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I. PARTIE	I	:	TISSU	OSSEUX	ET	CICATRISATION		

A. Organisation	du	tissu	osseux	

L’os est un tissu conjonctif spécialisé impliqué dans la protection et le mouvement du 

corps. Il est composé d’une phase organique et d’une phase minérale. La matrice 

organique est constituée à 90% de collagène (dont 80% de type I), les 10% restant, étant 

les protéines non collagéniques (ostéocalcine, ostéonectine, sialoprotéines et divers 

protéoglycanes). Les protéines non collagéniques participent au processus de maturation 

de la matrice, sa minéralisation et la régulation des cellules osseuses. La phase minérale 

est constituée de cristaux de phosphate de calcium dont le rapport Ca/P varie selon la 

maturation de ceux-ci. On trouve à l’intérieur de cette matrice osseuse, des espaces 

médullaires ainsi que des vaisseaux sanguins. Les trois principaux types cellulaires 

identifiés sont les ostéoblastes (cellules responsables de la formation de l’os), les 

ostéocytes (cellules dérivées des ostéoblastes englobées dans la matrice et responsables 

des signaux matriciels) et les ostéoclastes (cellules responsables de la résorption 

osseuse). Durant la phase de formation osseuse, les ostéoblastes sont recrutés à partir 

des cellules souches mésenchymateuses (CSM) présentes dans la moelle osseuse (MO). 

Les ostéoclastes sont quant à eux dérivés des cellules souches hématopoïetiques 

(monocytes, macrophages et cellules dendritiques) qui fusionnent, laissant place à des 

cellules géantes multinucléées (1). La compréhension des mécanismes qui contrôlent la 

différenciation des CSM en ostéoblastes est un élément déterminant pour appréhender 

la régénération osseuse.  
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B. Biologie	de	la	réparation	tissulaire	osseuse	:	

 
a : Phase inflammatoire 

 
b : Phase réparatrice intramembranaire 

 
b : Phase réparatrice 

endochondrale 

 
c :Phase de remodelage 

Figure	1	:	Représentation des différentes phases de la réparation d’une fracture osseuse  

D’après (2)	

La séquence des évènements cellulaires et moléculaires qui ont lieu durant la cicatrisation 

et le développement du tissu osseux est maintenant mieux connue (3) (4). Plusieurs types 

cellulaires sont recrutés à différentes étapes de la cicatrisation en réponse aux facteurs 

de croissance et des cytokines. Les travaux réalisés ont permis d’établir et de proposer 

différentes stratégies pour la réparation osseuse. Trois phases principales peuvent être 

distinguées (figure 1) (5) :  

- 1) Phase inflammatoire 

- 2) Phase réparatrice (incluant l’ossification intramembranaire et endochondrale) 

- 3) Phase de remodelage 

1. Phase	inflammatoire	

Cette phase intervient immédiatement après la fracture osseuse et dure chez l’homme 

environ 1 semaine. Les lésions de la moelle osseuse et des vaisseaux vont permettre la 

formation d’un hématome qui facilite l’arrivée des cellules souches mésenchymateuse 
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CSM sur le site de fracture (5). La réponse pro-inflammatoire initiale induit la sécrétion du 

tumor necrosis factor alpha (TNF-α), et des interleukines IL-1 et IL-6 notamment. Ces 

facteurs permettent le recrutement des cellules inflammatoires et favorisent 

l’angiogenèse. Pendant l’homéostase, les plaquettes vont libérer du transforming growth 

factor beta (TGF-β) et du platelet derived growth factor (PDGF) afin de stimuler les CSM 

et les macrophages. Les macrophages, initialement recrutés pour éliminer les débris et le 

tissu nécrotique sécrète à leur tour des cytokines et des facteurs de croissance comme 

le fibroblast growth factor FGF-1 et FGF-2, l’IL-1 et à nouveau le TGF-β qui favorisent 

également l’angiogenèse au sein de la fracture (6). Les CSM recrutées à partir de la 

moelle osseuse, du périoste se différencient en fibroblastes, chondrocytes et ostéoblastes 

(7). 

Formation de l’hématome + Infiltration des fibroblastes 

⇓ 
Infiltration des plaquettes, neutrophiles et macrophages + Libération de FGF, TNF-α, 

PDGF, VEGF, TGF-β, IL-1 et IL-6 + Recrutement des ostéoprogéniteurs 

2. Phase	réparatrice	

Lors de cette phase, l’ossification intramembranaire (IM) et endochondrale (EC) se 

produisent simultanément. L’ossification IM va induire immédiatement la différenciation 

ostéoblastique pour produire un cal dur. Ces ostéoblastes vont sécréter du TGF-β, du 

fibroblast growth factor FGF-1/FGF-2, de l’insulin-like growth factor I (IGF-I), ainsi que des 

bone morphogenetic protein BMP. Au contraire, l’ossification EC requière en amont la 

formation d’un tissu cartilagineux intermédiaire avant ossification. Les chondrocytes 

présents au sein de ce cal mou prolifèrent et expriment différents facteurs TGF-β, IGF-I, 

IGF-II, BMP-2, BMP-4, and BMP-7 en association avec une augmentation de la synthèse 

de collagène et de la matrice cartilagineuse (2). Les chondrocytes présents vont 

s’hypertrophier et permettrent la régulation du VEGF nécessaire à la vascularisation et 

l’ossification du cartilage. Les vaisseaux néoformés, les ostéoclastes, les ostéoblastes et 

les cellules de la moelle osseuse envahissent alors la matrice cartilagineuse 

hypertrophique. La minéralisation qui s’en suit est régulée par l’expression de la 
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phosphatase alcaline PAL, l’ostéonectine ON (protéine de liaison du calcium), 

l’ostéocalcine OC (régulateur de l’hydroxyapaptite), le TGF-β (augmente l’expression 

l’expression de la PAL et de l’ON) et des BMP 2, 4, 7 et 9. L’IL-6 est produite par les 

ostéoblastes afin de stimuler la résorption osseuse, pendant que l’IGF-II module la 

résorption médiée par les ostéoclastes. La phase de remodelage peut alors débuter (3) 

(8) (5). 

Libération de facteurs de croissance comme la BMP-2 par les CSM et les cellules 

endothéliales 

⇓ 
Différenciation des CSM en lignées ostéoblastique et chondrogénique 

⇓ 
Formation d’un cal cartilagineux 

⇓ 
Ossification et infiltration des vaisseaux sanguins 

3. Phase	de	remodelage		

Cette phase consiste au remplacement de l’os primaire cicatriciel par un os lamellaire par 

les ostéoprogéniteurs qui se différencient en ostéoblastes (formation osseuse) et en 

ostéoclastes (résorption osseuse). L’ostéopontine permet l’ancrage des ostéoclastes à la 

matrice osseuse lors de la résorption pendant le remodelage(9). Les contraintes 

mécaniques vont ensuite agir dans le processus de remodelage. 

  



	 8	

Résorption de l’os cicatriciel par les ostéoclastes 

⇓ 
Destruction enzymatique de la matrice osseuse 

⇓ 
Libération de facteurs de croissance et de cytokine 

⇓ 
Différenciation des ostéoprogéniteurs en ostéoblastes 

⇓ 
Formation d’un nouveau tissu osseux 

C. Etiologies	des	pertes	osseuses	de	la	sphère	oro	faciale	et	leurs	
conséquences	

La réparation spontanée ad integrum a toutefois ses limites. Notamment dans des 

situations comme les défauts osseux de taille critique (perte de substance osseuse dont 

le comblement ne peut intervenir spontanément du fait des seules capacités 

physiologiques du patient), des zones lésées hypotrophiques que l’on peut retrouver 

après traumatisme, malformation, ou en cas d’irradiation. Le tissu osseux ne sera alors 

pas en mesure de cicatriser correctement. Dans ce cas, il y aura persistance d’un défaut 

osseux ou d’un tissu cicatriciel incapable de remplir ses rôles mécanique et physiologique. 

Il existe plusieurs étiologies des atteintes cliniques du tissu osseux dans le contexte de la 

région maxillo-faciale et qui nécessitent l’apport d’un matériau permettant la cicatrisation 

osseuse ad integrum. Ces pertes osseuses sont variées et peuvent survenir tout au long 

de la vie du patient (10). Ainsi, on différencie : 

- Les défauts osseux congénitaux (macrognathie, fentes) ; 

- Les pertes osseuses pathologiques (maladies parodontales, kystes, 

ostéonécroses, tumeurs) ; 

- Les pertes osseuses traumatiques ; 

- Les pertes osseuses chirurgicales (avulsion de dent incluse, résection apicale…) ; 
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1. Les	fentes	cranio-faciales	

 Ce sont des malformations congénitales acquises lors du développement embryonnaire. 

Les fentes alvéolaires, qu’elles soient associées ou non à une fente du palais nécessitent 

pour être traitées, un apport osseux afin de combler le hiatus entre l’orifice nasal et palatin 

(figure 2). Lors de la reconstruction de la partie osseuse du palais primaire (os alvéolaire) 

une greffe osseuse est nécessaire dans environ 40 % des cas. 

 

Figure	2	:	Illustration	d’un	comblement osseux d’une fente palatine à l’aide d’un biomatériau 

D’après	(11)		

2. Les	cancers	de	la	cavité	orale	

Ils sont dus essentiellement à l'association de deux substances cancérigènes : le tabac 

et l’alcool. Il s’agit le plus souvent de carcinomes épidermoïdes. Le traitement, s’effectue 

par une chirurgie d'exérèse lorsqu’elle est possible, associée à une radiothérapie et/ou 

une chimiothérapie. La réhabilitation fonctionnelle passe par une reconstruction adaptée 

notamment sur le plan osseux par utilisation de plaques en titane et les adjonctions par 

greffes osseuses libres ou anastomosées. Néanmoins, les radiations ionisantes peuvent 

engendrer de graves complications osseuses, à savoir l’ostéoradionécrose. Elles vont 

fortement diminuer le potentiel de régénération osseuse par hypoxie, hypocellularité et 

hypovascularisation. 
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3. Traumatismes	

Les causes traumatiques des défauts osseux cranio faciaux sont multiples : rixes, 

accidents de la voie publique, chutes, lésions balistique. Les localisations fracturaires et 

les pertes osseuses sont multiples et peuvent nécessiter l’apport d’une greffe osseuse. 

4. Les	pertes	bucco-parondontale	

a) Parodontologie	

Les substitutions osseuses en parodontologie concernent les lésions angulaires (poches 

parodontales), les lyses inter-radiculaires (LIR), et les pertes de volume antérieures. Les 

techniques régénératrices ne s'adressent qu'aux lésions intra-osseuses angulaires ou 

circonférentielles égales ou supérieures à 3 mm. Indépendamment de la profondeur et de 

la largeur de la lésion, le nombre de parois osseuses résiduelles ainsi que leur 

morphologie et leur situation vont être déterminantes pour l'application de ces techniques.  

b) Implantologie	

A la suite des pertes dentaire, le déficit osseux se caractérise par des déhiscences, des 

fenestrations, des manques de hauteur ou de largeur de la crête osseuse.� Dans un esprit 

conservateur et régénérateur, l’application de biomatériaux immédiatement après une 

extraction permet d’accélérer la cicatrisation osseuse et d’éviter l’alvéolyse et donc de 

conserver le capital osseux, afin de favoriser la pose de futurs implants (figure 3). En effet, 

la résorption osseuse alvéolaire la plus importante survient dans les trois mois suivant la 

perte dentaire. La paroi vestibulaire du maxillaire, surtout dans le secteur incisivo-canin 

est particulièrement touchée par ce phénomène, la corticale osseuse y étant 

particulièrement fine. 

 

Figure	3	:	Illustration	d’une	résorption	osseuse	suite	à	une	extraction	dentaire	et	son	comblement	permettant	la	mise	en	place	
d’un	implant	dentaire	
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D’après	http://www.stlouisoms.com/services/dental-implant-surgery/sinus-bone-grafting-procedures/	

D. Les	approches	thérapeutiques	pour	la	régénération	osseuse	

Plusieurs approches existent et utilisent des matériaux d’origine biologique ou bien des 

substituts osseux synthétiques permettant la régénération osseuse (12).  

1. 	Les	greffes	osseuses	biologiques	

L’utilisation des greffes osseuses biologiques demeure majoritaire. On distingue 

principalement deux types de greffes osseuses : l’autogreffe et l’allogreffe. (i) L’autogreffe, 

considèré comme le « gold » standard des greffes osseuses car le plus anciennement et 

le plus couramment utilisé (13), possède un grand potentiel ostéogénique et n'induit pas 

de réponse immunitaire de rejet. Le greffon est prélevé́ sur le patient (crête iliaque, os 

parietal, branche montante…) et est ensuite réimplanté au niveau du site receveur (14). 

Cependant, la nécessité d’un second site chirurgical peut entrainer des complications 

(morbidité́) et les quantités d'os disponibles sont limitées. (ii) L’allogreffe prise à partir de 

donneurs ou de cadavres, contourne les inconvénients de l’autogreffe. Néanmoins ce 

type de greffe présente le risque de transmission de pathogènes (virus, prions) ; par 

exemple, il est estimé que le risque de transmission du VIH est de 1 pour 1,6 million (15). 

Afin de minimiser ces risques, différents traitements sont appliqués aux allogreffes 

comme la congélation, la stérilisation par irradiation ou vapeur d’oxyde d’éthylène, ceux-

ci altérant les propriétés biologiques et / ou mécaniques du tissu et entrainent d’importants 

coûts. 

Les inconvénients liés aux greffes osseuses d’origine biologique ont incité les 

communautés scientifiques et médicales à développer des matériaux alternatifs aux 

greffes osseuses d’origine biologique. 

2. 	Les	matériaux	et	substituts	osseux	synthétiques	

Le nombre et la variété des biomatériaux implantés en chirurgie réparatrice sont 

importants. Dans le domaine de la reconstruction des tissus durs uniquement (16), cette 

diversité est toute aussi importante et l’on peut retrouver des matériaux d’origine variée 

comme : 
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- Les métaux comme le titane, les alliages de titane, l’acier inoxydable, les alliages cobalt-

chrome ; 

- Les polymères comme les poly-méthyl méthacrylates, les poly-lactides, le poly-éthylène 

haute densité ; 

- Les céramiques comme les oxydes de zircone, l’oxyde d’alumine, les bioverres, les 

phosphates de calcium ; 

En dépit des multiples stratégies utilisées dans la technologie de ces matériaux et qui ont 

largement contribuées à l’amélioration de la régénération osseuse, aucun ne rempli toutes 

les caractéristiques physico-chimiques et biologiques du gold standard qu’est la greffe 

osseuse autologue. La cicatrisation osseuse incomplète génère alors un tissu cicatriciel 

qui ne permet pas à l’os de retrouver ses fonctions biologique et fonctionnelles ad 

integrum.  

Dans le milieu des années 80 se développe alors un nouvel axe qu’est l’ingénierie 

tissulaire osseuse (ITO) 

E. L’ingénierie	tissulaire	osseuse	:	Définition	

Langer et Vacanti (17) définissent l’ingénierie tissulaire ITO comme « un champ de 

recherche interdisciplinaire qui applique les principes de l’ingénierie et des sciences de la 

vie au travers du développement de substituts biologiques qui restaurent, maintiennent 

ou améliorent la fonction d’un tissu ». Au contraire des approches classiques utilisant des 

biomatériaux seuls, l’ingénierie tissulaire (IT) est basée sur la compréhension des 

mécanismes permettant de former et régénérer des tissus biologiques avec pour objectif 

d’induire un nouveau tissu fonctionnel plutôt que de changer simplement un implant (18). 

Les chercheurs ont l’espoir d’atteindre cet objectif en combinant les connaissances de 

plusieurs disciplines incluant la physique, la chimie, l’ingénierie, la science des matériaux, 

la biologie et la médecine (17-19). 

Quels sont les éléments requis à la croissance d’un nouvel os ? D’un point de vue 

biologique, des cellules, une matrice extracellulaire, des interactions intercellulaires et 

cellules/matrice ainsi que des facteurs de croissance sont essentiels. Néanmoins, ces 

composants ne sont pas les seuls éléments nécessaires à l’ITO. En effet le tissu osseux 

possède une architecture tridimensionnelle et les cellules qui induiront un nouvel os ont 
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besoin d’une structure 3D lorsqu’elles sont cultivées in vitro. Cette matrice devra imiter la 

structure osseuse afin que le tissu néoformé se développe dans un environnement 3D. 

De plus tous les composants cellulaires et matriciels se doivent d’être coordonnés 

parfaitement dans l’espace et le temps.  

Historiquement, l’ITO consiste dans un premier temps à prélever la moelle osseuse du 

patient. Les CSM sont ensuite isolées, amplifiées et différenciées in vitro pour finalement 

être ensemencées sur des matrices spécifiques avant réimplantation de l’ensemble de la 

construction sur le patient au niveau du défaut osseux (figure 4). Des études in vivo ont 

cherché à évaluer et démontrer l’efficacité de l’ITO sur la régénération osseuse avec des 

résultats contrastés notamment sur les essais cliniques (20-22). Ces résultats mitigés 

sont dus à des difficultés de mise en œuvre des procédés de laboratoire et de leur 

application en clinique évoquant la complexité de ce concept pluridisciplinaire. 

 

Figure	4	:	Principe	de	base	de	l’ingénierie	tissulaire	

D’après	(23)	 	
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II. PARTIE	 II	 :	 BIOMATERIAUX	 D’INTERET	 ET	 INGENIERIE	
TISSULAIRE	OSSEUSE	

A. Les	matrices	utilisées	en	ingénierie	tissulaire	osseuse	:	

Les matrices ou échafaudages utilisés en ITO sont des matériaux tridimensionnels poreux 

ou fibreux. Leur rôle premier est d’assurer une structure tridimensionnelle aux cellules 

(24). La matrice idéale doit posséder un certain nombre de propriétés qui lui permettra de 

se comporter comme un véritable tissu osseux (figure 5). Ces caractéristiques sont les 

suivantes :  

- Posséder des propriétés de surface optimisées pour l’attachement, la migration, la 

prolifération et la différenciation cellulaire adaptée au tissu hôte. 
- Biocompatibilité avec l’absence de réponse immunitaire. 
- Biodégradabilité (le taux de dégradation devant correspondre au tissu hôte). 
- Porosité adéquate permettant la croissance cellulaire, la vascularisation et la 

diffusion des nutriments (25). 
- Propriétés mécaniques en accord avec le tissu hôte. 
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Figure	5	:	Propriétés	de	la	matrice	idéale	pour	l’ingénierie	tissulaire	osseuse	

D’après	(26)	

La sélection du matériau est une des étapes les plus importantes lors de la greffe 

osseuse. Ses fonctions devront être similaires à la matrice extracellulaire (MEC) et donc 

le support devra partiellement mimer ses capacités (27). De manière générale, on 

retrouve trois grandes familles de matériaux utilisés dans la conception des matrices pour 

l’ITO :  

- Les polymères d’origine naturelle, 

- Les polymères synthétiques, 

- Les céramiques (28) (29). 

