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Introduction générale 

Le vieillissement de la population mondiale est un fait avéré. D’après l’institut national 

d’études démographiques (INED), l’espérance de vie a atteint les 82 ans en France (78,7 ans 

pour les hommes et 85,4 ans pour les femmes) en 2012. D’après l’organisation mondiale de la 

santé (OMS), le nombre de personnes de plus de 60 ans serait de 600 millions aujourd’hui et 

devrait doubler d’ici 2025 pour atteindre les 2 milliards d’ici 2050 avec une majorité de 

personnes âgées dans les pays industrialisés. Puisque le développement de nombreuses 

pathologies est favorisé par la sénescence de l’organisme, le vieillissement de la population 

s’accompagne inévitablement d’une augmentation de l’incidence des affections liées à l’âge. 

On y trouve ainsi des affections dites dégénératives touchant le système nerveux central 

(maladie d’Alzheimer), le système circulatoire (maladies cardiovasculaires) ou l’appareil 

locomoteur (dégénérescence du cartilage, arthrose,…). Depuis quelques années le 

développement de travaux en médecine régénérative constitue une ouverture prometteuse 

pour le traitement de ce type de pathologies. 

 

La médecine régénérative via la thérapie cellulaire ou l’ingénierie tissulaire, a pour objectif 

de remplacer ou de réparer des cellules ou d’organes endommagés par un accident, une 

maladie ou le vieillissement par des cellules saines et pleinement fonctionnelles. Il s’agit de 

régénérer à partir de l’activation de cellules endogènes ou l’injection de cellules exogènes, ou 

de remplacer via la fabrication de biotissus in vitro, des tissus lésés. Cette approche 

thérapeutique est considérée comme une voie innovante, en complément des deux 

principales thérapies reconstructrices que sont la transplantation d’organes et la chirurgie 

prothétique. Elle devrait constituer une alternative permettant à terme de s’affranchir de 

certains problèmes tels que le manque de donneurs, le risque de transmission virale, ou la 

nécessité de remplacer les prothèses après un certain temps. La médecine régénérative 

présente donc un réel intérêt dans le domaine de la réparation osseuse, cartilagineuse ou 

ligamenteuse. 

 

Les cellules utilisées en thérapie peuvent être des cellules natives du tissu telles que les 

chondrocytes pour le tissu cartilagineux, mais celles-ci présentent l’inconvénient de se 

dédifférencier lors de l’expansion in vitro. D’où l’intérêt d’utiliser les cellules souches (CS) 

provenant du patient lui-même ou d’un donneur en tant que cellules thérapeutiques, faisant 

des CS un élément majeur de cette discipline. En effet les deux propriétés essentielles des CS 

font d’elles un outil très intéressant pour la médecine régénérative : (i) l’auto-renouvèlement 

ou capacité à se diviser à l’identique in vitro sans perdre leur caractère indifférencié, et (ii) la 

différenciation en cellules spécialisées dans un environnement donné.  
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Parmi les CS, les cellules stromales/souches mésenchymateuses (CSM) sont 

inévitablement associées à la médecine régénérative étant donné leurs capacités d’auto-

renouvèlement et de différenciation en cellules spécifiques de certains organes d’origine 

mésodermique telles que les chondrocytes qui constituent le seul type cellulaire du cartilage 

articulaire, les ostéocytes ou les adipocytes, mais également en cellules endothéliales, 

musculaires ou fibroblastes ligamentaires. D’autres propriétés telles que la sécrétion de 

nombreuses molécules ou leurs propriétés immunomodulatrices les rendent aussi très 

intéressantes. Les CSM peuvent être d’origine fœtale telle que la gelée de Wharton (GW) du 

cordon ombilical ou d’origine adulte telle que la moelle osseuse (MO). La majeure partie des 

essais cliniques ayant recours à des CSM concerne les CSM de MO (CSM-MO) obtenue par 

aspiration au niveau de la crête iliaque mais aussi du tibia et du fémur, les CSM du cordon 

ombilical ou le CSM du tissus adipeux. 

 

Étant donné que les CSM représentent une faible fraction des cellules du tissu où elles se 

trouvent, l’isolement et l’expansion cellulaire in vitro sont des étapes nécessaires pour obtenir 

une quantité suffisante. Cependant, il a été montré dans la littérature et confirmé par des 

résultats au sein du laboratoire, qu’il existe une diminution de la capacité de prolifération et 

de différenciation des CSM-MO après un certain nombre de passages (vieillissement 

réplicatif). De plus, des paramètres liés aux donneurs de CSM-MO et en particulier leur âge 

(vieillissement chronologique), seraient également impliqués dans les capacités de 

prolifération et de différenciation des CSM-MO. En effet différentes études montrent que les 

capacités d’expansion et de différenciation sont dépendantes de l’âge des donneurs, tandis 

que d’autres montrent que les capacités de différenciation sont indépendantes de l’âge des 

donneurs. Ce sujet reste à ce jour controversé. 

 

La réussite thérapeutique basée sur l’utilisation des CSM-MO dépend énormément de la 

qualité de ces cellules d’une part, mais aussi de la connaissance des mécanismes impliqués 

dans le maintien de ces qualités d’autre part. C’est pourquoi une meilleure compréhension 

des mécanismes du vieillissement des CSM-MO (réplicatif et lié à l’âge des donneurs) est 

nécessaire pour le développement de protocoles en médecine régénérative. 

 

Dans ce travail nous nous sommes donc intéressés à l’étude du vieillissement des CSM-

MO pour des développements en ingénierie tissulaire. L’objectif principal de ce travail étant 

de comprendre l’effet du vieillissement sur les CSM-MO afin de déterminer des paramètres 

de contrôle qualité à mettre en place pour l’utilisation des CSM-MO en médecine 

régénérative. 

 

Ainsi, nous nous sommes intéressés dans un premier temps à l’étude de l’effet de l’âge 

des donneurs et de l’expansion in vitro sur les propriétés des CSM-MO : prolifération, 
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clonogénicité, phénotype, multipotence et l’expression génique. Nous avons étudié des 

échantillons de moelle osseuse provenant de donneurs d’âges différents, séparés dans un 

premier temps en 4 groupes en fonction de leur âge (<20 ans ; 20-40 ans ; 40-60 ans ; >60 

ans), puis en deux groupes (<40 ans ; >40 ans). Chaque échantillon a été amplifié pendant 5 

passages. Les résultats obtenus à partir des échantillons de moelle osseuse montrent que les 

propriétés de CSM sont influencées par l’âge du donneur mais également par le temps 

d’expansion in vitro. 

 

Nous nous sommes intéressés dans un deuxième temps aux marqueurs du vieillissement 

de CSM-MO. Nous avons soulevé l’hypothèse que les modifications des propriétés de CSM en 

lien avec l’âge des donneurs est le résultat d’un changement de sous-populations des CSM et 

de l’apparition de cellules sénescentes. Nous avons ainsi, élargi notre étude sur les sous-

populations des CSM en réalisant la comparaison de l’expression des certains marqueurs 

comme CD71, CD106, CD146 et CD200 selon l’âge de donneurs. En parallèle nous avons étudié 

la senescence cellulaire en lien avec l’âge des donneurs. 

 

Une discussion suivra la présentation des résultats. Enfin en conclusion, nous décrirons 

les principaux paramètres de contrôle qualité à mettre en place pour l’utilisation des CSM-MO 

en médecine régénérative avant de finir par les perspectives qui permettront de compléter ce 

travail. 
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Etat de l’art 

1. Les cellules souches 

1.1 Définition des cellules souches 

Les cellules souches sont définies de plusieurs façons différentes. Cependant, les grands 

principes comprennent (i) la capacité d'auto-renouvèlement sur une très longue durée, ou la 

capacité à générer au moins une cellule fille présentant des caractéristiques similaires à la 

cellule initial; (ii) la différenciation en des cellules spécialisées (Pittenger et al., 1999); et (iii) la 

reconstitution fonctionnelle in vivo d'un tissu donné. Les deux premières propriétés, l’auto-

renouvèlement et la capacité de différeciation sont absolument nécessaires pour affirmer le 

caractère «souche » d’une cellule; celle-ci doit en effet pouvoir être cultivée à long terme, et 

donc être capable de subir un grand nombre de divisions cellulaires mais aussi de se 

différencier (Weissman et al., 2001)(Coulombel, 2007)(Coulombel, 2005)(Coulombel, 2004). 

 

1.2 Caractéristiques des cellules souches 

Les cellules souches sont des cellules capables de : 

      - se renouveler, ce qui assure une réserve de cellules souches pour réapprovisionner 

constamment l'organe adulte. Ce mécanisme physiologique est nécessaire pour le maintien de 

la composition cellulaire des tissus et des organes du corps. En effet, un faible pourcentage de 

cellules d’un organe particulier a la capacité de se multiplier et ceci suivant un modèle 

d’expansion clonale (Gardner, 2002). 

     -se différencier en de nombreuses lignées. Cette dernière capacité est utilisée pour 

classer les cellules souches en 4 catégories : totipotente, pluripotente, multipotente et 

unipotente. La totipotence est un terme que certains utilisent pour identifier une cellule 

souche qui peut se différentier, permettant le développement complet d'un individu (Figure 

1). A l'origine de la vie d'un organisme, il existe une cellule souche, il s'agit d'une cellule unique 

totipotente. Ensuite, à travers une série de divisions et de différenciations, les cellules souches 

embryonnaires perdent leur totipotence et acquièrent les fonctions des cellules plus 

différenciées. Ces cellules sont pluripotentes. Parmi les cellules pluripotentes il existe quatre 

catégories de cellules souches : les cellules souches embryonnaires, les cellules germinales 

embryonnaires, les cellules de carcinome embryonnaire et les cellules progénitrices 

multipotentes adultes de la moelle osseuse(Smith, 2001). Une étude a démontré l'existence 

de cellules souches pluripotentes adultes isolées de la moelle osseuse de souris, appelées 

MAPC (Multipotent Adult Progenitor Cells)(Jiang et al., 2002). Ces cellules ont l'aptitude de 

donner plusieurs types de cellules des trois feuillets embryonnaires (ectoderme, mésoderme 

et endoderme), mais pas l'organisme tout entier(Sohni and Verfaillie, 2011).  
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Au cours du renouvellement de tissu dans les organes adultes, les cellules souches tissulaires 

donnent lieu à une descendance qui se différencie en cellules fonctionnelles matures (cellules 

progénitrices). Les cellules multipotentes donnent naissance à plusieurs types cellulaires. Des 

rapports récents suggèrent que les cellules souches adultes, comme les cellules souches 

hématopoïétiques, les cellules souches neuronales et les cellules souches mésenchymateuses, 

pourraient se différencier en cellules de différents tissus(Bjornson et al., 1999)(Clarke et al., 

2000)(Jackson et al., 1999)(Krause et al., 2001). Il existe également des exemples de 

populations de cellules souches qui sont tripotentes, bipotentes ou bien unipotentes, comme 

les cellules souches épidermiques (Stojković and Daher, 2009). Ce phénomène de plasticité 

des cellules souches adultes a été appelé «transdifférenciation» et semble défier les règles 

canoniques de l'engagement strict de la lignée embryonnaire au cours du développement 

embryonnaire. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 1 : Différents potentiels de différenciation des cellules souches au cours du 

développement embryonnaire et chez l’adulte. 

 

1.3 Les différentes sources et catégories de cellules souches 

Le terme de cellule souche regroupe plusieurs sous-types cellulaires présentant d’importantes 

différences biologiques et fonctionnelles. La classification des cellules souches est basée sur 

leur potentiel de différentiation ou sur leur origine. Selon leur capacité de différentiation, les 

cellules souches sont classées comme étant totipotentes, pluripotentes, multipotentes ou 

unipotentes. Selon leur origine, on distingue les cellules souches embryonnaires, fœtales, 

ombilicales, et adultes (Tableau 1). 
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Tableau 1 : Classifications et caractéristiques des cellules souches. 

Types de cellules 

souches  

Caractéristiques Exemples  

Totipotentes Le génome de ces cellules est organisé de telle 

manière qu’il peut coder l’information 

nécessaire à la fabrication d’un organisme entier 

Zygote et cellules filles 

immédiates 

Pluripotentes Peuvent se différencier en n’importe quelle 

cellule originaire des 3 feuillets embryonnaires. 

Leur capacité, plus restrictive que les cellules 

totipotentes, ne leur permet pas d’aboutir à la 

création d’un individu complet 

Cellules souches 

embryonnaires de la 

masse interne du 

blastocyste 

Cellules souches 

Pluripotentes Induites  

Multipotentes Sont déjà engagées dans un programme 

tissulaire spécifique (d’origine ectodermique, 

endodermique ou mésodermique) 

Cellules souches 

hématopoïétiques 

Cellules souches 

mésenchymateuses  

Unipotentes Possèdent une capacité de différenciation vers 

un seul type de cellule spécialisée 

Cellules souches 

épithéliales  

 

1.3.1 Les cellules souches pluripotentes 

L’embryogenèse est par définition le processus qui forme un individu entier à partir d’une 

seule cellule, le zygote (Rossant and Tam, 2009). Ce zygote et les cellules issues de ses 

premières divisions – les blastomères – sont les seules cellules totipotentes de l’organisme. 

Cela signifie que leur génome est organisé de telle manière qu’il peut coder l’information à la 

fabrication d’un organisme entier. Ce stade totipotent n’est conservé que jusqu’au stade de 8 

cellules. Au-delà, l’embryon s’organise en territoires spécialisés, ayant chacun une identité et 

un destin propres. À ce stade (jour 4-5), avant l’implantation dans la membrane utérine, il n’y 

a plus de cellules totipotentes ; les cellules de la masse interne sont « pluripotentes ». Leur 

génome est organisé pour coder l’information afin de former tous les tissus de l’organisme. 

Puis, une fois l’embryon implanté dans l’utérus, les cellules de cette « masse » interne 

délimitent trois feuillets, ectoderme, endoderme et mésoderme, chacun est à l’origine de 

certains des futurs tissus de l’organisme. Par exemple, la peau et le tissu nerveux sont issus de 

l’ectoderme, l’intestin, le foie et le pancréas sont issus de l’endoderme, les cellules 

hématopoïétiques et musculaires sont issues du mésoderme (Rossant and Tam, 2009)(Kieffer 

et al., 2010). 
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Les cellules souches embryonnaires (CSE) possèdent un potentiel de division infini et ont la 

capacité de former – dans l’environnement cellulaire adapté – n’importe quel type cellulaire 

de l’organisme (Figure 2). Ces cellules allient les caractéristiques idéales pour produire des 

banques (capacité infinie de division) et un potentiel de différentiation universel. Elles sont un 

outil idéal de modélisation cellulaire pour la recherche. En effet, l’embryon est une structure 

en constante et rapide évolution, ces cellules totipotentes et pluripotentes ne 

s’autorenouvellent pas de façon prolongée, ce qui serait incompatible avec la progression du 

développement embryonnaire. La pluripotence n’existe que pendant une courte fenêtre 

temporelle, la situation est donc très différente des conditions in vitro. En 2007, la famille des 

cellules souches pluripotentes s’est agrandie avec la découverte d’une méthode de dérivation 

de lignées. Chaque cellule d’un organisme possède tous les gènes de son espèce dans ses 

chromosomes, mais n’en utilise que certains à un moment donné : les gènes spécifiques aux 

fonctions neurales pour un neurone, ou les gènes qui maintiennent un état indifférencié et 

permettent la division de la cellule souche. Plus récemment , une équipe a identifié la 

combinaison de 4 gènes qui poussent la cellule à changer son identité, perdant ses fonctions 

de cellule différenciée et retrouvant ses capacités de cellule souche pluripotente : c’est la 

cellule souche pluripotente induite (iPS)(Takahashi and Yamanaka, 2006)(Yu et al., 

2007)(Takahashi et al., 2007). Le champ d’application des cellules souches pluripotentes s’est 

grandement élargi avec l’arrivée des iPS. 

 

 

Figure : 2 Les cellules souches embryonnaires. Les cellules souches embryonnaires peuvent 

provenir de tissus issus des trois couches germinales (d’après(Nelson et al., 2009)). 

