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c-fms : macrophage colony-stimulating 
factor receptor 
CFU-GM  : colony forming unit-granulocyte 
macrophage 
CLC  : cardiotrophin-like cytokine 
CNTF : ciliary neurotrophic factor 
Coll I  : collagène de type I 
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IFNγ : interferon γ 
IkB  : inhibitor of NF-kappaB kinase 
IL-  : interleukine 
JAK  : janus kinase 
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LIF  : leukemia inhibitory factor 
MAPK  : mitogen activated protein kinase 
M-CSF : macrophage-colony stimulating 
factor 
MMPs : matrix metalloproteinases 
MSC : mesenchymal stem cells 
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OP : ostéopontine 
OPG : ostéoprotégérine 
OSM : oncostatine M 
PAL  : phosphatase alcaline 

PCR : polymerase chain reaction 
PG : protéoglycane 
PGE2 : prostaglandine E2 
PI3K  : phosphatidylinositol-3 kinase 
PPARγ2 : proliferator activated receptor 
gamma 2 
PTH : hormone parathyroïdienne 
PYK2 : proline rich tyrosine kinase 2 
RANK  : receptor activator of nuclear 
factor κB 
RANKL  : RANK ligand 
RGD : peptide arginine, glycine, acide 
aspartique 
SLRP : small leucine rich proteoglycan 
STAT : signal transducer and activator of 
transcription 
TCG : tumeur à cellules géantes 
TGFβ : transforming growth factor β 
TLR  : toll-like receptor 
TNF : tumor necrosis factor 
TRAIL  : TNF-related apoptosis-inducing 
ligand 
TRAP : tartrate resistant acidic protein 
VCAM-1  : vascular cell adhesion molecule-
1 
VEGF : vascular endothelial growth factor 
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Dès l'apparition des animaux pluricellulaires, le squelette fut nécessaire. Par son rôle de 

soutien, il permet de lutter efficacement contre la gravité et de maintenir la cohérence de 

l'organisme. Ce squelette est généralement constitué de parties dures mais peut aussi être de 

composition liquidienne comme chez les Némathelminthes. Chez les Spongiaires, le squelette 

est diffus et se compose de spicules (calcaires ou siliceuses) qui participent à la bonne tenue 

de l'animal. L’exosquelette des Arthropodes, composé principalement de chitine et de 

carbonate de calcium, a permis à cet embranchement de coloniser le milieu aérien en 

s’affranchissant de la gravité et de la déshydratation. Chez les Vertébrés, le squelette devient 

interne ; d’abord cartilagineux il va se minéraliser par la suite pour donner l’os. 

D’un point de vue biologique, il est très étonnant de constater que l’un des seuls vestiges 

de nos ancêtres est leur squelette, capable de résister à l’altération du milieu extérieur. 

Pourtant, dans l’organisme, l’os est le siège d’un perpétuel remaniement conduisant au 

remplacement d’environ 10% du squelette par an chez l’adulte. Les deux principales cellules 

du tissu osseux sont l’ostéoclaste, capable de résorber l’os et l’ostéoblaste, responsable de sa 

formation. Il réside un parfait équilibre entre ces deux processus afin de maintenir la masse 

osseuse. Le dérèglement de cette balance mène à l’apparition de pathologies ostéo-articulaires 

qui sont ostéocondensantes ou ostéolytiques. La connaissance des mécanismes fondamentaux 

impliqués dans la biologie de l’os et notamment celle de l’ostéoclaste permet de mieux 

comprendre la physiopathologie de ces maladies, et surtout peut conduire à la découverte de 

nouveaux traitements. 

 



  Structure de l’os 

10 
 

I. Structure de l’os 

 

Le squelette humain est composé de plus ou moins 206 os, sur lesquels viennent 

s’insérer des ligaments et des tendons. L'os le plus long du corps humain est le fémur (50 cm 

pour un homme de 1,80 m), et le plus petit os, l’étrier (2,6 à 3,4 mm), se situe dans l'oreille 

interne. 

Le tissu osseux qui compose ce squelette est un tissu conjonctif spécialisé formé, d’une 

fraction organique et d’une fraction minérale, qui lui confèrent ses propriétés de rigidité et 

d’élasticité. Il s’agit d’un tissu de soutien servant de point d’ancrage au système musculaire 

squelettique. Il remplit également des fonctions de protection pour un certain nombre 

d’organes vitaux en formant de grandes cavités : les os du crâne protègent les hémisphères 

cérébraux et le cervelet, le rachis renferme la moelle épinière et la cage thoracique préserve le 

cœur et les poumons. Enfin, le tissu osseux possède un rôle métabolique important puisqu’il 

constitue la principale réserve d’ions minéraux de l’organisme (calcium, phosphate, 

magnésium, …) 

 
1. Organisation générale 

 
Au sein du squelette humain 3 types d’os peuvent être décrits : 

 

• les os longs, comme l’humérus, le fémur ou le tibia, servent classiquement de modèle 

pour décrire la structure des os. 

• les os courts, comme les vertèbres et les phalanges, sont composés d’un noyau d’os 

spongieux entouré d’une corticale d’os compact (comme les os longs). 

• les os plats, comme le sternum et les os pariétaux, ont une dimension nettement plus 

courte que les deux autres. Ils sont composés de deux couches d’os compact, les tables 

externe et interne, enfermant une couche d’os spongieux. 

 

Un os long typique chez l’adulte est constitué d’une partie centrale cylindrique appelée 

diaphyse, et de deux extrémités élargies et arrondies appelées épiphyses, couvertes de 

cartilage articulaire. Des régions coniques, appelées métaphyses, connectent la diaphyse à 

chaque épiphyse. La forme particulière des os longs et leur organisation macroscopique leur 

confèrent la capacité à résister aux forces de tension, de traction et de cisaillement. 

Histologiquement, on distingue l’os compact (ou cortical) et l’os spongieux (ou trabéculaire), 
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l’ensemble étant entouré d’une "enveloppe externe", le périoste, sauf au niveau du cartilage 

articulaire et aux endroits d’insertion des tendons et des ligaments. Ces mêmes ligaments sont 

constitués d’un tissu conjonctif composé de deux couches : l’une, interne, à capacité 

ostéogène et l’autre, externe vascularisée assurant le lien avec les tissus voisins. 

L’endoste constitue la face interne de l’os et sépare l’os cortical (ou trabéculaire) de la 

moelle osseuse. Il a un rôle dans l’ostéoformation et dans le remaniement osseux (figure 1). 

La croissance en longueur des os longs est possible grâce à la persistance d’une plaque 

cartilagineuse appelée "cartilage de conjugaison" entre les épiphyses et la diaphyse. Cette 

plaque épiphysaire de cartilage contient de nombreux chondrocytes en multiplication tandis 

que les points d’ossification diaphysaires contiennent une matrice cartilagineuse calcifiée par 

modification des chondrocytes. Vers l’âge de 18 ans, la plaque de croissance est remplacée 

par de l’os spongieux, ce qui provoque la fusion de l’épiphyse et de la métaphyse. La 

disparition du cartilage de croissance suite à la fusion de deux masses est appelée fermeture 

du cartilage. 
 

Os compact

Os spongieux
(contenant la 
moelle rouge)

Endoste

Moelle jaune

Diaphyse

Périoste

Os compact

Périoste

Os spongieux

Epiphyse
distale

Epiphyse
proximale

Métaphyse

Cavité
médullaire

Métaphyse

Cartilage de
croissance

Cartilage de
croissance

Os compact

Os spongieux
(contenant la 
moelle rouge)

Endoste

Moelle jaune

Diaphyse

Périoste

Os compact

Périoste

Os spongieux

Epiphyse
distale

Epiphyse
proximale

Métaphyse

Cavité
médullaire

Métaphyse

Cartilage de
croissance

Cartilage de
croissance

 
 

Figure 1 : Organisation structurale d’un os long. 
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A. Os compact 

 

Il s’agit d’os mature, dense, contenant moins de 10% de tissu mou, présent dans la 

couche externe de tout os (figure 2). Son architecture rectiligne, est faite d’un grand nombre 

d’ostéons contigus. L’ostéon est l’élément structural unitaire de l’os compact. Il s’agit d’un 

cylindre de 200 à 250 micromètres de largeur, parallèle à l’axe longitudinal de la corticale de 

l’os. Il consiste en une apposition de lamelles concentriques (de 5 à 15) de fibres de collagène 

autour d’un canal. Ce canal, appelé canal de Havers, large de 40 à 50 micromètres permet le 

passage de vaisseaux, de fibres nerveuses amyéliniques mais aussi la connexion 

intercellulaire. Largement ouvert dans les ostéons primaires, le canal de Havers est délimité 

par les cellules ostéoprogénitrices et les ostéoblastes. Ces cellules prendront le nom 

d’ostéocytes lors de la maturation des ostéons, conduisant au comblement du canal. Enfin, les 

ostéons sont reliés entre eux par des canaux transverses dits de Volkmann assurant 

l’homéostasie phosphocalcique mais aussi la communication entre le périoste et la moelle 

osseuse. 

L’os compact, qui représente jusqu’à 80% de la masse squelettique, a un rôle mécanique 

et métabolique important comme nous le suggère sa microstructure. 

 

Figure 2 : Représentation schématique d’un os de type haversien. (d’après Marieb, 

1998). A : coloration d’ostéocytes figés dans les lamelles concentriques (ostéoplastes) de 

l’unité structurale de l’os compact : l’ostéon. B : réseau trabéculaire limité à l’endoste par les 
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deux corticales (composées d’os compact) recouvertes de périoste. Coloration au trichrome de 

Goldner. C : canal de Havers et canal de Volkmann vue en coupe longitudinale (Laboratoire 

de Physiopathologie de la résorption osseuse). 

 

B. Os spongieux (ou trabéculaire) 

 

Il est constitué de trabécules plates ou rondes qui s’entremêlent dans la moelle osseuse, 

qui peut être jaune (tissu adipeux) ou rouge (hématopoïétique), et qui représente 75 % du 

volume total de l’os spongieux. De par sa microstructure (grande surface de contact), l’os 

spongieux a des échanges particuliers avec la moelle osseuse (figure 3). La moelle osseuse, 

contenue dans l’os spongieux, est à l’origine des progéniteurs des différentes lignées 

sanguines (hématies, plaquettes, lymphocytes, macrophages, ostéoclastes, …). 
 

Os cortical Os spongieux

 

Figure 3 : Jonction entre os spongieux et os cortical (grossissement ×4) (Gotzos et al., 2007). 

 

2. Organisation microscopique 

 

L’os est un tissu conjonctif constitué de cellules : les ostéoblastes, les ostéocytes et les 

ostéoclastes, ainsi que d’une matrice extracellulaire qui occupe entre 92 et 95% du volume 

tissulaire. 

 

A. La matrice extracellulaire 

 

La matrice extracellulaire peut être subdivisée en deux phases, organique et minérale. Sa 

teneur en eau, environ 9%, est très variable en fonction de l’âge et du degré de minéralisation. 
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La phase organique représente 30% de la masse osseuse sèche. Elle est principalement 

composée de fibres de collagène de type I, qui présentent une structure hélicoïdale issue de 

l’assemblage de deux chaînes α1 et d’une chaîne α2. L’élastine et la fibronectine forment avec 

le collagène de type I (90% de la phase organique) la substance fibrillaire. Cette dernière est 

entourée par la substance interfibrillaire (10 % de la phase organique), également appelée 

substance non-collagénique. Elle comprend des glycosaminoglycanes (GAGs), des 

protéoglycanes, des glycoprotéines et des lipides en petite quantité. L’ostéocalcine, la plus 

abondante des protéines non-collagéniques (10 à 20%), est spécifique de la matrice 

extracellulaire du tissu osseux. Cette protéine contenant des résidus d’acide glutamique 

carboxylé, jouerait un rôle dans l’attraction des ostéoclastes dans les foyers de résorption et 

dans le processus de minéralisation (Swaminathan, 2001 ; Glowacki et al., 1991). 

Plusieurs protéines non-collagéniques telles que l’ostéopontine et la sialoprotéine 

renferment une séquence arginine-glycine-acide aspartique (RGD). Cette séquence RGD 

caractérise les protéines d’adhérence cellulaire et est reconnue par certaines protéines 

membranaires appelées intégrines (Ruoslahti, 1991). Les intégrines présentes à la surface des 

ostéoclastes (αVβ3) et des ostéoblastes permettent leur attachement à la matrice 

extracellulaire. 

Des cytokines et des facteurs de croissance [le TGFβ (transforming growth factor-β), les 

interleukines, le TNFα (Tumor Necrosis Factor), les BMPs (Bone Morphognic Protein)] sont 

également présents au sein de la fraction organique. Ces substances, bien qu’en faible 

quantité, participent à l’activation et à la différenciation des cellules de la matrice osseuse 

assurant l’équilibre entre formation et dégradation osseuses. 

Si la phase organique confère une certaine élasticité au tissu osseux, la rigidité et la 

résistance mécanique sont assurées par la phase minérale. Les sels minéraux les plus 

abondants sont le calcium (27 %) et le phosphore (12 %) présents sous forme de cristaux 

d’hydroxyapatite (Ca4(PO4)6(OH)2). Ces cristaux ont une forme hexagonale, aplatie et sont 

disposés dans les espaces interfibrillaires. Leur nombre et leur taille s’accroîssent lentement 

au cours du processus de minéralisation secondaire. La phase minérale de la matrice 

extracellulaire constitue environ 99 % du calcium de l’organisme, 85 % du phosphore et entre 

40 et 60 % du sodium et du magnésium de l’organisme. 
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B. Les ostéoblastes 

 

Les ostéoblastes sont des cellules ostéoformatrices, responsables de la production des 

constituants de la matrice osseuse et de sa minéralisation. 

L’ostéoblaste mature (figure 4) est une cellule cubique, polyédrique ou vésiculeuse, 

polarisée, dont le noyau est excentré et dont le cytoplasme est rempli d’organites impliqués 

dans la synthèse et la sécrétion de macromolécules matricielles. L’ostéoblaste est limité par 

une membrane plasmique classique possédant quelques modifications structurelles en relation 

avec sa polarité cellulaire. La portion de membrane plasmique adjacente à l’os en 

développement se trouve hérissée d’un nombre important de processus cytoplasmiques qui 

peuvent s’étendre profondément entre les fibrilles de collagène. Par contre, la portion de 

membrane plasmique située au pôle opposé de la cellule, c’est-à-dire celui qui n’est pas en 

contact avec l’os en formation, possède peu d’expansions. 

 

 

Figure 4 : Ostéoblaste observé par microcopie électronique à transmission (Bosshardt, 2005). 

 

Les cellules souches mésenchymateuses sont à l’origine des ostéoblastes. Elles sont 

présentes principalement dans le stroma médullaire, mais on peut les retrouver au niveau du 

périoste et de l’endoste. Ces cellules souches mésenchymateuses pluripotentes, en plus de 

pouvoir se différencier en ostéoblastes, ont la capacité de générer des cellules adipeuses, des 

chondroblastes et des myoblastes (Owen, 1988). La différenciation vers l’une ou l’autre des 

voies est sous le contrôle de l’expression de facteurs de transcription spécifiques. Les facteurs 

Runx2 (Cbfa1) et Osterix sont indispensables à la différenciation en ostéoblastes (Nakashima 

et al., 2002). La délétion génique du facteur Runx2 chez la souris entraîne l’absence de tissu 
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osseux : les maquettes des os sont présentes et de forme normale mais elles ne sont 

constituées que de cartilage (Komori et al., 1997). La différenciation dans la voie 

chondrocytaire requiert l’expression des facteurs de la famille Sox dans un premier temps, 

puis du facteur Runx2 dans la phase tardive de la différenciation. L’expression de PPARγ2 

(Peroxysome Proliferator Activated Receptor gamma 2) induit la différenciation des cellules 

souches mésenchymateuses dans la voie adipocytaire (Nishimura et al., 2008), alors que 

l’expression de MyoD provoque leur différenciation en myoblastes (Davis et al., 1987) 

(figure 5). 

 

Cellule souche mésenchymateuse

Cellule ostéoprogénitrice

PPAR γ2

Adipocytes

OstéoblastesChondrocytes

Sox 5, 6, 9
Runx2
Osx
β-Caténine

Runx2

MyoD

Myoblastes

 

 

Figure 5 : Les ostéoblastes sont issus de la différenciation de cellules souches 

mésenchymateuses sous l’action de facteurs de transcription (d’après Marie, 2008). 

 

L’expression des facteurs de transcription (Osterix, Runx2, AP-1) de la voie 

ostéoblastique est sous le contrôle de cytokines et d’hormones telles que les BMPs, le TGF-β, 

Wnt, hedgehog, les FGFs (fibroblast growth factors), les estrogènes et les androgènes (Marie, 

2008). La BMP2 active Smad1/5 et Smad4 qui stimulent l’expression et la fonction de Runx2. 

Les protéines anaboliques Wnt (Wnt3a et Wnt10), en activant la voie Wnt/β-Catenin, 

augmentent également l’expression de Runx2 (Gaur et al., 2005 et Bennett et al., 2005) 

(figure 6). 
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Figure 6 : Régulation des facteurs de transcription de la voie ostéoblastique (d’après 

Marie, 2008). 

 

Le cytoplasme des ostéoblastes est riche en réticulum endoplasmique granuleux, en 

mitochondries et présente un appareil de Golgi très développé, ce qui démontre une activité 

de synthèse très importante. La fonction essentielle de l'ostéoblaste mature est la formation, le 

dépôt et la minéralisation de la matrice osseuse organique. L'ostéoblaste synthétise du 

collagène de type I, qui forme la majorité de la substance organique osseuse. Les molécules 

de collagène s'assemblent dans le milieu extracellulaire en fibrilles après coupure 

enzymatique des propeptides C- et N-terminaux. Les protéines non-collagéniques 

(ostéocalcine, ostéopontine, ostéonectine) les glycosaminoglycanes et les protéoglycanes 

(décorine, biglycan) constituent avec le collagène le tissu ostéoïde. Le processus de 

minéralisation de ce tissu ostéoïde intervient 10 jours après le dépôt de la matrice organique. 

Il dépend d'une part de la présence d'une structure matricielle extracellulaire, et d'autre part 

d'une concentration adéquate en minéraux. La calcification de la matrice se fait par 

l'intermédiaire des vésicules matricielles émises par l'ostéoblaste qui contiennent de fortes 

concentrations de phosphatase alcaline et de minéraux. Les cristaux d’hydroxyapatite se 

déposent entre les fibres de collagène, ce qui donne à l'os sa résistance à la rupture, en plus de 

sa résistance à l'étirement. 

A l’issue de la période de formation osseuse, la majorité des ostéoblastes va mourir par 

apoptose ; dans le cas contraire les ostéoblastes sont englobés dans une matrice extracellulaire 

organique qui se minéralise peu à peu, et deviennent des ostéocytes reliés entre eux et aux 

ostéoblastes par des jonctions cellulaires de type jonction communicante ou jonction gap 
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assurées par les connexines de type 43 (Civitelli, 2008). D’autres cellules prennent un aspect 

aplati le long de la nouvelle matrice et sont dites bordantes. 

Les cellules bordantes recouvrent la majorité des surfaces osseuses trabéculaires (65%). 

Ces cellules ont pour origine des ostéoblastes mis au repos, capables de se réactiver si elles 

sont sollicitées. Les cellules bordantes présentent un cytoplasme réduit pauvre en organites, 

témoin d’une faible activité synthétique. Leur principale fonction serait d’assurer la 

communication entre la surface osseuse, l’environnement cellulaire et les ostéocytes. 

 

C. Les ostéocytes 

 

Incapables de proliférer, les ostéocytes proviennent de la différenciation terminale de la 

lignée ostéoblastique, sous l’action notamment de la Matrix Metalloproteinase de type 2 

(MMP-2) et de la Dentin Matrix Protein-1 (Noble, 2008). Très récemment, Brounais et coll. 

ont montré que l’oncostatine M (OSM), une cytokine de la famille de l’IL-6, était capable 

d’induire la différenciation terminale de cellules de calvaria en ostéocytes (Brounais et al., 

2009). Cellule la plus abondante dans l’os mature (90% des cellules de l’os), l’ostéocyte est 

entièrement entouré de matrice extracellulaire osseuse calcifiée. Il y réside dans une lacune 

périostéocytaire (ostéoplaste) (figures 1 et 7). Les ostéocytes possèdent de nombreux et fins 

prolongements cytoplasmiques reliés entre eux par des jonctions communicantes (Datta et al., 

2008). De cette manière, les ostéocytes communiquent entre eux et avec les cellules bordantes 

qui recouvrent la surface osseuse. Les ostéocytes assurent la transmission des signaux 

mécano-sensoriels et permettent le maintien de l’équilibre osseux. Les candidats potentiels 

pour la transduction des signaux mécaniques sont les intégrines βl, certains canaux ioniques et 

les connexines (Rubin et al., 2006). Les ostéocytes régulent également la formation osseuse 

par la sécrétion de sclérostine qui est un de leurs marqueurs spécifiques (Poole et al., 2005). 

La sclérostine est un antagoniste des voies Wnt et contrôle négativement l’activité des 

ostéoblastes (Noble, 2008). Il semblerait que l’apoptose de ces cellules soit le facteur 

déclenchant l’ancrage des ostéoclastes à la surface osseuse et par conséquent la mise en place 

du processus de résorption (Noble et al., 2003). 
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D. Les ostéoclastes 

 

Les ostéoclastes sont les seules cellules de l’organisme capables de résorber l’os. Ils 

sont capables de dégrader, au niveau de la chambre de résorption, la phase organique par la 

sécrétion d’enzymes et la phase minérale en diminuant le pH. Ils jouent un rôle critique dans 

le développement et le maintien du squelette et sont également impliqués dans de nombreuses 

pathologies osseuses telles que l’ostéoporose ou les ostéolyses tumorales. 

Les ostéoclastes, issus de la fusion de plusieurs précurseurs, sont des cellules géantes 

(10 à 100 µm de diamètre) multinucléées, contenant le plus souvent de 10 à 20 noyaux (figure 

8). Ces cellules sont visibles au fond des lacunes de résorption appelées lacunes de Howship, 

au contact de la matrice osseuse calcifiée. Une des caractéristiques propres à l’ostéoclaste 

actif est sa bordure en brosse constituée d’une succession d’expansions et d’invaginations de 

la membrane cytoplasmique apicale adjacente à la surface osseuse (Suda et al., 1992). 

Lorsque les ostéoclastes sont actifs et forment cette bordure en brosse, une zone 

spécialisée dénommée zone claire est observée. Cette zone, dépourvue d’organites 

intracellulaires et riche en filaments d’actine, correspond à une région où la membrane 

plasmique est en contact avec l’os, délimitant ainsi un compartiment clos entre la bordure en 

brosse et la surface osseuse. Le processus de résorption est réalisé dans ce compartiment 

appelé chambre de résorption (Holtrop et King, 1977). 

 

 

Figure 7 : Les ostéoblastes (Ob) 

synthétisent l’ostéoïde (Os) durant la 

phase de formation osseuse. Les 

ostéoblastes, une fois emmurés dans la 

matrice osseuse, se différencient en 

ostéocytes (Ot). Ils possèdent de fins 

prolongements cytoplasmiques assurant 

une communication entre eux mais 

également avec les ostéoblastes (Knothe 

Tate et al., 2004). 
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Figure 8 : A. Ostéoclastes obtenus par différenciation de RAW 264.7 en présence de 

RANKL (100ng/mL) pendant 5 jours ; marquage immuno-cytologique du récepteur à la 

calcitonine (grossissement original : ×40). B. Ostéoclastes obtenus par différenciation de 

monocytes CD14+ en présence de RANKL (100ng/mL) et de M-CSF (25ng/mL) pendant 12 

jours ; marquage cytologique révélant l’activité TRAP des ostéoclastes (grossissement 

original : ×40). C. Ostéoclaste résorbant issu d’une tumeur à cellules géantes et cultivé sur 

une pastille de dentine observé au microscope électronique à transmission (×5000) (Heymann 

et Rousselle, 2000). 

 

Les principales caractéristiques cytologiques ultrastructurales de l’ostéoclaste sont un 

grand nombre de lysosomes, de mitochondries, de granules denses et un ou plusieurs 

appareils de Golgi périnucléaires. Ils expriment également de nombreux récepteurs à la 

calcitonine (CTR) (inhibiteur de la résorption) ainsi qu’à la vitronectine (rôle dans 

l’adhérence de l’ostéoclaste à son support) et présentent une importante activité TRAP. 

(Phosphatase Acide Résistante au Tartrate). Cette enzyme est impliquée dans la dégradation 

des composants de la matrice osseuse (notamment les phosphoprotéines) lors de leur 

trancytose de la partie basale à la partie apicale de l’ostéoclaste (Hayman, 2008 ; Vaaraniemi 

et al., 2004). 

Les cellules souches hématopoïétiques sont à l’origine des ostéoclastes (Hattersley et 

Chambers, 1989 ; Suda et al., 1992). Leur différenciation comporte plusieurs étapes illustrées 

dans les figures 9 et 10. Les cellules souches hématopoïétiques donnent naissance aux cellules 

mononucléées circulantes appelées CFU-GM (Colony Forming Unit Granulocyte-

Macrophage). Le M-CSF (Macrophage-Colony Stimulating Factor) stimule la prolifération de 

ces CFU-GM afin de maintenir un pool de cellules mononucléées appartenant à la lignée 

monocyte / macrophage. Une faible proportion de ces cellules est considérée comme les 
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précurseurs des ostéoclastes et est caractérisée par l’absence de deux marqueurs 

ostéoclastiques : TRAP et CTR. Les ostéoclastes peuvent également dériver de cellules 

engagées dans un autre processus de différenciation. Les cellules dendritiques immatures sont 

capables de se dédifférencier en ostéoclastes fonctionnels sous l’action de M-CSF et de 

RANKL (Receptor Activator of Nuclear Factor Kappa-B Ligand) (Rivollier et al., 2004 ; 

Wakkach et al., 2008). Certaines fractions monocytaires (environ 3%) dérivées des PBMCs 

(Peripheral Blood Mononuclear Cells) sont capables de se différencier en ostéoclastes 

matures en présence de M-CSF et de RANKL. Parmi ces populations monocytaires, celle 

exprimant le CD14, un co-récepteur au LPS, se révèle être un bon modèle d’étude de la 

différenciation ostéoclastique (Massey et Flanagan, 1999 ; Nicholson et al., 2000 ; Sorensen 

et al., 2007). 

 

Moelle osseuse

Séries myélocytairesSéries lymphocytaires

Granulocyte neutrophile Ostéoclaste Monocyte Cellule dendritique

Erythroblastes MégacaryoblastesLymphoblastes

Lymphocyte B Lymphocyte T Globules rouges Plaquettes

CFU-GM

Pré-ostéoclastes

B-CFU CFU-M

GM-CSF + 
RANKLM-CSF +  

RANKL

M-CSF +  
RANKL

M-CSF + 
RANKL

 

Figure 9 : Voie de différenciation des ostéoclastes (d’après Yavropoulou et Yovos, 2008). 

CFU-GM : Colony Forming Unit Granulocyte-Macrophage  
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Les précurseurs mononucléés sont ensuite attirés vers un site de résorption par 

chimiotactisme, puis se différencient sous l’action de M-CSF et RANKL en pré-ostéoclastes 

exprimant le CTR et TRAP. Ces cellules, toujours sous l’effet de M-CSF et RANKL, 

fusionnent pour former des cellules multinucléées qui ne sont pas encore actives et ne 

développent pas de bordure en brosse. L’activation des ostéoclastes est due à RANKL qui va 

stimuler la formation de la bordure en brosse (Lacey et al., 1998 ; Suda et al., 1999). 

Cependant la co-stimulation M-CSF / RANKL n’est pas la seule voie nécessaire à la 

différenciation ostéoclastique. Des signaux supplémentaires de co-stimulation issus des 

récepteurs OSCAR (osteoclasts associated receptor) et TREM2 (triggering receptor expressed 

on myeloid cells 2), relayés par les protéines adaptatrices, à motif ITAM (immunoreceptor 

tyrosine based activation motif), DAP12 (DNAX-activating protein) et FcRγ , sont également 

requis pour la formation d’ostéoclastes matures (Koga et al., 2004). Récemment, les protéines 

Tec et Btk, à activité tyrosine kinase, viennent d’être identifiées comme les molécules 

capables d’intégrer les signaux d’activation du complexe RANK / RANKL ainsi que ceux 

transmis par les protéines à domaine ITAM (Shinohara et al., 2008). Cette plate-forme 

moléculaire, couplée à la phospholipase C γ induit le flux calcique nécessaire à l’activation de 

NFATc1, un des facteursde transcription de la différenciation ostéoclastique. 

D’autres facteurs de transcription, PU.1, AP-1 (fos/jun) et NF-kB ont aussi des rôles 

primordiaux (Yavropoulou et Yovos, 2008) pour la différentiation terminale des précurseurs 

en ostéoclastes. En effet, les animaux chez lesquels des délétions géniques de ces facteurs ont 

été réalisées présentent un phénotype ostéopétrotique dû à un défaut de formation ou 

d’activité des ostéoclastes (Crotti et al., 2008). Ces facteurs de transcription interviennent à 

des stades différents de l’ostéoclastogenèse (figure 10) et régulent l’expression de protéines 

spécifiques de l’ostéoclaste, telles que la cathepsine K, le CTR et la TRAP (Kim et al., 2005 ; 

Matsumoto et al., 2004). 
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Figure 10 : Facteurs de transcription impliqués dans la différenciation ostéoclastique 

(hors échelle). 

 

La fonction essentielle des ostéoclastes est la résorption osseuse, qui correspond à un 

mécanisme de dégradation extracellulaire, contrairement à la phagocytose qui est un 

processus intracellulaire. Le premier événement intervenant dans la dégradation de l’os est 

l’adhérence des ostéoclastes à la zone de la matrice à résorber. Cette adhérence est assurée par 

l’interaction entre la matrice organique (notamment la vitronectine, la fibronectine et 

l’ostéocalcine) et les intégrines de la membrane ostéoclastique (αVβ3 ou récepteur à la 

vitronectine). Ces intégrines sont elles-mêmes associées au cytosquelette de l’ostéoclaste 

(Lakkakorpi et al., 1993). Les filaments d’actine forment un anneau (figure 11) et délimitent 

la zone claire, dépourvue d’organites (Lakkakorpi et Vaananen, 1996). 

 

 

 

Figure 11 : Anneau d’actine observée par 

microscopie confocale (marquage de 

l’actine par la phalloidine TRITC et des 

noyaux par le DAPI) (d’après Bonnelye 

et al., 2008) 
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La résorption se fait dans cette zone délimitée et s’effectue en deux étapes : la 

dissolution de la matrice minérale (1) puis la dégradation de la phase organique (2). 

L’acidification de la chambre de résorption (pH = 4,5) permet la déminéralisation de la 

matrice. Ce processus fait intervenir des pompes à protons dépendantes de l’ATP. Le pH à 

l’intérieur de l’ostéoclaste est maintenu par un transport passif de Cl-/HCO3
-. 

L’électroneutralité est assurée par un canal chlore (figure 12). La digestion de la trame 

organique s’effectue sous l’action des enzymes protéolytiques (cathepsine K, collagénases, 

métalloprotéases comme la MMP-12, …) contenues dans les lysosomes (Blair et al., 1986 ; 

Georges et al., 2009 ; Rousselle et Heymann, 2002). 

 

 

Zone claire

Protéases

Cl-

Cl-

HCO3
- + H+

H+

CO2 + H2O

Anhydrase 
carbonique II

Cristaux 
d’hydroxyapatitepH = 4,5

Calcium 
Phosphore

Collagène

Os calcifié

1. Dissolution des cristaux2. Dégradation protéique

Canal chlore

Pompe à protons Récepteur à la vitronectine

Enzymes lysosomiales Echangeur Bicarbonate/Chlore

Zone claire

Protéases

Cl-

Cl-

HCO3
- + H+

H+

CO2 + H2O

Anhydrase 
carbonique II

Cristaux 
d’hydroxyapatite

Cristaux 
d’hydroxyapatitepH = 4,5

Calcium 
Phosphore

Collagène

Os calcifié

1. Dissolution des cristaux2. Dégradation protéique

Canal chlore

Pompe à protons Récepteur à la vitronectine

Enzymes lysosomiales Echangeur Bicarbonate/Chlore

 

Figure 12 : Schéma d’un ostéoclaste actif (d’après Rousselle et Heymann, 2002). 
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3. La croissance osseuse 

 

L’ostéogenèse ou formation du tissu osseux utilise un processus de métaplasie au 

cours duquel un tissu conjonctif est transformé en tissu osseux. La vascularisation des sites 

remaniés est une condition nécessaire au bon déroulement des différents processus 

d’ossification qui comprend deux phases. 

 

A. Ossification primaire 

 

L’ossification primaire correspond à la formation d’un tissu osseux sur un support non 

osseux. Elle débute durant la vie embryonnaire ou fœtale, à des moments variables suivant les 

pièces osseuses. La formation de l’os débute à partir d’un tissu conjonctif ou d’un support 

cartilagineux hyalin : 

 

- la formation endoconjonctive correspond soit à l’ossification périostique pour 

la diaphyse des os longs, soit à l’ossification membranaire pour les os plats, 

- la formation sur un support cartilagineux est nommée ossification 

endochondrale ou enchondrale, comme au niveau de la diaphyse des os longs, des épiphyses 

des os longs ou des os courts. 

 

1. Ossification membranaire 

 

L’ossification membranaire a lieu lors du développement des os plats. Le tissu osseux 

se développe directement par différenciation du tissu mésenchymateux embryonnaire. Le 

processus d’ossification débute avec l’arrivée de la vascularisation. Des cellules 

mésenchymateuses au niveau d’une zone vascularisée du tissu conjonctif embryonnaire 

prolifèrent et se différencient directement en pré-ostéoblastes puis en ostéoblastes. Ces 

cellules élaborent la matrice ostéoïde sur un support de fibres de collagène de type I, qui se 

minéralise dans un second temps. L’ossification progresse de proche en proche en formant un 

réseau de travées osseuses dans l’os spongieux. L’os formé au niveau de ces sites 

d’ossification est de l’os fibreux qui sera ensuite résorbé et remplacé par du tissu osseux 

lamellaire (Toppets, 2004). 
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2. Ossification périostique 

 

L’ossification périostique participe à la croissance des os courts et est responsable de 

l’augmentation du diamètre des os longs. Des bordures d’ostéoblastes sécrètent de l’os 

réticulaire sur un support de fibres de collagène provenant du périoste. Ces fibres orientées 

dans tous les sens permettent une continuité physique entre le tissu osseux en formation et les 

tissus péri-osseux. Au fur et à mesure, les travées osseuses s’épaississent par sécrétion 

successive de matrice osseuse par les ostéoblastes. La densification progressive de la matrice 

osseuse réalise des lames concentriques d’os périostique autour de la diaphyse. Cette 

apposition des lames de l’intérieur vers l’extérieur permet la croissance en épaisseur des 

diaphyses des os longs (Toppets, 2004). 

 

3. Ossification endochondrale 

 

L’ossification endochondrale est le processus survenant au cours du développement 

des os longs. Elle comporte deux phases : la destruction du cartilage préexistant puis son 

remplacement par de l’os.  

Dans la partie centrale du cartilage, les chondrocytes s’hypertrophient et la matrice 

cartilagineuse se réduit à de fines travées. Des sels phosphocalciques précipitent sur cette 

matrice et donnent naissance à du cartilage calcifié dans lequel les chondrocytes 

hypertrophiés se retrouvent prisonniers puis meurent par apoptose. Une néovascularisation 

permet alors l’acheminement de cellules ostéoprogénitrices et d’ostéoclastes, qui résorbent le 

cartilage calcifié en formant des travées. Les cellules ostéoprogénitrices, une fois fixées sur 

les travées, se multiplient et se transforment en ostéoblastes qui sécrètent une matrice 

ostéoïde, qu’ils minéraliseront ensuite, et qui constitue l’os primaire endochondral. Cette 

structure sera rapidement détruite par les ostéoclastes et remplacée par de l’os secondaire 

(Toppets, 2004). 

 

B. Ossification secondaire 

 

L’ossification secondaire correspond à la formation d’un tissu osseux sur un support 

osseux, après une phase préalable de destruction de la matrice osseuse préexistante par les 

ostéoclastes. Elle élabore un os plus résistant et mieux vascularisé : c’est la formation des 

ostéons. Elle survient principalement au niveau de la diaphyse des os longs. Au cours de ce 
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type d’ossification, des bourgeons conjonctivo-vasculaires amenant des ostéoclastes abordent 

la diaphyse du côté de la cavité médullaire et du périoste. Les ostéoclastes creusent de larges 

canaux dans l’os lamellaire. Ces canaux sont ensuite colonisés par des cellules 

ostéoprogénitrices attachées à la paroi du canal et se transformant en ostéoblastes. Les 

ostéoblastes sécrètent de la matrice ostéoïde qui va rapidement se minéraliser. De nouvelles 

cellules ostéoprogénitrices se déposent sur la matrice osseuse formée et se transforment en 

ostéoblastes qui sécrètent à leur tour une matrice dans laquelle ils se retrouvent emmurés et 

ainsi de suite jusqu’à former un ostéon. C’est ainsi que l’os haversien va entièrement se 

substituer à l’os lamellaire périostique (Toppets, 2004). 
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4. Le remodelage osseux 

 

Le remodelage osseux est un processus complexe faisant intervenir deux activités 

opposées mais complémentaires qui conduisent au maintien de la masse osseuse : la 

formation du tissu osseux par les ostéoblastes et sa destruction par les ostéoclastes. C’est 

grâce à ce processus que le squelette se renouvelle de 4% par an pour l’os compact et de 25% 

pour l’os spongieux. Ce mécanisme permet au tissu osseux de remplir son rôle métabolique 

(libération de sels minéraux lors de la résorption) et son rôle de soutien (adaptations 

architecturales aux changements de conditions mécaniques).  

Le signal qui déclenche le remodelage osseux peut être de nature mécanique (altération 

de l’architecture locale de l’os : fracture, prise de poids…) (Turner et Pavalko, 1998) ou 

hormonale comme c’est le cas dans l’ostéoporose où une diminution du taux d’estrogènes 

entraîne une augmentation du nombre et de l’activité des ostéoclastes (Pacifici, 1998). Le 

remodelage en lui-même présente une succession de quatre phases parfaitement définies : 

activation, résorption, inversion et formation (Hill, 1998) (figure 13). 

A l’état quiescent, la surface de la matrice extracellulaire de l’os est recouverte par une 

bordure d’ostéoblastes (cellules bordantes), qui empêche l’accès de la matrice aux 

ostéoclastes. Ces cellules bordantes ont une activité métabolique très réduite, mais peuvent se 

multiplier ou se différencier à nouveau en ostéoblastes fonctionnels sous l’influence de 

stimuli mécaniques ou moléculaires. Lors de la phase d’activation, sous l’action des facteurs 

tels que la PTH, la vitamine D3 et prostaglandine E2 (PGE2), les ostéoblastes se rétractent et 

laissent la place aux précurseurs mononucléés des ostéoclastes, ou pré-ostéoclastes, qui 

peuvent adhérer à la matrice. Les ostéoblastes situés à proximité des pré-ostéoclastes vont 

alors favoriser leur différenciation en ostéoclastes matures via la production de différentes 

cytokines dont RANKL qui va interagir avec son récepteur RANK présent à la surface des 

pré-ostéoclastes. 
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Figure 13 : Les différentes étapes du remodelage osseux (d’après Lerner, 2006) 

 

Une fois les ostéoclastes formés et matures, la phase de résorption débute et se déroule 

comme indiqué précédemment. Les ostéoclastes quittent ensuite le site de résorption et la 

phase d’inversion peut alors commencer. Les facteurs responsables de l’arrêt d’activité des 

ostéoclastes ne sont pas totalement élucidés. Il semblerait toutefois que des récepteurs 

membranaires sensibles à la concentration de calcium dans la chambre de résorption 

provoqueraient le détachement des ostéoclastes de la surface osseuse (Marie, 2009). Les 

ostéoclastes détachés peuvent se déplacer à la surface de l’os et résorber de nouveau la 

matrice osseuse ou mourir par apoptose vraisemblablement médiée par le système Fas/Fas 

ligand (Wu et al., 2003). Ces ostéoclastes sont alors remplacés par des cellules mononucléées 

de type macrophagique qui vont éliminer les derniers résidus de matrice présents dans le fond 

de la lacune. 

L’ultime phase de ce cycle est la phase de formation osseuse. Elle est caractérisée par le 

recrutement des ostéoblastes au fond de la lacune de résorption qu’ils comblent en apposant 

une nouvelle matrice collagénique non minéralisée (ou ostéoïde) qui sera secondairement 

minéralisée. 
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II. Les principaux régulateurs de la résorption osseuse 

 

Le remodelage osseux est un processus complexe faisant intervenir deux types 

cellulaires. La maturation et l’activité de ces cellules sont sous la dépendance de facteurs 

locaux et systémiques (hormones, facteurs de croissance, cytokines,…). Parmi ces facteurs, la 

triade OPG / RANK / RANKL découverte il y a une dizaine d’années apparaît être la voie 

principale de régulation. 

 

1. La triade OPG / RANK / RANKL  

 
La découverte en 1997 de l’ostéoprotégérine (OPG, TNFRSF11B) et l’identification 

consécutive de son ligand RANKL (TNFRSF11) et de RANK (TNFRSF11A) ont 

révolutionné les connaissances des mécanismes moléculaires à la base de la régulation du 

remodelage osseux (Simonet et al., 1997). Ce système a été depuis caractérisé grâce à 

l’utilisation de modèles animaux transgéniques qui ont permis de mieux comprendre le rôle 

de chaque protagoniste dans le contrôle de la biologie osseuse. L’interaction de RANKL à son 

récepteur RANK induit la différenciation et l’activation des précurseurs ostéoclastiques en 

ostéoclastes matures tout en assurant également leur survie. L’OPG est un récepteur soluble 

capable de se lier à RANKL et d’empêcher son interaction avec RANK. L’OPG est donc, à ce 

titre, une molécule anti-résorption osseuse (figure 14). 
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RANKL

RANK

OPG

Formation Osseuse

(Amgen, 2007; Adapté de Boyle WJ, et al. Nature. 2003;423:337-342) Résorption osseuse

Ostéoclaste activé

CFU-M Pré-ostéoclaste

Ostéoclaste
multinucléé

M-CSF

Ostéoblastes
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Figure 14 : Rôle de la triade OPG / RANK / RANKL dans la différenciation 

ostéoclastique (d’après Amgen adapté de Boyle et al., 2003) 
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A. RANKL 

 
Si RANKL, membre de la superfamille du TNF, est aussi connu sous le nom d’OPGL 

(Osteoprotegerin Ligand), TRANCE (TNF-Related Activation-Induced CytokinE) ou ODF 

(Osteoclast Differentiation Factor), la nomenclature officielle est le TNFSF11 (11ème membre 

de la superfamille du TNF). Les différentes appellations s’expliquent du fait que RANKL a 

été identifié et cloné au même moment par deux groupes de recherche différents, l’un à partir 

d’une lignée de cellules stromales de la moelle osseuse murine ST2 (Yasuda et al., 1998), et 

l’autre à partir de cellules myélomonocytaires murines 32D (Lacey et al., 1998). RANKL est 

une protéine transmembranaire de type II (partie N-terminale intracellulaire) sans peptide 

signal (Hofbauer et al., 2000) montrant une homologie d’environ 30% avec TRAIL (TNF-

Related Apoptosis-Inducing Ligand) et CD40, et d’environ 20% avec Fas-Ligand (Wong et 

al., 1997). 

RANKL existe sous trois isoformes (chez la souris et l’homme) résultant de l’épissage 

alternatif d’un même gène (Ikeda et al., 2001 ; Suzuki et al., 2004). L’isoforme RANKL1 

correspond à une protéine transmembranaire de 317 acides aminés chez la souris et 316 chez 

l’homme, possédant un domaine intra-cytoplasmique complet lui permettant d’interagir avec 

des molécules intracellulaires. RANKL3 est une protéine soluble monomérique de 199 acides 

aminés chez la souris et 244 chez l’homme, intracytoplasmique et non sécrétée, délétée dans 

sa partie N-terminale pour les acides aminés correspondant aux domaines intracytoplasmique 

et transmembranaire de RANKL. Quant à l’isoforme RANKL2, elle est de structure différente 

suivant l’espèce : RANKL2 de souris (287 acides aminés) possède un court domaine intra-

cytoplasmique alors que RANKL2 humain (244 acides aminés) en est dépourvu (figure 15). 
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Figure 15 : Structure des trois 

isoformes de RANKL et de son 

récepteur RANK (D’après 

Theoleyre et al., 2004). 
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Dans le milieu extracellulaire, la forme soluble de RANKL peut également être libérée 

de la membrane plasmique après clivage par des protéases comme ADAM-10 (A Desintegrin 

And Metalloprotease), ADAM-17, la MMP-7 ou la MMP-14 (Georges et al., 2009 ; Hikita et 

al., 2006) 

RANKL est exprimé par un grand nombre de cellules et de tissus, mais plus fortement 

par le squelette (os, moelle osseuse, cartilage) (Lacey et al., 1998 ; Yasuda et al., 1998), les 

organes lymphoïdes (ganglions, thymus, rate, foie fœtal) et par le système vasculaire (Collin-

Osdoby et al., 2001). RANKL est exprimé dans différentes lignées de cellules stromales 

(ST2, MC3T3-E1) et d’ostéosarcomes (UMR-106, SaOS2), dans des ostéoblastes murins en 

culture primaire et dans les chondrocytes hypertrophiques murins (Kartsogiannis et al., 1999). 

Les ostéoblastes matures expriment peu RANKL ; à l’inverse les cellules stromales 

l’expriment en quantité importante. Il est également exprimé en grande quantité par les 

lymphocytes T, les cellules endothéliales et les glandes mammaires (Anderson et al., 1997 ; 

Srivastava et al., 2003). Enfin une expression faible de RANKL a été mise en évidence dans 

le cerveau, le cœur, les poumons, les reins et le placenta (Kartsogiannis et al., 1999). 

