.1 µm membrane (Durapore Membrane, PVDF, Hydrophilic type 

VVLP, Millipore). A differential refractive index (RI) detector (Hitachi L2490) and a multi-

angle light scattering detector (Dawn Heleos II TM, Wyatt) were coupled on-line and data 

computed with Astra software for absolute molar mass determination. 

3.3.3. Electrophoretic mobility 

Electrophoresis was performed in agarose gel: 0.7% (w/v) agarose gel was prepared in 

TAE buffer (0.04 M Tris acetate; 0.01 M EDTA, pH 8.5) and 30 µl of samples in native 

electrophoresis buffer (Bio-rad) were loaded and electrophoresis was run in TAE buffer for 2 

h in a Maxi cuve (20 cm x 10 cm gel, Fisher Bioblock Scientific). Gels were fixed for 4 h in 

25 % (v/v) isopropanol and then colored over night by “Stains All” solution (1-Ethyl-2-[3-(1-

ethylnaphtho[1,2-d]thiazolin-2-ylidene)-2-methylpropenyl]naphtho[1,2-d]thiazolium (Sigma)) 

prepared as follows: 5 ml of 0.001 % (w/v) Stains All solution in dimethylformamide; 5 ml of 

300 mM Tris-HCl pH 8.8; 5 ml of dimethylformamide; 25 ml of isopropanol, and 60 ml of 

H2O [48]. 

3.3.4. Fourier transform infrared (FTIR) analyses 

Pellets were obtained by careful grinding of a mixture of 2 mg of polysaccharide with 200 

mg of dry KBr. Infrared spectra were recorded with a Magna IR 550 Fourier Transform 

Infrared Spectrophotometer (Nicolet) equipped with a DTGS detector with a resolution of 4 



 

 

cm-1. All the spectra were corrected from H2O and CO2 absorptions, using OMNIC software 

(Thermofischer Scientific). 

3.3.5. Microbiology 

Sterilization efficiency was evaluated using a pour plate method. Every polysaccharide 

(0.2-0.4g) was aseptically weighted, dissolved with 20 ml of sterile water and left at room 

temperature for 24 h for resuscitation and solubilization of polymers. The solutions were then 

serially diluted and 0.1 ml of each appropriate dilution was placed in an empty sterile Petri 

dish followed by the addition of molten agar tempered to 45 °C. For total flora (marine and 

non marine flora) 15 ml of PCA (Plate Count Agar) medium (Biokar Diagnostics, Beauvais 

France) was used.  For marine flora, 15 ml of ZoBell medium (2216E medium) composed of 

sea-salts (Sigma, France), yeast extract and tryptone (Organotechnie, France) were added. 

After swirling and solidification of the agar plates, the latter were incubated aerobically for 48 

h at 37 °C to develop colonies. Colonies were then counted and the data recorded.  

3.3.6. Cytotoxicity of ethylene oxide residues 

To evaluate whether the level of ethylene oxide residue in treated polysaccharides was 

toxic, cellular viability of primary articular cartilage cells from rabbits (RAC) was measured 

using an MTS assay. RAC were isolated from five-week-old New Zealand white rabbits 

(Grimaud) as previously described by [49] . RAC were cultured in DMEM F-12 medium 

(Invitrogen corporation, France) supplemented with 10% (v/v) of foetal bovine (FBS) serum, 

1% (w/v) of penicillin/streptomycin and 1% (w/v) of L-glutamine. RAC were allowed to 

attach in 24-well plates at a final density of 20,000 cells per well. After 24 h, the culture 

medium was removed and 1 ml of complete medium containing either HE800 EPS or 

GY785EPS at 100 µg/ml was added per well (corresponding to an amount of EO below 3 x 

10-3 µg in 100 µg of EPS or <30 ppm). As positive and negative controls, RAC were also 



 

 

cultured in absence of polysaccharides or in the presence of actinomycin-D (5 µg/ml), an 

inhibitor of RNA polymerase, which was used as a potent inducer of cell death. Samples were 

incubated at 37 °C, 5% CO2. After 24 h, 48 h or 72 h of culture, culture media were removed. 

A Tetrazolium Salt (MTS) test (Promega, USA) to evaluate their mitochondrial activity was 

carried out. For the latter, a MTS solution was added in each well for 1 to 3 h according to the 

manufacturer’s instructions. The optical density of formazan dye was measured on a 

spectrophotometer at 490 nm. Each condition was tested in quadruplicate and the results were 

expressed as relative MTS activities as compared to the positive control. 

3.3.7. Statistical analysis 

Results are expressed as mean ± of quadruplicate determinations. Comparative studies of 

means were performed by using one-way ANOVA followed by post-hoc test (Fisher’s 

projected least significant difference) with a statistical significances at P<0.05. 

4. Conclusions 

In our study, the results show that gamma or beta irradiation is completely unsuitable for 

the sterilization of the polysaccharides examined. For both EPSs, radiation induces great 

alterations in their physical structure with a loss of their rheological polymer properties and 

morphological structure, as demonstrated by a considerable decrease in their viscosity and 

molecular weight respectively. Surprisingly, radiation did not alter the chemical properties of 

the EPSs studied. The results obtained with cold plasma treatment was disappointing. This 

method is often described as a novel alternative for the sterilization of heat-sensitive 

substances. Our results showed that cold plasma treatment induces changes in both 

rheological and structural properties of the EPSs, with a decrease in their viscosity and 

molecular weight respectively. Our results also showed that the most adequate sterilization 

method for the sterilization of polysaccharides is EO treatment. This method provides both a 



 

 

good SAL and the lowest physical and chemical damage to the EPSs. The results obtained 

with EO are acceptable and compatible with subsequent use of these EPSs to investigate their 

therapeutic potential in animal models. Currently this treatment enables: (i) preservation of 

the non-Newtonian pseudo plastic behavior characteristic of both treated EPSs and also (ii) 

retention of a high molecular weight close to the untreated EPSs. This study highlights the 

importance of the choice of the sterilization method, as an important part of any product 

development. 
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III. Résultats, discussion 

Les résultats de l’article 1 indiquent que l’oxyde d’éthylène représente une méthode de 

stérilisation possible pour les EPS marins HE800 et GY785 de haute masse.  

La chaleur et l’humidité peuvent entraîner des modifications des propriétés chimiques et 

physiques des polysaccharides et de par ce fait provoquer une perte de leurs propriétés 

biologiques. L’activité des polysaccharides étant liée à leur structure, il est important de 

développer des procédés de stérilisation modifiant le plus faiblement possible le produit de 

départ. En ce sens, nous avons testé 4 modes de stérilisation différents: l’oxyde d’éthylène, le 

plasma froid, les rayons γ et β. Nous avons ensuite évalué les éventuelles modifications 

physiques (propriétés rhéologiques, masse moléculaire, polydispersité) et chimiques 

(structure) des EPS GY785 et HE800 suite aux différentes méthodes de stérilisation.   

La rhéologie traite des relations entre la contrainte (vitesse) et la déformation 

(cisaillement) d’un liquide. L’étude des propriétés viscoélastiques des polymères en solution 

apporte ainsi de précieuses informations sur leur structure. Avant stérilisation les EPS HE800 

et GY785 en solution présentent un comportement rhéofluidifiant, c'est-à-dire que la solution 

de départ est visqueuse, avec une viscosité qui va diminuer lorsque la vitesse de cisaillement 

augmente. Ces informations nous indiquent que les macromolécules en solution sont 

déployées et déformables. Après une stérilisation aux rayons γ et β de l’EPS GY785 ou 

HE800, la solution est faiblement visqueuse. On observe un comportement de type 

Newtonien, c'est-à-dire que la viscosité de la solution est constante, quelque soit la vitesse de 

cisaillement appliqué. Ce comportement nous indique que les EPS GY785 et HE800 ont subit 

de grosses modifications de leur structure pendant la stérilisation aux rayons γ et β. Le même 

comportement est observé pour un traitement au plasma froid de l’EPS GY785. Les résultats 

de l’analyse rhéologique nous montrent que pour l’EPS GY785 seul l’oxyde d’éthylene 
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permet de conserver un comportement rhéologique similaire au produit non stérile de départ. 

Pour l’EPS HE800 une stérilisation à l’oxyde d’éthylène ainsi qu’au plasma froid permet la 

conservation d’un comportement rhéofluidifiant.  

Nous avons ensuite analysé les changements de masse et de polydispersité des 

polysaccharides après stérilisation. La masse molaire est faiblement diminuée pour les deux 

EPS traités à l’oxyde d’éthylène. En revanche, les traitements aux rayons gamma et beta 

dégradent fortement les deux EPS. La diminution importante de la masse molaire des EPS est 

accompagnée d’une baisse de leur polydispersité. Les EPS fortement dégradés présentent 

majoritairement des chaînes polysaccharidiques de faible taille, comme observé par 

électrophorèse avec la présence d’une seule bande. Les résultats obtenus après stérilisation 

tendent à confirmer les résultats de rhéologie. L’EPS HE800 étant le moins modifié par un 

traitement au plasma froid et à l’oxyde d’éthylène. Pour l’EPS GY785, seul l’oxyde 

d’éthylène permet de conserver une masse moléculaire proche du produit natif.  

L’étude par spectroscopie Infrarouge à Transformée de Fourier (FTIR) est basée sur 

l’adsorption d’un rayonnement infrarouge par le polymère. L’analyse des EPS avant et après 

stérilisation ne montre pas de modification chimique importante.  

L’ensemble des résultats montre que parmi les quatre méthodes évaluées, la stérilisation 

par l’oxyde d’éthylène engendre les plus faibles modifications sur la structure des EPS. 

Cependant l’oxyde d’éhylène est un composé toxique qui peut être adsorbé sur les polymères. 

Afin de vérifier si cette méthode de stérilisation est biocompatible avec une utilisation de ces 

EPS en biologie, nous avons évalué la cytotoxicité des EPS stérilisés. Les résultats montrent 

que les EPS traités par l’oxyde d’éthylène ne sont pas cytotoxiques à une dose de 100 µg/ml 

sur des chondrocytes articulaires de lapin. 
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Ces résultats nous ont amené à choisir l’oxyde d’éthylène comme la méthode de 

stérilisation la plus appropriée parmi les différentes techniques testées.  
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I. Problématique 

Dans le cadre d’une lésion des tissus osseux et cartilagineux, l’ingénierie tissulaire se 

donne  pour objectif de recréer ou d’induire la formation de ces tissus à des endroits bien 

spécifiques. De façon générale, cette discipline combine une matrice biodégradable avec des 

cellules et des molécules bioactives, pour former une construction visant à favoriser la 

réparation et la régénération du tissu défectueux. La matrice constitue un élément clé de la 

régénération du tissu. Elle n’assure pas uniquement l’acheminement de cellules à l’endroit du 

tissu défaillant, mais permet la colonisation, la migration, la croissance, la différenciation des 

cellules qui la composent et définit la forme du nouveau tissu. Dans ce contexte et comme 

nous l’avons décrit dans la première partie, divers polysaccharides d’origine naturelle sont 

utilisés et étudiés pour la réalisation de matrices extracellulaires artificielles pour l’ingénierie 

tissulaire de l’os et du cartilage.  

Une matrice constituée d’un dérivé de cellulose est développée par le laboratoire. Il s’agit 

d’un hydrogel injectable l’hydroxylpropyl méthylcellulose silanisée (HPMC-Si), qui se 

présente sous la forme d’un liquide visqueux basique, capable, par addition d’une solution 

tampon acide, de réticuler à pH physiologique, c'est-à-dire de créer des liaisons covalentes 

entre les différentes chaînes du dérivé de cellulose. Cette matrice est apte à soutenir le 

développement, la culture tridimensionnelle et le maintien du phénotype différencié de 

chondrocytes (22,24,263). Cet hydrogel d’HPMC-Si peut être associée à des phosphates de 

calcium (IBS2) et utilisée comme substitut osseux injectable (22,23). Cependant, cette matrice 

composée à 90% d’eau possède de faibles propriétés mécaniques et ne fournit pas de sites 

d’attachement et d’adhésion aux cellules.  

La matrice extracellulaire native est composée de glycosaminoglycanes (GAGs) qui 

jouent un rôle important. En effet, les GAGs agissent sur la prolifération, la différenciation et 
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l’adhésion cellulaire via différents mécanismes. De plus, l’organisation des GAGs confère une 

hydratation et des propriétés mécaniques à la matrice extracellulaire. Les polysaccharides 

HE800 et GY785 excrétés par des bactéries marines (exopolysaccharides ou EPS) peuvent 

être considérés, de par leur structure et leur composition comme des GAGs mimétiques avec 

une structure unique. Dans ce contexte, l’objectif de nos travaux fut d’utiliser un dérivé de 

cellulose injectable, capable de réticuler in situ, et d’y ajouter des polysaccharides d’origine 

marine de haute masse. L’objectif de ces travaux ont été d’évaluer la capacité des EPS à 

augmenter les propriétés mécaniques de l’hydrogel d’HPMC-Si d’une part et leurs capacités à 

fournir des sites d’attachement cellulaire d’autre part.  

La première étape de cette étude a consisté à définir un mode d’association des EPS 

marins GY785 et HE800 de haute masse avec la matrice d’HPMC-Si. Après avoir généré de 

nouvelles matrices, préalablement aux tests in vitro, nous nous sommes intéressés à 

caractériser leurs propriétés physico-chimiques, rhéologiques et mécaniques. Nous avons 

mesuré le pH, l’osmolarité et le point de gel des nouveaux hydrogels. En effet, ces mesures 

doivent être en adéquation avec les caractéristiques biologiques in vivo et conditionnent de 

façon importante l’utilisation potentielle de ces hydrogels en ingénierie tissulaire. Notre 

attention s’est ensuite portée sur la caractérisation des propriétés mécaniques des hydrogels 

d’HPMC-Si supplémentés en polysaccharides marins. Le but de cette étude a été d’analyser la 

déformation du matériau. Les tests mécaniques permettent de calculer le module de 

compression, qui reflète la rigidité du matériau. 

Les caractéristiques physico-chimiques, rhéologiques et mécaniques des hydrogels 

supplémentés en EPS marins, mesurées lors de l’étape précédente, nous suggèrent qu’ils 

pourraient être utilisés comme matrice pour l’ingénierie tissulaire. Dans une seconde étape, 

notre objectif fut de vérifier la biocompatibilité des nouveaux hydrogels vis-à-vis d’une lignée 

de chondrocytes (C28/I2) et d’une lignée d’ostéoblastes (MC3T3-E1) cultivées en 2 
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dimensions (2D) au contact des hydrogels, ou en trois dimensions (3D) directement au sein 

des différents hydrogels. Nous avons ensuite étudié l’attachement des ostéoblastes MC3T3-E1 

ensemencés à la surface des hydrogels et le comportement des deux lignées cellulaires 

(MC3T3-E1 et C28/I2) cultivées en 3D dans les différents hydrogels. 
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II. Résumé 

Une étude in vitro de deux polysaccharides marins comme composés d’un hydrogel 

injectable pour l’ingénierie tissulaire de l’os et du cartilage. 

 

Les polysaccharides naturels sont des molécules attractives pour la réalisation de matrice 

en ingénierie tissulaire. Dans cette étude nous avons testé deux polysaccharides, produits par 

des bactéries marines exopolysaccharides (EPS) et encore peu connus pour cette application. 

Les EPS HE800 et GY785 ajoutés à une matrice ont été étudiés pour la culture en deux 

dimensions et en trois dimensions d’ostéoblastes (MC3T3-E1) et de chondrocytes (C28/I2). 