1. Les	polymères	d’origine	naturelle	:	

Comme son terme le suggère, ces matériaux dérivent de sources naturelles. Ils sont 

composés d’un réseau de molécules et peuvent contenir jusqu’à 99% d’eau. Appelés 
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également hydrogels, leur capacité à retenir les molécules d’eau simule les conditions 

d’hydratation des tissus vivants (30, 31). Ils possèdent également une structure très 

similaire à la matrice extracellulaire MEC qui contribue à favoriser des conditions 

ostéogéniques (29). On retrouve les polypeptides, les polysaccharides, les polyesters et 

leurs combinaisons (32). 

a) Collagène	:	

Il s’agit d’un des matériaux naturels les plus commun servant de base à la fabrication des 

matrices pour l’ITO. C’est une protéine fibrillaire composant la base des tissus conjonctifs 

et leur conférents leur force et élasticité. Avec l’hydroxyapatite (HA), le collagène est un 

des composant majeur du tissu osseux. Ainsi, il a pour avantages sa biocompatibilité, ses 

propriétés adhésives, sa structure fibrillaire et son importante compatibilité avec d’autres 

matériaux lui permettant d’être utilisé dans la fabrication des matrices pour l’ITO (33-35). 

Le collagène de type 1 est le plus fréquemment utilisé (33) (36). On peut le retrouver sous 

forme d’éponges macroporeuses ou de membranes fibreuses (28) (33). En dépit des 

qualités décrites, le collagène possède malgré tout des inconvénients inhérents à sa 

nature protéique. Lors de sa dégradation, le collagène est exposé à des enzymes 

spécifiques (collagénases) ainsi qu’aux macrophages rendant sa vitesse de dégradation 

importante. Ses propriétés mécaniques sont également un inconvénient pour le 

développement de matrice nécessitant, dans certaines indications, des propriétés 

mécaniques natives. Néanmoins ces difficultés peuvent être réduites par réticulation des 

chaines le composant à l’aide d’agents chimiques ou ioniques (37).  

b) Cellulose	:	

Parmi les polysaccharides naturels, il s’agit du plus commun, le composé basique de la 

paroi des cellules végétales. Au même titre que le collagène, ce matériau est hautement 

biocompatible et hydrophile. Il possède également des propriétés d’adhésion cellulaire 

(31) (37, 38) et des propriétés mécaniques en tension (39). Le principal inconvénient de 

la cellulose est son faible taux de dégradation dû à l’absence d’enzymes spécifiques chez 

l’homme (31) (38) (40). Afin de réduire ce paramètre, des dérivés à chaines courtes de la 

cellulose sont utilisés comme le carboxymethylcellulose (CMC), hydroxyéthyl cellulose 

(HEC) (41). L’hydroxypropyl méthyl cellulose (HPMC) est un matériau de plus en plus 
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utilisé en ingénierie tissulaire (42, 43). Il est considéré comme un matériau semi-

synthétique et est composé d’une méthyl cellulose modifiée par des groupes propylène, 

éther et glycol (PEG). Dans les années 2000, le Professeur Pierre Weiss a développé un 

matériau auto-réticulant basé sur une HPMC sur laquelle sont greffés des groupements 

silanes transformant une solution de polymère en un gel (44). Il est notamment très utilisé 

en ingénierie du cartilage. 

c) La	fibronectine		

La fibronectine est une protéine clé des espaces intercellulaires. Cette glycoprotéine est 

sécrétée par de nombreux types cellulaires. Il s’agit de 2 chaines polypeptidiques 

identiques et reliées entre elles par un pont disulfure en C terminal. La fibronectine est 

capable de de se lier au collagène, aux protéoglycanes, à l’acide hyaluronique, aux 

membranes plasmatiques, à l’héparine et par conséquent, aura une fonction importante 

dans l’organisation de la MEC et dans l’adhésion cellulaires via les intégrines présentes 

sur la membrane cellulaire. Non toxique, n’entrainant pas de réaction inflammatoire et 

biodégradable, ce matériau peut être utilisé en ITO (32). 

d) Le	chitosan		

Il s’agit d’un dérivé naturel polysaccharidique constitué de chaines de D-glucosamine et 

de N-acetyl-D-glucosamine. Ce matériau est généralement extrait de la chitine retrouvée 

dans la carapace des crustacés (28) (45). Grâce à ses nombreuses qualités, le chitosan 

est très largement utilisé en ingénierie tissulaire. La présence d’un pole cationique lui 

permet de lui associer diverses molécules bioactives. Biocompatible, il possède 

également des propriétés antimicrobiennes (46). Le principal inconvénient de ce matériau 

sont ses faibles propriétés mécaniques qui peuvent être améliorées en le combinant avec 

d’autres matériaux (28).  

e) L’alginate	et	l’agarose		

L’alginate et l’agarose sont des polysaccharides linéaires extraits des algues rouges et 

brunes. Ces polysaccharides sont généralement utilisés ensemble afin d’améliorer les 

propriétés mécanique et adhésive. En présence de cations bivalents comme le calcium, 

la magnésium, le baryum ou le strontium, ces polysaccharides se transforment en gel 
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ionotrope (47). De plus, ce matériau est hautement biocompatible et possède une porosité 

adéquate à la migration cellulaire et à la perfusion des nutriments. Néanmoins, la 

biodégradation de l’alginate et de l’agarose est une processus lent et mal contrôlé. 

f) La	fibroïne	

La fibroïne est une protéine fibrillaire formant la base des fil d’araignées des cocons des 

insectes, en particulier le verre à soie. Elle possède de nombreuses propriétés qui la 

rende attractive pour l’ingénierie tissulaire et régénération du tissu osseux (48). Ces 

caractéristiques sont les suivantes : biocompatible, biodégradable, rigide et dureté et 

élasticité. La taille des pores ainsi que les propriétés mécaniques des matrices en fibroïne 

peuvent être contrôlés en modifiant la concentration en fibroïne et/ou la taille des 

porogènes. De plus, ce matériau ne nécessite aucun additif pour sa stabilisation. 

L’inconvénient majeur de ce matériau réside dans son faible taux de dégradation qui 

l’empêche de laisser la place à l’os néoformé. Ce problème est résolu par l’addition de 

composés chimiques (49, 50). 

2. Les	polymères	synthétiques	:	

L’obstacle majeur des polymères d’origine naturelle provient de ses faibles propriétés 

mécaniques inhérentes. En considérant que le maintien structurel est la fonction première 

d’une matrice, il s’agit d’un inconvénient majeur dans la stratégie de régénération 

osseuse.  Les polymères synthétiques sont donc une alternative au polymères naturels. 

Un large panel de matrices aux propriétés physico-chimiques diverses peut être 

facilement obtenu (51). 

Les polymères synthétiques sont généralement divisés en 2 groupes :  

- Les matériaux biodégradables incluant les polylactides, les polyglycoliques et leurs 

copolymères poly-actoglycolides, polycaprolactone, polycyanoacrylate. 

- Les matériaux non biodégradables qui sont les suivants : alcools polyvinyliques, 

poly-hydroxyethylmethacrylate (51). 

a) Les	polylactides	:	

Il s’agit d’un polyester aliphatique, thermoplastique et biodégradable obtenu par 

polycondensation d’acide lactique et de lactide (dimère de l’acide lactique) (52). Les poly-
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lactides possèdent des caractéristiques qui dépendent de leurs formes isomériques. Les 

L et D-lactides sont hautement cristallisés et possèdent des propriétés physico-chimiques 

proches alors que la forme L-D est amorphe. Le L-D polylactide possèdera de faible 

propriétés mécaniques et aura un taux de dégradation élevé au contraire des L-lactide et 

D-lactide (53). Un des principaux avantages des poly-lactides est sa biocompatibilité (51). 

Les inconvénients de ce matériau sont sa faible mouillabilité qui entrainera par la suite 

une distribution cellulaire irrégulière. De plus ses produits de dégradation sont le CO2 et 

l’eau entraînant une acidification locale et une réaction inflammatoire (51) (54). 

b) Les	polyglycolides	:	

Les polyglycolides sont les polymères d’acides glycoliques possédant les chaines 

linéaires les plus simples des polyesters aliphatiques. Au contraire des poly-lactides, les 

poly-glycolides sont hautement cristallisés. Pour la régénération tissulaire osseuse, le 

polylactoglycolide (co-polymère de polylactide et de polyglycolide) est généralement 

utilisé. Ce co-polymère est intéressant pour l’ITO car il est biocompatible avec la 

possibilité de moduler son taux de dégradation. Sa biodégradation en monomères 

d’acides glycoliques et lactiques peut néanmoins entrainer des effets indésirables dûs à 

l’acidification du milieu (48). 

De façon plus générale, l’association de différentes combinaisons de stéréo-isomères de 

poly-lactides, la co-polymérisation de poly-lactides et de poly-glycolides permettent la 

régulation du taux de dégradation (48). 

c) Le	polycaprolactone		

Le polycaprolactone (PCL) est un polyester aliphatique semi-cristallin et biodégradable 

(55). Ce matériau possède d’excellentes propriétés mécaniques et de biocompatibilités et 

sa conception est aisée. Néanmoins sa structure hydrophobique et l’absence de groupes 

fonctionnels font du PCL un matériau peu favorable à la croissance cellulaire et qui limite 

son utilisation en ingénierie tissulaire (55, 56). Des chercheurs tentent actuellement 

d’améliorer les propriétés du PCL notamment en lui greffant des matériaux aux propriétés 

adhésives. 
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3. Les	céramiques	:	

Cette catégorie inclue un groupe de matériaux inertes et semi-inertes. Les 

matériaux comme l’hydroxyapatite (HA), les phosphates tricalciques (TCP), les bioverres 

sont les plus utilisés en ingénierie tissulaire (51). Leur présence dans la phase minérale 

de l’os les rend hautement biocompatibles. Leur surface minérale biomimétique 

favoriserait l’adsorption des molécules biologiques dans le but de promouvoir les 

évènements responsables de la biominéralisation cellulaire. 

a) L’hydroxyapatite		

L’hydroxyapatite (HA) est la phase minérale principale du tissu osseux (57). Ce minéral 

possède d’excellentes propriétés de biocompatibilité et est ostéoinducteur et 

ostéoconducteur (51) (58-59). Il est très faiblement résorbable et est actuellement 

largement utilisé en ingénierie tissulaire osseuse afin de promouvoir et d’améliorer les 

propriétés d’ostéoinduction et d’ostéoconduction des matrices. 

b) Le	phosphate	tricalcique		

Il s’agit d’un phosphate de calcium tertiaire. Ce phosphate est une source riche en ions 

calcium et phosphore pour les cellules (60). Au contraire de l’HA, le TCP est matériau 

hautement biodégradable (61). En dehors de cet aspect de biodégradabilité, le TCP 

possède des propriétés semblables à l’HA. 

c) Les	phosphates	de	calcium	biphasés		

En associant les propriétés de l’HA et du TCP, on obtient un bon candidat à l’ITO. Avec 

la partie HA on va promouvoir l’ostéoconduction et la phase en TCP qui va favoriser le 

recrutement et la différenciation cellulaire (62). Ce concept développé par les professeurs 

LeGeros et Daculsi dans les années 80 a largement été repris et a prouvé son efficacité 

en régénération tissulaire osseuse et en ITO (63-64). 

d) Le	bioverre		

Composés de SiO2, Na20, CaO et P2O5, les bioverres possèdent une surface active (65). 

Une fois implanté en site osseux, une réaction se produit à la surface du matériau 
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entraînant la formation d’une hydroxyapatite ou d’un phosphate de calcium amorphe 

favorables à l’ostéogénèse qui va lier à l’os (65). De plus ce matériau va relarguer des 

ions silicium, calcium, oxygène et sodium permettant d’induire l’ostéogénèse. En 

modifiant la concentration des différents composants, la dégradation de la matrice peut 

être modifiée et contrôlée (66). Leurs faibles propriétés mécaniques limitent l’utilisation 

des bioverres. Le problème étant résolu par optimisation de leur composition et condition 

de fabrication et de frittage (65). 

4. La	combinaison	des	matériaux		

Il est important de noter qu’un matériau est rarement utilisé seul pour concevoir une 

matrice. Le plus souvent, la combinaison de plusieurs matériaux est utilisée afin 

d’optimiser les paramètres et ainsi obtenir les propriétés désirées. Par exemple, la stabilité 

de polymères possédant des propriétés mécaniques insuffisantes peut être améliorée en 

lui greffant des polymères plus rigides. De même, les propriétés ostéogéniques d’un 

matériau comme les poly-lactides peuvent être augmentées par addition d’une charge en 

céramique de phosphate de calcium (31). 

B. Les	différents	facteurs	impliqués	(exogènes	et	de	structure)	

1. Modification	 des	 biomatériaux	 pour	 la	 culture	 des	 cellules	
souches	:	

Les modifications chimiques, structurelles et biologiques des matrices vont directement 

influencer le comportement des cellules souches à leur contact notamment en 

transformant leurs propriétés de surface et la porosité, les interactions de surface ou 

encore par adjonction de facteurs bioactifs (figure 6). 
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Figure	6	:	:	Illustration	schématique	des	facteurs	impliqués	dans	les	interactions	cellules/matériaux	(propriétés	de	surface	et	bio-
fonctionnalisation		

D’après	(67)	

La surface d’une matrice est la phase critique des premières interactions entre le 

biomatériau et le tissu hôte. En effet, les performances du matériau en ITO vont dépendre 

principalement des interactions entre les fluides biologiques et sa surface, médiées, le 

plus souvent, par les protéines qui y sont adsorbées (68). La macrostructure, la 

microstructure et les propriétés chimiques du substrat détermineront quelles molécules 

seront adsorbées créant une interface dynamique avec les cellules et d’autres facteurs 

(69). Les attachements focaux entre les cellules et leur substrat vont orienter leur aspect 

qui, via le cytosquelette et les voies de transduction intra cellulaires, permettra 

l’expression de protéines spécifiques d’un phénotype.  

a) Nanostructures		

Dans le tissu osseux, les cristaux d’apatite mesurent environ 25 nm par 35 nm et la triple 

hélice de collagène quant à elle mesure 300 nm par 0,5 nm. Afin de mimer au mieux le 

tissus osseux, le développement de matériaux nano structurés semble être une stratégie 

prometteuse en ingénierie tissulaire. En effet, les surfaces possédant des topographies 

structurées et contrôlées ont un haut pouvoir de captation des acides aminés et des 
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protéines permettant l’adhésion cellulaire. Par exemple, l’adsorption de fibronectine et de 

vitronectine (2 protéines connues pour stimuler l’ostéogénèse (70)) peut être 

significativement augmentée en diminuant la taille des grains à la surface du matériau en 

dessous de 100 nm. Il a également été montré que ces protéines, une fois adsorbées sur 

des nanophases, pouvaient se « déplier », permettant l’activation des cellules osseuses 

(71). En culture in vitro, l’adhésion, la prolifération et la différenciation ostéogénique sont 

améliorées par des nanomatériaux possédant des structures inférieures à 100 nm. Il a 

également été montré que la nano et la microporosité stimulaient la différenciation 

ostéogénique (72, 73). 

b) Porosité	

La porosité est définie par le pourcentage d’espace vide dans un volume solide donné. 

La porosité des matrices et la taille des pores vont augmenter la surface d’échange 

disponible pour l’adhésion et la croissance cellulaire aussi bien in vitro qu’in vivo. Ils vont 

également permettre la pénétration tissulaire comme les éléments vasculaires au sein de 

ces dernières. En développant une matrice poreuse composée d’hydroxyapatite pour la 

libération de BMP-2, Kuboki et al. (74) ont démontré que la présence des pores était 

cruciale pour la formation d’un tissu osseux car ils permettent la diffusion, la migration des 

cellules et la vascularisation au sein du construit(75). Une matrice poreuse permet 

également une meilleure stabilité mécanique entre le substrat et le tissu osseux néoformé, 

élément crucial en ITO (76). Augmenter la porosité (taille de pores, interconnexion) 

influence positivement la repousse osseuse. L’interconnexion entre pores inférieure à 100 

micromètres réduit également la pénétration vasculaire (77-79). La microporosité permet 

quant à elle d’obtenir une surface contribuant à une adsorption des protéines plus 

importantes ainsi que des échanges ioniques et la formation d’une apatite de substitution 

par dissolution / reprécipitation). 

c) Apport	de	molécules	bioactives		

Ces molécules ont la capacité de promouvoir l’angiogenèse et l’incorporation des 

construits générés par ITO en améliorant leur intégration et leur survie (80, 81). Les 

matrices peuvent incorporer des molécules bioactives comme des composés chimiques 

sous formes ioniques, des médicaments, des séquences peptidiques et/ou des facteurs 
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de croissance. Ces molécules bioactives peuvent être relarguées des matrices par 

libération contrôlée, diffusion ou dégradation progressive de la matrice. Elles sont alors 

capables d’interagir avec les cellules environnantes. Les cellules produisent ensuite à leur 

tour des facteurs de croissance qui vont stimuler la différenciation ostéogénique (82).  

(1) Les	protéines	de	la	MEC		

Les molécules bioactives peuvent être composées des protéines de la MEC ou bien de 

courtes séquences peptidiques. Les séquences peptidiques sont préférées aux protéines 

complètes car elles sont d’avantage stables. La plus utilisée est la séquence RGD (Arg, 

Gly-Asp) qui est dérivée de la fibronectine (83, 84). 

(2) Collagène		

Il s’agit du composé principal du tissu osseux et est donc naturellement le matériau idéal 

pour la conception de matrices 3D pour l’ITO. Il est d’ailleurs un des revêtements les plus 

fréquemment utilisé. Le collagène de type I possède une séquence spécifique RGD qui 

régule d’importants évènements cellulaires via les liaisons aux intégrines et fibronectine. 

Cette molécule possède les avantages d’être biocompatible et bioactive car elle permet 

l’adhésion, la migration et la différenciation cellulaire. Cultivées sur ce substrat in vitro, il 

a été montré que des CSM exprimaient des marqueurs de la différenciation ostéogénique 

(minéralisation et activité de la phosphatase alcaline) en conditions normale et 

ostéogénique (85). 

(3) Fibronectine		

La fibronectine est une glycoprotéine de haut poids moléculaire de la MEC cruciale pour 

l’adhésion et la migration cellulaire. Tout comme le collagène, elle possède par ailleurs la 

séquence peptidique RGD lui permettant de se lier aux intégrines présentes à la surface 

des cellules et ainsi promouvoir leur adhésion et l’activation de gênes spécifiques, 

notamment pour l’ostéogénèse.  