Le principal rôle de RANKL est de stimuler la différenciation des ostéoclastes ainsi que 

leur maturation et leur survie en inhibant leur apoptose. (Fuller et al., 1998 ; Wong et al., 

1999). En effet, des souris invalidées pour ce gène présentent une ostéopétrose (condensation 

osseuse) sévère associée à une absence totale d’ostéoclastes fonctionnels due à l’incapacité 

des ostéoblastes à supporter l’ostéoclastogenèse, induisant une augmentation de la densité 

minérale osseuse et une hématopoïèse compensatoire extramédullaire (Kong et al., 1999). A 

l’inverse, après injection de RANKL, des souris naïves ont développé une ostéoporose 

importante (Hofbauer et al., 2000). Ces résultats mettent en évidence le rôle clé de RANKL 

dans la résorption osseuse. En effet, in vitro RANKL, en se fixant à son récepteur RANK 

présent à la surface des pré-ostéoclastes (Yasuda et al., 1998), induit en présence de M-CSF 

(Suda et al., 1999) leur différenciation en ostéoclastes matures (Lacey et al., 1998). De plus, 

les souris transgéniques invalidées pour RANKL présentent également un défaut de 

développement des glandes mammaires engendrant la mort des nouveaux-nés, ce processus 

pouvant être contrebalancé par l’injection de RANKL exogène (Fata et al., 2000). 

RANKL joue également un rôle majeur dans les fonctions immunitaires puisqu’il 

semble être très fortement impliqué dans la régulation de l’organogenèse des ganglions 

lymphoïdes et dans la maturation des cellules du thymus (Kong et al., 1999). Le rôle de 

RANKL dans le système immunitaire peut être étendu aux cellules dendritiques (il est capable 
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de stimuler leur activation et leur survie) et aux monocytes (il agirait comme un facteur 

chimiotactique) (Baud'huin et al., 2007b, revue acceptée en annexe) (figure 16). 

Enfin, certaines cellules cancéreuses expriment une forme fonctionnelle du récepteur 

RANK donnant à RANKL une implication pro-tumorale (Kim et al., 2006 ; Ando et al., 2008 

; Mori et al., 2009). RANKL intervient également dans les processus métastatiques des 

cancers du sein, de la prostate et du rein (Armstrong et al., 2008 ; Jones et al., 2006 ; Mikami 

et al., 2009 ; Mori et al., 2007). Il facilite la migration de cellules cancéreuses à l’origine de 

leur dissémination dans l’organisme (Mori et al., 2009) 
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Figure 16 : Les rôles du système RANK / RANKL sur les ostéoclastes et sur d’autres 

types cellulaires (d’après Boyce et Xing, 2007). 

 

B. RANK 

 

RANK est une protéine transmembranaire de type I (partie N-terminale extracellulaire) 

appartenant à la superfamille des récepteurs au TNF et qui possède environ 40% d’homologie 

avec CD40. Cette protéine transmembranaire de 616 acides aminés qui posséde un peptide 

signal (Anderson et al., 1997) se présente à la membrane sous forme d’un récepteur 

trimérique. Le domaine extracellulaire de RANK contient 4 motifs riches en cystéine et deux 
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sites de N-glycosylation (Hofbauer et al., 2000). RANK, récepteur de RANKL, est présent à 

la surface des précurseurs ostéoclastiques et des ostéoclastes matures au niveau osseux, et il 

est également exprimé par les lymphocytes, les cellules dendritiques et les cellules 

endothéliales. L’expression de RANK a été détectée dans différents tissus comme le muscle 

squelettique, la peau, le cerveau, les poumons, le foie (Anderson et al., 1997 ; Min et al., 2000 

; Nakagawa et al., 1998). 

RANK est essentiel à la différenciation et à la survie des ostéoclastes. En effet, des 

souris transgéniques invalidées pour ce gène (souris RANK-/-) présentent une ostéopétrose 

sévère associée à un manque d’ostéoclastes matures, phénotype similaire à celui des souris 

délétées pour le gène RANKL (Li et al., 2000). Différentes études ont montré que RANKL se 

lie spécifiquement à RANK à la surface des pré-ostéoclastes avec une haute affinité (3 nM) et 

que cette liaison entraîne l’activation de RANK indispensable à l’ostéoclastogenèse (Hsu et 

al., 1999 ; Nakagawa et al., 1998). La fixation de RANKL à RANK entraîne, par 

l’intermédiaire de TRAF6, l’activation de voies de signalisation (telles que PI3K, p38, ERK, 

JNK, Akt ou NFκB) qui mènent à la différenciation des précurseurs ostéoclastiques et à 

l’activation des ostéoclastes (figure 17). 
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Figure 17 : Signalisation induite par la liaison de RANKL à son récepteur RANK 

dans les ostéoclastes (Baud'huin et al., 2007a). 
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Les souris RANK-/-, en plus de développer une ostéopétrose, présentent une absence de 

ganglions lymphoïdes et un défaut de maturation des lymphocytes B et T alors qu’elles ont un 

développement thymique normal (Li et al., 2000) confirmant les données obtenues pour 

RANKL. 

Des souris transgéniques exprimant la protéine de fusion soluble RANK-Fc présentent 

quant à elles un phénotype squelettique similaire à celui des souris transgéniques pour l’OPG, 

c'est-à-dire une diminution de l’ostéoclastogenèse et de la résorption osseuse (Hsu et al., 

1999). 

 
C. Ostéoprotégérine (OPG) 

 

L’OPG est une glycoprotéine sécrétée appartenant à la superfamille des récepteurs au 

TNF. Elle a été identifiée de façon concomitante par deux groupes indépendants (Simonet et 

al., 1997 ; Yasuda et al., 1998). L’OPG, contrairement aux autres membres de cette famille, 

ne possède ni domaine intracytoplasmique ni domaine transmembranaire et n’est donc 

produite que sous forme soluble. 

Le gène humain codant l’OPG est localisé sur le chromosome 8q23-24 et contient 5 

exons sur un domaine de 29 kb (Yamaguchi et al., 1998). Structurellement, l’OPG est une 

protéine de 401 acides aminés (55-62 kDa), dont les 21 premiers acides aminés correspondent 

à un peptide signal clivé dans la forme mature de la protéine (figure 18). Dans sa partie N-

terminale, les 4 domaines (D1 � D4) riches en cystéine participent à l’activité anti-

ostéoclastique de l’OPG. En effet, ce sont par ces domaines que l’OPG se fixe à son principal 

ligand : RANKL. Son extrémité C-terminale contient deux domaines de mort fonctionnels D5 

et D6 ("death domain homologous  region") (Yamaguchi et al., 1998). Le dernier domaine 

(D7) possède un site de liaison à l’héparine essentiel pour l’interaction de l’OPG avec les 

protéoglycanes et les glycosaminoglycanes (Borset et al., 2000 ; Theoleyre et al., 2006). Au 

sein du domaine D7, une cystéine en position 400 permet l’homodimérisation de l’OPG (110-

120 kDa). C’est sous cette forme que l’OPG est sécrétée. Elle présente dans ce cas une plus 

grande affinité pour RANKL (2 à 3 log) et une capacité à se lier à l’héparine renforcée 

(Schneeweis et al., 2005). 
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Figure 18 : Structure de l’OPG (Holen et Shipman, 2006). 

 

L’OPG est une molécule ubiquitaire présente dans le tissu osseux, la peau, le foie, les 

poumons, le cœur, les artères, les veines, les reins, le placenta, les glandes mammaires et le 

cerveau (Collin-Osdoby, 2004 ; Simonet et al., 1997 ; Yasuda et al., 1998). Elle est exprimée 

de façon prédominante par les cellules stromales de la moelle osseuse, mais son expression 

par les lymphocytes B et les cellules dendritiques peut également être induite par le TNFα, 

RANKL, l’IL-1 β et l’activation de CD40 (Schoppet et al., 2007 ; Yun et al., 1998). Enfin, les 

cellules endothéliales (Collin-Osdoby et al., 2001), les fibroblastes, les monocytes et les 

ostéoblastes humains en culture primaire expriment fortement l’OPG (Hofbauer et al., 2000), 

ainsi que des cellules tumorales de cancers du sein ou de prostate (Holen et Shipman, 2006). 

Les fonctions principales de l’OPG ont été clairement mises en évidence par 

l’établissement de souris transgéniques surexprimant l’OPG. En effet, ces souris présentent 

une sévère ostéopétrose accompagnée d’une splénomégalie due à une hématopoïèse 

compensatoire extramédullaire et à un défaut de développement thymique (Simonet et al., 

1997). Une augmentation de l’os trabéculaire minéralisé associée à une diminution du nombre 

d’ostéoclastes est également observée. Au contraire, les souris invalidées pour l’OPG 

développent une ostéoporose et présentent une diminution de la densité minérale osseuse 

accompagnée de multiples fractures et d’une stimulation de renouvellement osseux (Bucay et 

al., 1998). Ces phénomènes sont réversibles par l’injection intraveineuse d’OPG 
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recombinante (Min et al., 2000). L’OPG joue donc un rôle primordial dans le remodelage 

osseux et dans le maintien de la masse osseuse. 

L’OPG fonctionne en réalité comme un récepteur leurre pour RANKL empêchant celui-

ci de se lier à RANK (figure 17). Elle inhibe par conséquent la différenciation et l’activation 

ostéoclastiques (figure 19). Cependant, l’OPG possède une activité directe sur l’ostéoclaste 

mature. Elle régule la production de protéases impliquées dans la dégradation de la matrice 

organique. Wittrant et coll. ont montré que l’OPG diminue l’expression de la cathepsine K et 

de TRAP alors qu’elle augmente celle de la MMP-9 (Wittrant et al., 2002). De plus, l’OPG 

possède une action sur les tissus et cellules dans lesquels RANKL intervient. L’OPG agit par 

conséquent sur le système immunitaire en diminuant la survie des cellules dendritiques (Reid 

et Holen, 2009). Un autre ligand de l’OPG a été mis en évidence, il s’agit de TRAIL. La 

fixation d’OPG à TRAIL inhibe l’effet pro-apoptotique de cette cytokine qui en retour bloque 

l’activité anti-ostéoclastique de l’OPG (Emery et al., 1998). Des études in vitro ont montré 

que des cellules de cancers du sein et de prostate produisent des quantités suffisantes d’OPG 

pour se protéger de l’effet pro-apoptotique de TRAIL (Holen et al., 2002 ; Holen et al., 2005). 

Des résultats similaires ont été obtenus pour des lignées de carcinome du côlon (Pettersen et 

al., 2005). Ces travaux suggèrent donc un effet pro-tumoral de l’OPG dans certains cancers. 

Pourtant, dans des pathologies cancéreuses particulières (ostéosarcomes), l’OPG a démontré, 

in vivo, une activité anti-tumorale puissante (Lamoureux et al., 2007b). 

L’OPG peut enfin interagir avec des molécules de la famille de l’héparine par un 

domaine de liaison spécifique (Yamaguchi et al., 1998). Cette capacité à se lier à des 

structures glucidiques comme les glycosaminoglycanes (GAGs) est à l’origine de nombreuses 

activités complémentaires de l’OPG. C’est en effet en se liant aux protéoglycanes (structure 

protéique reliée à des chaînes de glycosaminoglycanes) que l’héparine induit le 

chimiotactisme des monocytes (Mosheimer et al., 2005). De plus, il a été montré qu’une fois 

liée à l’héparine ou à d’autres GAGs, l’OPG n’était plus capable d’interagir avec RANKL 

(Theoleyre et al., 2006). Des études menées chez l’animal ont permis de mettre en évidence 

que les activités anti-tumorales de l’OPG dans les ostéosarcomes étaient modifiées par 

l’environnement tumoral et osseux riches en GAGs et protéoglycanes (Lamoureux et al., 

2009). Ces données suggèrent donc que l’héparine ainsi que les GAGs contrôlent l’activité de 

l’OPG. 
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Figure 19 : Les rôles de l’OPG dans différents types cellulaires. 

 

2. Les autres protagonistes impliqués dans le remodelage osseux 

 

Comme nous venons de le voir, le tissu osseux est sous le contrôle de la triade OPG / 

RANK / RANKL. Cette triade moléculaire est régulée par d’autres effecteurs, notamment par 

des hormones et des cytokines. Cependant le rôle de ces cytokines dans la biologie osseuse est 

parfois controversé comme c’est le cas de l’IL-6 que nous aborderons en détail. 

 

A. Les facteurs hormonaux (Tableau I) 

 

1. La parathormone ou PTH 

 

Cette hormone peptidique de 84 acides aminés est la principale hormone responsable de 

l’homéostasie calcique. En effet, elle agit à plusieurs niveaux pour augmenter la concentration 

plasmatique du calcium. Sur l’os, la PTH stimule donc la résorption osseuse avec la 

production de RANKL par les ostéoblastes qui active les ostéoclastes (Qin et al., 2004). Sur le 

rein, la PTH provoque l’excrétion urinaire de phosphore inorganique et la réabsorption des 

ions calcium. Enfin, elle augmente l’absorption intestinale de calcium et de phosphore (Poole 

et Reeve, 2005). 
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2. Le 1,25-dihydroxycholécalciférol ou 1,25 DHCC 

 

Cette hormone active le remaniement osseux à savoir l’activité ostéolytique (synergie 

avec la PTH) sur l’os vieux et l’ostéogenèse par minéralisation de l’ostéoïde. Elle augmente 

l’absorption intestinale de calcium et de phosphore. Elle favorise la réabsorption rénale de 

calcium et de phosphore et diminue la sécrétion tubulaire (St-Arnaud, 2008) 

 

3. La calcitonine 

 

Cette protéine de 32 acides aminés est antagoniste de la PTH et est synthétisée par les 

cellules C contenues dans la thyroïde. La calcitonine inhibe la résorption osseuse en modifiant 

le cytosqulette des ostéoclastes et stimule l’activité ostéoblastique. Elle diminue la quantité de 

calcium et de phosphore inorganique circulant (Naot et Cornish, 2008 ; Suzuki et al., 1996). 

 

Tableau I : Effets des différentes hormones calciques sur l’os. 
 

 Origine Rôles 

Parathormone 
Glandes 

parathyroïdes 

• Augmentation de la calcémie 

• Diminution de la phosphatémie 

• Augmentation du rapport phosphocalcique 

HYPERCALCEMIANTE 

HYPOPHOSPHATEMIANTE 

Calcitonine 
Cellules C de 

la thyroïde 

• Diminution de la calcémie 

• Diminution du rapport phosphocalcique 

HYPOCALCEMIANTE 

1,25 

dihydroxycholécalciférol 
Alimentation 

Augmentation de la calcémie et de la phosphatémie 

afin que le rapport phosphocalcique soit constant 

 

 

4. Autres hormones (Hadjidakis et Androulakis, 2006) 

 

La thyroïde produit deux hormones principales : la triiodothyronine (T3) et la thyroxine 

(T4) indispensables au développement des os longs. Lors d’une hyperthyroïdie, on observe 
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une hypercalcémie et une accélération du remaniement osseux associée à une diminution de la 

vitesse de formation osseuse. 

Les hormones sexuelles sont également impliquées dans le maintien de la masse 

osseuse. En effet, la chute du taux d’estrogènes chez la femme et de testostérone chez 

l’homme a pour conséquence l’augmentation de la résorption osseuse. 

Les corticoïdes agissent par diminution de l’absorption intestinale de calcium et 

hypersécrétion de parathormone. Au long terme, ils inhibent la formation osseuse par arrêt de 

la synthèse de collagène et diminution de l’activité des phosphatases alcalines. 

 

B. Les principales cytokines contrôlant le remodelage osseux 

 

Certaines molécules, sécrétées par les cellules du microenvironnement osseux (cellules 

stromales, lymphocytes, …) peuvent réguler la différenciation ostéoclastique. 

 

1. M-CSF et IL-34 

 

Le M-CSF est bien plus qu’un simple facteur de croissance hématopoïétique. Il s’agit 

d’une cytokine active sur beaucoup d’autres cellules et tissus, notamment le tissu osseux. Le 

rôle majeur du M-CSF dans l’ostéoclastogenèse a été mis en évidence chez les souris op/op 

(Kodama et al., 1991) dans lesquelles une mutation non-sens du M-CSF entraîne l’absence de 

M-CSF biologiquement actif. Ces souris présentent une ostéopétrose sévère due à un défaut 

d’ostéoclastes. L’administration de M-CSF recombinant corrige le phénotype osseux et 

provoque l’apparition d’ostéoclastes capables de résorber (Felix et al., 1990). Le M-CSF est 

impliqué dans plusieurs étapes de la différenciation ostéoclastique. Il est nécessaire dans la 

prolifération, la survie et l’adhérence des précurseurs ostéoclastiques (Knowles et Athanasou, 

2009). Il a été reporté que le M-CSF est également actif sur les ostéoclastes matures en 

stimulant leur migration et leur adhérence (Pilkington et al., 1998). Très récemment, une 

nouvelle cytokine, l’IL-34, a été découverte. Elle assure la survie des monocytes au même 

titre que le M-CSF (Lin et al., 2008) et partage un même récepteur : le c-fms. 

Nous avons par ailleurs montré récemment que cette cytokine pouvait se substituer au 

M-CSF dans l’ostéoclastogenèse induite par RANKL in vitro (Baud’huin et al., article soumis 

en annexe). Dans plusieurs modèles de différenciation ostéoclastique (RAW 264.7, 

monocytes humains CD14+ et murins CD11b+), l’IL-34 peut remplacer le M-CSF et permettre 

la formation d’ostéoclastes. Comme le M-CSF, l’IL-34 assure les étapes de prolifération et 
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d’adhérence des précurseurs ostéoclastiques. Nous avons démontré également que l’IL-34 

induisait, via le récepteur c-fms, l’activation des voies Erk1,2 et Akt. D’autre part, nous avons 

mis en évidence l’expression d’IL-34 au niveau de lésions de tumeurs à cellules géantes 

(TCGs). Les TCGs sont des lésions ostéolytiques pourvues d’une abondante vascularisation et 

constituées d’un triple contingent cellulaire, des cellules géantes multinucléées capables de 

résorber l’os, des cellules fibroblastiques et des cellules macrophagiques. La présence d’IL-34 

dans ce type de tumeur très ostéolytique pourrait soutenir la formation de ces cellules géantes 

en complément du M-CSF. 

 

2. TNFα 

 

Le TNFα a un rôle important et central dans la physiopathologie de la résorption 

osseuse. La balance résorption / formation nécessaire au maintien de l’homéostasie de l’os est 

modifiée par de fortes concentrations de TNFα rencontrées dans les processus inflammatoires 

aigus et chroniques (Maladie de Crohn, polyarthrite rhumatoïde pour revue Nanes, 2003) 

L’augmentation de production de TNFα, particulièrement chez les femmes ménopausées, 

cause des dommages osseux en augmentant la résorption osseuse tout en inhibant la formation 

de l’os par les ostéoblastes (Pacifici, 1996). 

Le TNFα peut, en présence de M-CSF, stimuler la formation d’ostéoclastes par un 

mécanisme impliquant les deux récepteurs spécifiques du TNF, TNFR1 et TNFR2, mais ne 

faisant pas intervenir RANKL (Azuma et al., 2000 ; Kobayashi et al., 2000). Les ostéoclastes 

formés sont capables de résorber l’os en présence d’interleukine-1 (IL-1). 

 

3. TRAIL 

 

L’activité de TRAIL sur l’ostéoclaste est actuellement très controversée. L’équipe 

italienne de Zauli et coll., a montré que TRAIL inhibait de façon directe la différenciation 

ostéoclastique induite par RANKL (Zauli et al., 2004 ; Zauli et al., 2008). Cependant, la 

même année, Yen et coll. ont démontré le contraire. Dans deux modèles d’ostéoclastogenèse, 

TRAIL est suffisant pour induire une différenciation ostéoclastique (Yen et al., 2008). Mais 

l’effet réel de TRAIL sur l’ostéoclaste est désormais remis en question. Dans une lettre à 

l’éditeur, Labrinidis soutient le fait que TRAIL n’a aucune activité directe sur l’ostéoclaste 

que ce soit en présence ou en absence de RANKL (Labrinidis et al., 2008). 

 



  L’orchestration moléculaire 

42 
 

4. IL-1 

 
L’IL-1, protéine majeure de l’inflammation, stimule la résorption osseuse de manière 

indirecte. En effet, l’IL-1 augmente la production de M-CSF par l’ostéoblaste tout en 

diminuant celle de l’OPG. Ces deux effets stimulent l’ostéoclastogenèse (Tanabe et al., 2005). 

Mais, l’IL-1 peut aussi avoir un rôle direct dans l’ostéoclastogenèse. Très récemment, Kim et 

coll. ont montré que l’IL-1 pouvait induire directement la différenciation ostéoclastique de 

précurseurs surexprimant le récepteur IL-1R1. En l’absence de RANKL, l’IL-1 induit 

l’expression de gènes spécifiques de l’ostéoclaste tels que l’enzyme TRAP, en activant le 

facteur de transcription MITF (Kim et al., 2009). 

 

5. Autres interleukines influençant l’ostéoclastogenèse 

 

D’autres interleukines présentent une activité sur l’ostéoclastogenèse. Parmi celles-ci, 

l’IL-23 stimule la différenciation des PBMC en ostéoclastes en l’absence de RANKL exogène 

(Yago et al., 2007) et augmente l’expression de RANK dans les précurseurs monocytaires 

(Chen et al., 2008). Plus récemment, Mabilleau et coll. ont montré que l’IL-32 favorisait la 

formation de cellules multinucléées TRAP+. Toutefois ces cellules sont incapables de résorber 

une matrice osseuse (Mabilleau et Sabokbar, 2009). L’IL-22, produite par les lymphocytes 

Th17, stimule la formation d’ostéoclastes dans des cultures de splénocytes (Geboes et al., 

2009). Ces mêmes lymphocytes sécrètent l’IL-17 qui augmente la différenciation et l’activité 

des cellules ostéoclastiques dans la polyarthite rhumatoïde (Brown et al., 2008). 

 

6. Effets de l’interleukine-6 sur l’ostéoclastogenèse 

 

a. L’interleukine-6, cytokine de l’inflammation 

 

L’IL-6 est une glycoprotéine de 184 acides aminés, comprenant 4 hélices α (figure 20). 

Elle est produite par de nombreuses cellules après activation : monocytes / macrophages, 

lymphocytes T, cellules NK, fibroblastes, progéniteurs hématopoïétiques,… L’IL-6 est 

souvent produite sous l’effet d’autres cytokines. Ainsi, l’IL-1 et le TNFα induisent la 

production d’IL-6 par les monocytes / macrophages, les cellules endothéliales et les 

fibroblastes. L’IL-6 appartient à la famille des cytokines du type IL-6 qui comprend 

également l’IL-11, l’IL-27, l’IL-31, le LIF (Leukaemia Inhibitory Factor), l’OSM, le CNTF 
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(Ciliary Neutrophic Factor), la cardiotrophine 1 (CT-1) et la cytokine cardiotrophine-like 

(CLC).  

 
 

Ces cytokines activent des gènes impliqués dans la différenciation, la survie, l’apoptose 

et la prolifération notamment dans le tissu osseux (Blanchard et al., 2009). Ces cytokines 

utilisent la même sous-unité réceptrice, la glycoprotéine gp130, pour initier le signal dans la 

cellule, ce qui explique en partie la redondance fonctionnelle de ces molécules. Les signaux 

de transduction aboutissent à l’activation des facteurs de transcription de la famille STAT 

(Signal Transducers and Activators of Transcription) et à l’activation de la cascade 

MAPKinase (Mitogen-Activated Protein Kinase) (figure 21). 
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Figure 21 : Schéma de la signalisation de l’IL-6. L’IL-6 active la voie JAK/STAT et la 

cascade des MAPKinases (d’après Blanchard et al., 2009). FT : Facteur de transcription. 

Figure 20 : Structure de l’IL-6. 

Les 4 hélices α sont représentées dans différentes 

couleurs. Les sites de liaison aux récepteurs sont 

indiqués par les cercles (d’après Heinrich et al., 2003). 
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L’IL-6 est souvent impliquée dans la perte osseuse associée à certaines pathologies 

(Kwan Tat et al., 2004). Ainsi, l’ostéoporose post-ménopausique est due à une augmentation 

d’expression de l’IL-6 par les cellules stromales et les ostéoblastes (Girasole et al., 1992 ; 

Manolagas et Jilka, 1995). De plus, un taux élevé d’IL-6 a été mis en évidence dans des 

pathologies où la perte osseuse est importante, comme dans la maladie de Paget (Roodman, 

2001), les myélomes multiples (Klein et al., 1990), la polyarthrite rhumatoïde (Kotake et al., 

1996) et l’hyperparathyroïdisme (Grey et al., 1996). 

 

b. L’interleukine-6 : molécule pro- ou anti-résorptive 

 

Les ostéoblastes expriment faiblement le récepteur à l’IL-6 et la présence du récepteur 

soluble sIL-6R est nécessaire pour une efficacité maximale de l’IL-6 sur ces cellules (Erices 

et al., 2002). L’IL-6 favorise l’expression de marqueurs ostéoblastiques comme la 

phosphatase alcaline, l’ostéocalcine ou la sialoprotéine osseuse et augmente la formation de 

nodule osseux et la minéralisation de la matrice extracellulaire (Blanchard et al., 2009). Ces 

effets passent par l’activation du facteur de transcription STAT3 dans les cellules 

ostéoblastiques (Bellido et al., 1997). Mais ce ne sont pas les seuls effets sur l’ostéoblaste. 

L’IL-6, toujours en présence du récepteur soluble sIL-6R, induit la production ou l’activation 

de divers effecteurs de la différenciation ostéoclastique comme RANKL, l’IL-1 ou la PGE2 

(Liu et al., 2005 ; Palmqvist et al., 2002). Ces effets pro-ostéoclastiques indirects de l’IL-6 

impliquent l’activation de STAT3 dans les ostéoblastes (Kim et al., 2007). 

L’effet de l’IL-6 sur l’ostéoclastogenèse est controversé selon les auteurs et selon le 

modèle d’étude employé. La différenciation en ostéoclastes de cellules de la moelle osseuse 

de souris est possible avec l’IL-6, à condition d’être couplée à son récepteur soluble sIL-6R 

(Tamura et al., 1993). La même conclusion a été obtenue par l’équipe de Palmqvist 

(Palmqvist et al., 2002) dans des cultures de cellules issues de la calvaria de souriceaux 

nouveau-nés. La présence du récepteur soluble de l’IL-6 est également indispensable pour 

induire la différenciation des cellules de moelle osseuse en culture avec des ostéoblastes et 

l’IL-6 (Udagawa et al., 1995). Pourtant, chez des souris transgéniques pour l’IL-6 humaine, 

des analyses histomorphométriques ont montré une diminution du nombre d’ostéoclastes et de 

la résorption osseuse (Kitamura et al., 1995). 

Nos récents travaux montrent que l’IL-6 est capable d’agir sur l’ostéoclaste de façon 

directe (Duplomb et al., 2008, article en annexe). Dans trois modèles d’ostéoclastogenèse, 

l’IL-6, en l’absence de récepteur soluble sIL-6R, inhibe la différenciation ostéoclastique 
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induite par RANKL et favorise la voie macrophagique. Cet effet direct s’accompagne d’une 

réduction d’expression de différents marqueurs ostéoclastiques (TRAP, cathepsine K et CTR) 

et d’une acquisition de marqueurs macrophagiques (CD11b, F4/80 et Emr1) à la fois par PCR 

quantitative et par cytométrie en flux. C’est à la suite de ces observations que nous avons 

cherché les mécanismes impliqués dans l’inhibition de l’ostéoclastogenèse. Dans un premier 

temps, nous nous sommes intéressés à une possible modification de la voie de signalisation 

RANK / RANKL par des études western-blot. Nos travaux n’ont révélé aucune modification 

par l’IL-6 des voies classiquement activées par RANKL (MAPkinases, NF-kB et PI3kinase). 

Dans un second temps, nous avons étudié l’une des voies de signalisation propres de l’IL-6 : 

la voie STAT3. Tout d’abord par une approche de biologie moléculaire, nous avons cherché à 

bloquer la voie STAT3 en transduisant le modèle RAW 264.7 par un lentivirus codant pour 

une forme tronquée de STAT3 (STAT3∆). Il s’est avéré que la surexpression de la forme 

STAT3∆ provoquait une mort cellulaire importante nous indiquant que ce facteur de 

transcription était important dans la survie et la différenciation des précurseurs 

ostéoclastiques. C’est dans cette optique que nous avons poursuivi nos investigations sur le 

facteur STAT3 en nous concentrant sur les phosphorylations activatrices de ce facteur de 

transcription. L’étude par western-blot des différentes formes de STAT3 et de leur 

localisation (cytoplasmique ou nucléaire) a révélé que la phosphorylation sur le résidu 

Tyrosine 705 est impliquée dans l’acivité inhibitrice de l’IL-6 tandis qu’un taux basal de 

phosphorylation du résidu Sérine 727 est nécessaire pour l’ostéoclastogenèse. 

Ces résultats ont été confirmés la même année par une équipe japonaise. Yoshitake et 

coll. ont montré également que l’IL-6 inhibe la différenciation ostéoclastique de façon directe 

(Yoshitake et al., 2008). Leurs expériences menées sur des cellules de moelle osseuse de 

souris conduisent aux mêmes observations biologiques que les nôtres (diminution du nombre 

d’ostéoclastes et diminution d’expression des marqueurs ostéoclastiques TRAP, CTR et 

cathepsine K). Cependant, le mécanisme avancé est différent. Dans leur modèle d’étude, l’IL-

6 modifie certaines voies de signalisation activées par RANKL. L’IL-6 diminue fortement la 

phosphorylation de la voie JNK et la dégradation d’IkB. Les auteurs en revanche ne 

mentionnent pas la diminution de phosphorylation des sous-unités p50 et p52 de la voie NF-

kB que l’on devrait normalement observer si IkB n’est plus dégradé. Dans l’ensemble de nos 

travaux, nous n’avons effectivement jamais observé de modification de la voie NF-kB, un 

autre mécanisme de régulation des facteurs p50 et p52 pourrait être responsable de cette 

ambiguïté. Néanmoins, ces deux études décrivent l’activité directe de l’IL-6 sur les 

précurseurs ostéoclastiques en empêchant leur différenciation en ostéoclastes matures. Une 
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très récente étude in vivo vient confirmer ces données in vitro (Darowish et al., 2009). Des 

analyses d’histomorphométrie et de micro-scanner ont révélé que les lésions ostéolytiques 

induites par des particules de titane étaient bien plus importantes chez des souris déficientes 

pour le gène de l’IL-6. L’IL-6 n’est donc pas la cytokine responsable de l’augmentation du 

nombre et de l’activité des ostéoclastes. D’autre part, les auteurs ont montré que l’IL-6 

inhibait la différenciation ostéoclastique in vitro de précurseurs issus de la rate (Darowish et 

al., 2009). 

En prenant en considération l’ensemble des travaux menés sur l’IL-6 et son implication 

dans le remodelage osseux, nous pouvons conclure à un rôle double de cette cytokine pro-

inflammatoire. Lorsque l’IL-6 agit sur l’ostéoblaste c’est une cytokine pro-résorptive 

(Palmqvist et al., 2002) et elle se comporte comme un facteur anti-ostéoclastique en agissant 

directement sur les précurseurs ostéoclastiques (Duplomb et al., 2008, Yoshitake et al., 2008). 

Dans un contexte de pathologies inflammatoires ostéolytiques d’origine cancéreuse ou non, 

les fortes concentrations d’IL-6 sont le reflet d’un mécanisme protecteur du squelette pour 

compenser la résorption osseuse induite par RANKL. 
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III. Système vasculaire et tissu osseux 

 
Les vaisseaux sanguins sont organisés de manière hiérarchique afin de délivrer dans 

l’ensemble du corps l’oxygène, des facteurs solubles et différents types de cellules. 

L’endothélium est l’un des composants principaux de la vascularisation. Il n’agit pas 

seulement comme une barrière qui limite le mouvement des cellules et des molécules entre les 

tissus et la circulation, mais il est également un tissu actif capable d’échanger des 

informations avec les tissus adjacents et les cellules du sang. Ces échanges d’informations ne 

sont pas uni-directionnels : les tissus et l’endothélium communiquent entre eux par des 

facteurs de croissance, des cytokines, des chemokines… Le tissu osseux bien que d’apparence 

inerte, est richement vascularisé. Les vaisseaux sanguins parcourent l’os des épiphyses 

jusqu’à l’intérieur de la moelle osseuse. Les canaux de Volkmann et de Havers permettent 

aux vaisseaux de traverser l’os lamellaire et d’assurer les échanges entre ces deux tissus. Les 

facteurs de croissance et cytokines de l’endothélium agissent sur le tissu osseux. 

 

1 Rôle de la vascularisation dans le développement osseux 

 

Le système vasculaire joue un rôle important dans le développement et la croissance du 

squelette en intervenant non seulement dans l’ossification mais également dans le remodelage 

osseux. La formation du squelette met en jeu deux processus distincts : l’ossification 

membranaire et l’ossification endochondrale. Dans les deux cas, la formation de l’os est 

étroitement liée à la présence de vaisseaux sanguins. 

L’ossification membranaire est caractérisée par l’invasion de capillaires dans le 

mésenchyme assurant une bonne oxygénation et par la différenciation de cellules souches 

mésenchymateuses en ostéoblastes matures. Ceux-ci vont déposer une matrice osseuse 

aboutissant à la formation de spicules, pouvant s’agglomérer pour donner des trabécules 

osseux. Le tissu osseux ainsi formé est relativement désorganisé et peut être remplacé par de 

l’os lamellaire, plus résistant. Ce type d’ossification a lieu durant le développement 

embryonnaire et s’observe dans les os plats du crâne, la clavicule et la mandibule (Gotzos et 

al., 2007).  

En revanche, les os longs sont formés par ossification endochondrale. Il s’agit du 

remplacement du cartilage par un os primaire. Ce processus est dû à une invasion du cartilage 

par des vaisseaux sanguins qui apportent des cellules ostéoprogénitrices et des précurseurs 

ostéoclastiques. Les ostéoclastes matures vont résorber progressivement le cartilage alors que 
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les ostéoblastes vont combler les lacunes par une matrice calcifiée. Le VEGF (Vascular 

Endothelial Growth Factor) joue un rôle primordial dans l’ossification endochondrale. Il 

coordonne à la fois la vascularisation, la formation du cartilage et l’ossification (Dai et Rabie, 

2007). 

La vascularisation n’est pas seulement importante dans le développement osseux 

embryonnaire. La présence de vaisseaux est requise lors de la croissance, les capillaires 

envahissant le cartilage de conjugaison pour une croissance en longueur des os. A l’âge 

adulte, la vascularisation permet le remodelage osseux dans des conditions physiologiques et 

en réponse à des traumatismes ou à des conditions pathologiques comme la polyarthrite 

rhumatoïde et l’arthrose (Gerber et Ferrara, 2000). 

 

2 Interactions de l’endothélium et de l’os 

 

L’endothélium est une part essentielle du tissu squelettique, où la communication 

intercellulaire entre les cellules endothéliales et les cellules osseuses est importante dans le 

maintien de l’intégrité osseuse. Il a été démontré que des milieux conditionnés de cellules 

HUVEC (Human Umbilical Vein Endothelial Cell) augmentaient la prolifération de cellules 

stromales de moelle osseuse. De plus, lorsque des cellules HUVEC et ces cellules du stroma 

médullaire sont co-cultivées, l’expression et l’activité phosphatase alcaline (un marqueur 

ostéoblastique précoce) sont élevées suggérant une différenciation dans la lignée 

ostéoblastique (Villars et al., 2000). Ces deux types cellulaires, exprimant la connexine 43, 

seraient capables de communiquer entre eux par l’établissement de jonction gap. Inversement, 

il a été montré que des cellules HUVEC empêchaient la différenciation des cellules stromales 

de la moelle osseuse en ostéoblastes par inhibition de l’expression du facteur de transcription 

Osterix (Meury et al., 2006). Il semblerait que la différenciation ostéoblastique soit sous le 

contrôle des cellules endothéliales, en initiant le recrutement de cellules ostéoprogénitrices sur 

les sites de remodelage et en les maintenant dans un état pré-ostéoblastique afin d’éviter le 

dépôt de matrice osseuse dans les vaisseaux sanguins. Après la migration à travers 

l’endothélium de ces précurseurs ostéoblastiques, la différenciation continue jusqu'à 

l’obtention d’ostéoblastes matures capables de former une matrice osseuse. De plus dans 

l’environnement vasculaire un type de cellules, les péricytes, sont capable de se différencier 

en ostéoblastes (figure 22). Ce sont des cellules qui présentent de longs prolongements 

cytoplasmiques dont les principaux rôles sont la régulation du tonus vasculaire, de la 
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perméabilité capillaire et la formation de la matrice extracellulaire (Diaz-Flores et al., 2009). 

Ces péricytes sous l’influence de facteurs ostéogéniques se différencient en ostéoblastes 

(Doherty et al., 1998). Les ostéoblastes jouent un rôle actif dans la vascularisation du tissu 

osseux. Ils sont une source importante d’angiopoïétine-1 dont les principales fonctions sont de 

stabiliser les vaisseaux formés et de promouvoir la différenciation de cellules 

mésenchymateuses en cellules musculaires lisses (Kasama et al., 2007). 

Des études in vitro ont montré l’implication des cellules endothéliales dans la 

différenciation et l’activité de la lignée ostéoclastique. Afin d’atteindre le site de remodelage 

osseux, les précurseurs ostéoclastiques ont besoin d’adhérer et de migrer à travers 

l’endothélium par diapédèse (Collin-Osdoby et al., 2001 ; Kindle et al., 2006). L’endothélium 

permettrait également l’adressage des précurseurs ostéoclastiques sur des sites spécifiques 

afin de contrôler la résorption osseuse (Parfitt, 2000). 

Les cellules endothéliales de l’os ont des caractéristiques moléculaires propres. 

Certains facteurs moléculaires osseux sont capables d’agir sur les cellules endothéliales tels 

que la PTH, les estrogènes et des cytokines pro-inflammatoires. Les cellules endothéliales 

sécrètent des molécules impliquées dans le remodelage osseux, en agissant directement sur les 

ostéoblastes et les ostéoclastes. Les cytokines M-CSF et RANKL, facteurs requis pour la 

différenciation ostéoclastique, sont exprimées par les cellules endothéliales de même que 

l’OPG (Collin-Osdoby et al., 2001 ; Yoshida et al., 1990). L’OPG a également été retrouvée 

associée au facteur de von Willebrand (FvW) dans les corps de Weibel-Palade des cellules 

endothéliales (Zannettino et al., 2005). Ces auteurs ont démontré que sous conditions 

inflammatoires, l’OPG et le FvW pouvaient être libérés dans la circulation sanguine. Cette 

capacité du FvW à se lier à l’OPG suggère un événtuel rôle de ce facteur dans les activités 

biologiques de l’OPG. Comme évoqué précédemment, les cellules endothéliales peuvent 

réguler la différenciation ostéoblastique. Parmi les molécules candidates, l’endothéline 1 

permettrait la communication entre ces cellules (von Schroeder et al., 2003) (figure 22). De 

plus, l’angiotensine II produite par les cellules endothéliales, exerce une activité anabolique 

vis-à-vis des cellules ostéoblastiques et favorise l’angiogenèse à travers l’expression du 

VEGF. Une étude récente a montré que le VEGF intervenait dans la différenciation 

ostéoblastique en augmentant l’expression des gènes codant pour la phosphatase alcaline et le 

collagène de type I (Grellier et al., 2009). Le VEGF agit aussi sur les ostéoclastes. Il peut non 

seulement remplacer le M-CSF dans l’osteoclastogenèse des monocytes induite par RANKL 

(Niida et al., 1999) mais il peut également augmenter l’activité des ostéoclastes matures 

(Nakagawa et al., 2000).  
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Figure 22 : Interactions moléculaires et cellulaires entre l’endothélium et les cellules osseuses 

(d’après Brandi et Collin-Osdoby, 2006). 

 

3. La triade OPG / RANK / RANKL dans la biologie vasculaire 

 

La première preuve démontrant l’implication de la triade moléculaire OPG / RANK 

/ RANKL dans la biologie vasculaire a été apportée par le phénotype des souris déficientes en 

OPG. Ces souris, atteintes d’une ostéoporose sévère, présentent des calcifications au niveau 

de l’aorte et des artères rénales mais pas au niveau des petits vaisseaux. (Bucay et al., 1998). 

Les lésions observées ressemblent aux lésions athérosclérotiques de l’homme, dans lesquelles 

on retrouve une expression du récepteur RANK et du ligand RANKL. Ces premières 

observations ont depuis été étayées par des travaux in vitro et in vivo. Désormais, il est bien 

établi que le système OPG / RANK / RANKL est impliqué dans la biologie des cellules 

endothéliales et des cellules musculaires lisses des vaisseaux. Cette triade est également 

associée à la survenue des calcifications artérielles. 

Les cellules endothéliales et les cellules musculaires lisses expriment toutes les deux 

l’OPG, à des taux relativement élevés, mais plus particulièrement dans les artères rénales et 

aortiques. En revanche, RANK et RANKL ne sont pas détectés dans les vaisseaux sains non 
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calcifiés (Collin-Osdoby et al., 2001), bien qu’une faible expression de RANKL ait été 

observée dans des lésions aortiques humaines (Dhore et al., 2001) ou dans des vaisseaux de 

métaphyse de souris (Lacey et al., 1998). Sous l’action de cytokines pro-inflammatoires telles 

que l’IL-1α ou le TNFα, les cellules endothéliales expriment fortement l’OPG et RANKL 

(Ben-Tal Cohen et al., 2007 ; Collin-Osdoby et al., 2001). Le RANKL surexprimé à la 

surface de ces cellules est fonctionnel, puisqu’il induit la différenciation ostéoclastique de 

précurseurs monocytiques (Collin-Osdoby et al., 2001).  

Les cytokines OPG et RANKL, en plus d’être produites par les cellules 

endothéliales, ont des effets directs sur celles-ci. L’OPG est en effet capable d’induire la 

survie des cellules endothéliales par une voie dépendante des intégrines (Malyankar et al., 

2000 ; Scatena et Giachelli, 2002). Une autre voie de survie est désormais envisagée, car 

l’OPG en se liant à TRAIL empêcherait l’effet pro-apoptotique de cette cytokine de la famille 

du TNF (Emery et al., 1998 ; Pritzker et al., 2004). L’OPG assure également la migration et la 

prolifération des cellules endothéliales par une voie dépendante des intégrines αVβ3 et αVβ5 

(Kobayashi-Sakamoto et al., 2008). Contrairement à ce que l’on pourrait attendre, RANKL 

est également capable d’induire la survie des cellules endothéliales. Dans des cellules 

HUVEC soumises à une privation de sérum ou à un traitement par TNFα, RANKL prévient 

partiellement la mort des cellules endothéliales via la stimulation de la voie PI3K/Akt (Kim et 

al., 2003). RANKL est également impliqué dans la prolifération et le chimiotactisme des 

cellules endothéliales, il permet la néoangiogenèse (comparable au bFGF) in vivo dans deux 

modèles différents (Kim et al., 2002). C’est la liaison de RANKL au récepteur RANK présent 

à la surface des cellules endothéliales qui initie des signaux SRC/phospholipase C/Ca2+ 

induisant la formation de nouveaux vaisseaux que ce soit dans des conditions physiologiques 

ou pathologiques (tableau II). 
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Tableau II : Effets du système OPG / RANKL sur la biologie des cellules 

endothéliales 

 

Cytokines Effets sur les cellules endothéliales Références 

Survie par la voie des intégrines via NF-kB 

Malyankar et al., 

2000 ; Scatena et 

Giachelli, 2002 

Survie par inhibition de TRAIL Pritzker et al., 2004 
OPG 

Migration et prolifération par la voie des 

intégrines αVβ3 et αVβ5. 

Kobayashi-Sakamoto 

et al., 2008 

Survie par la voie PI3 kinase Kim et al., 2003 

RANKL 
Prolifération et chimiotactisme permettant une 

néoangiogenèse 
Kim et al., 2002 

 

De nombreux travaux ont montré l’implication des cytokines OPG et RANKL dans 

la survenue des lésions athérosclérotiques. Le phénotype des souris déficientes en OPG a été 

la première preuve apportée en 1998 (Bucay et al., 1998). Depuis, le rôle protecteur de l’OPG 

dans la survenue de calcifications artérielles a été confirmé. En effet, l’administration d’OPG 

chez le rat prévient la formation de calcifications induites par la Warfarine ou de fortes doses 

de vitamine D. Toutefois l’OPG ne peut pas inverser le phénomène si le processus de 

minéralisation a déjà débuté (Price et al., 2001). La capacité de l’OPG à promouvoir la survie 

des cellules endothéliales suggère que l’OPG protège potentiellement du processus de 

calcification. D’autre part, RANKL et OPG sont différemment exprimés dans les sténoses 

aortiques calcifiées (Kaden et al., 2004). En effet, alors que RANKL est fortement exprimé 

dans les lésions calcifiées, l’OPG n’est détectée que dans le tissu sain et non dans le tissu 

pathologique. De plus, dans des cultures de myofibroblastes de valve aortique humaine, 

RANKL favorise la calcification de la matrice et l’expression de gènes associés à 

l’ostéoblaste. Enfin, les cellules endothéliales de la microvascularisation produisent un 

environnement favorable à la formation d’un tissu calcifié et stimulent aussi l’adhérence et la 

migration transendothéliale de monocytes, pouvant se différencier en ostéoclastes sous 

l’action de RANKL (Kindle et al., 2006). Plus récemment, l’anticorps humanisé Denosumab 

dirigé contre RANKL a prouvé son efficacité dans les atteintes vasculaires. Il prévient le 
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dépôt de cacium dans les artères de souris surexprimant la forme humaine de RANKL (Helas 

et al., 2009). L’ensemble de ces résultats montre l’implication des cytokines RANKL et OPG 

dans la survenue des calcifications aortiques. 
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IV. Objectifs de la thèse 

 

Le tissu osseux est un tissu conjonctif complexe en perpétuel remaniement, reposant 

sur l'équilibre de deux mécanismes: la formation et la résorption osseuse. La régulation du 

remodelage osseux est basée sur l’intervention de nombreuses hormones, cytokines et facteurs 

de croissance. 