Les EPS marins sont considérés comme des GAGs mimétiques et ont été incorporés à un 

hydrogel d’hydroxypropyl méthyl cellulose silanisé (HPMC-Si) présentant des propriétés 

mécaniques faibles et une incapacité à fournir des sites d’adhésion cellulaire. Les résultats de 

notre étude montrent que des hydrogels d’HPMC-Si supplémentés avec 0,67% de 

polysaccharides HE800 et GY785 présentent les propriétés mécaniques les plus élevées, tout 

en induisant un attachement des cellules cultivées en deux dimensions. Cependant, les cellules 

ne survivent pas lorsqu’elles sont cultivées en 3 dimensions dans les hydrogels d’HPMC-Si 

contenant 0,67% de HE800 contrairement aux hydrogels d’HPMC-Si contenant 0,67% de 

GY785 où elles prolifèrent en nodules. Les hydrogels d’HPMC-Si supplémentés avec 0,34% 

de HE800 remplissent les caractéristiques de résistance mécanique, de viabilité et de 

prolifération cellulaire sous la forme de nodules en culture tridimensionnelle.  De toutes les 

constructions testées, les hydrogels d’HPMC-Si supplémenté avec 0,34% de HE800 et 0,67% 

de GY785 présentent les caractéristiques mécaniques et biologiques les plus intéressantes. 

Cependant, les cellules gardent une morphologie ronde et ne présentent pas de signe 

d’adhésion cellulaire en trois dimensions, contrairement aux observations faites en deux 

dimensions. Les hydrogels contenant 0,34% de HE800 et 0,67% de GY785 apparaissent 
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prometteurs pour la réalisation de matrices tridimensionnelles destinées à l’ingénierie du 

cartilage, tandis que les matrices contenant 0,67% de HE800 apparaissent quant à elles 

prometteuses pour une utilisation sous la forme de patchs, pour la culture de cellules en deux 

dimensions.  
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1. Introduction 
 

In bone and cartilage tissue engineering, a great number of natural polysaccharides 

have been widely studied due to their biodegradability, biocompatibility and capacity of 

mimicking the extracellular matrix while providing a temporary mechanical support [1-3]. Of 

these polysaccharides, the most are chitin, chitosan [5, 6], alginate [7, 8], cellulose derivatives 

[9], dextran [10], and compounds from the GAG family such as hyaluronic acid [11-13] and 

chondroitin sulfate [14]. So far, no scaffold made of these polysaccharides or combination of 

them have shown mechanical and biological properties. It is therefore still interesting to test 

new natural polysaccharides that could meet these requirements. Here we propose testing of 

two marine exopolysaccharides (EPSs), HE800 EPS [15, 16] and GY785 EPS [17, 18], which 

are a hyaluronic-like polysaccharide and a branched sulfated GAG-like polymer, respectively. 

Both EPSs were secreted under laboratory conditions from marine bacteria originating from 

deep-sea hydrothermal vents. Their large scale production is therefore convenient, low cost, 

reproducible, and free of non-conventional transmissible agents. HE800 is a non-sulfated 

linear polysaccharide with a high molecular mass (7.4x105g/mol on average). Its repeating 

unit is a tetrasaccharide composed of two glucuronic acid units, one N-acetyl-glucosamine 

and one N-acetyl-galactosamine [19]. GY785 is a branched nonasaccharide of high molecular 

mass (1.4x106g/mol on average) containing 3.2% of sulfate [20]. The presence of carboxylate 

groups on HE800 and GY785, and sulfate groups on GY785, make these polysaccharides 

promising candidates for promoting interactions with the cationic amino acids of proteins, 

such as growth factors, cytokines and cell adhesion molecules[21]. Consequently they may 

constitute a reservoir system for proteins and play a key role in cell adhesion and cell growth 

[22]. In a previous study, fibers of HE800 EPS were used to fill critical size defects in rat 

calvaria and showed strong bone healing after 3 weeks [23]. In addition, HE800 and GY785, 



 

 

which are two hydrophilic polysaccharides of high molecular mass, should offer high 

viscosifying properties and strong mechanical properties similarly to hyaluronic acid [24]. 

In this context and as a preliminary study to further tissue engineering applications, we 

chose to incorporate HE800 and GY785 EPSs into a well-known cellulose-based hydrogel 

that has been developed in our laboratory for bone and cartilage tissue engineering. This 

silylated hydroxypropylmethylcellulose-based hydrogel (Si-HPMC) is injectable and auto-sets 

at physiological pH by a cross-link reaction involving the condensation of silanol groups [25]. 

In previous studies, this biocompatible and biodegradable [26] hydrogel was shown to have 

good capacities for maintaining the growth of differentiated chondrocytes [27] and 

maintaining phosphate granules in bone defects [28]. By adding HE800 and GY785 EPSs into 

the Si-HPMC hydrogel, the aim of our work was two-fold: (i) to assess the mechanical 

properties of the Si-HPMC hydrogel supplemented with HE800 and GY785 EPSs, and (ii) to 

evaluate the ability of the Si-HPMC hydrogels supplemented with HE800 or GY785 EPSs to 

support the viability, attachment and/or proliferation of osteoblasts and chondrocytes cultured 

in two and three dimensions. Hyaluronic acid (HA) was chosen as a positive control for the 

addition of HE800 or GY785 within Si-HPMC hydrogel. Hydrogel made from the Si-HPMC 

polymer only was used as a reference for all the new scaffolds. We evaluated the effects of 

the addition of a GAG-like polysaccharide (HE800, GY785 or HA) on the physical, chemical 

and bioactive properties of the Si-HPMC hydrogel using osteoblasts (MC3T3-E1) and 

chondrocytes (C28/I2). Various constructs were tuned and tested in order to offer an optimal 

environment for cells. 

 

 

 



 

 

2. Materials and Methods 

 

2.1. Polysaccharide origin and molecular weight determination 

HE800 and GY785 exopolysaccharides were purchased from Seadev-FermenSys SAS 

(France). Hyaluronic acid sodium salt from Streptococcus equi (HA) was supplied by Sigma-

Aldrich (France), and the silylated hydroxypropylmethylcellulose (Si-HPMC) was prepared 

as previously described [29]. Briefly, a commercial hydroxypropylmethylcellulose (Methocel 

E4M®, Colorcon, England) was modified by 3-glycidoxypropyltrimethoxysilane (Sigma–

Aldrich, France) via a nucleophilic epoxide opening that occurred under heterogeneous 

conditions.  

HE800, GY785 and HA polysaccharides were dissolved in distilled water at a 

concentration of 2mg/ml and filtered on a 0.45µm cellulose acetate syringe filter. The average 

molecular weight (Mw), number-average molecular weight (Mn), radius of gyration (Rg) and 

polydispersity (I=Mw/Mn) of the samples were measured using high performance size 

exclusion chromatography (HPSEC) combined with a multi-angle laser light scattering 

detector (MALLS). The system was composed of an HPLC system Prominence Shimadzutm, a 

PL aquagel-0H mixte, 8 µm (Varian) guard column (U 7.5mm* L50mm), and a PL aquagel-

0H mixed (Varian) separation column (U 7.5*300mm, operating range 102-107g/mol). Elution 

was performed at 1ml/min with 0.1M ammonium acetate containing 0.03% NaN3, filtrated on 

a 0.1µm membrane (Durapore Membrane, PVDF, Hydrophilic type VVLP, Millipore). A 

differential refractive index (RI) detector (Hitachi L2490) and a multi-angle light scattering 

detector (Dawn Heleos II TM, Wyatt) were coupled on-line and data computed with Astra 

software for absolute molar mass determination. 

 

 



 

 

2.2. Hydrogel formation 

2.2.1. Silylated hydroxypropylmethylcellulose-based hydrogel 

Si-HPMC polymer was first solubilized at 3wt% in 0.2M NaOH over 48h before being 

dialyzed against 0.09M NaOH using 6-8kDa dialysis tubes (SpectraPor 1, Fisher Scientific 

Bioblock, France). The resulting viscous solution (pH=12.6) and a 4-(2-hydroxyethyl)-1-

piperazineethanesulfonic acid buffer (pH=3.6) were separately steam sterilized and then 

mixed with luer-lock syringes at a volume ratio of 1/0.5 before being injected into multi-well 

plates (Corning, VWR, France). Typically, 1ml of the hydrogel was molded per well in 24 

well plates for cell culture and 2ml for compressive tests (see below). This hydrogel contained 

a final concentration of Si-HPMC of 2% and was noted Si-HPMC (2). 

   

2.2.2. Si-HPMC/HE800, Si-HPMC/HA and Si-HPMC/GY785 hydrogels 

HE800, HA and GY785 polysaccharides were mixed with the steam sterilized 3wt% 

basic solution of Si-HPMC (see § 2.2.1) at the desired concentration (1, 5, 7.5 or 10mg/ml). 

The resulting mixtures were left in mild rotatory stirring over one night to allow the 

polysaccharide to dissolve or disperse. Then, as with the preparation of the Si-HPMC 

hydrogel, 0.5 volume of 4-(2-hydroxyethyl)-1-piperazineethanesulfonic acid buffer (pH=3.6) 

was mixed with the basic solutions of polysaccharides to form hydrogels within 35 minutes 

maximum according to the gel point measurements (see below). For an initial concentration 

of 10mg of HE800 or HA or GY785 per ml of 3wt% Si-HPMC solution, the resulting 

hydrogels contained 2wt% of Si-HPMC and 0.67wt% of the added polysaccharide. They were 

noted Si-HPMC/HE800 (2/0.67), Si-HPMC/HA (2/0.67), and Si-HPMC/GY785 (2/0.67), 

respectively.  

 

 



 

 

2.3. Hydrogel characterization 

2.3.1. Osmolarity, pH and gel point measurements 

Immediately (about 10 sec) after mixing the basic solutions of polymer(s) with the 

acid buffer, the pH of the samples (before and after hardening) was recorded on a Knick 

portable pH meter and the osmolarity values on an advanced micro-osmometer (model 3MO 

plus, Advanced Instrument Inc.) that uses the freezing point method. For gel point 

measurements, 3x1.5ml of each sample was injected into a rotational rheometer (RheoStress 

300, Thermo Haake Co., Germany). The storage modulus G′ and the loss modulus G″ were 

monitored as a function of time at 25°C under multi-wave oscillatory shear (1 to 30 rad/s) 

with a titanium plate of cone-plate geometry (60 mm diameter, 1o cone angle). The strain 

amplitude was fixed at 0.5 Pa, which lies in the linear viscoelastic region. The gel points are 

given as the time taken for the liquid (G’’>G’) to turn into a solid (G’>G’’). They were 

determined according to a derived percolation theory [30], which says that near the gel point, 

G′ ~ G″ ~ ωn over a range of frequencies so G″/G′ can be expressed as tan δ = G″(ω) / G′(ω) 

= tan (nπ/2) (where n is the relaxation exponent). Also, at the gel point, the phase angle 

between stress and strain, δ, is independent of frequency but proportional to the relaxation 

exponent: δ = nπ/2. Consequently, all the curves of tan δ versus time at different frequencies 

have a common intersection point which defines the gel point.  

 

2.3.2. Compressive modulus measurements 

6x2ml of each hydrogel, prepared as described in paragraph 2.2., were molded into 24-

well plates and left for cross-linking for 15±3hours. Then, as with 2D cell culture (see 

paragraph 2.4.3), 0.5ml of culture medium was added per well and allowed to diffuse within 

the hydrogel over 48h. The resulting hydrogels were unmolded, and the diameter and height 

of each cylinder were measured with a calliper square. The hydrogels were then compressed 



 

 

to rupture on a TA.HD plus Texture Analyser (Stable Micro Systems Lts, England) with a 

cylinder load (diameter of 25mm, LAP Perspex, England) of 1g moving at 1mm/sec to plot 

the force (Pa) as a function of the strain. The compressive modulus was calculated as the 

slope of the curve between 0% and 10% of strain.  

 

2.3.3. Scanning electron microscopy 

The hydrogels were molded into 24-well plates and allowed to crosslink over one 

night before being flash frozen by immersion in isopentane cooled down by liquid nitrogen.  

The frozen samples were immediately lyophilized and coated with carbon on a Jeol Jee-4B 

(Japan). The scanning electron images of the surface of the hydrogels were recorded on a Leo 

1450VP microscope (Zeiss SMT, Germany) at 20 kV.  

 

2.4. Cell culture 

2.4.1. Cell lines  

C3T3-E1 and  C28/I2 cells were cultured in a 5% CO2 incubator at 37 °C in α-MEM 

and DMEM F-12 medium (Invitrogen corporation, France), respectively. Both culture media 

were supplemented with 10% of fetal bovine serum (FBS), 1% of penicillin/streptomycin and 

1% of L-glutamine, which were changed every 2-3 days.  

 

2.4.2. Cell viability in 2D and 3D cultures 

MC3T3-E1 and C28/I2 cells were allowed to attach to 24-well plates at a final density 

of 20,000 cells per well. After 24h, the culture medium was removed and 500µl of each cross-

linked hydrogel was added per well. The samples were incubated at 37°C for 1h before 

adding 1ml of culture medium. As a positive control, cells were cultured in the absence of Si-

HPMC hydrogel. As a negative control, cells were cultured in the presence of actinomycin-D 



 

 

(5µg/ml), which is a transcription inhibitor. After 24, 48 or 72h of culture, the hydrogels and 

culture media were removed by aspiration. Trypan blue exclusion dye assays were performed 

to count the cells and the Methyl Tetrazolium Salt (MTS; Promega, USA) test was performed 

to evaluate their mitochondrial activity. For the latter, a MTS solution was added to each well 

for 1-3h according to the manufacturer’s instructions. The optical density of formazan dye 

was measured on a spectrophotometer at 490nm. Each condition was tested in triplicate and 

the results were expressed as relative MTS activities as compared to the positive control.  

For 3D culture, cell viability was quantitatively assessed by Live&Dead assays (Kit, 

Invitrogen, France) along with confocal image analysis. Briefly, MC3T3-E1 and C28/I2 cells 

were dispersed into the hydrogels within the 5 minutes following their preparation at a final 

concentration of one million cells per ml of hydrogel. 800µl of each mixture was molded into 

ultra-low attachment 24-well plates and incubated at 37°C for 1h to allow the hydrogels to 

crosslink. Afterwards, 1ml of appropriate culture medium was added per well and the samples 

were incubated for 48h before Live&Dead assays were performed. Actinomycin-D treatment 

(5µg/mL) was used as an internal control of cell death. In each well, the culture medium was 

replaced by 200µl of a solution containing 2.5ml of complete DMEM-F12 medium for C28/I2 

cells or α–MEM for MC3T3-E1 cells supplemented with 0.25µl of calcein-AM and 5µL of 

ethidium homodimer-1. After 5 to 10 minutes, the dye mixture was removed and the 

hydrogels were intensively rinsed with some phosphate buffered saline before being observed 

on a confocal laser-scanning microscope (Nikon D-eclipse C1) equipped with an 

argon/krypton laser. For each sample, 6 random positions (x,y,z) were chosen within the 

hydrogel, and series of 35 images were taken from these 6 positions along the z axis in 5µm 

stages. The 210 images obtained per sample were analyzed with a quantimeter Q550 (Leica 

microsystem GmbH, Wetzlar, Germany). The percentages of living cells (in green) and dead 



 

 

cells (in red) were determined by using a customized image analysis program made in our 

laboratory. 