 

1.3.2 Les cellules souches fœtales 

Les cellules souches fœtales sont issues de tissus fœtaux à un stade beaucoup plus tardif 

(5-9 semaines) que le stade de blastocyte embryonnaire et sont isolées à partir de fœtus 

résultant d’avortements (Guillot et al., 2006) ou à partir du cordon ombilical, du sang 
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placentaire et du placenta. 

1.3.3 Les cellules souches du sang de cordon ombilical et de la gelée de Wharton 

Ce sont des cellules souches en circulation qui comprennent des cellules souches 

hématopoïétiques et des cellules souches non hématopoïétiques. Elles ont montré des 

caractéristiques multipotentes en étant capables de se différencier en neurones et en cellules 

hépatiques (Rogers and Casper, 2004). Tandis que les cellules souches de sang de cordon et 

plus spécifiquement leur stockage pour une utilisation ultérieure ont attiré l'attention, il a été 

également écrit que la matrice du cordon ombilical contient des cellules souches 

potentiellement utiles (Mitchell, 2003). Cette matrice appelée gelée de Wharton a été une 

source d'isolement des cellules souches mésenchymateuses. Ces cellules expriment des 

marqueurs typiques de cellules souches, et montrent une activité télomérase élevée 

(Margossian et al., 2012). Elles ont été amplifiées sur une longue période et peuvent être 

induites à se différencier in vitro en neurones. 

 

1.3.4 Les cellules souches adultes 

Elles sont également connues sous le nom de cellules souches somatiques, ce qui est un 

abus de langage dans la mesure où il existe des cellules souches germinales chez l’adulte, et 

peuvent être trouvées dans divers tissus et organes. Nous avons par exemple les cellules 

souche hématopoïétiques (voir ci-dessous) et les cellules souches mésenchymateuses (voir 

plus loin). 

Les cellules souches hématopoïétiques(CSH) sont le point de départ de l’hématopoïèse qui a 

lieu au niveau de la moelle osseuse (MO). Elles assurent la production permanente des 

différentes lignées cellulaires sanguines, permettant à ces dernières un renouvellement 

constant. Elles sont capables de se différencier en précurseurs myéloïdes et lymphoïdes qui 

sont à l’origine de toutes les cellules hématopoïétiques (globules rouges, plaquettes, 

polynucléaires, macrophages et lymphocytes). La capacité d’auto-renouvellement des CSH 

permet à partir d’un stock limité de cellules d’assurer l’hématopoïèse d’un individu pendant 

toute sa vie. 

Les cellules souches hématopoïétiques sont dérivées au début de l'embryogenèse à partir 

du mésoderme et se déposent dans des sites très spécifiques d'hématopoïèses dans l'embryon. 

Les cellules souches hématopoïétiques sont les cellules adultes les plus étudiées ; elles 

peuvent être purifiées en utilisant des anticorps monoclonaux (des cellules progénitrices 

lymphoïdes communes et des myéloïdes-érythrocytaires ont été isolées et caractérisées). Les 

CSH ont été largement utilisées en milieu clinique depuis plus de 40 ans et constituent la base 

du succès de transplantation de moelle osseuse. Malheureusement, les CSH sont rares et 

difficiles à isoler in vivo de leurs nombreuses niches. Dans l’organisme humain néonatal et 

adulte, le pourcentage de cellules CD34-positives (marqueur ubiquitaire des HSC) est de 0,2-

0,5% dans le sang, de 0,5-1% dans la MO et 1% dans le thymus (Dalloul et al., 1999)(Canque 
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et al., 2000). L’auto-renouvèlement des CSH in vivo et in vitro est limité dans le temps. Au cours 

des divisions cellulaires, les télomères se raccourcissent conduisant les cellules sénescentes 

vers l’apoptose. Pour cette raison et contrairement aux CSE, il est impossible de créer des 

lignées de CSH.  

 

1.3.4.1 Flexibilité–plasticité des cellules souches adultes 

Entre 1999 et 2002, plusieurs articles suggéraient que les CS adultes, placées dans un 

environnement différent de leur tissu d’origine, étaient capables de suivre une autre voie de 

différenciation, ce qui avait été nommé transdifférenciation (Figure 3). Des espoirs 

thérapeutiques avaient été imprudemment médiatisés, laissant penser qu’après une 

transplantation de moelle osseuse, les CS, hématopoïétiques ou mésenchymateuses, 

pourraient migrer et contribuer à la réparation de tissus variés (muscle, cerveau, etc.). La 

réalité est que ces observations provenaient soit d’artéfacts d’analyse histologique, soit d’un 

processus de fusion entre des cellules hématopoïétiques différenciées, de type monocytaire, 

et les cellules tissulaires déficientes(Alvarez-Dolado et al., 2003). Une telle fusion entraîne la 

reprogrammation des cellules myéloïdes qui exprimaient certaines propriétés du tissu 

déficient, hépatique ou musculaire par exemple. Le consensus actuel est que des CS adultes 

sont peu capables de se dédifférencier et de prendre un autre chemin de différenciation que 

celui du tissu dans lequel elles résident, comme le font par exemple les cellules du membre 

sectionné des salamandres(Coulombel, 2003). 

 

 

Figure 3 : Plasticité des cellules souches adultes (après(Fernandes et al., 2004)).  

 

 

2. Les cellules stromales mésenchymateuses(CSM) 

2.1 La découverte des CSM 

Il y a environ 130 ans, le pathologiste allemand Cohneim a proposé l'existence de cellules 

souches non-hématopoïétiques dans la moelle osseuse. Il a suggéré que ces cellules 

pourraient contribuer à la cicatrisation de la plaie, car elles pouvaient être une source de 
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fibroblastes (Prockop, 1997). Les CSM ont été identifiées et isolées pour la première fois à 

partir de la moelle osseuse par l’équipe de A. Friedenstein. Quand les cellules de la moelle 

osseuse de rongeurs étaient ensemencées à faible densité dans des milieux liquides contenant 

du sérum, ils ont observé, après quelques jours, l'apparition de colonies de cellules adhérentes 

au plastique, allongées et d'apparence fibroblastique. Ces progéniteurs qui sont capables de 

produire des colonies de cellules d’allure fibroblastique ont été appelés CFU-F pour « Colony 

Forming Unit-Fibroblast ». Friedenstein fournit des preuves solides quant au potentiel d'auto-

renouvèlement des cellules souches en démontrant leur capacité à régénérer les tissus osseux 

hétérotopiques. Ces résultats ont été confirmés par de nombreuses études qui ont montré 

que les cellules isolées par Friedenstein pouvaient également être trouvées dans la moelle 

osseuse humaine et pouvaient se différencier en une variété de différentes cellules de la lignée 

mésenchymateuse, y compris les chondrocytes, les adipocytes, ostéoblastes et myoblastes 

(Prockop, 1997) (Bianco et al., 2008)(Caplan, 2007)(Kolf et al., 2007)(Pittenger et al., 1999). Ce 

n’est que très récemment que le concept de l’existence de CSM post-natales a émergé pour 

une utilisation thérapeutique. En 1991, le terme de « cellules souches mésenchymateuses » 

est introduit par A. Caplan (Caplan, 1991).  

 

2.2 Identification des CSM 

Les CSM sont une population de cellules souches multipotentes adultes, non-

hématopoïétiques, présentes dans tous les tissus conjonctifs. Elles ont été identifiées 

initialement au sein de la moelle osseuse, où elles fournissent le microenvironnement 

approprié pour le soutien de l'hématopoïèse. In vitro, cette cellule est capable de se 

différencier en adipocyte, en ostéoblaste, en myoblaste, en chondrocyte (Pittenger et al., 

1999). Dans des conditions de culture in vitro particulières, les CSM peuvent également se 

différencier en cellules des lignées endodermiques ou neuro-ectodermiques, comme les 

neurones, les hépatocytes, l’endothélium (Pittenger et al., 1999)(Dezawa et al., 

2004)(Sanchez-Ramos et al., 2000)(Schwartz et al., 2002), en cardiomyocytes(Makino et al., 

1999), en cellules productrices d’insuline (Oh et al., 2004). Les cellules stromales 

mésenchymateuses ont été nommées par différents termes : marrow stromal cells, 

mesenchymal stem cells, mesenchymal stromal cells, multipotent stromal cells. Dans un souci 

d’harmonisation, la Société internationale de thérapie cellulaire (ISCT) a proposé en 2006 de 

regrouper des populations cellulaires de phénotypes suffisamment proches sous une 

appellation unique : cellules stromales mésenchymateuses, et d’établir des critères minimums 

de définition (Dominici et al., 2006a) : 

(a) adhérence au plastique dans des conditions de culture standard ;  

(b) expression des marqueurs de surface CD105, CD73, CD90 et, absence d'expression des 

marqueurs hématopoïétique CD45, CD34, CD11a, CD19 et Human leukocyte antigen-DR(HLA-

DR);  
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(c) différenciation en ostéoblastes, adipocytes et chondrocytes in vitro. 

 

En fonction de ces critères, parallèlement à la moelle osseuse, des cellules très voisines des 

CSM ont été isolées dans différents tissus, comme le tissu adipeux, le cordon ombilical, la pulpe 

dentaire, le muscle squelettique, le liquide synoviale, le ligament parodontal et même le 

cerveau (Bianco et al., 2001)(Kuhn and Tuan, 2010). Deux d’entre eux représentent des sources 

alternatives prometteuses : le tissu adipeux et la gelée de Wharton.  

Le tissu adipeux est un source très importante de cellules multipotentes . Il contient au moins 

100 fois plus de cellules multipotentes que la moelle osseuse. Au niveau de la multipotentialité 

et la capacité d’ immunomodulation, les cellules stromales dérivées du tissu adipeux (ADSC) 

ont des potentialités au moins équivalentes à celles de la moelle osseuse (Zuk et al., 

2001)(Puissant et al., 2005). Les ADSC ont montré des potentiels de différenciation dans les 

voies cardiomyocytaire et endothéliale (Planat-Benard et al., 2004)(Planat-Bénard et al., 2004). 

Leur phénotype est en partie différent des CSM puisqu’elles expriment l’antigène CD34 et pas 

l’antigène CD106 (Puissant et al., 2005)(Mitchell et al., 2006). Les sites de prélèvements les 

plus courants sont sous-cutanés. Le tissu adipeux peut être prélevé par lipoaspiration ou par 

dermolipectomie. Des travaux chez les animaux indiquent qu’il existe des différences 

qualitatives en fonction du site de prélèvement. Pour le tissu adipeux, la méthode de 

préparation avant la mise en culture est différente de la moelle osseuse. En effet une digestion 

enzymatique doit avoir lieu afin de libérer les cellules de la matrice extracellulaire. 

Dès 1991, des cellules fibroblastiques ont été isolées et caractérisées au sein de la gelée de 

Wharton (McElreavey et al., 1991). Par la suite, des études ont montré que ces cellules 

possédaient les propriétés caractéristiques des CSM. les CSM de la gelée de Wharton (CSM-

GW) peuvent être isolées à partir de trois régions : la zone inter-vasculaire, la zone péri-

vasculaire (Baksh et al., 2007) et au niveau du subamnios (Troyer and Weiss, 2008). Des travaux 

restent à mener pour définir précisément l’origine des CSM-GW. A l’instar de toutes les cellules 

souches, les CSM-GW sont douées d’autorenouvellement et sont capables de se différencier, 

in vitro, en adipocytes, chondrocytes, ostéocytes. Il y a les études ont été réalisé une large 

caractérisation des CSM issues de la gelée de Wharton, et en comparaison avec les CSM de la 

moelle osseuse(Margossian et al., 2012)(Reppel et al., 2014). 

 

2.3 L'isolement et la culture initiale de CSM 

L’isolement de CSM a été possible grâce à leur propriété d’adhésion au plastique, 

néanmoins ce procédé conduit à l’obtention d’une population hétérogène de cellules (les 

cellules souches ainsi que des cellules progénitrices)(Kassem et al., 1993)(Kuznetsov et al., 

1997). Certaines études récentes ont montré la capacité d’isoler des populations de CSM sur 

des critères spécifiques (Houlihan et al., 2012)(Mabuchi et al., 2013), comme les marqueurs 

de surface (Tormin et al., 2011). La mise en place d'une procédure complète pour l'isolement, 



21 
 

la caractérisation et l'expansion de CSM est la clé du succès d'utilisation de ces cellules en 

médecine régénérative (Wu and Tao, 2012). Les CSM dérivées d'autres tissus que la moelle 

osseuse peuvent être facilement obtenues par des méthodes non invasives et leur 

prolifération peut être maintenue en culture in vitro (Pendleton et al., 2013)(Thirumala et al., 

2009). Lors de l’isolement de CSM de la moelle osseuse, les cellules hématopoïétiques 

adhèrent également à la plaque de plastique, mais ces cellules disparaissent au cours du temps, 

ne laissant que des cellules adhérentes fibroblast like (Chamberlain et al., 2007). Diverses CSM 

issues de différentes sources de tissus (adipeux, dentaire, gelée de Wharton) ont été isolées 

après digestion avec de la collagénase puis cultivées à des densités variables(Schüring et al., 

2011)(Rotter et al., 2008)(Wu and Tao, 2012). Des CSM ont été cultivées en utilisant des milieux 

conditionnés tels que Dulbecco’s modified Eagle’s media(DMEM)(Rotter et al., 2008)(Wu and 

Tao, 2012), DMEM-F12(Cai et al., 2010)(Schüring et al., 2011)(Bartsch et al., 2005), alpha 

MEM(Seifrtová et al., 2012)(Ab Kadir et al., 2012)(Morito et al., 2008), DMEM-LG(Jiao et al., 

2012)(Raynaud et al., 2012) et DMEM-HG(Riekstina et al., 2008)(Kita et al., 2009).  Le milieu 

de culture a été complété avec du sérum bovin fœtal (FBS)(Rotter et al., 2008)(Wu and Tao, 

2012). De plus la concentration en oxygène affecte également l'expansion et la prolifération 

des CSM (Ranera et al., 2013). 

 

2.4 Les marqueurs de surface  

2.4.1 Les marqueurs généraux 

Comme toutes les autres cellules, les CSM présentent de nombreux marqueurs de surface 

cellulaire. Mais, à ce jour, il n’existe aucun marqueur spécifique pour identifier les CSM 

provenant de diverses sources. Un étude réalisé par (P et al., 2011), résume les informations 

disponibles sur la caractérisation des cellules souches mésenchymateuses humaines adultes 

par des marqueurs de surface en identifiant et en évaluant toute la littérature publiée dans ce 

domaine. Ce travail a montré que les marqueurs positifs les plus fréquemment rapportés sont 

CD105, CD90, CD44, CD73, CD29, CD13, CD34, CD146, CD106, CD166 et CD54. Les marqueurs 

négatifs les plus fréquemment rapportés sont CD34, CD14, CD45, CD11b, CD49d, CD106, CD10 

et CD31 (Tableau 2). Un certain nombre d'autres marqueurs de surface cellulaire, y compris 

STRO-1, SH2, SH3, SH4, HLA-A, HLA-B, HLA-C, HLA-DR, HLA-I, DP, EMA, DQ (CMH de classe II), 

oct 4, , Nanog, Sox-2, TERT, Stat-3, l'antigène de surface des fibroblastes, le muscle lisse alpha-

actine, vimentine, sous-unités alpha 4, alpha5 et beta1 des intégrines, les intégrines 

alphaVbeta3 et alphavbeta5 et ICAM-1 ont également été rapportés. 