La vascularisation très importante du tissu osseux est le témoignage d’une activité 

métabolique importante. L’implication du système vasculaire dans la biologie osseuse 

apparaît à plusieurs niveaux. Dès la vie fœtale, l’envahissement du cartilage par les vaisseaux 

sanguins assure la formation d’un tissu calcifié en apportant notamment les précurseurs 

cellulaires et les cytokines nécessaires. Les vaisseaux sanguins permettent aussi la 

cicatrisation rapide des fractures osseuses. Enfin, grâce à l’étroite communication qu’elle 

entretient avec l’os, la circulation sanguine contrôle l’équilibre phosphocalcique et assure le 

drainage des précurseurs hématopoïétiques contenus dans la moelle osseuse. 

L’interdépendance des systèmes vasculaire et osseux apparaît également sur le plan 

moléculaire. La circulation prend en charge les hormones, les facteurs de croissance et les 

cytokines qui permettent la différenciation, l’activation et la survie des cellules osseuses. La 

système OPG / RANK / RANKL constitue la charnière moléculaire entre le tissu osseux et le 

système vasculaire. Cette triade qui a fait l’objet de nombreuses publications quant à sa 

capacité à contrôler le remodelage osseux joue également un rôle important dans la biologie 

vasculaire. Elle agit principalement sur les cellules endothéliales dont elle stimule la survie et 

la prolifération. 

L’OPG possède, en plus de RANKL, d’autres ligands parmi lesquelles deux 

possèdent des activités dans la biologie vasculaire. L’OPG produit dans les cellules 

endothéliales est en effet capable de se lier au facteur de von Willebrand (FvW) (Zannettino et 

al., 2005). Le FvW a un rôle essentiel dans l’hémostase sanguine en permettant le recrutement 

les plaquettes sur les sites de lésion vasculaire. Le FvW est, par ailleurs, lié au FVIII de la 

coagulation sanguine dans la circulation pour former le complexe FVIII/FvW. Ces données 

suggèrent l’implication du FVIII/FvW dans des processus biologiques contrôlés par l’OPG. 

L’OPG est également capable de se lier à l’héparine Ce glycosaminoglycane est un puissant 

anti-coagulant, libéré dans la circulation sanguine lors d’une lésion de l’endothélium.  

Nos travaux de recherche ont pour but de comprendre les effets de ces ligands de 

l’OPG d’origine vasculaire dans des activités biologiques contrôlées par l’OPG. 
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 Les différents objectifs des travaux de cette thèse seront : 

 

- d’étudier les effets du complexe Facteur VIII/Facteur de von Willebrand dans la 

différenciation ostéoclastique, processus contrôlé par l’OPG, 

 

- d’évaluer l’effet de ce complexe de la coagulation dans l’activité anti-apoptotique de l’OPG, 

 

- d’etudier le rôle de l’héparine et d’autres glycosaminoglycanes dans l’ostéoclastogenèse. 
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PARTIE I : 

COMPLEXE 

FVIII/FACTEUR DE VON WILLEBRAND 

ET BIOLOGIE OSSEUSE 
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I. Introduction 

 

L’utilisation de cryoprécipités (fraction coagulante des protéines plasmatiques) comme 

traitement des troubles de la coagulation a conduit à l’identification d’un nouveau complexe 

protéique possédant une activité anti-hémophilique A et des propriétés de liaison aux 

plaquettes. Il y a une trentaine d’années, Zimmerman et coll. ont montré que deux protéines 

circulantes liées entre elles, assuraient ces deux effets : le facteur anti-hémophilique VIII 

(FVIII) et l’antigène lié au facteur VIII (FVIII-RAG ou facteur de von Willebrand ; FvW) 

(Zimmerman et Edgington, 1973). Le FVIII corrigeait l’hémophilie de type A tandis que le 

FvW permettait de traiter les patients atteints de la maladie de von Willebrand. Ces deux 

glycoprotéines aux propriétés bien distinctes dans l’hémostase sont intimement liées dans la 

circulation et forment un complexe protéique. 

 
1. Rôles dans l’hémostase 

 
L'hémostase est l'ensemble des phénomènes physiologiques qui concourent à la 

prévention et à l'arrêt des saignements. Elle participe à la réparation de la brèche vasculaire et 

d'une façon générale, elle assure le maintien de l'intégrité des vaisseaux. L’hémostase se 

déroule en deux étapes : l’hémostase primaire et l’hémostase secondaire. 

 

A. L’hémostase primaire (figure 23) 

 
Un traumatisme vasculaire conduit en premier lieu à la vasoconstriction du vaisseau lésé 

afin de diminuer le débit sanguin dans le vaisseau et ainsi limiter les pertes liquidiennes. Ce 

processus est appelé "temps vasculaire" de l’hémostase primaire. Ensuite, la formation d’un 

clou plaquettaire permet de combler la brèche, c’est le "temps plaquettaire". Au niveau de la 

zone lésée, le FvW adhère rapidement à la matrice sous-endothéliale mise à nue par le 

traumatisme. Les plaquettes, par l’intermédiaire de glycoprotéines (GP) membranaires, vont 

adhérer au FvW (GP Ib/IX) et au collagène (GP Ia/IIa) du sous-endothélium (Sakariassen et 

al., 1979). Suite à cette phase d’adhérence plaquettaire, de nombreuses plaquettes circulantes 

vont s’agréger sur la monocouche plaquettaire formée. Les GP IIb et IIIa, majoritairement 

présentes sur la membrane plaquettaire, interagissent entre elles en présence de Ca2+ pour 

former un complexe IIb/IIIa actif qui se lie au fibrinogène plasmatique (des ponts se créent 

entre les nombreuses plaquettes présentes) constituant un caillot "réversible". Ensuite, les 
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plaquettes deviennent sphériques et forment des pseudopodes. Les granules se regroupent et 

leur contenu est déversé dans la lumière du vaisseau. Parmi les molécules libérées, le facteur 

tissulaire initie l’hémostase secondaire. 
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Figure 23 : Les différentes étapes de l’hémostase primaire (d’après le laboratoire 
d’hématologie du C.H.U. d’Angers) 

 
 

B. L’hémostase secondaire (figure 24) 

 

L’hémostase secondaire (ou coagulation) conduit à la stabilisation du caillot en 

transformant le fibrinogène en fibrine grâce à l’activité enzymatique de la thrombine. Deux 

voies distinctes existent pour aboutir à la formation de la fibrine : la voie exogène et la voie 

endogène. 

La voie exogène est initiée par le facteur tissulaire libéré par l’agrégat plaquettaire. Le 

facteur tissulaire fixe le facteur VII (FVII), en présence d’ions calcium, et permet l’activation 

du FVII (FVIIa). Le complexe FVIIa/facteur tissulaire est capable ensuite d’activer les 

facteurs IX et X. La voie exogène est la principale voie de la coagulation. 
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La voie endogène débute par le contact du facteur XII (FXII) avec le sous-endothélium. 

Cette fixation entraîne une activation progressive du FXII (FXIIa). Le FXIIa active à son tour 

le facteur XI par protéolyse. Puis le facteur XI activé transforme le facteur IX en facteur IX 

activé (FIXa). 

Ces deux voies convergent vers une voie unique aboutissant à la formation de fibrine. 

Le recrutement du FvW lors de la phase primaire de l’hémostase permet l’activation du FVIII 

qui se détache du complexe FVIII/FvW. Le FVIII ainsi libéré forme un complexe équimolaire 

avec le FIXa issu des voies exogène et endogène. Ce complexe active le facteur X, qui en se 

liant au facteur V, clive la prothrombine en thrombine. Lorsque la concentration de thrombine 

formée atteint un certain seuil, la thrombine convertit le fibrinogène soluble en fibrine 

insoluble. La fibrine forme un réseau autour de l’agrégat de plaquettes pour réaliser le caillot 

"irréversible". 
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Figure 24 : Cascade de coagulation 
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Le complexe FVIII/FvW a des rôles majeurs dans le processus d’hémostase, que ce soit 

lors de l’hémostase primaire ou de la coagulation. 

 
2. Biosynthèse des FVIII et FvW 

 
L’ARN messager et la protéine (2332 acides aminés) du FVIII ont été retrouvés dans de 

nombreux tissus humains comme le foie, les poumons et les reins. Le foie constitue pourtant 

la source principale de FVIII in vivo, comme c’est le cas pour l’ensemble des facteurs de 

coagulation (Jacquemin et al., 2006 ; Wion et al., 1985). Parmi les cellules de 

l’environnement hépatique, il a été montré que les hépatocytes et les cellules endothéliales du 

sinus hépatique synthétisaient le FVIII (Hollestelle et al., 2001). 

Le FvW (2791 acides aminés) n’est sécrété que par deux types cellulaires : les cellules 

endothéliales et les mégacaryocytes (Sporn et al., 1985 ; Wagner, 1990). La quantité de FvW 

sécrétée varie selon le type de vaisseaux. Des études histologiques menées chez l’animal, ont 

montré que le FvW était plus largement exprimé dans le réseau veineux que dans le réseau 

artériel (Wu et al., 1987 ; Yamamoto et al., 1998). Les tissus qui renferment une quantité 

importante de FvW sont les poumons et le cerveau, alors que le taux d’expression du FvW est 

très faible dans le foie. Bien que l’on retrouve le FVIII et le FvW liés dans la circulation 

périphérique, il n’y aucune preuve directe qui démontre que le FVIII et le FvW sont 

synthétisés ensemble dans un type cellulaire particulier. Toutefois, des études ont montré que 

le FVIII et le FvW peuvent être co-synthétisés, transportés jusqu’à des granules de stockage et 

libérés par les cellules endothéliales et les mégacaryocytes (Rosenberg et al., 1998 ; Shi et al., 

2003 ; van den Biggelaar et al., 2007 ; Wilcox et al., 2003). 

 

3. Importance de la formation du complexe FVIII/FvW 

 

Nous avons vu précédemment que le FVIII et le FvW participaient à l’hémostase 

sanguine. Or, ces deux facteurs ne sont actifs que s’ils sont séparés l’un de l’autre. Pourtant 

dans la circulation générale, ces deux facteurs sont intimement liés. En effet, le FVIII est lié 

au FvW avec une grande affinité : le Kd est de l’ordre de 0,2 à 0,5 nM (Ganz et al., 1991 ; 

Vlot et al., 1995). La liaison du FVIII avec le FvW s’effectue entre la chaîne légère du FVIII 

(résidus 1672-1689) et les domaines D’ et D3 du FvW (résidus 763 à 1035) (Terraube et al., 

2009) (figure 25). Cette intéraction est primordiale dans la biologie du FVIII. Il est 

maintenant bien établi que l’interaction du FvW avec le FVIII augmente la demi-vie du FVIII 
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en le protégeant de l’activité d’enzymes protéolytiques ainsi que de sa capture par certains 

types cellulaires tels que les macrophages ou les cellules dendritiques (Kaveri et al., 2007 ; 

Koppelman et al., 1996 ; van Schooten et al., 2008). Ainsi, chez des patients atteints de 

maladie de Von Willebrand (Abshire, 2006) (absence de FvW fonctionnel) la demi-vie du 

FVIII administré par perfusion est réduite à 2h30 alors qu’elle est de 12h chez des patients 

sains (Tuddenham et al., 1982). La concentration plasmatique du FVIII chez des patients 

sains est comprise entre 100 et 250 ng/ml (environ 1 nM) alors que la concentration 

plasmatique de FvW est de l’ordre de 50 nM (Borchiellini et al., 1996). Ceci montre d’une 

part que le FVIII est toujours lié au FvW (sauf lorsqu’il devient actif dans la coagulation) et 

d’autre part qu’une proportion importante de FvW reste libre ou liée à d’autres ligands. De 

récentes études ont montré que le FvW peut se lier à l’OPG de façon physiologique que ce 

soit dans la circulation sanguine ou dans les corps de Weibel-Palade des cellules endothéliales 

(Shahbazi et al., 2007 ; Zannettino et al., 2005). Ces données suggèrent un rôle potentiel du 

complexe FVIII/FvW dans la biologie de l’OPG et de ce fait dans la biologie osseuse. 
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Figure 25 : Représentation shématique des différents domaines et des sites d’interaction du 

FVIII (A) et du FvW (B) (d’après Terraube et al., 2009). 
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4. Pathologies hémorragiques et phénotype osseux 

 

Le complexe FVIII/FvW pourrait donc avoir un rôle dans la biologie osseuse, par son 

éventuelle interaction avec l’OPG. L’implication directe ou indirecte de ces facteurs de 

l’hémostase dans la biologie osseuse est soutenue par des données cliniques de patients 

atteints de troubles de l’hémostase (Kovacs, 2008). L’hémophilie A et la maladie de von 

Willebrand, dues respectivement à une déficience génétique du FVIII et du FvW, représentent 

85% des pathologies hémorragiques. 

L’hémophilie A est la plus fréquente des maladies hémophiliques. Elle est causée par 

des mutations dans le gène codant pour le FVIII, situé sur le chromosome X. L’incidence de 

l’hémophilie A est d’environ 1 pour 5000 naissances de garçons (Castaldo et al., 2007). La 

plus fréquente des anomalies, responsable de près de 50% des cas d’hémophilie A, est une 

inversion entre l’intron 22 et une région télomérique du chromosome X (Pothet et Jean, 

2007). La protéine tronquée n’est plus fonctionnelle et est à l’origine de graves troubles de 

l’hémostase. Les principaux symptômes de l’hémophilie A sont des saignements spontanés et 

des douleurs articulaires (dues aux saignements dans les articulations, principalementt le 

genou). De plus, les patients atteints d’hémophilies sévères présentent une réduction de la 

densité osseuse que ce soit chez de jeunes hémophiles (Barnes et al., 2004) ou chez des 

patients plus âgés (Nair et al., 2007 ; Wallny et al., 2007). Le manque d’activité physique 

serait à l’origine de cette perte osseuse. Les hémarthroses et l’arthropathie chronique que 

développent les hémophiles les empêchent d’avoir une activité physique nécessaire au 

maintien d’une pression mécanique suffisante sur le squelette (Kovacs, 2008). Gurevitch et 

coll. ont avancé une autre hypothèse pouvant expliquer l’ostéoporose des hémophiles. Les 

auteurs suggèrent que les pertes sanguines s’accompagnent d’une augmentation de production 

de facteurs de croissance hématopoïétiques qui favorisent la prolifération des précurseurs 

hématopoïétiques comprenant entre autres les précurseurs ostéoclastiques. Leur 

différenciation est favorisée ce qui conduit à une résorption intense du tissu osseux (Gurevitch 

et Slavin, 2006). 

La maladie de von Willebrand constitue un autre type de pathologie hémorragique. Elle 

est due à un défaut de la quantité, de la structure ou de la fonction du FvW. Elle touche 

environ 1% de la population générale, mais le traitement de la maladie n’est nécessaire que 

dans 1 cas sur 8000 (Abshire, 2006). L’étiologie réside dans des mutations du gène codant 

pour le FvW présent sur le chromosome 12. Il existe plusieurs formes de maladie de von 
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Willebrand. Dans les formes mineures à modérées (types I et II), les principaux symptômes 

sont des saignements mineurs (épistaxis, ecchymose, gingivorragie). Deux autres formes plus 

rares (type 2N et III), mais plus sévères, conduisent à des symptômes proches de ceux de 

l’hémophilie A (Veyradier et al., 2006). En effet, ces deux formes se caractérisent par une 

absence de liaison au facteur VIII (type 2N) ou par un taux très faible de FvW circulant. Dans 

ces formes graves, le FVIII n’est plus protégé par le FvW, ce qui aboutit à des manifestations 

cliniques identiques à l’hémophilie A (hématome, hémarthrose, ostéoporose) (Abshire, 2006). 
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II. Article 1 

 
Le complexe facteur VIII/facteur de von Willebrand inhibe la 

différenciation ostéoclastique induite par RANKL et contrôle la survie 
cellulaire. 

 

Le facteur VIII (FVIII) et le facteur de von Willebrand (FvW) sont deux glycoprtoéines 

de l’hémostase sanguine. Le FvW permet le recrutement des plaquettes et le FVIII agit 

comme un catalyseur de la voie exogène de la coagulation sanguine. Ces deux effecteurs de la 

coagulation sanguine forment un complexe dans la circulation sanguine. Il se dissocie lors 

d’une brèche vasculaire et permet son comblement par la formation d’un caillot. Récemment, 

l’interaction moléculaire entre le FvW et la protéine anti-résorptive OPG a été caractérisée, 

révélant un possible rôle du FvW dans la biologie osseuse. Le complexe FVIII/FvW circulant 

pourrait également participer à la biodisponibilité et à l’activité de l’OPG. 

Avec le M-CSF, RANKL est la molécule nécessairee à la différenciation ostéoclastique. 

L’OPG, en se liant à RANKL, contôle l’osteoclastogenèse et maintient l’équilibre osseux. Le 

but de cette étude est de déterminer le rôle du complexe FVIII/FvW dans l’interaction OPG / 

RANKL.et son incidence dans le processus d’ostéoclastogenèse. 

L’OPG possède un autre partenaire moléculaire qui est la cytokine pro-apoptotique 

TRAIL. Ce membre de la famille du TNFα induit une mort cellulaire par apoptose que l’OPG 

inhibe en se fixant à TRAIL. Le second temps de ce travail consiste à étudier l’effet du 

complexe FVIII/FvW sur l’interaction OPG / TRAIL et son rôle dans l’apoptose de cellules 

tumorales sensibles à TRAIL. 

 

Ces travaux nous ont permis de montrer que : 

 

- le complexe FVIII/FvW inhibe la différenciation ostéoclastique induite par RANKL, 

 

- le complexe FVIII/FvW accroît l’activité inhibitrice de l’OPG envers 

l’ostéoclastogenèse, 

 

- le complexe FVIII/FvW se lie directement à l’OPG, à RANKL et à TRAIL, 

 

- le complexe FVIII/FvW contrôle la prolifération tumorale en empêchant la laison OPG 

/ TRAIL. 
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Factor VIII/von Willebrand Factor 
(FVIII/vWF) complex, a molecule involved in 
coagulation, can be physically associated with 
osteoprotegerin (OPG). OPG is an anti-
osteoclastic protein and a soluble receptor for 
the pro-apoptotic protein TRAIL, suggesting 
a potential role of FVIII/vWF complex in 
bone and cancer biology. We thus assessed the 
effects of FVIII/vWF complex on 
osteoclastogenesis and cell survival. We first 
evidenced that FVIII/vWF complex inhibited 
RANKL-induced osteoclastogenesis, and 
enhanced the inhibitory effect of OPG. 
Interestingly, we revealed by surface plasmon 
resonance that FVIII/vWF complex bound to 
RANKL, whereas recombinant FVIII and 
vWF did not. By modeling, we showed that 
the OPG-binding domain to the A1-domain of 
vWF was closely located and partially 
overlapped to its binding site to RANKL. 
Then, we demonstrated that FVIII/vWF 
complex cancelled the inhibitory activity of 
OPG on TRAIL-induced apoptosis, and 
characterized interactions between these 
molecules. The present work evidenced a 
direct activity of FVIII/vWF complex on 
osteoclasts and on induced cell apoptosis, 
pointing out its potential involvement in 
physiological bone remodeling or in bone 
damages associated with severe hemophilia 
and cancer development.  

 
The molecular triad OPG/RANK/RANKL is 

a crucial parameter of bone biology. Receptor 
Activator of Nuclear factor κB Ligand, (RANKL), 
a member of the Tumor Necrosis Factor (TNF) 
family, is mainly expressed by osteoblasts in the 
bone microenvironment and acts as a pro-
resorption factor (1,2); RANKL binds to its 
receptor RANK expressed at the cell surface of 
osteoclast precursors and induces osteoclastic 
differentiation and maturation, leading to bone 
resorption (3,4). Osteoprotegerin (OPG), also 
mainly produced by osteoblasts, is a soluble decoy 
receptor for RANKL preventing the binding of 
RANKL to RANK, and thus inhibiting 
osteoclastogenesis (5-7). Bone turnover is tightly 
controlled by the OPG/RANK/RANKL triad, and 
any change in the balance OPG/RANKL leads to 
pathological conditions (7). OPG is also a receptor 
for Tumor Necrosis factor-Related Apoptosis-
Inducing Ligand, TRAIL (8,9), a cytokine which is 
able to induce a rapid cancer cell death by 
apoptosis (9-11). Interestingly, the binding of OPG 
to TRAIL completely inhibits TRAIL-induced 
cytotoxicity (8). OPG possess anti-apoptotic 
properties and therefore could be considered as a 
pro-tumoral agent. 

Factor VIII is a plasma glycoprotein, mainly 
synthesized by hepatocytes, but also by kidney, 
sinusoidal endothelial cells, and in small amounts 
by lymphatic tissues (12). Factor VIII is one of the 



2 

main coagulation factors and allows the 
completion of the coagulation process. Factor 
VIII circulates in plasma in a non-covalent 
complex with the von Willebrand factor 
(FVIII/vWF complex). The most well known-
genetic disease associated with Factor VIII is 
hemophilia A, which shows an X-linked 
inheritance (13). A second important disease 
associated with low Factor VIII levels is von 
Willebrand disease (vWD), a bleeding disorder 
(14,15). Patients suffering from vWD have 
primary hemostasis defects leading to 
mucocutaneous bleeding or spontaneous deep 
tissue bleeding, such as in hemophilia A, or both 
(14). Bleeding diseases could be associated with 
different bone phenotypes. For instance, in a 
murine model of platelet-type vWD, a significant 
increase of bone mass and cortical tickness due 
to a reduction of the number of osteoclasts is 
observed (16). In contrast, various case reports 
suggest that children suffering from severe 
hemophilia have more risks to have low bone 
density and osteopenia/osteoporosis, 
preferentially caused by physical inactivity and 
leading to loss of joint function, shorter height, 
lower weight and muscle atrophy (17,18) 

Von Willebrand factor is a multimeric 
protein containing many binding domains for 
various proteins such as the D’-D3 domain 
which binds FVIII (19) and the A1 domain 
which can bind different proteins such as the 
platelet glycoprotein Ib (20), heparin (21) and 
snake venom toxins (bitiscetin (22) and 
botrocetin (23)). Recently, it has been shown that 
the vWF is physically complexed to OPG 
(through the A1-domain) within the Weibel-
Palade bodies and also in plasma, revealing a 
possible modulatory role of OPG in hemostasis 
(24,25). The aim of the present study was to 
characterize the effects of FVIII/vWF complex 
on osteoclastogenesis and cancer cell survival, 
and then interactions between complex 
FVIII/vWF complex and three members of TNF 
cytokine / cytokine receptor family: OPG, 
RANKL and TRAIL. The data obtained 
demonstrated that FVIII/vWF complex binds to 
OPG and RANKL, and thus indirectly 
participates to bone biology. Indeed, we first 
demonstrated that FVIII/vWF complex inhibits 
RANKL-induced osteoclastogenesis. Secondly, 
we demonstrated that the FVIII/vWF complex 

abolished the inhibitory effect of OPG on TRAIL-
induced apoptosis, revealing a key role of 
FVIII/vWF complex in cancer development.  

 
EXPERIMENTAL PROCEDURES 

Osteoclast differentiation assay- Generation of 
osteoclasts from murine RAW 264.7 cells was 
performed as previously described (26) in the 
presence of recombinant human RANKL (100 
ng/ml) (kindly provided by Amgen Inc, USA), 
human OPG (100 ng/ml) (R&D systems, UK), 
FVIII/vWF complex purified from plasma 
(ProSpec, Israel) or recombinant FVIII (Octocog 
alpha kindly provided by CSL Behring, USA) (1 
or 2 U/ml). Generation of osteoclasts from human 
CD14+ monocytes was described previously (26). 
Briefly, purified CD14+ cells were cultured in α-
MEM with 10% FCS and 25 ng/ml human M-CSF 
(R&D systems). After 3 days of culture, 100 ng/ml 
RANKL, 100 ng/ml OPG, and 1 U/ml FVIII or 
FVIII/vWF were added. Multinucleated cells 
formed with 3 nuclei and more were counted after 
TRAP staining (Sigma, France). 

 
Cell proliferation- Human osteosarcoma cell lines 
MG63 and SaOS2 as well as the Ewing’s sarcoma 
cell line TC71 were cultured in DMEM containing 
10 % FCS. MG63 and SaOS2 cells were seeded at 
500 cells/well in 96-well plates, and TC71 at 1500 
cells/well. Cells were treated with 50-100 ng/ml 
TRAIL (R&D systems), 50-100 ng/ml OPG and 1 
U/ml of FVIII/vWF complex for 72 hours. After 
the culture period, cell viability was determined by 
XTT assay (Roche Molecular Biomedicals, 
Germany). 
 
Hoechst staining and caspase-3 activity- Cell 
death was monitored microscopically after 
Hoechst 33258 (Sigma) staining. MG63, SaOS2 
and TC71 cells were seeded in a 96-multiwell plate 
and treated or not with TRAIL (50 ng/ml), OPG 
(50 ng/ml) and FVIII/vWF complex (1 U/ml) for 
16 h, stained with 10 µg/ml Hoechst reagent for 20 
min at 37°C, and then observed under UV 
microscopy (DMRXA; Leica, Germany). Caspase-
3 activity was assessed on 10 µl of total treated 
cell lysates using the kit CaspACE assay system, 
fluorometric (Promega, USA) following the 
manufacturer’s recommendations. Results are 
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expressed in arbitrary units and corrected for 
protein content. 
 
Surface plasmon resonance-binding assays-
Experiments were carried out on a BIAcore 3000 
instrument (Biacore, Sweden). OPG (1 µg/mL in 
5 mM maleate, pH 6.0), RANKL (2 µg/mL in 5 
mM maleate, pH 5.75) and TRAIL (10 µg/mL in 
10 mM acetate, pH 5.5) were covalently 
immobilized to the dextran matrix of a CM5 
sensor chip (BIAcore) at a flow rate of 5 µl/min. 
Immobilization levels ranging of 300 RU for 
OPG, 400 RU for RANKL and 700 RU for 
TRAIL were obtained. vWF (Haematologic 
Technologies, USA) was immobilized on a C1 
sensorchip at 2000 RU. Binding assays were 
performed at 25°C in 10 mM Hepes buffer, pH 
7.4, containing 0.15 M NaCl and 0.005% P20 
surfactant (HBS-P buffer, BIAcore) or in a pH 
6.5 buffer containing 20 mM Bis-Tris and 10 
mM CaCl2, at a flow rate of 30 µl/min for 
immobilized-OPG, and 20 µl/min for 
immobilized-RANKL and immobilized-TRAIL. 
Kds of OPG for vWF and FVIII/vWF were 
determined using single cycle kinetics, starting 
with 25 nM of OPG or with 300 nM of 
FVIII/vWF, then ½ dilutions. For binding 
analysis over the immobilized-RANKL or 
immobilized-TRAIL chip, binding of OPG alone 
or preincubated for 120 min with different 
concentrations of FVIII/vWF complex was 
performed for 4 min at a flow rate of 20 µl/min, 
followed by dissociation for 2.5 min. The 
resulting sensorgrams were fitted using BiaEval 
4.1 software (Biacore). For Kd calculations, the 
following molecular weights were used: 
recombinant FVIII: 330 kDa and FVIII/vWF 
complex: 540 kDa. 
 
ELISA assay- FVIII/vWF complex was coated at 
1 U/ml on a 96-well plate overnight at room 
temperature (RT). OPG or RANKL (both were 
tested at 500, 100 and 10 ng/ml) were incubated 
for 2 hours at RT. After 2 washes with 
PBS/Tween 0.05%, the revelation of the binding 
of OPG or RANKL to FVIII/vWF complex was 
performed using a specific biotinylated antibody 
against each molecule (anti-OPG was from R&D 
systems and anti-RANKL from Peprotech, 
USA). Streptavidin conjugated to horseradish 
peroxydase (R&D systems) was incubated for 20 

min then the revelation solution (Promega, USA) 
was added for 20 min and the reaction was stopped 
with sulfuric acid solution. The absorbance at 450 
nm was measured using a microplate reader 
(Victor II, Perkin Elmer, USA). 
 
Modeling analysis- To design OPG and RANKL, 
sequences were retrieved from the Universal 
Protein resource. Each protein was subjected to 
BLAST searches on the organism species (Homo 
Sapiens) and on the organism classification 
(Mammalia, Vertebrata)(27). These sequences 
were further analyzed using multiple sequence 
alignments to extract the most conserved residues 
(28). The multiple alignments were manually 
adjusted using Jalview (29). Human OPG and 
human RANKL models were built using Modeller 
9v5 (30) from these refined alignments, 
respectively using substructure of DR5 (1D4V) 
(31) and mouse RANKL (1IQA) (32). All resulting 
models were assessed using the Protein Health 
module of Discovery Studio 2.1 (Accelrys Inc, 
USA). Alignment of the A1-domain of vWF on 
OPG has been realized as described below. 
Structural figures were produced with VMD (33) 
and rendered using Pov-Ray 
(http://www.povray.org/). 
 
OPG, RANKL and TRAIL effect on coagulation 
cascade- Plasma of a healthy donor was drawn on 
0.109 M buffered citrate. OPG, TRAIL and 
RANKL were added to the plasma at 100 ng/ml. 
Primary hemostasis was tested using PFA 100 
automate (Siemens, USA). The Quick time was 
determined using the reagent RecombiPlasTin 
(Instrumentation Laboratory, Spain) on the ACL 
TOP automate (Instrumentation Laboratory). The 
activated partial thromboplastin time (aPTT) was 
tested using TriniCLOT Thrombin Time reagent 
(Trinity Biotech, Ireland) on ACL TOP. The 
thrombin time was tested using Thrombin 
(Siemens) on ACL TOP. The FVIII/C method was 
based on the aPTT. This assay was performed 
using FVIII deficient plasma (Biopep, France), an 
aPTT reagent with kaolin as contact phase 
activator (CK Prest, Diagnostica Stago, France) 
and an ACL TOP coagulometer. 
 
Statistical analysis- The mean + SD was calculated 
for all conditions and compared by ANOVA, with 
Bonferroni multiple comparisons test as post-hoc 
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test. Differences relative to a probability of two-
tailed p < 0.05 were considered significant. 

 
RESULTS 

 
FVIII/vWF inhibits murine and human osteoclast 
differentiation induced by RANKL. The impact 
of the FVIII/vWF complex on osteoclastogenesis 
was first examined using the cellular model 
RAW 264.7. After 5 days of culture with 100 
ng/ml RANKL, RAW 264.7 cells differentiated 
into multinucleated cells. As expected, 50 ng/ml 
OPG inhibited the RANKL-induced 
osteoclastogenesis, by 47 % (p<0.01) (Figure 
1A). Surprisingly, 2 U/ml of FVIII/vWF 
complex inhibited RANKL-induced 
osteoclastogenesis by 42 % (p<0.01), whereas 1 
U/ml of FVIII/vWF complex had no effect on 
RANKL-induced osteoclastogenesis (Figure 
1A). Furthermore, when 2 U/ml of FVIII/vWF 
complex was added to the culture medium in the 
presence of OPG, the inhibition of 
osteoclastogenesis was significantly stronger 
than that observed with OPG alone. Indeed, the 
inhibition of RANKL-induced 
osteoclastogenesis reached 65 % in the presence 
of a mixture OPG, FVIII/vWF complex 
compared to 47 % with OPG alone (p<0.05). 
The recombinant FVIII alone had no effect on 
RANKL-induced osteoclastogenesis of RAW 
264.7 cells (data not shown). 

To ascertain the effect of FVIII/vWF 
complex on osteoclastogenesis, we next 
generated osteoclasts from human CD14+ 
purified from total peripheral blood mononuclear 
cells upon M-CSF and RANKL activation (26). 
As shown in Figures 1B and 1C, and similarly to 
RAW 264.7 cells,  1 U/ml of FVIII/vWF 
complex significantly inhibited by 30% the 
RANKL-induced osteoclastogenesis of CD14+ 
cells (p<0.05) (Figure 1C). Furthermore, 1 U/ml 
of FVIII/vWF complex reinforced the OPG 
inhibitory activity on RANKL-induced 
osteoclastogenesis (P>0.05) (Figure 1C). In 
accordance with the RAW 264.7 cells, the 
recombinant FVIII alone had no effect on 
RANKL mediated osteoclastogenesis (data not 
shown).   

 
RANKL binds to FVIII/vWF complex similarly to 
OPG. To explore the molecular mechanism 

underlying the effect of the FVIII/vWF complex 
on RANKL-induced osteoclastogenesis and the 
possible synergistic effect of OPG and FVIII/vWF 
complex, we investigated the molecular 
interactions between RANKL, OPG, FVIII/vWF 
complex, recombinant FVIII and vWF by surface 
plasmon resonance technique. It is well admitted 
that OPG and vWF are physically associated in 
Weibel-Palade bodies of endothelial cells and also 
in the plasma (24,25). Thus, we first immobilized 
vWF, and confirmed that the interaction between 
OPG and vWF depends on the biochemical 
environment (25). In fact, the binding of OPG to 
immobilized-vWF occurred only with 20 mM Bis-
Tris pH 6.5 and not with 10 mM Hepes pH 7.4 
(Figure 2A) and the dissociation constant obtained 
was Kd = 3.51 10-9 M (Figure 2B). Then, we 
revealed that, in the pH 7.4 buffer, FVIII/vWF 
complex was also able to bind to immobilized-
OPG whereas recombinant FVIII was not (Figure 
2C). Furthermore, using a single cycle kinetic 
assay, the Kd of OPG for FVIII/vWF complex was 
7.19 10-8 M (Figure 2D). The binding of OPG to 
the FVIII/vWF complex was also confirmed by 
ELISA assay. As shown in Figure 2E, OPG can 
bind, in a dose dependant manner, to the 
FVIII/vWF complex previously coated. Taken 
together, these results revealed that the interaction 
between OPG and the FVIII/vWF complex 
occurred through the vWF. 

To explore the putative mode of ligand-
receptor binding, we modelled the OPG-RANKL 
interaction using constructs obtained from 
crystallographic coordinates of homologous 
proteins TRAIL-DR5 complex as described by 
Cheng et al. (34). We confirmed that OPG-
RANKL binding model is closely related to 
TRAIL-DR5 binding mode (data not shown). The 
data obtained clearly showed that the OPG-binding 
domain to A1-domain of vWF is closely located 
and partly overlaps to its binding site to RANKL 
(Figure 2F). Indeed, the interface shape consists of 
two anchoring points on OPG for RANKL by 
amino acids 68, 69, 82 and amino acids 88-91, 111 
and 116-120 while the contact surface is a 
continuum for A1-domain of vWF to OPG (amino 
acids 62-69, 82-89) (Figure 2G). 

The binding of FVIII/vWF complex to 
immobilized-RANKL was then investigated in the 
pH 7.4 buffer. Surprisingly, FVIII/vWF complex 
was able to bind to immobilized-RANKL 
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(response of 150 RU) whereas recombinant 
FVIII was not (Figure 3A). However, when 
using an immobilized-vWF sensorchip, no 
binding was observed whatever the biochemical 
parameters used (20 mM Bis-Tris pH 6.5 or 10 
mM Hepes pH 7.4) (data not shown). As for the 
binding of OPG to the FVIII/vWF complex, we 
performed an ELISA assay using a coating of 
FVIII/vWF complex. As shown in Figure 3B, 
RANKL was able to bind to FVIII/vWF 
complex, in a dose dependant manner, 
confirming the results obtained by surface 
plasmon resonance experiments. Thus, the 
present data demonstrated for the first time the 
capacity of FVIII/vWF complex to bind 
RANKL. However, in contrast to OPG for which 
the interaction with this complex is done via the 
vWF, our results suggested that the tri-
dimensional structure of the FVIII/vWF complex 
is mandatory for its interaction with RANKL. To 
further explore the involvement of the 
FVIII/vWF complex in the RANKL/OPG 
interactions, the effect of a pre-incubation of 
OPG (100 ng/ml) and increasing concentrations 
of FVIII/vWF complex for 2 hours was assessed. 
The pre-formed FVIII/vWF complex-OPG 
complex was then injected over the 
immobilized-RANKL (Figure 3C). This 
experiment revealed that the pre-formed 
complex FVIII/vWF/OPG did not prevent the 
binding of OPG to RANKL or the binding of 
FVIII/vWF to RANKL. Furthermore, the 
binding of OPG was higher in the presence of 
FVIII/vWF complex than without this complex. 
These results suggest that FVIII/vWF complex 
by binding to RANKL or OPG induced some 
modifications in the three-dimensional structure 
of OPG, RANKL or FVIII/vWF, resulting in a 
higher affinity between OPG and RANKL, and 
then potentially increasing its biological activity. 
Such hypothesis was supported by the 
synergistic effect of OPG-FVIII/vWF complex 
observed on RAW 264.7 cells (Figure 1A). 
Similarly, Figure 3D showed that FVIII/vWF 
complex was still able to bind RANKL or OPG 
even if RANKL had already been bound to 
immobilized-OPG, demonstrating that these 
three molecules can interact together without 
interfering the binding of one to another (see 
Figures 3c and 3d for schematic explanations). 
The same results were observed using 

immobilized-vWF; indeed a pre-formed complex 
OPG/RANKL was able to bind to immobilized-
vWF in the same way as OPG alone 
(Supplementary data). 

 
TRAIL bound to FVIII without affecting 
TRAIL/OPG interactions. OPG is not only a decoy 
receptor for RANKL, but also acts as soluble 
receptor for TRAIL and thus inhibits its pro-
apoptotic activity (8,10,11). To determine whether 
or not the FVIII/vWF complex could affect the 
complex OPG/TRAIL, TRAIL has been 
immobilized on a sensorchip and the capacity of 
FVIII/vWF complex to bind to TRAIL was 
analyzed. In contrast to the previous experiments 
with OPG and RANKL, both FVIII/vWF complex 
and recombinant FVIII were able to bind to 
immobilized-TRAIL (Figure 4A and summarized 
in Figure 4D). Furthermore, as for OPG binding to 
immobilized-vWF, only specific biochemical 
conditions of 20 mM Bis-Tris pH 6.5 allowed the 
binding of TRAIL to immobilized-vWF (no 
binding with 10 mM Hepes pH 7.4) (data not 
shown). We confirmed that TRAIL bound to 
immobilized-OPG and showed that the complex 
formed by TRAIL and recombinant FVIII was still 
able to bind similarly to OPG (Figure 4B). To 
further explore the involvement of the FVIII/vWF 
complex in the OPG/TRAIL interactions, the 
effect of a pre-incubation of OPG and increasing 
concentrations of FVIII/vWF has been 
investigated. Whatever the concentration of 
FVIII/vWF complex used to form a complex with 
OPG, all these combinations completely inhibited 
the binding of OPG to TRAIL (Figure 4C and 
summarized in Figure 4D). These results suggested 
that the binding domains of OPG to vWF and 
TRAIL is very closed and one molecule bound to 
OPG can then block the binding sites of the 
second. 

To investigate the relevance of this 
inhibition in a biological experiment, we 
performed viability assay on the human 
osteosarcoma cell line MG63 sensitive to TRAIL-
induced apoptosis. As shown in Figure 5A, the 
ability of TRAIL to induce MG63 cell death 
(~75%, p<0.01) was prevented by addition of 
OPG. In contrast, when 1 U/ml of FVIII/vWF 
complex was added to the culture medium OPG 
was not able to prevent the capacity of TRAIL to 
induce MG63 cell death (~60%, p<0.05). 
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Furthermore, the apoptotic effect of TRAIL was 
confirmed even in the presence of FVIII/vWF 
complex and OPG. Nucleus fragmentation was 
observed in MG63 (Figure 5B). In the same 
manner of 50 ng/ml of TRAIL, the combination 
TRAIL + FVIII/vWF complex + OPG induced 
nucleus fragmentation, as the cells exhibited a 
characteristic kidney-like form with condensed 
chromatin clumps compared with control cells. 
Moreover, TRAIL induced a significant increase 
of caspase-3 activity in MG63 cells (p<0.01) 
(Figure 5C) which was significantly reduced in 
the presence of OPG. But the caspase-3 activity 
was not decreased by OPG when FVIII/vWF 
complex was added (p<0.05). The same results 
of viability, Hoechst staining and caspase-3 
activation, were obtained using other cell lines 
sensitive to TRAIL-induced apoptosis such as 
the human osteosarcoma cell line SaOS2 and the 
human Ewing’s sarcoma cell line TC71 (data not 
shown) 

Thus, these data revealed that the 
inhibitory effect of OPG on TRAIL-induced 
apoptosis can be reversed by FVIII/vWF 
complex and then evidenced the role of 
FVIII/vWF complex in the control of cell death. 

 
 

Recombinant human OPG, RANKL and TRAIL 
do not affect the coagulation cascade. Due to the 
different interactions evidenced in our study 
between OPG, RANKL, TRAIL and FVIII/vWF 
complex, we evaluated the potential implications 
of these 3 molecules on the coagulation cascade. 
We demonstrated that 100 ng/ml of OPG, 
RANKL and TRAIL have no effect on the 
following assays: primary hemostasis, Quick 
time, activated partial thromboplastin time 
(aPTT), thrombin time, FVIII/C method based 
on the aPTT (data not shown). 

 
DISCUSSION 

 
Factor VIII (FVIII) associated with the 

von Willebrand factor (vWF) is a key 
protagonist of the coagulation process as 
evidenced in patients suffering from hemophilia 
A. Recent papers revealed the physical 
interaction between vWF and osteoprotegerin 
(OPG) (24,25), a powerful inhibitor of 
osteoclastogenesis and therefore of bone 

resorption (7). Although severe hemophilia 
patients have also joint diseases, to our knowledge 
there is no evidence of the effect of FVIII/vWF 
complex on bone cells and especially on 
osteoclasts. The present work demonstrates that 
FVIII/vWF complex binds to OPG and RANKL, 
and thus indirectly participates to bone biology. 
This paper is thus the first evidence that 
FVIII/vWF complex inhibits RANKL-induced 
osteoclastogenesis. Furthermore, in a second part 
of the manuscript, we also demonstrated for the 
first time that the FVIII/vWF complex abolishes 
the inhibitory effect of OPG on TRAIL-induced 
apoptosis, suggesting a potential function of 
FVIII/vWF complex in cancer development 
(Figure 6). 

In two different models, FVIII/vWF 
complex regulates osteoclastogenesis by inhibiting 
the pro-osteoclastic activity of RANKL. Two 
different effects can be involved in this inhibition: 
the first way of inhibition occurs through a 
physical interaction between FVIII/vWF complex 
and RANKL, leading to an inactivation of 
RANKL; the second potential effect is a synergic 
effect of the FVIII/vWF complex with OPG. In 
fact, both molecules inhibit RANKL-induced 
osteoclastogenesis by themselves, but their 
association in the culture medium increased this 
inhibitory effect. However, different mechanisms 
could be proposed. OPG could bind to the 
FVIII/vWF complex through the vWF, and this 
complex could increase the affinity of OPG to 
RANKL; or the complex FVIII/vWF could bind to 
both RANKL and OPG, leading to a stronger 
inhibition of RANKL activity. 

These interactions between FVIII/vWF 
complex, OPG and RANKL point out their 
potential involvement in bone and vascular system 
(7). Indeed, the hallmark of severe hemophilia is 
repeated bleedings into joints and muscles 
resulting in a severe and painful inflammation of 
synovitis named hemophilic synovitis (35,36). 
However, the exact mechanism related to blood-
induced joint disease is not precisely known even 
if some mechanisms are now settled. The 
processes that occur at early stages of blood-
induced joint disease associated infiltration of 
inflammatory cells releasing high amounts of 
inflammatory cytokines, enzymes (36), proteins 
such as hemoglobin, an increase of intra-articular 
pressure and synovial proliferation. The later 
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stages are characterized by a promotion of 
angiogenesis, cartilage cell apoptosis and 
subchondral bone destruction. Thus, hemophilic 
arthropathy shares several biological features 
with rheumatoid arthritis (37). Numerous studies 
in rheumatoid arthritis models have produced 

evidences for a causal role of excessive RANKL 

activity in associated-bone loss (38). Indeed, 
RANKL levels were concomitantly increased in 
inflamed joint leading to an increase in the 
RANKL/OPG ratio which appears positively 
correlated with bone destruction and osteoclast 
activity (39). The present data evidenced for the 
first time that FVIII/vWF complex inhibits 
RANKL-induced osteoclastogenesis. Moreover 
FVIII/vWF complex did not abolish OPG 
activity on osteoclastogenesis but reinforced its 
activity in murine and human models. In this 
context, hemophilic arthritis may be associated 
with intra-articular inflammatory process 
concomitantly with an increased 
osteoclastogenesis due to a deficiency of 
FVIII/vWF complex. 

OPG/RANK/RANKL triad constitutes a 
molecular bridge spanning bone metabolism, 
vascular biology and immunity (7). The first 
evidence linking the OPG/RANK/RANKL 
system to the vessel biology has been provided 
by the vascular phenotype of OPG deficient mice 
(40). Indeed, OPG-deficient mice exhibited 
medial calcification of the aorta and renal 
arteries and not of smaller vessels, suggesting 
that OPG and its molecular partners may play a 
role in the long term observed association 
between osteoporosis and vascular calcification 
(40). OPG physically associated with the vWF is 
localized in the Weibel-Palade bodies of 
endothelial cells and is rapidly secreted in 
response to inflammatory stimuli (24). More 
recently, in a case-control study, Bilora et al. 
assessed the presence of atherosclerosis in 50 
patients suffering from hemophilia and in 50 
age-matched control individuals (41). Their 
results suggest that hemophilia could protect 
against asymptomatic atherosclerosis. Overall, 
these observations strongly support that the 
OPG/RANK/RANKL and FVIII/vWF systems 
constitute a molecular cascade essential in the 
development of atherosclerotic lesions. 
Furthermore, our present work gives biological 
direct relationship between FVIII/vWF system 

and osteoclastic cells strengthening the interests of 
prophylaxis in young patients suffering from 
severe hemophilia. Even if prophylaxis seems to 
be the best therapeutic option for severe 
hemophilia A in order to prevent joint damages 
(42,43) in evidence based medicine, these results 
are giving a basic explanation for the effect of 
prophylaxis in joint damage and subchondral bone 
erosion prevention. 