(4) Les	séquences	peptidiques	courtes		

Par rapport aux protéines décrites ci-dessus, les séquences peptidiques vont avoir 

l’avantage d’être d’avantage spécifiques car directement disponibles. De plus lors elles 
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peuvent être produites artificiellement et sans nécessité de procédés complexes de 

purification. 

Le peptide RGD, pour arginine-glycine-asparagine, est un des motifs de liaison ubiquitaire 

le plus couramment utilisé. Il est retrouvé dans de nombreuses protéines d’adhésion 

comme la fibronectine, la vitronectine, la laminine et le collagène de type I (86). Le 

cytosquelette intracellulaire est lié par les intégrines cellulaire à la MEC via la séquenece 

RGD. Les peptides RGD améliorent l’attachement et l’étalement des ostéoblastes des 

matrices greffées (87) (88) (89) (90) et augmentent la prolifération cellulaire et l’expression 

des marqueurs ostéogéniques comme l’ALP, RunX, l’ostéocalcine, l’ostéopontine (91) 

(92) (93) (94) (95). Des études in vivo ont évaluées les effets de RGD sur la réparation 

osseuse. Sur des implants greffés avec des peptides RGD par exemple, on a pu noter 

une augmentation de la formation osseuse péri implantaire ainsi qu’un contact os/implant 

plus fort (96) (97). 

D’autres séquences peptidiques sont également utilisées. Notamment CBM qui résulte 

du clivage de l’ostéopontine et qui peut se lier spécifiquement au collagène (98). Cette 

séquence améliore la migration et la différenciation ostéogénique via la cascade 

d’évènements Ca2+/CaMKII/ERK/AP-1 (99). Dans un modèle de défaut osseux de 

calvaria de rat, l’injection d’un gel contenant CBM améliore l’adhésion et la différenciation 

ostéogénique et les marqueurs de la formation osseuse (100). 

2. Les	facteurs	de	croissance	utilisés	en	ITO	

FACTEURS DE CROISSANCE ACTIONS 
Bone morphogenetic proteins (BMP) 
Vascular endothelial growth factor (VEGF) 
Platelet-derived growth factor (PDGF) 
 
Fibroblast growth factor (FGF) 
 
Insulin-like growth factor (IGF) 

Transforming growth factor beta (TGF-β) 

Induction osseuse 

Angiogenèse 

Prolifération/recrutement cellulaire et 

vascularisation 

Angiogenèse, prolifération et différenciation 

ostéogénique 

Différenciation ostéogénique 

Différenciation ostéogénique et chondrogénique 

Tableau	1	:	Les	facteurs	de	croissance	utilisés	en	ingénierie	tissulaire	osseuse	

D’après	(101)	
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La majorité des facteurs de croissance retrouvés dans l’environnement osseux sont l’IGF-

1, le FGF-2, le VEGF, le PDGF, le TGF-β et les BMP. Ces facteurs sont présents au sein 

de la MEC osseuse et sont utilisés afin de réguler le chimiotactisme, la prolifération et la 

différenciation des CSM. Il s’agit majoritairement de polypeptides qui vont se fixer sur des 

récepteurs cellulaires spécifiques par un mode autocrine (signaux issus de la même 

cellule) ou bien paracrine (signaux qui vont agir sur les cellules voisines). Cette liaison va 

initier une cascade de réactions intracellulaires souvent impliqués dans l’activation 

spécifique de gènes de transcription. Ces activations cellulaires entraînent des 

changements dans la prolifération, différenciation et maturation cellulaire ainsi que dans 

la production d’autres facteurs de croissance et de molécules de la MEC permettant la 

formation d’un tissu spécifique. Les facteurs de croissance agissent localement et sont 

sécrétés à faibles concentrations (tableau 1) (102). 

3. Les	 différentes	 stratégies	 d’incorporation	 des	 molécules	
bioactives		

Un autre paramètre important en ingénierie tissulaire concerne l’inclusion des substances 

bioactives au sein de la matrice qui vont être relarguées lors de la phase de résorption du 

matériau. 

Idéalement, les substances bioactives ne devraient pas induire que la différenciation 

ostéogénique mais également promouvoir l’angiogenèse. Nous l’avons vu ci-dessus, ces 

substances inclus différents facteurs de croissance (TGF- β, incluant les BMP, IGF, FGF, 

PDGF, VEGF, etc.) (103). L’injection de facteurs de croissance est, la plupart du temps, 

inefficace et parfois même dangereuse dû a leur courte demi-vie, leur biodistribution non 

sélective, leur potentiel toxicité et les risques cancéreux qu’ils peuvent générer (103). 

L’inclusion de substances bioactives dans les construits pour l’ITO doivent alors respecter 

certains points essentiels :  

- Libération contrôlée dans le temps et l’espace 

- Concentration libérée idéale 

- Maintien de l’activité biologique des molécules contenues dans la matrice 

 

Plusieurs stratégies ont été imaginées afin de satisfaire ces points (figure 7) : 
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- Piège physique (A) : Les substances actives vont être incorporées au sein même 

du matériau et seront libérées lors de la dégradation de ce dernier. 

- Encapsulation (B) : Les hydrogels peuvent être modifiés afin d’augmenter leur 

affinité pour lier les molécules actives. 

- Adsorption de surface (C) : Les facteurs de croissance sont adsorbés directement 

à la surface du matériau sans modification spécifique du matériau. 

- Biominéralisation (D) : La bio-minéralisation piège les substances bioactives dans 

les cristaux formés lors de l’incubation des matrices dans des sérum biomimétique 

et riche en ions Ca2+. Les facteurs de croissance seront relargués lors de la 

dégradation des cristaux in vivo. 

- Revêtements multicouches (E) : Les multicouches peuvent faciliter la libération de 

plusieurs agents de façon contrôlée dans le temps. 

- Nano et microparticules (F) : Ces matériaux peuvent libérer les facteurs de 

croissances aux cellules et peuvent être fonctionnalisées à l’aide de molécules 

d’adhésion. 

- Cellules génétiquement modifiées (G) : Les cellules génétiquement modifiées vont 

pouvoir libérer les molécules d’intérêt aux cellules proches. 
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Figure	7	:	Les	différentes	stratégies	d’incorporation	des	facteurs	de	croissance	

D’après	(104)	

4. Importance	de	la	vascularisation	

Une grande variété de matrices et d’approches incluant l’utilisation des cellules souches 

et des facteurs de croissance pour régénérer les défauts osseux a été proposée et testée. 

Mais le succès du traitement dépend également beaucoup de l’intégration du construit 

généré par IT au tissu dans lequel il est implanté. Deux éléments clés vont permettre cette 

intégration : 1) le recrutement des progéniteurs des ostéoblastes et des cellules 

endothéliales sur le site du défaut osseux et 2) la présence d’éléments vasculaires à 

proximité du défaut (105, 106).  

L’angiogenèse médiée par le recrutement et la différenciation des progéniteurs des 

cellules endothéliales est une réponse normale sur un site traumatique et principalement 

due au facteur de croissance VEGF (107, 108). La néo-vascularisation est un prérequis 

nécessaire pour l’ostéogénèse et il a été démontré que la régénération osseuse est 

directement liée au taux de cellules endothéliales circulant (108). Néanmoins, la libération 
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de ces précurseurs des cellules endothéliales est gênée par une vascularisation souvent 

absente ou déficiente au niveau des défauts osseux (106). Les matrices peuvent être 

enrichies à la fois en facteurs de croissance et cellules progénitrices afin de promouvoir 

la vascularisation. Plusieurs stratégies ont été proposées comme l’intégration directe au 

sein de la matrice des facteurs de croissance et cytokines qui vont promouvoir la néo-

vascularisation, l’incorporation à la fois de cellules capables de sécréter ces mêmes 

facteurs de croissances et des protéines d’adhésion permettant l’attachement des cellules 

endothéliales (109). L’importance de la vascularisation pour la réparation osseuse est 

reconnue (110, 111). Les cellules ostéoprogénitrices s’associent aux cellules 

endothéliales qui vont fournir l’oxygène et les nutriments mais également les facteurs 

nécessaires à la différenciation ostéoblastique (112). La néo-vascularisation nécessite 

une structure poreuse comprise de diamètres compris entre 150 et 500 µm (113). 

 Plusieurs approches sont proposées (figure 7) : 

- 1) La prévascularisation in vitro : Des cellules souches et endothéliales sont 

ensemencées sur la matrice et vont permettre la néo-vascularisation par apport de 

facteurs de croissance exogène contenus dans le milieu de culture. Le construit 

pré-vascularisé est ensuite implanté dans le défaut osseux pour s’anastomoser au 

capillaires environnants. 

- 2) La prévascularisation ectopique in vivo : Les cellules souches sont 

ensemencées sur la matrice qui est ensuite implantées en site ectopique richement 

vascularisé comme un muscle pour permettre une croissance vasculaire rapide 

dans le construit. Le construit est ensuite implanté en site orthotopique en 

connectant chirurgicalement les vaisseaux sanguins générés à ceux du tissu 

environnant. 

- 3) La vascularisation orthotopique in vivo : La matrice est ensemencée de cellules 

souches et endothéliales agrégées afin d’améliorer leur survie ainsi que de 

facteurs de croissance qui seront libérés de manière controlée et permettre la néo-

vascularisation 
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Figure	8	:	Les	différentes	stratégies	permettant	de	vasculariser	les	construits	cellules/matrices	en	ingénierie	tissulaire	osseuse	

D’après	(114)	
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PARTIE	 III	 :	 LES	 CELLULES	 UTILISEES	 EN	 INGENIERIE	

TISSULAIRE	OSSEUSE	

Après le développement et le choix de la matrice idéale, l’étape suivante consiste à 

déterminer une source cellulaire facile à isoler et à multiplier et dans l’idéal, non 

immunogénique et possédant un profile d’expression semblable au tissu à régénérer. 

C. Les	cellules	

1. Les	ostéoblastes		

Le choix premier et le plus évident consiste à utiliser et isoler des ostéoblastes depuis des 

biopsies des patients (cellules autologues) suivi d’une phase d’expansion courte. 

Néanmoins, cette méthodologie est limitée. En effet, peu d’ostéoblastes sont disponibles 

au moment du prélèvement et leur multiplication est relativement lente, limitant ainsi le 

nombre de cellules disponibles à ensemencer sur la matrice. Une alternative consiste à 

utiliser des cellules d’un donneur non humain (cellules xenogénique) qui solutionnerait le 

problème de la quantité nécessaire en cellules mais pas celui de l’immunogénicité ou 

encore du risque de transmission de pathogènes (115, 116). C’est dans ce contexte que 

la biologie des cellules souches semble apparaître comme la solution la plus prometteuse.  

2. Les	cellules	souches	

Les cellules souches sont des cellules indifférenciées ayant la capacité de se multiplier 

rapidement et de s’auto-renouveler. Elles possèdent également la faculté de se 

différencier en une multitude de types cellulaires (117). Néanmoins, ces cellules ont un 

potentiel de différenciation qui varie en fonction de leurs origines. Les plus primitives sont 

issues du zygote. Ces cellules sont totipotentes car elles sont capables de former 

l’embryon et le trophoblaste du placenta. Quelques jours plus tard, ces cellules 

commencent se spécialiser et forment le blastocyste contenant les cellules souches 

embryonnaires (CSE) pluripotentes. Elles peuvent se différencier en la grande majorité 

des cellules. Enfin, on retrouve les cellules souches multipotentes ou cellules souches 

adultes (CSA) qui ont la capacité de se différencier en de nombreux tissus. En théorie et 
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en opposition avec les CSE, ces dernières ne seront capables de se différencier qu’en un 

nombre limité de tissus en relation avec leur origine et du tissu où elles auront été 

prélevées. 

3. Les	cellules	souches	embryonnaires	(CSE)	

Ces cellules sont originaires la masse cellulaire interne de blastocystes. Elles furent 

isolées et cultivées la première fois il y a plus de 20 ans (118, 119). Les CSE 

indifférenciées sont caractérisées par deux propriétés uniques (120) : la capacité de se 

renouveler quasi indéfiniment et le potentiel de différenciation en différents précurseurs 

cellulaires. D’autres propriétés sont remarquables comme une activité élevée de la 

phosphatase alcaline, l’expression de d’antigènes spécifiques de l’état embryonnaire 

comme SSEA-1 ou l’expression du facteur de transcription Oct-4. On note également une 

activité importante des télomérases et la régulation de l’auto renouvellement par les 

cytokines de la famille de l’IL-6. Plusieurs auteurs ont décrit le potentiel de différenciation 

de ces CSE en cardiomyocytes, cellules hématopoïétiques (121), cellules endothéliales, 

neurones (122), adipocytes (123) (124), hépatocytes (125). En particulier pour l’ITO, 

Buttery et al (126) ont étudié la différenciation de CSE en ostéoblastes en présence de 

déxaméthasone. En dépit de l’énorme potentiel biomédical et des applications en 

ingénierie tissulaire deux problèmes doivent être résolus (120) : 1) s’assurer de l’absence 

de potentiel tumoral dû à leur capacité de prolifération illimitée, 2) vérifier la compatibilité 

immunologique entre les cellules du donneur et celles du receveur. Les problématiques 

éthiques sociales sur l’utilisation des CSE seront cependant les barrières les plus difficiles 

à franchir. 

4. Les	cellules	souches	adultes	(CSA)	

Ces cellules résident au sein des tissus entièrement différenciés ou bien les tissus 

adultes. Elles participent activement à l’homéostasie et donc à la régénération des tissus 

d’origine mésenchymateuse de l’organisme. On les retrouve dans la moelle osseuse 

(127), le périoste (128-129), les muscles (130), la graisse (131), le tissu cérébral (132) 

(133), le sang du cordon ombilical, le fluide amniotique et la peau (134). Initialement, on 

pensait ces cellules seulement capables de se différencier en cellules spécialisées du 
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tissu d’origine mais leurs degrés de différenciation sont en réalité bien plus importants 

(135). Dans le champ d’application de l’ingénierie tissulaire, les cellules souches issues 

de la moelle osseuse (MO) et plus connues sous le nom de cellules souches 

mésenchymateuses (CSM) sont celles qui ont montré le plus d’intérêt. La première fois 

que l’idée que la MO contenait des précurseurs ostéogéniques a débuté en 1963 lorsque 

Petrakova et al (136) a observé la possibilité d’obtenir un tissu osseux en implantant de 

la MO sous la capsule rénale. Après cette étude, Friedenstein (137, 138) a mis en 

évidence, dans une série d’études in vivo, la possibilité de l’existence d’ostéoprogéniteurs 

au sein de la MO. Afin de mieux comprendre la nature et l’origine de ces cellules, il 

développa une méthode basée sur l'isolement de cellules de MO ayant l’aspect de 

fibroblastes ainsi que la capacité à adhérer au plastique des boîtes de culture cellulaire 

(139). Il inventa plus tard, le terme CFU-F pour « colony-forming units fibroblastic » 

(colonies formant des unités fibroblastiques) pour décrire ces cellules. Environ 20 ans 

plus tard, Caplan (140) donna à ces mêmes cellules le nom qu’elles ont encore 

aujourd’hui, à savoir les cellules souches mésenchymateuses (CSM). En 1994, Caplan a 

décrit que ces CSM pouvaient se différencier en cellules issues du mésenchyme en 

conditions de culture adéquates et former ensuite du tissu osseux, du cartilage, du tissu 

adipeux, des muscles, des tendons, de la peau et d’autres tissus originaires du 

mésenchyme. Un des problèmes initiaux observés concernait l’importante hétérogénéité 

des cultures de MO. En 1992, Haynesworth et al (141) décrit une méthode qui permet de 

surmonter en partie ces difficultés. Cette méthodologie est basée sur la séparation des 

CSM par centrifugation sur un gradient de concentration après quoi les cellules sont 

ensemencées sur le plastique de culture. Dans ces conditions, les cellules présentaient 

les mêmes morphologies fibroblastiques ainsi que les mêmes caractéristiques que les 

cellules décrites par Friedenstein (141). En plus de ce potentiel de différenciation, les 

CSM présentent d’autres propriétés importantes. Bruder et al (142) a montré qu’elles 

possédaient la capacité de se multiplier intensément in vitro. Pittinger et al (127) a 

également indiqué que les CSM ne se différenciaient pas spontanément en dépit d’un 

nombre important de passages. De plus, ces cellules possèderaient des propriétés 

immunosuppressives et qui les rendraient utilisables pour réaliser des transplantations 

allogéniques ou xénogéniques (143). 
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Figure	9	:	Les	potentiels	de	différenciation	des	cellules	souches	au	cours	du	développement	embryonnaire	

D’après	http://campus.cerimes.fr/genetique-medicale/enseignement/genetique15/site/html/2.html	

Les CSM dérivées de la MO (CSM-MO) sont la principale source cellulaire pour l’ITO 

(144). L’isolement des CSM à partir de MO nécessite cependant une procédure 

chirurgicale invasive. La MO peut être obtenue à partir de la crête iliaque, le tibia ou le 

fémur. En général, on retrouve une concentration en CSM de 100 cellules/mL de MO. La 

découverte de la présence de CSM dans le tissu adipeux a démontré un intérêt croissant. 

En effet, le prélèvement est aisé et le tissu graisseux est abondant. Les CSM dérivées du 

tissu adipeux (CSM-TA) ont été identifiées la première fois en 2001 par Zuk et al (131). 

Un des avantages majeurs des CSM-TA consiste en leur relative abondance ainsi que 

leur prolifération plus rapide que pour les CSM-MO qui leur permet une expansion accrue 

afin d’obtenir suffisamment de cellules pour une utilisation clinique (145) (146). Les CSM-

TA possèdent un potentiel ostéogénique similaire aux CSM-MO avec l’avantage de 

l’abondance. Des études comparants les CSM-MO et les CSM-TA ont démontré que les 

CSM-TA ont l’avantage lorsqu’il s’agit des capacités de prolifération, de la sécrétion de 

certaines protéines (basic fibroblast growth factor b-FGF, interferon-γ et insulin-like 

growth factor-1 IGF-1) et des effets immuno-modulateurs. Mais les CSM-MO ont 

l’avantage en potentiel ostéogénique et chondrocytaire et la sécrétion des protéines stem 
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cell-derived factor-1 SDF-1et hepatocyte growth factor HGF (147). Ces caractéristiques 

biologiques doivent être systématiquement prises en considération en fonction de 

l’indication clinique. Néanmoins, l’utilisation des CSM issues du tissu adipeux associées 

aux matrices pour l’ITO s’annonce prometteuse comme alternative pour le remplacement 

ou la restauration du tissu osseux (tableau 2). 

Les CSM peuvent également dériver du sang de cordon ombilical de nouveau né. Ces 

cellules sont similaires au CSM retrouvées dans la MO et possèdent un potentiel 

ostéogénique dans des conditions optimum (148). Plusieurs études ont travaillé sur 

l’utilisation de ces cellules sur différentes matrices en ITO (149).  