 

2.4.2 Sélection de CSM via des marqueurs de surface 

Différents marqueurs ont été proposé pour la sélection des CSM (Frenette et al., 2013) 

comme une alternative à l'adhésion au plastique pour identifier ou purifier les CSM (Dominici 
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et al., 2006a). Les CSM sont identifiées principalement par l’expression de CD105 (endogline), 

CD73 (5’ terminal nucleotidase) et CD90 (Thy-1), et sont négatives pour les marqueurs 

hématopoïétiques, notamment CD34 et CD45 (Noël et al., 2002). Cette propriété permet de 

distinguer aisément les CSM des CSH à partir d’un échantillon de la moelle osseuse. Mais, les 

CSM isolées directement de la moelle osseuse sont positives pour CD34, elles perdent cet 

antigène lors de la culture in vitro [Pittenger MF et al, 2004]. Actuellement, il y a une grande  

 

A ce jour, plusieurs marqueurs ont été utilisés dans le but d’enrichir les populations de 

CSM(Calloni et al., 2013)(Lv et al., 2014). La sélection de cellules CD140b (Stro-1) positives 

permet d’obtenir dix à vingt fois plus de CFU-F qu’à partir de la moelle non sélectionnée 

(Simmons and Torok-Storb, 1991). Le degré d'homogénéité des cellules souches 

mésenchymateuses isolées par adhérence au plastique sélectionnées par Stro-1 a été 1000 

fois supérieur à celui de CD106 (Psaltis et al., 2010).  Ceci suggère que Stro-1 peut être 

impliqué dans la clonogénicité et qu’il joue un rôle dans la l’origine et l'angiogenèse des 

cellules souches mésenchymateuses. Cependant, Stro-1 n’est pas exprimé dans tous les types 

de cellules souches mésenchymateuses. Par exemple Stro-1 est exprimée dans les cellules 

souches dentales et synoviales (Huang et al., 2009)(Hermida-Gómez et al., 2011), par contre 

les CSM dérivées du sang périphérique sont négatives ou faibles pour l’expression de Stro-1 

(Kuznetsov et al., 2001). Il est rapporté que les cellules souches mésenchymateuses dérivées 

de placenta perdent l’expression de Stro-1 progressivement au cours de la culture (Hiwase et 

al., 2009).  Par contre, l'expression de Stro-1 chez les CSM-MO augmente avec le temps de 

culture (Lee et al., 2009). 

Sacchetti et al ont montré qu’ une sous-population de cellules CD146+ et CD45- peut être 

enrichie à partir de CSM humaines, cette population CD146+ pourrait constituer le stroma 

(Sacchetti et al., 2007). CD146+ pourrait donc être un marqueur caractéristique des CSM ou 

d'une sous-population de cellules progénitrices. D’ autres études ont identifié CD146 comme 

un marqueur spécifique de CSM par rapport aux cellules souches hématopoïétiques (Delorme 

et al., 2008). De plus, un diminution de l’expression de CD146 liée à l’âge a été montrée 

(Maijenburg et al., 2012). 

CD271 est un récepteur pour les neurotrophines, qui stimulent les cellules neuronales au 

niveau de la survie et de la différenciation. Les cellules sélectionnées via l’antigène CD271 ont 

un meilleur potentiel de prolifération et de différenciation par rapport à la population non 

sélectionnée (Quirici et al., 2002)(Flores-Torales et al., 2010). Les CSM-MO CD271+ ont été 

montrées pour avoir une capacité accrue dans la promotion de la prise de la greffe de CSH par 

rapport aux CSM isolées par adhérence au plastique (Kuçi et al., 2010). Il en est de même pour 

la réparation cartilagineuse induite qui est supérieure par rapport à celle induite avec des CSM-

MO CD271- (Hermida-Gómez et al., 2010). Ceci suggère ainsi un rôle du CD271 dans le 

maintien de la clonogénicité et la fonction des cellules souches mésenchymateuses. De la 

même façon que Stro-1, CD271 n’est pas universellement exprimé dans toutes les CSM. 
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De même, les antigènes CD200, Stagespecific embryonic antigen-4(SSEA-4) et CD49a 

permettent d’enrichir significativement la population de cellules stromales 

mésenchymateuses issues de la moelle osseuse (Delorme et al., 2008)(Gang et al., 2007)(Rider 

et al., 2007). Récemment, des résultats semblent montrer que les cellules stromales 

mésenchymateuses possèdent des marqueurs de péricytes (Zannettino et al., 2008). 

A l’état basal, les CSM expriment avec une faible densité les molécules HLA de classe I, mais 

n’expriment pas les antigènes HLA de classe II, ni les molécules de co-stimulation CD80, CD86 

et CD40.  

Les CSM se caractérisent également par la synthèse de facteurs de croissance et de cytokines 

(M-CSF, IL-6, IL-11, IL-15, SCF, VEGF) impliqués dans la régulation de l’hématopoïèse, les 

interactions cellulaires, l’angiogenèse et la modulation de la réponse immunitaire (Minguell et 

al., 2001). 

 

Tableau 2 : Les marqueurs des cellules stromales mésenchymateuses les plus fréquents . 

Les marqueurs positifs les plus 

fréquents 

Les marqueurs négatifs les plus fréquents 

CD105, CD90, CD44, CD73, CD29, CD13, 

CD34, CD146, CD106, CD166 et CD54. 

CD34, CD14, CD45, CD11b, CD49d, CD106, 

CD10 et CD31 

 

2.5 Morphologie cellulaire et capacité de prolifération des CSM  

Pendant leur prolifération en monocouche in vitro, les CSM peuvent produire des colonies 

de cellules d’allure fibroblastique, sous le terme Colony-forming unit-fibroblasts (CFU-Fs). C’est 

un des critères pour l’identification des CSM cultivées in vitro(Friedenstein et al., 1970).  Les 

CSM ont une forme de fuseau et ressemblent aux fibroblastes à l’état indifférencié (Roberts, 

2004). Une propriété intéressante des CSM est leur capacité d’adhérence au plastique. Cette 

propriété en permet l’isolement à partir de la moelle osseuse, contrairement aux CSH (Kassem, 

2004)(Rickard et al., 1996). De plus, les CSM ont un pouvoir de prolifération élevé. Les CSM se 

développent rapidement sous l’influence de mitogènes tels que le PDGF, le bFGF et l’IGF-

1(Colter et al., 2000)(Bianco et al., 2001). Ceci permet de créer facilement « une banque» de 

cellules souches. De plus, les CSM peuvent garder leur phénotype en culture sur plusieurs 

passages (Pittenger et al., 1999)(Leo and Grande, 2006) et conserver leur capacité à se 

différencier (Pereira et al., 1995)(Bhatia et al., 2005). 

 

2.6 La capacité de multipotence  

Les CSM sont capables de se différencier, dans des conditions de culture appropriées, non 

seulement en adipocytes (A)(Dennis et al., 1999), chondrocytes (C)(Kadiyala et al., 1997) et 
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ostéoblastes (O)(Bruder et al., 1997)(Bruder et al., 1998), mais aussi en cellules musculaires 

vasculaires lisses (Kashiwakura et al., 2003)(Fernandes et al., 2004)(Delorme et al., 

2009)(Kurpinski et al., 2010).  

2.6.1 Lignées mésodermiques 

L'une des propriétés des CSM est de se différencier en cellules des différentes lignées 

mésodermiques (Figure 4). Pour l’ adipogenèse, les CSM ont été cultivées dans un milieu de 

croissance supplémenté avec de la dexaméthasone, de l'indométhacine, de l'insuline et de 

l’isobutyle de méthyle xanthine pendant 21 jours, puis l'expression des gènes du peroxisome 

proliferator-activated receptor gamma(PPAR) et de la lipoproteine lipase (LPL) ont été 

analysées (Pittenger et al., 1999)(Rosen and MacDougald, 2006). PPAR-γ joue un rôle essentiel 

dans la différenciation adipocytaire par la régulation de la fonction des nombreux gènes 

spécifiques d'adipocytes (Rosen and Spiegelman, 2000). Il s’agit d'un facteur de transcription 

indispensable pour la différenciation adipogènique des CSM (Tontonoz et al., 1994)(Nuttall et 

al., 2013). In vitro les CSM traitées avec les thiazolidinediones (TZD), qui sont des agonistes de 

ligands de PPAR ont conduit à une meilleure adipogenèse et à l’inhibition de 

l'ostéoclastogenèse des CSM. Parmi les régulateurs de PPAR, c’est la voie Wnt-β-caténine 

canonique qui inhibe l'expression du PPAR (Takada et al., 2009). 

 

La méthode classique pour la différenciation de CSM en ostéocytes repose sur la culture 

des cellules avec de l’acide ascorbique, du β-glycérophosphate et de la dexaméthasone 

pendant 21 jours dans un milieu de croissance conditionné. L'induction ostéogénique des CSM 

a montré une augmentation de l'activité de la phosphatase alcaline pendant la dernière 

semaine de différenciation (Pittenger et al., 1999). Runx2 est le régulateur maître de 

l'ostéogenèse, il a également un rôle dans la formation du cartilage (Ducy et al., 1997)(Hinoi 

et al., 2006). Pendant le développement du squelette, l'expression de Runx2 commence au 

niveau de sites concentrés en CSM et son expression est détectable dans les différentes étapes 

de la formation osseuse (Franceschi et al., 2007). En outre, le rôle de Runx2 est contrôlé par 

des modifications post-traductionnelles (telles que la phosphorylation, l’ acétylation) et par 

des interactions avec d'autres co-activateurs et co-répresseurs (Franceschi et al., 2003)(Huang 

et al., 2007)(Wang et al., 2013)(Xiao et al., 2000). L’expression de Runx2 est régulée par 

plusieurs facteurs de transcription, tels que beta-catenine (β-catenin), msh homeobox 2 (Msx2), 

et distal-less homeobox 5 (Dlx5)(Huang et al., 2007). Runx2 agit sur la différentiation de CSM 

en réduisant l'adipogenèse tout en favorisant la différenciation ostéoblastique et 

chondrocytaire (Enomoto et al., 2004). Alors que Runx2 agit sur la différenciation 

ostéoblastique à des stades précoces, Osterix, un autre inducteur ostéogénique important, 

supprime la chondrogenèse et favorise la différenciation ostéoblastique à un stade ultérieur. 

 

Les CSM ont également le potentiel de se différencier en chondrocytes. Les cellules sont  
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cultivées dans un milieu supplémenté avec de l’insuline-transferrine-selenium, du pyruvate, 

de l’ascorbate 2-phosphate, de la dexaméthasone et du transforming growth factor-β III (TGF-

β III)(Mackay et al., 1998). La différenciation chondrocytaire est réalisée en culture 3D où les 

cellules se retrouvent en agrégats appelées pellets. Sox9 est un facteur de transcription 

essentiel et indispensable pendant la chondrogenèse (Shen et al., 2008)(Tsuchiya et al., 2003) et 

l’expression des gènes de la matrice extracellulaire du cartilage, incluant la chaine α de 

collagène de type II (Col21), le collagène de type 11 (Col11) et l’aggrécanne (de Crombrugghe 

et al., 2001)(Lefebvre et al., 1997)(McDowall et al., 1999)(Akiyama et al., 2002). Sox9, avec en 

aval les protéines Sox5 et Sox6, favorise la prolifération de chondrocytes, la maturation et la 

formation de la matrice extracellulaire (Akiyama et al., 2002)(Akiyama, 2008)(Ikeda et al., 

2004). En outre, TGF-ß joue un rôle important dans la différenciation chondrogénique, 

l'expression de collagène de type I, du collagène de type II et d'autres molécules dépend de la 

présence de TGF-ß (Chimal-Monroy and Díaz de León, 1999). De plus, il a un effet renforcé de 

manière synergique avec la BMP-2(Shen et al., 2008)(Mehlhorn et al., 2006)(An et al., 2010). 

 

Les CSM peuvent se différencier en d'autres lignées mésodermiques. Les CSM de rat cultivées 

avec 5-aza peuvent se différencier en myotubes multinucléés. Les CSM humaines se 

différencient également en cellules du muscle squelettique lorsqu’elles sont transfectées avec 

domaine intracellulaire notch (NICD)(Wakitani et al., 1995)(Dezawa et al., 2005). 

 

2.6.2 Lignées ectodermiques 

Malgré leur origine mésodermique, les CSM sont connues pour leur capacité de 

différenciation en lignées ectodermiques (Figure 4). Les CSM isolées provenant de différentes 

sources ont montré une différenciation en cellules neuronales. Plusieurs facteurs de croissance 

comme le facteur de croissance des hépatocytes (HGF) ou le facteur de croissance des 

fibroblastes (FGF) ont été utilisés dans le milieu de différenciation neuronal avec succès. Des 

phénotypes neuronaux spécifiques ont été obtenus (Naghdi et al., 2009)(Datta et al., 

2011)(Barzilay et al., 2008)(Safford et al., 2002)(Kang et al., 2003). 

 

2.6.3 Lignées endodermiques 

Les CSM humaines ont été différenciées en β-cellules productrices d'insuline in vitro et 

transplantées à des souris diabétiques pour corriger l'état hyperglycémique (Tang et al., 

2012)(Gabr et al., 2013). La capacité de CSM de se différencier en hépatocytes a également 

été mise en évidence. 
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Figure 4 : La capacité de différenciation des cellules souches 

(http://www.ncmr.co.jp/en/technology/#tch01).  

 

2.7 Une capacité de trans-différenciation in vitro 

Cette propriété désigne la possibilité qu’aurait une cellule déjà engagée dans une voie de 

différenciation de changer de cap et d’emprunter une autre route. Par exemple, Des 

ostéoblastes obtenus après différenciation de CSM de moelle osseuse ont été capables de 

subir une trans-différenciation en adipocytes et en chondrocytes (Song and Tuan, 2004)(Deng 

et al., 2005). 

 

2.8 Immunomodulation 

In vitro, les cellules stromales mésenchymateuses possèdent un effet direct sur les 

lymphocytes T ou B et les cellules natural killer (Figure 5). Les cellules stromales 

mésenchymateuses inhibent la prolifération des lymphocytes T stimulés avec des mitogènes, 

par des cellules allogéniques ou par des anticorps anti-CD3 et anti-CD28 (Nicola et al., 2002)(Le 

Blanc et al., 2003)(Tse et al., 2003)(Maitra et al., 2004)(Bhatia et al., 2005). Par ailleurs, les 

cellules stromales mésenchymateuses induiraient in vitro une population de lymphocytes T 

régulateurs CD4+ CD25+ Forkhead Box P3+ (FOXP3) dans des co-cultures avec des cellules 

mononuclées du sang périphérique ou par un mécanisme dépendant de HLA-G5 (Prevosto et 

al., 2007)(Selmani et al., 2008). Les mécanismes moléculaires responsables des propriétés 

immunosuppressives des CSM sont encore mal connus. Au moins en partie, l’inhibition de la 

prolifération T semble dépendre de contacts entre les deux populations cellulaires, conduisant 

à la production de cytokines inflammatoires comme l’IFN- (Krampera et al., 2006) ou l’IL-1β

http://www.ncmr.co.jp/en/technology/#tch01
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(Groh et al., 2005). L’IFN-γest une cytokine capitale dans les défenses anti-infectieuses, 

l’inflammation et l’auto-immunité. En présence d’ IFN-γ, les cellules stromales 

mésenchymateuses semblent renforcer leur propriétés immunosuppressives sur les 

lymphocytes T en augmentant l’expression de molécules inhibitrices, telle que l’indoleamin 

2,3-dioxygenase (IDO), l’human B7 homolog 1 (B7-H1) ou l’inducible nitric oxide synthase 

(iNOS)(Meisel et al., 2004)(Ren et al., 2008). 

Les première études réalisées dans les modèles murins ont démontré que les CSM étaient 

capables d’inhiber la prolifération des lymphocytes B, stimulés par un anti-CD40L et par l’IL-4 

(Aggarwal and Pittenger, 2005). Chez l’homme, Corcione et al.(Corcione et al., 2006) ont évalué 

et montré les capacités immunosuppressives des CSM vis-à-vis de cellules B stimulées par des 

anticorps anti-IgG, du CD40L soluble et des cytokines(IL-2 et IL-4). 

Les cellules stromales mésenchymateuses ont été décrites comme inhibant la 

prolifération et la cytotoxicité des cellules natural killer (NK) induites par l’IL-2 ou l’IL-15  

(Krampera et al., 2006)(Sotiropoulou et al., 2006)(Maccario et al., 2005)(Aggarwal and 

Pittenger, 2005)(Rasmusson et al., 2003). 