The second important result reported in our 
study is the control of cell apoptosis by the 
FVIII/vWF complex. We observed in vitro that 
OPG did not inhibit TRAIL-induced cell apoptosis 
when FVIII/vWF complex was present in the 
culture medium. Physical interactions between 
FVIII/vWF complex, OPG and TRAIL were 
confirmed by surface plasmon resonance 
experiments. We showed that FVIII/vWF complex 
was able to bind to TRAIL, and then we 
demonstrated that, when associated to OPG, 
FVIII/vWF complex prevented the binding 
TRAIL/OPG, correlating the in vitro apoptosis 
experiment. To our knowledge, the functional 
relationship between Factor VIII and/or vWF and 
apoptosis has never been investigated. TRAIL is a 
cytotoxic ligand which binds to type I 
transmembrane receptors (DR4 and DR5) 
possessing death domains and which ultimately 
activates caspase cascade inducing cell death (44). 
TRAIL has also two decoy receptors (DcR1, 
DcR2) which lack functional death domain and 
explain in part the absence of massive apoptosis in 
cells that express functional membrane receptor 
(45). However, normal and cancer cells lacking 
these decoy receptors can escape to cell death 
through the expression of OPG which is able to 
block TRAIL transduction signaling (8). It is well 
established that the coagulation cascade 
contributes to cancer development (46) and a clear 
correlation between thrombosis and cancer 
progression has been established. Indeed, tissue 
factor is upregulated on both tumor and host cells 
in cancer patients and initiates protease-activated 
receptor (PAR)-mediated cell signaling that leads 
to the production of soluble cytokines and 
angiogenic growth factors (47). More recently, 
Noé et al. demonstrated that platelets support 
tumor vascular homeostasis by regulating the 
stability of tumor vessels (48). Thus, tumor 
development appears as equilibrium between cell 
proliferation and cell death actively controlled by 
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blood vessels and coagulation cascade. By 
reversing the inhibitory effect of OPG on 
TRAIL-induced apoptosis, FVIII/vWF may 
control tumor growth. Hemophilia A has been 
recently reported after tumor resection in patient 
suffering from glioblastoma (49) and it has been 
suggested that cancer cells could produce factor 
VIII-like tumor antigens. Such hypothesis has 
been also strengthened by Franchini et al., who 
reviewed recently the acquired factor VIII 
inhibitors in oncohematology (50). If the origin 
of such nonclassical antibodies against FVIII is 
not yet defined, these autoantibodies may 
complicate the clinical course of the malignancy 
(51). All these data associated with the present 
work are in favor of a contribution of FVIII/vWF 
complex during cancer disorders. Then the 
interaction between OPG-TRAIL-FVIII/vWF 
complex may be involved in induced cell 
apoptosis (endothelial, cartilage, bone and tumor 
cells) which is essential during angiogenesis 
associated with inflammation and cancer 
disorders.  
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Figure 1: FVIII/vWF complex inhibits RANKL-induced osteoclastogenesis 
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Figure 1: FVIII/vWF complex inhibits RANKL-induced osteoclastogenesis. A. RAW 264.7 

cells were cultured for 5 days in the presence or not of 100 ng/ml hRANKL, 100 ng/ml of OPG, and 1 or 2 
U/ml of FVIII/VWF complex. After May Grünwald / Giemsa (MGG) staining. B. Purified human CD14+ 
monocytes were cultured for 15 days in the presence of 25 ng/ml hM-CSF and 100 ng/ml hRANKL and 1 
U/ml FVIII/vWF. TRAP coloration was performed at the end of the culture period, and (C) Purified 
human CD14+ monocytes were cultured for 15 days in the presence of 25 ng/ml hM-CSF and 100 ng/ml 
hRANKL, with or without 50 ng/ml OPG and 1 U/ml FVIII/vWF. Multinucleated TRAP positive cells 
were counted under a light microscope. (A, C) Results are expressed as number of multinucleated cells 
(more than 3 nuclei) per well: each value represents the mean ± SD. All experiments were performed 
independently 3 times in triplicate. * p<0.05, ** p<0.01.  



12 

Figure 2: The interaction between OPG and the FVIII/vWF complex occurred through the 
vWF 
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Figure 2: The interaction between OPG and the FVIII/vWF complex occurred through the 

vWF. A. OPG binds to immobilized-vWF chip in specific biochemical conditions. Binding assays were 
performed using 2 different buffers (pH 7.4 or pH 6.5) as described in experimental procedures section. B. 
Determination of the Kd of OPG for vWF using a Single Cycle Kinetic assay. OPG was injected over 
immobilized-vWF, in the pH 6.5 buffer, at 25 nM and then ½ dilutions. C. In the pH 7.4 buffer, 
FVIII/vWF complex, but not recombinant Factor VIII, binds to OPG. FVIII/vWF complex (50 U/ml) or 
recombinant Factor VIII (50 U/ml) were injected at a flow rate of 30 µl/min over the immobilized-OPG 
sensorchip for 5 min and the dissociation was monitored for 10 min. D. Determination of the Kd of OPG 
for FVIII/vWF complex, in the pH 7.4 buffer, using a Single Cycle Kinetic assay. FVIII/vWF complex 
was injected over immobilized-OPG starting at 300 nM and then ½ dilutions. E. OPG (500, 100 and 10 
ng/ml) bound to the coated FVIII/vWF complex (1 U/ml) using an ELISA assay. Results are expressed 
using arbitrary units. F. Modeling of the interactions between OPG (green), RANKL (grey) and A1-
domain of vWF (yellow). OPG has the same orientation in the three illustrations. Right illustration is an 
overlay of left and middle illustrations. G. Representation of the binding domains involved in the 
interaction OPG-RANKL and OPG-vWF. OPG-amino acids involved for the binding with RANKL are 
schematized in black, and those involved for the binding with vWF are schematized in yellow. 
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Figure 3: Complex FVIII/vWF can bind to RANKL and O PG prevents its binding 
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Figure 3: Complex FVIII/vWF can bind to RANKL and O PG prevents its binding. A. In the 

pH 7.4 buffer, FVIII/vWF complex, but not recombinant Factor VIII, binds to RANKL. FVIII/vWF 
complex (50 U/ml) or recombinant Factor VIII (50 U/ml) were injected at a flow rate of 10 µl/min over 
the immobilized-RANKL sensorchip for 5 min and the dissociation was monitored for 10 min. B. RANKL 
(500, 100 and 10 ng/ml) bound to the coated FVIII/vWF complex (1 U/ml) using an ELISA assay. Results 
are expressed in arbitrary units. C. FVIII/vWF complex increases the binding of OPG to RANKL. OPG 
was incubated with increasing concentrations of FVIII/vWF complex for 2 hours prior to the injection to 
immobilized-RANKL. D. FVIII/vWF complex, OPG and RANKL can form a tripartite complex. 
hRANKL (5 µg/ml) was injected to immobilized-OPG with a flow rate of 20 µl/min, then the FVIII/vWF 
complex was injected. Schematic explanations are represented in Figures 3c and 3d. 
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Figure 4: TRAIL binds to FVIII without affecting TRAIL/OPG in teractions 
 

A

Chip TRAIL

0

40

80

120

160

200 300 400 500 600 700 800

Time (s)

FVIII/vWF

FVIII

R
es

po
ns

e
(R

U
)

Chip TRAIL

0

40

80

120

160

200 300 400 500 600 700 800

Time (s)

FVIII/vWF

FVIII

R
es

po
ns

e
(R

U
)

0

40

80

120

160

200 300 400 500 600 700 800

Time (s)

FVIII/vWF

FVIII

R
es

po
ns

e
(R

U
)

B

Chip OPG

TRAIL + FVIII

0

40

80

120

160

100 200 300 400 500

Time (s)

R
es

po
ns

e
(R

U
)

TRAIL + FVIII

0

40

80

120

160

0

40

80

120

160

100 200 300 400 500100 200 300 400 500

R
es

po
ns

e
(R

U
)

TRAIL

Chip OPG

TRAIL + FVIII

0

40

80

120

160

100 200 300 400 500

Time (s)

R
es

po
ns

e
(R

U
)

TRAIL + FVIII

0

40

80

120

160

0

40

80

120

160

100 200 300 400 500100 200 300 400 500

R
es

po
ns

e
(R

U
)

TRAIL

TRAIL + FVIII

0

40

80

120

160

0

40

80

120

160

100 200 300 400 500100 200 300 400 500

Time (s)

R
es

po
ns

e
(R

U
)

TRAIL + FVIII

0

40

80

120

160

0

40

80

120

160

100 200 300 400 500100 200 300 400 500

R
es

po
ns

e
(R

U
)

TRAIL

C D

OPG-FVIII/vWF

Chip TRAIL

0

100

200

100 200 300 400 500

Time (s)

0 u/ml

3.12 u/ml
6.25 u/ml

12.5 u/ml
20 u/ml

R
es

po
ns

e
(R

U
)

0

100

200

100 200 300 400 500

Time (s)

0 u/ml

3.12 u/ml
6.25 u/ml

12.5 u/ml
20 u/ml

0

100

200

0

100

200

100 200 300 400 500100 200 300 400 500

Time (s)

0 u/ml

3.12 u/ml
6.25 u/ml

12.5 u/ml
20 u/ml

R
es

po
ns

e
(R

U
)

Chip TRAIL

0

100

200

100 200 300 400 500

Time (s)

0 u/ml

3.12 u/ml
6.25 u/ml

12.5 u/ml
20 u/ml

0

100

200

0

100

200

100 200 300 400 500100 200 300 400 500

Time (s)

0 u/ml

3.12 u/ml
6.25 u/ml

12.5 u/ml
20 u/ml

R
es

po
ns

e
(R

U
)

0

100

200

0

100

200

100 200 300 400 500100 200 300 400 500

Time (s)

0 u/ml

3.12 u/ml
6.25 u/ml

12.5 u/ml
20 u/ml

0

100

200

0

100

200

100 200 300 400 500100 200 300 400 500

Time (s)

0 u/ml

3.12 u/ml
6.25 u/ml

12.5 u/ml
20 u/ml

R
es

po
ns

e
(R

U
)

TRAIL

OPG

FVIII/vWF

rec FVIII

sensorchip

Pre-
incubated

Pre-
incubated

a b

c

TRAIL

OPG

FVIII/vWF

rec FVIII

sensorchip

Pre-
incubated

Pre-
incubated

a b

c

 
 
 
Figure 4: TRAIL binds to FVIII without affecting TRAIL/OPG in teractions. A. Recombinant 

Factor VIII and FVIII/vWF complex bind to immobilized-TRAIL. Recombinant Factor VIII (50 U/ml) or 
FVIII/vWF complex (50 U/ml) were injected at a flow rate of 30 µl/min over the immobilized-TRAIL for 
2 min association. B. Recombinant Factor VIII bound to TRAIL does not interfere the binding of TRAIL 
to immobilized-OPG. 50 U/ml of recombinant Factor VIII was preincubated with TRAIL for 2 hours at 
room temperature. The complex formed was then injected to immobilized-OPG. C. FVIII/vWF complex 
inhibits the binding of OPG to TRAIL. FVIII/vWF complex was incubated with OPG for 2 hours at room 
temperature; the new complex formed was then injected at a flow rate of 30 µl/min for 2 min over 
immobilized-TRAIL. D. Schematic representation of plasmon resonance experiments a, b, and c 
summarized respectively Figure 4A, 4B and 4C.  
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Figure 5: FVIII/vWF complex blocks the inhibitory effect of OPG on TRAIL-induced 
apoptosis on MG63 cells 
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Figure 5: FVIII/vWF complex blocks the inhibitory effect of OPG on TRAIL-induced 

apoptosis on MG63 cells. A. Osteosarcoma cell line MG63 was cultured with 100 ng/ml TRAIL +/- 100 
ng/ml OPG +/- 1 U/ml of FVIII/vWF complex. After 72 hours of culture, cell viability was determined by 
XTT assay. Results were expressed as percentage of control. Experiments were performed at least three 
times (* p<0.05). B. Nuclear morphological changes induced by TRAIL, OPG and FVIII/vWF complex 
were analyzed by Hoechst staining on MG63 cells. C. Caspase-3 activity was assessed on MG63 cells 
after 16 hours of treatment with TRAIL, OPG and FVIII/vWF complex (* p<0.05, ** p<0.01). 
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Figure 6: Schematic representation describing the involvement of FVIII/vWF complex in 
coagulation cascade, bone and cancer biology 
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Figure 6: Schematic representation describing the involvement of FVIII/vWF complex in 
coagulation cascade, bone and cancer biology. FVIII/vWF complex is one of the main complex 
involved in coagulation: FVIII is released from vWF by the action of thrombin and becomes a co-factor 
for Factor IX to stimulate coagulation cascade, while vWF is essential in platelet activation. FVIII/vWF 
complex plays also a major role in other biological processes. Indeed, this complex inhibits RANKL-
induced osteoclastogenesis, by binding to RANKL and also by increasing the anti-osteoclastic activity of 
OPG. Furthermore, FVIII/vWF complex may be involved in cell apoptosis (endothelial, bone and cancer 
cells): through its binding to OPG, the FVIII/vWF complex inhibits the OPG protective effect on TRAIL-
induced apoptosis which occurs in inflammation and cancer disorders. 
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Supplementary data 
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OPG binds to immobilized-vWF chip in contrast to RANKL 
Experimental conditions: OPG (4nM),  RANKL (10nM), pH 6.5. OPG was incubated with 

RANKL for 2 hours prior to the injection. 
 



  Discussion 

65 
 

III. Discussion 

 

Le système vasculaire joue un rôle primordial dans la biologie osseuse. Il apporte les 

nutriments, l’oxygène, des facteurs de croissance essentiels au maintien de l’équilibre osseux 

assuré par les activités de l’ostéoclaste et de l’ostéoblaste, et il permet également le bon 

déroulement des processus d’ossification et de cicatrisation. Dans cette étude, nous nous 

sommes intéressés à la fonction que le complexe FVIII/FvW, composé de deux facteurs de 

coagulation, pouvait potentiellement remplir au sein du tissu osseux. Nous nous sommes 

basés sur deux précédents travaux qui ont montré et caractérisé la liaison entre le FvW et 

l’OPG (Shahbazi et al., 2007 ; Zannettino et al., 2005) dans les cellules endothéliales. Or, 

dans la circulation sanguine, le FvW se lie au FVIII afin de le protéger des protéases. Ainsi, 

ce complexe FVIII/FvW pourrait réguler l’activité de l’OPG dans la circulation sanguine et 

participer au contrôle du remodelage osseux. 

Dans un premier temps, nous avons observé dans deux modèles (RAW 264.7 et 

monocytes humains CD14+) une inhibtion significative du complexe FVIII/FvW sur 

l’ostéoclastogenèse induite par RANKL. C’est le premier rapport qui fait état de l’implication 

directe du complexe FVIII/FvW dans un processus osseux. De plus, nous avons constaté que 

le complexe FVIII/FvW renforçait l’activité inhibitrice de l’OPG sur l’ostéoclastogenèse. 

Pour comprendre les mécanismes impliqués, nous avons étudié, par résonance plasmonique 

de surface, les interactions moléculaires entre les trois protagonistes. Le complexe FVIII/FvW 

est capable de se lier à RANKL et à l’OPG, alors que le FVIII recombinant seul ne se lie à 

aucune de ces protéines. Nous supposons donc que l’interaction se réalise par la partie FvW 

du complexe comme le suggèrent les travaux de Shahbazi (Shahbazi et al., 2007). Nous avons 

confirmé que la liaison entre l’OPG et le FvW peut se faire dans des conditions de pH acide 

(pH = 6,5) et de salinité particulière. En revanche, même dans ces conditions, RANKL ne 

peut se lier au FvW. Il semble donc que la structure tridimensionnelle du complexe 

FVIII/FvW soit requise pour se fixer à RANKL et ainsi inhiber l’ostéoclastogenèse. De plus, 

le renforcement de l’inhibition par l’OPG, en présence de complexe FVIII/FvW, s’explique 

par une augmentation de fixation du couple [complexe FVIII/FvW – OPG] à RANKL. La 

modélisation moléculaire des interactions entre le complexe FVIII/FvW, l’OPG et RANKL a 

permis de localiser les différents sites de fixation (proches mais distincts) et de confirmer la 

formation potentielle du complexe ternaire [complexe FVIII/FvW – RANKL - OPG]. 

Si le complexe FVIII/FvW est capable de moduler les activités de RANKL et d’OPG, il 

apparaît, en revanche, que ceux-ci n’ont pas d’effet sur les activités biologiques du complexe 
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FVIII/FvW. Les différents paramètres de la coagulation (hémostase primaire, temps de Quick, 

temps de céphaline activée) ne sont pas modifiés lorsque l’OPG ou RANKL sont ajoutés aux 

prélèvements sanguins. Ces résultats peuvent s’expliquer par le fait que ni RANKL ni l’OPG 

ne se lient au FVIII et au FvW dans des conditions de pH sanguin. Ces hypothèses sont 

appuyées par certaines données de résonance plasmonique de surface. D’une part, le FVIII ne 

se lie ni à l’OPG, ni à RANKL dans des conditions de pH physiologique (pH = 7,4). D’autre 

part, l’OPG ne se lie au FvW que dans des conditions de pH acide (pH = 6,5) alors que 

RANKL ne se fixe pas au FvW quelque soit les conditions de pH (pH = 6,5 ou 7,4, données 

non montrées). 

 

En complément de ce travail, nous avons recherché l’incidence de la formation du 

couple RANKL / complexe FVIII/FvW sur la liaison RANK / RANKL. L’étude des 

interactions montre que le complexe FVIII/FvW seul est capable de se lier à RANK. De plus, 

le couple [RANKL / complexe FVIII/FvW], une fois formé, est toujours capable de se fixer 

au récepteur RANK (figure 26). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 26 : RANKL (2 ng/ml) et le complexe FVIII/FvW (30 UI/ml) se fixent au 

récepteur RANK dans un tampon de pH = 7,4. Le complexe FVIII/FvW pré-incubé pendant 2 

heures avec RANKL renforce la liaison au récepteur RANK. 
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domaine de transmission du signal ou empêche la trimérisation du récepteur RANK requise 

pour son activité (Kanazawa et Kudo, 2005). Une diminution de signalisation, même partielle, 

des voies classiquement activées par RANKL (MAPkinases, PI3kinase et NF-kB) pourrait 

expliquer l’inhibition de l’ostéoclastogenèse. Nous pouvons également envisager d’identifier 

les sites de liaison du complexe FVIII/FvW au récepteur RANK, soit par modélisation 

moléculaire, soit par l’étude de mutants. 

L’ensemble de ces résultats in vitro doit être confirmé par des études in vivo. Les 

expériences de différenciation ostéoclastique et de résonance plasmonique de surface ont 

toutes été effectuées dans des conditions de pH physiologique (pH = 7,4). Cependant nous 

n’avons pour l’instant aucune donnée qui nous permette d’affirmer que le complexe 

FVIII/FvW circulant se lie à RANKL et à l’OPG dans le sang. Nous supposons que ces 

interactions sont tout à fait envisageables dans le plasma (pH équivalent). Le complexe 

FVIII/FvW pourrait agir alors comme un régulateur des concentrations d’OPG et de RANKL 

circulants. Il pourrait contrôler l’activité de l’OPG et de RANKL dans d’autres processus que 

l’ostéoclastogenèse, tels que l’angiogenèse, l’immunité ou l’adhérence cellulaire. 

L’activité que nous décrivons sur l’ostéoclastogenèse implique que le complexe 

FVIII/FvW doive se trouver en relation étroite avec le site de résorption. La riche 

vascularisation du tissu osseux laisse supposer qu’une telle colocalisation est concevable. De 

plus, des travaux menés sur la circualtion osseuse décrivent que le remodelage osseux se fait 

dans des compartiments où des vaisseaux sanguins sont présents. Ce compartiment est appelé 

BRC (Bone Remodeling Compartment) (Eriksen et al., 2007). Les vaisseaux se trouvent en 

relation directe avec les cellules osseuses. Nous pouvons supposer que les molécules 

circulants dans les vaisseaux sont donc capables d’agir sur la biologie des ostéoblastes et des 

ostéoclastes. Des études immunohistochimiques permettraient de mettre en évidence la co-

localisation du complexe FVIII/FvW avec les molécules de l’environnement osseux (OPG et 

RANKL). 

Ces premières preuves in vitro de l’implication du complexe FVIII/FvW dans le 

contrôle de l’ostéoclastogenèse viennent compléter le réseau d’intéractions moléculaires entre 

le tissu osseux et le système vasculaire. En efffet, d’autres molécules du système vasculaire 

ont montré des effets sur la différenciation ostéoclastique. Parmi celles-ci, le facteur de 

croissance VEGF peut remplacer le M-CSF (Niida et al., 1999) dans des souris déficientes 

pour le M-CSF. Les précurseurs ostéoclastiques expriment à leur surface les récepteurs du 

VEGF (Tombran-Tink et Barnstable, 2004) qui stimulent (en présence de VEGF) l’expression 

de RANK dans les ostéoclastes de rat (Yao et al., 2006). L’endothéline, neuropeptide 
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vasoconstricteur produit par l’endothélium, inhibe la résorption osseuse par un effet direct sur 

la mobilité cellulaire des précurseurs (Alam et al., 1992). De nombreuses études ont mis en 

évidence les relations structurales et fonctionnelles entre les précurseurs ostéoclastiques et les 

cellules de l’environnement vasculaire. Sous l’action du TGFβ, les cellules endothéliales 

issues de l’os expriment RANKL pour induire la différenciation ostéoclastique (Ishida et al., 

2002). Ces mêmes cellules endothéliales dans des conditions inflammatoires (stimulation 

TNFα ou IL-1) permettent le recrutement de précurseurs du sang capables de se différencier 

en ostéoclastes (Kindle et al., 2006). Nos travaux décrivent une nouvelle relation entres les 

cellules endothéliales et les ostéoclastes. Le complexe FVIII/FvW, dont l’un des éléments 

constitutifs est synthétisé par les cellules endothéliales, contrôle la différenciation 

ostéoclastique de manières directe (via la liaison à RANKL) ou indirecte (renforcement de 

l’activité de l’OPG). 

Le rôle du complexe FVIII/FvW dans l’ostéoclastogenèse pourrait expliquer l’effet 

bénéfique sur le tissu osseux de la prophylaxie chez les patients hémophiles. Ces patients 

présentent généralement une diminution de la densité osseuse liée principalement à des 

hémarthroses et à un manque d’activité physique. Cependant, une très récente étude clinique 

souligne qu’un traitement précoce et à long terme de jeunes patients hémophiles protège de la 

perte osseuse (Khawaji et al., 2009). Les auteurs n’ont pourtant pas observé de différence 

significative dans la perte de masse osseuse chez des patients présentant des hémophilies 

modérées ou sévères. Il n’existe pas non plus de corrélation entre la perte osseuse et l’activité 

physique pratiquée par les patients. Il semble donc qu’un traitement précoce de l’hémophilie 

améliore le statut osseux des patients hémophiles. L’effet direct du complexe FVIII/FvW sur 

l’ostéoclastogenèse pourrait constituer un des mécanismes de prévention de ces pertes 

osseuses. 

 

Dans la seconde partie de cette étude, nous avons recherché les effets du complexe 

FVIII/FvW sur l’interaction entre l’OPG et TRAIL. Des études de résonance plasmonique de 

surface ont permis de mettre en évidence que TRAIL est capable de se lier au complexe 

FVIII/FvW et au FVIII recombinant (contrairement à RANKL et à l’OPG). De plus, comme 

l’OPG, TRAIL peut se fixer au FvW mais dans des conditions de pH particulières. 

Cependant, l’association de TRAIL à ces facteurs de coagulation n’a aucune incidence sur les 

paramètres de l’hémostase. Le résultat le plus intéressant des études d’interactions, est 

l’inhibition de liaison entre l’OPG et TRAIL lorsque le couple [OPG - complexe FVIII/FvW] 
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est préalablement formé. Ces résultats laissaient supposer que l’OPG n’était plus capable de 

contrer les effets biologiques de TRAIL.  

Nous avons par conséquent évalué l’impact de ce résultat avec un test de viabilité de 

cellules tumorales sensibles à TRAIL (2 lignées d’ostéosarcome et une lignée de sarcome 

d’Ewing). Dans ce test biologique, le complexe FVIII/FvW, qui est sans effet sur la mort 

cellulaire, empêche l’OPG de contrer la mort induite par TRAIL. La détection de l’activité 

caspase 3 confirme que la diminution de viabilité cellulaire est due au phénomène d’apoptose. 

Ces résultats suggèrent que le complexe FVIII/FvW possède des propriétés anti-tumorales. 

Ces propriétés ne sont possibles que si le complexe FVIII/FvW est en contact étroit avec les 

cellules cancéreuses et l’environnement moléculaire de la tumeur (OPG, TRAIL). Cette 

localisation proche est tout à fait envisageable dans les tumeurs. La vascularisation est très 

développée dans les lésions cancéreuses. Elle est entretenue par une angiogenèse intense qui 

permet l’apport de nutriments nécessaires à la survie et à la prolifération des cellules 

tumorales. L’inhibition de l’angiogenèse est à ce titre une des thérapies envisagées dans la 

lutte contre les cancers. Le VEGF est une des cibles retenues : l’anticorps humanisé 

Bevacizumab (Avastin®) a prouvé depuis près de 10 ans son activité dans plusieurs types de 

tumeurs solides notamment celles de la prostate, du sein, du rein et du côlon dans leurs formes 

métastatiques (Aragon-Ching et Dahut, 2008 ; Rini, 2009 ; Traina, 2009). Les vaisseaux 

tumoraux sont très différents des vaisseaux normaux. Ils sont désorganisés sans réelle 

délimitation, et beaucoup plus perméables que les vaisseaux sains (Cao, 2009). Ils sont sujets 

à des ruptures de la paroi endothéliale ce qui provoque des hémorragies au sein même de la 

tumeur avec formation de lacunes vasculaires (cas des sarcomes). Dans ces conditions, le 

complexe FVIII/FvW pourrait se trouver en relation directe avec les cellules tumorales et 

contrôler leur survie par son interaction avec l’OPG. 

L’implication de la cascade de coagulation dans la progression tumorale est maintenant 

bien connue. Le facteur tissulaire est fortement exprimé dans des pathologies malignes 

(cancers colorectaux, mammaires, hépatiques, ovariens) (Dogan et Demirkazik, 2005). Dans 

des métastases de patients atteints d’ostéosarcomes, l’expression du gène codant pour le FvW 

est augmentée (Eppert et al., 2005). Une élévation du taux sérique de FVIII est un marqueur 

précoce d’hypercoagulabilité chez les les patients atteints de cancers (Dogan et Demirkazik, 

2005). Nos observations pourraient donner un sens biologique à l’augmentation du FVIII et 

du FvW dans les pathologies tumorales. L’organisme pourrait produire ces facteurs pour 

former le complexe FVIII/FvW et faciliter l’activité anti-tumorale (en bloquant l’association 

OPG / TRAIL). 
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Figure 27 : Structure de la 

sous-unité dissacharidique de 

l’héparine (acide iduronique 

2O-sulfaté et glucosamine N- 

et 6O-sulfatées) 

I. Introduction 

 

Nous avons vu précédemment le contrôle de la différenciation ostéoclastique par un 

complexe impliqué dans la biologie vasculaire. Nous aborderons dans cette partie la 

régulation de l’ostéoclastogenèse par l’héparine qui intervient dans la régulation finale de la 

coagulation. Cette étude se généralisera aux glycosaminoglycanes dont l’héparine est le 

représentant le plus sulfaté. 

 

1. L’héparine : découverte, structure, fonction et effets sur l’os 

 

La découverte de l’héparine remonte au début du siècle dernier par Jay McLean et 

William Henry Howell. Le terme héparine provient du grec "hepar" qui signifie foie, puisque 

c’est dans cet organe que l’héparine a été pour la première fois isolée. C’est l’une des plus 

anciennes thérapeutiques dont l’utilisation est toujours largement répandue. 

L’héparine est un polymère saccharidique de poids moléculaire compris entre 3 kDa et 

50 kDa avec une moyenne de 14 kDa. La structure de l’héparine, comme celle des 

glycosaminoglycanes en général, réside dans la répétition d’une sous-unité disaccharidique. 

Pour l’héparine, la sous-unité la plus commune est composée d’un acide iduronique 2O-

sulfaté et d’une glucosamine N- et 6O-sulfatée (figure 27). 
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L’héparine est stockée dans les granules des mastocytes qui bordent les vaisseaux 

sanguins. Elle est sécrétée lors de lésion du tissu vasculaire. Son principal rôle est l’inhibition 

de la coagulation. L’activité antithrombotique de l’héparine réside dans son interaction avec 

l’antithrombine (AT III). L’héparine se lie à l’AT III par un motif pentasaccharidique qui 

induit un changement conformationnel de l’AT III ce qui renforce son activité 

antithrombotique. Le complexe AT III - Héparine se lie au facteur X pour l’inactiver (figure 

28). L’héparine contrôle également la coagulation en inactivant la thrombine. Il se forme un 
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complexe entre l’héparine, l’AT III et la thrombine. Une séquence de 18 saccharides est 

requise pour la formation de ce complexe (figure 28). 

 

Héparine

AT III

AT III

AT III

AT III

Xa

Xa

Thrombine
Thrombine

 

 

Figure 28 : Interactions entre l’héparine, l’antithrombine, la thrombine et le facteur X de 

coagulation. 

 

L’héparine est couramment employée en médecine humaine pour ses propriétés 

anticoagulantes. Elle est administrée par voie parentérale en injection intraveineuse ou sous-

cutanée. Les injections intramusculaires sont évitées en raison de la formation d’hématomes 

au point d’administration. La demi-vie de l’héparine est relativement faible, de l’ordre de 1 à 

2 heures, c’est pourquoi elle doit être administrée fréquemment ou sous forme de perfusion. 

Toutefois, l’utilisation des héparines de bas poids moléculaire permet de pallier ce problème. 

Ces héparines se fixent moins aux protéines plasmatiques et ont par conséquent une demi-vie 

plus importante, qui ne nécessite qu’une seule administration quotidienne. L’héparine est 

indiquée dans la phase aigüe des thromboses veineuses profondes, des embolies pulmonaires 

et des infarctus du myocarde. Elle est également indiquée en prévention de la coagulation 

dans les circuits de circulation extra-corporelle (Theriaque, 2009). 

Le principal risque lié à un traitement à l’héparine est le risque hémorragique, surtout en 

cas de surdosage. De plus, l’héparine et les héparines de bas poids moléculaire sont 

susceptibles d’engendrer une thrombocytopénie. Elle intervient généralement au 10ème jour de 

traitement. L’administration d’héparine engendre une réaction immunologique avec 
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production d’anticorps dirigés contre les plaquettes (Theriaque, 2009). Deux autres effets 

indésirables majeurs sont également décrits : des atteintes hépatiques s’accompagnant d’une 

augmentation des transaminases et des troubles de la kaliémie. Enfin, plusieurs rapports font 

état de la survenue d’une ostéoporose à la suite d’une administration prolongée d’héparine 

non fractionnée ou d’héparines de bas poids moléculaire (Barbour et al., 1994 ; Dahlman et 

al., 1994 ; Douketis et al., 1996). Ces traitements au long cours sont indiqués chez des 

patients présentant un risque thrombotique élevé (porteurs de valve cardiaque, femmes 

enceintes). Environ 1/3 des patients recevant un traitement prolongé d’héparine présente une 

diminution de densité osseuse (Rajgopal et al., 2008). Ces données cliniques ont été 

confirmées par des études chez l’animal. Muir et coll. ont montré que l’administration 

prolongée d’héparine non fractionnée ou d’héparines de bas poids moléculaire chez des rats 

provoque une perte osseuse (diminution du nombre d’ostéoblastes et augmentation du nombre 

d’ostéoclastes) (Muir et al., 1996). Il a été également rapporté que l’héparine s’accumulait 

dans l’os, ce qui donne une explication à son effet persistant même après l’arrêt du traitement 

(Shaughnessy et al., 1999). 

De nombreuses équipes ont étudié les effets de l’héparine dans l’ostéoclastogenèse. Les 

résultats de leurs travaux sont relativement contradictoires. Ainsi, dès 1991, Fuller et coll. 

montrent que l’héparine augmente l’activité pro-résorptive des ostéoclastes (Fuller et al., 

1991). Les auteurs suggèrent que l’héparine accroît l’activité d’un facteur impliqué dans la 

régulation de l’ostéoclastogenèse. En 2002, Walton et coll. ont rapporté l’effet synergique de 

l’héparine dans la différenciation ostéoclastique induite par l’IL-11 dans un modèle de moelle 

osseuse murine (Walton et al., 2002). De plus récents travaux ont montré que l’héparine et les 

héparines fractionnées présentaient des activités différentes selon le modèle d’étude 

(Folwarczna et al., 2005). Des doses faibles d’héparine stimulent l’ostéoclastogenèse dans des 

cellules de moelle osseuse de rat alors qu’elles l’inhibent à plus forte dose. Dans un modèle 

de cellules de moelle osseuse de souris, les héparines diminuent le nombre d’ostéoclastes 

générés à l’exception de l’héparine non fractionnée à la plus faible dose (Folwarczna et al., 

2005). Irie et coll. ont montré que l’héparine augmente la différenciation ostéoclastique dans 

un modèle de moelle osseuse de souris en co-culture avec des ostéoblastes murins (Irie et al., 

2007). Leurs travaux suggèrent que l’héparine inhibe l’activité de l’OPG et prévient par 

conséquent la liaison de l’OPG à RANKL. Cette interaction entre l’héparine et l’OPG (par 

son domaine de liaison à l’héparine) avait été mise en évidence par notre équipe (Theoleyre et 

al., 2006). Ces résultats sont en complet désaccord avec ceux de Ariyoshi et coll. (Ariyoshi et 

al., 2008) qui démontrent que l’héparine inhibe la différenciation ostéoclastique dans le 
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modèle RAW 264.7. Cette inhibition serait le résultat de l’interaction directe entre l’héparine 

et RANKL (Ariyoshi et al., 2008). Il apparaît donc que l’effet de l’héparine sur l’ostéoclaste 

diverge selon les auteurs. 

 

2. Les autres membres de la famille des glycosaminoglycanes 

 

Différentes familles peuvent être distinguées au sein des glycosaminoglycanes (GAGs). 

L’héparine, que nous venons d’évoquer, appartient aux héparanes sulfates. Dans ce groupe 

figure l’héparane sulfate qui présente les mêmes résidus osidiques que l’héparine mais dont le 

pourcentage de sulfatation ne dépasse pas les 50 % (contre plus de 80 % pour l’héparine). 

Quatre autres membres viennent compléter les GAGS : l’acide hyaluronique, le kératane 

sulfate, le dermatane sulfate (DS) et la chondroïtine sulfate (CS). Ils diffèrent par leur 

composition en sous-unités disaccharidiques et par leur degré de sulfatation (tableau III). 

 

Tableau III : Composition en sous-unités disaccharidiques des différentes familles de 

glycosaminoglycanes (d’après Lamoureux et al., 2007a). 

Chondroitine sulfate

(Acide glucuronique + N-
acétylglucosamine)

Dermatane sulfate

(Acide glucuronique ou acide
iduronique + N-acétylgalactosamine)

Keratane sulfate

(galactose + N-acétylgalactosamine)

Héparine et héparane sulfate

(Acide glucuronique ou acide
iduronique + N-acétylglucosamine)

Acide hyaluronique

(Acide glucuronique + N-
acétylglucosamine)

GalNac-4SO4
GalNac-6SO4
GalNac-4,6SO4

Pas de sulfatation

Unité disaccharidique

GalNac-4SO4
GalNac-6SO4
(IdoA-2SO4)

GlcNac-6SO4
Gal-6SO4

(IdoA-2SO4)
GlcNac-3,6SO4
(GlcA-2SO4)

Position des sulfatations
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Les GAGs sont des molécules que l’on retrouve dans tous les types de tissus. Ils sont 

localisés à la surface des cellules et dans la matrice extracellulaire mais ils sont, en général, 

liés à des protéines pour former les protéoglycanes (PGs) (Lamoureux et al., 2007a). Les 

GAGs sont capables de se lier à des protéines telles que des chémokines (CXCL4), des 

facteurs de croissance (FGF) ou des molécules d’adhérence (fibronectine) et contrôlent, par 

conséquent, des processus biologiques ou pathologiques tels que l’angiogenèse, la migration 

cellulaire ou la croissance tumorale (Gandhi et Mancera, 2008). Leur intervention dans le 

métabolisme osseux a également était rapportée, notamment dans la différenciation 

ostéoclastique. 

L’effet de l’acide hyaluronique sur l’ostéoclastogenèse diffère selon les auteurs. Chang 

et coll. évoquent une inhibition de la différenciation via le toll like receptor 4 dans trois 

modèles d’ostéoclastogenèse (Chang et al., 2007). Pourtant peu de temps auparavant, c’est 

l’effet inverse qui a été décrit. L’acide hyaluronique favoriserait la différenciation 

ostéoclastique en se liant à son récepteur CD44 (Ariyoshi et al., 2005). L’acide hyaluronique 

est également capable d’augmenter l’expression de RANKL dans les cellules stromales de 

moelle osseuse, ce qui a pour conséquence directe une régulation positive de 

l’ostéoclastogenèse (Cao et al., 2005). Enfin, une dernière étude vient de montrer que l’acide 

hyaluronique inhibe la résorption osseuse en supprimant l’expression de PGE2 dans les 

ostéoblastes traités par l’IL-1 (Hirata et al., 2009). 

Les autres familles de GAGs ont également été étudiées. Le DS inhibe 

l’ostéoclastogenèse en se liant directement à RANKL (Shinmyouzu et al., 2007) à des doses 

fortes uniquement. La CS ne semble pas avoir d’effet selon les travaux de Irie (Irie et al., 

2007) alors qu’elle favoriserait le remodelage osseux lorsqu’elle est déposée sur des 

matériaux de comblement osseux (Schneiders et al., 2008 ; Schneiders et al., 2009). 

L’ensemble de ces travaux met en évidence le contexte particulier et contradictoire des 

effets des GAGs sur l’ostéoclastogenèse. De plus, ces GAGs exercent d’autres fonctions sur 

le tissu osseux lorsqu’ils sont sous forme de protéoglycanes. 
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3. Les protéoglycanes et leurs effets dans la biologie osseuse 

 

Les protéoglycanes (PGs) sont une famille ubiquitaire de molécules composées d’un 

corps protéique et d’une ou plusieurs chaînes de glycosaminoglycanes sulfatés. Les GAGs 

sont reliés à la protéine au niveau d’une sérine par l’intermédiaire d’une liaison O-

glycosidique. L’ensemble des GAGs, excepté l’acide hyaluronique, peut entrer dans la 

composition des PGs. La partie protéique des PGs est d’une grande diversité dans sa nature et 

dans sa taille (de 10 kDa à plus de 5000 kDa) ce qui confère aux différentes familles de PGs 

des fonctions spécifiques, telles que la migration neurale, l’adhérence cellulaire ou 

l’angiogenèse (Lamoureux et al., 2007a , article en annexe). Les PGs, exprimés dans presque 

tous les types de tissus, sont localisés dans le compartiment intracellulaire, à la surface 

membranaire ou dans la matrice extracellulaire. Les PGs constituent avec le collagène les 

constituants majeurs de la matrice organique du tissu osseux : ils représentent environ 5% des 

protéines non-collagéniques (Leaver et al., 1975). Les principaux PGs du tissu osseux sont les 

heparane sulfates PGs (HSPGs), l’aggreccan et les small leucine reach proteoglycans 

(SLRPs). 

Les SLRPs, dont la décorine, le biglycan et la fibromoduline, sont les PGs les plus 

abondants dans la matrice osseuse (Waddington et al., 2003). La décorine et le biglycan sont 

principalement substitués par la CS et le DS. Ils jouent un rôle important dans la formation du 

tissu osseux comme le suggèrent des études de délétion génique chez la souris. Des souris 

déficientes en biglycan présentent une diminution de la formation osseuse par un défaut de 

quantité et d’activité des ostéoblastes (Xu et al., 1998). Le biglycan et la décorine 

interviennent également dans la régulation de l’activité d’effecteurs du remodelage osseux. 

Théoleyre et coll. ont montré que le DS et la CS possèdent une forte affinité pour l’OPG, 

leurs travaux évoquent un rôle potentiel des SLRPs dans la biodisponibilité de l’OPG et de ce 

fait dans la biologie osseuse (Theoleyre et al., 2006). Comme l’OPG, la biodisponibilité du 

TGFβ est également contrôlée par la décorine et le biglycan (Bi et al., 2005 ; Bi et al., 2006). 

Ces observations montrent que les SLRPs, grâce à leurs chaîne saccharidiques (CS et DS), 

sont essentiels dans le remodelage osseux en modulant la prolifération et la différenciation 

des cellules osseuses. 

Les HSPGs sont également présents dans le tissu osseux, localisés dans la matrice 

extracellulaire ou associés à la membrane cellulaire des ostéoblastes et des ostéoclastes 

(Nakamura et Ozawa, 1994). Tout comme les SLRPs, les HSPGs fixent de nombreuses 



  Glycosaminoglycanes et ostéoclastogenèse 

77 
 

molécules telles que les FGFs, le VEGF et le TGF et en modulent l’activité (Bernfield et al., 

1999 ; Park et al., 2000). Ces propriétés sont dues aux chaînes saccharidiques (heparane 

sulfate et heparin) chargées négativement. Les HSPGs modulent également l’activité de 

l’OPG comme le font les SLRPs. Standal et coll. ont montré que les cellules de myélome 

internalisent et dégradent l’OPG par l’intermédiaire du syndécan-1 (Standal et al., 2002). 

Cette observation est soutenue par les travaux de Mosheimer dans lesquels l’OPG induit le 

chimiotactisme des monocytes via le syndécan-1 (Mosheimer et al., 2005). Le syndecan-1 

participe donc à la biodisponibiltié et à l’activité de l’OPG, ce qui évoque son rôle dans le 

remodelage osseux. Une étude montre l’implication directe des HSPGs dans la différenciation 

ostéoclastique : le FGF-2 en se liant aux HSPGs de fibroblastes synoviaux provoque 

l’expression de RANKL et provoque la maturation des ostéoclastes (Nakano et al., 2004). Le 

perlécan, un HS/CSPG péricellulaire, joue également un rôle dans la biologie osseuse. 

L’étude histologique de souris perlécan -/- révèle une désorganisation de la plaque de 

croissance et une ossification endochondrale perturbée conduisant à des os de petites tailles 

(Arikawa-Hirasawa et al., 1999 ; Costell et al., 1999).  
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II. Article 2 

 

 

 

Les glycosaminoglycanes inhibent l’ostéoclastogenèse induite par RANKL 
 
 
 

 

L’os est un tissu conjonctif composé de cellules et d’une matrice extracellulaire 

minéralisée. La biologie osseuse repose sur l’équilibre des activités de formation assurées par 

les ostéoblastes et les activités de résorption réalisées par les ostéoclastes. Cette balance entre 

les fonctions de ces deux types cellulaires est contrôlée par un grand nombre de cytokines et 

de facteurs de croissance. Ces effecteurs osseux se situent dans le micro-environnement liés 

ou non aux PGs (ou aux GAGs). L’influence des GAGs sur la biologie osseuse a fait l’objet 

de nombreuses publications cependant les données qui émergent de ces travaux sont 

contradictoires. C’est dans ce contexte particulier que le but de notre étude était de clarifier 

les effets des GAGs sur l’ostéoclastogenèse. 

 

 

 

Ces travaux nous ont permis de montrer que : 

 

- l’héparine inhibe la différenciation ostéoclastique induite par RANKL, 

 

- le degré de sulfatation et la longueur des chaînes hépariniques ont une influence sur 

leur activité, 

 

- d’autres classes de GAGs sont capables comme l’héparine d’inhiber la différenciation 

ostéoclastique. 
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Glycosaminoglycans (GAGs) are 
component of the bone matrix and thus 
participate to the bone metabolism. 
However data on bone resorption are 
rare and controversial. We thus studied 
the role of glycosaminoglycans on 
different models of RANKL-induced 
osteoclastogenesis (mouse RAW 264.7 
cell line, mouse CD11b+ cells, and 
human CD14+ monocytes). We first 
showed that heparin inhibited 
osteoclastogenesis in these 3 models, 
which was confirmed by a decrease in 
mRNA expression of osteoclastic 
markers and by an inhibition of the 
bone resorption capacity. We also 
demonstrated on the mouse model RAW 
264.7 cells that glycosaminoglycans from 
different families were also able to 
inhibit RANKL-induced 
osteoclastogenesis, and we showed that 
this inhibition was dependent on the 
length of the GAGs and their level of 
sulfation. Furthermore, this effect of 
GAGs was specific of osteoclastogenesis 
as the differentiation in dendritic cells 
was not affected by GAGs. In a second 
part of the manuscript, we tried to 

decipher the mechanisms of action of 
heparin on human CD14+ cells. We 
showed that heparin acts at 2 distinct 
steps of osteoclastogenesis. Indeed, 
heparin first strongly decreases the 
adherence of osteoclast precursors, and 
secondly inhibits osteoclasts to spread 
and to be active. Furthermore, the 
second action of heparin was reversible 
as the removal of heparin at the end of 
the culture allowed the condensed cells 
to spread out and showed morphological 
osteoclasts. The present work clearly 
evidences that GAGs inhibit 
osteoclastogenesis in vitro and 
strengthen the therapeutic interest of 
defined GAGs for osteolytic diseases. 
 
Introduction 
 
 Bone metabolism is regulated by a 
functional balance between catabolic and 
anabolic activities of bone cells. Thus, 
osteoclasts are multinucleated cells 
specialized in bone catabolism and 
participate to phosphocalcic homeostasis 
together with cells playing anabolic 
functions and named osteoblasts. 