D’autres cellules souches ont également été isolées des tissus dentaires incluant la pulpe 

(DPSC), les dents temporaires (SHED), les papilles apicales (SCAP), le ligament 

parodontal (PDLSC) et les follicules dentaires (DFPC) (150) (151). Les DPSC sont 

désormais plus faciles à isoler par digestion enzymatique de la pulpe et plusieurs études 

ont été menées en ITO (152) (153). 

 

Source	cellulaire	 Avantages	 Inconvénients	
Cellules	souches	dérivées	de	la	moelle	
osseuse	

- Haut	potentiel	ostéogénique	
- Largement	 étudiées	 dans	 le	

domaine	 de	 l’ingénierie	
tissulaire	osseuse	

- Peu	abondantes	et	
nécessitant	une	phase	
d’expansion	d’importante		

Cellules	 souches	 dérivées	 de	 du	 tissu	
adipeux	

- Caractéristiques	
ostéogéniques	 se	
rapprochant	 des	 cellules	
souches	 issues	de	 la	moelle	
osseuse	

- Disponibilité	et	prélèvement	
aisé	

- D’avantage	 d’études	 sont	
nécessaire	 pour	 connaître	
leur	 efficacité	 en	 ingénierie	
tissulaire	osseuse	

Cellules	souches	embryonnaires	 - Pluripotentes	
- Capacité	 de	 se	 différencier	

en	 n’importe	 quelle	 cellule	
du	tissu	osseux	

- Problèmes	éthiques	
- Dégénérescences	

cancéreuses	observées	

Tableau	2	:	Avantages	et	inconvénients	de	certaines	sources	de	cellules	souches	utilisées	en’ingénierie	tissulaire	osseuse	

D’après	(154)	

D. Différenciation	ostéogénique	des	CSM	

1. Critères	définissant	les	CSM	selon	la	société	internationale	pour	la	
thérapie	cellulaire	ISCT	:	

Les perspectives et le potentiel thérapeutique de ces cellules ont généré de nombreux 

travaux depuis plusieurs décennies. Cela a néanmoins entraîné un manque 
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d’homogénéisation dans les méthodes d’isolement, des conditions de culture cellulaire et 

l’identification des cellules souches. La société internationale pour la thérapie cellulaire 

(ISCT) a donc créé et imposé des critères minimaux qui définissent les CSM d’origine 

humaine. Basé sur ces critères, les CSM sont identifiées par adhérence au plastique en 

culture cellulaire, leur expression positif à certains marqueurs de surfaces incluant CD90, 

CD73, CD105 et négatif à d’autres comme CD45, CD34, CD14/CD11b, CD79a/CD19 et 

les protéines de surface HLA. Elles doivent également pouvoir se différencier en 

ostéoblastes, chondroblastes et adipocytes en conditions in vitro (155-157) (tableau 3). 

Culture	cellulaire	 Adhérence	au	plastique	de	culture	
Potentiel	de	différenciation	 Ostéoblastes,	adipocytes	et	chondrocytes	
≥	95	%	de	la	population	cellulaire	exprimant	
les	marqueurs	de	surface	suivants	

CD90,	CD73,	CD105	

≤	2	%	de	la	population	cellulaire	
n’exprimant	aucun	des	marqueurs	de	
surface	suivants	

CD45,	CD34,	CD14/CD11b,	CD79a,	CD19,	
HLA-DR	

Tableau	3	:	Critères	minimaux	définissant	les	cellules	souches	mésenchymateuses	humaines	

D’après	http://www.celltherapysociety.org	

2. Les	 marqueurs	 exprimés	 au	 cours	 de	 la	 différenciation	
ostéogénique	

L’ostéogenèse est caractérisée par l’engagement et la prolifération de cellules 

ostéoprogénitrices qui, après arrêt de la multiplication cellulaire, se différencient en 

ostéoblastes fonctionnels chargés de la synthèse et de la minéralisation de la matrice 

osseuse. Plusieurs marqueurs sont exprimés de façon séquentielle au cours de la 

différenciation ostéoblastique : 

- Phase précoce : les cellules expriment des marqueurs de type facteur de 

transcription comme RunX2, soit des marqueurs fonctionnels. La phase de 

prolifération est associée à l’expression de gènes précoces (c-fos, histone H4).  

- Phase de maturation : cette phase est caractérisée par l’expression de gènes 

ostéoblastiques et associés à la production de matrice (phosphatase alcaline, 

collagène de type I, ostéopontine, transforming growth factor β [TGF-β], 

fibronectine).  
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- Les ostéoblastes différenciés : ils expriment des marqueurs tardifs de la 

différenciation (ostéocalcine, sialoprotéine osseuse) au début de la minéralisation 

de la matrice (figure 11).  

 

Figure	10	:	Facteurs	de	contrôle	et	facteurs	de	transcription	impliqués	dans	la	différenciation	ostéoblastique	des	cellules	souches	
mésenchymateuses	

D’après	(158)	
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Figure	11	:	Les	différents	marqueurs	retrouvés	dans	la	phase	de	maturation	de	différenciation	ostéogénique	

D’après	(158)	

3. Evaluation	de	la	différenciation	ostéogénique	des	cellules	souches	
mésenchymateuses	cultivées	in	vitro	

De manière générale et afin d’évaluer le potentiel ostéogénique des CSM, ces dernières 

sont cultivées dans un milieu ostéogénique. La différenciation ostéogénique peut être 

mise en évidence lors des phases précoces et de maturation. Dans un premier temps les 

cellules vont exprimées des gènes précoces comme le facteur de transcription Runx-2 

dont l’expression peut être mesurée. Les cellules vont produire une matrice minéralisée 

par de l’hydroxyapatite mise en évidence par une coloration au rouge alizarine S et/ou 

coloration au Von Kossa. Le phénotype ostéoblastique est également analysé en suivant 

l’expression de certains gènes marqueurs comme l’ostéopontine (OP) ou l’ostéocalcine 

(OC). L’expression croissante en collagène de type I et l’activité enzymatique de la 

phosphatase alcaline peuvent également suivies.  
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Figure	12	:	Différenciation	des	cellules	souches	mésenchymateuses	à	travers	3	étapes	pendant	21	jours	

D’après	(159)	

4. Facteurs	 chimiques	 de	 différenciation	 ostéogénique	 in	 vitro	 des	
CSM	:	

La technique standard permettant d’initier la différenciation ostéogénique des CSM en 

culture cellulaire consiste à ajouter des composés qui vont induire cet engagement. La 

culture des CSM dans des milieux de culture dits ostéogéniques entraine l’apparition de 

marqueurs ostéoblastiques. Les substances le plus fréquemment utilisés et qui ont prouvé 

leur efficacité sur la différenciation ostéoblastiques des CSM sont, le dexaméthasone 

(Dex), l’acide ascorbique (Asc) et le β-glycérophosphate (β-Gly), dont le mélange est 

communément appelé DAG. Elles sont couramment utilisées aux concentrations 

suivantes : Dex 100 nM (160), Asc 0,2 mM et β-Gly 10 mM. Afin d’obtenir une 

différenciation ostéogénique optimale, au moins 21 jours de traitement semblent 

nécessaires (161). Les cellules sont ensemencées à une densité de 3,1 * 103 cellules/cm2 

jusqu’à 70-80% de confluence. A subconfluence, le milieu ostéogénique est ajouté 

pendant 2,5 à 3 semaines en changeant le milieu 2 fois par semaine (162). La 

différenciation ostéogénique des CSM in vitro est divisée en 3 étapes : 

- J1-J4 : phase de prolifération cellulaire, 

- J5-J14 : phase de différenciation précoce avec l’expression du collagène de type 

1 et de la phosphatase alcaline, 

- J14-J28 : phase de différenciation tardive avec l’expression de l’ostéocalcine, 

l’ostéopontine et le dépôt de calcium et de phosphate (163, 164). 
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a) Le	dexaméthasone	

Il s’agit d’un glucocorticoïde de synthèse et puissant anti-inflammatoire et 

immunosuppresseur. Sa concentration optimale pour initier la différenciation 

ostéoblastique semble être 100 nM même si d’autres études avance la concentration de 

10 nM qui correspond à la concentration physiologique des glucocorticoïdes circulants. 

Cette concentration permet la formation de nodules minéralisés. La dexaméthasone induit 

la différenciation ostéoblastique en activant la transcription de la protéine FHL-2 

permettant à son tour l’activation de la voie Wnt/β-caténine dont dépend l’expression de 

RunX2. L’up-régulation de RunX2 entraîne la surexpression de collagène de type 1 (161) 

(figure 13).  

b) L’acide	ascorbique	

Il facilite la différenciation ostéogénique en augmentant la sécrétion de collagène de type 

1. En effet cette molécule est un co-facteur indispensable aux enzymes responsables de 

l’hydroxylation de la proline et lysine présentes dans le pro-collagène (165). En l’absence 

d’acide ascorbique, les chaines de collagène n’ont plus la capacité de former une 

structure hélicoïdale (166). Jaiswal et al ont déterminé que le meilleur résultat pour la 

différenciation ostéogénique de CSM humaine était atteint avec des concentrations de 50 

µg, même si les concentrations retrouvées vont de 50 à 500 µg (164). 
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Figure	13	:	Mode	d’action	de	la	dexaméthasone	et	de	l’acide	ascorbique	lors	de	la	différenciation	ostéogénique	des	cellules	
souches	mésenchymateuses	

D’après	(167)	

c) Le	ß-glycérophosphate	

 Il s’agit d’un sel qui fournit des groupements phosphates pour la minéralisation de la MEC 

par production d’hydroxyapatite. Il joue un rôle important dans la différenciation 

ostéogénique des CSM. Il faut néanmoins être vigilant car il peut générer des faux positifs 

en produisant des minéralisations non apatitiques détectables par alizarin red S ou Von 

Kossa (168). De nouvelles études ont montré que le phosphate inorganique agissait 

également comme une molécule de régulation de l’expression de plusieurs gènes comme 

l’ostéopontine et la BMP-2 (169, 170). Afin de permettre une différenciation ostéogénique, 

cet élément est utilisé à des concentrations allant de 5 à 10 mM. 

d) La	vitamine	D3	

Des études suggèrent que l’ajout de la forme active de la vitamine (1,25(OH)2 D3 est un 

facteur d’induction de l’ostéogénèse (171). Il inhibe la transcription de la chaine α1 du 

collagène de type 1 et stimule l’expression de gènes ostéoblastiques tels que 

l’ostéopontine et l’ostéocalcine. Des cellules pluripotentes ont été induites en ostéoblastes 

par l’adjonction de cette molécule.  
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5. Facteurs	 de	 croissance	 et	 différenciation	 ostéogénique	 des	
cellules	souches	mésenchymateuses	:	

a) Superfamille	TGF-ß	

Les membres de cette superfamille sont les BMP (bone morphogenic proteins) et les TGF-

ß qui sont impliqués à différents niveaux dans la réparation osseuse (ossification 

intramembranaire et endochondrale) (172). 

b) Le	transforming	growth	factor-beta	(TGF-ß)		

Il s’agit d’un facteur local fondamental dans le contrôle de l’ostéogénèse. Il existe 5 

isoformes du TGF-β. Les formes TGF-β1, TGF-β2 et TGF-β3 semblent être d’avantage 

impliqués dans la cicatrisation osseuse et la prolifération des CSM (173). Le TGF-ß3 

aurait les effets les plus prononcés sur la prolifération des CSM et des chondrocytes (174). 

Le TGF-β est produit sous forme latente par les ostéoblastes puis stocké dans la MEC 

osseuse lié à une protéine la LTBP. L’ensemble est libéré lors de la résorption osseuse. 

In vivo chez le rat, le TGF-β2 augmente fortement la formation osseuse en stimulant les 

fonctions des ostéoblastes. Il active les pré-ostéoblastes en favorisant leur prolifération et 

leur différenciation en ostéoblastes fonctionnels et matures.  Le TGF-β inhibe la formation 

des ostéoclastes ainsi que la résorption osseuse, favorisant ainsi la formation osseuse 

(175). In vitro, il augmente la synthèse des molécules de la MEC comme le collagène de 

type 1 ou l’ostéopontine (176) et influence l’activité des BMP (177). Le TGF-β1 est 

retrouvé à concentration élevée sur les sites de réparation osseuse (178).  

c) Les	bone	morphogenic	proteins	(BMP)	

Il s’agit de glycoprotéines régulatrices, membres de la superfamille des TGF-β. Les 

premières BMP ont été identifiées par Urist en 1965 qui a observé le potentiel 

ostéoinducteur de l’os déminéralisé (demineralised bone matrix DBM) implanté en site 

ectopique chez des rongeurs et contenant des substances qu’il nommera BMP plus tard 

en 1971 (179). Plus de trente BMP ont été identifiées depuis. Elles sont responsables de 

l’activation de la cascade d’évènements via la sérine/thréonine kinase qui induit et 



	 43	

impliquée dans la formation osseuse et cartilagineuse, notamment en augmentant 

l’expression Cbfa1/RunX2 dans les précurseurs ostéoblastiques et en stimulant 

l’expression des gènes ostéoblastiques (phosphatase alcaline, collagène de type 1, 

ostéocalcine). Lors d’une fracture osseuse, les BMP sont sécrétées par les CSM, 

ostéoblastes et chondrocytes afin activer les évènements intracellulaires qui permettront 

la croissance, la migration et la différenciation des CSM en stimulant l’angiogenèse, la 

synthèse des composants de la MEC et en jouant un rôle dans l’homéostasie tissulaire 

(180). Les différentes BMP vont agir séquentiellement pendant le processus de 

cicatrisation. Par exemple, l’expression de la BMP-2 est maximale 24 heures après la 

fracture, suggérant un rôle dans l’initiation de la réparation. D’autres études in vitro ont 

démontré que la BMP-2 contrôlait l’expression de plusieurs autres BMP et que lorsque 

sont activité était bloquée, les CSM issues de la moelle osseuse ne pouvaient plus se 

différencier en ostéoblastes (181). Les BMP-3, BMP-4, BMP-7 et BMP-8 sont quant à 

elles exprimées lors de la cicatrisation osseuse à J14 et J21, lorsque la phase de 

recrutement ostéoblastique est la plus active et que la formation osseuse est en cours. 

Les BMP-5 et BMP-6 exprimées de J3 à J21 vont réguler l’ossification intra-membranaire 

et endochondrale. Les BMP-2 à BMP-8 ont un potentiel ostéogénique important, toutefois, 

les BMP-2, BMP-6 et les BMP-9 vont être les plus puissants inducteurs de la 

différenciation ostéogénique des CSM (182). Les autres BMP vont quant à eux jouer un 

rôle dans la maturation des ostéoblastes. La BMP-3 semble inhiber la différenciation des 

cellules ostéoprogénitrices induite par la BMP-2. 

La BMP-2 recombinante humaine est la première BMP produite par génie génétique. 

Dans plusieurs des études animales, la BMP-2 a montré qu’elle permettait d’induire une 

formation osseuse ectopique et qu’elle améliorait la maturation et la consolidation de l’os 

néoformé. Les BMP-2 et BMP-7 recombinants humains sont les premiers facteurs de 

croissances autorisés pour traiter des patients atteints de pathologies osseuses (182) 

d) Les	protéines	wnt		

Il s’agit d’une famille de protéines glycolsylées riches en cystéine. Dans les tissus 

matures, les wnt jouent un rôle dans la régulation de l’ostéogénèse ainsi que dans le 

renouvellement cellulaire des CSM. Elles sont impliquées dans la formation osseuse, la 



	 44	

migration et l’adhésion cellulaire (183). L’augmentation de l’expression de wnt ou bien 

l’inhibition des antagonistes de wnt sont associées à l’augmentation de la formation 

osseuse chez l’home et la souris (184). 

e) Insulin	growth	factor	(IGF)		

Il s’agit d’une hormone peptidique ayant une structure chimique proche de la proinsuline. 

Il en existe 2 formes : IGF-1 et IGF-2. Plusieurs études ont montré que les IGF-1 et IGF-

2 sont sécrétés par les ostéoblastes, les chondrocytes, les cellules endothéliales et la 

MEC osseuse. On les retrouve dans la phase de recrutement des CSM et des cellules 

osseuses grâce à la présence de 6 protéines de liaison (IGFBP) qui modulent leur action 

via la cascade tyrosine/kinase (185). L’IGF-2 est le plus abondant des facteurs de 

croissance dans la matrice osseuse. Il intervient dans la formation osseuse 

endochondrale, induit la production de collagène de type I et la prolifération cellulaire. 

L’expression des messagers des IGF-1 et IGF-2 module lors de la culture in vitro de CSM 

(186). Prisell et al. (187) ont montré que l’expression de IGF-1 était augmentée lors du 

recrutement et la prolifération des CSM. L’IGF-2 apparaît plus tardivement lors de la 

formation osseuse endochondrale réalisée par les ostéoblastes et les chondrocytes. La 

production d’IGF n’est pas uniquement soumise à la growth hormon (GH) mais est 

également régulée par les oestrogènes, la PTH, le cortisol (inhibe la synthèse d’IGF-1) 

les facteurs de croissances locaux et les cytokines (188). 

f) Fibroblast	growth	factor	(FGF)		

Le FGF est une glycoprotéine impliqué dans la cicatrisation des tissus. Il est un régulateur 

important de la prolifération, de la fonction et de l’apoptose des ostéoblastes. Il stimule 

l’angiogenèse et agit sur la prolifération, la différenciation et la migration cellulaire. 

Plusieurs récepteurs au FGF sont exprimés dans différents tissus, l’os inclus. Neuf 

isoformes du FGF ont été identifiées. Les plus répandus sont le FGF-1 et le FGF-2 (173). 

Ils sont d’importants régulateurs de la cicatrisation osseuse exprimés par les CSM, les 

chondrocytes matures et les ostéoblastes. Ils stimulent l’expression du TGF-β par les 

ostéoblastes (189) et jouent également un rôle dans la balance entre résorption et 

formation osseuse. Plus spécifiquement, le FGF-2 maintient la prolifération des CSM. 
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g) Platelet	derived	growth	factor	(PDGF)		

Il s’agit de puissants mitogènes des CSM au nombre de 4 : PDGF-A et PDGF-C étant 

exprimés à haute dose et PDGF-B et PDGF-D à des niveaux plus faibles. Il existe 2 

récepteurs via lesquels les PDGF se fixent, le PDGFR-α et le PDGFR-β (190). La forme 

homodimérique du PDGF-B induirait à la fois la prolifération et la migration des CSM. Le 

récepteur PDGFR-α induit l’ostéogénèse et le PDGFR-β l’inhibe. Ces molécules agissent 

localement sur les cellules voisines en stimulant la prolifération des CSM et des 

ostéoblastes présents dans la greffe. Elles initient également l’angiogenèse en induisant 

la mitose des cellules endothéliales (177).  