L’effet immunomodulateur des CSM peut également s’expliquer par leur capacité à inhiber 

la différenciation des monocytes ou des progéniteurs CD34 en cellules dendritiques 

(CD)(Nauta et al., 2006). En effet, en présence de cellules stromales mésenchymateuses, les 

marqueurs CD11c, CD83, CD80, CD86 et le complexe majeur d’histocompatibilité (CMH) de 

classe II sont diminués , de même, une diminution de la production de cytokines(TNF-, IFN-

 et IL-12) et une augmentation de la production d’IL-10 ont été observées (Beyth et al., 

2005)(Aggarwal and Pittenger, 2005)(Jiang et al., 2005)(Zhang et al., 2004). 

 

2.9 Les CSM et leurs applications cliniques 

Par leur potentiel de différenciation, leur production de cytokines, de facteurs trophiques 

et leurs actions immuno-suppressives, les CSM sont un outil thérapeutique tant en médecine 

régénérative que dans le traitement des pathologies immunitaires et inflammatoires. Un revue 

à ce sujet a été rédigée dans le cadre de ma thèse et publiée début 2015 (Stoltz et al, Bio-

Medical Materials and Engineering 2015;25(1 Suppl):3-26).  
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Figure 5 : Immunomodulation induite par les CSM. (d’après J.Larghero et al. 2009). 
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3. Le vieillissement des CSM 
Les cellules souches mésenchymateuses adultes constituent un outil intéressant pour les 

thérapies cellulaires autologues et/ou allogéniques. Bien que différentes sources de CSM 

soient aujourd’hui proposées, la moelle osseuse reste l’une des plus utilisées. De plus, la 

population âgée représente une grande partie de patients concernés. Par conséquent, les 

effets de l'âge des donneurs sur les propriétés des CSM in vivo sont des considérations 

importantes à tenir compte, en particulier dans le cadre des thérapies autologues. Par ailleurs, 

les CSM représentent une faible fraction des cellules mononuclées de la moelle osseuse, 

l’isolement et l’expansion sont des étapes essentielles pour obtenir une quantité suffisante de 

cellules pour leur utilisation en clinique, leur vieillissement in vitro est donc également un 

aspect important à tenir compte. 

3.1 Les CSM et le vieillissement in vivo 

Avec l'âge, l'homéostasie et les activités de régénération des tissus diminuent et ceci peut 

être attribué, entre autres, au dysfonctionnement des cellules souches. Il est ainsi important 

de comprendre la relation entre la fonction des cellules souches et les propriétés des tissus 

âgés. Selon la littérature, les CSM seraient sensibles au vieillissement de leur environnement 

in vivo et également le vieillissement de CSM pourraient contribuer au développement des 

maladies liées à l'âge. Par exemple, il a été supposé que l'ostéoporose serait en partie due à 

un déficit de de la différenciation ostéogénique de CSM (Turgeman et al., 2002)(Rodríguez et 

al., 1999). Un autre exemple concerne le syndrome métabolique, qui pourrait être lié à une 

perturbation de la fonction des CSM (Mansilla et al., 2011). En effet, les demandes importantes 

d'adipogenèse dans ce syndrome peuvent contribuer à l’épuisement de CSM. De plus, le 

diabète de type 2 qui est observée dans le syndrome métabolique peut également provoquer 

un dysfonctionnement CSM par la génération de AGEs (advanced glycation end 

products)(Mansilla et al., 2011). 

3.2 Le vieillissement de cellules souches 

Les cellules souches adultes sont exposés aux mêmes facteurs qui conduisent à des 

changements liés à l'âge, cependant les cellules souches doivent résister à ces changements 

et s’auto-renouveler pour assurer le fonctionnement et l'homéostasie tissulaire normale 

pendant la vie (Rando, 2006)(Sharpless and DePinho, 2007)(Jones and Rando, 2011). A long 

terme, les cellules souches adultes, en particulier dans les renouvellement des tissus, vont 

subir de nombreux cycles de division cellulaire pour maintenir l'homéostasie tissulaire (Fuchs 

et al., 2001)(van der Flier and Clevers, 2009). Au cours de chaque cycle de réplication de l'ADN, 

différents processus, y compris le raccourcissement des télomères et les réarrangements 

chromosomiques peuvent conduire à la sénescence cellulaire (Ben-Porath and Weinberg, 

2005)(Campisi and d’ Adda di Fagagna, 2007)(Baxter et al., 2004a).      

 



30 
 

3.2.1 Les propriétés de CSM-MO en fonction de l’âge du donneur 

Différents travaux dans la littérature étudient les effets de l'âge des donneurs sur les 

propriétés des CSM. Les principaux résultats concernant les CSM humaines provenant de la 

moelle osseuse sont présentés dans le Tableau 3.  

Le nombre de colonies produites à partir de moelle osseuse peut être utilisé pour 

déterminer la fréquence de CSM dans celle-ci. Ainsi, des nombreuses études ont utilisé cet 

essai (CFU-F) pour tester la fréquence CSM in vivo. En 2006, Sethe et al montrent une 

diminution de la fréquence de CFU-F avec l'âge des donneurs. Des études ultérieures sont en 

accord avec ce consensus et proposent que cet phénomène peut-être à la sensibilité accrue à 

la sénescence (Kasper et al., 2009)(Geißler et al., 2012). Néanmoins, des autres études 

montrent qu’il n’y aurait pas de différence concernant la fréquence de CFU-F entre les 

donneurs jeunes et les donneurs âgés. 

D’ailleurs, il y existe également des désaccords sur l'effet de l’âge du donneur sur la 

capacité proliférative des CSM-MO. Bien que la majorité des études ait rapporté une 

diminution de la capacité de prolifération avec l'âge du donneur, certaines études n’ont trouvé 

aucune différence pour la capacité de prolifération entre les CSM-MO provenant de donneurs 

d’âges différents. Cependant, il faut souligner que ces dernières études ont comparé de 

groupes des donneurs avec des âges plus rapprochés par rapport aux études précédentes.  

L'effet de l’âge des donneurs sur le potentiel de différenciation des CSM-MO a également 

était étudié. La plupart des études concernant ce point ont été réalisés in vitro. L’hypothèse 

selon laquelle avec l'âge les CSM-MO perdraient leur potentiel ostéogénique et 

augmenteraient leur potentiel adipogénique a été validé dans certains études et contredit par 

d’autres. En effet, beaucoup d’études ont montré que les CSM-MO gardent leur potentiel de 

différenciation adipogénique pendant la vie. En revanche les résultats sur la capacité de 

différenciation ostéogénique et chondrogénique sont contradictoires.  

La senescence des CSM-MO liée à l'âge des donneurs a été également étudié. Une 

diminution de la longueur des télomères des CSM-MO liée à l'âge a été trouvé dans certaines 

études, tandis que d’autres études montrent que l’âge du donneur n’influence pas la longueur 

de telomères des CSM-MO. En même temps une augmentation de l’activité β-Galctosidase 

dans les CSM-MO liée l’âge des donneurs a été retrouvée. 

Des études ce sont concentré sur l’expression génique des CSM-MO en fonction de l’âge 

des donneurs. Les analyses de l'expression génique des CSM-MO provenant des donneurs 

jeunes par rapport à celles provenant de donneurs âgés ont révélé des changements 

concernant des gènes impliqués dans la différenciation, la réponse inflammatoires, le cycle 

cellulaire et certains facteurs de croissance. Par exemple, une augmentation de l'expression 

de gènes suppresseurs de tumeurs p53 et p21 avec l’âge des donneurs a été montré.  

D’autres données suggèrent également des changements de CSM-MO en fonction de l’âge 

dans l’adhésion, la migration, la résistance au stress oxydant et la sécrétion de cytokines. Ces 

modifications peuvent jouer un rôle important sur la guérison des tissus traités par les CSM-
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MO.  

 

Tableau 3 : études sur l’effet de l’âge du donneur sur le potentiel des CSM-MO d’origine 

humain (liste non exhaustive). 

Propriétés 

 

Effet de l’âge 

 

Références  

 

Fréquence de CSM-MO  

 

↓ 

 

 

→ 

(Sethe et al., 2006a)(Nishida et al., 1999)(Baxter et al., 2004a)(Stolzing 

et al., 2008a) 

 

(Oreffo et al., 1998a)(Muschler et al., 2001)(Dexheimer et al., 2011a) 

Prolifération  ↓ 

 

 

 

 

 

→ 

(Baxter et al., 2004a) (Stenderup et al., 2003)(Nishida et al., 

1999)(Phinney et al., 1999) (Mendes et al., 2002)(Zhou et al., 

2008a)(Fickert et al., 2010)(Stolzing et al., 2008a)(Dexheimer et al., 

2011a)(Fan et al., 2010a)(Sun et al., 2011)(Yu et al., 2011)(Han et al., 

2012)(Zaim et al., 2012a) 

  

(Scharstuhl et al., 2007)(Stenderup et al., 2001)(Suva et al., 2004)(Payne 

et al., 2010)(Siegel et al., 2013a)(Wagner et al., 2009a) 

CFU-F 

 

↓ 

 

→ 

(D’Ippolito et al., 1999)(Oreffo et al., 1998a)(Baxter et al., 2004a)  

 

(Stenderup et al., 2001)(Beane et al., 2014) 

Adipogénèse 

 

→ 

 

 

↓ 

(Murphy et al., 2002)(Stenderup et al., 2003)(Stolzing et al., 

2008a)(Dexheimer et al., 2011a) 

 

(Zaim et al., 2012a) 

Osteogénèse 

 

↓ 

 

 

 

 

→ 

(Baxter et al., 2004a)(D’Ippolito et al., 1999)(Nishida et al., 1999)(Oreffo 

et al., 1998a)(Phinney et al., 1999)(Zhou et al., 2008a)(Mueller and 

Glowacki, 2001)(Stolzing et al., 2008a)(Sun et al., 2011)(Zaim et al., 

2012a)  

 

(Murphy et al., 2002)(Stenderup et al., 2003)(Leskelä et al., 

2003)(Stenderup et al., 2001)(Mendes et al., 2002)(Siddappa et al., 

2007)(Fickert et al., 2010)(Dexheimer et al., 2011a)  

Chondrogénèse 

 

→ 

 

 

↓ 

(Murphy et al., 2002)(Scharstuhl et al., 2007)(Hermann et al., 

2010)(Dexheimer et al., 2011a)(Zaim et al., 2012a) 

  

(Payne et al., 2010)(Stolzing et al., 2008a)(Beane et al., 2014) 

Longueur des télomères 

 

↓ 

 

→ 

(Baxter et al., 2004a)  

 

(Hermann et al., 2010)  

Activité β-gal (pH 6) ↑ (Stenderup et al., 2003)(Zhou et al., 2008a)  

Apoptose, P53 ↑ (Zhou et al., 2008a)(Stolzing et al., 2008a)   
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3.2.2 Les propriétés de CSM-MO selon l’expansion in vitro 

Comme précédemment décrit, les CSM représentent une faible fraction des cellules 

mononuclées de la moelle osseuse, l’isolement et l’expansion in vitro sont des étapes 

essentielles pour obtenir une quantité suffisante pour des applications thérapeutiques. C’est 

donc important de considérer les effets de la culture à long terme in vitro sur la fonction des 

CSM-MO. Certains résultats des études réalisés à ce sujet sont ressemblés dans le Tableau 4. 

En générale, une diminution du potentiel de prolifération et de différenciation de CSM-MO en 

fonction du temps d’expansion in vitro est remarqué (Wagner et al., 2010a).  

Dans les conditions actuelles de culture in vitro, les calculs montrent que la prolifération 

des CSM reste dans la limite de Hayflick de 50 doublements in vitro. Par contre, les CSM 

obtenues à partir de donneurs âgés présentent une diminution de leur prolifération avec un 

maximum de 25 doublements (Stenderup et al., 2003). La limite de Hayflick prend en compte 

le nombre total de divisions cellulaires qui ont eu lieu in vivo plus les divisions en culture. Ceci 

explique pourquoi les cellules en culture deviennent sénescentes et pourquoi la sénescence 

peut survenir plus tôt dans les cultures de cellules des personnes âgées. Cette forme de 

sénescence est causée par plusieurs facteurs, notamment le raccourcissement progressif des 

télomères au cours de la culture continue in vitro (Stenderup et al., 2003)(Wagner et al., 2009a) 

(Bork et al., 2010) attribuable à l'absence d'activité télomérase (Simonsen et al., 2002). Les 

mécanismes conduisant à la sénescence des CSM-MO ont été explorées dans les cellules de 

patients avec lupus érythémateux disséminé (SLE) qui ont des capacités de prolifération 

diminuées. Dans ces cellules, l'expression de gènes p16 qui est lié à la sénescence a été 

augmentée (Gu et al., 2012). D’autres facteurs qui affectent la croissance CSM-MO in vitro 

comprennent la densité d’ensemencement, les substrats de culture et la tension ambiante 

d'oxygène (Kasper et al., 2009)(Geißler et al., 2012). 
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Tableau 4 : études sur l’effet de l’expansion in vitro sur le potentiel des CSM-MO d’origine 

humain (liste non exhaustive). 

Propriétés 

 

Effet du passage 

 

Références  

 

Prolifération  

 

↓ 

 

(Baxter et al., 2004a)(Park et al., 2005)(Banfi et al., 

2000)(Stenderup et al., 2003)(Baxter et al., 

2004a)(Siddappa et al., 2007)(Dexheimer et al., 2011a)  

Adipogénèse ↓ (Baxter et al., 2004a)(Park et al., 2005)(Banfi et al., 

2000)(Stenderup et al., 2003)(Siddappa et al., 2007)  

Osteogénèse 

 

→ 

 

↓ 

(Baxter et al., 2004a)(Banfi et al., 2000) 

 

(Stenderup et al., 2003)(Siddappa et al., 2007)(Fickert et 

al., 2010) 

Chondrogénèse → (Banfi et al., 2000)  

Longueur des télomères ↓ (Baxter et al., 2004a)(Stenderup et al., 2003)  

Activité β-gal (pH 6) ↑ (Park et al., 2005)(Stenderup et al., 2003)  

Inhibiteurs du cycle cellulaire 

(p16, p21) 

↑ 

 

(Park et al., 2005)  

 

3.2.3 L’effet du vieillissement sur de CSM d’autres sources 

 

En parallèle, l’effet de l’âge du donneur et de l’expansion in vitro sur le potentiel de CSM 

adultes d’autres sources, comme les CSM du tissu adipeux ou les CSM du ligament parodontal, 

a été rapporté. Des études montrent qu’au cours de l’amplification in vitro les cellules souches 

mésenchymateuses du tissu adipeux gardent leur potentiel de prolifération (Chen et al., 2012), 

tandis que la capacité de prolifération et différenciation ostéogénique et chondrogénique 

diminue quand l’âge du donneur augmente (Choudhery et al., 2014)(Yang et al., 2014)(Alt et 

al., 2012)(Chen et al., 2012). Zhang et al ont montré une diminution de la capacité de 

prolifération et la multipotence de cellules souches du ligament parodontal en fonction de 

l’âge des donneurs (Zhang et al., 2012).  
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4. La sénescence 

4.1 Le vieillissement  

Le vieillissement est une caractéristique universelle des organismes biologiques. Parmi les 

organismes multicellulaires, le vieillissement est marqué par un déclin progressif de la fonction 

des cellules et des tissus. Dans les organismes avec des tissus renouvelables, le vieillissement 

est également marqué par une augmentation des hyperplasies, la plus grave est le cancer. Chez 

les mammifères, la dégénérescence liée à l'âge donne lieu à des pathologies bien connues, 

telles que l’arthrose, la sarcopénie, l'athérosclérose et l'insuffisance cardiaque, l'ostéoporose, 

la dégénérescence maculaire, l’insuffisance pulmonaire, une l’insuffisance rénale, la 

neurodégénérescence (tels que la maladie d'Alzheimer et la maladie de Parkinson), et 

beaucoup d'autres. 