Osteoclasts originate from 
monocyte/macrophage lineage through a 
series of events associating membranous, 
soluble and extracellular matrix 
compounds (1). Among these factors, some 
of them are required for proliferation and 
differentiation of osteoclast progenitors 
such as macrophage-colony stimulating 
factor (M-CSF) (2-4) and others factor 
such as receptor activator of nulear factor 
kB ligand (RANKL) are more specifically 
involved in the commitment to the 
osteoclast lineage from the fusion of 
mononuclear precursors to the formation of 
multinucleated resorbing osteoclasts (5). In 
this system, RANKL binds to its receptor 
RANK expressed at the cell surface of 
osteoclast precursors and consequently 
activates specific signal pathways leading 
to the formation and maturation of the 
osteoclasts (6, 7). Furthermore, whether 
M-CSF supports the survival of osteoclast 
precursors, RANKL exerts similar activity 
on mature osteoclasts. The 
RANKL/RANK activities are completed 
by the function of osteoprotegerin (OPG) 
which acts as a soluble decoy receptor 
blocking the binding RANK-RANKL and 
then osteoclastogenesis and bone 
resorption (8, 9). 
 Extracellular matrix components 
such as glycosaminoglycans (GAGs) also 
participate to bone metabolism (10). GAGs 
are linear polymers which are bound to a 
core protein to form proteoglycans (10). 
GAGs are composed of repeated 
disaccharidic units of hexosamine and 
hexuronic acid, except keratan sulfate in 
which hexuronic acid is replaced by 
galactose. According to the epimerization 
of hexosamine and hexuronic acid, 
different groups of GAGs can be 
established. Proteoglycans and GAGs 
contribute to the maintenance of bone mass 
through their participation to collagen 
organization (11). They could exert several 
activities on bone cells because they serve 
as co-factors in cell-to-cell adhesion or 
modulate the binding and activation of 
cellular growth factors and cytokines (12) 

such as TGF-β by decorin (13), b-FGF by 
heparin (14) and OPG by syndecan-1 (15-
17). Unfortunately, the data available on 
the effects of GAGs on osteoclastogenesis 
are very limited and very controversial. 
Indeed, Ariyoshi et al. showed that 
hyaluronic acid, the most abundant GAG 
in mammalian tissues, enhances osteoclast 
formation and function (18). In 2007, 
Chang et al. described exactly an opposite 
effect on osteoclastogenis and revealed the 
implication of Toll-like receptor 4 in the 
inhibitory effect of hyaluronic acid (19). 
Irie et al. recently demonstrated that 
heparin in combination with 
1,25(OH)2D3/PGE2 enhanced the pit-
forming activity of osteoclasts obtained 
from the coculture of mouse osteoblasts 
and bone marrow cells (20). They did not 
observe any direct effect of heparin on 
osteoclastogenesis. On the other hand, 
Shinmyouzu et al., demonstrated that high 
concentrations of dermatan sulfate 
inhibited osteoclastogenesis (21) and the 
same group showed similar activities of 
heparin (22). In these studies they 
proposed that the mechanisms involved in 
the inhibition of osteoclastogenesis is 
through an inhibition of RANKL signaling 
(inhibition of p38 and ERK 
phosphorylations upon RANKL 
stimulation). Thus, these 2 studies are in 
opposition concerning the effect of GAGs 
on osteoclastogenesis. The controversial 
effect of GAGs on osteoclastogenesis is 
strengthened by the report of Folwarczna 
et al. (23) who pointed out species 
differences in the sensitivity of bone 
marrow cells to standard heparin and low-
molecular weight heparins. For instance; in 
rat model, low concentrations of heparins 
increased the formation of osteoclasts, 
whereas at the highest concentrations they 
decreased the number of osteoclasts. In the 
mouse bone marrow cell culture, the 
heparins suppressed the formation of 
osteoclasts, with the exception of standard 
heparin at low concentrations which 
intensified the process (23). 



In this very controversial context, the aim 
of our study was to clarify the effect of 
GAGs on osteoclastogenesis using three 
different models of osteoclastogenesis: 
murine RAW 264.7 cell line, murine 
purified CD11b monocytes and human 
purified CD14+ monocytes. These models 
are characterized by the absence of 
osteoblastic/stromal cells, allowing 
investigating the direct effect of GAGs on 
osteoclast precursors. Various GAGs 
(bovine and porcine heparin with various 
sulfation levels, heparan-, chondroitin- and 
dermatan-sulfate, hyaluronic acid and 
oligosaccharides) have been assessed in the 
in vitro osteoclastogenesis models. We 
found that all GAGs inhibited RANKL-
induced osteoclastogenesis in murine and 
human models, and then demonstrated that 
heparin induced an inhibition of the sprawl 
of the osteoclasts. 
 
Materials and methods 
 
Materials 
 Human M-CSF (hM-CSF) and 
mouse M-CSF (mM-CSF) were obtained 
from R&D Systems (Abington, UK). 
Human RANKL (hRANKL) was kindly 
provided by Amgen Inc. (Thousand Oaks, 
USA). Heparin sodium salt, heparan 
sulfate from bovine kidney (bHS), heparan 
sulfate from porcine intestinal mucosa 
(pHS), chondroitin sulfate from shark 
cartilage (CS), dermatan sulfate from 
porcine intestinal mucosa (DS) and 
hyaluronic acid were purchased from 
Sigma (St Quentin Fallavier, France). 
Heparin-derived oligosaccharides of 
defined size were prepared by digestion of 
porcine mucosal heparin with heparinase I 
followed by gel filtration chromatography 
on a Bio-Gel P-10 column (24). Heparin 
initially contained 97.7% of N-sulfate 
groups, 89.3% of 2-O-sulfate groups, and 
92.4% of 6-O-sulfate groups. De-N-
sulfated/re-N-acetylated heparin contained 
90.5% of 2-O-sulfate groups, 85.3% of 6-
O-sulfates, and a very low amount of 
remaining N-sulfate groups (2.4%). De-2-

O-sulfated heparin contained 80.2% of 6-
O-sulfate groups, 91.4% of N-sulfate 
groups, and a residual 2.2% of the 2-O-
sulfates. De-6-O-sulfated heparin 
contained 98.2% of N-sulfate groups, 
54.7% of 2-O-sulfate groups, and a residual 
4.2% of 6-O-sulfates (25). 
 
Osteoclastogenesis assays 
Differentiation from the murine RAW 264.7 
monocytic cells line. 
 Murine RAW 264.7 monocytic 
cells (ATCC, Promochem, Molsheim, 
France) were cultured in phenol red-free α-
Minimal Essential Medium (α-MEM) 
(Invitrogen, Eragny, France) supplemented 
with 10 % of fetal calf serum (FCS) 
(Perbio, Logan, USA), 1 % non essential 
amino acids (Invitrogen). To induce 
osteoclast formation, RAW 264.7 cells 
were scrapped and put back at 37°C for 2 
minutes to allow adherence of the more 
differentiated cells. Non adherent cells 
were then seeded, 3 x 103 in fresh medium 
in 96-well plate. After 2 hours, the medium 
was changed for a fresh one containing 100 
ng/ml hRANKL and various forms of 
glycosaminoglycans at different 
concentrations (see result section and 
figure legends). Multinucleated cells (>3 
nuclei) were counted under a light 
microscope (Leica DM IRB, Nanterre, 
France; Camera: Olympus D70, Analysis 
software: Olympus DP 
Controller/Manager, Hamburg, Germany) 
after TRAP staining (Sigma, Saint 
Quentin-Fallavier, France) 
 
Differentiation from murine CD11b+ 
monocytes. 

CD11b+ monocytes were purified 
from murine bone marrow cells, obtained 
by flushing femur and tibiae from 4 week-
old C57BL6 male mice. CD11b+ cells were 
magnetically labeled with CD11b 
Microbeads and positively selected by 
MACS technology (Miltenyi Biotec, 
Bergisch Gladbach, Germany). CD11b+ 
cells were seeded in 24-well plates (500 x 
103 cells / well) in α-MEM without phenol 



red, containing 10% FCS and 25 ng/ml 
mM-CSF. After 3 days of culture, medium 
was changed with fresh medium containing 
10% FCS, 25 ng/ml mM-CSF, with or 
without 100 ng/ml hRANKL, and with or 
without 125 µg/ml heparin. Thereafter, 
medium was changed every 4 days. The 
formation of osteoclasts occurred around 
15 days of culture and was observed by 
TRAP staining. 
 
Osteoclastogenesis and dendritic cell 
formation from purified human CD14+ 
cells 
 Human peripheral blood 
mononuclear cells (PBMCs) were isolated 
by centrifugation over Ficoll gradient 
(Sigma). CD14+ cells were magnetically 
labeled with CD14 Microbeads and 
positively selected by MACS technology. 
For osteoclast differentiation, CD14+ cells 
were seeded at 250 x 103 cells/well in 24-
well plate or 45 x 103 cells/well in 96-well 
plate in α-MEM supplemented with 10% 
FCS and 25 ng/ml hM-CSF. At day 3 of 
the culture, medium was changed for fresh 
medium containing 10% FCS, 25 ng/ml 
hM-CSF and 100 ng/ml hRANKL, with or 
without heparin (125 µg/ml). Then 
medium was changed every 4 days. The 
formation of osteoclasts occurred around 
15 days and was observed by TRAP 
staining. In some experiments, heparin was 
added at different time of the culture 
period, as indicated on the graphs. To test 
the capacity of osteoclasts to resorb bone, 
CD14+ cells were cultured on dentine 
slices in the conditions previously 
described. At the end of the culture, 
osteoclasts were removed by bleach; dentin 
slices were fixed with 4% glutaraldehyde 
in 0.2 M sodium cacodylate solution for 30 
minutes, followed by staining with 1% 
toluidine blue in 0.5% sodium tetraborate 
solution for 3 minutes. Resorption lacunae 
were identified by light stereomicroscopy 
(Zeiss, STEMI 2000-C, Göttingen, 
Germany). 

Adherence of CD14+ cells was 
analyzed by counting the adherent cells 

after 3 days of culture in presence of hM-
CSF (25 ng/ml) with or without heparin 
(125 µg/ml). Briefly, cells were washed 3 
times with PBS (Lonza, Verviers, 
Belgium) and adherent cells were detached 
with trypsin solution (Lonza), cells were 
counted using trypan blue exclusion. 

Dendritic differentiation was 
obtained upon 5 ng/ml hIL-4 (Invitrogen) 
+ 100 ng/ml human GM-CSF (kindly 
provided by UTCG, CHU Nantes) 
stimulation. Briefly, 1 x 106 CD14+ cells 
were cultured in 6-well plate in 3 ml of 
RPMI 1640 (Lonza) supplemented with 
10% FCS, in the presence or the absence of 
glycosaminoglycans. Medium was 
replaced after 3 days. After 2 more days of 
culture, cells were harvested and double 
stained for 15 min at 4°C with antibodies 
against CD1a-APC (Becton Dickinson, Le 
Pont de Claix, France) and CD14-PE 
(Immunotech, Marseille, France) in PBS 
and then washed and fixed in PBS 1% 
formaldehyde. Irrelevant isotype-matched 
antibodies were used to determine levels of 
nonspecific binding. Flow cytometry 
analysis was carried out on a FACScan 
using CELLQuest software (both from 
Becton Dickinson). 

 
Statistical analysis 

 Each experiment was repeated in 
triplicate three times independently. The 
mean + SD was calculated for all 
conditions and compared by ANOVA. 
Differences relative to a probability of 
two-tailed p < 0.05 were considered 
significant. 
 
Results 
 
Glycosaminoglycans inhibit RANKL-
induced osteoclastogenesis in murine and 
human models. 

RAW 264.7 cells are murine 
monocyte/macrophage cells which can 
differentiate into TRAP-positive 
multinucleated cells in 5 days upon 
RANKL stimulation. As shown in figures 
1A and 1B, addition of heparin inhibited 



around 83% RANKL-induced 
osteoclastogenesis (p<0.01). This result 
was confirmed by the analysis of 
osteoclastic markers by real-time PCR. 
Indeed, after 5 days of culture, mRNA 
expressions of osteoclastic markers such as 
TRAP and Cathepsin K were strongly 
increased in the presence of RANKL, 
whereas their expressions were around 50 
% less when cells were cultured in the 
presence of both RANKL and heparin, 
confirming the inhibitory effect of heparin 
on RANKL-induced osteoclastogenesis 
(Figure 1C). We confirmed this effect in a 
second model of murine 
osteoclastogenesis. We used CD11b+ 
purified monocytes and cultured them in 
presence of RANKL and heparin. As 
shown in figure 1D, heparin completely 
inhibited RANKL-induced 
osteoclastogenesis of CD11b+. Same 
results were obtained in a human model of 
osteoclastogenesis, using CD14+ purified 
monocytes. As shown in figures 2A and 
2B, RANKL stimulation of CD14+ cells 
induced their differentiation in TRAP+ 
multinucleated cells. Again, the addition of 
heparin strongly inhibited (76%) the 
RANKL-induced osteoclastogenesis 
(p<0.01). Furthermore, when cultured on 
dentine slices, TRAP+ osteoclasts showed 
a strong capacity of resorption (Figure 2C) 
which was significantly decreased in the 
presence of heparin. 

To investigate the effect of other 
GAGs on RANKL-induced 
osteoclastogenesis, we added 5µM of 
heparan sulfate (bovine and porcine 
origin), chondroitin sulfate C and dermatan 
sulfate to the culture of RAW 264.7 cells. 
After 5 days, all GAGs tested inhibited at 
least 65% of the RANKL-induced 
osteoclastogenesis (Figure 3A). GAGs 
alone had no effect on RAW 264.7 cell line 
and did not reveal any cell toxicity, any 
proliferative or apoptotic effect (data not 
shown). 

Furthermore, addition of 
oligosaccharides (4, 14 and 24) to the 
culture inhibited RANKL-induced 

osteoclastogenesis, in a dose dependent 
manner as well as in a size dependent 
manner (Figure 3B). Indeed, 1.56µM of 
oligosaccharide 4 inhibited 6% of the 
osteoclastogenesis, whereas at the same 
concentration, oligosaccharides 14 and 24 
inhibited respectively 24% and 53% of the 
osteoclastogenesis. In the same way, the 
inhibition of RANKL-induced 
osteoclastogenesis using 12.5µM of 
oligosaccharide was around 17% with 
oligosaccharide 4, 44% with 
oligosaccharide 14, and 72% with 
oligosaccharide 26. At 100µM, 
osteoclastogenesis was almost totally 
abolished with the 3 sizes of 
oligosaccharides. These oligosaccharides 
had no effect on RAW 264.7 cells cultured 
in medium without RANKL. We then 
analyzed the effect of hyaluronic acid 
which is a huge non-sulfated molecule. As 
shown in figure 3C, hyaluronic acid also 
inhibited osteoclastogenesis in a dose 
dependent manner.  
 
Sulfation of oligosaccharides is important 
for the inhibition of RANKL-induced 
osteoclastogenesis. 

To decipher the inhibition of 
osteoclastogenesis observed in presence of 
oligosaccharides and GAGs, we analyzed 
the importance of sulfation by using 
different forms of heparin. Indeed, we 
tested normal heparin, de-N-sulfated re-N-
acetylated heparin, total de-sulfated 
heparin, de-2-sulfated heparin, de-6-
sulfated heparin, and de-N-sulfated 
heparin. As shown in figure 4, RANKL-
induced osteoclastogenesis was inhibited 
by normal heparin (83% of inhibition, 
p<0.01), by de-N-sulfated re-N-acetylated 
and de-N-sulfated heparins (around 50% of 
inhibition), and by de-2O- and de-6O-
sulafted heparins (around 75% of 
inhibition, p<0.01). However, the 
inhibition observed in presence of total de-
sulfated heparin was only 14% (p<0.05). 
This result demonstrated the importance of 
the sulfation for the inhibition of 
osteoclastogenesis by heparin. 



 
GAGs induce differentiation of human 
monocytes into dendritic cells. 

To determine if the inhibitory 
activity of GAGs was specific of 
osteoclastogenesis, we then tested the 
effect of oligosaccharide 16, dermatan 
sulfate and heparin during the 
differentiation of human monocytes into 
dendritic cells. Two different methods of 
differentiation were used: human isolated 
CD14+ monocytes (Figure 5A) and 
monocytes obtained after 2h of adherence 
of total PBMCs (Figure 5B). As shown in 
figure 5, oligosaccharide 16, dermatan 
sulfate and heparin potentiated the effect of 
GM-CSF / IL-4 cocktail to induce 
dendritic cells differentiation from both 
isolated CD14+ cells and total PBMCs. For 
example, using CD14+ monocytes, GM-
CSF / IL-4 combination induced around 
20% of CD14- / CD1a+ dendritic cells 
whereas when oligosaccharide 16 or 
heparin were added to the culture the 
differentiation was significantly enhanced 
by 10 to 20%. Using total PBMCs, the 
same pattern of differentiation was 
observed. Indeed, oligosaccharide 16, 
dermatan sulfate and heparin significantly 
increased the dendritic cells differentiation 
with a mean average about 12.5%. These 
GAGs have no effect alone. Thus the 
inhibitory effect of GAGs observed on 
osteoclastogenesis is specific to this 
pathway as no inhibition has been shown 
within a different differentiation system 
such as dendritic differentiation.  
 
Heparin does not bind to RANKL and 
does not modulate RANKL signaling. 

Shinmyouzu et al., demonstrated 
that dermatan sulfate inhibits RANKL-
induced osteoclastogenesis in a mouse 
bone marrow model of osteoclast 
differentiation (21). They showed that this 
inhibition occurred through the binding of 
dermatan sulfate to RANKL leading to an 
inhibition of the interaction of RANKL to 
its receptor RANK and thus to an 
inhibition of RANKL signaling. Thanks to 

these observations, they suggested that the 
same phenomenon should be involved in 
the inhibition of RANKL-induced 
osteoclastogenesis that they also observed 
with heparin or chondroitin sulfate E. 
However, in our hands, using Plasmon 
Surface experiments heparin did not bind 
to RANKL (data not shown). Furthermore, 
heparin did not inhibit RANKL signaling 
in RAW 264.7 cells nor in CD14+ human 
monocytes (data not shown). 
 
Heparin inhibits the adherence and the 
spreading of osteoclast and thus their 
functionality. 

We tested the effect of heparin 
when added at different times of the 
culture period. First when heparin was 
added during the first 3 days of the culture, 
when only M-CSF was present, we showed 
that very few osteoclasts were generated 
(Figure 6A). This can be explained by the 
fact that the adherence of CD14+ cells to 
the well was affected by the presence of 
heparin. Indeed, as shown in figure 6B 
there was around 40% less adherent CD14+ 
cells in presence of M-CSF and heparin 
than in M-CSF alone. Thus, the fact that 
fewer cells had adhered to the plastic in 
this condition explained that less 
osteoclasts were generated in presence of 
RANKL. When heparin was added after 10 
days of culture, the result in counted 
osteoclasts was the same that when heparin 
was present all culture long. Indeed, with 
these conditions of culture, few osteoclats 
were counted and many condensed cells 
were observed. However, when heparin 
was present only the first 10 days of the 
culture and then removed for the end of the 
culture, the number of osteoclasts was 
almost the same as with RANKL alone.  

In the presence of heparin and 
RANKL, CD14+ cells, as well as RAW 
264.7 cells, developed 2 different 
morphological cells: large and usual 
multinucleated TRAP+ cells and very 
condensed cells (see arrows on Figures 1A 
and 2A). As this second kind of cells 
seemed to be TRAP+ and multinucleated, 



we suggested that heparin inhibited the 
sprawl of RANKL-generated osteoclasts. 
Thus, after the formation of large 
osteoclasts in the control medium 
containing RANKL, we removed heparin 
and cultured the cells for 3 more days. 
Osteoclasts did not die during these 3 more 
days. Surprisingly, in this condition the 
number of condensed cells decreased 
whereas the number of usual large 
osteoclasts increased, suggesting a sprawl 
of the condensed cells during these 3 days 
(Figures 6C and 6D). We thus confirmed 
this phenomenon using time laps 
experiment. Same experiment as 
previously described was performed and a 
picture was taken every 10 min during 11 
hours to realize a time lap’s movie 
(Supplemental data 1). This movie really 
showed that condensed cells obtained in 
presence of RANKL and heparin 
completely spread themselves when 
heparin was removed of the culture. 

This result clearly demonstrated a 
sequential effect of heparin on RANKL-
induced osteoclastogenesis. Heparin acted 
at two distinct levels of osteoclastogenesis; 
first at the beginning of the culture by 
affecting and decreasing cell adherence 
and then at the end of the 
osteoclastogenesis process by inhibiting 
the spreading of the preformed osteoclasts 
which thus were no functional as shown by 
the inhibition of the dentine resorption. 
Furthermore, as shown in figures 6C and 
6D, this second effect is reversible as 
osteoclasts are able to spread when heparin 
was removed only 3 days after the 
predicted end of the culture. Actually, we 
these results suggested that on CD14+ 
monocytes, heparin did not inhibit the 
fusion of osteoclast precursors, but induced 
a morphological change of the generated-
osteoclasts leading to a misinterpretation of 
the osteoclast counting and an inhibition of 
the functionality of these cells. 
 
 
 
 

Discussion 
 

Bone is a connective tissue 
composed of cells and mineralized 
extracellular matrix. Its normal remodeling 
and volume are maintained through the 
balance of bone formation by osteoblasts 
and resorption by osteoclasts. Whether this 
equilibrium between osteoblast and 
osteoclast activities is controlled by a 
plethoric number of cytokines and growth 
factors, extracellular matrix components 
including proteoglycans and 
glycosaminoglycans (GAGs) participate 
also to this phenomenon (10). Indeed, 
heparan sulfate proteoglycans are found 
ubiquitously both on the surface of cells as 
well within the extracellular matrix where 
they bind and modify function of 
numerous ligands (10). The influence of 
GAGs on bone metabolism has been 
revealed many years ago by long-term 
administration of heparin can lead to 
development of osteoporosis. Rats treated 
once daily by subcutaneous injections of 
heparin exhibited decreased trabecular 
bone volume both by decreasing the rate of 
bone formation and increasing the rate of 
bone resorption (26). Similar Barbour et 
al., showed that 36% of pregnant women 
undergoing long-term treatment heparin 
had a 10% reduction in femoral bone 
mineral density (27). However, the 
mechanisms sustaining this osteoporosis 
was unclear and it was difficult to 
determine if these effects on bone 
resorption were due to the direct effect of 
heparin on osteoclasts or to an indirect via 
its osteoblast activity.This study takes 
place in this context and analyzed the 
influence of GAGs on osteoclastogenesis 
and resorption activity.  

The effect of GAGs on 
osteoclastogenesis is controversial as some 
studies showed a stimulation of 
osteoclastogenesis (20, 28) and others an 
inhibition (21, 22). The mechanisms 
suggested are an inhibition of OPG the 
decoy recepetor for RANKL (20) or a 
direct interaction of GAGs with RANKL 



leading to an inactivation of the cytokine 
(21, 22). It is worth to note that there are 
differences in the models used by these 
two teams. Indeed, Irie et al., used a 
system of coculture of mouse bone marrow 
with calvarial osteoblats in a medium 
supplemented with 1,25(OH)2D3/PGE2 
(20) whereas Shinmyouzu et al., simply 
performed their studies on mouse bone 
marrow cells (21). In order to better 
understand the real effect of GAGs on 
osteoclastogenesis, we used three different 
models of osteoclastogenesis (murine or 
human) and tested various GAGs. Our 
results clearly demonstrated that all GAGs 
inhibited osteoclastogenesis in all systems 
tested. Furthermore, we demonstrated the 
importance of the length and the sulfation 
of the GAGs in their inhibitory effect. 
Such structural importance has been 
already been shown in other biological 
models (29-31). The influence of length on 
osteoclastogenesis has been also suggested 
by in vivo study. Indeed, in contrast to 
unfractioned heparins which seems 
decrease bone formation and increase bone 
resorption, low molecular weight heparins 
cause less bone loss because they only 
decrease bone formation (31). The 
sulfation plays also a key role in biological 
activities of GAGs as revealed by the 
present work. The sulfation has been 
clearly participating to the control of cell 
biology. For example, Hallak et al, 
demonstrated that efficient infection of 
cells by the Respiratory Syncycial Virus 
requires an interaction of the virus to 
GAGs containing N-sulfation and a 
minimum saccharide chain length of 10 
(29). McDonnell et al., showed that 
reduced GAG chain sulfation by chlorate 
treatment decreases the frequency of 
spontaneous acetylcholine receptor 
clustering in skeletal muscle cells (30). 
Furthermore, sulfation strongly modulates 
the interaction of GAGs with proteins such 
as growth factors or enzymes (10, 32). 
Similarly, osteoclast differentiation and 
activity are regulated by GAGs at different 
levels, as revealed in previous studies. For 

instance, in an in vitro model of 
osteoclastogenesis, FGF-2 upregulated the 
expression of RANKL on rheumatoid 
arthritis synovial fibroblasts, which was 
diminished by the removal of heparan 
sulfate with heparitinase.(33) Heparan 
sulfate can also participate in bone 
resorption regulation through the inhibition 
of cathepsin K activity, as demonstrated by 
the study of Li et al. (34). Cathepsin K is a 
lysosomal papain-like cysteine protease 
mainly involved in bone matrix destruction 
and forms complexes with chondroitin 
sulfate therefore demonstrating a highly 
collagenolytic activity. If sulfation clearly 
modulates GAG activities on 
osteoclastogenesis, their length appears 
also as another key parameter of their 
biological functions. Indeed, although 
hyaluronic acid is not sulfated (10), its 
length can explain its inhibitory activity on 
osteoclastogenesis. These data then 
revealed a complementary influence of 
length and sulfation of GAGs on 
osteoclastogenesis. Overall, our data are in 
favour of a direct inhibitory activity of 
GAGs on osteoclastogenesis and the in 
vivo effect of unfractioned heparin 
observed can be explained by its effects on 
osteoblast compartment of bone associated 
and then by the dysregulation of the 
balance between osteoblasts and 
osteoclasts. 

However, how can explain the 
strong discrepancies between the previous 
data published? First, the models used are 
different and the present work is the first 
comparing simultaneously the GAG effects 
on human and murine cells (purified 
primary culture cells and cell lines). Thus, 
Ariyoshi et al. (18) showed that hyaluronic 
acid upmodulates osteoclastogenesis 
through activation of CD44 signaling 
pathway and Chang et al. (19) 
demonstrated opposite effects revealing an 
activation of TLR4 signaling pathway 
without any involvement of CD44. 
.However, the present work did not 
evidence any alteration of  RANK/RANKL 
signaling and no specific signaling induced 



has been detected after GAG treatments. 
Ariyoshi et al. (22) demonstrated the 
binding of heparin to RANKL, 
unfortunately our surface plasmon 
resonance experiments did not confirm 
such binding in contrast for instance to 
OPG, an heparin binding protein (data not 
shown, (15, 35). Moreover, Shinmyouzu et 
al. (21) published that dermatan sulfate 
inhibits osteoclast formation by binding to 
RANKL. However, these authors used 300 
µg/ml dermatan sulfate, a non relevant 
physiological concentration and used non 
purified osteoclast precursors to study 
osteoclastogenesis. Such effects may be 
due to the activation of Toll like receptors 
as shown by Chang et al.(19). In this 
context, in absence of RANKL-GAG 
binding and signalisation, we analyzed the 
effects of GAGs on adhesion and fusion of 
osteoclast precursors. Thus, the second 
major point of this study is the effect of 
heparin on the morphological changes of 
the cells obtained in presence of RANKL. 
First, these cells can not be counted as 
osteoclasts because the number of nuclei is 
not detectable, and second these cells are 
not able to resorb dentine, indicating that 
in any case they can be considered as 
osteoclasts. However, this effect is 
reversible by removing heparin from the 
medium, just few hours are needed to get 
normal osteoclasts. We clearly revealed 
that GAGs inhibit early step of osteoclast 
precursor adhesion and inhibit also the step 
of cell fusion. The alteration of cell 
adhesion and morphology avoids the cell 
fusion of ostoclast precursors and blocks 
osteoclast resorption which is particularly 
sensitive to the cell morphology to develop 
their brush border (36). 
The present work evidences a novel 
mechanism of action of GAGs on the 
osteoclasts and their precursors. However, 
although a direct activity of GAGs on 
osteoclasts has been demonstrated, the 
mechanisms of action of low molecular 
weight heparin which have gradually 
replaced the use of unfractioned heparin in 
part due a lower risk of causing 

osteoporosis is not totally elucidated (31). 
Indeed, if short oligosaccharides are less 
efficient to inhibit osteoclastogenesis, the 
effect of low molecular weight heparins on 
osteoblasts and on osteoblast-osteoclast 
communications needs to be investigated. 
Moreover, issues to determine whether the 
effects of heparin on bone are reversible 
are needed. 
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Figure 1: Heparin inhibited RANKL-induced osteoclastogenesis in two murine models 
of osteoclastogenesis 
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Figure 1: Heparin inhibited RANKL-induced osteoclastogenesis in two murine models 
of osteoclastogenesis. RAW 264.7 cells were cultured in presence of hRANKL (100 ng/ml) 
and heparin (125 µg/ml). After 5 days, cells were stained for TRAP expression (A) and 
TRAP+ multinucleated cells (more than 3 nuclei) were counted under a light microscope 
(original magnification x 40). Each value represents the mean (± SD) of multinucleated cells 
per well of a triplicate experiment (B). mRNA expressions of osteoclastic markers (RANK, 
TRAP, Ctsk) were analyzed by real-time PCR after 5 days of culture. Cyc1 and Hprt1 were 
used as internal control. Results are expressed as fold increase compared to the control (C). 
Experiments were performed independently at least 3 times in triplicate. CD11b+ purified 
cells from mouse bone marrow were cultured for 15 days in presence of 25 ng/ml mM-CSF 
with or without hRANKL 100 ng/ml and heparin 125 µg/ml. At the end of the culture period, 
TRAP staining was performed and TRAP+ multinucleated cells (more than 3 nuclei) were 
counted under a light microscope (D) (** p<0.01). 
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3. Discussion 

 

L’OPG a été décrite pour la première fois comme une molécule anti-résorptive (Simonet 

et al., 1997 ; Tsuda et al., 1997). Depuis, de nombreuses autres fonctions lui ont été 

attribuées. L’OPG contrôle l’activité de la cytokine pro-apoptotique TRAIL (Emery et al., 

1998). L’importance biologique de l’interaction OPG / TRAIL a été soulignée par des travaux 

récents montrant que l’affinité de l’OPG pour TRAIL est comparable à celle de l’OPG pour 

RANKL (Vitovski et al., 2007). Ces propriétés anti-apoptotiques s’exercent sur différents 

types cellulaires tels que les cellules endothéliales (Malyankar et al., 2000 ; Pritzker et al., 

2004 ; Zauli et Secchiero, 2006), les cellules tumorales de rein et de prostate (Holen et al., 

2002 ; Holen et al., 2005 ; Thomas et al., 1999) ou les cellules de myélomes multiples 

(Shipman et Croucher, 2003). L’OPG possède également d’autres partenaires avec lesquels il 

peut se lier, notamment par son domaine de laison à l’héparine. Dans les cellules de 

myélomes multiples le syndécan-1 fixe l’OPG et permet son internalisation et sa dégradation 

(Standal et al., 2002). Cette diminution d’OPG par les cellules de myélome participe à la 

destruction osseuse observée dans cette pathologie, puisqu’elle augmente l’activité de 

RANKL et donc celle des ostéoclastes. Les GAGs régulent également la biodisponibilité de 

l’OPG. L’héparine en s’associant à l’OPG favorise la différenciation ostéoclastique (Irie et 

al., 2007). Les GAGs, en séquestrant l’OPG, limitent l’activité anti-tumorale spécifique des 

tumeurs osseuses primitives comme l’ostéosarcome (Lamoureux et al., 2009). 

Ces travaux préliminaires montrent que l’OPG est capable d’induire l’adhérence des 

monocytes CD14+. Le rôle de l’OPG dans l’adhérence avait déjà été décrit pour les 

leucocytes. Elle augmente, en effet, leur contact avec les cellules endothéliales (Zauli et al., 

2007). Le domaine de liaison à l’héparine de l’OPG est nécessaire pour promouvoir 

l’adhérence des monocytes puisque l’OPG tronquée, dépourvue de ce domaine, n’en est pas 

capable. De plus, les GAGs qui se lient à l’OPG (Theoleyre et al., 2006) diminuent de façon 

significative le nombre de cellules adhérentes. Cependant, ces GAGs n’inhibent pas ce 

processus avec la même intensité. Cette différence pourrait s’expliquer par des affinités 

différentes entre les GAGs et l’OPG. Ces données suggèrent donc que l’OPG interagit avec 

les monocytes grâce à son domaine de liaison à l’héparine. A ce titre, les HSPGs pourraient 

constituer un récepteur (ou co-récepteur) pour l’OPG. Les HSPGs exprimés à la surface 

cellulaire participent à la régulation du cytosquelette d’actine, à la migration et à l’adhérence 

cellulaires (Secchiero et al., 1997 ; Woods et Couchman, 1998). Le syndécan-1 permet la 
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Figure 2: Heparin inhibited RANKL-induced osteoclastogenesis in human CD14+ 
monocytes. CD14+ purified monocytes were cultured for 15 days in presence of 25 ng/ml 
hM-CSF with or without hRANKL 100 ng/ml and heparin 125 µg/ml. At the end of the 
culture period, TRAP staining was performed (original magnification x 40) (A) and TRAP+ 
multinucleated cells (more than 3 nuclei) were counted under a light microscope (B). In some 
conditions, CD14+ monocytes were cultured on dentine slices for 15 days. Resorption areas 
were visualised after the culture of CD14+ cells on dentine sclices (C) (* p<0.05). 
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Figure 3: Various GAGs are able to inhibit RANKL-induced osteoclastogenesis. RAW 
264.7 cells were cultured in presence of hRANKL (100 ng/ml) and 5µM of heparan sulfate 
(bHS: heparan sulfate from bovine kidney, pHS: heparan sulfate from porcine intestinal 
mucosae), chondroitin sulfate C (CS-C) and dermatan sulfate (DS) (A) or increasing 
concentrations of oligosaccharides 4 (grey bar), 14 (dark bar) and 24 (hatched bar) (B) or 
increasing concentrations of hyaluronic acid (C). After 5 days, RAW 264.7 cells were stained 
for TRAP expression and multinucleated cells (more than 3 nuclei) were counted under a light 
microscope. Results are expressed as number of multinucleated cells per well: each value 
represents the mean (± SD) of multinucleated cells per well of a triplicate. Experiments were 
performed at least 3 times in triplicate (* p<0.05, ** p<0.01, *** p<0.001). 



Figure 4: Sulfations are important for the inhibiti on of RANKL-induced 
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Figure 4: Sulfations are important for the inhibiti on of RANKL-induced 
osteoclastogenesis by heparin. RAW 264.7 cells were cultured in presence of RANKL (100 
ng/ml) and different forms of heparin (5µM). After 5 days, RAW 264.7 cells were stained for 
TRAP expression and multinucleated cells (more than 3 nuclei) were counted under a light 
microscope. Results are expressed as number of multinucleated cells per well: each value 
represents the mean (± SD) of multinucleated cells per well of a triplicate. Experiments were 
performed at least 3 times in triplicate (* p<0.05, ** p<0.01). 
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Figure 5: Oligosaccharides promote dendritic differentiation. Human CD14+ cells (A) or 
total PBMCs (B) were cultured in presence of 100 ng/ml GM-CSF + 5 ng/ml IL-4, in 
presence or not of different oligosaccharides. After 5 days, cells were double stained for 
CD1a and CD14, and analyzed by flow cytometry. Percentages of CD1a+ cells (dendritic 
cells) were plotted. 
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Figure 6: Heparin acts at two different levels of RANKL-induced osteoclastogenesis of 
human CD14+ cells. CD14+ cells were cultured in presence of hM-CSF and hRANKL with 
or without heparin (125 µg/ml) added at different time point of the culture. After TRAP 
staining, osteoclasts were counted under a light microscope (A). Heparin inhibits the 
adherence of CD14+ cells when added only the first 4 days of the culture, in the only presence 
of hM-CSF (B). Heparin inhibits osteoclast spreading: CD14+ monocytes were cultured as 
usual with hM-CSF and hRANKL, with or without heparin (125 µg/ml) until the end of the 
culture. Heparin was then removed from the medium and culture was extended for 3 more 
days. TRAP staining was then performed and osteoclasts were counting under a light 
microscope (original magnification x 40) (C and D). Black arrows showed the condensed 
cells obtained in heparin conditions after the normal culture period + 3 more days (* p<0.05). 
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III. Discussion 

 

Nous avons abordé en introduction de cet article les données contradictoires qui 

émergent des études menées sur les différentes classes de GAGs et leurs effets sur 

l’ostéoclastogenèse. Certains articles montrent une stimulation de la différenciation 

ostéoclastique (Ariyoshi et al., 2005 ; Fuller et al., 1991 ; Irie et al., 2007) alors que d’autres 

rapportent une inhibition (Ariyoshi et al., 2008 ; Shinmyouzu et al., 2007). Le but de nos 

travaux était de clarifier le rôle direct des GAGs dans la différenciation ostéoclastique. Notre 

étude repose sur l’utilisation de trois modèles d’ostéoclastogenèse in vitro (la lignée murine 

RAW 264.7, les monocytes murins CD11b+ et humains CD14+). Ces travaux traitent 

essentiellement de l’activité directe de l’héparine sur la différenciation ostéoclastique de ces 

modèles. 

L’héparine lorqu’elle est ajoutée au milieu de différenciation induit une diminution 

significative du nombre d’ostéoclastes générés en présence de RANKL. L’activité de 

résorption des ostéoclastes est également diminuée comme le montrent les essais de 

résorption sur dentine. Nous avons ensuite rechercher quelles caractéristiques chimiques de 

l’héparine pouvaient agir sur son activité anti-ostéoclastique. Nous disposions au laboratoire 

de différentes structures hépariniques issues d’héparine native. Nous avons pu montrer que le 

degré d’inhibition de l’ostéoclastogenèse est directement lié au degré de sulfatation des 

résidus hépariniques. En effet, l’inhibition due à l’héparine totalement désulfatée n’atteint que 

16% alors qu’elle est de 83 % pour l’héparine native. En revanche, la localisation des sites 

sulfatés n’a pas d’influence sur l’acivité anti-ostéoclastique de l’héparine. L’importance de la 

sulfatation de structures osidiques a déjà été décrite dans d’autres processus biologiques. 

Hallak et coll. ont montré que le virus respiratoire syncitial doit se lier à des GAGs contenant 

des N-sulfatations, pour pouvoir infecter une cellule (Hallak et al., 2000). De plus, la 

désulfatation des glycosaminoglycanes à la surface des cellules MG-63 provoque une 

diminution de prolifération et de minéralisation (Kumarasuriyar et al., 2009). La taille des 

chaînes osidiques est également un paramètre important dans l’activité de l’héparine. A des 

concentrations identiques, les chaînes hépariniques de grande taille (24 sous-unités 

dissacharidiques) inhibent plus fortement l’ostéoclastogenèse que les chaînes hépariniques de 

taille restreinte qui ne présentent que 4 sous-unités dissachiridiques (oligosaccharide 4). 

Ces travaux nous ont donc permis de mettre en évidence que le nombre de répétitions 

des sous-unités dissacharidiques ainsi que leur degré de sulfatation sont des paramètres 

critiques dans l’effet anti-ostéoclastique de l’héparine. 
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Nous avons évalué ensuite l’effet d’autres représentants de la famille des GAGs sur la 

différenciation ostéoclastique. Ces GAGs ont une structure chimique proche de l’héparine, 

c'est-à-dire qu’ils sont basés sur la répétition d’une sous-unité dissacharidique. Les différences 

résident dans la nature des résidus osidiques et dans leur degré de sulfatation. Nous avons 

donc évaluer l’impact de ces modifications sur la différenciation ostéoclastique induite par 

RANKL. Il apparaît que les autres GAGs étudiés (héparane sulfate, chondroïtine sulfate 

dermatane sulfate) inhibent de façon similaire la différenciation ostéoclastique. Afin de 

confirmer l’importance de la taille et de la sulfatation de ces autres GAGs, nous envisageons 

de réaliser les mêmes travaux que pour l’héparine. Nous avons par ailleurs étudié l’effet d’un 

GAG non sulfaté, l’acide hyaluronique. Il apparaît que l’acide hyaluronique est également 

capable d’inhiber l’ostéoclastogenèse à des concentrations équivalentes à celles utilisées pour 

l’héparine. Nous supposons que cette activité est inhhibitrice est due à la taille relativement 

importante de l’acide hyaluronique. L’utilisation de fragments de petite taille d’acide 

hyaluronique permettrait de confimer cette hypothèse. 

L’activité anti-ostéoclastique de l’héparine que nous décrivons ici est quelque peu 

contradictoire avec les données cliniques recueillies lors de l’administartion à long terme 

d’héparine non fractionnée. En effet, les résultats d’études cliniques montrent l’induction 

d’une perte de masse osseuse lorsque des patients reçoivent de manière prolongée un 

traitement héparinique. Cette différence peut s’expliquer par le fait que dans cette étude nous 

analysons l’effet direct de l’héparine sur les précurseurs ostéoclastiques. Ces études in vitro 

écartent les activités potentielles de l’héparine sur les autres cellules de l’environnement 

osseux. Nous pouvons supposer que l’héparine possède également une activité sur la 

composante ostéoblastique de la biologie osseuse. Des études menées actuellement au 

laboratoire sur un exopolysaccharide d’origine marine (en collaboration avec l’IFREMER) 

permettent d’apporter certains éléments de réponse quand à l’effet de polysaccharides sur les 

ostéoblastes. Cet exopolysaccharide (que nous nommerons EXO) est constitué de la répétition 

d’une unité nonasaccharidique et présente des ramifications. Son poids moléculaires moyen 

est de 20 kDa, proche de celui de l’héparine. Deux formes d’EXO ont été étudiées : une forme 

peu sulfatée (EXO NS) et une forme sulfatée (EXO S). Les travaux préliminaires menés sur 

des cellules souches mésenchymateuses (CSM) de rat en condition de différenciation 

ostéoblastique montrent une diminution de prolifération cellulaire lors d’un traitement par la 

forme sulfatée d’EXO (figure 29). La forme EXO NS n’a en revanche aucune activité sur la 

prolifération cellulaire. 
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Figure 29 : Effets d’EXO NS et d’EXO S sur la prolifération de cellules souches 

mésenchymateuses de rat en condition de différenciation ostéoblastique. 

25.103 de CSM de rat ont été ensemencées en plaque 24 puits et mis en condition de 

différenciation ostéoblastique. Après 7 jours de culture, le nombre des cellules a été évalué 

par coloration au bleu trypan. 

 

D’autre part, EXO S diminue la capacité des CSM de rat à former une matrice minérale 

(figure 30) alors qu’un traitement par EXO NS est sans effet. 
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Figure 29 : EXO NS et EXO S diminuent la capacité des cellules souches 

mésenchymateuses de rat à former une matrice minérale. 

50.103 de CSM de rat ont été ensemencées en plaque 24 puits et mis en condition de 

différenciation ostéoblastique. Après 21 jours de culture, la matrice minérale est coloré par 

une solution de rouge alizarine. 

 

Ces premiers résultats laissent supposer que des polysaccharides sulfatés inhibent de 

façon directe la différenciation ostéoblastique. Ces travaux auront besoin d’être étendu à 
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l’héparine ainsi qu’aux autres glycosaminoglycanes sulfatés. Toutefois, nous pouvons 

envisager que des structures saccharidiques sulfatées (héparine, GAGs, EXO S) auraient des 

activités inhibitrices directes sur les différenciations ostéoclastique et ostéoblastique. Ce 

dérèglement du remodelage osseux conduirait aux lésions ostéoporotiques décrites lors d’un 

traitement héparinique au long cours. 

 

Le second temps de notre étude s’inscrit dans la recherche des mécanismes impliqués 

dans l’inhibition de l’ostéoclastogenèse par l’héparine. Basés sur la littérature, nos travaux se 

sont orientés vers une interaction directe entre l’héparine et RANKL comme le suggérait 

Ariyoshi. (Ariyoshi et al., 2008). Cependant, l’analyse par résonance plasmonique de surface 

n’a pas mis en évidence de liaison directe entre RANKL et l’héparine (données non 

montrées). De plus, nous n’avons observé ni modification des voies de signalisation RANK / 

RANKL ni induction d’une voie de signalisation propre à l’héparine. Nos investigations ont 

porté sur les récepteurs CD44 (récepteur à l’acide hyaluronique) et TLR4 (toll like receptor). 

Il a été montré que l’acide hyaluronique inhibait l’ostéoclastogenèse via l’activation du TLR4 

(Chang et al., 2007) alors que l’acide hyaluronique de bas poids moléculaires stimulait la 

différenciation ostéoclastique en se liant au CD44 (Ariyoshi et al., 2005). 

Nos recherches se sont alors concentrées sur le rôle de l’héparine dans l’adhérence des 

précurseurs et des ostéoclastes matures. En effectuant des traitements à différents temps de 

culture, nous avons pu observé que l’héparine agit de façon séquentielle. Dans les premiers 

temps de l’ostéoclastogenèse, l’héparine modifie la capacité des précurseurs ostéoclastiques à 

adhérer au support. Cette perte d’adhérence engendre une diminution du nombre de 

précurseurs et donc d’ostéoclastes. Si l’héparine est ajoutée dans les temps intermédiaires, elle 

est sans effet sur le processus d’osteoclastogenèse. En revanche, l’exposition des ostéoclastes 

dans les derniers temps de culture à l’héparine entraîne un changement de morphologie. Les 

cellules perdent leur capacité à s’étaler, et prennent un aspect arrondi. Cet effet est en 

revanche réversible, une fois l’héparine retirée, les ostéoclastes sont capables de s’étaler sur la 

surface de culture en quelques heures. 

 

A travers ces travaux, nous avons pu mettre en évidence que l’héparine inhibait 

l’ostéoclastogenèse et que le processus d’adhérence (des précurseurs ou des ostéoclastes 

matures) entrait dans le mécanisme d’inhibition. L’adhérence des ostéoclastes sur la surface 

osseuse est une étape essentielle de la résorption osseuse. Elle est régie par les intégrines 

αVβ3, qui reconnaissent les séquences RGD des protéines de la matrice telles que la 
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vitronectine, la fibronectine et l’ostéocalcine (Datta et al., 2008). L’interaction entre 

l’ostéoclaste et l’os induit la formation de la zone claire et une réorganisation du cytosquelette 

pour former la bordure en brosse caractéristique de l’ostéoclaste mature. Afin de mieux 

comprendre le mécanisme d’inhibition de l’ostéoclastogenèse par l’héparine, nous 

poursuivons nos investigations sur ces phénomènes d’adhérence. Nous étudions actuellement 

le cytosquelette d’actine en microscopie confocale (marquage par la phalloïdine) afin de 

déceler une éventuelle désorganisation de la bordure en brosse des ostéoclastes matures. 