 

h) Vascular	endothelial	growth	factor	(VEGF)		

Le VEGF est une protéine qui va activer l’angiogenèse par recrutement des cellules 

endothéliales. Il intervient lors de la cicatrisation osseuse endochondrale ou 

intramembranaire en stimulant la formation d’un réseau vasculaire essentiel à l’initiation 

de l’ostéogénèse (191) (192). L’inhibition du VEGF lors de l’ossification endochondrale et 

intramembranaire a montré in vivo qu’elle entrainait une diminution de l’angiogenèse ainsi 

que de la minéralisation du cal osseux. A l’inverse, l’apport de VEGF exogène accélère 

la cicatrisation osseuse. 

i) Platelet	rich	plasma	(PRP)		

Il s’agit d’un cocktail de plusieurs facteurs de croissance (PDGF, TGF-β, VEGF) et de 

cytokines obtenu à partir de sang centrifugé pour ne récupérer qu’un plasma sanguin 

riche en plaquettes qui vont produire ces facteurs de croissance et participer à la 

cicatrisation osseuse. L’utilisation de PRP pour la régénération des défauts osseux est 

maintenant bien connu et plusieurs auteurs ont évoqué l’utilisation de ce produit associé 

au CSM. 
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6. Facteurs	 physiques	 de	 différenciation	 ostéogénique	 des	 cellules	
souches	mésenchymateuses	:	

En condition in vivo, les CSM ne sont pas isolées mais interagissent directement avec les 

composants et le micro environnement de la MEC. Des propriétés physiques comme la 

forme des cellules, les contraintes mécaniques externes, la MEC et les structures 

géométriques sont autant d’éléments qui vont participer à déterminer le phénotype vers 

lequel les CSM vont évoluer. Par exemple, les matrices rigides vont promouvoir un 

phénotype ostéoblastique et d’autres avec des propriétés proches du tissu nerveux, par 

exemple, vont plus facilement se diriger vers un phénotype neurogénique (193). Les 

intégrines, récepteurs transmembranaires médiant les interactions cellules/cellules et 

cellules/matrice, sont des capteurs des contraintes mécaniques exercées sur les cellules 

et qui vont transmettre l’information via le cytosquelette (194). Des études ont montré que 

l’application de contraintes mécaniques pouvait faciliter la différenciation ostéogénique 

(195).  

Une structure géométrique à l’échelle nanométrique du substrat va également avoir un 

effet sur l’orientation ostéogénique des CSM et ce même en l’absence d’inducteurs de la 

différenciation (196). Récemment, McBeath et Chen ont développé une technique 

permettant de contrôler les motifs de surface de substrats et de contrôler la forme des 

CSM. Ils ont montré que les CSM qui « s’étalaient » tendaient à se différencier en 

ostéoblastes et que les cellules de forme ronde s’orientaient davantage vers un 

phénotype adipocyte via la voie des RhoA-ROCK qui est activée par la tension transmise 

par l’actine et la myosine.  

La densité d’ensemencement des cellules va déterminer leur morphologie et leur 

déploiement (197) qui peut expliquer la nécessité de différentes densités que l’on veuille 

orienter les CSM en ostéoblastes ou bien en adipocytes. Par exemple pour générer une 

différenciation ostéoblastiques, les CSM vont être cultivées à une densité de 3,1 * 103 

cellules/cm2 alors qu’une densité plus faible de 2,1 * 104 cellules/cm2 sera utilisée pour 

une différenciation en adipocytes (162). De même la différenciation chondrogénique 

nécessitera une densité initiale de 2,5 * 105 cellules/cm2.  

En plus des contacts physiques entre cellules et matériaux, le potentiel de membrane 

joue également un rôle important dans le contrôle de la différenciation des CSM. En effet, 
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la dépolarisation supprime la différenciation ostéogénique et adipogénique des CSM et 

une hyperpolarisation membranaire va promouvoir le phénotype ostéoblastique. 

Enfin, une tension mécanique uniaxiale ou une contrainte mécanique induite par les 

fluides biologiques et entrainant des forces de cisaillement (shear-stress), permet 

d’augmenter significativement l’activité de la phosphatase alcaline ainsi que l’expression 

des gènes ostéogéniques des CSM (198, 199).  

 

Figure	14	:	Les	facteurs	physiques	régulant	la	différenciation	cellulaire	des	cellules	souches	mésenchymateuses	(a	:	forme	
cellulaire,	b	:	contraintes	mécaniques	externes,	c	:	matrice	extracellulaire,	d	:	Structures	géométriques	

D’après	(167)	

7. Les	bioréacteurs	

Les construits pour l’ITO sont obtenus par ensemencement de cellules à potentiel 

ostéogénique sur des matrices possédant des propriétés diverses (chimique, 

physique…). Ces derniers sont directement implantés in vivo afin d’évaluer leur potentiel 

ostéoinducteur ou bien cultivé in vitro pour développer un nouveau tissu s’apparentant au 

tissu osseux avant d’être greffé. La culture statique des CSM sur des matrices poreuses 

en présence d’un milieu ostéogénique est la méthode la plus simple pour produire ces 

construits avant de les implanter. Néanmoins, dans ces conditions, les cellules ne sont 

pas réparties également générant de conditions moins favorables à la différenciation 
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ostéogénique (200). De plus, les cellules ne peuvent être influencées par les contraintes 

mécaniques induites par les flux biologiques indispensables à la différenciation 

ostéogénique tout comme l’apport et de nutriments et l’évacuation des déchets 

métaboliques. Des systèmes dynamiques, les bioréacteurs, ont donc été développés. Le 

bioréacteur idéal contrôlerait 5 points essentielles (201) : 

- Assurer une croissance cellulaire rapide et contrôlée, 

- Permettre une distribution cellulaire uniforme sur la matrice, 

- Fournir et maintenir les éléments nécessaires aux cellules (nutriments, oxygène, 

facteurs de croissance), 

- Exposer les cellules à des stimuli physiques, 

- Permettre un suivi et une reproductibilité. 

 

Plusieurs formes de stimuli biomécaniques peuvent être appliquées dans ces systèmes : 

vibrations, tensions et forces de cisaillement (202). 

Les bioréacteurs utilisés en ITO permettent donc de contrôler le microenvironnement 

cellulaire en l’absence de vascularisation (température, pH, concentration en oxygène, 

apport de nutriments et des métabolites) et d’activer certaines voies de signalisation 

indispensables au développement des tissus osseux comme la stimulation mécanique 

(forces de cisaillement par exemple). Différents types de bioréacteurs ont été développés 

(203, 204), comme les flasques montées sur un support rotatif, les bioréacteurs à 

perfusion ou encore des systèmes permettant des stimulations mécaniques du construit 

cellules/matériau (figure 15). Les effets mécaniques sur les précurseurs des cellules 

osseuses ont déjà été démontrés dans des études antérieures  (200) (205)où les CSM se 

sont orientées vers un phénotype ostéogénique sous l’influence d’un stress mécanique 

cyclique dans un bioréacteur à perfusion. La différenciation et la production d’une MEC 

minéralisée in vitro par des CSM contraintes ont également été montrées (206, 207). La 

culture dynamique de cellules préostéoblastiques augmente les niveaux de transcription 

du facteur de transcription Run-X2 (indispensable à l’orientation ostéogénique des CSM), 

de l’ostéocalcine et de la phosphatase alcaline (207, 208). L’alternance d’une perfusion 

courte et intense suivi d’une période plus longue et moins intense sur les cellules, favorise 

la régulation de la différenciation ostéogénique. Ainsi, l’écoulement du milieu de culture 
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sur les cellules n’augmente pas uniquement l’adhésion et la vitalité des cellules au sein 

du biomatériau mais améliore aussi la production de MEC et minéralisation de la 

construction.  

 
 
 
a 

 
b 

 
c 

 
 
d 

Figure	15	:	Illustration	de	différents	systèmes	de	bioréacteurs	pour	la	culture	cellulaire	(a	:Récipient	rotationnel,	b	:	bioréacteur	
avec	agitation	magnétique,	c	:	Chambre	de	perfusion,	d	:	Chambre	de	compression) 

D’après	(209)	
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III. PARTIE	 IV	 :	 ETUDES	 IN	 VIVO	 :	 ANALYSE	 DE	 LA	
LITTERATURE	SCIENTIFIQUE	

A. Méthodologie	de	recherche	documentaire	:	

Les critères d’éligibilité 

Afin d’obtenir les résultats les plus satisfaisants dans le domaine étudié à savoir les 

« Cellules souches mésenchymateuses et biomatériaux: intérêt en médecine 

régénératrice osseuse oro-faciale. Du laboratoire à la clinique », nous avons défini 

plusieurs critères et méthodologies : 

a) Critères	d’inclusion		

- Etudes en rapport avec la régénération osseuse et l’ingénierie tissulaire osseuse 

(bone regeneration + bone tissue engineering + stem cells) ; 

- Etudes utilisant au moins un des éléments suivants : HA/TCP, ß-TCP, BCP, greffe 

osseuse (bone graft), allogreffe osseuse (allogenic bone graft), xenogreffe osseuse 

(bone xenograft), matrice osseuse déminéralisée (demineralized bone graft), 

matrice osseuse déprotéinisée (decellularised bone graft) ; 

- Etudes implantant des matrices en site osseux sur animaux ou sur des sujets 

humains spécifiquement dans la sphère oro-faciale (animals, human, bone, 

clinical, cleft palat, sinus lift, sinus augmentation, jaw, mandibular, maxillar, 

alveolar, cranial). 

b) Critères	d’exclusion	

- Etudes sur d’autres tissus que le tissu osseux ; 

- Etudes n’incluant pas les matériaux et/ou les données citées précédemment ; 

- Etudes uniquement in vitro. 
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2. Bases	de	données	de	recherche	bibliographique	

Une recherche électronique a été réalisée via Pubmed/NCBA, clinicaltrials.com, 

Cochrane, Google Scholar et Google incluant tout ou partie des mots clés répertoriés 

dans nos critères d’inclusion. 

Au total 28 articles correspondaient à nos critères d’inclusion : 20 concernaient des études 

animales et 8 concernaient des études humaines.  

 

L’ensemble des résultats ont été rassemblés dans les tableaux ci-joints (tableaux X et Y) 

et compilés selon qu’il s’agisse d’études précliniques ou cliniques et fonction du type de 

matériau utilisé (allogreffes osseuses, xenogreffes, substituts osseux synthétiques ß-

TCP, HA/TCP et matériaux composites). Les données relevées sont : 

3. Eléments	relevés	

- Auteur / année ; 

- Modèle d'étude ; 

- Caractéristiques des matrices ; 

- Origine des cellules souches ; 

- Concentrations cellulaires utilisées ; 

- Méthode de préparation des constructions cellules/matrice ; 

- Utilisation d'un milieu ostéogénique lors de la culture des cellules ou de la 

construction matrice/cellules ; 

- Utilisation de facteurs de croissance ; 

- Nombre d'échantillons ; 

- Taille du défaut osseux/localisation anatomique ; 

- Suivi (en temps) ; 

- Moyens d'analyse de la qualité/quantité de la repousse osseuse ; 

- Résultats. 

Des données, pourtant essentielles, sont souvent mal décrites ou absentes lorsque nous 

parcourons les publications en rapport avec l’ingénierie tissulaire osseuse. Nous avons 

essayé ici de répertorier au mieux ces données pour nous permettre de déterminer le ou 

les éléments clés permettant une régénération osseuse optimale. En effet, nous l’avons 
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vu dans les chapitres précédents, chaque paramètre peut avoir une influence 

déterminante dans le potentiel de régénération osseuse. Les matrices utilisées possèdent 

par exemple des caractéristiques propres très différentes qui vont au delà de leur 

composition chimique (taille, granulométrie, porosité, méthode de préparation…). 

D’autres éléments comme les phases de pré-incubations des matrices, l’origine, la 

préparation cellulaire, les concentrations cellulaires utilisées, les méthodes de préparation 

des construits matrice/cellules, l’utilisation ou la composition des milieux ostéogéniques, 

l’adjonction de facteurs de croissance, l’indication/site d’implantation, le modèle animal 

choisi et même les techniques d’évaluation sont tout autant d’éléments à prendre en 

considération afin évaluer objectivement l’intérêt des matrices. 

 

B. Résultats		

1. Etudes	animales	:	
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Etudes	précliniques
Allogreffes	osseuses

auteur	/	année modèle	d'étude caractéristiques	de	la	matrice origine	des	cellules	souches Concentration	cellulaire Préparation	des	construits	cellules/matrice

Utilisation	d'un	milieu	
ostéogénique	lors	de	la	
culture	des	cellules	ou	du	
construit	matrice/cellules Utilisation	de	facteurs	de	croissance

Nombre	
d'échantillons
Témoin	+	contrôle taille	du	défaut	osseux localisation Suivi Moyens	d'analyse	de	la	qualité/quantité	de	la	repousse	osseuse Résultats

Lee	J.Y.	et	al.	2011
réf	199

Lapin

Allogreffe	segment	diaphyse	fémorale	de	
1,5	cm	décellularisée	déprotéinisée	et	
congelée	+
Gel	foam	(Pfizer)	(éponge	de	collagène)

CS	de	moelle	osseuse	
(crète	iliaque)

2.106	cellules/dispositif

Ensemencement	des	CS	sur	la	
membrane
et	implantation	le	même	jour.
Mise	en	place	du	segment	de	
l'allogreffe	et	recouvrement	par	
l'éponge	de	collagène	avec	ou	sans	
CS

Pas	de	milieu	ostéogénique Pas	de	facteurs	de	croissance 30 1,5	cm	
Fémur	
(diaphyse)

4,	8	et	12	semaines	

Evaluation	radiographiques
Score	établi	selon	Teira	(réf	36)
Le	score	augmente	avec	la	quantité	et	et	la	qualité	de	
la	repousse	osseuse

Score	radiographique	selon	Teira
-	Allogreffe	+	éponge	de	collagène	
+	CS:
4	sem:	2,4	±	1,1
8	sem:	5,4	±	1,0
12	sem:	14,4	±	3,1

-	Allogreffe	+	éponge	de	collagène	
+	solution	saline	(PBS):
4	sem:	0,8	±	0,8
8	sem:	3,2	±	1,5
12	sem:	9,2	±	1,9

Nather	A.	et	al.	2010
réf	201

Lapin

Allogreffe	segment	diaphyse	fémorale	de	
1,5	
cm	flushée	et	congelée	à	-80°C	+	
Colle	de	fibrine	Tisseel

CS	de	moelle	osseuse	
(crète	iliaque)

3	millions	de	cellules	
diluées	dans	la	colle	de	fibrine	(2mL)

Préparation	extemporanée	
d'un	gel	de	fibrine	et	CS.
-	Chargement	du	gel	cellularisé	ou	
non	dans	la	partie	médullaire	et	
corticale	du	greffon	et	mise	en	place	
de	l'allogreffe.

Pas	de	milieu	ostéogénique Pas	de	facteurs	de	croissance 40 1,5	cm
Fémur	
(diaphyse)

12,	16	et	24	semaines	 Histomorphométrie	sur	coupes	histologiques

%	os	néoformé
-	Allogreffe	+	fibrine	+	CS:
12	sem:	4,99	±	1,02	%
16	sem:	5,9	±	1,39	%
24	sem:	6,14	±	2,07	%

-	Allogreffe	+	fibrine	+	solution	
saline	(PBS):
12	sem:	0,00	±	0,0	%
16	sem:	0,13	±	0,26	%
24	sem:	6,14	±	2,07	%

Lucarelli	E.	et	al.	2005
réf	200 Mouton

Allogreffe	segment	métatarse	de	3	cm	
flushé
	et	congelé	-80°C

CS	de	moelle	osseuse			 4.106	cellules/dispositif

Préparation	extemporanée	du	
mélange	PRP/CS
Mis	en	place	de	l'allogreffe
et	ensemencement	du	PRP/CS	
avant	la	fin	de	la	chirurgie

Pas	de	milieu	ostéogénique PRP 10 3	cm Métatarse 4,	8	et	24	semaines	
Radiographies
Histomorphométrie	sur	coupes

Radiographies:
-	Allogreffe	+	PRP	+	CS:
12	sem:	5/6	Cicatrisation	complète
-	Allogreffe	seule:
12	sem:	1/4	cicatrisation	distale,	
0/4	cicatrisation	proximale

%	os	néoformé:
	-	Allogreffe	+	PRP	+	CS:
12	sem:	42,8	±	54,1%
-	Allogreffe	seule:
12	sem:	26,7	±	42	%

Xenogreffe

auteur	/	année modèle	d'étude caractéristiques	des	matrices origine	des	cellules	souches Concentration	cellulaire
Préparation	des	construits	
cellules/matrice

Utilisation	d'un	milieu	
ostéogénique	lors	de	la	
culture	des	cellules	ou	du	
construit	matrice/cellules

Utilisation	de	facteurs	de	croissance
Nombre	
d'échantillons
Témoin	+	contrôle

taille	du	défaut	osseux localisation Suivi Moyens	d'analyse	de	la	qualité/quantité	de	la	repousse	osseuse Résultats

Yu	B.H.	et	al.	2014
réf	205

Chien	(beagle) Bio	Oss		0,5-1	mm

CS	issues	de	moelle	
osseuse	chien
CS	issues	du	ligament	
parodontal	chien

2.106	cellules/mL

Préincubation	du	BioOss	
dans	du	milieu	de	culture	pendant	
24h	et	séchage	à	température	
ambiante
Incubation	du	construit	
cellules/BioOss	4h	et	centrifugation	

Prédifférenciation	des	
cellules	seules	dans	un	
milieu	ostéogénique	(dex	
1	µM),	ac	asc	(10	µM),	L-
glut	(2mM))

Pas	de	facteurs	de	croissance 12 _ Sinus	maxillaire 12	semaines
Evaluation	histologique	(marquage	tetracycline)	
(histomorphométrie)

%	os	néoformé:
BioOss:	26,5	%
BioOss	+		CS	MO:	28,5	%
BioOss	+	CS	ligament:	30	%	

Khorsand	A.	et	al.	2013
réf	206

chien		 BioOss	(pores	interconnectés	de	300-1500	µm) CS	issues	de	la	pulpe	dentaire 2.107	cellules/3-4	granulés
Ensemencement	des	CS	sur
	le	BioOss	2h	avant	implantation

Pas	de	milieu	ostéogénique Pas	de	facteurs	de	croissance 10
Modèle	de	
parodontite
sur	les	PM	5mm

Parodontale 8	semaines Analyse	histomorphométrique	sur	coupes	histologiques
Os	néoformé:
BioOss:	3,1	±	60,82	mm
BioOss	+	CS:	3,6	±	61,	06	mm

Jafarian	M.	et	al.	2008
réf	202

chien		
BioOss	spongieux	1-2	mm
Granules	HA/TCP	(60/40)	cube	de	3	mm	
(Kasios),	porosité	300-500	µm)