Le vieillissement entraîne un autre phénomène : pour retrouver leur fonction, les cellules 

prolifèrent de façon inappropriée (hyperplasie). En outre, grâce à l'instabilité génomique, ces 

changements permettent aux cellules d'acquérir des phénotypes qui augmentent leurs 

capacités à proliférer, migrer et coloniser ; pour la survie dans un environnement hostile ; et 

d’échapper ainsi au système immunitaire. Ces phénotypes sont caractéristiques du cancer  

(Hanahan and Weinberg, 2011). Il y a de plus en plus d’études qui montrent que la sénescence 

cellulaire est en relation avec plusieurs pathologies du vieillissement, à la fois dégénératives et 

hyperplasiques. La sénescence cellulaire ne permet pas d’expliquer tous les phénotypes de 

vieillissement. Toutefois, un grand nombre de pathologies du vieillissement ont été liés 

directement ou indirectement à la sénescence cellulaire.  

Ci-dessous nous allons discuter les caractéristiques de la sénescence, ses mécanismes et 

causes ainsi que les marqueurs de sénescence. Sont discutés également la régulation de la 

réponse de la sénescence et ses conséquences sur le vieillissement (Campisi, 2013). 

 

4.2 La sénescence   

4.2.1 Définition de la sénescence 

La sénescence cellulaire est essentiellement un arrêt du cycle cellulaire. Le phénotype 

sénescent est extrêmement stable, la sénescence est souvent décrite comme un état 

‘irréversible’ ou ‘permanent’ d'arrêt du cycle cellulaire qui doit être distingué de l'état de repos 

ou quiescence qui est lui, réversible. Le phénotype de sénescence a tout d’abord été identifié 

dans des fibroblastes diploïdes (HDFS) génétiquement normaux, qui «refusaient» de proliférer 

indéfiniment en culture (Hayflick, 1998). Ce phénomène a été attribué à l’insuffisance de 

nutriments essentiels dans le milieu de culture. Ensuite il a été attribué aux limites imposées 

par les télomères. Lorsque les HDFS deviennent sénescentes, outre le fait que le cycle cellulaire 

s’arrête, la morphologie cellulaire change drastiquement. Généralement, les cellules ont élargi 

leur cytoplasme et noyau, les nucléoles sont devenus proéminents et de nombreuses vacuoles 
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cytoplasmiques ont apparu. 

 

4.2.2 Découverte de la senescence 

Les cellules normales possèdent une capacité de division limitée. A partir d’un point 

appelé « limite de Hayflick », les cellules se divisent de plus en plus lentement jusqu’à un arrêt 

du cycle cellulaire en phase G1 (Hayflick, 1998)(Shay and Wright, 2000). Les cellules 

somatiques ne peuvent se diviser qu'un nombre limité de fois (environ 50 fois chez l'homme) 

avant de mourir. A l'approche de cette limite, les cellules présentent un arrêt de la croissance 

puis un arrêt irréversible du cycle cellulaire associé à des modifications morphologiques et 

fonctionnelles des cellules (Goldstein, 1990). Ce phénomène appelé sénescence réplicative a 

été décrit pour la plupart des types cellulaires différenciés (Vojta and Barrett, 1995). Les 

cellules sénescentes sont bloquées en phase G0 du cycle cellulaire et, contrairement à l'état 

quiescent, sont incapables d'entrer en phase S du cycle cellulaire en réponse à des mitogènes 

(Cristofalo et al., 1989)(Cristofalo et al., 2004). Ces cellules montrent des caractéristiques 

morphologiques particulières tel un cytoplasme plus grand et granulaire, un niveau élevé 

d'enzymes de la matrice extracellulaire associé à une diminution des inhibiteurs des 

métalloprotéinases matricielles (TIMP) (Cristofalo et al., 2004). Cet état est aussi associé à de 

nombreux changements du métabolisme cellulaire, notamment une activité accrue de 

l'activité β-galactosidase (Dimri et al., 1995) et une résistance à I’apoptose (Chang, 

1997)(Hampel et al., 2005). Ce phénomène s'appuie sur l'organisation même du génome des 

cellules eucaryotes. L'horloge qui contrôle l'induction de ce processus est le raccourcissement 

des télomères (Blackburn, 2001) (Harley et al., 1990)(Holt et al., 1996). La sénescence peut 

également être causée par l'exposition aiguë ou chronique à d'autres signaux de stress 

physiologiques indépendamment de la longueur des télomères, ce phénomène est appelé 

sénescence prématurée (stress induced premature senescence SIPS). 

Alors que la théorie selon laquelle les voies suppresseurs de tumeurs comme p53 et p16 

/ Rb sont impliquées dans la sénescence est largement acceptée, les mécanismes précis sont 

encore inconnus. Des études récentes supposent que la sénescence cellulaire est un 

phénomène complexe initié par des réseaux de programmes effecteurs. L'équilibre et la 

qualité des différents réseaux dépendent du type cellulaire, la nature du stress ainsi que de 

l’environnement.  

4.3.3 Types de sénescence 

La sénescence cellulaire peut être subdivisée en deux catégories. La première est la 

sénescence réplicative, observée après un certain nombre de cycles de division cellulaire 

comme une perte de la capacité réplicative des cellules diploïdes normales proliférantes 

(«limite de Hayflick"). Ce type de sénescence est la conséquence d'un raccourcissement 

progressif des télomères à chaque division cellulaire jusqu'à ce qu'une cellule atteigne l'état 

de dysfonctionnement des télomères. La deuxième catégorie, indépendante du 
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raccourcissement des télomères ou de leur dysfonctionnement est appelée sénescence 

cellulaire prématurée (Sherr and DePinho, 2000a). Le stress cellulaire persistant, y compris des 

dommages oxydatifs de l'ADN menant au stress (Campisi and d’ Adda di Fagagna, 2007)(Shay 

and Wright, 2000), l'activation des oncogènes (Di Micco et al., 2006) et la perte de gènes 

suppresseurs de tumeurs (Sherr and McCormick, 2002) sont parmi les facteurs et les 

mécanismes induisant la sénescence prématurée des cellules. 

 

4.3.3.1 Sénescence réplicative 

4.3.3.1.1 Télomères 

4.3.3.1.1.1 Les télomères : structure et fonction 
Les télomères sont des séquences nucléotidiques répétitives situées à l'extrémité des 

chromosomes linéaires qui se raccourcissent à chaque cycle de division, une situation connue 

sous le problème de réplication d'extrémité (Figure 6) (Gilson and Géli, 2007) (Verdun and 

Karlseder, 2007).  

Les télomères peuvent être considérés comme des bouchons de protection pour les 

chromosomes, composés de séquences d'ADN répétées liées par une série de protéines 

spécialisés. Ils ont un rôle essentiel dans la stabilité et la protection des extrémités des 

chromosomes contre la dégradation enzymatique, la recombinaison et les fusions 

interchromosomiques. 

 

Figure 6 : Les télomères (en jaune) sont formés de complexes nucléoprotéiques qui coiffent 

l'extrémité des chromosomes (bleu). (d'après http://medicalschool.tumblr.com) 

La longueur des télomères varie entre des organismes, plusieurs centaines de paires de 

bases d'ADN dans la levure par rapport à des dizaines de kilobases (kb) chez les mammifères 

(Palm and de Lange, 2008a). Chez l'homme, les télomères contiennent entre 5000 et 15000 

kb. Les télomères sont composés d’une région double-brin comportant la répétition du motif 

télomérique GGGTTA prolongée par un ADN simple-brin riche en guanine ( brin G) (Nguyen et 

al., 2013)(Zimmermann et al., 2014). La structure des télomères forme une large boucle (T-

http://medicalschool.tumblr.com/
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loop : telomeric loop) qui protégerait l'extension 3' simple brin terminale du télomère de 

l'attaque d'enzymes (exonucléases) et de la fusion télomérique (Nguyen et al., 2013). Cette 

boucle télomérique serait créée à la suite du repliement du brin 3' dans le double brin 

télomérique, où il s'hybride au brin qui lui est complémentaire, formant la boucle D (D-loop : 

displacement loop) (Figure 7). Cette structure est stabilisée par des protéines qui se fixent 

directement sur I'ADN télomérique double brin telles que TRFI et TRF2 ou se lient à l'extrémité 

3' simple brin comme Pot1 et les ribonucléoprotéines nucléaires hétérogènes hnRNP (Kibe et 

al., 2010). La protéine TRF2 est un facteur important pour la formation et la stabilité de la 

boucle T. Les protéines TIN2, TPPI et Rapl interagissent avec TRFI et 2 pour former un complexe 

appelé shelterine (Palm and de Lange, 2008b)(Xin et al., 2008). Cette structure a pour fonction 

de protéger l’extrémité terminale des chromosomes de la dégradation par les nucléases et des 

fusions chromosomiques. Ce complexe ADN-protéine a également pour rôle d'empêcher la 

reconnaissance des extrémités des chromosomes comme cassure double brin par les systèmes 

de vérification de dommages de I'ADN. Une troisième fonction bien caractérisée chez la levure 

Saccharomyces cerevisiae et décrite chez la souris et les cellules humaines, serait de rendre 

silencieux les gènes proches de la région sous-télomériques (Baur et al., 2001)(Pedram et al., 

2006).  

 

Figure 7 : Structure de l'extrémité des télomères (de Lange, 2009). 

 

4.3.3.1.1.2 Le raccourcissement des télomères et âge  

A la naissance, la longueur des télomères est génétiquement déterminée, puis elle 

diminue avec I ‘âge (Figure 8) (Jeanclos et al., 2000)(Jiang et al., 2010)(Vera and Blasco, 2012). 

Généralement les cellules somatiques humaines manquent d’un mécanisme pour compenser 

la perte de l'ADN à partir du terminus de chromosome, les cycles de réplication conduisent 

donc à un raccourcissement progressif des télomères. A chaque réplication cellulaire, en 
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l'absence de la télomérase (voir plus loin), les télomères se raccourcissent jusqu'à atteindre 

une taille critique où toute réplication cellulaire devient impossible. Cette limite se situe pour 

les mammifères aux alentours de 5Kb (Harley et al., 1990)(Shalev et al., 2013). Le 

raccourcissement des télomères dépend du nombre de réplications cellulaires et du nombre 

de bases perdues à chaque réplication (Blackburn, 2001)(Harley et al., 1990). Le nombre de 

réplications cellulaires est spécifique à chaque tissu et à chaque type cellulaire ; il a en effet 

été montré que les tissus ayant une faible capacité réplicative (muscle, cerveau) ne présentent 

pas de réduction significative de la taille des télomères avec l'âge alors que l'on observe une 

diminution sur les cellules à forte activité réplicative (Chang and Harley, 1995). 

 

 

Figure 8 : Relation entre I ‘âge et la longueur des télomères dans le plasma humain mesurée 

par ELISA (d’après (Jiang et al., 2010)). 

 

Cependant, dans certaines circonstances, comme l'embryogenèse ou chez les cellules 

souches, les cellules doivent être capables de se diviser sans raccourcissement des télomères. 

Dans ces situations, une transcriptase inverse spécialisée, appelée télomérase, ajoute de l’ADN 

à l'extrémité des chromosomes pour compenser la séquence perdue au cours de la réplication 

de l'ADN (Hiyama and Hiyama, 2007)(Osterhage and Friedman, 2009). Il s’agit d’un complexe 

ribonucléoprotéique comprenant une sous-unité protéique (TERT, Telomerase Reverse 

Transcriptase) qui possède l’activité catalytique et qui est associée à une sous-unité d’ARN (TR , 

Telomeric RNA) contenant le motif CCCCAA qui sert de matrice pour synthétiser les répétitions 

télomériques (Chan and Blackburn, 2004)(Nandakumar and Cech, 2013). Le nombre et le type 

de télomérase varient largement entre les espèces (Weng and Hodes, 2000)(Wright and Shay, 

2000)(Zeng and Rao, 2007). Chez la souris, par exemple, de nombreuses cellules sont 

télomérase positive. Cependant, chez l'Homme, de telles cellules sont rares (Effros et al., 

2003)(Masutomi et al., 2003). Par contre, les cellules de la lignée germinale et de nombreuses 

cellules cancéreuses expriment TERT. En outre, l'expression ectopique de hTERT est une 



39 
 

pratique courante in vitro ce qui empêche le raccourcissement des télomères et la sénescence 

causés par le problème de réplication. Il permet l'immortalisation de cellules humaines 

primaires (Shay and Bacchetti, 1997). Toutefois, la télomérase ne peut pas empêcher la 

sénescence causée par des dommages l'ADN non télomérique ou d'autres inducteurs de 

sénescence (Chen et al., 2001). 

4.3.3.1.1.3 Réplication des télomères  

L'ADN parental est répliqué par un mécanisme semi-conservatif. Les polymérases ne 

synthétisant l'ADN que dans une seule direction (de 5' vers 3’), les deux brins d'ADN de chaque 

chromosome doivent être répliqués par des processus différents. La réplication discontinue 

utilise des amorces ARN pour la synthèse de courts segments d'ADN appelés fragments 

d'Okazaki. Lorsque la fourche de réplication atteint I’extrémité d'un chromosome, la synthèse 

discontinue reste incomplète puisque l'amorce d'ARN du dernier fragment d'Okazaki est 

dégradée sans être remplacée (Figure 9). A chaque division cellulaire, une zone d'ADN non 

répliquée est donc créée aux extrémités des chromosomes, causant un raccourcissement 

progressif des télomères. Ce phénomène, associé à une dégradation nucléotidique des 

extrémités des chromosomes sur le brin retard se terminant en 5', entraîne chez l'homme un 

raccourcissement estimé à 100 pb par division cellulaire. Pour compenser la perte d'ADN 

télomérique durant la réplication, la télomérase est capable de synthétiser et d'ajouter de 

nouvelles séquences nucléotidiques à l'extrémité des chromosomes. 

 

Figure 9 : Réplication semi-conservative de l'ADN.  
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4.3.3.1.2 Le raccourcissement des télomères induit la sénescence 

Chez l’homme, il a été montré que le raccourcissement de télomères induisait la 

sénescence (Blackburn, 1991)(Rodier et al., 2005). Ainsi, la division cellulaire répétée en 

l'absence de télomérase aboutit finalement à un ou plusieurs télomères raccourcis et en 

conséquence non fonctionnels. Le dysfonctionnement de télomères provoque une réponse 

aux dommages de l'ADN (DDR pour DNA damage response) (Herbig et al., 2004) (Fagagna et 

al., 2003a)(Takai et al., 2003)(Gire et al., 2004a). La DDR est associée à l'apparition de foyers 

de la forme phosphorylée de l’histone H2AX (-H2AX), un marqueur de sites de cassures de 

l’ADN, et des protéines de DDR 53BP1, NBS1 et MDC1. En outre, les kinases ATM et ATR sont 

activés dans les cellules sénescentes (Fagagna et al., 2003b). Après amplification du signal DDR, 

ces kinases activent les kinases CHK1 et CHK2. La communication entre les facteurs associés 

au DDR et la machinerie du cycle cellulaire est provoquée par phosphorylation et activation 

de plusieurs protéines du cycle cellulaire, y compris CDC25 (famille de phosphatases) et p53 

(Fumagalli et al., 2012) (Zglinicki et al., 2005) (Hemann et al., 2001) (Fagagna et al., 2003c). 

Ensemble, ces changements peuvent induire un arrêt de la prolifération transitoire, 

permettant aux cellules pour réparer leur dommage. Toutefois, si les dommages de l'ADN 

dépassent un certain seuil, les cellules sont destinés soit à l'apoptose soit à la sénescence 

(Martens et al., 2000). Les facteurs entraînant ce résultat différentiel sont encore inconnus, 

mais le type de cellule et l'intensité et la durée du signal, ainsi que la nature des dommages, 

sont susceptibles d'avoir des rôles importants (d’ Adda di Fagagna, 2008). 

Autre p53, la sénescence réplicative est lié au suppresseur de tumeur RB et ses partenaires 

de signalisation, y compris p16INK4a. En effet, l’activation à la fois du voies p53 et p16Ink4a-

RB est essentielle pour l'induction de la sénescence dans une variété de souches de cellules 

humaines (Ben-Porath and Weinberg, 2005)(Campisi, 2005). 