Cependant, la différenciation des CD14+ sur des supports adaptés à la microscopie confocale 

a posé certaines difficultés (adhérence des précurseurs diminuée, temps de culture plus long, 

nombre d’ostéoclastes réduit). Des améliorations de ces conditions de culture sont 

actuellement à l’essai pour étudier la localisation des intégrines αVβ3, et l’activation des 

protéines régulatrices de l’adhérence telles que c-src, FAK et PYK-2 (Miyazaki et al., 2004 ; 

Nakamura et al., 2007). Nous pensons que l’héparine modifie la distribution de ces protéines 

ou leur degré de phosphorylation, ce qui perturbe l’ostéoclastogenèse et la résorption osseuse. 

D’autres travaux sont également nécessaires pour identifier les récepteurs ou les interactions 

moléculaires à l’origine de cette modification d’adhérence due à l’héparine. Est-ce le résultat 

d’une trop grande quantité de charges négatives que porte l’héparine ? L’héparine agit-elle 

comme un film moléculaire limitant l’adhérence des cellules ? L’héparine modifie-t-elle 

localement le pH, ce qui cause la désorganisation cellulaire ? 
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IV. Travaux complémentaires 

 

1. Introduction 

 

Pour que les monocytes circulants gagnent les tissus par diapédèse et se différencient en 

macrophages,leur adhérence aux cellules endothéliales est nécessaire. Cette étape est régulée 

par des un grand nombre de facteurs membranaires et solubles comme les molécules 

d’adhérence (I-CAM-1, sélectines) et les chémokines (IL-8, CCL2) (Martin et al., 2007). 

L’adhérence de ces mêmes précurseurs monocytaires est également requise pour la 

différenciation ostéoclastique. Cette étape d’adhérence, de 72 heures environ, est assurée par 

le M-CSF dans nos modèles d’ostéoclastogenèse. 

L’OPG, qui possède un domaine de liaison à l’héparine, est impliquée dans des 

phénomènes d’adhérence et de migration. En 2005, Mosheimer et coll. ont montré que l’OPG 

augmentait, par chimiotactisme, la migration des monocytes (Mosheimer et al., 2005). L’OPG 

favorise la prolifération et la migration des cellules musculaires lisses des artères pulmonaires 

ainsi que des cellules endothéliales (Lawrie et al., 2008 ; Kobayashi-Sakamoto et al., 2008). 

L’OPG augmente l’expression de molécules d’adhérence (ICAM-1, V-CAM-1 et E-sélectine) 

dans les cellules endothéliales traitées par le TNFα (Mangan et al., 2007). L’OPG est 

également capable d’accroître l’adhérence des leucocytes aux cellules endothéliales (Zauli et 

al., 2007). Dans cette étude, les auteurs ont mis en évidence qu’un traitement par l’héparine 

diminuait l’adhérence des leucocytes induite par l’OPG. 

L’ensemble de ces travaux prouve le rôle majeur de l’OPG dans l’adhérence et la 

migration cellulaire. C’est dans ce contexte que nous avons étudié l’effet de l’OPG sur 

l’adhérence des monocytes CD14+ et le contrôle de ce processus par les GAGs. 
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2. Résultats 
< 

Le domaine de liaison à l’héparine de l’OPG induit l’adhérence des monocytes 

 

Pour déterminer l’effet potentiel de l’OPG sur l’adhérence, des monocytes CD14+ ont 

été cultivés en présence ou en l’absence de 100 ng/ml d’OPG humaine et de 125 µg/ml 

d’héparine. Après 3 jours de culture et en l’absence de M-CSF, l’OPG a augmenté de façon 

significative l’adhérence des monocytes au plastique. La présence d’héparine inhibe 

totalement l’effet de l’OPG (p<0,01) (figure 31). 

 

Contrôle OPG

Héparine Héparine / OPG
 

Figure 31 : L’OPG induit l’adhérence des monocytes qui est inhibée par l’héparine. 

1.106 cellules ont été ensemencées en plaque 6 puits, et cultivées en présence ou non d’OPG 

(100 ng/ml) et/ou d’héparine (125 µg/ml). Après 3 jours, les cellules ont été lavées et 

observées au microscope. 

 

Les mêmes effets de l’OPG et de l’héparine ont été observés sur d’autres supports tels 

que la vitronectine et le collagène (données non montrées). Le traitement des monocytes par 

de l’OPG tronquée dépourvue de domaine de liaison à l’héparine n’a aucun effet sur 

l’adhérence (données non montrées). Afin de quantifier le phénomène et de confirmer les 

observations microscopiques, les cellules adhérentes ont été décollées et dénombrées par un 

comptage au bleu trypan (figure 32). 
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Figure 32 : L’OPG augmente l’adhérence des monocytes CD14+ de façon 

significative. 1.106 cellules ont été ensemencées en plaque 6 puits, et cultivées en présence ou 

non d’OPG (100 ng/ml) et/ou d’héparine (125 µg/ml). Après 3 jours, les cellules ont été 

lavées et dénombrées (** p<0,01). 

 

Effets d’autres glycosaminoglycanes sur l’adhérence 

 

Nous avons ensuite recherché les effets d’autres glycosaminoglycanes dans le processus 

d’adhérence (figure 33). Nous avons montré que le DS et qu’un oligosaccharide de 18 sous-

unités disaccharidiques (Oligo 18) sont capables d’inhiber l’activité de l’OPG avec la même 

intensité que l’héparine (90 % d’inbition). En revanche, la CS et un oligosaccharide de 4 

sous-unités disaccharidiques (Oligo 4) inhibent moins fortement l’adhérence induite par 

l’OPG (50 % d’inhibition). 

0

1

2

3

4

OPG
Héparine

DS
CS

Oligo4
Oligo18

U
ni

té
ar

bi
tr

ai
re

-
-
-
-
-
-

+
-
-
-
-
-

+
+
-
-
-
-

+
-
+ 
-
-
-

+
-
-
+
-
-

+
-
-
-
+
-

+
-
-
-
-
+

*

*
*

*
*

*

 

Figure 33 : Effets des glycosaminoglycanes sur l’adhérence des monocytes induite 

par l’OPG. 50.103 cellules ont été ensemencées en plaque 96 puits et cultivées en présence 
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ou non d’OPG (100 ng/ml) avec ou sans glycosaminoglycanes (5 µM). Après 3 jours, les 

cellules ont été lavées puis un test de viabilité cellulaire (XTT) a été réalisé (* p<0,05, 

comparé à OPG seule). 

 
 

L’OPG stimule l’adhérence des monocytes par l’activation de la voie PI3Kinase/Akt. 

 

Pour explorer les mécanismes impliqués dans l’adhérence des monocytes, nous avons 

tout d’abord analysé le rôle des molécules d’adhérence comme ICAM-1 et V-CAM-1. 

Aucune modification d’expression de ces molécules n’a été observée à la surface des cellules 

CD14+ après une stimulation par l’OPG. Nous avons ensuite étudié l’implication de voies de 

signalisation activées par l’OPG. L’OPG induit la phosphorylation d’Akt qui est inhibée par 

l’héparine (figure 34). 
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Figure 34 : L’OPG stimule la voie PI3Kinase/Akt dans les monocytes CD14+. Les 

monocytes CD14+ ont été stimulés pendant 10 (ou 45 minutes) avec 100 ng/ml d’OPG avec 

ou sans héparine (125 µg/ml). Le western-blot a été réalisé sur les lysats cellulaires afin de 

déterminer le niveau de phosphorylation d’Akt. L’actine est utilisé comme témoin de 

chargement. L’expérience a été réalisée 3 fois indépendamment. 

 
Pour confirmer le rôle de la voie PI3Kinase/Akt dans l’adhérence induite par l’OPG, 

nous avons traité les monocytes CD14+ par un inhibiteur chimique spécifique de PI3Kinase 

(LY294002). Comme le montre la figure 35, le LY294002 inhibe l’adhérence de monocytes 

de façon dose-dépendante. En effet, 1,25 µM de LY294002 inhibe de manière significative 

(de l’ordre de 57%) l’activité de l’OPG et 10 µM de LY294002 empêche totalement 

l’adhérence sans aucun effet toxique sur les cellules. 
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Figure 35 : L’inhibition de la voie PI3Kinase/Akt empêche l’adhérence des 

monocytes. 50.103 cellules ont été ensemencées en plaque 96 puits et cultivées en présence 

d’OPG (100 ng/ml) et de LY294002 à des concentrations croissantes . Après 3 jours, les 

cellules ont été lavées puis un test de viabilité cellulaire (XTT) a été réalisé. 

 

Ces résultats viennent confirmer le rôle de la voie PI3Kinase/Akt dans l’adhérence des 

monocytes induite par l’OPG. 
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migration par chimiotactisme des monocytes CD14+ (Mosheimer et al., 2005). De plus, nos 

études de western-blot montrent une activation de la voie PI3kinase/Akt en 10 minutes. C’est 

cette voie qui est activée dans les travaux de Mosheimer. Nous pouvons émettre l’hypothèse 

que le syndécan-1 est responsable de l’adhérence des monocytes induite par l’OPG. Pour 

apporter certains éléments de réponse, nous envisageons de bloquer ce PG par un anticorps et 

d’évaluer son effet sur l’adhérence. La stratégie inverse pourra également être réalisée en 

transfectant de façon transitoire les monocytes par le syndécan-1. 

Cette étude démontre pour la première fois le rôle de l’OPG dans l’adhérence des 

monocytes. L’OPG pourrait participer au recrutement des monocytes au niveau de sites où sa 

production est augmentée. Certains types tumoraux expriment de grandes quantités d’OPG 

(Reid et Holen, 2009). Ces monocytes, par diapédèse, pourraient rejoindre le site tumoral et se 

différencier en macrophages. Il est maintenant bien établi que les macrophages infiltrant les 

tumeurs sont responsables non seulement de la croissance tumorale mais aussi de la 

néovascularisation indispensable au développement tumoral (Hagemann et al., 2009). L’OPG 

pourrait favoriser la progression tumorale par deux voies distinctes : l’adhérence des 

monocytes / macrophages et l’inhibition de l’activité de TRAIL. 

Toutefois ces monocytes peuvent emprunter une autre voie de différenciation. Sous 

l’action de RANKL et de M-CSF, ils sont capables de se différencier en ostéoclastes. L’OPG, 

pourtant molécule anti-résorptive, pourrait d’après nos données, favoriser le recrutement de 

monocytes dans des pathologies où elle est fortement exprimée. Les cancers du sein, de la 

prostate et du poumon font partie de ces tumeurs où la production d’OPG est élevée (Reid et 

Holen, 2009). La présence de métastases osseuses dans ces pathologies tumorales est 

relativement fréquente (Mountzios et al., 2007). L’OPG pourrait favoriser le développement 

de ces atteintes osseuses secondaires en permettant le recrutement de monocytes qui peuvent 

se différencier en ostéoclastes, responsables de lésions ostéolytiques. 
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Il existe entre les systèmes osseux et vasculaire une coopération cellulaire et une 

communication chimique assurée par des messagers moléculaires. Cette communication 

s’effectue dès le plus jeune âge, lors de la vie fœtale, avec le processus d’ossification qui 

requiert une vascularisation importante des zones cartilagineuses.Les vaisseaux sanguins 

assurent, tout au long de la vie, le transport des cellules sanguines produites par la moelle 

osseuse et la cicatrisation rapide d’une fracture osseuse (Laroche, 2002). Ces vaisseaux 

apportent les nutriments, l’oxygène et les précurseurs des futures cellules osseuses 

(ostéoblastes et ostéoclastes). D’un point de vue moléculaire, certains effecteurs du tissu 

osseux jouent un rôle prépondérant dans l’homéostasie vasculaire. Parmi ces molécules, 

l’OPG soutient la prolifération et la survie des cellules endothéliales et favorise par 

conséquent l’angiogenèse (McGonigle et al., 2009). Les BMPs, inducteurs de la 

différenciation ostéoblastique, activent la prolifération et la migration de cellules 

endothéliales grâce à l’activation des voies VEGF/VEGFR2 et Angiopoietin/Tie2 (Suzuki et 

al., 2008). De plus, des molécules du système vasculaire participent activement à la biologie 

osseuse. Le VEGF, molécule majeure de l’angiogenèse, contrôle la différenciation des deux 

types cellulaires osseux (Grellier et al., 2009 ; Nakagawa et al., 2000). Les FGFs, qui 

possèdent une activité mitogénique sur les cellules endothéliales, ont également des effets sur 

les cellules osseuses. La délétion du gène FGF-2 provoque une diminution de la densité et de 

la formation osseuses chez la souris (Montero et al., 2000). 

Les travaux de cette thèse ont permis de définir le rôle de deux autres molécules 

majeures de l’homéostasie vasculaire dans la biologie osseuse et plus particulièrement dans la 

différenciation ostéoclastique. Nous avons étudié d’une part le complexe FVIII/FvW un 

acteur de l’hémostase sanguine et d’autre part l’héparine, glycosaminoglycane sulfaté régulant 

la coagulation sanguine. 

 

De récents travaux ont montré la colocalisation de l’OPG et du FvW dans les cellules 

endothéliales au sein des corps de Weibel-Palade (Zannettino et al., 2005). Les interactions 

entre ces deux molécules sont désormais bien connues (Shahbazi et al., 2007). Ces résultats 

laissaient supposer une implication potentielle du FvW dans la biologie osseuse en contrôlant 

l’activité de l’OPG. Or dans la circulation sanguine, le FvW est lié au FVIII de la coagulation. 

C’est pour cela que nous avons recherché les effets du complexe FVIII/FvW sur 

l’ostéoclastogenèse, processus fondamental du remodelage osseux. Nous avons montré dans 

la première partie de ce manuscrit, que le complexe FVIII/FvW possédait une double activité 

sur l’ostéoclastogenèse. Non seulement, il inhibe de façon directe la différenciation 
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ostéoclastique en se liant à RANKL mais il renforçe aussi la fonction inhibitrice de l’OPG. 

Puis, nous avons mis en évidence l’intervention du complexe FVIII/FvW dans l’interaction 

OPG / TRAIL. En se fixant à l’OPG, le complexe FVIII/FvW est capable d’empêcher 

l’inhibition de l’apoptose induite par TRAIL. 

Ces résultats permettent d’expliquer en partie, le bénéfice sur la masse osseuse des 

traitements prophylactiques chez les patients hémophiles (Khawaji et al., 2009). Il apparaît 

aussi clairement que le complexe FVIII/FvW intervient dans les activités pro- et anti-

apoptotiques de TRAIL et d’OPG. Ces données ouvrent de nouvelles perspectives de 

recherche dans des domaines où l’OPG, TRAIL, RANKL et le complexe FVIII/FvW sont 

impliqués. Il est possible d’envisager une intervention du complexe FVIII/FvW dans la 

survenue des lésions athérosclérotiques et des calcifications vasculaires (Collin-Osdoby, 

2004). 

Les cellules des systèmes sanguin et osseux et leurs molécules régulatrices interviennent 

dans la physiopathologie de ces atteintes vasculaires. L’apparition de calcifications artérielles 

chez les souris déficientes pour l’OPG constituait une première preuve de l’implication de 

cette molécule dans la biologie vasculaire (Bucay et al., 1998). Pourtant, ces observations 

chez l’animal sont contradictoires avec les données cliniques. Les concentrations sériques 

d’OPG sont élévées chez des patients présentant des calcifications artérielles (Van 

Campenhout et Golledge, 2009 ; Ziegler et al., 2005), cependant le rôle exact de cette ptotéine 

dans les atteintes vasculaires est encore incertain. Tout comme l’OPG, l’intervention de 

RANKL dans des atteintes vasculaires a été documentée. RANKL stimule la transmigration 

des monocytes à travers la barrière endothéliale et facilite leur différenciation en ostéoclastes 

capables de résorber le tissu minéralisé dans les lésions athérosclérotiques avancées (Collin-

Osdoby, 2004). TRAIL, un autre membre de la superfamille du TNF contribue également à la 

biologie vasculaire mais les données sur ce sujet sont relativement controversées. Il serait 

responsable de la déstabilisation de la plaque d’athérome en provoquant l’apoptose des 

cellules endothéliales et des cellules musculaires lisses (Pritzker et al., 2004 ; Sato et al., 

2006). Pourtant certains auteurs lui attribuent un rôle protecteur et anti-inflammatoire 

(Secchiero et al., 2003 ; Secchiero et al., 2004 ; Zauli et al., 2003). L’implication des facteurs 

de coagulation FVIII et FvW dans la survenue de lésions vasculaires a été montrée : le FvW 

favorise la formation d’un thrombus par recrutement et adhérence des plaquettes à la surface 

endothéliale, tout en facilitant la génération de thrombine par le FVIII dont il maintient la 

biodisponibilité (Vischer, 2006). Une récente étude clinique vient confirmer ces 

observations : les patients hémophiles présentent, en effet, un risque plus faible de développer 
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des lésions athérosclérotiques (Bilora et al., 2006). Nos travaux s’inscrivent dans une 

meilleure compréhension de l’orchestration moléculaire et cellulaire de ces pathologies. Nous 

pouvons effectivement envisager que le complexe FVIII/FvW contrôle les concentrations 

sériques et module l’activité d’OPG, de RANKL et de TRAIL, puisque tous les trois se lient à 

ce complexe. En inhibant l’ostéoclastogenèse, il éviterait la déstabilisation de la plaque 

d’athérome par les ostéoclastes. En bloquant l’activité de l’OPG vis-à-vis de TRAIL, il 

induirait indirectement la mort par apoptose des cellules inflammatoires qui infiltrent la 

plaque d’athérome. Pour s’assurer du rôle du complexe FVIII/FvW dans les lésions 

athérosclérotiques, l’existence des interactions au sein de la circulation sanguine devra être 

examinée. 

Le rôle de ces molécules pourrait être beaucoup plus ambigu. En effet, Zannettino et 

coll. ont montré que sous l’action de TNFα et d’IL-1, les cellules endothéliales libèrent de 

grande quantité de FvW et d’OPG (Zannettino et al., 2005). De telles conditions 

inflammatoires existent dans l’athérosclérose. La libération de l’OPG pourrait permettre à la 

cellule endothéliale de se protéger de l’activité de TRAIL. Une étude de Shoppet et coll. 

montre d’ailleurs une colocalisation d’OPG et de TRAIL dans des régions de calcifications 

vasculaires chez des patients athérosclérotiques (Schoppet et al., 2004). 

Afin de clarifier le déroulement et la mise en place de ces lésions, ainsi que le rôle joué 

par les différents acteurs moléculaires, des travaux devront être menés à la fois sur les cellules 

endothéliales et sur les cellules osseuses. Les activités de l’OPG, de RANKL et de TRAIL sur 

la cellule endothéliale seront évalués en présence de complexe FVIII/FvW. Ces effets 

pourront être quantifiés en terme de prolifération et de survie cellulaires. Les fonctions de 

l’ostéoblaste (minéralisation, expression de RANKL et d’OPG) seront mesurées en présence 

de complexe FVIII/FvW. 

L’activité directe du complexe FVIII/FvW sur RANKL que nous avons décrite dans 

l’ostéoclastogenèse sera explorée dans d’autres processus où RANKL intervient. La survie 

des cellules dendritiques par RANKL sera étudiée en présence du complexe FVIII/FvW. Ces 

résultats pourront être comparés aux données de la littérature sur le rôle des cellules 

dendritiques dans la dégradation du FVIII (Kaveri et al., 2007) et dans l’athérosclérose 

(Niessner et Weyand, 2009). 

 

Le FvW ne se fixe pas uniquement à l’OPG et au FVIII, il possède également un 

domaine de liaison à l’héparine. Nous pouvons donc envisager des études dans lesquelles 

l’héparine modifierait les activités du complexe FVIII/FvW. A ce titre, nous avons pu 
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observer qu’une fois l’héparine fixée au FvW, l’OPG n’est plus capable d’interagir avec ce 

facteur de la coagulation (figure 36). Nous envisageons de poursuivre ces travaux sur les 

interactions entre le FvW et ses partenaires (le FVIII, TRAIL, OPG, l’héparine) et d’étudier 

leurs conséquences biologiques. 
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Figure 36 : L’héparine empêche la fixation de l’OPG au FvW. 

Le FvW est immobilisé sur une chip C1. L’OPG est capable de se lier au FvW lorsque 

la chip est saturée par du PBS (pas de fixation au FvW, sensorgramme en pointillé). En 

revanche, l’OPG ne peut plus se fixer au FvW une fois le FvW saturé par de l’héparine 

(sensorgramme en trait plein). 

 

 

La seconde partie de notre travail a mis en évidence l’intervention de l’héparine et de 

l’ensemble des GAGs dans le processus de différenciation ostéoclastique. Nous avons 

effectivement montré que les GAGs inhibent la résorption osseuse par perte d’adhérence des 

précurseurs et des ostéoclastes matures. Il est bien établi désormais que les GAGS et les PGs 

participent à de nombreux processus biologiques dans l’ensemble des tissus du corps. Dans la 

biologie osseuse, ils sont un réservoir important de facteurs de croissance (Lamoureux et al., 

2007a) et de cytokines comme l’OPG (Lamoureux et al., 2009). Dans la biologie vasculaire, 

ils contrôlent des molécules impliquées dans le développement et la cicatrisation des 

vaisseaux comme le VEGF et les FGFs (Alexopoulou et al., 2007). Nos travaux ont mis en 

avant l’importance des sulfatations et de la longueur des GAGs dans leur activité. 
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Les héparines de bas poids moléculaire ont des répercussions sur le tissu osseux bien 

moins importantes que les héparines non fractionnées : la perte osseuse est limitée (Rajgopal 

et al., 2008). L’utilisation récente dans l’arsenal thérapeutique du fondaparinux vient 

confirmer le rôle de la taille des GAGs. Ce pentasaccharide synthétique ne présente a priori 

que des avantages. Contrairement à l’héparine, il ne se fixe à aucune protéine plasmatique et 

ne présente de ce fait aucune variation de biodisponibilité. Bien qu’aucune donnée clinique 

n’ait été rapportée à ce sujet, le fondaparinux ne semble pas avoir d’effet délétère sur le tissu 

osseux. Seule une étude in vitro indique qu’il ne modifie ni la différenciation ni la 

prolifération des ostéoblastes (Handschin et al., 2005). Il serait intéressant d’étendre ces 

résultats à l’ostéoclaste, comme nous l’avons effectué avec l’héparine. D’autre part, nous 

pourrions également évaluer les effets de ce pentasaccharide sur les activités de l’OPG, 

puisque nous avons montré par des études de résonance plasmonique de surface que de petits 

oligosaccharides se lient à l’OPG. 

Les sulfatations des GAGs sont des caractéristiques structurales déterminantes dans 

l’activité des GAGs. Nous avons pu le montrer par l’utilisation de GAGs partiellement ou 

totalement désulfatés. Ces GAGs modifiés inhibaient la différenciation ostéoclastique dans 

une moindre mesure que l’héparine native. Ce n’est pas la seule étude qui relate l’importance 

des sulfatations. La désulfatation des GAGs à la surface des cellules ostéoblastiques MG-63 

provoque un retard de minéralisation (Kumarasuriyar et al., 2009). Les sulfatases qui 

hydrolysent les esters de sulfates de nombreux substrats comme les GAGs ou les sulfolipides 

interviennent dans l’activité de ces molécules sulfatées. Récemment, il a été montré que la 

désulfatation des GAGs était un processus essentiel dans biologie du cartilage et de 

l’organogenèse, notamment en contrôlant les concentrations de FGF (Khatri et Schipani, 

2008). Nous pourrions évaluer l’activité de ces enzymes dans des processus biologiques 

contrôlés par les GAGs et les PGs (différenciation cellulaire, angiogenèse, adhérence 

cellulaire). 

Les potentiels thérapeutiques des GAGs ne se limitent pas aux traitements des maladies 

thrombo-emboliques ou au traitement symptomatique de l’arthrose (chondroïtine sulfate : 

Chondrosulf®). Les GAGs peuvent en effet être utilisés comme inhibiteurs des héparanases. 

Ces enzymes sont responsables de la dégradation des HSPGs et participent de ce fait à de 

nombreux processus biologiques. De manière physiologique, les héparanases favorisent 

l’angiogenèse en libérant les facteus pro-angiogéniques séquestrés (VEGF, FGFs) par les 

HSPGs de la matrice extracellulaire et en générant de petits fragments d’héparane sulfate qui 

améliorent la liaison du bFGF à son récepteur et donc sa signalisation (Elkin et al., 2001). Les 
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héparanases sont également impliquées dans l’immunité en soutenant la formation de 

vaisseaux lymphatiques (Vlodavsky et al., 2007). En revanche, elles interviennent dans la 

progression tumorale notamment par leurs potentiels angiogénique et métastatique (Sanderson 

et al., 2004). C’est à ce titre que des firmes pharmaceutiques développent de courtes 

structures saccharidiques pour bloquer l’activité des héparanases et ainsi limiter l’angiogenèse 

et les phénomènes métastatiques. La plus connue de ces molécules est le Pi-88. Elle a montré 

son efficacité dans les phases I et II sur différents types de tumeurs dont le mélanome et les 

carcinomes hépatocellulaires (Kudchadkar et al., 2008). Cependant l’apparition d’anticorps 

menant à une thrombocytopénie a limité son usage chez certains patients (Kudchadkar et al., 

2008). Aucune donnée en revanche n’est disponible concernant les effets de ce traitement sur 

la masse osseuse. Comme le montrent nos travaux, ces petites structures saccharidiques 

n’auraient qu’un faible impact sur la résorption osseuse. Toutefois, il serait intéressant 

d’évaluer l’activité du fondaparinux sur les cellules osseuses in vitro et son impact sur 

l’architecture osseuse in vivo. 

Les patients atteints de cancers présentent une hypercoagulabilité due en partie à 

l’élévation des taux sériques de FVIII et de FvW (Dogan et Demirkazik, 2005). Cette 

situation entraîne l’apparition d’un thrombus et la survenue d’accidents thrombo-emboliques 

tels que des embolies pulmonaires ou des ischémies cardiaques thrombo-emboliques qui 

peuvent être une cause de décès. L’héparine en inhibant la cascade de coagulation prévient la 

formation du thrombus et augmente par conséquent l’espérance de vie des patients 

(Vlodavsky et al., 2007). Cependant son utilisation est limitée par les risques de saignements 

qu’elle peut engendrer. L’héparine présenterait également des propriétés anti-métastatiques 

(Vlodavsky et al., 2007). Les mécanismes mis en jeu ne sont pas encore totalement élucidés, 

toutefois l’inhibition des héparanases constitue une des explications potentielles. Le blocage 

de l’adhérence entre les plaquettes et les cellules tumorales ainsi que l’inhibition des 

interactions cellulaires via les sélectines sont d’autres hypothèses actuellement avancées 

(Borsig et al., 2001 ; Hostettler et al., 2007). Ces hypothèses rejoignent d’une certaine façon 

nos travaux complémentaires présentés dans la seconde partie du manuscrit. En effet, 

l’héparine et l’ensemble des glycosaminoglycanes empêchent l’adhérence des précurseurs 

monocytaires. Cette observation pourrait participer à l’activité anti-tumorale des GAGs en 

évitant le recrutement de monocytes / macrophages sur le site tumoral qui entretiennent la 

croissance tumorale par la libération de cytokines pro-inflammatoires (TNF, IL-1). Des études 

chez des animaux porteurs de tumeurs peuvent être envisagées. En marquant les cellules 

d’origine monocytaire / macrophagique par une sonde fluorescente et en les réinjectant à 
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l’animal, nous pourrions suivre ces monocytes et étudier les effets de l’héparine et de ses 

dérivés sur leur devenir au sein de la tumeur. 

 

Nous avons évoqué ci-dessus que les concentrations plasmatiques de FVIII et de FvW 

étaient augmentées dans les pathologies tumorales. Il serait intéressant de comprendre les 

origines et les répercussions sur la tumeur d’une telle augmentation en comparaison de nos 

travaux (article 1). Nous pourrions rechercher les sites de production privilégiés. Certaines 

données de la littérature nous laissent à penser que le FvW pourrait avoir comme origine les 

cellules endothéliales des vaisseaux de la tumeur. Les conditions inflammatoires présentes au 

sein de la masse tumorale augmentent en effet la libération du FvW (Zannettino et al., 2005) 

par les cellules endothéliales. La concentration de FvW à l’intérieur de la tumeur pourrait être 

comparée à la concentration de ce facteur dans la circulation générale. Il faudra également 

évaluer la capacité de ce FvW libéré à se lier au FVIII de la coagulation pour former le 

complexe FVIII/FvW. D’après nos travaux, si une augmentation de concentration du 

complexe FVIII/FvW devait être observée, elle serait un moyen pour l’organisme de lutter 

contre la progression tumorale. En effet, en se fixant à l’OPG, le complexe FVIII/FvW 

augmente le pouvoir pro-apoptotique de la cytokine TRAIL. Mais peut-on envisager de traiter 

les cancers par l’administration de FvW et de FVIII ? Les risques de thrombose veineuse 

seraient potentiellement plus élevés et le développement d’anticorps anti-FVIII serait 

possible, ce qui pourrait conduire à des hémophilies secondaires. A ce titre, certains patients 

cancéreux développent des hémophilies secondaires par acquisition d’inhibiteurs du FVIII 

(Franchini et al., 2008). Un tout récent rapport suggère la production par l’environnement 

tumoral d’antigènes FVIII-like que le système immunitaire reconnaît et qui conduit à une 

hémophilie A (van Durme et al., 2008). Ces observations et nos travaux permettent d’émettre 

certaines hypothèses. La production de ces antigènes FVIII-like n’est-il pas un moyen pour la 

cellule tumorale de se protéger de l’effet du complexe FVIII/FvW sur TRAIL ? La tumeur par 

ce biais peut également faciliter l’angiogenèse indispensable à sa progression. En effet, les 

saignements causés par l’hémophilie engendrent des conditions inflammatoires proprices à 

l’angiogenèse. Des investigations plus poussées sur le rôle exact du complexe FVIII/FvW 

dans les pathologies tumorales sont donc nécessaires. 
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La vascularisation de l’os joue un rôle important dans la formation et le développement 

du squelette. Les vaisseaux apportent les éléments nécessaires à la prolifération, la 

différenciation et la survie des ostéoblastes et des ostéoclastes qui assurent le processus de 

remodelage osseux. Ce processus est essentiel dans le maintien des propriétés biomécaniques 

du squelette. Les vaisseaux qui colonisent le tissu osseux participent activement à certaines 

fonctions de l’os comme l’équilibre phophocalcique (transport des ions libérés lors du 

remodelage) ou l’hématopoïèse (prise en charge des cellules sanguines issues de la moelle 

osseuse). Pour assurer ces activités, le tissu osseux et le système vasculaire entretiennent des 

contacts cellulaires (recrutement des précurseurs osseux par l’endothélium) et communiquent 

par un réseau complexe de messagers solubles (RANKL, OPG, VEGF…). 

Nous décrivons, à travers nos travaux de recherche, l’implication du complexe 

FVIII/Facteur de von Willebrand et de l’héparine, deux molécules de l’homéostasie 

vasculaire, dans le contrôle de la différenciation ostéoclastique. Nous avons déterminé les 

mécanismes mis en jeu : interaction moléculaire directe et activité sur l’adhérence cellulaire. 

Ces données viennent compléter les différentes voies de communication entre les systèmes 

osseux et vasculaire. 
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Interleukin-34 (IL-34) is a newly 
discovered regulator of myeloid lineage 
differentiation, proliferation, and 
survival, acting via the Macrophage-
Colony Stimulating Factor Receptor (M-
CSF receptor, c-fms). M-CSF is also 
considered as required for 
osteoclastogenesis and has been already 
identified as a major contributor of the 
pathogenesis of giant cell tumours of 
bone (GCT), tumours rich in osteoclasts. 
According to the key role of M-CSF in 
osteoclastogenesis and GCT, the 
expression of IL-34 in human GCT, was 
first assessed. Quantitative analysis of 
IL-34 mRNA expression in 14 human 
GCT revealed expression of this 
cytokine in GCT as well as M-CSF and 
c-fms. Immunohistochemisty 
demonstrated that osteoclast-like cells 
exhibited a huge immunostaining for IL-
34 and that mononuclear stromal cells 
slightly expressed this protein. In 
contrast to osteoblasts, bone-resorbing 
osteoclasts showed a very strong staining 
for IL-34 then suggesting its potential 
role in the pathogenesis of GCT by 
facilitating osteoclast formation. The 
role of IL-34 in osteoclastogenesis was 
then studied in murine and human 
models. IL-34 was able to support 
RANKL-induced osteoclastogenesis in 
the absence of M-CSF in all models. 

Multinucleated cells generated in the 
presence of IL-34 and RANKL specific 
osteoclastic markers and resorbed 
dentine. IL-34 induced phosphorylation 
of ERK1/2, MAP-Kinase and Akt 
through the c-fms, as revealed by the 
inhibition of signaling by a specific c-fms 
tyrosine kinase inhibitor. Furthermore, 
IL-34 stimulated RANKL-dependent 
osteoclastogenesis by promoting the 
adhesion and proliferation of osteoclast 
progenitors and had no effect on 
osteoclast survival. Overall, these data 
reveal that IL-34 can entirely substitute 
for M-CSF in RANKL-induced 
osteoclastogenesis, thus identifying a 
novel biological activity for this cytokine 
and a contribution to the pathogenesis of 
GCT. 
 
INTRODUCTION 
 

Giant cell tumour of bone (GCT) 
accounts for 5 to 9 percent of all primary 
bone tumours, occur most often during the 
second to the fourth decades and are found 
more commonly in men than women 
excepted in the second decade of life [1]. 
These tumours are usually detected in the 
long bones, most often the distal femur, 
proximal tibia, and distal radius. GCT are 
characterised by osteoclast-like cells, in a 
background of mononuclear rounded 
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(CD68+ monocytes) and spindle-shaped 
cells (stromal cells) which appear to be the 
neoplastic component [2]. There is 
evidence that theses stromal cells strongly 
support the recruitment and formation of 
mature osteoclasts [3]. Thus, the morbidity 
observed in GCT is the consequence of the 
destructive osteolysis due to the hyper-
resorptive activity of these giant cells. This 
exacerbated osteolysis is in fine the result 
of a dysregulation of osteoclastogenesis. 
Indeed, in a physiologic context, bone 
remodelling depends on osteoblasts 
responsible for bone apposition and 
osteoclasts specialized in bone resorption 
[4]. Differentiation of osteoclastic 
precursors into mature osteoclasts in vivo 
depends on a tight interaction with 
osteoblastic/stromal cells: cell-to-cell 
interactions as well as the production of 
various soluble factors by osteoblasts are 
required [5-8]. Thus, all disturbances of 
osteoclastogenesis lead to an osteolytic 
disorder such as GCT. 

The differentiation of osteoclasts is 
mainly dependent on RANKL, a TNF 
family cytokine [11-18], as well as on M-
CSF [8-11]. The role for M-CSF in 
osteoclastogenesis has been demonstrated 
in osteopetrotic (op/op) mutant mice which 
suffer from congenital osteopetrosis due to 
a deficiency of osteoclasts associated with 
an absence of M-CSF [19]. M-CSF is 
therefore considered as required for 
osteoclastogenesis, stimulating both the 
adhesion and the proliferation of osteoclast 
precursors [20, 21]. Thus, according their 
role in osteoclastogenesis,  M-CSF and 
RANKL have been  clearly involved in the 
pathogenesis of GCT [3, 22, 23] 

Recently, Lin et al. discovered a 
new cytokine, interleukin-34 [24]. 
Functional studies showed that IL-34 binds 
to the M-CSF Receptor (also called CSF-1 
Receptor or c-fms) expressed on the cell 
surface of human monocytes. Furthermore, 
IL-34 induces the formation of the colony 
forming unit-macrophage in human bone 
marrow cultures, with the same efficiency 
as M-CSF. In light of this work, it can be 

hypothesized that IL-34 may contribute to 
osteoclastogenesis and to the pathogenesis 
of GCT. 

The aim of the present study was to 
determine if IL-34 is expressed by a series 
of 14 human GCT. We next analyzed if M-
CSF can be substituted in vitro by IL-34 in 
RANKL-induced osteoclastogenesis using 
several murine and human models and 
studied the mechanism by which IL-34 can 
support osteoclastogenesis. 
 
EXPERIMENTAL PROCEDURES 
 
Tissue specimens and osteoclastic 
differentiation assays 

Fourteen patients, treated at the 
Department of Orthopaedic Surgery 
(University Hospital of Nantes, France), 
were included in the present study (Table 
I). The experimental procedures followed 
were in accordance with the ethical 
standards of the responsible institutional 
committee on human experimentation and 
with the Helsinki Declaration. The study 
was approved by the institutional ethics 
committee.  

Murine RAW 264.7 cells (ATCC, 
France) were cultured in α-MEM medium 
containing 10% FCS and 100 ng/ml 
recombinant human RANKL (Amgen Inc, 
USA) in the presence or absence of 100 
ng/ml murine M-CSF (mM-CSF) or mIL-
34 (R&D Systems, UK). Multinucleated 
cells (> 3 nuclei) were counted after May 
Grünwald Giemsa staining.  

CD11b+ cells were isolated from 
murine bone marrow of C57Bl/6 mice, and 
CD14+ cells were isolated from human 
peripheral blood, by selection using MACS 
microbeads (Miltenyi Biotec, Germany) as 
previously described [25]. Culture medium 
containing 10% FCS, M-CSF or IL-34 and 
100 ng/ml hRANKL was changed every 4 
days. After 15 days of culture, osteoclasts 
were visualized by TRAP staining (Sigma, 
France). The resorption capacity of 
osteoclasts was assessed after cell culture 
on dentine slices. At the end of the culture, 
osteoclasts were removed and dentin slices 



3 

were fixed with 4% glutaraldehyde 
followed by staining with 1% toluidine 
blue for 3 minutes.  
 
RNA isolation and real-time PCR. 

Total RNA was extracted using TRIzol 
reagent (Invitrogen, France). First strand 
cDNA was synthesized at 37°C for 1 hour 
from 5 µg of total RNA using Moloney 
Leukemia Virus-Reverse Transcriptase 
according to the manufacturer’s 
recommendations (Invitrogen). The real-
time PCR contained 10 ng of reverse 
transcribed total RNA, 300 nM of primers 
(Table II) and 2x SYBR green buffer 
(Biorad, France). Quantitative PCRs 
(qPCR) were carried out on a Chromo4TM 
System (Biorad). Analysis was performed 
according to the method described by 
Vandesompele et al. [26] using both 
human and mouse hypoxanthine guanine 
phosphoribosyl transferase 1 (Hprt1) and 
cytochrome c-1 (cyc1) as invariant 
controls.  
 
Immunohistochemistry 

GCT samples harvested during 
incisional and excisional biopsies were 
immediately fixed in 10% formaldehyde 
solution. The samples were decalcified by 
electrolysis and embedding in paraffin 
augmented by pycolytis (Dubar 
Electronique, France), 5-µm thick sections 
were mounted on glass slides. 
Immunohistochemistry was performed 
using an autostainer 360 (MM, France). 
Briefly, deparaffinised sections were for 5 
minutes to block endogenous peroxidase 
and then incubated with primary 
polyclonal anti-human IL-34 (ProSci Inc, 
USA) (1/200 in PBS), anti-human M-CSF 
or anti-human c-fms antibodies (Abcam, 
France) (respectively at 1/100 and 1/50) 
for 1h. The slides were then incubated with 
1/800 anti-rabbit biotinylated 
immunoglobulin (Sigma) for 1 hour and 
1/150 extravidin-peroxidase for 30 
minutes, and then revealed with an AEC 
staining kit (Sigma). Preparations were 
counterstained with hematoxylin. Negative 

control was analyzed using a similar 
procedure excluding the primary antibody 
and using an irrelevant IgG. 
 
Western Blot Analysis 

After 5 hours of culture in serum-free 
medium, undifferentiated RAW 264.7 or 
CD14+ cells were stimulated with 100 
ng/ml of IL-34 or M-CSF for 15 minutes at 
37°C. In some experiments, cells were pre-
incubated for 2 hours with 20 µM of c-fms 
specific inhibitor GW2580 (Calbiochem, 
USA). Cell lysates were obtained and 
protein concentrations were determined as 
described previously [25]. Proteins were 
run on 10% SDS-PAGE gels and 
transferred to Immobilon-P membranes 
(Millipore, USA) which were then 
incubated with antibodies to Phospho-
ERK1/2, Phospho-Akt, Total-ERK1/2 and 
Total-Akt (Cell Signaling Technologies, 
USA). Bands were visualized using ECL 
reagent (Roche, Germany).  

 
Cell adhesion, proliferation and 
osteoclast survival 

Human CD14+ monocytes were 
cultured for 3 days (adhesion assay) or 10 
days (proliferation assay) in the presence 
of hM-CSF or hIL-34 or absence of these 
factors (control condition). Cell adhesion 
and proliferation were determined using 
XTT reagent (Roche Molecular 
Biomedicals, Germany) which was added 
to each well and incubated for 5h at 37°C. 
The corresponding absorbance was then 
determined at 490 nm. Osteoclast survival 
was determined in the presence or absence 
of hRANKL, hM-CSF and hIL-34. Alive 
and apoptotic osteoclasts were visualized 
after TRAP staining.  
 
Statistical analysis 

Experiments were performed 3 times in 
triplicate. The mean + SD was calculated 
for all conditions and results were analyzed 
by ANOVA, with Bonferroni multiple 
comparisons test as post-hoc test. p<0.05 is 
considered as significant. 
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RESULTS 
 
Osteoclast-like cells from giant cell 
tumours of bone strongly express IL-34 

To examine the functional 
implication of IL-34 in the pathogenesis of 
GCT, the expression of M-CSF, IL-34 and 
c-fms was first analyzed by qPCR in 14 
human GCT (Table I).  Results clearly 
demonstrated that all human GCT 
expressed IL-34 and M-CSF (Figure 1A), 
as well as c-fms (Figure 1B). Interestingly, 
in 9 patients the relative gene expressions 
of IL34 and M-CSF are inversely related. 
Indeed, in patients 1, 2, 4, 5, 6, 7, 9, the 
expression of IL-34 was high with a 
relatively low expression of M-CSF and in 
contrast to patients 11 and 12 for who M-
CSF was highly expressed. All GCT 
assessed expressed c-fms, which appears 
fairly homogeneous (Figure 1B). 

To identify the source of IL-34 in 
human GCT, immunohistochemistry 
analysis has been carried out. Most of the 
multinucleated osteoclast-like giant cells 
exhibited a huge cytoplasmic 
immunostaining for IL-34 (Figure 2b) 
compared to the control (Figure 2a) and 
occasional (1-2 %) osteoclast-like cells 
lacked IL-34 protein expression (Figure 
2c). Interestingly, bone-resorbing 
osteoclasts were positive for IL-34 in 
contrast to osteoblasts (Figure 2d) and 
mononucleated stromal cells slightly 
expressed this protein (Figure 2e). We then 
compared this expression pattern to those 
of M-CSF and c-fms. Osteoclast-like cells 
and stromal cells were similarly positive 
for M-CSF (Figure 2f) and c-fms was 
restricted to osteoclast-like and monocytic 
cell types (Figure 2h). Bone-resorbing cells 
positively expressed M-CSF (Figure 2g) 
and c-fms (Figure 2i). Thus, the presence 
of IL-34 strongly suggested its 
involvement in the pathogenesis of GCT.  

 
IL-34 cooperates with RANKL to 
support osteoclastogenesis from murine 
RAW 264.7 cells and CD11b+ cells 

To better understand the potential 
role of IL-34 in GCT, we then analyzed the 
effect of IL-34 on RANKL-induced 
osteoclastogenesis. First, using the murine 
monocytic cell line RAW264.7 [27, 28], 
100 ng/ml of mM-CSF or 100 ng/ml of 
mIL-34 exerted a synergistic effect on 
RANKL-induced osteoclastogenesis 
(Figure 3A). While RANKL alone resulted 
in the generation of 83 osteoclasts per well, 
this was significantly increased to 247 
osteoclasts per well (3-fold increase, 
p<0.05) with the addition of mM-CSF and 
294 osteoclasts (3.5-fold increase, p<0.05) 
in the presence of mIL-34 (Figure 3B). 
Furthermore, osteoclasts generated in the 
presence of M-CSF or IL-34 were larger in 
size compared to those obtained with 
RANKL alone (Figure 3A). These findings 
were confirmed by analysis of expression 
of osteoclastic markers by qPCR (Figure 
3C). The presence of RANKL in the 
culture medium of RAW 264.7 cells 
induced a 6-fold increase in gene 
expression of TRAP and Cathepsin K, two 
well-known osteoclastic markers. When 
mM-CSF or mIL-34 were added to the 
culture medium, expression of these 
markers increased 8.5- to 10.5-fold, 
confirming a strong impact of both M-CSF 
and IL-34 on osteoclastogenesis (Figure 
3C). To determine if IL-34 can substitute 
for M-CSF in mouse primary cultures, 
osteoclastogenesis was assessed from 
murine CD11b+ bone marrow cells. In 
CD11b+ cells, similarly to mM-CSF, mIL-
34 allowed RANKL-induced 
osteoclastogenesis in a dose dependent 
manner (Figure 3D). Thus, 50 ng/ml of 
mIL-34 are as effective as 25 ng/ml of 
mM-CSF. 