CS	issues	de	la	MO	d'humerus 5105cellules	/	matériaux

Préimpregnation	des	granules
	(BioOss	ou	Kasios)	dans	une	
solution	de	collagène	de	type	1	
(vitrogen)	pendant	24h.
Incubation	des	construits	
cellules/matériau	2h	avant	

Pas	de	milieu	ostéogénique Pas	de	facteurs	de	croissance 4
Mandibule,	
cylindre	de
	10	mm	Ø

Mandibule 6	semaines Analyse	histomorphométrique	sur	coupes	histologiques

%	d'os	néoformé:
BioOss:	36,84	±	8,73	%
BioOss	+	CS:	50,31	±	6,97	%
HA/TCP:	44,9	±	13,45	%
HA/TCP	+	CS:	65,78	±	4,94	%

Yu	B.H.	et	al.	2014
réf	208

rat Bio	Oss		0,5-1	mm

CS	issues	de	moelle	
osseuse	rat
CS	issues	du	ligament	
parodontal	rat

2.106	cellules/mL

Préincubation	du	BioOss	
dans	du	milieu	de	culture	pendant	
24h	et	séchage	à	température	
ambiante
Incubation	du	construit	
cellules/BioOss	4h	et	centrifugation	

Prédifférenciation	des	
cellules	seules	dans	un	
milieu	ostéogénique	(dex	
1	µM),	ac	asc	(10	µM),	L-
glut	(2mM))

Pas	de	facteurs	de	croissance 24 _ Calvaria	Ø	4	mm,	1,8	mm 8	semaines µ-CT	(histomorphométrie)

%	os	néoformé:
BioOss:	22,6	%
BioOss	+		CS	MO:	26,9	%
BioOss	+	CS	ligament:	28	%	

Raposo	Amaral	C.E.	et	al
2014
réf	204

rat
BioOss
alphaTCP	(ciment	en	CaP)

CS	issues	du	muscle	orbiculaire 1.106	cellules/mL
Ensemencement	des	CS	sur
	le	BioOss	24h	avant	implantation

Pas	de	milieu	ostéogénique Pas	de	facteurs	de	croissance 5

Défaut	de	taille	
critique
	alvéolaire	de	5	
mm

Alvéolaire 8	semaines
Analyse	radiographique	
µ-CT	histomorphométrie

Analyse	radiographique:
1	cicatrisation	partielle
2	cicatrisations	hétérogènes
3	cicatrisations	complètes

Analyse	radiographique:
Os	autologue:	2	±	0
BioOss:	1,4	±	0,52
BioOss	+	CS:	1,5	±	0,53
Alpha-TCP:	1,6	±	0,52
Alpha-TCP	+	CS:	1,8	±	0,42

%	d'os	néoformé:
Os	autologue:	60,27	±	16,13	%
BioOss:	23,02	±	8,6	%
BioOss	+	CS:	38,35	±	19,39	%
Alpha-TCP:	51,48	±	11,7	%
Alpha-TCP	+	CS:	61,8	±	11,7	%

Khojasteh	A.	et	al.	2008
réf	203 rat

BioOss	(pores	interconnectés	de	300-1500	
µm,	
taille	des	cristaux	10-60	µm)
Beta-TCP	150-500	µm	(Kasios)

CS	issues	de	la	MO	de	
tibia	de	
rat

5.105	cellules	/	150-500	µL	
de	granules

Préimpregnation	des	
granules	(BioOss	ou	beta-TCP)	
dans	une	solution	de	collagène	
(pure	coll)	(25	µL	de	collagène	/	
150-500	granules)
24h	d'incubation	des	
cellules/matériau	avant	

Pas	de	milieu	ostéogénique PRP 22
Calvaria	défaut	de	
taille	critique	de	5	
mm

Calvaria 6	semaines Analyse	histomorphométrique	sur	coupes	histologiques

Os	néoformé:
BioOss	+	PRP:	1,27	mm
BioOss	+	CS:	1,44	mm
ß-TCP	+	PRP:	1,21	mm
ß-TCP	+	CS:	2,53	mm
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Khojasteh	A.	et	al.	2008
réf	203 rat

BioOss	(pores	interconnectés	de	300-1500	
µm,	
taille	des	cristaux	10-60	µm)
Beta-TCP	150-500	µm	(Kasios)

CS	issues	de	la	MO	de	
tibia	de	
rat

5.105	cellules	/	150-500	µL	
de	granules

Préimpregnation	des	
granules	(BioOss	ou	beta-TCP)	
dans	une	solution	de	collagène	
(pure	coll)	(25	µL	de	collagène	/	
150-500	granules)
24h	d'incubation	des	
cellules/matériau	avant	

Pas	de	milieu	ostéogénique PRP 22
Calvaria	défaut	de	
taille	critique	de	5	
mm

Calvaria 6	semaines Analyse	histomorphométrique	sur	coupes	histologiques

Os	néoformé:
BioOss	+	PRP:	1,27	mm
BioOss	+	CS:	1,44	mm
ß-TCP	+	PRP:	1,21	mm
ß-TCP	+	CS:	2,53	mm

ß-TCP

auteur	/	année modèle	d'étude caractéristiques	des	matrices origine	des	cellules	souches Concentration	cellulaire
Préparation	des	construits	
cellules/matrice

Utilisation	d'un	milieu	
ostéogénique	lors	de	la	
culture	des	cellules	ou	du	
construit	matrice/cellules

Utilisation	de	facteurs	de	croissance
Nombre	
d'échantillons
Témoin	+	contrôle

taille	du	défaut	osseux localisation Suivi Moyens	d'analyse	de	la	qualité/quantité	de	la	repousse	osseuse Résultats

Feng	W.	et	al
réf	209

rat
ß-TCP	
Granules	macroporeux	1	mm

CS	issues	du	tissu	adipeux 5.106cellules/cm2

Incubation	des	CS	sur	les	granules	
de	ß-TCP
dans	un	milieu	ostéogénique	(dex	
10	nM),	ac	asc	(0,2	mM),	 ß-glyP	
(2mM))	pendant	3	semaines
-	Après	implantation,	injection	
quotidienne	de	vit	D	en	
intraperitonéal

10	n M	dexamethasone
	0.2	mM	acide	
ascorbique,	and	10	mM	β-
glycerophosphate	

Vit	D	en	injections	
intrapéritonéales

Pas	de	facteurs	de	croissance 36 Femur	3*5*5	mm Fémur 4	semaines
Histomorphometrie	sur	coupe	histologique
Immunohistochimie	sur	runX-2,	ALP

Activité	ALP
ß-TCP	+	solution	saline	<
ß-TCP	+	CS	+	solution	saline

Activité	RunX-2
ß-TCP	+	solution	saline	<
ß-TCP	+	CS	+	solution	saline

%	d'os	néoformé:
ß-TCP	+	solution	saline:	34,29	±	
1,35	%
ß-TCP	+	CS	+	solution	saline:	
49,24	±	3,54	%
ß-TCP	+	vit	D:	56,13	±	2,28	%

Khojasteh	A.	et	al
réf	233	

lapin
ß-TCP	(Granules	macroporeux	1	mm)	+
Ciment	CPC	±	microbilles	d'alginate	
chargé	en	cellules	souches

CS	issues	de	moelle	
osseuse	
(origine	Cyagen	
Biosciences	Inc.)

1.106cellules/mL	d'alginate

Les	CS	sont	microencapsulées	dans	
des	microbilles	d'alginates	de	200	
µm	puis	l'ensemble	est	cultivé	7	
jours	puis	3	jours	dans	un	milieu	
ostéogénique
Mélange	1/1	ß-TCP/CPC	(Institute	
of	Nuclear	and	New	Energy	
Technology	of	Tsinghua	University)	
+	microbilles	d'alginates	chargées	

Oui Pas	de	facteurs	de	croissance 18

Fémur	condyle,	
défaut	diamètre	4	
mm,	profondeur	5	
mm

Fémur 8,	16	et	24	semaines CBCT,	évaluation	histologique	qualitative	(Hématoxyline	éosine)

Néoformations	osseuse	et	moelle	
osseuse	
supérieurs	dans	le	matériau	
contenant	les	CS	encapsulées	que	
dans	le	contrôle	sans	CS

Zhou	J.	et	al.	2010
réf	210 lapin

ß-TCP	(Olympus	Terumo	Biomaterials	
Corp,	Japan)	blocs	de		3,5*2*15	mm	and	
sterilized.	
Porosité	interconnectée	supérieure	à	75	%.	
Taille	moyenne	des	pores:	450	±	50	µm

CS	issues	de	moelle	
osseuse
Cellules	endothéliales	
(CE)	dérivées	des	CS	de	
MO

1.106cellules/matériau
0,5.106	CS	+	0,5.106	CE

Ensemencement	des	cellules
	sur	le	matériau	et	application	d'un	
vide	de	100	mmHg	pendant	100	s.	
Incubation	pendant	2	semaines	avec	
milieu	ostéogénique

	0,25	mM	acide	
ascorbique
10	mM	 ß-
glycerophosphate
10	nM	dexamethasone
50	nM	tacrolimus	
(immunosuppresseur)

Pas	de	facteurs	de	croissance 32
Ulna	distale,	
longueur
	1,5	cm

Ulna 4,	8,	12	et	16	semaines

Rayon	X	et	single	photon	emission	computed	
tomography	
(SPECT)
Score	de	Lane–Sandhu:
-	Néoformation	osseuse
Aucune	0,	<	25	%	1,	25%–50%	2,	50%–75%	3,	>	75	
%	4.

ß-TCP:
4	semaines:	0
8	semaines:	1,38	±	0,18
12	semaines:	1,85	±	0,26
16	semaines:	2,28	±	0,28	

ß-TCP	+	CS:
4	semaines:	1,49	±	0,21
8	semaines:	2,37	±	0,27
12	semaines:	2,87	±	0,28
16	semaines:	3,39	±	0,31

ß-TCP	+	CS	+	CE:
4	semaines:	1,89	±	0,22
8	semaines:	2,82	±	0,29
12	semaines:	3,45	±	0,34
16	semaines:	3,95	±	0,34

HA/TCP

auteur	/	année modèle	d'étude caractéristiques	des	matrices origine	des	cellules	souches Concentration	cellulaire
Préparation	des	construits	
cellules/matrice

Utilisation	d'un	milieu	
ostéogénique	lors	de	la	
culture	des	cellules	ou	du	
construit	matrice/cellules

Utilisation	de	facteurs	de	croissance
Nombre	
d'échantillons
Témoin	+	contrôle

taille	du	défaut	osseux localisation Suivi Moyens	d'analyse	de	la	qualité/quantité	de	la	repousse	osseuse Résultats

Vahabi	S.	et	al.	2011
réf	212

Chien
HA/TCP	(60/40)	Kasios
blocs	de	3*3*3	mm	avec	une	porosité	de	
300-500	µm

CS	issues	de	la	MO	de	la	
crète	
iliaque

5.105	cellules/0,2	mL/matrice

Immersion	des	blocs	de	céramique	
avec	
du	collagène	de	type	I	pendant	24h	
avant	ensemencement	des	cellules
Incubation	cellules/matrice	2h	avant	

Non Non 5 10*10*10	mm Mandibule 6	semaines Histomorphométrie	sur	coupes	histologiques

Néoformation	osseuse:
HA/TCP	+	CS:	47,5	±	20,5	%
HA/TCP:	31,3	±	13,6	%
BioOss:	31,3	±	14,6	%
Défaut	vide:	36,7	±	15,1	%

Kim	S.H.	et	al.	2009
réf	213

Chien
HA/TCP	(70/30)	Osteon
Mise	en	place	d'une	membrane	de	Biogide

CS	issues	de	la	MO	
CS	issues	du
	ligament	periodontal

1.106	cellules/0,2	mL/50	mg	HA/TCP

Association	extemporanée	des	0,2	
mL	de	la
	suspension	cellulaire	(CS	MO	ou	
CS	LP)	avec	50	mg	de	granules	de	
HA/TCP

Non Non 4

rectangle	de	5*10	
mm	
3	mois	post	
extraction	sur	site	
d'extraction

Mandibule	(PM	et	M)
8	(site	droit)	et	16	
(site	gauche)	
semaines

Histomorphométrie	sur	coupes	histologiques

Néoformation	osseuse:
HA/TCP	+	CS	MO:	
8	semaines:	34,99	%
16	semaines:	40,17	%

HA/TCP	+	CS	LP(ligament	
parodontal):	
8	semaines:	31,90	%

Jafarian	M.	et	al.	2008
réf	202 Chien

HA/TCP	(60/40)	Kasios
blocs	de	3*3*3	mm	avec	une	porosité	de	
300-500	µm
BioOss	1-2	mm	avec	une	porosité	de	300-
1500	µm

CS	issues	de	la	MO 5.105	cellules/0,2	mL/matrice

Immersion	des	blocs	de	céramique	
avec	
du	collagène	de	type	I	(vitrogen,	
Chohesion,	Sweden)	pendant	24h	
avant	ensemencement	des	cellules
Incubation	cellules/matrice	2h	avant	
implantation

Non Non 4 3	blocs/site Mandibule 6	semaines Histomorphométrie	sur	coupes	histologiques

Néoformation	osseuse:
HA/TCP:	44,9	±	13,45	%
HA/TCP	+	CS:	65,78	±	4,94	%

BioOss:	36,84	±	8,73	%
BioOss	+	CS:	50,31	±	6,97	%



	 55	

	
Tableau	4	:	Tableau	récapitulatif	des	études	précliniques	utilisant	des	cellules	souches	et	des	matériaux	dans	la	reconstruction	osseuse 

Jafarian	M.	et	al.	2008

réf	202

Chien

HA/TCP	(60/40)	Kasios

blocs	de	3*3*3	mm	avec	une	porosité	de	

300-500	µm

BioOss	1-2	mm	avec	une	porosité	de	300-

1500	µm

CS	issues	de	la	MO 5.105	cellules/0,2	mL/matrice

Immersion	des	blocs	de	céramique	

avec	

du	collagène	de	type	I	(vitrogen,	

Chohesion,	Sweden)	pendant	24h	

avant	ensemencement	des	cellules

Incubation	cellules/matrice	2h	avant	

implantation

Non Non 4 3	blocs/site Mandibule 6	semaines Histomorphométrie	sur	coupes	histologiques

Néoformation	osseuse:

HA/TCP:	44,9	±	13,45	%

HA/TCP	+	CS:	65,78	±	4,94	%

BioOss:	36,84	±	8,73	%

BioOss	+	CS:	50,31	±	6,97	%

Composites

auteur	/	année modèle	d'étude caractéristiques	des	matrices origine	des	cellules	souches Concentration	cellulaire

Préparation	des	construits	

cellules/matrice

Utilisation	d'un	milieu	

ostéogénique	lors	de	la	

culture	des	cellules	ou	du	

construit	matrice/cellules

Utilisation	de	facteurs	de	croissance

Nombre	

d'échantillons

Témoin	+	contrôle

taille	du	défaut	osseux localisation Suivi Moyens	d'analyse	de	la	qualité/quantité	de	la	repousse	osseuse Résultats

Konopnicki	S.	et	al.

Réf	217

Cochon

ß-TCP/PCL	(50/50),	impression	3D

blocs	de	20*20*7	mm	(canaux	de	1	mm)

micropores	5-40	µm

macropores	70-300	µm

CS	issues	de	la	MO 1.106	cellules/mL

Prédifférenciation	des	CS	en	

osteoblastes	pendant	3	jours	en	

milieu	ostéogénique

Ensemencement	des	ostéoblastes	

avec	la	matrice	et	culture	in	vitro	du	

construit	pendant	14	jours	en	

100	nM	dexamethasone

50	μg/mL	acide	

ascorbique

10	mM	β-

glycerophosphate	

Non 12

12*12	mm

	mandibulaire

Mandibule 8	semaines Histomorphométrie	sur	coupes	histologiques

%	néoformation	osseuse	au	centre	

du	construit:

PCL/TCP:	22,11	±	22,45	%

PCL/TCP	+	ostéoblastes:	1,87	±	

3,66	%

Liao	H.	T.	et	al.	2014

Réf	214

Cochon

Triboc	de	polymère	PEG-PCL-PEG

vs

Tribloc	de	polymère	PEG-PCL-

PEG/poudre	HA	(100	µm)	(50/50)

Blocs	de	20*20*10	mm	réalisés	par	

impression	3D,	porosité	80%	(350	µm	

CS	issues	de	la	MO	de	la	

crète	

iliaque

1.108	cellules/matrice

Ensemencement	des	CS	sur	le	

biomatérau	

en	extemporané

Non Non 2

20*20	mm

Tempe

Os	temporal 6	mois

CBCT	valeur	de	Hu	(densité:	air	-1000,

	eau	0	et	os	compact	1000)

Valeurs	Hu:	

PEG-PCL-PEG	+	CS:	22%

PEG-PCL-PEG/HA	+	CS:	64%

Proseckà	E.	et	al.	2015

Réf	218

Lapin

poudre	de	HA	(350	nm)	0,5	%	+	collagène	

de	type	I		50	%	+	nanofibres	de	PCL	(60	

mg)

CS	issues	de	la	MO 2.106	cellules/cm2

Préincubation	de	la	matrice	seule	14	

jours	avant	ensemencement	des	CS	

dans	un	milieu	ostéogénique	

1	jours	avant	implantation	incubation	

des	matrices	dans	une	solution	

enrichie	en	thrombocytes	+	

ensemencement	des	cellules	sur	la	

matrice	avec	le	même	milieu	

ostéogénique	et	centrifugation	7G	

100	nM	dexamethasone

40	µg/mL	acide	

ascorbique

10	nM	ß-glyphosphate

Facteurs	de	croissance	issus	

de	la	solution	enrichie	en	

thrombocytes	(TRS)		

(1,35.106	thrombocytes	/µL)

30

6*10	mm	

fémur

Condyle	fémoral 12	semaines Histomorphométrie	sur	coupes	histologiques

Néoformation	osseuse:

Matrice	+	CS:	2155

Matrice	+	CS	+	TRS:	3768

Matrice	+	TRS:	2606

Vide:	610

Pang	L.	et	al.	2013

Réf	215

Lapin

Matrices	de	PLGA	(70%)/ß-TCP	(30%)	

(15*3*3	mm)	incubées	dans	une	solution	

de	collagène	bovin	pendant	72h	et	

incubées	dans	du	simulated	bone	fluid	

(SBF)	pendant	16	jours	permettant	la	

formation	d'une	couche	d'apatite

CS	issues	de	la	MO	des	

os	long	de	WNZ	lapin

7.107	cellules/mL/matrice

Prédifférenciation	des	CS	pendant	3	

semaines

Ensemencement	des	CS	

prédifférenciées	24h	avant	

l'implantation

100	nM	dexamethasone

50	mg/mL	acide	

ascorbique

10	mM	ß-glyphosphate

Non 46

15	mm

radial

radius 12,	24	et	36	semaines

Radiographies

Histomorphométrie	sur	coupes	histologiques

Radiographies	à	36	semaines:

PLGA-TCP-HA/CS:	Formation	

osseuse	complète

PLGA-TCP/CS:	Pseudarthrose

PLGA-TCP-HA:	aucune	réparation

PLGA-TCP:	aucune	réparation

Néoformation	osseuse	sur	

construits	PLGA-TCP-HA/CS:

12	semaines:	48,56	±	3,12	%

24	semaines:	78,74	±	2,85	%

36	semaines:	97,27	±	2,65

James	A.W.	et	al.	2010

Réf	216

Souris

PLGA/HA	(85/15)

Porosité	de	92%

CS	issues	du	tissu	

adipeux	d'origine	humaine

6.106	cellules/mL

Ensemencement	des	CS	sur	la	

matrice	24h

	avant	implantation

Non NON 5

Ø	4	mm

Calvaria

Calvaria 4	semaines µCT

Néoformation	osseuse:

PLGA-HA:	25%

PLGA-HA/CS:	80%

Défaut	osseux	vide:	5%
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a) Allogreffe	:	

Trois études correspondent à nos recherches (210-212), 2 chez le lapin et une chez le 

mouton. Les matériaux employés sont des sections d’os longs (fémur et métatarse) 

décellularisés et cryoconservés. Les cellules souches utilisées proviennent de moelle 

osseuse sans prédifférenciation et sont associées à l’allogreffe par différents moyens 

(membrane de collagène, colle de fibrine et plasma riche en plaquettes) et méthodes 

(périphérique à l’allogreffe, intramédullaire) à différentes concentrations (3 millions de 

cellules, 2 et 4.106 cellules par dispositif). Les moyens d’analyse employés sont 

l’évaluation radiographique et la mesure de l’os néoformé par histomorphométrie sur 

coupes histologiques.  