2.4.3. Morphology and spatial organization of cells in 2D culture 

MC3T3-E1 and C28/I2 cells were seeded on to cross-linked hydrogels containing the 

final concentration of HE800, HA or GY785 ranging from 0% to 0.67%. 3x300µl of each 

hydrogel were molded into ultra-low attachment 24-well plates and left at room temperature 

for 1h for cross-linking. 500µl of complete medium was added to each well and the samples 

were incubated at 37°C overnight before seeding the cells at a final density of 20,000 cells per 

well. After 48h of culture, cells were observed with an inverted optical microscope (Nikon 

Instruments, The Netherlands), and the number of cells that remained in the culture media 

was determined by trypan blue exclusion dye assays. To stain and count the cells per cluster, 

culture media were removed and replaced by a PBS-4% paraformaldehyde solution. The 

samples were fixed for 20min at 4°C and left 15min at 4°C in a PBS-0.1% of Triton X-100 

solution. The cells were then incubated with Alexafluor 488-phalloidin (A12379, Molecular 

probe, Invitrogen) at a dilution of 1:40 in PBS-bovine serum albumin (BSA-10mg/ml) for 1h 

at 37°C in the dark to stain cytoskeletal F-actin fibers in green. The samples were then rinsed 

with PBS- 0.05% Tween and incubated with Hoechst at 5mg/ml in deionized water for 10 min 

at room temperature to stain the nuclei blue. Finally, the samples were rinsed twice with 

deionized water and observed with a Nikon TE2000-E inverted microscope in the green and 

blue excitation ranges, separately. Images were overlaid using ImageJ Software. For each 

condition, 20 clusters were randomly selected to count the number of blue nuclei. 

 

2.4.3. Morphology and spatial organization of cells in 3D culture 

MC3T3-E1 and C28/I2 cells were cultured in 3D as described in § 2.4.2. After 5 

weeks of culture, some cells were stained by Live&Dead assays (see § 2.4.2.), and some were 



 

 

fixed in formol over 1h and embedded into a 2% agarose solution before embedding in 

paraffin. Serial sections of each paraffin block (5µm thickness) were made and processed for 

routine histology (hematoxylin/eosin/safranin-O or alcian blue staining). Samples were 

observed with a Nikon TE2000-E inverted microscope. 

 

2.5. Statistical analysis 

Experiments were repeated at least three times. Data were analyzed using ANOVA 

with a post-hoc test (Fisher’s project least significant difference). Statistical significance was 

set to a p value ≤ 0.05 and the results are expressed as mean ± SEM. 

 

3. Results  

 

3.1. Polysaccharide characteristics and hydrogel preparation 

As seen in Table 1, the physical and chemical characteristics of the selected hyaluronic 

acid (the positive control) match those of the HE800 EPS (the polysaccharide tested). GY785 

EPS has similar features except that it contains sulfate and has a 2-fold higher average 

molecular weight (Mw). HE800, HA and GY785 polysaccharides were added to the Si-

HPMC hydrogel by solubilizing them into the basic medium. HE800, HA and GY785 

polysaccharides were completely solubilized at a concentration of 10mg/mL. At higher 

concentrations HE800 and GY785 were not soluble within the basic solution for which we 

observed a saturation of the medium contrary to HA. Si-HPMC hydrogels can be 

supplemented at most with 0.67% of HE800 and GY785 marine polysaccharides, which was 

thus used as our working concentration.  

 

3.2. Hydrogel characterization 



 

 

Si-HPMC hydrogels containing 0.67% of HE800, HA or GY785 (i.e. 10mg/ml of 

basic medium) presented all the appropriate osmolarity and pH values for cell culture (Table 

2). The presence of HE800 and HA in the Si-HPMC network speeded up the gelation process 

and this was more pronounced with HA. In the presence of GY785, gelation time was 2 times 

longer. Significant variations of compressive modulus were observed between each hydrogel 

except between those containing HE800 and HA (Fig. 1A). The addition of 0.67% of HE800 

or HA increased the compressive modulus of the Si-HPMC hydrogel roughly 3 to 4 times, 

and the addition of 0.67% of GY785 about twice. By varying the concentration of HE800 

from 0 to 0.67% (Fig. 1B), the compressive modulus significantly increased about 1.5 times 

with 0.17% of HE800 and about 3.5 times for concentrations greater than or equal to 0.34% of 

HE800. The maximal values reached a plateau of 10-12kPa. As seen on the SEM images (Fig. 

2), the flash frozen-dried hydrogels all presented a porous inner structure with interconnected 

channels but with different spatial organization. At low and high magnifications (100 X and 

2.5K X), Si-HPMC hydrogels without or with 0.67% of GY785 showed similar outer surfaces 

and an irregular sheet organization. At low magnification (100 X), the outer surfaces of Si-

HPMC hydrogels containing 0.67% of HE800 or HA looked alike and far more dense than the 

other two, while their inner structures were very different, as seen at high magnification.  

Mixing HA with Si-HPMC effectively led to a uniform network, while Si-HPMC/HE800 

(2/0.67) hydrogel showed two types of structure with many pendant bubble images. 

3.3. Cell culture 

Adding marine polysaccharides HE800 and GY785 at a concentration of 0.67% to the Si-

HPMC hydrogel led to two new hydrogels with higher compressive moduli than Si-HPMC 

alone. The aim of the cellular experiments was to evaluate the ability of the hydrogels 

supplemented with 0.67% of HE800 or GY785 EPS to allow viability, cell attachment as well 



 

 

as cell repartition or cluster formation of osteoblast and chondrocyte cells culturing 

respectively in 2 dimensions on the top of the hydrogels or in 3 dimensions directly within it. 

 

3.3.1. Cell viability in 2D and 3D culture 

In the 2D experiments, the MTS assays (supplementary data) and the cell counting 

(Fig. 3A and 3B) provided comparable data and showed that no hydrogel composition tested 

was cytotoxic. In the 3D experiments, the hydrogels containing the HE800 EPS dramatically 

affected the viability of MC3T3-E1 and C28/I2 cells, particularly at a concentration of 0.67% 

(Fig. 4A and 4B). This high mortality was also observed with lower concentrations of HE800 

(from 0.17% to 0.5%) in the case of MC3T3-E1 cultures only (Fig 4C). The results differed 

slightly between the two panels (Fig. 4A and 4C) which were inherent to biological variability 

between two different experiments. However, the cell responses within the Si-HPMC (2) and 

Si-HPMC/HE800 (2/0.67) hydrogels between the two panels followed the same trend and are 

clearly interpretable. 

 

3.3.2. Morphology and spatial organization of cells in 2D culture 

 The presence of HE800, HA or GY785 within the Si-HPMC hydrogel induced the 

attachment of MC3T3-E1 cells even at low concentrations (Fig. 5). The dispersion of cells on 

to the surfaces of these types of hydrogel was even better with increased concentrations of 

GAG-like polysaccharides. Similar results were obtained with C28/I2 cells (results not 

shown). No cell attached on to the Si-HPMC hydrogel as confirmed by the counting of cells 

in the medium (Fig. 6). The presence of 0.67% of HE800, HA or GY785 within the Si-HPMC 

hydrogel allowed most of the cells to attach to the hydrogels like in 2D cultures on to tissue 

culture plastic (TCPS). Looking at the histochemical staining assays (Fig. 7), MC3T3-E1 cells 

spread better on to hydrogels containing HE800, forming clusters of 2 cells on average, than 



 

 

on to hydrogels containing HA or GY785, on to which they stayed round and formed clusters 

of 5 to 10 cells on average, respectively.  

3.3.3. Morphology and spatial organization of cells in 3D culture 

In 5 weeks of culture in Si-HPMC hydrogels, without or with 0.67% of HA or GY785, 

MC3T3-E1 cells stayed round and alive, forming clusters of only 2 or 3 cells (results not 

shown). In contrast to MC3T3-E1 cells, C28/I2 cells formed growing clusters of different 

morphology (Fig. 8). Within the Si-HPMC hydrogel, they proliferated concentrically leading 

to well-defined spherical clusters of about 50-55µm in size. Within the hydrogels containing 

HA or GY785, C28/I2 cells spread out more in the microenvironment, leading to clusters of 

about 60-100µm in size. The percentage of dead cells per cluster was not quantified but 

seemed to be low, especially in the hydrogels containing HA and GY785, as shown after 

calcein AM (living cells) and ethidium homodimer-1 (dead cells) assays. No yellow staining 

or alcian blue staining were observed, except in the presence of GY785 even without cells. 

C28/I2 cells cultured over 5 weeks in hydrogels containing HE800 stayed alive for 

concentrations ranging from 0.17% to 0.5% but cell proliferation was only observed in 

hydrogels containing less than 0.5% of HE800 (Fig. 9).  

 



 

 

4. Discussion 

The first step of our work was to define the best way of associating HE800, HA and 

GY785 polysaccharides with the Si-HPMC hydrogel without dramatically affecting its 

gelation process, pH and osmolarity. The preparation protocol for the Si-HPMC hydrogel was 

optimized to match tissue engineering applications. The two options were therefore to add the 

polysaccharides to the basic solution containing 3wt% of Si-HPMC (pH=12.6) or to the acid 

buffer (pH=3.6). Adding it to the basic solution was preferred as HE800, HA and GY785 

were soluble in it but not in the acid buffer. However, saturation of the basic medium was 

reached with 10mg of HE800 per ml. This concentration was thus defined as the maximal 

working concentration and was also the one used for most of our experiments as it led to the 

greatest mechanical properties (Fig. 1) while maintaining cell viability (Figs. 4A and 4B), 

except for the experiments with HE800 for which the concentration had to be tuned (Figs. 1B 

and Fig. 1C-D).  

Although adding HE800, HA or GY785 did not affect the pH or osmolarity of the Si-

HPMC hydrogel (Table 2), it did significantly modify its gelation time (Table 2) but with no 

dramatic consequences as the resulting hydrogels were all injectable and adapted for the 

incorporation of cells. The fact that HA speeded up the gel point by at least 17 times (Table 2) 

could be due to a high affinity of HA for the Si-HPMC polymer. It has effectively already 

been described that hyaluronic acid and cellulose derivatives can form cross-linked gel-like 

structures (31).  

Adding 0.67% of HE800 or HA or GY785 to the Si-HPMC hydrogel significantly 

increased its compressive modulus, and the two structural analogs, HE800 and HA, offered 

similar mechanical properties (Fig. 1A). The values obtained by decreasing the concentration 

of HE800 from 0.67% down to 0.34% were not significantly different (Fig. 1B). In 

conclusion, the hydrogels containing 0.34% to 0.67% of HE800 or 0.67% of HA offered the 



 

 

highest compressive moduli at 10.25 kPa ± 0.75. These constructions were the most 

interesting in terms of mechanical properties as the value of their compressive modulus is 

similar to that of native cartilage, estimated at about 20kPa (32). 

Authors who want to show the effect of peptide grafting on hydrogel macromolecules on 

cell attachment use 2 dimensional cell cultures on the surface of the modified hydrogels (33, 

34). They compare 2 dimensional cell culture on the surface of the hydrogels with 3 

dimensional cell culture encapsulated inside the synthetic structure. The 2 dimensional 

experiments make it possible to visualize the cells spreading on a surface. Inside the hydrogel, 

the structure is isotropic without any preferential direction (35). If the cell membrane links the 

RGD structures of the hydrogel by means of its integrin receptors, it is not visible because the 

cell attached within the hydrogel stays round without any 2 dimensional surfaces to follow. A 

paper by Lei et al. (36) reports that RGD concentration influenced the extent of cell 

spreading. A large percentage of cells remained spherical after 3 days of culture inside the 

hydrogels with low RGD concentrations (RGD 100, 250 µM). If the RGD concentrations 

become very high, most of the cells can spread inside the hydrogels with high RGD 

concentrations (RGD 750, 1000 µM), although it was difficult to quantify the extent of the 

spreading. However, it was generally observed that the cells were much longer and extended 

into the hydrogels with more RGD. In a macroporous hydrogel made, using a simultaneous 

gas-foaming, free-radical crosslinking approach (37), the cells are inside macropores on the 

surface of the hydrogel as in the 2 dimensional experiments but in a specific 

microenvironment and can spread on the surface of the hydrogel. On the contrary, if fibrillar 

proteins, such as collagen, or solid granules, such as calcium phosphate (38), are added to a 

hydrogel, with cells, the material is anisotropic or biphasic and the cells spread on the surface 

of the fibril or the granules. In our case, the macromolecules added into the Si-HPMC 

hydrogel were soluble in it and the structure was isotropic without any direction or surface for 



 

 

the cells to attach to. If we wanted to follow cell attachment, adhesion and spreading on 

modified uniform hydrogels, we would have needed to observe cells on the surface. The 

presence of HA, HE800 and GY785 in the Si-HPMC hydrogel induced the attachment of 

MC3T3-E1 and C28/I2 cells when these cells were cultured in 2D on top of the hydrogels 

(Fig. 5). Elsewhere (39) it has been described that cell attachment and cell spreading are 

linked to the stiffness and electric charge of the surface. Indeed, in our experiments, the best 

cell dispersion and cell spreading (Figs. 5 and 7) were observed on the hydrogels with the 

highest compressive modulus (Fig. 1) and densest surface structure (Fig. 2) (i.e. Si-HPMC 

hydrogels supplemented with 0.67% of HE800 or HA). Also, cell attachment was only 

observed on the hydrogels containing HE800, HA and GY785, which are negatively, charged 

polymers, contrary to Si-HPMC which is neutral. As described in the literature (24, 40, 41), 

negatively charged polymers promote the adsorption of proteins by interacting ionically with 

their cationic amino acids. Also, many papers relate that HA polysaccharide promotes cell 

adhesion and mobility by interacting specifically with the RHAMM cell receptor and the 

CD44 cell receptor, which binds to a six to ten-sugar sequence of HA (24, 42).  It would 

therefore be interesting to investigate whether HE800 and GY785 EPSs have such specific 

interactions by using surface plasmon resonance technology for example.  

In the 3D experiments (Fig 4), cell death was only observed in Si-HPMC hydrogels 

containing HE800, while no adverse effect was noticed in 2D cytotoxicity assays with this 

polysaccharide (Fig. 5). This cellular death was therefore not related to the HE800 

polysaccharide itself. Nor was it due to a high compressive modulus as the cells cultured in 

hydrogels with equal compressive modulus, such as Si-HPMC hydrogels containing 0.67% of 

HE800 or 0.67% of HA (Fig 1A), showed either a low mortality with HA or a high mortality 

with HE800 (Figs. 4A and 4B). This cell death could be related to the inner structure of the 

hydrogel and particularly to the spatial organization of HE800. As has been well documented 



 

 

in the literature, mean pore size in the scaffolds is the key point for obtaining a biologically 

active material (43). The pore should be greater than 20µm and less than 120 µm if it is to 

provide cell attachment and viability in the scaffolds; a linear relationship has been found 

between cell attachment and specific surface area, and there is an optimal pore size or range 

for each distinct cell type (44). As noted by Vickers et al., the decrease in pore diameter 

attendant to scaffold contraction has been documented histologically. The concept of dynamic 

pore reduction was presented previously as an approach for achieving a desired cell density 

by means of pore volume reduction resulting from cell-mediated contraction of porous 

scaffolds of lower stiffness (45). In our study, the Si-HPMC hydrogel was not a highly porous 

or macroporous scaffold. Cells are not seeded inside hydrogel macropores but encapsulated 

inside the network. We only have nanopores to enable the diffusion of gaz and nutriments. 