 
IL-34 can substitute for M-CSF in 
RANKL-induced osteoclastogenesis 
from human CD14+ monocytes 

To determine if IL-34 can substitute 
for M-CSF in human primary cultures, 
osteoclastogenesis was assessed from 
human CD14+ monocytes. Results revealed 
that M-CSF (which is normally required to 
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form osteoclasts in these models) can be 
completely substituted by IL-34 (Figures 
4A, 4B and 4C). Similarly to hM-CSF, 
hIL-34 increased in a dose-dependent 
manner the RANKL-induced 
osteoclastogenesis (Figure 4B). In CD14+ 
monocytes, 50 ng/ml hM-CSF or 100 
ng/ml hIL-34 supported RANKL-induced 
osteoclastogenesis with similar efficiency 
(Figure 4B). Analysis of osteoclastic 
markers by quantitative PCR revealed 
upregulated expression of TRAP, NFATc1 
and Cathepsin K in the presence of 
RANKL in combination with either hM-
CSF or hIL34, confirming the presence of 
osteoclasts in these cultures (Figure 4C). 
Furthermore, the differentiation of CD14+ 
cells on dentine slices showed the activity 
of osteoclasts generated in presence of IL-
34 to resorb calcified matrix (Figure 4D). 
These data thus demonstrate, for the first 
time, a key role for IL-34 in human and 
mouse osteoclastogenesis.  

 
IL-34 signals through c-fms during 
osteoclastogenesis 

We next analyzed the signal 
transduction pathways of IL-34 in RAW 
264.7 cells and CD14+ human monocytes. 
As shown in Figure 5 (left panel), both 
mM-CSF and mIL-34 induced 
phosphorylation of AKT and ERK 1/2 in 
RAW 264.7 cells. When a specific c-fms 
inhibitor (GW2580) was added for 2 hours 
at 20 µM prior to the stimulation with mM-
CSF or mIL-34, signal transduction was 
completely inhibited in response to either 
mM-CSF or mIL-34 stimulation. Similar 
results were obtained using human CD14+ 
monocytes; hM-CSF and hIL-34 induced 
the phosphorylation of AKT and ERK1/2 
and this was completely inhibited in the 
presence of GW2580 (Figure 5, right 
panel). These results demonstrate that IL-
34 induces osteoclastogenesis through c-
fms, and that the biological activities of M-
CSF and IL-34 overlap during 
osteoclastogenesis.  

 

IL-34 promotes the adhesion and 
proliferation of osteoclast precursors 
but does not modulate osteoclast 
survival  

To better understand the 
mechanism by which IL-34 increases 
osteoclastognesis, we analyzed its impact 
on monocyte adhesion, proliferation and 
osteoclast survival. Figure 6A 
demonstrated that hIL-34 and h-M-CSF 
promoted the adhesion of CD14+ cells in a 
dose-dependent manner. Furthermore, hIL-
34 with a twice higher concentration 
compared to hM-CSF induced the 
proliferation of CD14+ cells and confirmed 
the data published by Lin et al. [24] 
(Figure 6B). We then assessed the effect of 
IL-34 deprivation on osteoclast survival 
(Figure 6C). Three days of hIL-34 or hM-
CSF deprivation had no effect on 
osteoclast survival in contrast to RANKL 
deprivation which resulted in a strong 
apoptosis of these cells. hIL-34 is an 
inductor of RANKL-dependent 
osteoclastogenesis but does not act as a 
survival factor of osteoclast. Overall, these 
data demonstrated that IL-34 stimulated 
RANKL-dependent osteoclastogenesis by 
promoting the adhesion and proliferation 
of osteoclast progenitors. 
 
 
DISCUSSION 
 

Numerous cytokines has been 
already involved in the pathophysiology of 
osteoclasts [3, 7, 22, 29]. Two main factors 
appeared as key molecules orchestrating 
the osteoclast differentiation process and 
survival [7]: M-CSF which modulates cell 
adhesion, differentiation, fusion [30] and 
resorbing activity and RANKL which is 
dedicated to the osteoclast fusion, 
activation and survival [8, 11]. RANKL 
and M-CSF then represent the canonical 
pathway of osteoclastogenesis which can 
be substituted by other protagonists in 
specific contexts. Thus, substitutes for 
RANKL include TNFα, IL-11 and IL-8 
[31, 32] and those for M-CSF include 
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VEGF, HGF and FLt-3 ligand [32]. IL-34 
is a recently discovered cytokine which the 
unique role already described is its action 
as a regulator of myeloid lineage 
differentiation, proliferation, and survival, 
acting via c-fms [24]. The present study 
showed that IL-34 plays an important role 
in RANKL-induced osteoclastogenesis as 
it can substitute for M-CSF and support 
osteoclast differentiation in the same way 
as M-CSF does. IL-34 must be now 
considered as a novel non-canonical 
pathway of osteoclast formation.  

M-CSF was identified as a 
molecule mediating the survival and 
proliferation of precursors of monocytes 
and their differentiation onto mature 
phagocyte [33]. The role of M-CSF has 
been confirmed by the observation that 
op/op mice which fail to express functional 
M-CSF because of a point mutation in the 
Csf1 gene are osteopetrotic [19]. c-fms, is 
the sole known receptor for M-CSF and its 
functional implication in 
osteoclastogenesis has been established by 
the fact that mice lacking Csf1r gene 
coding for c-fms, exhibit a more severe 
osteopetrosis than op/op, suggesting the 
existence of a second ligand for this 
receptor [34]. Autocrine regulation by M-
CSF has been reported specifically during 
inflammatory response and in cancer cells 
[35]. Indeed, transgenic expression of M-
CSF in c-fms-expressing cells leads to 
macrophage activation associated with 
osteoporosis [35]. However in vitro 
experiments evidenced that no 
osteoclasteogenesis occurred in the 
absence of M-CSF or of its known 
substitutes [32]. Thus, autocrine and 
paracrine regulation pathways by M-CSF 
in c-fms-bearing cells participate to the 
control of osteoclastogenesis. The 
mechanisms allowing the formation of 
large osteoclasts in GCT which are 
responsible to the associated osteolytic 
lesions [2, 36, 37], are not well understood. 
However, it is accepted that stromal cells 
located between osteoclasts represent the 
tumour component promoting 

osteoclastogenesis [38]. M-CSF has been 
identified as one of the numerous factors 
associated with this pathology. Indeed, 
Atkins et al, evidenced that stromal cells 
from GCT highly expressed M-CSF and 
thus contribute to osteoclastogenesis in a 
paracrine manner [3] confirming that M-
CSF acts mainly through paracrine 
pathway activity [22]. Similarly, RANKL 
produced by stromal cells induces 
osteoclast formation in GCT in a paracrine 
manner [3, 23, 36]. Despite its direct 
activity on osteoclast precursors, RANKL 
also stimulates partially osteoclastogenesis 
via endogenous IL-1 production [39]. 

In this context, IL-34 appears as a 
new non-canonical candidate associated 
with osteoclastogenesis process. Overall, 
the present data reveal that the recently 
discovered IL-34 cytokine is strongly 
expressed by GCT and can substitute for 
M-CSF in RANKL-induced 
osteoclastogenesis in both human and 
mouse models. The present work identifies 
an important novel function for this 
cytokine. The immunolocalization of IL-34 
demonstrates that the cytokine is mainly 
expressed by osteoclast-like cells and 
slightly by the stromal compartment 
suggesting a main autocrine and secondary 
paracrine mechanism of action on 
osteoclastogenesis. The autocrine loop 
controlling osteoclast differentiation and 
activity is strengthened by the presence of 
IL-34 positive staining in bone resorbing 
osteoclasts. The detection of M-CSF has 
been also evidenced in osteoclasts and 
strongly in stromal component [40]. These 
observations suggest that the presence of 
M-CSF in osteoclasts also observed in 
stromal cells could be explained by an 
excessive production of osteoclast-
inducing cytokines then inducing 
osteoclast-like differentiation of 
inappropriate or unusual precursors. 
Monocytes and osteoclast-like cells appear 
as the main targets of M-CSF and IL-34 as 
revealed by the pattern of c-fms 
expression. Around 50% of GCT 
expressed an opposite concentrations of M-
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CSF and IL-34, pointing out the 
redundancy of these two cytokines. This 
observation allow to evidence two sub-
types of GCT with high and low 
expression of IL-34.  

Similarly, RANKL produced by 
stromal cells has been detected in 
osteoclast-like cells of GCT [23]. The 
authors suggested that the presence of 
RANKL in osteoclast can be explained by 
a pathological production of RANKL by 
these cells or by the accumulation of 
pathologic accumulation of the cytokine by 
the cells overexpressing its receptor 
RANK. In the present paper, similar 
hypothesis can be envisaged, especially 
because osteoclasts express c-fms. The 
involvement of IL-34 in inflammatory 
process associated with the tumour 
development is strengthened by its pattern 
of expression including endothelial cells 
and smooth muscle cells of vessels. 
However, around 2% of the giant cells in 
GCT did not express IL-34. The absence of 
immunostaining demonstrates the 
heterogeneity of osteoclast-like cells 
composing the tumour mass. This 
negativity can be explained by the absence 
of c-fms on a sub-cellular population of 
giant cells or by the lack of undetermined 
specific receptor of IL-34 on the cell 
surface. Another explanation could be the 
non-monocytic origin of these IL-34-
multinucleated cells. Such cellular 
heterogeneity has been previously pointed 
out for RANKL expression [23]. 

As a new ligand of c-fms, IL-34 
can be now considered as a key protagonist 
of osteoclastogenesis. These results then 
open novel era for investigation in 
pathophysiology of bone resorption. 
Further experiments are needed to 
determine the involvement of IL-34 in 
human pathological osteolysis in which M-
CSF and RANKL have previously been 
implicated. 
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Figure 1: Giant cell tumours of bone expressed IL-34, M-CSF and c-fms. 
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Figure 1: Giant cell tumours of bone expressed IL-34, M-CSF and c-fms. Assessment of 
IL-34, M-CSF (A) and c-fms (B) expression by quantitative PCR was performed in 14 
patients were treated at the Department of Orthopaedic Surgery (University Hospital of 
Nantes, France) between November 2000 and May 2006.  
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Figure 2: IL-34 is mainly expressed by osteoclast-like cells. 
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Figure 2: IL-34 is mainly expressed by osteoclast-like cells. Immunolocalization of IL-34 
(panels b-e), M-CSF (panels f, g) and c-fms (panels h, i) in GCT. Representative non-immune 
negative control is represented in “a”. Most of multinucleated osteoclast-like giant cells 
(arrow) exhibited positive immunostaining for IL-34 (b), some multinucleated cells (arrow) 
were negative (c). In contrast to osteoblasts, bone-resorbing osteoclasts (arrow head) 
expressed IL-34 staining (d). GCT were also positive for M-CSF and c-fms (f-i). In contrast 
to IL-34, M-CSF was expressed simultaneously by osteoclast-like cells (f, arrow) and by the 
stromal component (f, asterix). c-fms staining appeared positive for osteoclast-like cells 
(arrow) and monocytic cell type (i, arrow head). Similarly to IL-34, bone-resorbing 
osteoclasts were positive for M-CSF (g) and c-fms (i). Endothelial cells and smooth muscle 
cells presented similar strong positive immunoreactivity in contrast to adipocytes which are 
negative (data not shown). Original magnification: X 200 (a, b, h); x 400 (c-e, f, g, i). 
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Figure 3: IL-34 supports RANKL-induced osteoclastogenesis from murine RAW 264.7 
cells and CD11b+ cells 
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Figure 3: IL-34 supports RANKL-induced osteoclastogenesis from murine RAW 264.7 
cells and CD11b+ cells.  (A) After 5 days of culture in the presence of hRANKL (100 ng/ml), 
mM-CSF (100 ng/ml) or mIL-34 (100 ng/ml), RAW 264.7 cells were stained with MGG 
(original magnification: x 40) and (B) multinucleated cells (more than 3 nuclei) were counted 
under a light microscope (*, p<0.05 as compared to RANKL alone). (C) mRNA expression 
(by Real-Time PCR) of specific osteoclastic markers after 5 days in culture with RANKL, M-
CSF and IL-34 (*, p<0.05 as compared to the corresponding control without RANKL). (D) 
Mouse CD11b+ cells were cultures in the presence of hRANKL (100 ng/ml), mM-CSF or 
mIL-34. After 15 days of culture, multinucleated cells (more than 3 nuclei) were counted 
under a light microscope after a TRAP staining. All experiments were performed three times 
in triplicate. * p<0.05, ** p<0.01 as compared to the control. 
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Figure 4: IL-34 can substitute M-CSF in RANKL-induced osteoclastogenesis of human 
CD14+ monocytes 
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Figure 4: IL-34 can substitute M-CSF in RANKL-induced osteoclastogenesis of human 
CD14+ monocytes. (A) Human CD14+ monocytes were cultured for 15 days in the presence 
of hRANKL (100 ng/ml), hM-CSF or hIL-34 (original magnification: x 400) and (B) count of 
multinucleated TRAP+ cells (more than 3 nuclei) under a light microscope. (C) mRNA 
expression (by Real-time PCR) of specific osteoclastic markers after culture of CD14+ cells 
for 15 days. (D) Resorption lacunae obtained by osteoclasts (from CD14+) cultured on dentine 
slices (original magnification: x 2.5). All experiments were performed three times in 
triplicate. * p<0.05, ** p<0.01 as compared to the control. 
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Figure 5: IL-34 stimulates the MAP-Kinase, PI3-Kinase pathways through c-fms 
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Figure 5: IL-34 stimulates the MAP-Kinase, PI3-Kinase pathways through c-fms. 
Undifferentiated murine RAW 264.7 cells and human CD14+ monocytes were stimulated for 
15 min at 37°C with 100 ng/ml of M-CSF or IL-34, and with or without 20 µM of GW2580, a 
specific inhibitor of c-fms. Protein lysates were prepared and expression of Phospho-AKT, 
total-AKT, Phospho-ERK1/2 and total-ERK1/2 was analyzed by western blotting. All 
experiments were repeated three times, and a representative blot is shown. 
 



15 

Figure 6: IL-34 promotes adhesion and proliferation of osteoclast progenitors but does 
not affect osteoclast survival 
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Figure 6: IL-34 promotes adhesion and proliferation of osteoclast progenitors but does 
not affect osteoclast survival. Human CD14+ monocytes were cultured for 3 days (adhesion 
assay) (A) or 10 days (proliferation assay) (B) in the presence of hM-CSF or hIL-34 or 
absence of these factors (control condition: CT). (C) Human osteoclasts were formed from 
CD14+ monocytes cultured for 14 days in the presence of hRANKL (100 ng/ml), hM-CSF or 
hIL-34. After this differentiation period, hRANKL, hM-CSF or hIL-34 were removed for 3 
days and osteoclast survival/apoptosis were visualized under a light microscope. Original 
magnification: X 40. Arrows: apoptotic osteoclasts. * p<0.05, ** p<0.01 as compared to the 
control. 
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Table I: Characteristics of patients suffering from giant cell 

tumours who were included in the study 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

*: follow-up without local recurrence

Patient Age/Sex 
Localization of 

tumour 

 
Follow-up 

1 62/M  Proximal tibia > 5 years* 
2 74/F  Distal radius > 5 years* 

3 35/F Distal radius > 5 years* 

4 
49/M  

Humerus 
Death not related 

to the tumour 

5 
33/F  

Femur: inferior 
extremity 

Local recurrence, 
15 months 

6 25/M Distal femur > 4 years* 

7 24/F Proximal tibia > 1 year* 

8 
38/F  

Patella 
Local recurrence, 

12 months 

9 
23/M  

Femur: inferior 
extremity 

> 4 years* 

10 49/F  Radius Local recurrence 

11 61/F  Proximal tibia > 4 years* 

12 37/F  Distal femur > 4 years* 

13 45/F  Proximal tibia > 4 years* 

14 
22/F 

Distal femur 
Two successive 
local recurrences 
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Table II: Oligonucleotide primers used for real-time PCR  

Gene Accession number Primer sequences (from 5’  to 3’) 

hHprt NM_000194.1 TGACCTTGATTTATTTTGCATACC 
CGAGCAAGACGTTCAGTCCT 

hCyc1 NM_001916 GCATGGTGGTGAGGACTACG 
GGCCAGGAAAGTAGGGGTTG 
 

hTRAP (Acp5) NM_001611 AAGACTCACTGGGTGGCTTTG 
GGCAGTCATGGGAGTTCAGG 
 

hCtsk NM_000396.2 GCCAGACAACAGATTTCCATC 
CAGAGCAAAGCTCACCACAG 
 

hNFATc1 NM_006162 GGTCTTCGGGAGAGGAGAAA 
TGACGTTGGAGGATGCATAG 
 

hIL-34 NM_152456 GTGCTTAGGCCTCTGTGGAC 
GCCAAGGAAGATCCCAAGATA 
 

hM-CSF NM_172212.2 GTTTGTAGACCAGGAACAGTTGAA 
CGCATGGTGTCCTCCATTAT 
 

hc-fms NM_005211.3 CTGCATTTGCCCAAAGA 
CTCCTGAAGGAAGGAGCAGAT 
 

mHprt NM_013556.2 TCCTCCTCAGACCGCTTTT 
CCTGGTTCATCATCGCTAATC 
 

mCyc1 NM_025567.1 TGTGCTACACGGAGGAAGAA 
CATCATCATTAGGGCCATCC 
 

mTRAP (Acp5) NM_007388 CGTCTCTGCACAGATTGCAT 
AAGCGCAAACGGTAGTAAGG 
 

mCtsk NM_007802.2 GGAGGCGGCTATATGACCA 
GGCGTTATACATACAACTTTCATCC 
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into the Macrophage Lineage: Key Role of Serine727

Phosphorylation of Signal Transducer and Activator of
Transcription 3
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Osteoclasts are bone-resorptive cells that differentiate from
hematopoietic precursors upon receptor activator of nuclear
factor �B ligand (RANKL) activation. Previous studies dem-
onstrated that IL-6 indirectly stimulates osteoclastogenesis
through the production of RANKL by osteoblasts. However,
few data described the direct effect of IL-6 on osteoclasts. To
investigate this effect, we used several models: murine
RAW264.7 cells, mouse bone marrow, and human blood mono-
cytes. In the three models used, the addition of IL-6 inhibited
RANKL-induced osteoclastogenesis. Furthermore, IL-6 de-
creased the expression of osteoclast markers and up-modu-
lated macrophage markers. To elucidate this inhibition, sig-
nal transducer and activator of transcription (STAT) 3, the
main signaling molecule activated by IL-6, was analyzed. Ad-

dition of two STAT3 inhibitors completely abolished RANKL-
induced osteoclastogenesis, revealing a key role of STAT3. We
demonstrated that a basal level of phosphorylated-STAT3 on
Serine727 associated with an absence of phosphorylation on
Tyrosine705 is essential for osteoclastogenesis. Furthermore, a
decrease of Serine727 phosphorylation led to an inhibition of
osteoclast differentiation, whereas an increase of Tyrosine705

phosphorylation upon IL-6 stimulation led to the formation of
macrophages instead of osteoclasts. In conclusion, we showed
for the first time that IL-6 inhibits RANKL-induced osteoclas-
togenesis by diverting cells into the macrophage lineage, and
demonstrated the functional role of activated-STAT3 and its
form of phosphorylation in the control of osteoclastogenesis.
(Endocrinology 149: 3688–3697, 2008)

BONE REMODELING depends on osteoblast and oste-
oclast cells. Osteoblasts are responsible for bone ap-

position, whereas osteoclasts are specialized in bone resorp-
tion. Osteoclasts are multinucleated cells that differentiate
from hematopoietic precursors localized in bone marrow
and are closely related to macrophages (1, 2). Osteoclastic
precursors differentiate into mature osteoclasts thanks to a
tight interaction with osteoblastic/stromal cells: cell to cell
interactions are necessary as well as the production of factors
by osteoblasts (3–6). The receptor activator of nuclear factor
�B ligand (RANKL), also called osteoprotegerin ligand, TNF-
related activation-induced cytokine, or differentiation factor,
is a key factor during osteoclastogenesis (7–12). RANKL

binds to its receptor, receptor activator of nuclear factor �B
(RANK) present at the cell surface of osteoclast precursors
and consequently activates different signal transduction
pathways, leading to the formation and maturation of oste-
oclasts (13, 14). The binding of RANKL to RANK activates
TNF receptor-associated factor adaptator proteins, particu-
larly TNF receptor-associated factor 6, which in turn targets
different proteins such as MAPKs, including ERK, p38, and
c-Jun N-terminal kinase, and transcription factors such as
nuclear factor-�B (NF-�B) or nuclear factor of activated T
cells (6, 13, 15, 16). The phosphatidylinositol 3-kinase is also
involved in osteoclastogenesis (17) as well as in the function
of bone resorption of mature osteoclasts (18, 19).

IL-6 belongs to the gp130 family, which is composed of
IL-6, IL-11, oncostatin M, leukemia inhibitory factor, car-
diotrophin-1, and novel neurotrophin-1/B-cell stimulatory
factor-3 (20, 21). They are pleiotropic cytokines, sharing the
glycoprotein chain gp130 as a common signal transducer (20,
22, 23). The binding of IL-6 to its receptor leads to the acti-
vation of two main signal transduction pathways: the Janus
kinase/signal transducer and activator of transcription
(STAT) and the MAPK pathways. Activation of phosphati-
dylinositol 3-kinase after IL-6 stimulation has also been dem-
onstrated in multiple myeloma cells for example (24). In
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pathologies associated with bone loss, such as postmeno-
pausal osteoporosis (25, 26), Paget’s disease (27), multiple
myeloma (28), rheumatoid arthritis (29), and hyperparathy-
roidism (30), elevation of IL-6 expression and secretion has
been demonstrated (31). In bone microenvironment, IL-6
produced by stromal cells and osteoblasts but not by oste-
oclasts (32) has stimulated osteoclastogenesis. Indeed, IL-6 in
association with its soluble receptor (soluble receptor IL-6)
has been a good stimulator of bone resorption in a model of
neonatal mouse calvaria (33) or in a model of mouse bone
marrow cells in coculture with osteoblastic or stromal cells
(34). However, this activity appears mainly due to the pro-
duction of RANKL by osteoblastic cells, which in turn stim-
ulates the differentiation of osteoclast precursors into oste-
oclasts, and, thus, induces their maturation and functions
(33). Therefore, the effect of IL-6 on osteoclastogenesis can be
defined as indirect through the production of RANKL by
osteoblasts. However, the direct effect of IL-6 on osteoclas-
togenesis has never been described. The present study pro-
vides strong evidence that IL-6 directly inhibits RANKL-
induced osteoclastogenesis in three models using only pre-
osteoclastic cells in the absence of osteoblastic or stromal
cells: the murine cell line RAW 264.7, mouse bone marrow
cells, and human CD14� monocytes isolated from peripheral
blood. Furthermore, we demonstrate the implication of
STAT3 and its various phosphorylation forms during
osteoclastogenesis.

Materials and Methods

Cell culture and osteoclast differentiation assays

Murine RAW 264.7 monocytic cells (American Type Culture Collec-
tion, Promochem, Molsheim, France) were cultured in phenol red-free
�-MEM (Invitrogen, Eragny, France) supplemented with 10% fetal calf
serum (FCS) (Perbio, Logan, UT), and 1% nonessential amino acids
(Invitrogen). To induce osteoclast formation, RAW 264.7 cells were
scraped and put back at 37 C for 2 min to allow adherence of the more
differentiated cells. Nonadherent cells were then seeded in fresh me-
dium at 3 � 103 or 10 � 103 cells in 96- or 24-well plates. After 2 h,
recombinant human RANKL, kindly provided by Amgen Inc. (Thou-
sand Oaks, CA), and recombinant human IL (hIL)-6 (R&D Systems,
Abington, UK) were added at the concentration of 100 ng/ml (otherwise
as noted in the figure legends). In some experiments, specific inhibitors
of STAT3 (AG490 and STAT3 inhibitor peptide) or of the MAPK ERK1/2
(UO126) (Calbiochem, Fontenay sous Bois, France) were added at 5 and
100 �m, respectively. In some experiments, RAW 264.7 cells were pre-
treated with 100 ng/ml hIL-6 before induction of osteoclast differenti-
ation. Multinucleated cells were counted under a light microscope [Leica
DM IRB (Leica Microsystems GmbH, Wetzlar, Germany), Olympus D70
camera (Hamburg, Germany), and Olympus DP controller/manager
analysis software] after May Grünwald/Giemsa (MGG) staining (Sigma,
Saint Quentin-Fallavier, France) or tartrate-resistant acid phosphatase
(TRAP) staining (Leukocyte Acid Phosphatase Assay kit; Sigma). All
experiments were performed in triplicate at least three times.

Differentiation of mouse bone marrow cells into osteoclasts

Bone marrow cells were obtained by flushing femur and tibiae from
4-wk-old C57BL6 male mice. Total bone marrow cells were seeded in a
150-mm culture-treated petri dish in �-MEM containing 10% fetal calf
serum and 1% penicillin/streptomycin. After 2 h, nonadherent cells
were transferred in a new 150-mm petri dish for 18 h. After this second
adherence, nonadherent cells were transferred in a nontreated petri dish
in �-MEM containing 10% fetal calf serum, 1% penicillin/streptomycin,
and 30 ng/ml mouse macrophage colony-stimulating factor (M-CSF).
After 3 d, cells were detached by trypsin-EDTA treatment for 10 min, and
then seeded at 350 � 103 cells per well in 24-well plates in the presence

of 10 ng/ml mouse M-CSF, with or without 100 ng/ml human RANKL
(hRANKL) and 100 ng/ml hIL-6. Medium was changed every 4 d. TRAP
staining was performed after 20-d culture. All experiments were per-
formed in triplicate at least three times.

Differentiation of human CD14� cells into osteoclasts

Human peripheral blood mononuclear cells were isolated by cen-
trifugation over Ficoll gradient (Sigma Chemicals Co., St. Louis, MO).
CD14� cells were magnetically labeled with CD14 Microbeads and
positively selected by MACS technology (Miltenyi Biotec, Bergisch
Gladbach, Germany). CD14� cells were seeded in 24-well plates (250 �

103 cells per well) in �-MEM containing 10% FCS and 25 ng/ml human
M-CSF. After 3-d culture, medium was changed with fresh medium
containing 10% FCS, 25 ng/ml human M-CSF, with or without 100
ng/ml hRANKL, and with or without 100 ng/ml hIL-6. Thereafter,
medium was changed every 4 d. The formation of osteoclasts occurred
around 12-d culture and was observed by TRAP staining.

RNA isolation and real-time PCR

Total RNA was extracted using TRIzol reagent (Invitrogen). First-
strand cDNA was synthesized at 37 C for 1 h from 5 �g total RNA in
a 50 �l mixture containing RT buffer, 0.5 �g Random Primers, 0.5 mm

deoxynucleotide triphosphate mix, 20 U Rnasout, and 400 U Moloney
murine leukemia virus-reverse transcriptase (all from Invitrogen). Se-
quences of primers used for real-time PCR are listed in Table 1. The
real-time PCR contained, in a final volume of 10 �l, 10 ng reverse-
transcribed total RNA, 300 nm of the forward and reverse primers, and
5 �l 2� SYBR green buffer (Bio-Rad, Marnes-la-Coquette, France). PCRs
were performed in triplicate in 96-well plates, using the Chromo4 Sys-
tem (Bio-Rad). Mus musculus hypoxanthine guanine phosphoribosyl
transferase 1 and cytochrome c-1 were used as an invariant control.
Analysis was performed using the Vandesompele method (35).

Western blot analysis

RAW 264.7 and CD14� cells were cultured in the presence or not of
100 �m AG490 for 4 h at 37 C, and then stimulated with 25 ng/ml hIL-6
for 15 min. Extractions of cytoplasmic and nuclear proteins were per-
formed with the NE-PER nuclear and cytoplasmic extraction kit from
Pierce (Rockford, IL) according to the manufacturer’s instructions. Pro-
tein concentrations were determined with the BCA protein assay
(Sigma). Proteins were run on 10% SDS-PAGE and transferred to Im-
mobilon-P membrane (Millipore, Bedford, MA). The membrane was
blotted with antibodies to actin, phospho-STAT3 Tyr705 and phospho-
STAT3 Ser727 (Cell Signaling Technologies, Beverly, MA), in PBS, 0.05%
Tween 20, 3% BSA, washed, and probed with the secondary antibody
coupled to horseradish peroxidase. The labeled proteins were detected
using ECL reagent (Roche, Mannheim, Germany) according to the man-
ufacturer’s recommendations. Bands on Western blots were visualized
using a CCD camera (Syngene G-Box; Syngene, Cambridge, UK), and

TABLE 1. Oligonucleotide primers used for real-time PCR

Gene Accession no. Primers sequence (5�–3�)

Hprt NM_013556.2 TCCTCCTCAGACCGCTTTT

CCTGGTTCATCATCGCTAATC

Cyc1 NM_025567.1 TGTGCTACACGGAGGAAGAA

CATCATCATTAGGGCCATCC

TRAP (Acp5) NM_007388 CGTCTCTGCACAGATTGCAT

AAGCGCAAACGGTAGTAAGG

CTR NM_007588 GAAGATGAGGTTCCTTCTCGTG

GATCAAGGCCGGAGTCAGTG

Ctsk NM_007802.2 GGAGGCGGCTATATGACCA

GGCGTTATACATACAACTTTCATCC

RANK NM_057149.1 AGACACAGAAGCACTACCTGACTC

GGCCCCACAATGTGTTGTA

Emr1 NM_010130 TCCTCCTTGCCTGGACACT

GCCTTGAAGGTCAGCAACC

CD11b NM_008401 GGCACGCAGACAGGAAGT

CCCAGCAAGGGACCATTA
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quantification of band densities was obtained using the Syngene Gene-
Tool software. Experiments were performed four times for RAW 264.7
cells and twice for CD14� cells.

Luciferase activity

RAW 264.7 cells were cotransfected using lipofectamine 2000 reagent
(Invitrogen) with pSiemLuc vectors expressing a Firefly luciferase re-
porter gene containing three copies of a STAT3 consensus binding site
linked to a minimal thymidine kinase promoter (kindly provided by Dr.
H. Gascan, Institut National de la Santé et de la Recherche Médicale
Unité Mixte de Recherche 564, Angers, France) (36) and pRL-CMV as an
internal control of transfection. pSiemLuc is a plasmid demonstrating
STAT3 activity, and pZTK plasmid is the corresponding empty control
vector. Luciferase activity was determined using the Dual Luciferase
Reporter Assay system kit from Promega (Charbonnières, France) ac-
cording to the manufacturer’s recommendations. Experiments were per-
formed three times.

Flow cytometry

At the end of the differentiation culture, RAW 264.7 cells were har-
vested with 0.02% EDTA, incubated with mouse seroblock to eliminate
nonspecific binding, then incubated at 4 C for 30 min with different
antibodies against macrophage specific markers [PE-CD11b (Mac-1),
PE-F4/80, and mouse seroblock all from Serotec Ltd., Oxford, UK] in
PBS containing 1% BSA, and then washed and fixed in PBS 1% form-
aldehyde. Irrelevant isotype-matched antibodies were used to deter-
mine levels of nonspecific binding. Flow cytometry analysis was per-
formed on a FACScan using CELLQuest software (both from BD,
Franklin Lakes, NJ). The experiment was performed at least three times.

Statistical analysis

The mean � sd was calculated for all conditions and compared by
ANOVA, with the Bonferroni multiple comparisons test as a post hoc test.
Differences relative to a probability of two-tailed P � 0.05 were con-
sidered significant.

Results

IL-6 inhibits osteoclastogenesis on RAW 264.7 cells

To investigate the direct role of IL-6 on osteoclast differ-
entiation, we examined the effect of IL-6 on RANKL-induced
osteoclast formation from murine RAW 264.7 cells. RAW
264.7 cells were cultured for 5 d in the presence of 100 ng/ml
hRANKL with or without 100 ng/ml hIL-6. After 4-d culture
in the presence of hRANKL, a large number of multinucle-
ated osteoclast-like cells (more than three nuclei) can be
observed (Fig. 1A). Interestingly, although IL-6 alone had no
effect on osteoclast differentiation of RAW 264.7 cells, 100
ng/ml hIL-6 added during the culture strongly inhibited the
hRANKL-dependent osteoclast formation, and only a few
and very small multinucleated cells persisted. Thus, the ad-
dition of IL-6 inhibited RANKL-induced osteoclast differen-
tiation of RAW 264.7 cells in a dose-dependent manner (no
inhibition at 1 ng/ml, 38% inhibition at 10 ng/ml and 81%
inhibition at 100 ng/ml compared with the control without
cytokine, P � 0.05) (Fig. 1B). Furthermore, IL-6 acted during
the earliest steps of osteoclastic differentiation. Indeed, when
IL-6 was added at d 1 of the experiment, RANKL-induced
osteoclastogenesis was totally abolished, but if IL-6 was
added at d 2 or 3, IL-6 had no effect on RANKL-induced
osteoclastogenesis (Fig. 2A). To determine whether the in-
hibition of osteoclastogenesis induced by IL-6 was reversible
or not, RAW 264.7 cells were cultured during 3 d with or
without 100 ng/ml hIL-6 before adding hRANKL for 5 d with

or without hIL-6. As shown in Fig. 2B, the effect induced by
hIL-6 was irreversible. Indeed, after being exposed for 3 d to
hIL-6, RAW 264.7 cells were unable to differentiate into os-
teoclasts upon hRANKL activation. Interestingly, a new cell
morphology appeared when RAW 264.7 cells were cultured
for 5 d with hIL-6, and this became evident after 3 more days
of culture (Fig. 2B). Indeed, the new large cells (black arrows)
are characterized by a dense central zone containing nucleus
and a poorly stained peripheral cytoplasm possessing nu-
merous vacuoles. These cells also possessed numerous fine
and dense filopodia. The cytological aspect of these cells is
totally different from the multinucleated osteoclasts, and
their size is smaller than osteoclasts. Thus, we hypothesized
that these cells are macrophages, and we investigated this
possibility.

IL-6 differentially modulates osteoclast and macrophage

markers on RAW 264.7 cells

We next investigated the mRNA expression profile of
some osteoclast and macrophage markers in RAW 264.7 cells
cultured in the presence of 100 ng/ml hRANKL with or
without 100 ng/ml hIL-6. Four specific osteoclast markers
[TRAP, RANK, calcitonin receptor (CTR), and cathepsin K
(Ctsk)] and two macrophage markers (Emr1 and CD11b)
were analyzed by real-time PCR (Fig. 3A). As expected,
hRANKL significantly increased osteoclastic markers: 11
times for TRAP, 24 times for CTR, and seven times for Ctsk.

Medium hRANKL 100 ng/ml

hRANKL 100 ng/ml 

+ IL6 100 ng/ml

IL6 100 ng/ml

A

B

0

50

100

150

200

250

o
st

eo
cl

a
st

s 
/ 

w
el

l

hRANKL - +        +        +        +         +       +        +

100 ng/ml 

IL6 ng/ml   - 0       0.1      1        10       25      50     100    

***

*** ***
***

FIG. 1. IL-6 inhibits RANKL-induced osteoclastogenesis on RAW
264.7 cells. A, MGG staining of RAW 264.7 cells. RAW 264.7 cells were
cultured for 5 d in the presence or not of 100 ng/ml hRANKL with or
without 100 ng/ml hIL-6 (original magnification, �100). B, Dose re-
sponse of hIL-6 activity (0–100 ng/ml) in the presence of 100 ng/ml
hRANKL to induce osteoclastogenesis. RAW 264.7 cells were stained
with MGG, and multinucleated cells (more than three nuclei) were
counted under a light microscope. Results are expressed as the num-
ber of multinucleated cells per well. Each value represents the mean
(�SD) of multinucleated cells per well of a triplicate. All experiments
were performed independently three times in triplicate. ***, P � 0.001
compared with hRANKL conditions.
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Moreover, the results clearly showed that hIL-6, even in the
presence of hRANKL, strongly abolished the mRNA expres-
sion of the four osteoclastic markers studied. We next eval-
uated the mRNA expression of macrophagic markers such as
CD11b and Emr1. RAW 264.7 cells expressed a basal level of
these two markers, which were decreased during hRANKL-
induced osteoclast differentiation. When hIL-6 was present
in the culture medium, the mRNA expression of both mac-
rophagic markers increased, even in the presence of
hRANKL, confirming the hypothesis that hIL-6 induced a
macrophage phenotype instead of an osteoclastic one.

Flow cytometry analysis was performed to confirm the
phenotype of the RAW 264.7 cells cultured in the presence
of hIL-6 and/or hRANKL (Fig. 3B). First experiments
showed, after treatment with hIL-6, a very strong non-
specific background with the IgG2-PE isotype control. We
observed that this high background was due to the pres-
ence of Fc-receptors CD16:CD32, induced at the RAW
264.7 cell surface by hIL-6 (data not shown). High expres-
sion of Fc-receptors is well known on macrophages, which
is thus a first argument in favor of a macrophage differ-
entiation induced by IL-6. To abolish the background as-
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sociated with Fc-receptor expression, next experiments
were performed with mouse seroblock reagent (anti-
CD16:CD32 antibody) before incubation with specific an-
tibodies. As shown in Fig. 3B, after 5-d culture, CD11b was
increased with hIL-6 (with or without hRANKL), confirm-
ing our hypothesis. Because no significant effect was ob-
served on F4/80 antigen (encoded by Emr1) after 5 d, we
continued the culture of RAW 264.7 cells for 6 more days.
At the end of this longer culture period, F4/80 expression
was significantly increased at the cell surface of RAW 264.7
cells cultured in the presence of hIL-6 (with or without
hRANKL). On the contrary, RANKL strongly down mod-
ulated F4/80 expression. Furthermore, TRAP staining per-
formed at the end of these 11-d cultures showed that these
cells remained in a TRAP negative state (data not shown).
The up-regulation of CD16:CD32 and CD11b, and a bit
later of F4/80 by hIL-6 confirmed the commitment of RAW
264.7 cells into the macrophage lineage. These results dem-
onstrated that the inhibitory effect of hIL-6 on RANKL-
induced osteoclastogenesis was due to the differentiation
of RAW 264.7 into macrophages and not to a blockade into
osteoclast precursors.

Recently, it has been shown that MafB, a protein of the Maf
family selectively expressed in monocytes and macrophages,
negatively regulates RANKL-induced osteoclastogenesis by
down-regulation of nuclear factor of activated T-cell c1 and
osteoclast-associated receptor, and induces macrophage dif-
ferentiation (37). Thus, we hypothesized that IL-6 could up-
regulate MafB in RAW 264.7 cells and then could divert cells
to the macrophage lineage instead of the osteoclast one.
However, no modulation of MafB was detected in our study
(data not shown).

Serine727-phosphorylated STAT3 is mandatory for

osteoclastogenesis

To understand further the mechanism of action of hIL-6,
we focused our investigations on the STAT-3 transcription
factor and MAPK, the two main signal transduction path-
ways induced by IL-6. UO126, a specific inhibitor of MAPK
ERK1/2, did not reverse the inhibitory effect of IL-6 on
hRANKL-induced osteoclastogenesis, but, as previously
shown by Hotokezaka et al. (38), UO126 significantly in-
creased RANKL-induced osteoclastogenesis (data not
shown). Two specific inhibitors of STAT3, AG490 and a
STAT3-inhibitor peptide, were used to determine the in-
volvement of the STAT3 signaling pathway in the IL-6 effects
on osteoclastogenesis. At the concentrations used, cells grew
normally, and no toxicity was observed with these inhibitors
(data not shown). As shown in Fig. 4, A and B, STAT3
inhibitors did not reverse the inhibitory effect of hIL6 on
hRANKL-induced osteoclastogenesis of RAW 264.7 cells.
However, an unexpected result showed that in the presence
of hRANKL and STAT3 inhibitors, the osteoclastogenesis
was completely blocked, indicating for the first time the
essential role played by STAT3 during osteoclastogenesis
induced by RANKL. Because STAT3 is not activated by
hRANKL (data not shown), the constitutively activated
phosphorylated forms of STAT3 were analyzed by Western
blots. Even if nuclear import is independent of phosphory-
lation, Tyrosine705 phosphorylation is necessary for STAT3
activation, inducing STAT3 to dimerize, translocate to the
nucleus, bind to DNA, and induce specific gene transcription
(39, 40). Constitutive phosphorylation of Tyrosine705 STAT3
was not detected in RAW 264.7 cells in cytoplasmic or nu-
clear fractions, but as expected, hIL-6 treatment of RAW 264.7
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cells for 15 min induced a strong activation of phospho-
Tyrosine705 STAT3 in both cytoplasmic and nuclear fractions
(Fig. 4C). In contrast, phospho-Serine727 was detected at a
basal level in unstimulated cells, and the up-regulation after
IL-6 treatment was mainly observed in the nuclear fraction
of these cells. Furthermore, we estimated the level of endog-
enous active STAT3 using a luciferase reporter gene con-
taining three copies of a STAT3 consensus binding site linked
to a minimal thymidine kinase promoter. In these conditions,
luciferase activity correlated with active STAT3. As shown in
Fig. 4C, RAW 264.7 cells expressed a basal level of endog-
enous active STAT3. Although this experiment could not
reveal which form of STAT3 was active, it evidenced that this
activity was associated with phospho-Serine727 STAT3. The
addition of 100 �m AG490 for 4 h inhibited the IL-6 induced
STAT3-Tyrosine705 and Serine727 phosphorylations, as well
as the basal level of phospho-Serine727 in the control condi-
tion without hIL-6 (Fig. 4C). These observations evidenced
that a sufficient level of constitutive activation of STAT3 by
phosphorylation on Serine727 is mandatory to generate os-
teoclasts because the presence of AG490 inhibited osteoclas-
togenesis (Fig. 4A) by reducing the level of Serine727 phos-
phorylated STAT3 (Fig. 4C).

Furthermore, we checked NF-�B signaling in cells pre-
treated with IL-6: cells were treated or not with hIL-6 for 3 d
before hRANKL stimulation (100 ng/ml, 20 min). As ex-
pected, hRANKL induced the phosphorylation of p65 and
p105 in control conditions. When hIL-6 was present for 3 d
before hRANKL stimulation, the induction of phosphoryla-
tion of p105 and p65 still remained, with the same intensity
observed upon hRANKL stimulation. Therefore, hIL-6 does
not modulate hRANKL induced-NF-�B signaling (data not
shown).

IL-6 inhibits RANKL-induced osteoclastogenesis of mouse

bone marrow cells and human CD14� monocytes

To confirm the inhibitory effect of IL-6 on osteoclastogen-
esis, similar experiments were performed using two other
models of osteoclast generation: mouse bone marrow cells
and human CD14� monocytes isolated from peripheral
blood cultured in the presence of M-CSF and RANKL. In-
deed, after 20 d, 234 � 59 TRAP-positive multinucleated cells
were generated from mouse bone marrow cells cultured in
the presence of M-CSF and hRANKL, whereas only 40 � 8
TRAP-positive multinucleated cells were formed in the pres-
ence of hIL-6 (Fig. 5). This result is in agreement with the
results obtained on the RAW 264.7 cell model and confirms
the inhibitory effect of hIL6 on RANKL-induced osteoclas-
togenesis. Similar results were obtained using purified hu-
man CD14� monocytes (Fig. 6). Indeed, in the presence of
hRANKL, 275 � 20 osteoclasts were counted, whereas the
number of TRAP positive multinucleated cells was reduced
by 87% in the presence of hIL-6 (Fig. 6, A and B). The in-
volvement of Serine727-phosphorylated STAT3 in osteoclas-
togenesis was confirmed in these models. Indeed, in control
condition, a basal level of STAT3 phosphorylated on
Serine727 can be observed in human CD14� monocytes,
whereas no phosphorylation on Tyrosine705 was detected.
IL-6 stimulated both Serine727 and Tyrosine705 phosphory-

lations, and this effect was decreased in the presence of
AG490 (Fig. 6C).

Discussion

IL-6 is enhanced in pathological situations of bone loss,
such as multiple myeloma (41), Paget’s disease (27), peri-
odontal disease (42), hyperparathyroidism (30), and rheu-
matoid arthritis (29). For this reason the role of IL-6 has often
been studied in vitro using different models of coculture of
osteoblast and osteoclast progenitors. These studies have
reported a pro-osteoclastic activity of IL-6 (33, 34) with a
direct effect of this cytokine on osteoblasts inducing the pro-
duction of RANKL, which in turn activates the differentia-
tion of osteoclast progenitors into osteoclasts. However, the
influence of IL-6 on osteoclastogenesis remains disputed
(43). Indeed, Kudo et al. (44) showed that IL-6 alone induced
osteoclastogenesis from human CD14� monocytes in the ab-
sence of RANKL, results in favor of a pro-resorption activity
of IL-6. Their results are in accordance with those of Gao et
al. (45), who revealed the expression of IL-6 receptors on
osteoclast progenitors and mature osteoclasts. Similarly, De
Benedetti et al. (46) reported that IL-6 overexpression in pre-
pubertal mice causes an increased osteoclastogenesis, lead-
ing to an accelerated bone resorption. On the contrary, Kita-
mura et al. (47) generated transgenic mice overexpressing
hIL-6, which presented a decrease in osteoclast number and
bone resorption measured by histomorphometry. The dif-
ference observed in these two studies had already been dis-
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FIG. 5. IL-6 inhibits hRANKL-induced osteoclastogenesis from
mouse bone marrow cells. Mouse bone marrow cells were cultured for
20 d in the presence or the absence of 100 ng/ml hRANKL with or
without 100 ng/ml IL-6. TRAP staining was performed (A), and
TRAP� multinucleated cells were counted (B) under a light micro-
scope. Results are expressed as number of TRAP� multinucleated
cells (more than three nuclei) per well. Each value represents the
mean (�SD) of osteoclast per well of a triplicate experiment. Exper-
iments were performed independently at least three times (original
magnification, �100).
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cussed by De Benedetti et al. (46), who suggested that the
impact of IL-6 on osteoclasts may depend on the age of the
animal. Indeed, De Benedetti et al. (46) studied prepubertal
mice, whereas Kitamura et al. (47) studied adult mice. This
phenomenon relative to the development of the animal had
been observed by Hoshino et al. (48) in a model of collagen-
induced arthritis in rats. Adult rats showed a decrease in
bone resorption due to a decrease in osteoclastogenesis,
whereas prepubertal rats displayed an increase of bone re-
sorption and an increased number of osteoclasts. In the
present study, we have explored the direct effect of IL-6 on
osteoclast progenitors obtained from three different models
(RAW 264.7 cell line, mouse bone marrow cells, and human
CD14� monocytes), and demonstrated in these three models
that IL-6 targeted osteoclast precursors and inhibited
RANKL-induced osteoclastogenesis, diverting them into the
macrophage lineage. Similarly, Flanagan et al. (49) demon-
strated that IL-6 failed to induce bone resorption in contrast
to vitamin D3. These apparent discrepancies could be ex-
plained by the model of osteoclastogenesis and especially the
experimental conditions used (serum, medium, etc.), and by
the potential interaction of IL-6 signaling with Ca2� sensing
(50). Indeed, Ca2� levels strongly affect osteoclastogenesis,
and modulate the expression of IL-6 and IL6 receptors. Such
an autocrine-paracrine loop may affect osteoclastic activity in
the face of Ca2� level generated locally during resorption and
present in the serum and culture medium. A dual function
of IL-6 cannot be excluded depending on the biological mi-
croenvironment (ions, cytokines, etc.). IL-6 may be consid-
ered as a pro-resorption factor as well as a protector of bone.
Indeed, high IL-6 concentration produced during osteolytic
pathologies may reflect a protective mechanism of the skel-
eton to compensate increased bone resorption especially in-
duced by RANKL. IL-6 may then be produced to counter-
balance the high RANKL concentrations produced in bone

microenvironment. Such a protective mechanism has been
envisaged for osteoprotegerin in osteoporosis (51).