à Les 3 études montrent que l’ajout de cellules souches améliore la quantité d’os 

néoformé en comparaison du même matériau sans cellules souches. 

b) Xénogreffe	:	

Six études répondent à nos critères de recherche (213-219), 3 chez le chien et 3 chez le 

rat. Le BioOss (substitut osseux d’origine bovine) est le matériau employé dans toutes les 

études. Les cellules souches utilisées proviennent de moelle osseuse, du ligament 

parodontal, de la pulpe dentaire ou de muscle orbiculaire. Une étude utilise un milieu de 

différenciation ostéogénique DAG avant ensemencement sur sa matrice. Certains 

matériaux sont pré-incubés dans une solution de collagène de type I et d’autres dans du 

milieu de culture. Les constructions sont cultivées entre 2 et 24 heures avant implantation 

et subissent une centrifugation dans une étude. L’apport de facteurs de croissance est 

décrit dans une étude. Aucun autre matériau n’est ajouté au BioOss. Les cellules sont 

ensemencées à des concentrations variant de 5.106 à 2.107 cellules par mL ou par 

matrice. Les moyens d’analyse employés sont l’évaluation radiographique et 

l’histomorphométrique sur coupes histologiques ou µ-CT.  

à Les 6 études montrent que l’ajout de cellules souches améliore la quantité d’os 

néoformé en comparaison au même matériau sans cellules souches. Les résultats ne 

sont pas toujours satistiquement significatifs. 
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c) ß-TCP	:	

Trois études correspondent à nos recherches (220-222), 1 chez le rat et 2 chez le lapin. 

Des granules ou des blocs macroporeux de petites tailles de ß-TCP sont le matériau 

employé. Dans une étude, le matériau est associé avec un ciment en phosphate de 

calcium (CPC) et des micro-billes d’alginate permettant d’encapsuler les CS. Les cellules 

souches utilisées proviennent soit de moelle osseuse, soit du tissu adipeux. On retrouve 

également l'emploi de cellules endothéliales différenciées à partir de moelle osseuse qui 

sont associées aux CS. Les 3 études utilisent un milieu de différenciation ostéogénique 

de type DAG après ensemencement des cellules sur leurs matrices et l’une d’entre elles 

poursuit l’adjonction de vitamine D par injections dans le périoste. Les constructions sont 

cultivées entre 3 jours et 3 semaines avant implantation. Les cellules sont ensemencées 

à des concentrations variant de 1.106 et 5.106 cellules par mL ou par cm2. Le moyen 

d’analyse employé est l’histomorphométrie sur coupes histologiques ou µ-CT.  

à Les 3 études montrent que l’ajout de cellules souches améliore la quantité et la qualité 

de l’os néoformé en comparaison au même matériau sans cellules souches. L’association 

de cellules endothéliales ou l’injection de vitamine D semblent être également un élément 

permettant d’améliorer la repousse osseuse. 

d) HA/TCP	:	

Trois études chez le chien correspondent à nos recherches (213) (223, 224). Deux 

utilisent des granules macroporeux avec un ratio HA/TCP de 60/40 et l’autre avec un ratio 

de 70/30. Dans 2 cas, les granules sont pré-incubés dans une solution de collagène de 

type I 24h avant mise en contact avec les cellules. Les cellules souches utilisées 

proviennent soit de moelle osseuse, soit du ligament parodontal et sont ensemencées sur 

leur substrat à des densités allant de 5.105 à 1.106 cellules/matériau. Les constructions 

sont réalisées sans milieu de différenciation ni facteurs de croissance en extemporané ou 

bien 2h avant leur implantation. Le moyen d’analyse employé est l’histomorphométrie sur 

coupes histologiques.  

à Les meilleurs résultats sur la néoformation osseuse sont obtenus en associant les 

matériaux avec les cellules souches. Les cellules souches prélevées dans la moelle 
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osseuse semblent améliorer la repousse osseuse d’avantage que les cellules souches 

issues du ligament parodontal. 

e) Matériaux	composites	:	

Cinq études correspondent à nos recherches (225-229), 2 chez le cochon, 2 chez le lapin 

et 1 chez la souris. Les matériaux se présentent sous forme de blocs de petites 

dimensions et sont composés soit de polyéthylène glycol (PEG), de polycaprolactone 

(PCL), d’acide polylactique/glycolique et contiennent tous une charge minérale en 

céramique de phosphate de calcium (HA ou TCP). Les cellules souches proviennent 

toutes de moelle osseuse excepté pour une étude où ces dernières sont issues du tissu 

adipeux. Trois études sur 5 utilisent un milieu ostéogénique composé de DAG dont une 

complète la préparation des matrices par l’adjonction d’une solution riche en 

thrombocytes (TRS) contenant des facteurs de croissance. Les cellules sont soit 

différenciées en amont de leur ensemencement sur les matrices ou bien 24h avant 

l’implantation des construits. Une étude utilise la culture des cellules sur le matériau 

composite pour une durée de 14 jours en bioréacteur. Les densités d’ensemencement 

sont variables et vont de 1.106 à 1.108 cellules par mL, par matrice ou par cm2. Les 

moyens d’analyse employés sont, l’histomorphométrie sur coupes histologiques et les 

mesures des niveaux de gris sur coupes CBCT, µ-CT et radiographies. 

à Les résultats montrent que l’apport de cellules souches améliore la régénération 

osseuse. Certaines de ces études se sont même focalisées sur la contribution d’une 

charge de phosphate de calcium et de facteurs de croissance sur la qualité de repousse 

osseuse et ont montré que ces derniers amélioraient d’avantage la cicatrisation des tissus 

osseux. 

2. Etudes	chez	l’homme	:	Sphère	oro-faciale	:	

Sur les 8 études répertoriées sur l’homme, 7 sont des suivis de cas (230-236) et 1, une 
étude clinique (237). 
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Tableau	5	:	tableau	récapitulatif	des	études	humaines	en	ingénierie	tissulaire	osseuse 

 

Etudes	cliniques
Greffes	osseuses

auteur	/	année caractéristiques	de	la	matrice origine	des	cellules	souches Concentration	cellulaire Préparation	des	construits	cellules/matrice
Utilisation	d'un	milieu	
ostéogénique	lors	de	la	culture	des	
cellules	ou	du	construit	matrice/cellules

Utilisation	de	facteurs	de	croissance
Nombre	d'échantillons
Témoin	+	contrôle

taille	du	défaut	osseux localisation Suivi Moyens	d'analyse	de	la	qualité/quantité	de	la	repousse	osseuse Résultats

Behnia	H.	et	al.	2009
réf	219

Osteoset	DBM	=	
Sulfate	de	calcium	macroporeux	
(47	%)	+
matrice	osseuse	déminéralisée	
(DBM)	(53	%)

=	Granulés	de	Ø	3	mm	

CS	de	moelle	osseuse	
(crète	iliaque)

5.105	cellules/dispositif
Ensemencement	des	CS	sur	le	dispositif	Osteoset	
DBM	1	jour	avant	implantation

Non BMP	contenues	dans	le	DBM
2	(Fille	14	ans,	garçon	10	ans)

? Fente	palatine 8	et	16	semaines
Radiographies	panoramiques
Histomorphométrie	à	partir	de	coupes	conebeam

Radiographies:
-	8	sem:	intégrité	du	plancher	nasal

%	os	néoformé
-	16	sem:	
patient	1:	25,6	%
patient	2:	34,5	%

Rickert	D.	et	al.	2011
réf	222

BioOss	0,25-1	mm	+	Moelle	
osseuse	concentrée	+	
thrombine	+	BioGide	(membrane	
de	collagène)

CS	contenues	dans	la	MOCA
	(crète	iliaque)

_
Mélange	extemporané	des	
granulés	(2g),	MOCA	(3mL),	thrombine	(1mL)

Non BMP	contenues	dans	la	MOCA
12	patients
age	moyen	60,8	±	5,9	ans
Compris	entre	48	et	69	ans

? Sinus	maxillaire 15	semaines Analyses	histomorphométrique	des	biopsies	des	sites	implantés

%	os	néoformé:
BioOss	+	os	autologue:	12,0	±	6,6	
%
BioOss	+	MOCA	+	thrombine:	17,7	

Yamada	Y.	et	al.	
2008
réf	226

PRP	autologue/thrombine
CS	issues	de	la	MO	des	
crètes	iliaques

5.106	cellules/mL

Préparation	du	PRP	1	jour	avant	implantation
Mélange	PRP-CS/thrombine
Injection	sur	le	site	d'implantation	de	1,8	à	5,4	g	du	
construit

100nM	dexamethasone
10	mM	ß-glycerophosphate
80mg/mL	d'acide	ascorbique

BMP	contenues	dans	le	PRP

16	sites
12	patients
age	moyen	54	ans
Compris	entre	44	et	60	ans

Hauteur	résiduelle	du	
plancher	sinusal:	6	
mm

Sinus	maxillaire

3,	6,	12	et	24	
mois
3,5	et	4,5	ans	(en	
moyenne)

Panoramique
CBCT
Histologie	sur	biopsies

%	os	néoformé:
3	mois:	3,8	±	1,8	%
6	mois:	7,4	±	1,8	%
12	mois:	8,9	±	1,6	%
24	mois:	8,8	±	1,6	%

3,5	ans:	stabilité	des	implants,	
aucun	effet	adverse
4,5	ans:	stabilité	implantaire	et	
formation	d'un	nouvel	os	autour	
des	implants	chez	tous	les	patients

ß-TCP

Thesleff	T.	et	al.	2017
réf	223

Chronos	1	(Synthès).	Granules	ß-
TCP	
1,4-2,8	mm	
+	ostéosynthèse	en	titane	ou	
résorbable

CS	autologues	issues	du	TA
15.106	cellules/60	mL	
de	granules	de	ß-TCP

Association	cellules/matériau	48h	avant	
implantation

Non Non

5
age	compris	entre	54	et	75	
ans	(traité	pour	hémangiome	ou	
méningiome)

8*6	cm	en	moyenne Cranioplastie

Suivi	de	6,1	à	7,4	
ans
moyenne	de	6,6	
ans

CBCT	valeur	de	Hu	(densité:	air	-1000,
	eau	0	et	os	compact	1000),	suivi	clinique

Valeur	Hu:
-	1-3	j:	91,5
-	12	semaines:	102,5
-	1	an:	1031
-	6,6	ans:
infection	tardive	(1)
perte	de	la	greffe	(2)
récurrence	du	méningiome	(1)
résorption	et	ostéointégration

Conclusion:	cranioplastie	=	
procédure	compliquée	sans	
amélioration	apportées	par	les	CS	

Ueda	M.	et	al.	2005
réf	224

ß-TCP
CS	autologues	issues	de	la	
MO

? ? ? Facteurs	de	croissance	issues	du	PRP 6 3*5	mm
Sinus	lift	et	mise	en	
charge	immédiate

1	an Evaluation	radiographique

1	an:
Augmentation	des	tissus	
minéralisés	de	7,3	±	4,6	mm	
(comparé	en	préopératoire)
Stabilité	implantaire

Kaigler	D.	2015	
réf	225

ß-TCP	(cerasorb)	+	bone	cell	
repair	(BRC)	Solution	de	10	mL

CS	autologues	issues	de	la	
MO	de	la	crête	iliaque

? Association	cellules/matériau	en	extemporané Non Non 30 ? Sinus	lift		 16	semaines
µ-CT
Histomorphométrie	

Rénération	osseuse	à	16	semaines
-	TCP	seul:	31	à	57	%
-	TCP/CS:	36	à	65	%

HA/TCP

auteur	/	année caractéristiques	des	matrices origine	des	cellules	souches Concentration	cellulaire
Préparation	des	construits	
cellules/matrice

Utilisation	d'un	milieu	
ostéogénique	lors	de	la	culture	des	
cellules	ou	du	construit	matrice/cellules

Utilisation	de	facteurs	de	croissance
Nombre	d'échantillons
Témoin	+	contrôle

taille	du	défaut	osseux localisation Suivi Moyens	d'analyse	de	la	qualité/quantité	de	la	repousse	osseuse Résultats

Behnia	H.	et	al.	2012
réf	220

HA/TCP	(60/40)	(Reprobone,	
Ceramysis)
Cylindres	de	3	mm
Porosité	de	300-500	µm
Mise	en	place	d'une	membrane	
de	Biogide	pour	refermer	le	site

CS	issues	de	la	MO
5.105	cellules/matrice
	(pas	de	quantité	
décrite)

Association	CS/matériau	24h	avant	implantation
En	péropératoire,	association	des	CS/matériau	avec	
PDGF	et	PRP	(caillot	de	fibrine)

Non
Facteurs	de	croissance	issus	
du	PRP
PDGF

3	patients	d'environ	10	ans	
avec	un	total	de	4	sites	
alvéolaires

? Fente	palatine	antérieure 12	semaines CBCT
%	de	volume	osseux	en	post	
opératoire:	51,3	%

Shayesteh	Y.S.	et	al.	
2008
réf	221

HA/TCP	(60/40)	(Kasios)
Cube	de	3	mm
Porosité	de	300-500	µm

CS	issues	de	la	MO	(crète	
iliaque	de	donneurs	sains)

5.105	cellules/0,2	mL	
de	DMEM/matrice

Association	CS/matériau	24h	avant	implantation Non Non 7 ? Sinus	lift 1	an
Histomorphométrie	sur	coupe	biopsie	avant	mis	en	
place	des	
implants,	CBCT

%	néoformation	osseuse:	
41,34	%

Hauteur	osseuse:
j0:	2,25	mm
1	an:	10,83	mm

Stabilité	des	implants	à	1	an:	93	%
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a) Greffe	osseuse	biologiques	(autogreffe,	allogreffe	et	xenogreffe)	:	

Trois études ont été référencées (230) (233) dont un essai clinique de Yamada et al. 

(237). La première a comme indication le comblement de fentes palatines et les 2 autres 

l’augmentation de la hauteur du plancher sinusien avant pose d’implants. Les matériaux 

utilisés comme support des cellules souches sont des granulés composés d’un mélange 

de sulfate de calcium/DBM, des granules de BioOss ou un gel de PRP/thrombine. Les 

cellules souches proviennent toutes de moelle osseuse prélevée au niveau de la crête 

iliaque des patients. Certaines sont utilisées directement via le concentré de moelle, les 

autres sont purifiées et une étude utilise un milieu de différenciation ostéogénique. Les 

concentrations en cellules souches sont de 5.105 cellules/matrice, 5.106 cellules/mL et 

indéterminée dans la troisième étude utilisant les cellules souches présentes dans la 

MOCA. Le suivi des patients s’étale de 8 semaines à 4,5 ans. Les moyens de 

quantification de l’os néoformé sont l’évaluation radiographique, les mesures de niveau 

de gris sur coupes CBCT et l’histomorphométrie sur cone beam et sur coupes 

histologiques. Sur le plus long terme, la stabilité des implants est également mesurée. 

à L’ensemble des études utilisant les greffes osseuses associées à des cellules souches 

montrent l’innocuité des constructions cellules souches/matrices dans les indications de 

rehaussement de crête osseuse et de comblement de chirurgie correctrice lors de 

fermeture de fentes palato-labiale. Aucun effet délétère n’a été déclaré et les matrices 

additionnées de cellules souches possèdent un pouvoir de régénération osseuse 

suffisant. Seule une étude de cas concernant le rétablissement de la hauteur de crête 

osseuse avant pose d’implant, permet d’établir que le BioOss mélangé à de la moelle 

osseuse totale/thrombine s’impose comme un meilleur candidat que le BioOss associé à 

de l’os autologue. 

b) ß-TCP	

Trois études correspondent à nos recherches (234-236). Les indications sont les 

suivantes : cranioplastie (traitement d’un hémangiome) et rehaussement sinusien en pré-

implantaire. Les matériaux utilisés comme support des cellules souches sont composés 

de granules de ß-TCP de chez Synthès®, de Cerasorb®, et le troisième est non décrit. 

Les cellules souches proviennent de moelle osseuse de crête iliaque et de tissu adipeux 
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des patients. Elles ont été utilisées à des concentrations 15.106 cellules pour 60 mL de 

granules pour une étude, à des concentrations non décrites pour les 2 autres études. Du 

PRP a été additionné à la construction cellules souche/matériau au sein d’un de ses 3 

suivis clinique. Les patients sont suivis de 16 semaines jusqu’à 6,6 années. La repousse 

osseuse est mesurée par radiographie, mesures de niveau de gris sur coupes µ-CT et 

l’histomorphométrie sur coupes histologiques. 