Pores are visible under scanning microscopy because water is removed in the course of the 

technical preparation. These SEM pictures reveal artifacts and not the real structures but these 

artifacts are linked to the real structures and the density of the hydrated gels. These pores 

revealed the viscoelasticity and ability of the macromolecule network to be strained when the 

water is removed before being analyzed in the SEM. As shown in the SEM images (fig.2), 

pore size seemed to increase when hyaluronic acid or GY785 EPS was added to the Si-HPMC 

hydrogel (the pore size was about 25 µm) and the pores seemed to be interconnected. The size 

of these pores was far higher than that of individual cells (5-7 µm), therefore cell infiltration 

and migration should be possible if cells can strain the structure. On the other hand, when 

HE800 was added to the Si-HPMC hydrogel, the hydrogel seemed less porous and no pores 

were observed inside the hydrogel as observed in the respective SEM images at high 

magnification (Fig. 2), suggesting a three-dimensional (3D) structure that is unsuitable for 

promoting cell proliferation and viability. The hydrogel containing 0.67% of HE800 had a 

dense inner structure (Fig. 2) that may lead to poor permeability (46) and consequently to 



 

 

slow diffusion of nutrients and gases. The concentration of HE800 was consequently lowered 

to check whether this would benefit cell viability (Figs. 4C and 4D) while maintaining high 

mechanical properties (Fig. 1B). Results showed that this was true only with C28/I2 cells and 

particularly with the Si-HPMC hydrogel containing 0.34% of HE800.  

In 3D culture, only the C28/I2 cells proliferated. MC3T3-E1 is a mouse osteoblastic 

cell line and, as with many cell types, they need to interact and adhere and bind ligands in 

their micro-environment to proliferate (38, 47, 48). In this study, the marine polysaccharides 

added to the Si-HPMC hydrogel did not seem to produce an adhesion site, even after 3 weeks 

of culture, and the MC3T3-E1 cells remained round. Depending on the construction, the 

morphology of the C28/I2 cells was different. Cell growth varied with the nature of both the 

hydrogel and polysaccharide (Figs. 8 and 9). In the Si-HPMC hydrogel, the cells clustered 

together whereas in the presence of hyaluronic acid or GY785 EPS, the cells spread out more 

in the microenvironment. The hydrogels containing 0.67% of HE800 or GY785 marine 

polysaccharides had a compressive modulus 3 and 2 times higher than Si-HPMC hydrogel 

alone, respectively. Therefore, they both have interesting mechanical properties, as expected. 

Their benefit, however, in terms of biological responses, is different. Indeed, as seen by the 

2D culture experiments, both HE800 and GY785 made it possible to retain most of the cells 

on the surface of the hydrogels after culture medium removal, but the benefit of HE800 was 

that it induced cell spreading. In 3D experiments, the GY785 had the most benefit, which was 

to make cell viability and proliferation possible. In conclusion, HE800 seemed more adapted 

to 2D cell cultures (for patches for example) and GY785 for use as a 3D scaffold for cell 

cultures.  

 

 

 



 

 

5. Conclusion 

 

The two GAG-like marine exopolysaccharides, HE800 and GY785 were associated 

with an Si-HPMC hydrogel to assess both the mechanical and biological properties of the new 

hydrogels built. HE800 and GY785 polysaccharides significantly improved the mechanical 

properties of the Si-HPMC hydrogel and induced the attachment of MC3T3-E1 and C28/I2 

cells when these were cultured in 2D on top of the hydrogels. HE800 had the highest 

compressive modulus (11kPa) and allowed the best cell dispersion, especially with MC3T3-

E1 when cultured on top of the hydrogels. Of all the constructs tested, the Si-HPMC 

hydrogels containing 0.34% of HE800 or 0.67% of GY785 or 0.67% of HA presented the 

most interesting features for cartilage tissue engineering applications as they offered the 

highest compressive modulus (9.5-11kPa) while supporting the proliferation of chondrocytes. 

The hydrogel supplemented with 0.67% of HE800 had the best cell spreading in two 

dimensions and will be used in the form of a patch. 
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Table 1: Physico-chemical characteristics of HE800, hyaluronic acid (HA) and GY785 

polysaccharides. 

Table 2: Osmolarity, pH and gel point of Si-HPMC hydrogels without or with 0.67% of 

HE800 or HA or GY785.  

Figure 1: (A) Compressive moduli of Si-HPMC hydrogels without or with 0.67% of 

HE800 or HA or GY785; (B) Compressive moduli of Si-HPMC hydrogels without or with 

HE800 at various concentrations. *P<0.001 

Figure 2: SEM images of flash-frozen dried hydrogels at low (100 X) and high (2.5K X) 

magnifications. 

Figure 3: Proliferation of (A) MC3T3-E1 and (B) C28/I2 cells cultured in 2D on culture 

plate over 72h in the absence of hydrogel (positive control) or in the presence of Si-HPMC 

(2), Si-HPMC/HE800 (2/0.67), Si-HPMC/HA (2/0.67), Si-HPMC/GY785 (2/0.67) hydrogels 

or in the presence of 5µg/ml of actinomycin-D (negative control). Results are expressed as the 

total number of cells per well. *P<0.001(* alone = significantly different from each other 

sample) 

Figure 4: Percentages of live and dead cells cultured in 3D within different hydrogels 

over 48h: (A) MC3T3-E1 and (B) C28/I2 within Si-HPMC hydrogels without or with 0.67% 

of HE800 or HA or GY785, or within Si-HPMC hydrogel in the presence of actinomycin-D in 

the culture medium (5µg/ml); (C) MC3T3-E1 and (D) C28/I2 within Si-HPMC hydrogels 

without or with HE800 at various concentrations. *P<0.001(* alone = significantly different 

from each other sample) 



 

 

Figure 5: Optical microscope images of MC3T3-E1 cells cultured over 48h in 2D on the 

top of Si-HPMC hydrogels without or with HE800, HA or GY785 at various concentrations. 

(Magnification 100 X) 

Figure 6: Percentage of MC3T3-E1 cells that remained in the culture medium 48h after 

culturing them in 2D onto culture plate (positive control) or on the top of Si-HPMC hydrogels 

without or with 0.67% of HE800 or HA or GY785. *P<0.001 

Figure 7: (A) Fluorescent images of stained MC3T3-E1 cells cultured over 48h in 2D on 

the top of Si-HPMC hydrogels containing 0.67% of HE800, HA or GY785. Nuclei are in blue 

and actin fibers in green; (B) Number of MC3T3-E1 cells per cluster. *P<0.001 

Figure 8: Optical and fluorescent images of C28/I2 cells cultured over 5 weeks in 3D 

within Si-HPMC hydrogels without or with 0.67% of HA or GY785. From top to bottom: no 

staining, calcein AM dying (live cells in green), ethidium homodimer-1 dying (dead cells in 

red), alcian blue and hematoxylin/eosin/safranin-O staining of paraffin embedded hydrogels. 

Scale bar = 20µm 

Figure 9: Optical images of C28/I2 cells cultured over 5 weeks in 3D within Si-HPMC 

hydrogels without or with HE800 at various concentrations. Scale bar = 50µm 
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III. Résultats, discussion 

Les résultats de ce chapitre montrent pour la première fois que l’ajout 

d’exopolysaccharides (EPS) marins HE800 et GY785 à un hydrogel d’hydroxypropyl méthyl 

cellulose silanisée (HPMC-Si), permet d’augmenter ses propriétés mécaniques, tout en 

induisant un attachement des ostéoblastes (MC3T3-E1) en deux dimensions, ainsi que la 

viabilité et une prolifération des chondrocytes (C28/I2) sous la forme de nodules en trois 

dimensions.  

La première étape de notre travail a été de définir la meilleure façon d’associer les EPS 

marins HE800 et GY785 avec l’hydrogel d’HPMC-Si. L’hydrogel d’HPMC-Si est obtenu en 

associant une solution basique (pH=12,6) avec une solution  tampon acide (pH=3.6). Les deux 

options envisagées ont ainsi été d’ajouter les EPS, soit à la solution basique, soit à la solution 

acide. La solubilisation des EPS dans la solution acide étant impossible, l’association des EPS 

à la solution basique à été préférée. La limite de solubilité des EPS dans la solution basique 

correspond à une concentration de 10 mg/mL. Cette concentration a ainsi été définie comme 

la concentration maximale de travail. L’ajout des EPS HE800 et GY785 à l’hydrogel 

d’HPMC-Si nous a permis de générer deux nouvelles matrices contenant 2% de cellulose et 

0,67% d’EPS marins notés HPMC-Si/HE800 (2/0.67) et HPMC-Si/GY785 (2/0.67). Les 

études physico-chimiques et rhéologiques présentées dans l’article 2 ont confirmé que les 

hydrogels générés possédaient des caractéristiques d’osmolarité, de pH et de temps de gel en 

adéquation avec une application en ingénierie tissulaire. Les tests de compression mécanique 

ont ensuite confirmé une augmentation de la rigidité des hydrogels supplémentés en EPS 

marins HE800 et GY785.  

Ces deux nouveaux hydrogels HPMC-Si/HE800 (2/0.67) et HPMC-Si/GY785 (2/0.67) 

présentent des propriétés mécaniques plus élevées que l’hydrogel d’HPMC-Si seul. La 
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deuxième étape de notre étude a été d’observer si la présence de 0,67% d’EPS HE800 ou 

GY785 induisait une modification du comportement cellulaire. Pour cela une lignée de 

chondrocytes (C28/I2) et une d’ostéoblastes (MC3T3-E1) ont été cultivées en deux 

dimensions (2D) à la surface des hydrogels ou en trois dimensions (3D) directement au sein 

des différents hydrogels. Les observations ont porté sur la viabilité, l’attachement et la 

morphologie cellulaire, ainsi que sur la capacité des hydrogels à permettre la formation de 

nodules cellulaires.    

L’évaluation de la cytotoxicité constitue une des premières étapes de validation des 

biomatériaux destinés à une application biomédicale. En accord avec les normes ISO 10993, 

nous avons réalisé un test de cytotoxicité par contact direct entre les différents hydrogels et les 

cellules C28/I2 et MC3T3-E1 cultivées en 2D. La viabilité et la prolifération des deux lignées 

cellulaires n’ont pas été affectées par la présence des hydrogels d’HPMC-Si/HE800 et 

d’HPMC-Si/GY785. De nombreux types cellulaires, comme les ostéoblastes, nécessitent 

d’adhérer à leur substrat et de lier des ligands spécifiques dans leur environnement pour 

proliférer (158,264,265). Dans ce contexte, dans le cadre de l’ingénierie tissulaire osseuse, les 

matrices doivent être capables de fournir des sites permettant l’attachement et l’adhésion 

cellulaire. Nous avons souhaité évalué en 2D la capacité des hydrogels d’HPMC-Si contenant 

les  EPS HE800 ou GY785 à fournir des sites d’attachement cellulaire. Pour cela, des cellules 

MC3T3-E1 ont été ensemencées à la surface  d’hydrogels contenant différentes 

concentrations en EPS marins. Il est décrit dans la littérature que l’attachement cellulaire est 

lié à plusieurs critères, dont la charge électrique et la rigidité de la surface. Un attachement 

cellulaire à été observé uniquement sur les hydrogels contenant les EPS HE800 et GY785 qui 

sont chargés négativement, contrairement à l’hydrogel d’HPMC-Si qui est neutre. Les 

polymères chargés négativement favorisent l’adsorption des protéines et les interactions 

ioniques avec les acides aminés cationiques (222,266,267). En ce sens il serait intéressant 
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d’explorer la capacité des EPS HE800 et GY785 à interagir avec des protéines et notamment 

des protéines impliquées dans l’adhésion, comme le CD44 par exemple, à l’aide 

d’expérimentations de résonance plasmonique de surface (BIAcore). Les résultats les plus 

intéressants en critère d’attachement cellulaire, d’homogénéité de répartition des cellules et de 

début d’étalement en 2D ont été observés avec les hydrogels contenant la concentration 

maximale d’EPS (0,67%) et plus particulièrement pour les hydrogels contenant l’EPS HE800. 

Cependant, dans le cadre de l’ingénierie tissulaire, les cellules ne sont pas simplement en 

contact avec la matrice, mais cultivées directement en 3D au sein du biomatériau. Nous avons 

voulu savoir si, utilisés comme matrice tridimensionnelle, les hydrogels d’HPMC-Si/HE800 

(2/0,67) et d’HPMC-Si/GY785 (2/0,67) présentaient en 3D les mêmes caractéristiques que 

celles observées en 2D.  Grâce à un double marquage éthidium homodimer-1 et calcein am, 

nous avons montré que les chondrocytes de la lignée C28/I2 et les ostéoblastes de la lignée 

MC3T3-E1 étaient viables en culture 3D uniquement dans les hydrogels d’HPMC-Si/GY785 

(2/0,67). Les cellules cultivées en 3D dans les hydrogels d’HPMC-Si/HE800 (2/0,67) 

présentent une mortalité cellulaire importante, alors qu’aucun effet n’avait été observé dans 

les études réalisées en 2D. Par conséquent, la mort cellulaire ne peut être due à une toxicité de 

l’EPS HE800. La rigidité élevée de la matrice ne peut être la cause de la forte mortalité, car 

les mêmes cellules cultivées dans une matrice présentant les mêmes propriétés mécaniques 

montrent un faible taux de mortalité. La mort cellulaire observée peut être liée à la structure 

interne de l’hydrogel et en particulier à l’organisation spatiale du HE800. Dans la littérature, 

la taille moyenne des pores des matrices constitue un point clé pour l’obtention de matériaux 

biologiquement compatibles (44).  Les pores de la matrice doivent avoir une taille supérieure 

à 20 µm et inférieure à 120 µm pour permettre un attachement et une viabilité cellulaire. Dans 

notre étude, l’hydrogel d’HPMPC-Si ne constitue pas un support poreux ou macroporeux. Les 

cellules ne sont pas ensemencées dans le matériau, mais directement encapsulées à l’intérieur 
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du réseau. Au sein de l’hydrogel, il existe uniquement des nanopores permettant la diffusion 

des gaz et des nutriments. Les observations des hydrogels d’HPMC-Si/HE800 (2/0,67) 

montrent une structure interne dense qui peut conduire à une faible perméabilité et par 

conséquent ralentir la diffusion des nutriments et des gaz. La concentration en EPS HE800 a 

ainsi été modifiée. Un hydrogel d’HPMC-Si à 2% contenant 0,34% d’EPS HE800 noté 

HPMC-Si/HE800 (2/0,34) présente une biocompatibilité avec la culture tridimensionnelle 

d’ostéoblastes et de chondrocytes avec des caractéristiques mécaniques supérieures à 

l’hydrogel d’HPMC-Si. Cependant en culture 3D, seules les cellules C28/I2, ont montré une 

organisation en nodules au sein des hydrogels d’HPMC-Si/HE800 (2/0,34) et d’HPMC-

Si/GY785 (2/0,67). Les chondrocytes sont des cellules ne nécessitant pas une adhésion 

cellulaire. Les cellules MC3T3-E1 correspondant à une lignée ostéoblastique murine, comme 

beaucoup de types cellulaires, ces cellules nécessitent d’interagir avec leur environnement 

pour proliférer. Dans cette étude en 3D, les polysaccharides marins ne semblent pas fournir de 

sites d’adhésion même après trois semaines, car les cellules MC3T3-E1 gardent une 

morphologie ronde. Les C28/I2 s’organisent en nodules de morphologies différentes selon la 

composition de l’hydrogel. En effet, cultivées pendant trois semaines dans un hydrogel 

d’HPMC-Si seul ou supplémenté avec 0,34% d’EPS HE800, les chondrocytes C28/I2 

adoptent une morphologie en nodules concentriques bien définis, contrairement aux cellules 

C28/I2 cultivées en trois dimensions dans un hydrogel d’HPMC-Si contenant 0,67% d’EPS 

GY785, qui présentent une morphologie en nodules beaucoup plus diffus et répartis dans 

l’hydrogel.  