 

4.3.3.2 Sénescence prématurée 

La sénescence peut également être induite indépendamment du raccourcissement des 

télomères ou du dysfonctionnement télomèrique, par une variété de conditions. Ce type de 

sénescence a été appelé sénescence prématurée. Divers stimuli peuvent ainsi induire un état 

sénescent comme la surexpression de certains oncogènes (Land et al., 1983), le stress oxydant 

(Sherr and DePinho, 2000b) (von Zglinicki et al., 1995) ou des conditions de culture 

inadéquates (Wright and Shay, 2002)(Forsyth et al., 2003)(Parrinello et al., 2003)(Benanti and 

Galloway, 2004). En effet, les cellules cultivées in vitro après leur obtention à partir des organes 

doivent s’adapter à un environnement artificiel qui est caractérisé par des concentrations 

anormales de nutriments et de facteurs de croissance et la présence de niveaux d’O2, ainsi que 

l'absence de cellules environnantes et des composants de la matrice extracellulaire. Un ou 

plusieurs de ces conditions peuvent provoquer un stress, ce qui conduit à la sénescence induite 
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par stress (Sherr and DePinho, 2000b). Ce type d'arrêt du cycle cellulaire est indépendant de 

la longueur des télomères. Il est également présent dans les cellules de souris qui expriment 

la télomérase (Prowse and Greider, 1995) et qui ont de télomères longues (Kipling and Cooke, 

1990). L’allongement de la durée de vie des cellules peut être obtenue en culture dans un 

milieu non supplémenté en sérum avec un certain nombre de facteurs de croissance (Loo et 

al., 1987) ou par la mise en culture dans des conditions physiologiques d’oxygène (Parrinello 

et al., 2003). De plus, le stress oxydant induit l'arrêt de la réplication dans les cellules humaines 

en culture (Packer and Fuehr, 1977)(Chen et al., 1995)(Yuan et al., 1995), tandis que le 

potentiel réplicatif des cellules épithéliales et mélanocytes humains est dépendent de la 

composition de la milieu de culture (Ramirez et al., 2001)(Bennett and Medrano, 

2002)(Bennett, 2003). 

La sénescence des fibroblastes embryonnaires de souris (MEF) a été éliminée par 

inactivation de p53 ou par ablation simultanée des gènes de la famille RB (Tanaka et al., 

1994)(Dannenberg et al., 2000)(Sage et al., 2000). Ainsi, l'immortalisation des cellules de 

mammifères nécessite non seulement le maintien des télomères, mais aussi des conditions de 

culture optimales (Mathon et al., 2001)(Ramirez et al., 2001)(2002). 

 

Oncogènes : la sénescence induite par Ras 

 

En 1997 il a été montré que la protéine oncogénique Ras pouvait induire la sénescence 

prématurée, dans les cellules HDFS et MEF (Serrano et al., 1997). Dans la sénescence induite 

par Ras (RIS pour Ras induced senescence ou OIS pour oncogen induced senescence), les 

cellules initialement prolifèrent plus rapidement en raison de l'impact des stimuli 

mitogéniques anormales (Lin et al., 1998). Ce phénotype mitotique est alors remplacé 

progressivement par le phénotype de sénescence. In vivo l'OIS est retrouvée dans certaines 

tumeurs pré-néoplasiques ou bénignes, comme les adénomes du poumon et les néoplasies 

pancréatiques (Denchi et al., 2005)(Braig et al., 2005)(Chen et al., 2005)(Collado et al., 

2005)(Michaloglou et al., 2005a)(DeNicola et al., 2011). Ainsi l’OIS peut être un modèle d’étude 

pour les premières étapes de la tumorigenèse, qui comprennent une série de réponses d’après 

la première réaction des cellules au stress mitotique. Contrairement à la sénescence 

réplicative, l’OIS ne peut pas être contournée par l'expression de hTERT, ce qui confirme son 

indépendance du raccourcissement de télomères (Wei et al., 1999).  

L'une des caractéristiques partagées par sénescence réplicative et l’OIS est la participation 

critique des voies p53 et RB-p16 et l’autre est la formation de SAHF (voir plus loin) (Narita et 

al., 2003a)(Ohtani et al., 2001)(Zhang et al., 2005a)(Haferkamp et al., 2009a). En outre, bien 

que la sénescence induite par oncogènes n’entraîne pas le raccourcissement des télomères, 

de nombreux oncogènes induisent une DDR robuste en raison de l'altération de l'ADN qui est 

causée par la réplication de l'ADN anormal. Cette DDR a un rôle causal dans l’initiation et à la 

fois le maintien de l’OIS, car sa régulation à la baisse empêche la sénescence, permet la 
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prolifération cellulaire et prédispose à la transformation oncogénique des cellules. 

Dans les cellules murines, l'inactivation fonctionnelle de p53 ou de son régulateur directe 

en amont, p19ARF, est suffisante pour contourner la sénescence induite par RASV12 (Kamijo et 

al., 1997)(Serrano, 1997). Dans les cellules humaines, p16Ink4a semble jouer un rôle plus 

important que p53 dans l’OIS (Ben-Porath and Weinberg, 2005). Bien que p19ARF est activé 

par des signaux oncogèniques et provoque la sénescence dans les cellules murines, il ne 

semble pas jouer un rôle tout aussi dominante dans les cellules humaines (Wei et al., 

2001)(Michaloglou et al., 2005a). En effet, les mécanismes d’OIS ne semblent pas être les 

mêmes pour tous les types de cellules (Michaloglou et al., 2005a)(Haferkamp et al., 2009b). 

Cela est également illustré par le fait que la sénescence induite par RASv12 peut être 

contournée par l'abrogation de la voie p16-RB (Serrano et al., 1997), la sénescence déclenché 

par BRAFE600 ne peut pas être contournée par l'inactivation fonctionnelle de p16, soit seul 

(Michaloglou et al., 2005a) ou en combinaison avec l'inactivation de p14ARF (Haferkamp et al., 

2009b). 

 

 

4.3.3.3 Régulation transcriptionelle dans la sénescence 

 

Différents groupes ont mise en évidence des mécanismes impliqués dans la régulation 

transcriptionnelle de la sénescence. Ainsi, deux voies sont particulièrement impliquées, les 

voies p53 et p16pRB (Seshadri and Campisi, 1989)(Seshadri and Campisi, 1990) (Beauséjour et 

al., 2003)(Olsen et al., 2002)(Michaloglou et al., 2005a). 

 

4.3.3.3.1 Le voie p53 

Un premier rôle de la voie p53 a été montré dans la senescence induite par oncogènes. 

Cette voie est régulée en plusieurs points par des protéines telles que la protéine ubiquitine 

ligase E3 HDM2, et la protéine ARF (alternatereadingframe), qui inhibe l'activité de HDM2 

(Sherr and McCormick, 2002). p21 est une cible transcriptionnelle crucial de p53 et un 

médiateur de la sénescence p53-dépendante (Brown et al., 1997). Différents études montrent 

que la réduction des protéines p53, p21 ou liées au DDR (par exemple, ATM ou CHK2) 

empêchent la sénescence induite par érosion de télomères ou dommages de l’ADN, et dans 

certaines cellules (par exemple, celles qui expriment peu ou pas p16), ce phénomène peut 

même inverser la sénescence (Di Micco et al., 2006)(Beauséjour et al., 2003)(Fagagna et al., 

2003c)(Gire et al., 2004b)(Brown et al., 1997)(Won et al., 2006). La réduction des protéines 

p53, p21 ou liées au DDR ne peuvent souvent pas être maintenus, cependant, les télomères 

deviennent finalement sévèrement érodées, conduisant à un état de grande instabilité 

génomique et à la mort cellulaire. La DDR et la voie p53 fournissent une première ligne de 

défense contre le cancer en empêchant les cellules avec de l'ADN endommagé, qui sont à 
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risque de développer des mutations oncogéniques, de proliférer (Bartkova et al., 

2005)(Gorgoulis et al., 2005). Cependant, la perte de p53 conduit généralement à la mort 

cellulaire (Shay and Wright, 2005). 

4.3.3.3.2 Le voie p16-pRB 

Pour de nombreuses cellules, y compris de nombreuses souches de fibroblastes humains 

(Parrinello et al., 2005), la prolifération est spontanément limité par le «stress», ce sénescence 

dépend du suppresseur de tumeurs p16, un inhibiteur de kinases cycline-dépendante (Ohtani 

et al., 2004). L’oncogène RAS induit également l'expression de p16 et ceci en activant des 

facteurs de transcription ETS (Ohtani et al., 2001)(Hara et al., 1994). 

4.3.3.3.3 Sénescence contrôlée par les voies p53 et p16-pRB  

Les signaux inducteurs de la sénescence, comme DDR ou le dysfonctionnement de 

télomères, engagent généralement soit la voie p53 soit la voie p16-pRB (Figure 10). Certains 

signaux, comme les oncogènes RAS, engagent les deux voies. p53 est régulée négativement 

par la protéine E3 ubiquitine ligase HDM2, ce qui facilite sa dégradation, HDM2 étant régulée 

négativement par la protéine ARF (alternate-reading-frame). p53 établit l'arrêt de la croissance 

lors de la sénescence par induction de l'expression de p21, un inhibiteur de kinases 

dépendantes de cyclines (CDK) qui supprime la phosphorylation et donc l'inactivation de pRB. 

Les signaux de sénescence qui engagent la voie p16-pRB agissent par induction de l'expression 

de p16, un autre inhibiteur de CDK qui empêche la phosphorylation et l'inactivation de pRB . 

pRB arrête la prolifération cellulaire par suppression de l'activité de E2F, un facteur de 

transcription qui stimule l'expression de gènes qui sont nécessaires pour la progression du 

cycle cellulaire. E2F peut également réduire la prolifération par induction de l'expression ARF, 

qui s’engage dans la voie p53. Il y a donc une régulation mutuelle entre la voie p53 et la voie 

p16-pRB. 

 

 

 

 



44 
 

 

Figure 10 : Voies impliquées dans la sénescence (d’après (Campisi and d’ Adda di Fagagna, 

2007)).  

 

4.3.3.4 Les marqueurs de sénescence cellulaire 

Les cellules sénescentes présentent un phénotype particulier et caractéristiques 

moléculaires diverses, à la fois in vitro ou in vivo. Ces biomarqueurs pourraient soit être la 

cause soit être le résultat de la sénescence, mais pourraient également être des sous-produits 

des changements physiologiques. Ces marqueurs ne sont pas, cependant, ni uniques ni 

spécifique de cellules sénescentes. 

 

4.3.3.4.1 L'arrêt du cycle cellulaire 

L'arrêt stable du cycle cellulaire est la caractéristique substantielle de la sénescence et 

également un signe indispensable pour identifier la sénescence in vitro. Cependant, ce 

phénomène n’est pas uniquement existent dans la sénescence cellulaire. Par exemple, 

l’inhibition de la prolifération apparait aussi dans la différenciation terminale (Kuilman et al., 

2010). Une différence essentielle est que la différenciation est habituellement déclenchée par 

des signaux physiologiques et généralement ne comporte pas les réseaux de suppresseurs de 

tumeurs. Ainsi, bien que l'arrêt du cycle cellulaire constitue un biomarqueur indispensable 

pour la sénescence, ne peut pas être utilisée tout seul pour identifier la senescence cellulaire.  



45 
 

Afin de vérifier si les cellules sont sorties du cycle cellulaire, l’absence de l’antigène de 

prolifération Ki-67 peut être étudiée dans de cellules en culture ou sur des coupes de tissus. 

L’ajout du BrdU (bromodéoxyuridine, BrdU) dans le milieu de culture cellulaire, afin d’examiner 

la synthèse de l'ADN est une autre alternative. De plus, la proportion de cellules qui sont dans 

les différentes phases du cycle cellulaire peut être déterminée par cytométrie en flux (Wada 

et al., 2004)(Abdallah et al., 2009). 

 

4.3.3.4.2 Transformation morphologique 

La sénescence cellulaire est généralement accompagnée par des modifications 

morphologiques. Lors de la sénescence, le cycle cellulaire s’interrompe et la réplication de 

l’ADN s’arrête. Bien que le teneur d’ADN dans des cellules sénescentes est similaire à celle des 

cellules normales , la quantité d'ARN et des protéines est significativement élevée (Schneider 

and Shorr, 1975)(De Cecco et al., 2011). En effet, bien que pendant le processus de la 

sénescence  la vitesse de synthèse protéique diminue, les systèmes de dégradation de 

protéines faiblissent, résultant en une accumulation des protéines durablement dans les 

cellules (Kaftory et al., 1978)(Fred Dice, 1989). L'accumulation de macromolécules entraine 

des changements morphologiques dans les cellules sénescentes. Ainsi, les cellules deviennent 

larges, aplaties et multinuclées avec une augmentation significative de particules 

intracellulaires (Goldstein, 1990) (Mitsui and Schneider, 1976) (Kurz et al., 2000). Les 

caractéristiques morphologiques de cellules sénescentes peuvent être évaluées 

quantitativement par imagerie ou cytométrie en flux. 

 

4.3.3.4.3 L’activité beta-galactosidase associée à la senescence (SA-β-gal)  

La SA-β-GAL est un biomarqueur de sénescence couramment utilisé (Dimri et al., 

1995)(Debacq-Chainiaux et al., 2009a). L’enzyme lysosomale βD-galactosidase, codée par le 

gène Glb1, présente une activité accrue dans les cellules sénescentes (Debacq-Chainiaux et al., 

2009a). En outre, les cellules non sénescentes présentent une activité β-galactosidase 

lysosomial qui fonctionne de façon optimale à pH 4 (Kurz et al., 2000). En conséquence, 

l'augmentation de l'activité β-GAL dans les cellules sénescentes est probablement due à une 

augmentation des lysosomes, donnant lieu à une augmentation de l'activité β-galactosidase 

qui peut être mesurée aussi à pH 6 sous-optimale (Kurz et al., 2000)(Yang and Hu, 2005). La 

présence du biomarqueur SA- β gal est indépendante de la synthèse d'ADN. Cependant ce 

marqueur et aussi exprimé dans certains cellules à prolifération rapide et chez les cellules en 

culture lorsqu’elles sont à confluence.  

4.3.3.4.4 Activation des réseaux suppresseurs de tumeurs 

Les cascades de signalisation médiées par p16INK4a et p53-RB activent le programme de 

sénescence (Lowe et al., 2004). Par conséquent, ces deux marqueurs ont été utilisés comme 
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biomarqueurs pour identifier les cellules sénescentes. Dans les fibroblastes humains en 

sénescence réplicative ou prématurée, p53-RB s’accumule sur sa forme hypophosphorylé 

active (Stein et al., 1990)(Serrano, 1997)(Lin et al., 1998)(Atadja et al., 1995)(Vaziri, 1997)(Bunz 

et al., 1998). Un de ses activateurs primaires, p16Ink4a, est couramment induite dans les 

cellules sénescentes dans de nombreux contextes in vitro (Serrano, 1997)(Campisi, 2005). 

L’induction de p16INK4a est souvent également observée chez les souris sénescentes et des 

lésions humaines in vivo (Poele et al., 2002)(Collado and Serrano, 2005)(Michaloglou et al., 

2005b)(Gray-Schopfer et al., 2006)(Dhomen et al., 2009).  

 

4.3.3.4.5 Les foyers d’hétérochromatine associes a la senescence (SAHF) 

Une autre caractéristique de cellules sénescentes est l’apparition dans leurs noyaux de 

foyers de chromatine condensée. Ces foyers sont appelés SAHF (senescence-associated 

heterochromatin foci) (Narita et al., 2003b). L’hétérochromatine correspond à des zones 

condensées de la chromatine et transcriptionnellement inactives. Les SAHF ne sont pas de 

l’hétérochromatine constitutive mais de l’hétérochromatine dite facultative car elle est induite 

au cours de la sénescence. Les SAHF contiennent des protéines caractéristiques de 

l’hétérochromatine : HP1 (heterochromatin protein 1), le variant d’histone macroH2A et 

l’histone 3 methylée sur la lysine 9 (H3K9m) (Zhang et al., 2005b)  

4.3.3.4.6 La résistance à l’apoptose 

Il a été montré que les cellules sénescentes expriment des protéines anti-apoptotiques. 