à Deux études sur 3 démontrent l’innocuité de la construction cellules souches/matériau, 

sans effets délétères. Une étude compare le matériau utilisé seul ou avec cellules 

souches et conclut que l’apport de ces dernières améliore la repousse osseuse. Une 

seconde démontre l’efficacité du matériau sans le comparer au même matériau sans 

cellules. La dernière observation dans l’indication de cranioplastie conclut que cette 

procédure est difficile et que l’apport de CS n’améliore pas la repousse osseuse avec des 

échecs et des reprises chirurgicales plusieurs années après la première intervention. 

c) HA/TCP	

Deux études ont été référencées (231, 232). Une dans l’indication d’un sinus lift et l’autre 

dans le comblement de fente labio-palatine. Les matériaux utilisés comme support des 

cellules souches sont composés de granules de 3 mm de diamètre de chez Ceramysis® 

et de chez Kasios® en HA/TCP avec un ratio 60/40. Les cellules souches proviennent de 

moelle osseuse de crête iliaque et utilisées à des concentrations de 5.105/matrice 

implantée. Aucun milieu ostéogénique n’a été utilisé et des facteurs de croissance issus 

du PRP ont servi dans une étude. Les patients ont été suivis de 12 semaines à 1 an. La 

repousse osseuse a été mesurées par CBCT et histomorphométrie sur coupes 

histologiques. 

à Le suivi clinique des fentes labio-palatine montre une augmentation du volume osseux 

de 51,3 % à 12 semaines. L’étude sur les sinus lift montre un gain de plus de 8 mm de 

hauteur osseuse à 1 an avec une stabilité implantaire. Aucun effet délétère n’a pu être 

relevé démontrant l’innocuité de l’association des cellules souches à ces matériaux. 

 

Les résultats de ces études animales et humaines permettent d’établir plusieurs éléments 

de réponse quant aux critères nécessaires à la régénération osseuse dans le cadre de 
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l’ingénierie tissulaire osseuse. D’une manière générale, l’apport de cellules souches 

semble être un élément favorable à la repousse osseuse comparé à des matériaux seuls. 

Aucun effet délétère n’a pu être noté démontrant l’innocuité des constructions cellules 

souches/matrice. Les cellules souches issues de moelle osseuse permettraient de 

potentialiser d’avantage la cicatrisation osseuse que des cellules souches d’autres 

origines, notamment celles du ligament parodontal. L’association de cellules 

endothéliales aux CS ainsi que l’injection de vitamine D amélioreraient également la 

repousse osseuse. De même concernant l’apport de facteurs de croissance. Parmi les 

matériaux utilisés, ceux possédant une phase collagénique et/ou minérale en phosphate 

de calcium répondraient mieux aux indications. Les résultats chez l’homme sont plus 

flous. Outre l’innocuité des matériaux cellularisés implantés en site osseux, l’apport de 

CS ne paraît pas toujours judicieux. A noter que chez l’homme, les sites implantés 

n’avaient pas toujours le même potentiel ostéogénique qu’avec les modèles animaux 

« sains ».  

C. Discussion	:	

Il est difficile de comparer toutes ces études qui sont hétérogènes. On ne peut en conclure 

que des tendances et des étapes indispensables permettant de se rapprocher du 

protocole opératoire idéal. En effet, la combinaison de nombreux et différents types de 

supports, cellules souches et facteurs exogènes est utilisée en ITO. Ces associations 

diverses entraînent un certain nombre de confusions. Ce travail, tente d’apporter des 

éléments de réponse afin d’aider les chirurgiens à déterminer la combinaison ainsi que 

les protocoles de préparation les plus adaptés et les plus efficaces pour régénérer le tissu 

osseux. 

1. Etudes	précliniques	

a) Selon	le		modèle	animal	:	

Les modèles animaux permettent de réaliser le transitionnel entre les travaux in vitro et 

les études cliniques (238). Afin de déterminer la qualité et la quantité de repousse 

osseuse, différents modèles peuvent utilisés. Ils incluent le porc, la chèvre, le chien, le 

lapin, la souris ou encore le rat. Chaque modèle a ses avantages par rapport aux autres 
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et la sélection du meilleur modèle dépendra des objectifs visés par l’étude et liés à 

d’autres facteurs. On peut noter leur coût, leur disponibilité, leur durée de vie, la taille des 

animaux, et les similarités physiologiques et/ou pathologiques avec l’homme (239). Le 

chien, la chèvre et le porc vont, par exemple, être d’avantage semblables à l’homme 

(239). Dans notre travail de recherche, les animaux les plus utilisés sont le lapin et le 

chien avec 6 études répertoriées pour chaque espèce. Viennent ensuite le rat (4 études), 

le porc (2 études) et la souris (1 étude). Les facteurs comme le site anatomique et la taille 

du défaut osseux vont avoir un impact important quant sur la régénération tissulaire 

osseuse. Ici les défauts osseux ont été répertoriés au niveau de la mandibule (6 études), 

du fémur (4 études) et de la calvaria (3 études) principalement. On retrouve également 

des sites comme l’ulna, le métatarse, l’os temporal, le sinus maxillaire. Les défauts osseux 

réalisés sont de tailles variables en fonction des études ou bien des espèces animales 

étudiées. Des carottages (diamètres de 5 mm) et des sections d’os longs sont le plus 

couramment réalisées (1,5 à 3 cm). Les délais pour évaluer la repousse osseuse sont 

également très variables. Les cinétiques de repousses osseuses sont différentes en 

fonction des espèces animales utilisées. Plus ceux-ci sont imposants, plus les délais sont 

importants. Le délai le plus souvent répertorié est de 8 semaines, toutes espèces 

confondus. On peut également noter que seules 7 études ont réalisé une cinétique de 

repousse osseuse. 

b) Du	 point	 de	 vue	 des	 méthodes	 de	 préparation	 des	 construits	
cellules/matrices	

Quelque soit les matrices utilisées, certaines vont subir des étapes de pré-incubations 

dans diverses solutions afin d’adsorber des protéines ou des molécules ostéogénitrices 

en surface et permettre une meilleure adhésion ou différenciation des cellules à leur 

contact. Ainsi Yu .et al  (219) (216) vont disposer leurs matrices dans du milieu de culture 

pendant 24h, les faire ensuite sécher et les mettre ensuite en contact des cellules. 

D’autres vont incuber les matériaux dans un milieu ostéogénique de type DAG pendant 

24h ou 14 jours ou bien dans une solution de collagène de type I pendant 24h (213, 214). 

Les cellules vont être ensemencées à différentes concentrations selon les auteurs. Ce 

paramètre est important car il permet de préserver un potentiel de survie cellulaire. Les 

densités relevées sont assez hétérogènes. Certaines études décrivent des concentrations 



	 64	

cellulaires par cm2, mL, g ou encore par matrice. La densité relevée le plus couramment 

est de 1.106 cellules/mL déposée sur la totalité de la matrice. Ces dernières étant souvent 

sous différentes formes galéniques, il est difficile d’évaluer de manière précise la densité 

cellulaire à la surface et/ou à l’intérieur de la matrice. 

Afin d’améliorer la pénétration des cellules dans le construit certains auteurs (219) (221) 

vont appliquer une force de centrifugation de 1000 rpm pendant 1 minute et un autre un 

vide de 100 mm de mercure pendant 100 secondes.  

Un autre paramètre important consiste au temps d’association cellules/matrice avant leur 

implantation en site osseux. Le délai le plus couramment retrouvé est de 24h (5 études), 

suivi de 2h (4 études), 4h (2 études), extemporané, 2 semaines et 7 jours.  

Huit études au total utilisent un milieu de différenciation de type DAG. La majorité l’utilise 

afin de différencier les cellules souches avant leur mise en contact avec la matrice (216) 

(220, 221) (226) (229). La composition de ce milieu de différenciation peut varier d’une 

étude à l’autre. On retrouve essentiellement les mélanges aux concentrations suivantes : 

1 µM de dexaméthasone (D) / 10 µM d’acide ascorbique (A) / 2 mM de ß-

glycérophosphate (G) et 100 nM D / 50 µg/mL (A) / 10 nM (G). D’autres mélanges et de 

concentrations différentes sont utilisés : 10 mM D / 0,2 mM (A) / 10 mM (G) et 10 nM D / 

40 µg/mL (A) / 10 nM (G). Un auteur (221) ajoute du tacrolimus, un immunosuppresseur 

puissant dans son mélange à une concentration de 50 nM.  

Nous l’avons vu, les facteurs de croissance sont nombreux en ITO : TGF-ß, FGF, IGF, 

VEGF, VEGF ou BMP (232). Leur intérêt est grand puisque 2 géants de l’orthopédie ont 

reçu l’autorisation de mise sur le marché américain de 2 BMP recombinées humaines, la 

BMP-2rh (Medtronic Infuse®) et la BMP-7rh (Stryker OP-1®) pour les indications de 

pseudarthrose des os longs et la fusion des corps vertébraux. Dans les études 

répertoriées ici, le PRP est la source de facteurs de croissance la plus couramment 

retrouvée. (214) (211). Ce dernier contient plusieurs facteurs de croissance comme le 

TGF-ß1, FGF, VEGF et PDGF, mais également des molécules d’adhésion comme la 

fibrine, la fibronectine ou la vitronectine (240). L’utilisation du PRP est d’ailleurs bien 

connue dans le domaine de la réparation osseuse.  
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c) Selon	les	méthodes	analytiques		

Les méthodes analytiques permettant d’estimer et de quantifier la repousse osseuse sont 

nombreuses et parfois opérateur dépendant. On retrouve principalement de 

l’histomorphométrie réalisée sur des coupes histologiques. Cette technique éprouvée 

possède des biais quant au nombre de coupes utilisées ainsi qu’aux zones de 

différenciation du matériau et de l’os néoformé. Elle demeure cependant la plus précise. 

D’autres mesures histomorphométriques sont également réalisées sur des coupes issues 

d’acquisition sur CBCT ou µCT (définition plus fine). La radiographie conventionnelle est 

également utilisée mais demeure moins précise dans la quantification de la repousse 

osseuse. On retrouve également la technique du marquage à la tétracycline permettant 

de quantifier la repousse osseuse à plusieurs délais en fonction des temps d’injection du 

marqueur qui va s’incorporer au front de minéralisation osseuse. 

d) Du	point	de	vue	des	matériaux		

Les greffes osseuses allogéniques sont très utilisées pour la reconstruction osseuse 

grâce à leurs propriétés mécaniques et ostéoconductives (241). Malgré tout, des échecs 

dus à des infection ou fractures ont été relevés (242, 243). Les allogreffes sont également 

souvent utilisées en ITO et en association avec des cellules souches (212) (230) (244). 

L’addition de facteurs comme le PRP, la colle de fibrine ou encore du collagène de type I 

a montré son efficacité dans l’augmentation de la quantité d’os néoformé dans les études 

animales répertoriées dans cette revue (211) (244).  

Les xénogreffes osseuses comme le BioOss®, matrice bovine déprotéinisée, sont des 

matériaux désormais bien établis dans le domaine de la chirurgie reconstructive. Ce 

matériau est biocompatible et ostéoconducteur. Des cellules souches de diverses origines 

lui ont été associés et l ‘ensemble a prouvé son efficacité dans la régénération osseuse. 

Néanmoins en site alvéolaire (215), celle-ci semble supérieure au site de calvaria chez le 

rat (216). 

Les céramiques en phosphate de calcium (TCP, HA ou BCP) sont bioactives et hautement 

biocompatibles (245). Les travaux répertoriés les utilisent seules ou bien en association 

avec d’autres types de matériaux comme le PCL ou les acides 

polylactique/polyglycoliques (226), d’autres phosphates de calcium ou bien du collagène 
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(246), mais il est difficile de connaître quelle combinaison est la plus efficace. Par 

exemple, associés à de l’acide polyglycolique/polylactique dans des proportions 30/70 

(226) ou à du collagène (246) et sur des délais similaires, les taux de repousse osseuses 

sont équivalents mais l’origine cellulaire est également différente. D’autres études utilisant 

des céramiques biphasées (BCP) chez le chien (213) (223, 224) ont montré que les 

construits CS/BCP répondaient mieux à des constructions formées de cellules 

souches/BioOss. Les construits en BCP et BioOss® avec cellules souches vont 

promouvoir davantage de cicatrisation osseuse que ces mêmes construits seuls. Les 

résultats sont également meilleurs lorsque des cellules issues de moelle osseuse sont 

utilisées en comparaison à des cellules issues du ligament parodontal. 

Idéalement, la structure des matériaux doit se rapprocher de la structure osseuse aux 

échelles nano-métriques, micro-métriques et macro-métriques, d’un point de vue 

structurel et de composition. Dans les études relevées, les matériaux sont le plus souvent 

sous forme de granules micro et macroporeux. Cette configuration est idéale pour une 

meilleure répartition et pénétration cellulaire. Toutes les matrices répertoriées possèdent 

une fraction minérale en phosphate de calcium, qu’elle soit naturelle ou bien synthétique, 

essentiel pour une réponse favorable des cellules osseuses. Certains matériaux sont 

même imprégnés de collagène de type I pour augmenter ce mimétisme. 

e) Selon	les	résultats	

Lorsque nous analysons les résultats de l’ensemble de ces études, nous ne pouvons 

qu’être prudents. Les paramètres d’étude ne s’arrêtent pas à la propriété chimique du 

matériau, sa forme galénique et son association avec une source de cellules souches. 

Nous l’avons vu, ces éléments sont très variables. Aussi, nous ne pouvons pas comparer 

les études entre elles tant elles sont différentes. Mais nous pouvons établir une tendance. 

En effet, l’association des matériaux avec des cellules souches serait favorable à la 

régénération tissulaire osseuse. Les matériaux possédant une fraction en phosphate de 

calcium répondraient également mieux (matériaux composites) lorsqu’ils sont implantés. 

L’ajout de cellules endothéliales en co-culture des cellules souches améliorerait 

également la cicatrisation osseuse en stimulant la vascularisation osseuse indispensable 
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à cette dernière. Et pour terminer, l’apport de facteurs de croissance est un plus indéniable 

notamment via le PRP. 

2. Etudes	chez	l’homme	

Parmi les 8 études sélectionnées chez l’Homme, 7 sont des suivis de cas et 1 une étude 

clinique. 

Les indications chirurgicales sont principalement l’élévation du plancher sinusien (5 

études (232-237) avant mise en place d’implants dentaires. Deux suivis de cas 

concernent des reconstructions de fentes palatines (230, 231) et un suivi étudie la 

cicatrisation osseuse sur des cranioplasties (234). Les matériaux utilisés sont des greffes 

osseuses (DBM, BioOss® et PRP/thrombine) ou des substituts osseux synthétiques en 

phosphate de calcium (ß-TCP et HA/TCP en ratio 60/40). L’ensemble de ces matériaux a 

une autorisation de mise sur le marché pour le comblement osseux. Les cellules souches 

utilisés sont toutes issues de moelle osseuse autologue et de moelle osseuse allogénique 

dans une étude (232). La densité cellulaire utilisée varie de 5.105 à 25.106 cellules par mL 

ou par matériau. Certaines études ne décrivent pas cette densité. Les associations 

cellules/matériau sont réalisées entre 24h et en per-opératoire avant implantation. Une 

seule études (237) utilise un milieu de différenciation ostéogénique sur les cellules avant 

implantation. Les facteurs de croissance sont issus du PRP, de la DBM ou de la moelle 

osseuse concentrée (230, 231) (233) (235) (237). L’âge des patients est très variable au 

sein de mêmes études et entre chaque étude. Le suivi de cas concernant les 

cranioplasties est à modifier puisque l’indication de greffe pouvait faire suite à une 

pathologie infectieuse dans 4 cas sur 5 (234). Enfin, les suivis sont également différents 

puisque seules 3 études vont au-delà de 12 mois de suivi (et jusqu’à 6,6 ans), rendant 

difficilement comparable ces études. Les méthodes d’évaluation de la repousse osseuse 

sont basées sur les rayons X, panoramique, rétro alvéolaire, CBCT et histomorphométrie 

sur biopsies (carottes osseuses prélevées avant mise en place des implants dentaires). 

Ces méthodes n’ont pas la même précision et certaines, comme le panoramique dentaire, 

vont ne donner qu’une évaluation qualitative. 

Les résultats des suivis de cas ne donnent qu’une idée de la capacité des matériaux 

associés à des cellules souches à améliorer la qualité de la repousse osseuse et son 
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innocuité lorsqu’il est implanté chez l’homme. Seule l’étude clinique (236) compare 

l’utilisation du TCP (cerasorb®) seul ou associé à des cellules souches (BRC bone cell 

repair). Cette étude conclut que les cellules souches vont potentialiser la repousse 

osseuse en comparaison au matériau seul. 

D. Conclusion	

L’ITO est une discipline toujours en plein essor. Plusieurs stratégies de traitements sont 

testées et envisagées et déjà même utilisées chez l’Homme. Ce travail a pour objectif 

d’établir une liste des éléments à prendre en considérations sur l’ensemble des 

paramètres utilisés en ITO. Plus que des éléments, certaines tendances prouvent 

l’efficacité de certaines combinaisons entre variables comme suit : matériaux macro et 

micro-poreux possédant une fraction en phosphate de calcium, cellules souches 

originaires de la moelle osseuse et des facteurs de croissance contenu par exemple dans 

le PRP. Néanmoins, il existe encore certaines limitations dans l’utilisation des cellules 

souches et notamment des problèmes éthiques et biologiques comme le développement 

de cellules cancéreuses. 
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F. Table	des	abréviations	

CSM : Cellules souches mésenchymateuses 
ITO : ingénierie tissulaire osseuse 
MO : moelle osseuse 
MOT : moelle osseuse totale 
MOCA : moelle osseuse concentrée autologue 
PRP : plasma rich platelet 

TNF-α : tumor necrosis factor 
TGF-ß : transforming growth factor beta 
PDGF : platelet derived growth factor 
VEGF : vascular endothelial growth factor 
FGF : fibroblast growth factor 
IGF : insulin growth factor 
IL : interleukine 
BMP : bone morphogenetic protein 
CaP : calcium phosphate 
HA : hydroxyapatite 
ß-TCP : ß-tricalcium phosphate 
BCP : biphasic calcium phosphate 
PCL : polycaprolactone 
PLA : acide polylactide 
PGA : acide polyglycolique 
CBCT : cone beam computed tomography 
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RESUME	
Suite	 à	 des	 pertes	 de	 substance	 osseuse	 et	 dont	 le	 comblement	 ne	 peut	 intervenir	
spontanément	du	fait	des	seules	capacités	physiologiques	du	patient,	plusieurs	stratégies	sont	
envisagées.	 L’une	 des	 plus	 prometteuses,	 l’ingénierie	 tissulaire	 osseuse	 (ITO),	 propose	 de	
régénérer	un	nouveau	 tissu	 fonctionnel	à	partir	de	cellules	 souches	mésenchymateuses,	de	
matrices	et	signaux	chimiques	et/ou	biologiques.	Ce	travail,	basé	sur	la	revue	de	la	littérature,	
résume	les	études	animales	et	humaines	les	plus	pertinentes	en	ITO	et	plus	particulièrement	
celles	en	relation	avec	la	sphère	oro-faciale.	L’objectif	principal	est	d’évaluer	et	quantifier	les	
paramètres	favorables	à	la	repousse	osseuse.	
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