Pour conclure, l’étude en 2D nous indique que l’hydrogel d’HPMC-Si/HE800 (2/0,67) 

paraît intéressant pour la culture de cellules adhérentes et pourrait ainsi être utilisé sous la 

forme de patchs. L’étude en 3D montre que les hydrogels d’HPMC-Si/HE800 (2/0,34) et 
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d’HPMC-Si/GY785 (2/0,67) présentent des propriétés compatibles avec la culture 

tridimensionnelle de cellules ne nécessitant pas une adhésion cellulaire.  
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I. Problématique 

L’extrémité des surfaces articulaires des os mobiles est recouverte d’une couche de 

cartilage articulaire, qui facilite le mouvement des articulations entre elles et permet 

d’absorber les chocs. Ces fonctions résultent de l'architecture unique de ce tissu composé d’un 

seul type cellulaire, le chondrocyte, enchâssé dans une matrice dense, riche en collagène de 

type II et en agrécane. Cependant, le cartilage possède une faible capacité de réparation 

spontanée due à sa non vascularisation et à la faible capacité de prolifération des cellules qui 

le composent (268,269). En conséquence, une blessure mineure peut être la cause de dégâts 

irréversibles menant à la dégénérescence progressive de ce tissu vers des lésions de type 

arthrosique (270). Les différentes stratégies chirurgicales développées pour la réparation des 

lésions cartilagineuses présentent de nombreuses limites (271,272). Dans ce contexte, 

l’ingénierie tissulaire combinant des cellules, une matrice et des agents bioactifs apparaît 

comme une bonne stratégie pour la réparation des lésions cartilagineuses (179,273,274). 

Différents types de matrices à base de polymères naturels ou synthétiques ont été proposés 

pour une utilisation en ingénierie tissulaire du cartilage (151). La matrice extracellulaire joue 

un rôle important pendant le développement tissulaire avec une fonction structurale et 

informative (275). En conséquence, la matrice artificielle générée doit mimer la MEC d’un 

point de vue mécanique, structurel et biofonctionnel (154,165). Les interactions entre les 

cellules et la matrice extracellulaire de ce tissu semblent jouer un rôle important dans son 

développement et sa régénération. En effet, de nombreuses études ont montré que la fonction 

cellulaire des chondrocytes diffère selon leur mode de culture (276-278). Une culture en deux 

dimensions entraîne une perte progressive du phénotype chondrocytaire (dédifférenciation), 

alors qu’une culture en trois dimensions permet de prévenir ce phénomène voire au contraire 

de rétablir un phénotype chondrocytaire (redifférenciation) (279,280). La structure et 
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l’environnement mécanique semblent ainsi jouer un rôle clé dans le développement et la 

réparation de ce tissu.  

Un grand intérêt est porté aux polymères d’origine naturelle comme le chitosane, les 

alginates ou les glycosaminoglycanes pour la réalisation de matrices artificielles tri 

dimensionnelles en ingénierie tissulaire du cartilage (127,161). En effet, de par leur 

composition et leur structure, ils contiennent de nombreux éléments reconnus par les cellules. 

Aujourd’hui la médecine régénérative s’oriente vers le développement de techniques de moins 

en moins invasives dans le but de réduire la morbidité et la durée d’hospitalisation. Dans ce 

contexte, les hydrogels de par leur nature injectable et hydrophile constituent un type de 

matériaux de choix pour des applications en ingénierie tissulaire du cartilage. Le principal 

défi dans le dévelopement de nouveaux hydrogels est de permettre la viabilité des 

chondrocytes, leur prolifération et leur différenciation au sein de l’hydrogel tout en 

fournissant un support mécanique convenable. Cependant, l’une des difficultés à travailler 

avec des hydrogels à base de polysaccharides d’origine naturelle réside dans le fait qu’ils 

présentent de faibles propriétés mécaniques.  

Dans l’intention de proposer un échafaudage en trois dimensions capable de soutenir 

mécaniquement et biologiquement la régénération du cartilage, nous avons mis au point dans 

le chapitre précédent un nouvel hydrogel à base d’hydroxypropyl-methyl cellulose silanisé 

(2% en masse) et d’EPS marin GY785 (0,67% en masse). Les résultats des travaux de l’article 

2 ont montré que cet hydrogel d’HPMC-Si/GY785 (2/0,67%) possédait des propriétés 

mécaniques plus élevées que l’hydrogel d’HPMC-Si seul. Ces résultats nous ont suggéré que 

cet hydrogel présentait des propriétés physiques intéressantes pour une utilisation possible 

sous la forme de matrice pour l’ingénierie tissulaire. Dans cette seconde étude nous allons 

déterminer si ce nouvel hydrogel d’HPMC-Si/GY785 possède les propriétés biologiques 

nécessaires à son utilisation comme matrice extracellulaire artificielle pour la culture 
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tridimensionnelle de chondrocytes dans le cadre de l’ingénierie tissulaire du cartilage. Notre 

objectif fut dans un premier temps de vérifier la biocompatibilité de notre hydrogel d’HPMC-

Si/GY785 vis-à-vis de chondrocytes articulaires primaires de lapin. Nous avons ensuite 

déterminé la capacité de cet hydrogel à maintenir ou à rétablir un phénotype chondrocytaire 

en culture tridimensionnelle ainsi que sa capacité à former un tissu cartilagineux in vitro et in 

vivo lorsqu’il est associé avec des chondrocytes articulaires de lapin et des chondrocytes 

nasaux de cheval.  
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II. Résumé 

Article 3 Un hydrogel auto réticulant enrichi d’un exopolysaccharide d’origine 

marine comme matrice pour l’ingénierie tissulaire du cartilage 

Afin de développer un hydrogel compétent biologiquement et mécaniquement pour 

l’ingénierie tissulaire du cartilage, les propriétés mécaniques d’un hydrogel à base de dérivés 

de cellulose silanisé (HPMC-Si) ont été augmentées en ajoutant 0,67% d’un 

exopolysaccharide (EPS) marin GY785. Dans ce contexte, l’objectif de notre étude a été 

d’évaluer (i) la capacité de ce nouvel hydrogel d’HPMC-Si/GY785 à maintenir et à rétablir un 

phénotype chondrocytaire et (ii) le potentiel de cet hydrogel d’HPMC-Si/GY785 associé à des 

chondrocytes articulaires de lapin (RAC) à former un tissu cartilagineux in vivo. Des RAC 

(passage 0) ou dédifférenciés (passage 2) ont été cultivés en trois dimensions dans un 

hydrogel d’HPMC-Si/GY785 pendant 3 et 4 semaines. L’analyse phénotypique par PCR en 

temps réel ainsi que des colorations histologiques indiquent que les chondrocytes cultivés en 

trois dimensions dans l’hydrogel de HPMC-Si/GY785 expriment les transcrits codant pour le 

collagène de type II et l’agrécane et produisent des glycosaminoglycanes (GAG) sulfatés. De 

plus, l’analyse histologique d’implants constitués de l’hydrogel d’HPMC-Si/GY785 associé à 

des RAC en sites sous cutanés chez la souris nude, montre après 3 semaines la formation d’un 

tissu cartilagineux avec une matrice riche en GAG et en collagène de type II. Ces résultats 

indiquent que l’hydrogel d’HPMC-Si/GY785 apparaît comme une matrice biologiquement 

compétente pour la culture tridimensionnelle de chondrocytes et semble prometteuse pour une 

application en ingénierie tissulaire du cartilage.  
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Abstract 

Polysaccharides-based hydrogels such as chitosan, alginate or glycosaminoglycans (GAG) 

derivatives have been widely used as 3D scaffolds for cartilage tissue engineering. However 

none of them showed both mechanical and biological adequate properties. To develop a 

biomechanically and biologically competent hydrogel for cartilage tissue engineering, a 

cellulose-based hydrogel (Si-HPMC) was reinforced with a marine polysaccharide. In a 

previous work, we have shown that GY785-doping has improved the mechanical properties of 

the Si-HPMC. Therefore, the aims of the present work were (i) to investigate the ability of 

this Si-HPMC/GY785 to allow the maintenance and the recovery of a chondrocytic phenotype 

and (ii) to evaluate the potential of this Si-HPMC/GY785 associated with chondrocytes to 

form a cartilaginous tissue in vivo. Primary rabbit articular chondrocytes (RAC) or 

dedifferentiated RAC were cultured in 3D within Si-HPMC/GY785 for 3 weeks. The 

chondrocytic phenotype was investigated by real-time PCR (agrecan, type I and II collagen), 

alcian blue staining (sulphated GAG) and immunostaining (type II collagen). Finally, the 

ability of Si-HPMC/GY785 to form a cartilaginous tissue was investigated by in vivo 

transplantation of RAC and equine nasal chondrocytes (EqNC) with Si-HPMC/GY785 

subcutaneously in nude mice. After 3 weeks, implants were histologically characterized to 

determine the presence of sulphated GAG and collagen. Our results showed that primary 

RAC 3D-cultured within Si-HPMC/GY785 express typical chondrocytic markers (type II 

collagen and agrecan) after 3 weeks. In addition, these cells also produced an extracellular 

matrix (ECM) containing sulphated GAG and type II collagen. When dedifferentiated RAC 

were replaced in 3D within Si-HPMC/GY785 the expression of chondrocytes markers (type II 

collagen and agrecan) were recovered and type I collagen expression was decreased. Finally, 

histological analysis of hybrid constructs transplanted in nude mice revealed the production of 

a cartilage-like ECM containing sulphated GAG and type II collagen. These results indicate 



 

 

that mechanically GY785-reinforced Si-HPMC appears as a promising hydrogel for cartilage 

tissue engineering. 



 

 

Introduction 

Articular cartilage (AC) is an avascular connective tissue containing a unique cell type, 

the chondrocyte, which synthesized an abundant extracellular matrix (ECM) (1, 2). This ECM 

is composed of mainly type II collagen and agrecan contributing respectively to tensile 

strength and resistance to compression of AC (3, 4). AC unfortunately exhibits poor capacity 

for self-repair (5, 6), injuries of articular cartilage are thus irreversible and may lead to long-

term joint degeneration (7).  

In that circumstance, cell-based therapies for the regeneration of AC have been explored. 

Autologous chondrocyte transplantation (ACT) has initially been used to treat full-thickness 

chondral defects(8). Nevertheless, this technique suffers from limitations such as low number 

of cells obtained through the biopsy, donor site morbidity and the dedifferenciation of 

chondrocytes towards a fibroblastic phenotype during the monolayer amplificative culture (9).  

To overcome these limitations, tissue engineering has emerged as a new method involving 

the combination of cells, scaffolds and bioactive agents to build functional new tissue in order 

to replace damaged cartilage (10-13).  

The ideal scaffold material for cartilage tissue engineering should be one which closely 

mimics the natural cartilage environment in a structural, mechanical and biofunctional way 

(14-17). Several studies have demonstrated that chondrocyte functions differ in 2D and 3D 

systems (18-22) with a progressive dedifferentiation of chondrocytes in 2D culture and a 

prevention of this phenomenon by a 3D culture (22, 23). Taken into account that articular 

cartilage is a highly stressed tissue, to structurally mimic the environments of the cartilage 

tissue, the fundamental structure of a scaffold should therefore be a 3D system with adequate 

mechanical strength.  



 

 

Due to their structure incorporating many of the cues needed by cells, a great number of 

different natural polymers have been studied and proposed for the preparation of scaffolds for 

cartilage such as collagen, fibrin, chitosan, hyaluronic acid, alginate and cellulose (24-26). 

Unfortunately, no scaffold made of these polymers or combination of them have so far been 

ideal materials for cartilage tissue engineering, lacking from an adequate combination of 

mechanical and biological properties. In that context, an injectable and self-setting silated 

hydroxypropyl methylcellulose (Si-HPMC) based hydrogel has been previously developed 

(27, 28) and described has a suitable matrix for the 3D culture of chondrocytes in vitro (29) 

and the repair of articular cartilage in vivo (30). However, in spite of good biological 

characteristics, this scaffold suffers from weak mechanical properties. In order to develop a 

biomechanically and biologically competent hydrogel for cartilage tissue engineering this Si-

HPMC scaffold was reinforced with 0.67% of a marine polysaccharide GY785. The aims of 

the present work were to investigate wether this new scaffold Si-HPMC/GY785 could be used 

for engineering cartilage. In this attempt, we first assessed the cytocompatibility of this Si-

HPMC/GY785 towards articular chondrocytes. Secondly, its ability to allow the maintenance 

and the recovery of a chondrocytic phenotype were evaluated. Finally, the potential of Si-

HPMC/GY785 associated with chondrocytes to produce cartilaginous matrix in vivo was 

evaluated in subcutaneous pocket of nude mice.  

 

2. Materials and Methods 

2.1. Materials 

Hydroxypropyl methylcellulose (Si-HPMC) E4M® was purchased from Colorcon-Down 

chemical (Bougival, France). 3-glycidoxypropyltrimethoxysilane (GPTMS) was obtained 

from Sigma-Aldrich (France). GY785 EPS was produced by Seadev-FermenSys SAS 



 

 

(Plouzané, France). GY785 EPS was then sterilized by ethylene oxide by IONISOS (Gien, 

France). Hyaluronidase, actinomycin-D, trypsin/EDTA, type II colagenase (290 units/mg), 

HEPES (4-(2-hydroxyethyl)-1-piperazineethanesulfonic) and isopropanol were purchased 

from Sigma-Aldrich (St-Louis, USA). Hank’s Balanced sodium salt (HBSS), DMEM 4.5 G/l 

glucoe), penicillin/streptomycin, L-glutamine, Trizol®, DNase I and Taq DNA polymerase 

were obtained from Invitrogen corporation (Paisley, UK). Methyl Tetrazolium Salt (MTS) 

was purchased from promega (USA). Live and dead viability/cytotoxicity kit assay was 

obtained from Invitrogen. Fetal calf serum (FCS) was from Dominique Dutscher (Brumath, 

France). Cell culture plastics were purchased from Corning (VWR, France). New Zealand 

rabbits were obtained from Grimaud frères (Roussay, France). Monoclonal antibody against 

collagen type II was purchased from Oncogene (San Diego, United States). All other 

chemicals were from standard laboratory suppliers and were of the highest purity available. 

2.2. Preparation of Si-HPMC/GY785 hydrogel 

The synthesis of Si-HPMC was performed by grafting 0.5% of silicium in weight on 

HPMC (E4M®) heterogeneous medium, as previously described (27). Si-HPMC powder (3%, 

w/v) was solubilized in 0.2M NaOH under constant stirring for 48h. The solution was then 

sterilized by steam (121°C, 30 min). For the production of Si-HPMC/GY785, sterile GY785 

polysaccharide was mixed with the sterile Si-HPMC (3% w/v) basic solution at the 

concentration of 10 mg/mL (1% w/v) within Si-HPMC. The resulting Si-HPMC/GY785 

(3%/1% w/v) mixture was left under mild rotatory stirring during 12h to dissolve GY785. To 

allow the formation of a reticulated hydrogel, 1 volume of Si-HPMC(3% w/v) or Si-

HPMC/GY785(3%/1% w/v) solution was mixed with 0.5 volume of 0.26 M HEPES buffer as 

previously described (29) (31). Final products consist in hydrogels (PH=7.4) containing Si-

HPMC (2%w/v) with or without GY785 (0.67% w/v) respectively named Si-HPMC and Si-

HPMC/GY785. In the same manner, a hydrogel was done with HPMC in order to obtain a Si-



 

 

HPMC/HPMC (2/0.67) hydrogel used as a control of macromolecular incorporation in the 

rheological experiments. 