Une autre caractéristique importante des cellules sénescentes est qu’elles sont résistantes à 

la mort programmée par apoptose via l’augmentation d’expression de la protéine anti-

apoptotique BCL-2 (B-cell CLL/lymphoma 2) ou BCL-xL (BCL-2-related protein, long isoform) 

(Wang, 1995) (Rochette and Brash, 2008). 
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Objectifs 

Le programme de recherche proposé dans ce travail consiste à étudier les propriétés des 

CSM-MO en fonction de l’âge des donneurs et de l’expansion in vitro. En effet ces cellules sont 

souvent proposées comme candidates à des autogreffes ou des allogreffes pour la médecine 

régénérative. 

 

Ainsi, l’objectif de ce travail est de vérifier si l’âge des donneurs et l’expansion in vitro 

ont une influence sur les propriétés des CSM-MO en termes de prolifération, clonogénicité, 

phénotype, multipotence et expression génique. La connaissance de ces paramètres est 

nécessaire pour pouvoir utiliser les CSM-MO dans des projets d’applications cliniques. Nous 

allons nous intéresser également à l’étude de la fréquence de certaines sous-populations 

cellulaires ainsi qu’à l’apparition de cellules sénescentes (Figure 11). 

 

En fine cette étude devrait permettre de confirmer et de déterminer des paramètres de 

contrôle qualité à mettre en place pour l’utilisation des CSM-MO en médecine régénérative 

et de contribuer à la connaissance des mécanismes impliqués dans le vieillissement de CSM. 

 

 

 

 

Figure 11 : Les différents objectifs de la thèse.   
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Résultats 

1. Effet de l’âge du donneur et le temps d’expansion in vitro sur le potentiel 
de prolifération et de différenciation des CSM de moelle osseuse. 

 

Cette partie du travail est constituée de deux articles. Le premier a permis de montrer le 

lien entre la diminution des capacités de prolifération de CSM-MO avec l’âge de donneurs et 

la diminution de la clonogenicité, cette étude étant réalisée après une subculture de cellules 

(passage 1). Le deuxième article présente un travail réalisé afin de comparer l’effet de l’âge des 

donneurs et du temps de culture (de passage 1 à passage 5) non seulement sur les propriétés 

de prolifération mais aussi de différenciation de CSM-MO. Un résumé de méthodes utilisées 

lors de ces deux études sera présenté pour continuer par la présentation des principaux 

résultats. 

Culture des CSM issues de la moelle osseuse 

Isolement des CSM-MO 

Les cellules souches mésenchymateuses (CSM) sont isolées à partir d’échantillons de 

moelle osseuse (MO) prélevées chez des donneurs sains dans le cadre d'allogreffe au niveau 

de l’Unité de Thérapie Cellulaire et Tissulaire (UTCT) au Centre Hospitalier Universitaire (CHU) 

Nancy-Brabois ou lors de pose de prothèse de hanche au niveau du service de Chirurgie 

Orthopédique et Traumatologique (COT) au CHU de Nancy. La MO est récupérée dans un tube 

de PBS (Phosphate Buffer Saline) (GIBCO, réf 14190) hépariné (SIGMA, H3393-50KU) (10 

unités/mL) (U/mL) pour inhiber la coagulation plaquettaire. La liste des prélèvements utilisés 

dans cette étude est détaillée dans l’annexe. 

20 mL de milieu complet MEM (Lonza, Réf BE12-169F) sont ajoutés à la suspension de 

moelle osseuse, ensuite centrifugée pendant 10 minutes (min) à 300 g pour séparer les cellules 

des liquides (milieu de culture et sérum). Le milieu MEM (Lonza, Réf BE12-169F) est dit 

complet après avoir été supplémenté en sérum de veau fœtal (SVF) (10 % V/V) (SIGMA, Réf 

F7524), en Pénicilline/Streptomycine (10 mU/mL) (GIBCO, Réf 15070-063) et en 

Amphotéricine B (2,5 μg/mL) (GIBCO, Réf 15290-026). Du milieu complet MEM est à nouveau 

ajouté, puis seules les cellules mononuclées sont comptées sur cellule de Thoma et mises en 

culture. Pour cela, 190 μL d'une solution de Leucoplate (SOBIODA, Réf W3102.002250) sont 

ajoutés à 10 μL de la suspension cellulaire pour effectuer le comptage des cellules 

mononuclées en l'absence des globules rouges, qui sont lysés par cette solution après un 

temps d’incubation de 3 min à température ambiante (TA). Enfin les cellules sont 

ensemencées à 50 000 cellules mononuclées/cm² en flasks 75 cm² (Corning, Réf 430641), puis 

cultivées avec du milieu complet MEM à 37°C, 90 % d'humidité et 5 % CO2. Les CSM ont la 

propriété d'adhérer au plastique contrairement aux autres cellules de la moelle (telles que 

CSH) qui seront éliminées lors des changements de milieu. A ce stade les cellules sont à 
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passage 0. L'entretien de la culture se fait deux fois par semaine avec du milieu complet 

MEM. 

Expansion  

Après 14 jours de culture les cellules sont trypsinées. Les cellules en flasks de 75 cm² sont 

rincées 2 fois avec 5 mL de PBS (GIBCO, réf 14190), puis, une solution de trypsine à 0,025% 

(GIBCO, Réf 25300-054) est ajoutée dans la boîte de culture et laissée au contact des cellules 

pendant 5 min à 37 °C, 90 % d'humidité et 5 % CO2. Pour inhiber l'action de l’enzyme, 5 mL de 

milieu complet MEM sont ajoutés. La suspension cellulaire est récupérée et centrifugée à 

300 g pendant 10 min. Après avoir éliminé le surnageant, le culot cellulaire est repris dans 10 

mL de milieu complet MEM et les cellules sont dénombrées (cf ci-dessous) avant d’être remis 

en culture à une densité de 1000 cellules/cm² dans des Flasks 75 cm² (Corning, Réf 430641U) 

à passage 1 et permettre l’amplification des cellules. Cette étape est renouvelée jusqu'au P5. 

A chaque passage, les analyses sont réalisées après 14 jours de culture. 

 

Dénombrement 

60 µL de suspension cellulaire sont mélangés à 20 µL de bleu trypan (SIGMA, Réf T8154). 

20 µl sont déposés dans une cellule de Thoma. Le nombre de cellules comptées dans tout le 

quadrillage est multiplié par 10000 (car le volume du quadrillage est de 0,1 µL) et par le facteur 

de dilution afin d’obtenir le nombre de cellules/mL. 

 

Congélation 

Après trypsination, une partie du culot cellulaire peut être repris à 4 °C dans du milieu de 

congélation composé de SVF-DMSO 10 % (V/V) (Dymethyl Sulfoxid, FISHER BioReagents, Réf 

BP 231-1) à une densité d’au moins 1 million par tube. La suspension cellulaire est ensuite 

déposée dans un cryotube que l’on place dans une boîte de congélation « Coolcell » 

(PROTEIGENE, Réf BCS-136) pendant au moins 4 heures à -80°C permettant de descendre la 

température de 1 °C/minute. Les cryotubes sont ensuite conservés à -196 °C dans de l’azote 

liquide. 

 

Décongélation 

Pour remettre en culture les cellules conservées dans l’azote liquide, la suspension 

cellulaire est ramenée à 37°C en la mélangeant avec du milieu complet MEM à cette même 

température. Après centrifugation pendant 10 min à 300 g, le culot cellulaire est remis en 

suspension dans du milieu complet et les cellules sont ensemencées avec du milieu complet 

MEM à une densité de 1000 ₵/cm². 
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Clonogénicité 

Les CSM sont ensemencées dans des boîtes rondes de culture de 60 cm² (Nunc, Réf 

150350) à raison de 100 cellules/boîte pour la détermination des CFU (Colony Forming Unit) 

de P1 à P5. Le nombre de CFU est obtenu après coloration au cristal violet (SIGMA, Réf 

HT90132-1L) des boîtes rondes de culture. Pour cela, les cellules sont lavées 3 fois avec 5 mL 

de PBS (GIBCO, réf 14190) et incubées pendant 15 min avec 3 mL de cristal violet (SIGMA, Réf 

HT90132-1L) (violet de cristal 2.3% - oxalate d’ammonium 0.1% - éthanol 20%). Les cellules 

sont ensuite rincées avec de l’eau distillée et les boîtes sont numérisées grâce au scanner GS-

800 (BIORAD). La taille et le nombre de CFU sont analysés grâce au logiciel ImageJ (National 

Institutes of Health, USA). 

 

Calcul de la prolifération 

Le « Population Doubling » (PD) 

Le « population doubling » ou PD est déterminé pour les passages P1 à P5. Il correspond 

au nombre de fois où la cellule a doublé depuis son isolement et est calculé à partir de la 

formule suivante :  

 PD =log(Ni/Nx)/log2  

Ni : le nombre de cellules initial 

Nx : le nombre de cellules après trypsination 

 

Le « doubling time » (DT) 

Le « doubling time » ou le temps de doublement d’une population correspond au temps 

moyen dont a besoin cette population pour doubler son effectif. Il a été calculé selon la 

méthode de série temporelle en 2 point :  

 

 DT = t.ln(2)/(ln(Nx)/ln(Ni)  

t : temps de culture 

Ni : nombre de cellules initial 

Nx : nombre de cellules après trypsination 

 

Phénotypage par cytométrie en flux 

Après avoir trypsiné et congelé les cellules à différents passages, celles-ci sont décongelées 

et lavées dans du PBS (GIBCO, réf 14190) pour ensuite être bloquées pendant 5 min à 

température ambiante (TA) dans du PBS-BSA 0,5 % (SIGMA-ALDRICH, Réf HT90132). Les 

cellules sont ensuite marquées avec des anticorps dirigés contre des antigènes spécifiques 

couplés à la phycoérythrine (PE) ou au isothicyanate de fluorescéine (FITC) pendant 45 min à 

TA. La liste des anticorps utilisés dans ce travail est présentée dans l’annexe. Pour chaque 
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échantillon des contrôles isotypiques sont réalisés en parallèle. Après un dernier lavage en 

PBS, 300 µL de PBS sont rajoutés et les cellules sont passées au cytomètre en flux (CMF) Gallios 

(BECKMAN COULTER).  

Différenciation des CSM de MO 

Culture 

Après trypsination à P0 et P3, les CSM de MO sont ensemencées à P1 et P4 en plaques 24 

puits (CORNING, Réf 3524) dans des milieux de culture spécifiques pour induire la 

différenciation ostéocytaire (O) (3100 cellules/cm²) (LONZA, Réf PT-3924) et adipocytaire (A) 

(21000 cellules/cm²) (LONZA, Réf PT-3102A et PT-3102B). Pour la différenciation 

chondrocytaire (C), les cellules seront ensemencées sous formes de pellets (150000 

cellules/pellets) dans des tubes de culture de 15 mL (CORNING, Réf 430791) dans un milieu 

de culture spécifique (LONZA, Réf PT-3925) contenant le facteur de croissance Transforming 

Growth Factor beta 3 (TGF-B3). Le détail de la procédure et des compositions des différents 

milieux est décrit dans le protocole fourni par la société Lonza (cf annexe). Les cellules sont 

cultivées pendant 21 jours pour la différenciation A et O et pendant 28 jours pour la 

différenciation C avant de procéder à la mise en évidence de la différenciation par la 

coloration. Conformément à la procédure fournie avec les milieux de la société Lonza, les 

milieux de culture des cellules pour la différenciation O et C sont changés 2 fois par semaine. 

En revanche pour la différenciation A, 3 cycles induction (3 jours)/maintenance (1 à 3 jours) 

sont réalisés dès que les cellules cultivées dans l’MEM (Lonza, Réf BE12-169F) complet sont 

arrivées à confluence. Des contrôles négatifs sont réalisés en parallèle pour chaque 

différenciation : milieu complet MEM pour la différenciation O et C et milieu de maintenance 

pour la différenciation A. 

 

Coloration 

Coloration rouge alizarine 

La coloration rouge alizarine permet de mettre en évidence les sels calciques en rouge, 

spécifiques des ostéocytes. Après avoir lavé 3 fois les puits par 1 mL de PBS (GIBCO, réf 14190), 

les cellules sont fixées pendant une 1 heure à 4 °C par de l’éthanol 70 % froid à raison de 0,5 

mL par puits. Les puits sont ensuite lavés 3 fois par 1 mL d’eau distillée. La coloration s’effectue 

ensuite pendant 30 min à température ambiante après ajout de rouge alizarine 40 mM à 

raison de 0,5 mL par puits. Après avoir lavé 3 fois les puits par 1 mL d’eau distillée, la plaque 

est séchée à TA. 

Les puits colorés sont ensuite photographiés au microscope inversé (Leica, DMI 3000B) à 

l’objectif X10 afin d’avoir une appréciation qualitative de la différenciation. Les images sont 

aussi analysées par le logiciel Image J (NATIONAL INSTITUTES OF HEALTH, USA) afin de 

quantifier la différenciation. 
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Un dosage après extraction du colorant rouge alizarine est réalisé afin d’estimer l’efficacité 

de la différenciation par une seconde méthode. Pour cela 0,5 mL par puits 

d’Hexadecylpyridinium chloride monohydrate (CPC) 10 % (V/V dans de l’eau) (SIGMA, Réf 

C9002-25G) est rajouté afin de dissoudre le colorant. 50 µL du surnageant sont ensuite 

prélevés et déposés dans une plaque 96 puits (GREINER BIO ONE, Réf 655101) afin de lire 

l’absorbance à 570 nm au spectrophotomètre (Varioskan Flash, THERMO SCIENTIFIC). Les 

puits différenciés sont comparés aux puits témoins non différenciés.  

 

Coloration oil red 

La coloration Oil red O permet de mettre en évidence les vésicules lipidiques en rouge 

spécifiques des adipocytes. Après avoir lavé 3 fois les puits par 1 mL de PBS (GIBCO, réf 14190), 

les cellules sont fixées pendant une heure à TA par formaldéhyde (VWR, Réf 20913.284) 10 %  

dilué dans du PBS à raison de 0,5 mL par puits. Les puits sont ensuite lavés 1 fois par 1 mL 

d’isopropanol 60% (CARLO ERBA, Réf 415213). La coloration s’effectue ensuite pendant 30 

min à température ambiante après ajout de la solution de coloration à raison de 0,5 mL par 

puits. La solution de coloration est composée de 3 volumes d’oil red O (SIGMA, Réf O0625-

25G) à 0,5 % (p/V) dans de l’isopropanol pur (CARLO ERBA, Réf 415213) pour 2 volumes d’eau 

distillée. Après avoir lavé 3 fois les puits par 1 mL d’eau distillée, la plaque est séchée à TA. 

Les puits colorés sont ensuite photographiés au microscope inversé (Leica, DMI 3000B) à 

l’objectif X10 afin d’avoir une appréciation qualitative de la différenciation. Les images sont 

aussi analysées par le logiciel Image J (NATIONAL INSTITUTES OF HEALTH, USA) afin de 

quantifier la différenciation. 

Un dosage après extraction du colorant oil red est réalisé afin d’estimer l’efficacité de la 

différenciation. Pour cela 250 µL par puits de DMSO (FISHER BioReagents, Réf BP 231-1) sont 

rajoutés afin de dissoudre les vésicules lipidiques. 50 µL du surnageant sont ensuite prélevés 

et déposés dans une plaque 96 puits (GREINER BIO ONE, Réf 655101) afin de lire l’absorbance 

à 510 nm au spectrophotomètre (Varioskan Flash, THERMO SCIENTIFIC). Les puits différenciés 

sont comparés aux puits témoins non différenciés. 

 

Coloration Bleu alcian/Kernechtrot 

Le Bleu Alcian permet de mettre en évidence les mucopolysaccharides. A un pH acide (pH 

1,3), il colore uniquement les polysaccharides sulfatés en bleu comme les GAG (sauf l'acide 

hyaluronique qui n'est pas sulfaté). Il met ainsi en évidence indirectement les protéoglycannes 

spécifiques de la matrice extracellulaire des chondrocytes. Pour visualiser plus précisément 

les cellules, le noyau est coloré en rouge avec une solution de Kernechtrot.  