The transcription factor STAT3 and the SHP2/ras/MAPK
pathway are the two main signaling pathways activated by
IL-6. Their implications during osteoclastogenesis have been
proven directly in osteoclasts and indirectly through the
production of RANKL by osteoblast cells. Indeed, STAT3 is
activated in osteoblasts or stromal cells upon IL-6 stimula-
tion, and it leads to the production of RANKL for induction
of osteoclastogenesis (52). In osteoclasts, the role of STAT3 is
controversial. Kim et al. (53) demonstrated that an inhibitor
of STAT3 (PIAS3) completely abolished osteoclastogenesis,
whereas other studies showed an increased number of os-
teoclasts generated from STAT3 deficient osteoclast precur-
sors (54). Furthermore, Sims et al. (55) used knock-in gp130
mutant mice unable to elicit either gp130-dependent
STAT1/3 or SHP2/ras/MAPK activation and suggested that
MAPK activation in osteoclasts inhibits osteoclastogenesis,
whereas STAT3 in osteoblasts increases osteoclastogenesis
through the production of RANKL. Some recent studies in-
directly demonstrated the importance of STAT3 in bone
physiology. Indeed, STAT3 mutations in its DNA-binding
domain cause hyper-IgE syndrome, which is associated with
skeletal/dental abnormalities, bone fragility due to increased
bone resorption and decreased mineralization (56–58).

In the present study, we confirm the inhibitory role of the
MAPK ERK1/2 during hRANKL-induced osteoclastogen-
esis (38), but we did not confirm the implication of the gp130-
SHP2/ras/MAPK pathway in the inhibitory role of IL-6 in
osteoclast differentiation. In contrast, the key role of STAT3
and its various forms of phosphorylation were evidenced in
osteoclast precursors. Indeed, inhibition of STAT3 by AG490
or STAT3 inhibitor peptide totally prevented hRANKL-in-
duced osteoclastogenesis. Osteoclast precursors express a
basal level of Serine727-phosphorylated STAT3 at both cyto-
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plasmic and nuclear localization, this form being active as
revealed by luciferase assay. This result is in agreement with
the work of Liu et al. (59), which demonstrated in a macro-
phage cell line a basal level of Serine727 phosphorylation
without any detection of Tyrosine705 phosphorylation. Fur-
thermore, we showed that Tyrosine705 phosphorylation,
which is undetectable at the basal level but enhanced after
IL-6 stimulation, prevailed over the activation of Serine727

phosphorylation, inducing differentiation of RAW 264.7 cells
into macrophages and, thus, inhibiting RANKL-induced os-
teoclastogenesis. Thus, our study indicates that Tyrosine705-
phosphorylated STAT3 is involved in the inhibition of os-
teoclastogenesis by IL-6, whereas a basal level of Serine727-
phosphorylated STAT3 is mandatory to support
osteoclastogenesis (Fig. 7).

The role of Serine727 phosphorylation remains unclear. It
is generally suggested that Serine727 phosphorylation of
STAT3, and even other STATs such as STAT1, is required to
achieve a complete and maximal transcriptional activity of
STATs (60, 61). However, some transcriptional activity of
STAT3 only phosphorylated on Serine727 has also been dem-
onstrated (62, 63). Chung et al. (64) had suggested that phos-
phorylation of STAT3 on Tyrosine705 or Serine727 can be two
independent phenomena, which can be induced and regu-
lated independently. This group and others proposed an
inhibitory effect of Serine727 phosphorylation on Tyrosine705

phosphorylation (64, 65). Thus, even if Tyrosine705 phos-
phorylation of STAT3 has always been suggested as required
for STAT3 activation, some studies agree to give more im-
portance to Serine727 phosphorylation. For example,
Serine727 phosphorylation mediates the expression of Mcl1 in
macrophages (59) or induces transcriptional activity upon
nerve growth factor stimulation on PC12 cells (66).

Interconnections between NF-�B, usually activated by the
TNF superfamily cytokines, including RANKL, and STAT3
mostly activated by the gp130 cytokine family have been
recently evidenced (67). These authors demonstrated the

constitution of a novel transcription factor complex, formed
by the unphosphorylated form of STAT3 bound to unphos-
phorylated NF-�B, a complex able to compete with inhibitor
�B. The complex unphosphorylated STAT3-NF-kB accumu-
lates in the nucleus and activates specific genes. Further-
more, they evidenced a feedback loop in which IL-6 induces
the phosphorylation of STAT3 leading, in a second step, to
an increase of unphosphorylated STAT3 interacting with
NF-�B. A similar mechanism may be hypothesized to explain
the cross talk between IL-6 and RANKL (68), especially the
inhibitory effect of IL-6 on RANKL-induced osteoclastogen-
esis. In our present data, IL-6 inhibits RANKL-induced os-
teoclastogenesis, revealing a functional cross talk between
IL-6 and RANKL.

In conclusion, the present work reveals a key role of STAT3
Serine727 phosphorylation during osteoclastogenesis, and al-
lows clarifying the balance between MAPK ERK1/2 and
STAT3 in the bone biology. Thus, our data suggest a dual role
of STAT3 depending on the cells (osteoblast or osteoclast)
and its phosphorylation form. Indeed, STAT3 in osteoblasts
is a pro-osteoclastic molecule inducing the production of
RANKL (55). In osteoclasts, STAT3 phosphorylated on
Serine727 is also a pro-osteoclastic molecule, but as soon as
STAT3 phosphorylated on Tyrosine705 becomes in excess of
STAT3 phosphorylated on Serine727 (e.g. after IL-6 stimula-
tion), STAT3 becomes an antiosteoclastic molecule. Here, we
also evidenced a dual role of IL-6 depending on its target cell.
On osteoblast, IL-6 is a pro-resorptive cytokine, whereas on
osteoclast, IL-6 is an antiresorptive cytokine. Further inves-
tigations are needed to clarify the involvement of STAT3,
NF-�B, and MAPK ERK1/2 interrelations in osteoclast dif-
ferentiation to better define novel therapeutic strategies of
osteolytic disorders. In pathologies associated with bone
loss, such as postmenopausal osteoporosis, Paget’s disease,
multiple myeloma, rheumatoid arthritis, and hyperparathy-
roidism, elevation of IL-6 expression and secretion has been
demonstrated, and clinical trials using neutralizing IL-6 an-
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FIG. 7. Schematic representation of the implication
of STAT3 during osteoclast or macrophage differen-
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pool of Serine (Ser)727-phosphorylated STAT3 is
present at a sufficient level and is mandatory for the
formation of osteoclast upon RANKL stimulation. In
the presence of AG490, Serine727-phosphorylated
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both Serine727 and Tyrosine (Tyr)705 are phosphor-
ylated, but Tyrosine705 phosphorylation prevailed
against Serine727 phosphorylation and leads to inhi-
bition of osteoclastogenesis and induction of macro-
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tibodies are in progress. In this context a better comprehen-
sion of IL-6 activities on bone cells and its molecular mode
of action are necessary to develop new and more effective
therapies. Our results suggest that better antiresorption treat-
ments could be achieved by targeting more specifically the
deleterious effects of IL-6 on osteoblasts and leaving the
beneficial antiresorptive effects on osteoclasts. This could be
obtained by a specific inhibition of STAT3 in osteoblast, and
not in osteoclast.
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Abstract. 1997 saw the identification of a novel set of
proteins within the tumor necrosis factor (TNF)/TNF
receptor families that are required for the control of
bone remodeling. Therefore, these receptors, receptor
activator of nuclear factor kappa B (RANK), osteo-
protegerin (OPG) and their ligand RANK ligand
(RANKL) became the critical molecular triad con-
trolling osteoclastogenesis and pathophysiologic bone
remodeling. However, the establishment of the cor-
responding knock-out and transgenic mice revealed
unexpected results, most particularly, the involvement
of these factors in the vascular system and immunity.

Thus, the OPG/RANK/RANKL molecular triad
appears to be associated with vascular calcifications
and plays a pivotal function in the development of the
immune system through dendritic cells. OPG/RANK/
RANKL thus constitute a molecular bridge spanning
bone metabolism, vascular biology and immunity.
This review summarizes recent knowledge of OPG/
RANK/RANKL interactions and activities as well as
the current evidence for their participation in os-
teoimmunology and vascular diseases. In fine, the
targeting of the OPG/RANK/RANKL axis as novel
therapeutic approaches will be discussed.

Keywords. RANKL, osteoprotegerin, bone remodeling, osteoclast, osteolysis, osteoimmunology, cardiovas-
cular disease.

Introduction

Genomic and proteomic research over the past decade
has identified a large number of cytokines, growth
factors, transcriptional factors and enzymes control-
ling cell metabolism and/or participating in the
establishment of the molecular network in each cell,
into all tissues and between all organs. Such systems
allow the coordination of cell differentiation during

embryogenesis and coordinated cell activities
throughout life [1], and a molecular cross-talk in
bone between osteoblasts and osteoclasts to maintain
bone mass. Thus, osteoclasts originating from hema-
topoietic multinucleated cells are specialized in calci-
fied matrix resorption [2, 3], whereas osteoblasts
derived from bone marrow mesenchymal stem cells
are responsible for new bone formation [4]. It has
been estimated that around 10% of total bone mass is
renewed per year, participating in calcium and phos-
phorus homeostasis [5]. The communication networks
between osteoclasts and osteoblasts are mainly com-* Corresponding author.
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prised of soluble cytokines and growth factors which
modulate the expression of a wide range of genes
through specific receptors and numerous transcription
factors. However, it has been established that osteo-
blast-osteoclast contacts are required for the differ-
entiation of osteoclast progenitors, thus demonstrat-
ing the pivotal role played by the membrane form of
growth factors [6, 7]. These observations led the
international scientific community to identify the
soluble and membrane factors involved in osteo-
blast-osteoclast interactions.
Parathyroid hormone (PTH) [8], vitamin D3
[1,a(OH)2D3] [9] and calcitonin [10] have been
considered for a long time as the principal regulators
of calcium homeostasis in terrestrial vertebrates.
Similarly, macrophage colony-stimulating factor (M-
CSF) is a critical cytokine involved in osteoclasto-
genesis. M-CSF participates in the proliferation of
osteoclast progenitors, maintaining a pool of progen-
itors in bone marrow, and it cooperates with receptor
activator of nuclear factor kappa B (RANK) ligand
(RANKL) to induce the fusion of osteoclast progen-
itors (pre-osteoclasts) into osteoclasts which will be
secondarily activated into mature osteoclasts by
RANKL (see below) [11, 12]. In contrast, interferons
(IFNs), which play crucial roles in the regulation of a
wide variety of innate and adaptive immune respons-
es, interfere with RANKL-induced osteoclastogenesis
and thus represent a critical mechanism for the
suppression of pathological bone resorption associat-
ed with inflammation [13]. However, recent inves-
tigations in bone biology clearly identified a novel set
of cytokines/cytokine receptors within the tumor
necrosis factor (TNF) family that are required for
the control of bone remodeling [14–18]. These mol-
ecules – RANKL and its receptors RANK and
osteprotegerin (OPG) – appear as the final effectors
of most of the osteotropic factors already identified
[19]. RANKL is considered to be a powerful stim-
ulator of bone resorption, while OPG is a soluble bone
protector. In this context, pathologies characterized
by deregulated bone remodeling are often associated
with an imbalance between OPG and RANKL
[18–21]. Furthermore, recent studies demonstrated
that the OPG/RANK/RANKL molecular triad is also
strongly implicated in the control of immune [22] and
vascular [23] systems. Thus these three molecules
constitute a molecular cross-talk between bone,
vessels and immune cells, providing new strategies
for the prevention and/or treatment of corresponding
diseases.
The present review summarizes recent knowledge
of OPG, RANK and RANKL interactions and roles
in the pathophysiology of bone, vessels and immun-
ity.

RANKL and its receptors OPG and RANK regulate
bone metabolism: prognostic markers and therapeutic
agents

Cytokines and growth factors can exist as different
forms: expressed at the cell membrane, associated
with the extracellular matrix, or in soluble forms,
interacting with their membrane and soluble receptor
to modulate cellular activities. In fine, the effects of a
cytokine result in the balance between its own
activities and the biological influence of its soluble
receptors which act as agonist or antagonist agents. As
the molecular partners OPG/RANK/RANKL thus
include the RANKL cytokine, its membrane or
soluble receptors, respectively RANK and OPG, it is
necessary to take into consideration the potential
duality of both receptors to determine RANKL
activities.

OPG/RANK/RANKL: molecular and functional
characteristics
Osteoclast activities are related to the bone resorption
process in physiological as well as in pathological
conditions. For many years, mesenchymal–derived
stem cells including osteoblasts have been well known
to modulate osteoclast differentiation and bone
degradation [24–26]. However, the major inhibitor
of osteoclastogenesis was only identified in 1997–1998
simultaneously by Tsudas group [27, 28] and Amgen
Company [29]. They respectively named this novel
negative regulator of osteoclast differentiation �os-
teoclatogenesis inhibitory factor� (OCIF) and �osteo-
protegerin.� Its international name according to the
TNF nomenclature is TNFRSF11B. The role of OPG
has been clearly demonstrated by the development of
transgenic and knock-out mice. Indeed, OPG knock-
out mice exhibit a strong decrease in total bone
density and bone volume and suffer from osteoporosis
associated with a high incidence of fractures and
vertebral deformities [30, 31]. Furthermore, this
induced osteoporosis was totally reversed by intra-
venous injection of recombinant OPG [32]. In con-
trast, OPG transgenic mice suffer from a marked
osteopetrosis characterized by a high bone turnover
and an inhibition of osteoclastogenesis [29]. These
data demonstrated that the presence of OPG is
absolutely required to maintain bone mass in physio-
logical situations. In vitro experiments confirmed the
observations in the animal models and provided an
explanation for the phenotype exhibited by the mice.
Immediately after the identification of OPG, both
laboratories identified within the TNF cytokine
family, the ligand which bound OPG with high affinity,
and called this molecular effector OPG ligand
(OPGL) [33, 34]. OPGL was RANKL or the TNF
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ligand superfamily member 11, TNFSF11, already
known for its activity on the immune system. Indeed,
RANKL is considered to be a dendritic cell-stimulat-
ing agent and acts as a survival factor for dendritic cells
and for mature T cells, therefore regulating their
proliferation [35–37]. These activities are associated
with the activation of the nuclear factor kappa B (NF-
kB) transcription factor after the binding of RANKL
to its membrane receptor RANK (TNFRSF11A) [38,
39].
To determine the involvement of RANKL in bone
metabolism, similar approaches based on genetically
modified mice have been used by both research
groups. In contrast to OPG-modified mice, RANKL
transgenic mice exhibit a marked osteoporosis [33]
and mice disrupted for RANKL are strongly osteope-
trotic with a total absence of mature osteoclasts [40,
41]. Furthermore, severe bone loss and hypercalcemia
are the main phenotypic characteristics of mice
treated with recombinant RANKL. Overall, these
data demonstrated that RANKL is a pro-resorptive
factor while OPG is a powerful osteoprotective agent.
In vitro experiments supported in vivo observations.
Indeed, using a primary culture of osteoclast progen-
itors from bone marrow or a precursor cell line such as
the murine monocytic cell line RAW264.7, RANKL
induces osteoclast differentiation whereas OPG abol-
ishes this phenomenon [16, 32–44]. Figure 1a illus-
trates RANKL/OPG activities in the RAW264.7 cells.
After 4 days of culture in the presence of RANKL,
RAW264.7 cells differentiate into large and multi-
nucleated cells expressing osteoclastic markers (calci-
tonin receptor, cathepsin K, TRAP). When the cells
are treated simultaneously with OPG and RANKL,
osteoclast formation is abolished. RANKL is also able
to activate mature osteoclasts, as determined by the
stimulation of MMP and cathepsin K activities and the
bone resorption capability of these cells [43, 44].
RANKL and OPG activities/functions were demon-
strated in the years after their identification (Fig. 1b).
In normal bone, RANKL is preferentially expressed
on committed pre-osteoblastic cells, whereas its
specific receptor RANK is expressed on osteoclast
progenitors. In this system, RANKL is required for
osteoclast differentiation and acts as a survival factor
for osteoclast precursors [15–17]. OPG is a soluble
factor produced by osteoblastic cells, and thus is
considered as a decoy receptor for RANKL as
confirmed by molecular binding experiments [45].
Indeed, OPG blocks the interaction between RANKL
and RANK, inhibits the terminal stage of osteoclastic
differentiation and then inhibits bone resorption
(Figs. 1b, 2a) [15–18]. Furthermore, the inhibitory
effect of OPG on bone resorption can be explained
not only as a decoy receptor function but also as a

modulator of the RANKL half-life [46]. Studies of
OPG/RANKL in the serum of RANKL�/� and
OPG�/� mice are in agreement with a potential role
for OPG in the shedding of RANKL [47]. In turn,
RANKL controls the bioavailability of OPG and its
internalization and degradation [46]. In pathophysio-
logical situations, OPG and RANKL must be consid-
ered as a molecular balance and be evaluated sepa-
rately. OPG and RANKL expression are not restrict-
ed to bone tissue, as both factors can be produced by
numerous cell types. OPG is a soluble factor, pro-
duced by a large number of cells, including immune
cells, endothelial cells and osteoblasts [see review in
ref. 18]. RANKL is expressed on the cell membrane
and is also produced as a soluble factor by the same
cells [40] (Fig. 2a). Three isoforms of RANKL have
been identified in human and rodent, the first encod-
ing a transmembrane form, the second, a soluble
cytokine and the third, a cytoplasmic molecule [48,
49]. The soluble form of RANKL can also be
produced by enzymatic shedding by the metallopro-
tease-disintegrin TNF-alpha convertase (TACE, also
named a disintegrin and metalloproteinase,
ADAM17) [50, 51], ADAM10 [52], ADAM19 [53],
MMP-3 [54], MMP7 [54] and MMP-14 [52]. The exact
function of each RANKL isoform must be clarified,
but the literature clearly revealed the major relevance
of the balance in RANKL-expressing cells between
these three RANKL forms in osteoclastogenesis [55].
The third protagonist of the molecular triad is RANK.
Like OPG and RANKL, transmembrane RANK is
ubiquitously expressed, but in contrast to OPG/
RANKL, it is considered to be an osteoclastic marker
in physiological bone tissue [56] (Fig. 2a). Like the
other members of the TNF receptor superfamily,
RANK assembles into functional trimeric receptors
after binding with RANKL [57]. This trimerization
appears to be required to generate mature and
functional osteoclasts. Indeed, RANK dimerization
allows the formation of multinuclear TRAP-positive
cells but without any osteoclastic markers and unable
to induce pit resorption [57]. Similarly, using X-ray
crystallographic analysis, Ito et al. [58] showed the
ability of the RANKL ectodomain to constitute a
trimer complex [58] and then confirmed that the
formation of a 3:3 RANK-RANKL binary complex is
necessary to generate optimal osteoclastogenesis
(Fig. 1b). Although RANKL binding to RANK
induced RANK trimerization, RANK is also able to
self-assemble [59], similarly to other TNF receptors
[60]. Thus, Kanazawa and Kudo [59] demonstrated
that RANK is self-assembled through a restricted
cytoplasmic domain (amino acid residues 534–539).
Interestingly, overexpression of full-length RANK
results in activation of NF-kB and osteoclastogenesis,
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even in the absence of RANKL. It was earlier
demonstrated that TNF receptor (TNFR)-I and II
also selfassembled through a specific extracellular
domain named the pre-ligand binding assembly do-
main (PLAD), thus avoiding the formation of mixed
receptors TNFR-I and TNFR-II [60]. Overall, these
data indicate that such a RANK domain could also be
useful to allow the formation of specific receptor-
activating signal transduction pathways (see below)
and to avoid the formation of hybrid receptors.
OPG, belonging to the TNFR superfamily, is able to
self-dimerize through a disulfide bond using Cys400 at
the C-terminal portions [61, 62]. Indeed, the most
active form of OPG is a homodimer that possesses
higher affinity for the RANKL ectodomain compared
to OPG monomer [63]. OPG contains seven domains:

four cysteine-rich N-terminal domains (domains 1–4),
two death domain-homologous regions (domains 5
and 6) and a C-terminal heparin-binding domain
(domain 7) (Fig. 1c). Domains 1–4 are structurally
related to the TNF receptor family and are sufficient
to abolish osteoclast differentiation. Domains 5 and 6
can mediate a cytotoxic signal when they are included
in a chimeric protein OPG-Fas [61], but their physio-
logical functions remain to be elucidated. Domain 7 is
composed of a heparin-binding domain and a Cys400 at
its C-terminal portion (Fig. 1c). Although the affinity
for heparin does not correlate with OPG inhibitory
potential, this domain plays numerous key functions
not all of which have been determined. Thus, OPG
through its binding to syndecan-1 exerts a chemotaxis
activity in human peripheral blood monocytes [64]. In

Figure 1. Characteristics of OPG/RANK/RANKL interactions. (a) After 96 h in the presence of 100 ng/ml human RANKL, the murine
RAW264.7 monocytic cell line differentiates into osteoclasts while 100 ng/ml human OPG totally abolishes RANKL effects. (b) RANK is
expressed on the osteoclast membrane and binds RANKL produced by osteoblast/bone marrow stromal cells. OPG acts as a decoy
receptor and blocks the interaction between RANKL and RANK. (c) OPG possesses a heparin binding domain and interacts with two
other ligands, TRAIL and syndecan-1; (d) RANKL binding to RANK transduces specific signals in osteoclasts corresponding to novel
therapeutic targets of bone diseases; CN, calcineurin.
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turn, syndecan-1 controls OPG bio-availability and is
associated with an increase in local RANKL concen-
tration and osteolysis in myeloma cells which over-
express this proteoglycan [65]. Furthermore, shedding
of TNF-a proteoglycans and glycosaminoglycans
strongly modulates OPG/RANK/RANKL interac-
tions. Indeed, recent data demonstrated that RANK,
RANKL, OPG and proteoglycans could form a very
large complex 3:3:2:1 related to specific activities in
osteoclasts such as MMP9 activities [66]. Such a very

large complex involving protegoclycans can be com-
pared to the cooperative dimerization of fibroblast
growth factor (FGF)-1 upon a single heparin saccha-
ride that may drive the formation of a 2:2:1 FGF1-
FGFR2c-heparin ternary complex [67]. In this case,
proteoglycans act as coreceptors for growth factors.
Furthermore, depending on the bone remodeling step,
OPG could be released from the bone matrix and thus
modulate bone remodeling in a fashion similar to
TGF-b [68]. In bone tissue, proteoglycans thus appear

Figure 2. OPG/RANK/
RANKL: key partners in os-
teoimmunology and vascular dis-
eases. (a) OPG/RANK/RANKL
participation in pathophysiolog-
ical bone remodeling, their roles
involving costimulatory mole-
cules such as DAP12, TREM2,
FcR and proteoglycans. (b)
OPG/RANK/RANKL modulate
the immune system via a pivotal
activity in dendritic cells. (c) The
third system affected by OPG/
RANK/RANKL is the vascular
compartment.

2338 M. Baud�huin et al. OPG/RANK/RANKL: bone, immunity and vessels



critical for maintaining an appropriate number of
osteoblasts and osteoclasts by modulating their pro-
liferation and/or differentiation. OPG activities could
involve the ras/MAPK pathways [45] but also PKC
and PI3K/Akt [64].
Similarly to OPG/ RANK/RANKL, heparan sulfate
proteoglycans appear crucial for other members of the
TNF/TNFR superfamilies. While glycosaminoglycans
mainly modulate OPG-RANKL interactions, derma-
tan sulfate also interacts with RANKL [69]. Indeed,
Shinmyouzu et al. [69] showed that dermatan sulfate
reduced the RANKL-induced levels of phosphoryla-
tion of p38 and ERK in osteoclast progenitors, thus
abolishing osteoclastogenesis. Very recently, Bishof et
al. [70] identified syndecan-2 as a new binding partner
of the transactivator and calcium modulator and
cyclophilin ligand interactor (TACI), a member of
the TNFR family [71]. Similarly, heparin sulfate
proteoglycan serves as a receptor for A prolifera-
tion-inducing ligand (APRIL), a member of the TNF
family, promoting tumor cell proliferation [72]. OPG
also has a third ligand, TNF-related apoptosis-induc-
ing ligand (TRAIL; Fig. 1c) [73]. OPG binding to
TRAIL results in the abolition of TRAIL apoptotic
activity [74–82]. This cross-regulation has a strong
impact in cancer biology. Indeed, these observations
suggest that OPG is deleterious, acting as a survival
factor in several cancer pathologies by the inhibition
of TRAIL, a natural inducer of tumor cell apoptosis
[76–82].
Recent data reveal that several membrane proteins
cooperate with the RANK/RANKL complex to
control bone remodeling. The signaling adapter
protein DNAX-activating protein-12 (DAP12) is a
homodimeric transmembrane molecule modulating
cellular activation and maturation in myeloid lineage
cells in association with the DAP12-associated recep-
tors (DARs) which include triggering receptor ex-
pressed on myeloid cells (TREM), DAP12-associated
lectin (MDL)-1 and NKG2D. In 2003, Kaifu et al. [83]
showed that mice deficient for DAP12 exhibit a
marked osteopetrosis owing to impaired osteoclasto-
genesis through a blockade of progenitor multinu-
cleation. They also determined the molecular motif
associated with this bone phenotype and provided
evidence for the function of the immunoreceptor
tyrosine-based activation motif (ITAM) in the regu-
lation of osteoclastogenesis [84]: mice lacking ITAM-
harboring adaptors such as Fc receptor common
gamma subunit (FcRg) and DAP12 are osteopetrotic
[84, 85]. Similarly, Humphrey et al. [86] recently
demonstrated the involvement of TREM2 in the
regulation of osteoclast multinucleation, resorption
and migration. In fact, DARs such as TREM2
associate with DAP12 or FcRg and transduce cos-

timulatory signals (especially calcium signaling
through phospholipase Cg) which cooperate with
RANKL signaling during osteoclast differentiation
(Fig. 2a) [87, 88]. In this context, any disturbance in
the DAR-DAP12 signaling complex contributes to the
development of bone diseases.
This section has described the main molecular and
functional characteristics of OPG/RANK/RANKL.
Overall, the abundant literature demonstrates that
RANKL and OPG appear as final effectors of
osteoclastogenesis and bone resorption.

OPG/RANK/RANKL and bone pathologies
Osteolytic processes are the main skeletal-related
events in patients suffering from bone metastases
and are associated with major sequelae and high
levels of individual incapacity. In this context and
according to the pivotal role of the OPG/RANK/
RANKL triad in osteoclastogenesis, blocking osteo-
clastogenesis and osteoclast activities via RANKL
pathway inhibition constitutes a potential novel
approach to maintain skeletal integrity. It has been
suggested that high levels of bone degradation could
enhance cancer cell establishment and growth in
bone tissue through biological factors such as growth
factors sequestrated in bone extracellular matrix.
Indeed, cancer cells express soluble or membrane
factors promoting osteoclastogenesis and accentuat-
ing bone resorption. Thus, a vicious cycle is gener-
ated between bone and cancer cells [89] . The
expression of RANKL has been demonstrated in a
wide range of benign and malignant tumor cells [18,
20, 75, 89, 90] (Fig. 2a). Although RANKL released
in the bone microenvironnement affects osteoclast
activities, RANKL can also directly modulate the
behavior of cancer cells. Indeed, very recently,
several papers have reported the expression of
functional RANK in human breast cancer cells,
human prostate cancer and mouse melanoma cell
lines [91–93]. These studies show that RANKL
triggers RANK-positive cancer cell migration and
growth in bone tissue. However, the development of
bone metastases is probably not limited to the action
of RANKL on cancer cells and cannot exclude the
pivotal role of osteoclasts [94, 95] . We indicated
above that several proteases produced in the bone
microenvironment modulate the shedding of
RANKL and then bone resorption. The following
theory has been proposed: osteoclastogenesis and
activation of immature osteoclasts could be medi-
ated by a direct interaction with RANKL-expressing
osteoblasts or/and by the protease-solubilized
RANKL which can also participate in the recruit-
ment of osteoclast progenitors [54] . Although the
expression of RANKL by cancer cells is controver-
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sial (especially for breast carcinoma cells), it is now
hypothesized that the metastatic cells might express
RANKL in an osseous context in contrast to the
primary tumors [96]. Their migration to bone tissue is
linked to the expression of membrane RANK and
the chemoattractive function of RANKL. Based on
these observations, current studies have disclosed
that blocking RANKL-RANK interaction prevents
the progression of prostate cancer in bone [97–100].
However, RANK expression is not restricted to non-
bone cancer cells, because we recently showed that
functional RANK is expressed at the surface of
mouse [101] and human [102] osteosarcoma cell lines
without modulation of cancer migration. RANK is
also detected in more than 50% of human osteosar-
coma specimens studied, with a preferential expres-
sion on osteosarcoma developed in pathological
bone and bad responders to chemotherapy [102]
(Fig. 2a). Thus RANKL may act as a �soil� factor in
primary and secondary bone cancer development
dependently or independently of its direct effects on
cancer cells. This fact is supported by several groups
that have shown that inhibition of bone resorption
using RANK-Fc or OPG-Fc blocks growth of tumor
cells such as myeloma cells that do not express
RANK [103, 104]. However, a wide range of benign
and malignant tumor cells express OPG simultane-
ously with RANKL [18, 20, 75, 89, 90, 105] (Fig. 2a).
Such an observation has led to evaluation of the
clinical interest in measuring the RANKL/OPG ratio
in bone pathologies. Thus, the RANKL/OPG bal-
ance is disturbed in severe osteolytic pathologies in
favor of RANKL [106–108]. In such cases, the tumor
microenvironment releases high levels of OPG to
counterbalance the high concentration of RANKL.
OPG may reflect a protective mechanism of the
skeleton to compensate for increased bone resorp-
tion. This hypothesis is strengthened by the effect of
bisphosphonate treatment which results in a de-
crease in the OPG level in contrast to RANKL which
is not modified [109, 110]. In fine, as the RANKL/
OPG ratio is significantly higher in patients with
severe malignant osteolytic pathologies [106, 111—
113], it could predict survival as demonstrated in
multiple myeloma [114]. Moreover, the RANKL/
OPG ratio may be used as a prognostic biological
marker in non-malignant pathologies such as osteo-
porosis [108, 115], ankylosing spondylitis [116],
rheumatoid arthritis [117], benign bone tumors,
osteolysis associated with hip prosthetic loosening
[106, 118, 119] or bone fractures [120]. For example,
elderly women with hip fractures exhibit an in-
creased RANKL/OPG mRNA content in iliac bone
which is associated with increased fracture suscept-
ibility. This ratio can also be considered as an

important index for the evaluation of new drugs
against bone diseases or as therapies for bone
pathologies [121–129].

OPG/RANK/RANKL: the crossroads of immunity
and bone metabolism
The immune phenotype of OPG transgenic mice
demonstrated for the first time the relationship
between the OPG/RANK/RANKL triad and the
immune system [30]. OPG transgenic mice exhibit
impaired thymocyte development. Consistent with
these findings, mice with a disrupted RANKL gene
show a lack of all lymph node organogenesis, normal
splenic and Peyer�s patches organization, and im-
paired thymocyte development [40, 41]. Moreover,
RANK knock-out mice also lacked lymph nodes and
produced defective B and T lymphocyte maturation
while they exhibited normal thymic development
[130]. RANKL expressed by thymic epithelial cells
may be responsible for the development and matura-
tion of RANK-positive lymphocytes [131]. In this
context, the OPG/RANK/RANKL molecular triad
constitutes a cross-talk between bone metabolism and
the immune response, which has been labeled os-
teoimmunology [18, 132]. The OPG/RANK/RANKL
triad exerts its activities on the different cell types
involved in immunity. Thus, RANKL behaves as a
chemotactic factor for monocytic cells through its
binding to membrane RANK [133, 134], similar to its
effect observed on osteoclasts [135], emphasizing the
cross-talk between bone and immune systems
(Fig. 2b). The RANKL-induced migration involved
phosphatidylinositol 3-kinase, phosphodiesterase, and
Src kinase signaling pathways. OPG also modulates
the migration of monocytes via its binding to synde-
can-1 and signaling involving protein kinase C,
phosphatidylinositol 3-kinase/Akt and tyrosine kinase
[64]. However, further experiments are needed to
define the functional importance of the OPG/
RANKL balance in the monocyte migration.
Complementary to their role in cell migration descri-
bed above, recent data implicate the OPG/RANK/
RANKL triad in inflammatory processes. A large
number of cytokines are known to regulate many of
the bone responses in inflammatory conditions [136].
Several cytokines are modulated by RANKL, thus
affecting cell behavior [18, 137]. Thus, RANKL
induced CCL22 (macrophage-derived chemokine)
[138], monocyte chemotactic protein 1 (MCP-1)
[139] and interleukin-8 [140]. In turn, the chemokine
increased RANKL expression [18] leading to the
establishment of a vicious cycle exacerbating the
inflammatory process and the associated pathologies
[141, 142]. Similarly, RANKL has been found to up-
regulate RANK expression on monocytes, to activate

2340 M. Baud�huin et al. OPG/RANK/RANKL: bone, immunity and vessels



their capacity for antigen presentation through up-
regulation of costimulatory molecule expression and
to promote cell survival [143, 144]. Thus, RANKL
enhanced the survival of macrophages and up-regu-
lated the expression of CD86, and RANKL-treated
macrophages show increased allogeneic T cell activa-
tion and phagocytic activity compared to control cells
[144]. In a model of lipopolysaccharide (LPS)-in-
duced endotoxic shock, administration of soluble
RANK-Fc protects mice from death induced by sepsis,
and in a model of inflammation-mediated arthritis,
RANK-Fc ameliorates disease development and
attenuates bone destruction [143]. Although lympho-
cytes are probably the major source of RANKL in
inflammatory processes, mast cells [145], endothelial
cells and platelets [146] also represent a potential
origin of RANKL. Blockade of RANKL may allow
treatment of human inflammatory disorders in which
RANKL is overexpressed, such as periodontal dis-
eases, rheumatoid arthritis or wear debris prosthesis
[147–150]. However, very recently Maruyama et al.
[151] found that a RANKL pre-treatment suppressed
production of inflammatory cytokines in macrophages
in response to LPS. In this model, prior administration
of RANKL protects mice from LPS-induced death
[151]. These data and those published by Seshasayee
et al. [143] appear contradictory. In fact, RANKL may
be produced to counterbalance the inflammatory
process maintained by inflammatory cytokines. Un-
fortunately, when the inflammation is initiated,
RANKL appears unable to block this process and
may even contribute to maintain the pathology.
The RANKL/OPG molecular duo is also strongly
associated with the biology of dendritic cells express-
ing RANK. Indeed, RANKL dramatically inhibits the
apoptosis of dendritic cells via increased Bcl-xL
expression [35] and induces T lymphocyte prolifera-
tion [36] (Fig. 2b). However, the core function of
RANKL in dendritic cell biology is still not well
understood. RANKL has been reported to activate
intestinal dendritic cells, increase their survival in
vivo, and inhibition of the RANK/RANKL axis by
OPG-Fc results in reduced colitis [152]. On the other
hand, in an inflammation-mediated transgenic mice
model for type I diabetes, RANK-Fc treatment
decreases the numbers of CD4+CD25+ regulatory
T lymphocytes in pancreas-associated tissue that can
exacerbate disease [153]. More recently, Loser et al.
[154] reported that RANKL is expressed in keratino-
cytes of the inflamed skin and that RANKL can
modify dendritic cell functions to maintain the num-
ber of peripheral CD4+CD25+ regulatory T lympho-
cytes. OPG might contribute to this control since it is
expressed in dendritic cells and its expression is
increased with their maturation [155]. Moreover,

dendritic cells from homozygous OPG-deficient
mice potentiate the mixed leukocyte reaction despite
CD86, MHCII, and antigen presentation levels which
are similar to heterozygous OPG-deficient mice [156].
Overall, these data demonstrated that RANKL is a
key regulator of T lymphocyte-dendritic cell commu-
nication, modulating immunity and bone remodeling
through dendritic cells [157].

OPG/RANKL and endothelial cells: a close
functional relationship in vascular biology
The first clue that the OPG/RANK/RANKL triad
might be the molecular system linking bone metabo-
lism and vessel biology was provided by the vascular
phenotype of OPG-deficient mice [30]. OPG-defi-
cient mice exhibited medial calcification of the aorta
and renal arteries but not of smaller vessels, suggesting
that OPG and its molecular partners may play a role in
the long-term observed association between osteopo-
rosis and vascular calcification [30]. The lesions
observed resemble human atherosclerotic lesions
(RANKL and RANK expression, presence of osteo-
clast-like cells adjacent to the RANKL-expressing
cells). OPG administration prevents calcification
induced by warfarin or high doses of vitamin D in
rat [158] but could not reverse this phenomenon once
the mineralization process had occurred [32]. More-
over, OPG physically associated with the von Wille-
brand factor is localized in the Weibel-Palade bodies
of endothelial cells and is rapidly secreted in response
to inflammatory stimuli [158]. This observation defin-
itively supports the notion that OPG/RANK/RANKL
constitute a molecular bridge spanning skeletal dis-
orders, vascular injury, inflammation and hemostasis
[159, 160].
RANKL and OPG are differentially expressed in
calcific aortic stenosis [161]. Indeed, while RANKL
was not expressed at relevant levels in controls but
detectable in aortic stenosis, OPG expression was
marked in controls but significantly lower in this
pathology. Furthermore, RANKL promotes matrix
calcification and induces the expression of osteoblast-
associated genes in cultured human aortic valve
myofibroblasts, revealing a transition towards an
osteogenic phenotype [161]. Microvascular endothe-
lial cells produce an adapted microenvironment
favorable to calcified tissue formation and thus
stimulate the adhesion and transendothelial migration
of monocytes that can differentiate into osteoclasts in
the presence of RANKL [162]. These results suggest
that the RANKL/OPG pathway may regulate valvu-
lar calcification in calcific aortic stenosis. Further-
more, Olesen et al. [163] suggested that OPG may play
a special role in arterial disease in diabetes, since
increased levels of OPG found in aortic tunica media
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from diabetic patients are associated with calcification
of human vascular smooth muscle cells [164]. In
agreement with these findings, Anand et al. [165]
revealed that among inflammatory biomarkers, only
OPG predicted both subclinical disease and near-term
cardiovascular events and may then be considered as a
simple test for identifying high-risk type 2 diabetic
patients. Similarly, Vik et al. [166] and Ziegler et al.
[167] demonstrated the relationship between OPG
serum levels and severity of artery disease.
The RANKL/OPG system exerts its activities simul-
taneously on endothelial cells and vascular smooth
muscle-related cells. Thus, OPG promotes endothelial
cell survival through neutralizing pro-apoptotic
TRAIL [73, 168] and must be considered as an
avb3-induced and NF-kB-dependent survival factor
for endothelial cells whose survival depends on OPG
induction by NF-kB [169, 170] (Fig. 2c). The OPG
survival effect has also been demonstrated in patho-
logical conditions such as periodontitis [171]. Indeed,
OPG produced by microvascular endothelial cells
controls endothelial cell survival and bone remodeling
during this pathology [172]. Cross et al. [173] also
reported a pro-angiogenic effect of OPG and corre-
lated OPG expression by tumor endothelial cells with
clinical data in human tumors. However, while the role
of OPG in vascular pathogenesis is not fully under-
stood, OPG may reflect a protective mechanism of
endothelial cells and bone during aggressive inflam-
mation. RANKL has also been implicated in endo-
thelial cell metabolism, as it induces angiogenesis in
vitro and in vivo, acts as a chemotactic factor for
endothelial cells and induces their migration [174,
175]. RANKL also promotes endothelial prolifera-
tion and survival [175, 176], suggesting a potential
implication in tumor development and increased
vascular permeability [177] (Fig. 2c). OPG and
RANKL activities in endothelial cells are tightly
regulated by cytokines and growth factors present in
the microenvironment of endothelial cells [18, 178,
179].

RANK signal transduction pathway as a potential
therapeutic target
RANKL has been named for its ability to activate NF-
kB which constitutes one of the early molecular events
induced by the binding of RANKL to RANK [26, 180,
181] (Fig. 1d). Similar to the other TNFR family
members, RANK activation first recruits the TNR
receptor-associated factor (TRAF) adaptor proteins
associated with the intracytoplasmic domain of
RANK and implicated in its oligomerization. Fur-
thermore, TRAF6 acts as a pivotal adaptor leading to
specific gene expression regulating osteoclast differ-
entiation and activation. The downstream targets of

TRAF6 include transcription factors such NF-kB,
activator protein-1 (AP-1) and nuclear factor of
activated T cells (NFAT), the cascades of mitogen-
activated protein kinases (MAPKs) such as p38 stress
kinase, c-Jun N-terminal kinase (JNK), ERK and the
PI3K/AKT pathways which involve the mammalian
target of rapamycin (mTOR) [18, 181].
The OPG/RANK/RANKL molecular triad consti-
tutes a strategic therapeutic target for bone diseases
and associated disorders. Thus, several approaches
based on recombinant molecules (OPG-Fc, RANK-
Fc) or specific antibodies against RANKL have been
successfully reported in benign and malignant path-
ologies [89, 182–184] (Fig. 3). Recently, Cheng et al.
[186] envisaged another strategy based on an OPG-
like peptidomimetic. This peptide has been designed
to avoid its binding to TRAIL and showed an effective
activity in preventing myeloma bone disease [187].
Peptidomimetics selectively inhibiting RANKL but
not TRAIL activity thus constitute novel therapeutic
approaches to treat tumor-associated osteolysis. Sim-
ilarly, TNFR loop peptides have been developed and
abolish RANKL-induced signaling, bone resorption
and bone loss [188]. Such peptidomimetics that mimic
either cytokine receptors such as TNFR [188] or a
�decoy receptor� such as OPG [184, 187] may present
various advantages, mainly a reduced immunogenic-
ity, a more targeted effect and multiple applications in
which these molecules are implicated (e.g. inhibition
of bone resorption and inflammation) [189].

As another strategy to treat osteolysis relates to the
blockade of specific signaling pathways currently
activated by bone resorption effectors, the RANK
signaling pathway has been identified as one of the

Figure 3. OPG/RANK/RANKL molecular pathway as a potential
target for bone diseases. Sprague-Dawley rats with transplanted
osteosarcoma [185] were treated or not with recombinant RANK-
Fc (750 mg, once a week during 3 weeks). Representative mean
tumor volumes of rats treated by RANK-Fc compared to the
untreated control.
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best approaches [190]. NF-kB plays a key role in
RANK signaling and appears critical for osteoclasto-
genesis. This transcription factor is not necessary for
the formation of osteoclast progenitors but is abso-
lutely required for the differentiation steps of these
progenitors [191, 192]. Furthermore, NF-kB bridges
inflammation and bone homeostasis [193]. Indeed,
NF-kB controls bone mass as demonstrated by the
bone phenotype of knock-out mice [194] and con-
tributes to the onset and progression of arthritis
[195–198]. A role of NF-kB in osteolytic bone
metastasis through granulocyte/macrophage colo-
ny-stimulating factor (GM-CSF) induction has also
been very recently identified [199]. The authors
identified the gene encoding GM-CSF as a target of
NF-kB and showed that GM-CSF mediates osteol-
ysis bone metastasis of breast cancer by stimulating
osteoclastogenesis. In this respect, as NF-kB repre-
sents a potential target for the treatment of osteolysis
of benign and malignant origin, therapeutic strat-
egies based on inhibition of this transcription factor
have recently emerged. Thus, Clohisy et al. [200]
demonstrated that NF-kB signaling blockade abol-
ished implant particle-induced osteoclastogenesis in
vitro. They also demonstrated a significant decrease
in bone erosion associated with inflammatory arthri-
tis using dominant-negative IkB or mutated IkB
proteins [201]. Similarly, synthetic double-stranded
oligodeoxynucleotides demonstrated their efficacy
in a mice model of intestinal carcinoma, acting as
�decoy� cis elements that block the binding of nuclear
factors to promoter regions of targeted genes,
resulting in the inhibition of gene transactivation in
vivo as well as in vitro [202]. Penolazzi et al. [203, 204]
developed peptide nucleic acid-DNA decoy chime-
ras targeting NF-kB which strongly induced osteo-
clast apoptosis and inhibited their differentiation.
Umezawa�s group chose the development of a
synthetic NF-kB inhibitor [205] which abolishes
osteoclast differentiation through down-regulation
of NFATc1 [206], thus suggesting cross-talk between
NFATc1 and NF-kB in RANKL-dependent osteo-
clastogenesis (Fig. 1d). TRAF6 actively participates
in the signal transduction induced by the TNFR
superfamily [18, 39] (Fig. 1) and thus represents a
strategic therapeutic target of osteolytic pathologies.
In this context, therapeutic use of antagonist pep-
tides of RANK-TRAF6 interactions has been also
envisaged [207].
Therapeutic targeting of OPG/RANK/RANKL in-
teractions and signaling holds great promise for the
treatment of malignant osteolysis (primary bone
tumors, bone metastasis) and in inflammation-associ-
ated bone diseases (e.g. rheumatoid arthritis, prosthe-
sis loosening). In the near future, additional studies

are required to validate these therapies in pre-clinical
models and to determine their clinical safety and
efficacy.
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