2.3. Rheological characteristics 

One ml of Si-HPMC or Si-HPMC/GY785 or Si-HPMC/HPMC were allowed to reticulate 

in well of 12-well plates. As a control of GY785 addition, a Si-HPMC/HPMC (2/0.67) 

hydrogel was also porduced. Samples were incubated at 37°C for 1h before adding 2 ml of 

DMEM supplemented with 10% FCS, 1% penicillin/streptomycin and 1% L-glutamine 

(culture medium). The plates were maintained at 37°C in a humidified atmosphere and with 

medium change every 2 days. After 3 weeks, oscillatory measurements were performed at 

25°C on different Si-HPMC, Si-HPMC/GY785 or Si-HPMC/HPMC using the Haake MARS 

rheometer (ThermoHaake®, Germany) with a titanium plate geometry (20 mm diameter(PP20 

Ti), plate with 3mm gap) with a homemade device for direct measurement inside the 12-well 

plates. We applied a 0.2 N normal force on the hydrogels before the measurements. The 

complex viscosity (η*) was determined as a function of stress under conditions of linear 

viscoelastic response in the range from 0.1 to 5 Pa, at a constant oscillation frequency (ω) (1 

Htz). The storage (G’) and loss (G” ) moduli were measured within the linear viscoelastic 

region.  

2.4 Animals and Surgical Procedures 

All animal handling and surgical procedures were conducted according to European 

Community guidelines for the care and use of laboratory animals (DE 86/609/CEE). 

Experiments were performed according to Good Laboratory Practices (GLP) at the 

Experimental Therapeutics Unit of the University of Nantes. 

 



 

 

2.5 Isolation of rabbit articular chondrocytes (RAC) and equine nasal chondrocytes 

(EqNC) 

For the isolation of rabbit articular chondrocytes (RAC), five week old New Zealand 

white rabbits were killed after general anesthesia. The shoulders, the knee and the femoral 

heads were dissected out under sterile condition prior to isolate cartilage and describe 

previously (32). Equine nasal chondrocytes (EqNC) were obtained from horses undergoing 

arthroscopic surgery. Briefly, under general anesthesia, 5 discs (8 mm in diameter) of equine 

nasal septum were harvested with 8 mm biopsy punch as decribed previously (33). 

For both RAC and EqNC, the cartilage was removed, cut into small slices and digested at 

37°C with 0.05% hyaluronidase in HBSS for 10 min, then with 0.2% trypsin for 15 min and 

with 0.2% type II collagenase for 30 min. Finally, slices were digested overnight at 37°C in 

0.03% collagenase in DMEM. The suspended RAC or EqNC were plated (P0) at a density of 

5.104 cells/cm2 in 75cm2 culture flask and cultured in DMEM supplemented with 10% FCS, 

1% penicillin/streptomycin and 1% L-glutamine (culture medium). The cells were maintained 

at 37°C in a humidified atmosphere of 5% CO2 and the culture medium was changed every 2-

3 days. The cells (P0) were grown until 80% confluent and then detached from the culture 

flask using trypsin/EDTA, counted and re-seeded at 1.104 cells/cm2 (P1). Cultured RAC were 

passaged up to four times. RAC from passage 1, 3 and 4 were frozen in Trizol® for 

subsequent real-time PCR analysis. 

2.6. Cytocompatibility of Si-HPMC/GY785 hydrogel 

Cellular viability was measured using an MTS assay as previously described (29). Briefly 

RAC were allowed to attach in 24-well plates at a final density of 1.104 cells/cm2. After 24h, 

culture medium was removed and 500µl of Si-HPMC/GY785 were added in each well. 

Samples were incubated at 37°C for 1h before adding 1 mL of culture medium. As a control, 



 

 

RAC were also cultured in the absence of Si-HPMC/GY785 and Si-HPMC (plastic) or in the 

presence of actinomycin-D (5µg/mL), an inhibitor of RNA polymerase (30), which was used 

as a potent inducer of cell death. After 1, 2, and 3 days, hydrogels and culture media were 

removed and MTS solution was added in each well for 1-3h according to the manufacturer’s 

instructions. Finally colorimetric measurement of formazan dye was performed on a 

spectrophotometer with an optical density reading at 490 nm. Results were expressed as 

relative MTS activity as compared to control condition (cells cultured in the absence of Si-

HPMC/GY785 and Si/HPMC.  

Cell proliferation was evaluated by Trypan blue exclusion dye experiments in conditions as 

described above. After each indicated time, hydrogel and culture medium were removed and 

the cells were detached by adding trypsin/EDTA for 2 min. The suspended cells were 

transferred into fresh culture medium and counted with Trypan blue staining that colours dead 

cells in blue. Results were expressed as the total number of living cells per well.  

2.7. Three-Dimensional Culture of rabbit articular chondrocytes (RAC) 

RAC (freshly isolated or dedifferentiated (P2)) were gently mixed with Si-HPMC/GY785 

or Si-HPMC hydrogel (prepared as described previously), at a density of 1.106 cells/mL. 

Hybrid constructs were then seeded in 12-well plates (1.5 mL/wells) and incubated at 37°C 

and 5% CO2. After 1h incubation, 2 mL of culture medium was added in each well and 

changed every 2-3 days. After 3 weeks the cellular viability, the production of sulphated 

glycosaminoglycans (GAG) and type II collagen, and the phenotype of RAC were evaluated. 

Cellular viability in three-dimensional culture was visualized using live and dead 

cytotoxic assay according to manufacturer’s instructions. Briefly, in each well, the culture 

medium was replaced by 200µl of a live/dead solution of calcein-AM (2µM) and ethidium 

homodimer-1 (4µM) in DMEM. After 5 to 10 min, the dye mixture was removed and the 



 

 

hydrogels were intensively rinsed with phosphate buffered saline. The imaging of RAC was 

performed using a confocal laser-scanning microscope (Nikon D-eclipse C1).  

Hybrid constructs associating RAC and hydrogels at 3 and 5 weeks were fixed in formol 

over 1h and embedded within 2% agarose solution before embedding in paraffin. Serial 

sections of each paraffin block (5µm thickness) were made and process for histological 

staining with alcian blue and immunostained for type II collagen. For immunohistochemistry 

anti-rabbit type II collagen (1/100) was used. Briefly 5µm thick paraffin sections were 

mounted, deparaffinized, rehydrated and rinsed in distilled water. Tissue sections were 

subjected to epitope retrieval with a pre-treatment with trypsin at room temperature. Tissue 

sections were incubated with primary antibody at room temperature for 30 min. This was 

followed by sequential incubation with biotinylated link antibody for 15 min and streptavidin 

labelled with peroxidase for 15 min. Immunopositive cells showed brown staining with type 

II collagen antibody. 

For the real-time PCR analysis, total RNA was extracted using trizol® reagent according 

to the manufacturer’s instructions. After DNase I digestion, RNA was quantified using a UV-

spectrophotometer (Nanodrop NND-1000, Labtech, France). One microgram of RNA per 

samples was reverse-transcribed using the superscript III kit in a total volume of 20µL. 

Complementary DNA (cDNA) was amplified in a total volume of 25µL PCR reaction mix 

containing 12.5µL of Brillant® SYBR® Green Master Mix (1X) and 30nM of SYBR green 

reference dye. The sequence and concentration of each primer set are provided in Table 1. 

The real time polymerase chain reaction was carried out in a MX3000P® real-time PCR 

system (Stratagene) under the following conditions: 10 min at 95°C followed by 40 cycles of 

30 s at 60°C and 30 s at 72°C as previously decribed(34). The efficiency and specificity of 

each primer set was confirmed with standard curves of cycle threshold (Ct) values versus 

serial dilution of total RNA and melting profile evaluation. Cycle thresholds were normalized 



 

 

to GAPDH to control for cDNA differences. Results are reported as fold change in gene 

expression relative to control conditions.  

2.8 In vivo tissue formation 

2.8.1 Implantation 

To investigate whether constructs associating RAC or EqNC with Si-HPMC/GY785 or 

Si-HPMC enable the formation of a cartilaginous tissue in vivo, constructs were implanted 

into subcutaneous pockets of 4 weeks old nude mice (Swiss nude mice, Janvier, France). 

5.105 freshly isolated RAC or EqNC were gently mixed with 250µL of Si-HPMC/GY785 or 

Si-HPMC hydrogel prior its reticulation and implanted subcutaneously into nude mice as 

previously described (30). Si-HPMC/GY785 and Si-HPMC without cells was also implanted 

and used as a negative control. Each condition was tested in quadruplicate and 12 animals 

were implanted (2 implants per animal). After 3 weeks, mice were sacrificed and implants 

were recovered and processed histologically. 

2.8.2 Histological and immunohistochemical analyses 

Constructs samples recovered from nude mice were fixed in 10% formalin and embedded 

in paraffin. Paraffin sections (5µm thick) were deparaffinized using toluene, rehydrated 

through a graded series of ethanol, and rinsed in distilled water. For each sample, two tissue 

sections were stained with Alcian Blue and immunostained for type II collagen. Samples were 

visualized using a light microscope (Zeiss Axioplan 2, Göttingen, Germany). 

2.9. Statistical analysis 

Results are expressed as mean ± SEM of triplicate determinations. The comparative 

studies of means were performed by using one-way ANOVA followed by a post hoc test with 

a statistical significance at p<0.001. 



 

 

3. Results 

 

3.1. Rheological Characteristics 

To evaluate the effect of GY785 addition on the viscoelastic properties of Si-HPMC, an 

oscillatory measurement allowing to evaluate the elastic modulus (G’) and the viscous 

modulus (G’’) was performed. The Si-HPMC/GY785 has a G’ about 723 +/-171 Pa and a G” 

about 96 +/- 37 Pa. Si-HPMC and Si-HPMC/HPMC exhibited the same G’ with values about 

398 +/- 65 Pa and 324 +/- 52 Pa and G” about 28+/-6 Pa and 22+/-5 Pa respectively.  

These results indicate that Si-HPMC/GY785 hydrogel has higher rigidity than Si-HPMC 

and Si-HPMC/HPMC whereas Si-HPMC and Si-HPMC/HPMC exhibit similar rigidity.  

3.2 Cytocompatibilty of Si-HPMC/GY785 hydrogels towards Rabbit Articular 

Chondrocytes (RAC) 

To determine whether Si-HPMC/GY785 hydrogel was not cytotoxic, the viability and the 

proliferation of primary rabbit articular chondrocytes (RAC) cultured in contact with Si-

HPMC/GY785 was examined through a measurement of MTS activity and cell counting after 

24, 48 and 72h of culture. Si-HPMC hydrogel was used as a positive control. The results (Fig. 

2 A) show that Si-HPMC and Si-HPMC/GY785 did not affect MTS activity of RAC at 24h. 

After 48h of culture, the presence of Si-HPMC and Si-HPMC/GY785 slightly reduced the 

MTS activity of RAC by respectively 20 and 30%. However, after 72h there was no 

significant difference between the MTS activity of RAC cultured in the presence or in the 

absence of the two different hydrogels. On the contrary, actinomycin-D treatment reduced the 

MTS activity of RAC by nearly 70% as early as 24h of treatment. 



 

 

Cell counting experiments (fig 2 B) exhibits similar results. Indeed, after 72h no significant 

difference in cell number was observed between cells cultured in contact with Si-

HPMC/GY785 and cells cultured in control condition or in contact with Si-HPMC alone. 

Considered together, these results indicate that Si-HPMC/GY785 has no adverse effects on 

RAC viability and proliferation. 

To investigate the 3 dimensional cytocompatibility of Si-HPMC/GY785, the viability of 

RAC in three-dimensional culture within Si-HPMC/GY785 hydrogel was visualized by 

confocal microscopy after 3 weeks of culture (Fig 2 C). Cells were stained with calcein AM 

and “EthD-1" which respectively label living cells in green and dead cells in red. As shown in 

Fig 2C, RAC 3-dimensionally (3D) cultured within Si-HPMC/GY785 are green and are 

organized in nodular structure as it is observed with RAC cultured in Si-HPMC alone. The 

absence of red fluorescence indicates the absence of dead cells within Si-HHPMC/GY785. 

These results show that RAC retained their viability and organized in nodular structures when 

three dimensionally cultured within Si-HPMC/GY785 hydrogel revealing that GY785 

incorporation failed to affect the 3D cytocompatibility of Si-HPMC.  

3.3. Maintenance of chondrocyte phenotype in three-dimensional culture 

To assess whether Si-HPMC/GY785 allows the maintenance of a chondrocytic phenotype 

in three dimensional culture, RAC were cultured for 3 weeks either in two dimensions (2D) 

without hydrogels or in three dimensions (3D) within Si-HPMC/GY785 hydrogel or Si-

HPMC alone as a control. The expressions of transcripts coding for type I collagen 

(dedifferentiation marker) and type II collagen and agrecan were evaluated by real time PCR 

(Fig. 3 A). 2D cultured RAC exhibited a lower expression of type II collagen and agrecan 10- 

and 14.3-fold lower than primary RAC (P0) respectively. In contrast to RAC cultured in 2D, 

RAC cultured in 3D within Si-HPMC/GY785 expressed significant higher level of type II 



 

 

collagen and agrecan transcripts of approximately 5- and 19-fold respectively. Likewise, RAC 

cultured in 3D within Si-HPMC alone exhibited an expression of Type II collagen and 

agrecan 2- and 7-fold higher than primary RAC. Whereas the expression of type I collagen in 

2D RAC (fig 3A) was more than 3-fold higher than that of RAC (P0), 3D cultured RAC 

within Si-HPMC/GY785 exhibited a barely detectable increase in type I collagen expression. 

RAC cultured in 3D within Si-HPMC did not show an increased expression of type I collagen 

as compared to primary RAC (P0).  

These whole results suggest that Si-HPMC/GY785 enabled the maintenance of a 

differentiated chondrocyte-like phenotype in RAC. 

To further investigate the ability of Si-HPMC/GY785 to maintain a differentiated 

chondrocytic phenotype, the effect of 3D culture within Si-HPMC/GY785 on sulphated GAG 

and type II collagen production was investigated. In this attempt, Alcian blue staining and 

immunostaining for type II collagen were performed on RAC cultured in 3D within Si-

HPMC/GY785 or Si-HPMC for 3 weeks. In these conditions (figure 3 B), sample exhibited a 

positive Alcian blue staining and type II collagen immunostaining These results show an 

accumulation of sulphated GAG and type II collagen in the extracellular matrix surrounding 

RAC nodules formed in 3D culture within Si-HPMC/GY785 hydrogels as it was observed 

with Si-HPMC alone. Considered together, these results indicates that Si-HPMC/GY785 

hydrogel permit the 3D culture of functionally competent RAC able to produce type II 

collagen and sulphated GAG. 

3.4. Dedifferentiation of RAC in 2D culture and redifferentiation in 3D culture 

It is well known that dedifferentiated articular chondrocytes are able to retrieve a 

chondrocytic phenotype when replaced in a three-dimensional environment (30, 35, 36). We 

therefore sought to evaluate whether this phenomenon also happens with RAC initially 



 

 

cultured in 2D and thereafter placed in 3D within Si-HPMC/GY785 hydrogels. For this 

experiment, freshly isolated RAC were first dedifferentiated in monolayer for four passages. 

Expressions of transcripts coding for type I and II collagen as well as agrecan were evaluated 

by real time PCR (Fig. 4A). When RAC were passaged, they exhibit a decreased in type II 

collagen expression approximately 4-fold at passage 2 (P2) and 16-fold at P4 as compared to 

primary RAC (P0). Likewise, Agrecan expression exhibited a 3-fold and 4.5-fold decrease 

after passage 2 and 4 respectively (Fig. 4A, P2, P4). On the contrary, the expression of type I 

collagen transcript was dramatically increased about 7-fold and 10-fold after respectively 2 

and 4 passages in monolayer cultures (Fig. 4A). These results show that RAC underwent a 

dedifferentiation process as early as passage 2 (P2). 

Therefore, to investigate whether Si-HPMC/GY785 allow the recovery of a chondrocytic 

phenotype, dedifferentiated RAC P2 were placed for 4 additional weeks either in 3D culture 

within Si-HPMC/GY785 or Si-HPMC or in 2D culture. Real-time PCR analysis revealed that 

after 4 weeks, RAC cultured in 3D within Si-HPMC/GY785 exhibited 28-fold increase in 

type II collagen expression and 75-fold increase in agrecan expression as compared to RAC 

P2 (figure 4B). On the contrary RAC cultured in 2D for the same additional duration failed to 

exhibit any significant increase in type II collagen and agrecan transcripts. Interestingly, the 

expression of the dedifferentiation marker type I collagen after 4 weeks in 3D culture within 

Si-HPMC/GY785 was 3.4-fold inferior to that measured in RAC P2 (Fig. 4B). 2D RAC 

exhibited a 2-fold higher type I collagen expression as compared to RAC P2. When compared 

to the control hydrogel (Si-HPMC) RAC cultured within Si-HPMC/GY785 exhibited a 2-fold 

higher expression of transcript coding for type II collagen and agrecan. These results suggest 

that Si-HPMC/GY785 enables the recovery of a chondrocyte-like phenotype in RAC 

previously dedifferentiated.  

 



 

 

3.5. In vivo tissue formation 

To investigate whether Si-HPMC/GY785 hydrogel makes possible the formation of 

cartilaginous tissue in vivo, constructs associating freshly isolated RAC and equine nasal 

chondrocytes (EqNC) with Si-HPMC/GY785 or Si-HPMC hydrogels were implanted 

subcutaneously in nude mice. After 3 weeks, histological examinations (Fig. 5) showed the 

formation of chondroid nodules with RAC or EqNC associated with Si-HPMC/GY785 as well 

as with the control hydrogel (Si-HPMC). These nodules were positively stained by Alcian 

blue (Fig. 5), suggesting the production of an extracellular matrix containing GAG. In 

addition, these nodules were positively stained for type II collagen. As a control, Si-HPMC 

and Si-HPMC/GY785 alone showed neither the formation of nodular structure nor the 

presence of an extracellular matrix (data not shown).  

These results indicate that Si-HPMC/GY785 allows the formation of a cartilaginous tissue 

in vivo with both freshly isolated RAC or EqNC. 

4. Discussion 

Today regenerative medicine is moving towards the development of less and less invasive 

surgical techniques with the objective to reduce morbidity and the duration of hospitalisation. 

In that objective, injectable hydrogels appear promising (37). The main challenge in 

developing new hydrogels is to allow viability, proliferation and differentiation of cells inside 

the hydrogel while providing with suitable mechanical strength. In an attempt to propose a 

three dimensional scaffolding hydrogel able to mechanically and biologically support 

regeneration of functional cartilage, we doped a self-setting hydrogel based on cellulosic 

derivatives (Si-HPMC) with a marine polysaccharide of high molecular weight the 

GY785(31). With rheologic oscillatory measurement, we have demonstrated that 

incorporation of GY785 within Si-HPMC hydrogel increased the mechanical properties of Si-



 

 

HPMC(31). Marine-based polysaccharides (38) which exhibit structural analogies with 

glycosaminoglycans (GAGs), are well acknowledged as molecules influencing cell 

proliferation, differentiation and adhesion (39). Moreover, their structural organization 

confers both hydration and mechanical properties to the extracellular matrix as agrecan in 

articular cartilage tissue.  

The determination of the rheological properties of Si-HPMC/GY785, Si-HPMC and Si-

HPMC/HPMC hydrogels indicates that G’ was higher than G” (Fig. 1) for the three 

hydrogels, thereby confirming that these hydrogels are solid after 3 weeks. The G’ of Si-

HPMC/GY785 is approximately 2-fold higher than that of Si-HPMC or Si-HPMC/HPMC 

revealing that the doping of Si-HPMC with GY785 has increased its rigidity. The Storage 

modulus G’ is also linked to the network density in polysaccharide hydrogels(40). In our 

study, the G’ value revealed a higher network density with the adjunction of GY785 

polysaccharides (Fig. 1).  

In order to propose Si-HPMC/GY785 hydrogel for cartilage tissue engineering, various in 

vitro characteristics should be explored as a prerequisite to in vivo experiments such as 

cytotoxicity, capacity to support a chondrocytic phenotype (41) and the production of a 

cartilaginous matrix by chondrocytes.  

We were therefore first interested in examining the in vitro cytotoxicity of Si-HPC/GY78 

with rabbit primary articular chondrocytes (RAC). In this attempt, we focused on a 

cytotoxicity test by direct contact with RAC (ISO 10993-5: Biological evaluation of medical 

devices-Part 5: test for in vitro cytotoxicity). As previously observed with chondrocytic cell 

line C28/I2 (31), our data indicate that Si-HPMC/ GY785 hydrogel is cytocompatible with 

respect to RAC as evidenced by the estimation of the mitochondrial dehydrogenase activity 

(MTS assay) and by cell counting (Fig. 2). In addition, the dual fluorescent staining using 



 

 

calcein AM and EthD-1 reagent revealed that RAC three-dimensionally cultured within Si-

HPMC/GY785 hydrogel retained their viability and formed nodules (Fig. 3). These results 

indicate that Si-HPMC/GY785 hydrogel makes possible the three-dimensional culture of 

RAC without altering their viability and proliferation. 

It is well known that the maintain or the recovery of a chondrocytic phenotype in 

scaffolding hydrogel is a key point of cartilage tissue engineering strategies. Indeed, a 

dedifferentiation of chondrocytes, evidenced by a concomitant decrease in type II collagen 

and agrecan expression and an increase in type I collagen expression, occurs during in vitro 

2D expansion in monolayer (21, 42). In our hands and according to this dedifferentiation 

process (43), type II collagen and agrecan expressions were down-regulated along with 

passages in RAC, whereas that of type I collagen was increased. However, culturing 

chondrocytes in three dimensional scaffolds has been shown to not only prevent this 

phenomenon but also to reverse this phenomenon allowing dedifferentiated chondrocytes to 

recover their phenotype (20). Accordingly, the expressions of type II collagen and agrecan are 

maintained in 3D culture within Si-HPMC/GY785, enlightening the ability of Si-

HPMC/GY785 to maintain a chondrocyte-like phenotype in vitro. These results are further 

confirmed by the production of GAG and collagen type II by three-dimensionally cultured 

RAC within Si-HPMC/GY785 hydrogel. In addition, Si-HPMC/GY785 hydrogel could also 

induce the recovery of a chondrocytic phenotype of previously dedifferentiated RAC (P2) as 

evidenced by the increased expression of type II collagen and agrecan while expression of 

type I collagen remains stable. It seems therefore reasonable to speculate that Si-

HPMC/GY785 enable the three-dimensional culture and the recovery of phenotypically stable 

chondrocytes.  

To address the in vivo potential of Si-HPCM/GY785 as a new hydrogel for cartilage 

engineering we finally embarked on animal experiment in a well documented model of tissue 



 

 

engineering, the subcutis of nude mice. Hybrid systems associating chondrocytes (RAC and 

EqNC) with Si-HPMC/GY785 were implanted in subcutaneous sites in the back of nude 

mice. Si-HPMC associated with RAC or EqNC was used as a control. Si-HPMC has indeed 

been successfully used in association with EqNC to allow the formation of a cartilaginous 

tissue in subcutis of nude mice (33). After 3 weeks of implantation, constructs associating 

RAC with Si-HPMC/GY785 showed the formation of nodules with an extracellular matrix 

containing sulphated GAG and type II collagen. Moreover, no significant difference was 

observed according to the chondrocyte origin or the hydrogel composition.  

In conclusion, our results demonstrate that Si-HPMC doped with a marine polysaccharide 

exhibit increased mechanical properties and is a convenient scaffold for the three-dimensional 

culture of chondrocytes. This mechanically reinforced hydrogel permits the growth of 

phenotypically stable chondrocytes, able to synthesize cartilage-like ECM in vitro and in vivo. 

The whole of our results strongly suggest that GY785-doped Si-HPMC may be a promising 

scaffold for cartilage tissue engineering. Whether this novel scaffolding hydrogel may be 

clinically relevant for the treatment of cartilage will be paid further attention in adapted 

animal models of full thickness cartilage defects (44). 
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Figure legends 

Table 1: Sequences of primer pairs, gene bank accession numbers used for real time RT-

PCR analysis and size of PCR products 

Figure 1: Oscillatory measurements. Oscillatory measurements of the different 

hydrogels (Si-HPMC, Si-HPMC/HPMC (2/0.67) and Si-HPMC/GY785 (2/0.67)) after 3 

weeks of storage at 37°C in humid environment. Measurements (n=3) are done directly in 12 

multi-well culture plates using a ThermoHaake®, (Germany, Mars™, Titanium plate PP20Ti) 

with the following parameters: gap ≈3mm, Normal force 0.2N, 1 Htz, from 0.1 to 5 Pa, at 

25°C. The conservative modulus G’ and the loss modulus G” are reported in Pa. *p<0.001 

compared with the respective contol Si-HPMC and Si-HPMC/HPMC. 

Figure 2: Cytocompatibility of Si-HPMC/GY785 with RAC in two- dimensional 

culture (2D) and three dimensional culture (3D). Rabbit articular chondrocytes (RAC) 

were cultured in 2D on culture plate over 72h in the absence of hydrogel (positive control) or 

in the presence of actinomycin-D (5µg/ml) (negative control) or in the presence of Si-HPMC 

(2/0) or Si-HPMC/GY785 (2/0.67). A) Viability was assessed by MTS activity as indicated in 

the materials and methods. Results are expressed as relative MTS activity compared with the 

respective control. *p<0.001 as compared to control conditions. B) Proliferation was assessed 

by scoring the cells after trypan blue staining. Results are expressed as the total number of 

cells per well. *p <0.001 compared with the respective control. C) RAC were cultured in 3D 

for 3 weeks into Si-HPMC/GY785 (2/0.67) or Si-HPMC (2/0) prior to staining with calcein 

AM and EthD-1. Viability was visualized by confocal microscopy as indicated in materials 

and methods. Original magnification X 400. 

 



 

 

Figure 3: A) maintenance of chondrocyte phenotype in three-dimensional culture. 

Total RNA was purified from freshly isolated RAC (P0), from RAC cultured in two 

dimensions (2D) and RAC cultured in 3D during 3 weeks (3D) within Si-HPMC/GY785 or 

Si-HPMC. Expression of the chondrocytic markers (type II collagen and agrecan) as well as 

dedifferentiation marker (Type I collagen) were investigated by real-time PCR as indicated in 

the materials and methods. Results are expressed as relative expression level compared to the 

control condition (P0). B) Cartilaginous matrix production by RAC in three-dim ensional 

culture. Rabbit articular chondrocytes were cultured for 3 and 5 weeks in three dimensions 

(3D) within Si-HPMC/GY785 (2/0.67) and Si-HPMC (2/0). Alcian blue and 

immunohistochemical type II collagen stainings were performed as detailed in materials and 

methods. Samples were observed with a light microscope. Original magnification x400. 

 

Figure 4: A) Dedifferenciation of RAC in monolayer culture. Total RNA was purified 

from freshly isolated RAC (P0), from RAC cultured in two dimensions for 2 (P2) and 4 (P4) 

passages. Real time PCR analysis for type II collagen and agrecan as well as type I collagen 

transcripts were performed using primers and conditions detailed in experimental procedures. 

Results are expressed as relative expression level compared to the control condition P0. * 

p<0.001 compared to RAC (P0). B) Redifferenciation of RAC in three-dimensional 

culture. Total RNA was purified from dedifferenciated RAC at passage 2 (P2) and from 

dedifferenciated RAC cultured for an additional time 4 weeks (P2 4w) within Si-

HPMC/GY785 (2/0.67) and Si-HPMC (2/0). Real time PCR analysis for type II and I 

collagen transcripts, as well as agrecan were performed using primers and conditions detailed 

in experimental procedures. Results are expressed as relative expression level compared to the 

control condition (P2). * p <0.001 compared to P2. 



 

 

Figure 5: Histochemical analysis of tissue engineered cartilage. RAC and EqNC associated 

with GY785/Si-HPMC or Si-HPMC were implanted subcutaneously in nude mice and 

analyzed 3 weeks later. Histological sections were stained, as described in the materials and 

methods, for the presence of GAG (Alcian blue) and type II collagen (Immunostaining). 

Samples were observed with a light microscope. Original magnification X 400. 
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III. Résultats, Discussion 

Les résultats de l’article 3 montrent qu’un hydrogel d’HPMC-Si/GY785 constitue une 

matrice tridimensionnelle apte biologiquement à supporter le développement en culture 

tridimensionnelle de chondrocytes.   

La détermination des propriétés rhéologiques des hydrogels d’HPMC-Si (2/0) et des 

hydrogels d’HPMC-Si/GY785 (2/0,67) et en particulier l’analyse du module conservatif G’ et 

du module disperssif G’’ en cisaillement oscillatoire, indiquent qu’il s’agit de solides après 

trois semaines de culture (G’>G’’). Le ratio G’’/G’ pour l’hydrogel d’HPMC-Si est inférieur à 

0,1 ce qui reflète un hydrogel à liaisons fortes. L’hydrogel d’HPMC-Si/GY785 présente une 

valeur de G’’/G’ supérieur à 0,1, ce qui indique qu’il s’agit plutôt d’un hydrogel à liaisons 

faibles. Nous sommes ici en présence d’un hydrogel avec des liaisons covalente et faible. Un 

gel faiblement réticulé sera capable d’absorber une plus grande quantité de liquide qu’un 

hydrogel très réticulé. En se basant sur la nature des liaisons transversales, les hydrogels 

peuvent être considérés comme des hydrogels chimiques lorsque les liaisons sont de natures 

covalentes et physiques lorsque les liaisons sont faibles. Il peut s’agir d’intéractions de Van 

der Waals, des interactions électrostatiques ou des enchevêtrements moléculaires. Dans notre 

étude, l’analyse de G’ et G’’ révèle une plus grande densité du réseau par l’adjonction d’EPS 

GY785.  

Afin de proposer l’hydrogel d’HPMC-Si/GY785 comme échafaudage biologiquement 

compétent pour l’ingénierie tissulaire du cartilage, de nombreuses fonctionnalités doivent être 

explorées. Outre la biocompatibilité de la matrice, sa capacité à maintenir ou à rétablir un 

phénotype chondrocytaire et à permettre la synthèse d’une matrice extracellulaire (MEC) 

cartilagineuse in vitro et in vivo est à explorer.  



Partie III                            Exopolysaccharides GY785et ingénierie tissulaire du cartilage  
 

 

95 

 

 La cytocompatibilité de l’hydrogel d’HPMC-Si/GY785 a été étudiée dans l’article 2 à 

l’aide d’une lignée chondrocytaire C28/I2. Cependant, il s’agit d’une lignée cellulaire 

transformée, ce qui peut diminuer la sensibilité pour certains signaux cytotoxiques. Nous 

avons ainsi confirmé la cytocompatibilité de l’hydrogel d’HPMC-Si/GY785 en utilisant des 

chondrocytes primaires isolés de cartilage articulaire de lapin (RAC). Nos résultats indiquent 

que l’hydrogel d’HPMC-Si/GY785 ne présente ni de cytotoxicité en culture bi- 

dimensionnelle (2D) ni en culture tridimensionnelle (3D).  

La culture en monocouche (2D) entraîne la dédifférenciation des chondrocytes (281). Ce 

processus induit une baisse de l’expression du collagène de type II et de l’agrécane ainsi 

qu’une augmentation de l’expression du collagène de type I (282). En conséquence de ces 

données, nous avons cherché à déterminer si l’hydrogel d’HPMC-Si/GY785 était capable de 

maintenir un phenotype chondrocytaire. Les transcrits codant pour le collagène de type I et II 

et pour l’agrécane, de RAC fraîchement isolés et cultivés en 3D pendant 3 semaines dans 

l’hydrogel d’HPMC-Si/GY785 ont été analysés. Les résultats indiquent que l’expression du 

collagène de type II et de l’agrécane sont maintenues, alors que l’expression du collagène de 

type I est réduite. Ces résultats sont confirmés par la production de glycosaminoglycanes 

(GAGs) et de collagène de type II.  

Le processus de dédifférenciation des chondrocytes survenant au cours d’une culture en 

2D est un phénomène réversible. Un environnement 3D adequat est capable d’induire la ré-

expression des gènes spécifiques du cartilage (278). Nous nous sommes demandé si 

l’hydrogel d’HPMC-Si/GY785 pourrait induire la récupération d’un phenotype 

chondrocytaire. Des RAC ont été dédifférenciés suite à une culture en monocouche, puis 

replacés en 3D au sein de la matrice d’HPMC-Si/GY785. Après 4 semaines, l’expression du 

collagène de type II et de l’agrécane est récupérée tandis que l’expression du collagène de 

type I est diminuée.  
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Toutes les données recueillies à la suite des diverses expériences, nous ont permis de 

supposer que l’hydrogel d’HPMC-Si/GY785 est non cytotoxique et permet la culture en 3D 

de RAC avec le maintien d’un phénotype chondrocytaire stable, ainsi que la récupération de 

ce phenotype. Ces résultats indiquent que l’hydrogel d’HPMC-Si/GY785 peut être utilisé 

comme matrice pour la culture 3D de RAC mais pourrait également être utilisé pour transférer 

des chondrocytes amplifiés en monocouche. Cependant, il faut noter que, les systèmes de 

culture in vitro ne reflètent que partiellement la formation de tissu observée in vivo, ainsi nous 

avons  testé la capacité de l’hydrogel d’HPMC-Si/GY785 associé à des RAC et des 

chondrocytes nasaux equins (hsNC) à former un tissu cartilagineux in vivo chez la souris 

nude. Des mélanges associant des RAC et hsNC fraîchement isolés avec l’hydrogel d’HPMC-

Si/GY785 ont été implantés en sous-cutané chez la souris nude. Après 3 semaines, les 

implants récupérés montrent la formation de nodules cartilagineux contenant des GAG 

sulfatés et des collagènes. 

Nous avons ainsi montré que l’hydrogel d’HPMC-Si/GY785 présentait des propriétés 

mécaniques plus élevées et permettait la viabilité et le maintien d’un phénotype 

chondrocytaire de RAC cultivés en 3D. Les études in vitro et in vivo ont également montré 

que l’hydrogel d’HPMC-Si/GY785 est compatible avec la synthèse d’une MEC cartilagineuse 

contenant des GAGs et des collagènes. Ces données suggèrent que l’hydrogel d’HPMC-

Si/GY785 est prometteur pour une utilisation en ingénierie tissulaire du cartilage. Néanmoins, 

d'autres expériences en sites articulaires sont nécessaires pour déterminer si des constructions 

associant RAC ou hsNC et hydrogel d’HPMC-Si/GY785 sont en mesure de former un 

cartilage hyalin.   

Lors de nos expériences, nous avons pris comme contrôle la matrice d’HPMC-Si. Nos 

résultats mettent en évidence une modification du comportement des RAC, en fonction de la 

composition de l’hydrogel et de sa rigidité. En effet, la présence d’EPS GY785 induit des 
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différences au niveau de l’expression du collagène de type I et II et l’expression du transcrit 

codant pour l’agrécane. De plus, la morphologie des nodules de RAC dans l’hydrogel 

d’HPMC-Si est bien définie et sphérique contrairement aux nodules dans l’hydrogel 

d’HPMC-Si/GY785 qui sont plus diffus. Dans la MEC, les GAGs sont connus pour agir en 

tant que régulateurs importants du comportement des chondrocytes (283,284). De la même 

façon, la rigidité et la densité de l’échafaudage sont capables d’influencer le comportement 

des cellules en terme de morphologie (29), de différenciation cellulaire (285) ou dans 

l’induction et le maintien d’un phénotype chondrocytaire (286). Les données observées dans 

cette étude ne nous permettent pas de conclure si les différences observées sont dues à la 

structure originale de l’EPS GY785 ou tout simplement à l’effet de paramètres mécaniques 

modifiés.  
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L’ingénierie tissulaire des tissus squelettiques est une discipline séparée en deux champs 

d’investigation principaux, l’un orienté sur le développement de matrices tridimensionnelles, 

et l’autre orienté sur la recherche et la sélection de sources de cellules autologues. Dans ce 

contexte, l’objectif de ce travail a été d’évaluer le potentiel de deux exopolysaccharides 

HE800 et GY785 produits par des bactéries marines pour la réalisation de matrices 

tridimensionnelles. 

Dans une première partie, nous avons montré la capacité des EPS GY785 et HE800 à être 

stérilisés par l’oxyde d’éthylène. Cette méthode induit de faibles modifications des propriétés 

physiques et chimiques des EPS avec une bonne efficacité de stérilisation. De ce fait, les EPS 

ont pu être utilisées de manière stérile pour la suite de nos expérimentations.  

Dans une deuxième partie, nous avons conçu de nouvelles matrices en associant les EPS 

HE800 et GY785 avec un hydrogel d’HPMC-Si. La caractérisation des propriétés 

viscoélastiques des hydrogels d’HPMC-Si/GY785 et d’HPMC-Si/HE800 nous indique qu’ils 

sont injectables sous leurs formes visqueuses et capables de durcir in situ. Une des limites des 

matrices à base de polymères naturels en ingénierie tissulaire de l’os et du cartilage est due à 

leurs faibles propriétés mécaniques. En effet, in vivo le tissu cartilagineux et osseux présentent 

en moyenne une élasticité de 20 et de 35 kPa respectivement (29). Dans nos travaux, nous 

avons démontré que l’ajout d’EPS marins permet d’augmenter les propriétés mécaniques de 

l’hydrogel d’HPMC-Si en les multipliant par trois avec l’EPS HE800 (11 kPa) et par deux 

avec l’EPS GY785 (5 kPa). La composition de ces nouveaux hydrogels permet de se 

rapprocher de la rigidité du tissu in vivo. Malgré cela, la construction présentant les propriétés 

mécaniques les plus hautes permet à peine d’atteindre la moitié de la rigidité du cartilage 

articulaire natif. Le deuxième objectif de notre étude a été d’associer des EPS marins GAG-

mimétiques à un hydrogel de cellulose, afin de fournir des sites d’adhésion cellulaire. De 

nombreux types cellulaires y compris les cellules osseuses nécessitent d’adhérer à leur 
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substrat pour proliférer (158). Dans le cadre de l’ingénierie tissulaire osseuse les matrices ont 

pour objectif de mimer l’environnement extracellulaire du tissu natif en fournissant des sites 

d’adhésion cellulaire. Nous avons montré sur un modèle de culture en 2D à la surface des 

différents hydrogels d’EPS marins/HPMC-Si, un attachement de cellules issues d’une lignée 

d’ostéoblastes (MC3T3-E1) avec un début d’étalement sur les hydrogels d’HPMC-Si/HE800. 

Toutefois, ce comportement n’est pas retrouvé pour la culture de ces mêmes cellules en 3D au 

sein des matériaux. Les EPS marins GAGs mimétiques ne semblent  pas fournir de site 

d’adhésion cellulaire car même après trois semaines de culture, les cellules restent rondes, 

isolées et ne prolifèrent pas. Néanmoins, la fonction des GAG dans un tissu ne se limite pas à 

fournir des sites d’adhésion et d’attachement, ils peuvent également interagir avec des 

protéines, intervenir dans la signalisation et la migration cellulaire et participer à l’hydratation 

du tissu et à sa résistance face aux forces de compression (43). Les différents travaux 

effectués dans cette deuxième partie nous ont permis de sélectionner deux constructions avec 

des applications différentes. Un premier hydrogel d’HPMC-Si/HE800 avec une utilisation 

possible sous la forme de patchs pour la culture en 2D de cellules adhérentes. Un deuxième 

hydrogel composé d’HPMC-Si/GY785 pour la culture en 3D de cellules non adhérentes. 

Dans une troisième partie nous avons approfondi l’étude de l’hydrogel d’HPMC-

Si/GY785 pour une application potentielle en ingénierie tissulaire du cartilage. Nous avons 

montré que cette matrice est apte à maintenir le phénotype de chondrocytes primaires cultivés 

en 3D. De plus, elle permet à des chondrocytes préalablement dédifférenciés en 2D de 

retrouver un phénotype chondrocytaire une fois placée en 3D dans cet hydrogel. Pour finir, 

nos résultats indiquent que l’environnement fourni par l’hydrogel d’HPMC-Si/GY785 est apte 

à la production d’une matrice extracellulaire cartilagineuse composée de collagène de type II 

et d’agrécane, par des chondrocytes cultivés en 3D, au sein du matériau. Les nombreuses 

limites associées à l’utilisation de chondrocytes articulaires autologues comme la morbidité 
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du site donneur, le faible nombre de chondrocytes obtenus et leur dédifférenciation en culture, 

a motivé à rechercher des sources de cellules autologues alternatives. Actuellement, en 

ingénierie des tissus squelettiques les cellules souches mésenchymateuses (CSM) apparaissent 

comme une source de cellules prometteuse (299). La poursuite de notre travail pourrait 

s’intéresser à étudier l’effet de matrices supplémentés en EPS marins sur le comportement de 

CSM. En effet, l’interaction des cellules souches avec leur microenvironnement joue un rôle 

important dans leurs morphogenèse et leurs différenciation (300). Ces interactions sont en 

partie assurées par les récepteurs de surfaces cellulaires et les composants de la matrice 

extracellulaire. La matrice extracellulaire est capable de stocker de nombreux facteurs de 

croissance et des cytokines qui jouent un rôle majeur lors de l’orientation des cellules souches 

vers un phénotype cellulaire donné. A cela s’ajoute des données récentes de la littérature qui 

tendent à montrer que l’élasticité et la rigidité de la matrice jouent un rôle sur l’engagement 

des cellules souches vers un phénotype donné (172,301,302). En connaissance de ces 

hypothèses, il apparait plus qu’intéressant au vu de la composition et des propriétés 

mécaniques de l’hydrogel d’HPMC-Si/GY785, d’explorer son potentiel pour la culture de 

CSM.  

Les procédés actuellement développés par le laboratoire de Biotechnologie et Molécule 

Marine de l’Ifremer permettent de modifier les EPS marins et de générer différents dérivés à 

partir d’un polysaccharide natif. L’effet biologique des EPS est directement lié à leur taille et 

à leur composition. Il serait intéressant d’utiliser la méthode d’association de l’HPMC-Si avec 

les EPS marins mis au point dans les travaux de cette thèse, pour tester des EPS HE800 et 

GY785 de plus faible masse (500.000 à 700.000 Da) et sur-sulfatés. En effet, les groupements 

sulfates jouent un rôle important dans les processus biologiques et dans la différenciation 

chondrogénique (300). De cette façon différentes matrices pourraient être réalisées à façon et 

permettraient d’évaluer l’effet d’une modification de l’environnement cellulaire du point de 
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vue physique (rigidité) et biologique (quantité de sulfates) pour un éventuel effet sur la 

différenciation des CSM.  
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POTENTIEL DES EXOPOLYSACCHARIDES MARINS EN INGENIER IE 
TISSULAIRE DES TISSUS SQUELETTIQUES 

Mots clés : glycosaminoglycanes, ingénierie tissulaire, biomatériaux, hydrogels 

Les lésions dégénératives des tissus squelettiques affectent une part importante de la 
population et représentent un enjeu majeur de santé publique. Cependant, les approches 
thérapeutiques mises en place pour la réparation de ces tissus, souffrent de nombreuses 
limitations. Dans ce contexte, des efforts pluridisciplinaires pour développer des solutions 
thérapeutiques alternatives ont conduit à une nouvelle discipline, l’ingénierie tissulaire. Cette 
discipline se donne pour objectif de développer des substituts biologiques aux tissus 
squelettiques en développant des constructions hybrides associant des matrices 
tridimensionnelles avec des cellules. L’objectif de cette thèse a été d’évaluer le potentiel de 
deux exopolysaccharides (EPS) marins HE800 et GY785, en ingénierie des tissus 
squelettiques. Lors d’une première étude nous avons mis en place un mode de stérilisation 
adapté  aux EPS marins. Dans le but de développer des matrices tridimensionnelles 
physiquement et biologiquement compétentes nous avons démontré dans une deuxième étude 
que l’association d’EPS marins à un hydrogel auto réticulant à base d’hydroxypropyl 
méthylcellulose silanisée (HPMC-Si) permettait d’augmenter ces propriétés mécaniques. Une 
troisième étude plus approfondie sur la construction associant l’EPS GY785 à l’hydrogel 
d’HPMC-Si à montrer les capacités de cette matrice à favoriser la prolifération et le maintien 
du phénotype de chondrocytes articulaires de lapin tout en fournissant un 
microenvironnement adéquate pour la production d’une matrice extracellulaire cartilagineuse. 
Les résultats de ces travaux montrent l’intérêt des EPS marins en ingénierie tissulaire et plus 
particulièrement de l’EPS GY785 en ingénierie tissulaire du cartilage.  

 

POTENTIAL OF EXOPOLYSACCHARIDES FROM MARINE ORIGIN IN 
SKELETAL TISSUE ENGINEERING 

Keywords: glycosaminoglycans, tissue engineering, biomaterials, hydrogels 

Degenerative hurts of skeletal tissue affect an important part of the population and 
represent a major stake in health care. However, the therapeutic approaches for the repair of 
these tissues, suffer from numerous limitations. In this context, a multidisciplinary efforts has 
been done to develop alternative therapeutic solutions, leading to a new discipline; tissue 
engineering. This discipline has for objective to develop biological substitutes, by developing 
hybrid constructs associating three-dimensional matrices with cells. The goal of this thesis 
was to estimate the potential of two exopolysaccharides (EPS) from marine origin HE800 and 
GY785 in skeletal tissue engineering. During a first study, we set up a sterilization method 
adapted to marine EPS. Then, toward the development of physically and biologically 
competent 3 D matrices, we demonstrated in the second study that the association of EPS to a 
sililated hydroxypropyl methylcellulose (Si-HPMC) increases the mechanical properties of 
the scaffold. The third study deepened on the biological properties of the GY785/Si-HPMC 
scaffold on cartilage tissue engineering with rabbit articular chondrocytes (RAC). Results 
indicate the ability of this scaffold to maintain and to recover a chondrocytic phenotype as 
well as the production of cartilage-like extracellular matrix. The results of these works show 
the interest of marine EPS in tissue engineering and more particularly, the significance of 
GY785 EPS in cartilage tissue engineering.  