Les pellets sont fixés par de paraformaldéhyde 4% (PAF 4%) (Sigma, Réf P6148-500G ) 

pendant 24 heures au moins et sont ensuite placés entre deux rectangles de mousse (BIOPSY 

FOAM PADS, SIMPORT, Canada, réf. M476-1) dans des cassettes en plastique (SIMPORT, Réf 
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M490-6). Les cassettes sont placées dans un appareil de déshydratation ASP 300S (LEICA, 

Allemagne) pour que les échantillons soient dans un premier temps déshydratés 

progressivement dans des bains croissant d'alcool : un bain d'alcool à 70° pendant une heure 

minimum, deux bains d'une heure d'alcool à 95°, et trois bains d'alcool absolu d'une heure. 

L'alcool est ensuite éliminé avec trois bains de toluène de 15 min. Enfin, les échantillons sont 

laissés dans un bain de paraffine liquide (+58°C) pendant 2-3 heures. Les prélèvements sont 

ensuite inclus définitivement dans la paraffine, puis les blocs se solidifient avec la diminution 

de la température. 

Les blocs sont alors découpés après avoir été conservés à -20°C pendant au moins 24 

heures de manière transversale en tranche d'une épaisseur de 5 μm, à l'aide d'un microtome 

(Leica, Réf RM 2135) et les coupes sont déposées sur des lames histologiques (Menzel-Gläser 

SUPERFROST®, Thermo Scientific, Réf LCSF02). Enfin les échantillons sont passés 

successivement dans différents bains d'alcool décroissants pour les réhydrater, puis sont 

colorés et déshydratés par un appareil de coloration comme décris succinctement dans le 

Tableau 5 : .  

 

Tableau 5 : Protocole de coloration Bleu Alcian 

 

Bleu Alcian 
Réactifs Temps (min) 

Tissue Clear 10 
Alcool 100° 5 
Alcool 95° 5 
Alcool 70° 5 

Lavage 5 
Bleu alcian 60 
Bleu alcian 60 

Lavage 5 
Kernechtrot 5 

Lavage 5 
Alcool 95° 0,5 

Alcool 100° 0,5 
Tissue Clear 5 

Total 171 

 

Les échantillons seront colorés avec du Bleu Alcian (SEARLE DIAGNOSTIC, Réf M/N24) dilué 

à 0,1 %. à un pH de 1,3, solution de Kernechtrot (0,5 g de poudre de Kernechtrot (MERCK, 

5189), 25 g de sulfate d'aluminium (PROLABO, Réf 21070297) dissous dans 500 mL d'eau 

distillée. Après la coloration, les lames histologiques sont montées sous lamelles avec une 

résine synthétique PERTEX (BALER, Réf 02407831) pour permettre l'observation des 

colorations avec un microscope optique (LEICA, DMD 108). 
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L’analyse des images par le logiciel Image J (NATIONAL INSTITUTES OF HEALTH, USA) 

permet de quantifier la coloration et donc d’estimer l’efficacité de la différenciation 

chondrocytaire. 

 

ARTICLE 1: 

Donor’s age dependent proliferation decrease of human mesenchymal stem cells is linked to diminished 

clonogenicity  

 

Yueying Li, Naceur Charif, Didier Mainard, Danièle Bensoussan, Jean-François Stoltz, Natalia 

de Isla. 

Bio-Medical Materials and Engineering 2014;24(1 Suppl):47-52. 

 

 

Ce travail a été réalisé lors de ma première année de thèse d’Université. Il avait pour 

objectif d’étudier l’effet de l'âge du donneur sur la capacité prolifération des cellules souches 

mésenchymateuses isolées à partir de moelle osseuse humaine. Nous avons réalisé cette 

étude à passage 1 et nous avons étudié la prolifération cellulaire via le temps de doublement, 

la clonogénicité et nous avons contrôlé le phénotype cellulaire. Ce travail représente la 

première étape de notre projet pour laquelle nous avons utilisé 17 échantillons (3-85 ans). 

 

METHODOLOGIE : 

Les CSM ont été obtenues à partir de la moelle osseuse de 17 donneurs. Ces donneurs ont été 

regroupés selon leur âge en 4 groupes (0-20 ans, 20-40 ans, 40-60 ans,> 60 ans). Le phénotype 

(CD45, CD34, CD73, CD90, CD105 et HLA-DR), la prolifération et la clonogénicité des cellules 

ont été évaluées.  

 

RESULTATS ET CONCLUSIONS : 

Les résultats ont montré que les CSM provenant de donneurs jeunes ont une capacité de 

prolifération supérieure aux CSM provenant de donneurs âgés, tandis que ce phénomène est 

accompagné par une diminution de la clonogénicité. En effet, il existe une corrélation négative 

entre le temps de doublement et le nombre de colonies par échantillon à P1 (r=-0,893 et 

p<0,05) indiquant ainsi que les fortes capacités de proliférations sont liées au nombre de 

cellules capables de former des colonies. En revanche, aucun changement n’a été observé dans 

le phénotype cellulaire en lien avec l’âge de donneurs. En conclusion, cette étude a montré un 

effet de l'âge de donneurs sur la capacité de prolifération des cellules souches 

mésenchymateuses isolées à partir de la moelle osseuse qui a été corrélée à une diminution 

de clonogénicité. Cet étude a conduit ainsi à poursuivre ce travail afin d’élargir le nombre de 

prélèvements et d’étudier des autres propriétés de CSM et en particulier leur différenciation, 
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et ceci lors de l’expansion in vitro.  

 

ARTICLE 2: 

Human Bone marrow Mesenchymal stromal cells from aged donors show heterogeneity in proliferation 

capacity but homogenous diminished osteogenic and chondrogenic differentiation.  

 

Yueying Li, Naceur Charif, Laila Benameur, Didier Mainard, Ying-Ping Li, Ghislaine Cauchois, 

Danièle Bensoussan, Jean-François Stoltz, Natalia de Isla.  

Stem Cell and Development (Soumis). 

 

 Ce travail a été réalisé dans le but d’étudier l’effet de l’âge du donneur et le temps de 

l’expansion in vitro sur les différentes propriétés de base de CSM provenant de la moelle 

osseuse : capacité de prolifération, formation de CFU-F, phénotype et multipotence. 

 

METHODOLOGIE : 

 

Nous avons étudié dans cette partie du travail 24 échantillons de moelle osseuse 

provenant de donneurs d’âges différents. Les échantillons ont été séparé en 4 groupes en 

fonction de l’âge (<20 ans; 20-40 ans; 40-60 ans; >60 ans), puis en deux groupes (± 40 ans). La 

stratégie expérimentale est présentée dans la Figure 12.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 12 : Représentation schématique de la stratégie expérimentale.  
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RESULTATS ET CONCLUSIONS : 

Prolifération  des CSM-MO en fonction de l’âge des donneurs 

Les résultats de l’expansion des CSM-MO depuis leur isolement à partir de la moelle 

osseuse montrent des capacités de prolifération différentes suivant l’âge des donneurs. Afin 

d’analyser les résultats, quatre tranches d’âge ont été choisies : <20 ans, 20-40 ans, 40-60 ans 

et >60 ans. Le choix a été réalisé à partir des données bibliographiques (Baker et al., 2015; 

Sethe et al., 2006b; Wagner et al., 2008). Les résultats présentés dans la Figure 13 montrent 

une augmentation du nombre de PD cumulés en fonction des passages quel que soit la tranche 

d’âge. Cependant cette augmentation est différente selon la tranche d’âge. En effet la 

comparaison du nombre de PD cumulés après 5 passages montre une diminution progressive 

et significative de ce paramètre avec l’augmentation de l’âge (<20 ans-PD=20 ; 20-40 ans-

PD=17 ; 40-60 ans-PD=12 et >60 ans-PD=8). Ces résultats reflètent les capacités de 

prolifération des CSM-MO qui sont différentes selon l’âge des donneurs. 

 
Figure 13 : Prolifération – Représentation graphique du nombre de « population doubling » 

(PD) cumulés en fonction du temps de culture (en passage) pour les 4 tranches d’âges. 
Un passage a une durée de 14 jours. Pour chaque groupe, les résultats sont exprimés en moyenne ±SD, p<0,05. 

 

Etant donné l’absence de différences significatives entre les PD cumulés des CSM-MO 

provenant des donneurs de moins de 20 ans par rapport à ceux de 20-40 ans la population de 

donneurs a été séparées au niveau de l’âge de 40 ans comme le montre le graphique de la 

Figure 14. Le PD cumulés des CSM-MO des deux tranches d’âges augmente mais 

différemment. Pour les CSM-MO provenant de donneurs âgés de moins de 40 ans le PD 

cumulé passe de 4 (P1) à 18 (P5) tandis que pour les CSM-MO provenant de donneurs âgés de 

plus de plus de 40 ans il passe de 2,5 (P1) à 10 (P5). Les différences sont là aussi significatives. 

Ces résultats montrent bien, encore une fois, que la capacité de prolifération des CSM-MO 

est corrélée à l’âge des donneurs. 
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Figure 14 : Prolifération – Représentation graphique du nombre de « population doubling » 

(PD) cumulés en fonction du temps de culture (en passage) pour 2 tranches d’âges. 

Un passage a une durée de 14 jours. Pour chaque groupe, les résultats sont exprimés en moyenne ±SD, p<0,05.  

 

Contrôle qualité des CSM-MO 

Clonogénicité en fonction de l’expansion et de l’âge des donneurs 

Les résultats de l’étude de la clonogénicité des CSM-MO grâce au test des CFU représentés 

dans la Figure 15 montrent que le nombre de colonies diminue en culture avec l’expansion in 

vitro de P1 à P5 pour les CSM-MO<40 ans. De plus une différence significative entre les deux 

tranches d’âge a été observée à P1, P2 et P3 (Figure 15). Concernant la taille des colonies, 

celle-ci diminue avec l’expansion in vitro pour les CSM-MO<40 ans mais est stable pour les 

CSM-MO>40 ans. De plus il existe une différence significative entre la taille des colonies à P1, 

P2 et P3 entre les CSM-MO provenant de donneurs âgés de plus ou moins 40 ans. 

Le contrôle qualité de la clonogénicité des CSM-MO provenant de donneurs d’âges 

différents montre que le nombre et la taille des colonies diminue in vitro de P1 à P5 en 

particulier pour les CSM-MO<40 ans. 
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Figure 15 : Clonogénicité des CSM-MO de donneurs âgés de +/- 40 ans à du passage 1 à 5.  

Les colonies formées à partir des CSM-MO<40 ans (n=13) et CSM-MO>40 ans (n=11) de passage 1 à passage 5 

sont colorées au cristal violet et les plaques sont ensuite numérisées. Les images à passage précoce (P1) et tardif 

(P5) sont représentées (A). Une barre d’échelle représente 1 cm. Les colonies ont ensuite pu être comptées (B) et 

leur taille mesurée (C) grâce au logiciel d’analyse d’image ImageJ (National Institutes of Health, USA). Pour 

chaque groupe, les résultats sont exprimés en moyenne ±SD, * p<0,05. 

 

Phénotypage des CSM-MO provenant de donneurs d’âges différents 

 

L’analyse du phénotype a été réalisée pour tous les prélèvements et l’expression des 

marqueurs de surface est en accord avec les recommandations de l’ISCT (Dominici et al., 

2006b). En effet les cellules sont toutes négatives pour les marqueurs CD34, CD45 et HLA-DR 

et toutes positives pour les marqueurs CD105, CD73 et CD90. De plus l’analyse de l’intensité 

moyenne de fluorescence des cellules positives ne montre pas de corrélation avec l’âge des 

donneurs. Le contrôle qualité du phénotype des CSM-MO provenant de donneurs d’âges 

différents montre qu’ils expriment les marqueurs recommandés par l’ISCT (Dominici et al., 

2006b), mais que cette expression n’est pas corrélée à l’âge des donneurs. 
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Multipotence des CSM-MO provenant de donneurs d’âges différents 

 

L’analyse des capacités de différenciation mésodermique (adipocytaire-A, ostéocytaire-O 

et chondrocytaires-C) des CSM-MO de donneurs d’âges différents montre que toutes les CSM-

MO peuvent se différencier en adypocytes, ostéocytes et chondrocytes. Néanmoins comme 

le montrent les images de coloration (Figure 16, Figure 17, Figure 18) les différenciations A, O 

et C sont plus importantes à passage précoce par rapport aux passages tardifs et diminuent 

pour les CSM-MO>40 ans par rapport aux CSM-MO<40 ans. Ces résultats ont été confirmés 

quantitativement par analyse d’images et extraction de colorants suivis d’une quantification 

par spectrophotométrie. 

 

 

Figure 16 : Coloration oil red de CSM-MO de donneurs âgés de +/- 40 ans à passage précoce 

et tardif.  

Après 21 jours de culture des CSM-MO dans du milieu de différenciation adipocytaire une coloration oil red 

O est réalisée afin de mettre en évidence les vésicules lipidiques spécifiques des adipocytes et les puits sont 

observés et photographiés grâce au microscope DMI 3000B (Leica) au grossissement x10. Pour chaque groupe, 

les images correspondent à 3 prélèvements différents. La barre d’échelle représente 100 µm. 

 



60 
 

 

Figure 17 : Coloration rouge alizarine de CSM-MO de donneurs âgés de +/- 40 ans à passage 

précoce et tardif.  

Après 21 jours de culture des CSM-MO dans du milieu de différenciation ostéocytaire une coloration alizarine red 

est réalisée afin de mettre en évidence les sels calciques spécifiques des ostéocytes et les puits sont observés et 

photographiés grâce au microscope DMI 3000B (Leica) au grossissement x10. Pour chaque groupe, les images 

correspondent à 3 prélèvements différents. Une barre d’échelle représente 100 µm. 

 

 
Figure 18 : Coloration bleu alcian de coupes histologiques de pellets de CSM-MO de 

donneurs âgés de +/- 40 ans à passage précoce et tardif.  

Après 28 jours de culture des CSM-MO sous forme de pellets dans du milieu de différenciation chondrocytaire, les 

pellets sont inclus en paraffine, découpés et colorés au bleu alcian afin de mettre en évidence les protéoglycanes 

spécifiques de la matrice extra cellulaire des chondrocytes. Les lames sont observées et photographiées grâce au 

microscope optique (LEICA, DMD 108) au grossissement x10. Pour chaque groupe, les images correspondent à 3 

prélèvements différents. Une barre d’échelle représente 100 µm. 
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EXPRESSION GENIQUE DE FOXO1, FOXO3, P21 ET SOD2 SELON L’AGE DES DONNEURS 

 

En parallèle des études précédentes, nous avons commencé une étude visant à étudier 

l’expression de certains gènes liés au vieillissement de CSM. L’extraction d’ARN a été réalisé 

selon la méthode classique utilisant le phénol/chloroforme sur des cellules récupérées après 

14 jours de culture dans du qiazol. La qualité de chaque échantillon d’ARN a été vérifiée grâce 

aux puces « Agilent RNA 6000 Pico ». Les échantillons ont été sélectionnés en fonction de la 

qualité de prolifération à la fin de l’expansion à passage 5. Pour des échantillons ayant un PD 

cumulé à P5 >20 la prolifération sera considérée comme bonne, entre 15 et 20 elle sera 

moyenne et inférieure à 10 elle sera faible. L’analyse de l’expression génique a été réalisé par 

qPCR avec du Sybergreen dans un système de Applied.  

 

 

Figure 19 : Expression des gènes de longévité (FOXO1 et FOXO3A), inhibiteur du cycle 

cellulaire (P21) et de protection contre le stress oxydant (SOD2) dans les CSM-MO à passage 

1 en fonction de l’âge des donneurs.  
L’expression des différents gènes est rapportée à celle du gène codant pour la protéine ribosomale RP29. Les 

résultats sont exprimés en moyenne ± SD duplicata technique pour chaque prélèvement. 
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Figure 20 : Corrélation de l’expression des gènes de longévité (FOXO1 et FOXO3A), inhibiteur 

du cycle cellulaire (P21) et de protection contre le stress oxydant dans les CSM-MO à passage 

précoce en fonction de la prolifération, population doubling (PD).  
L’expression des différents gènes est rapportée à celle du gène codant pour la protéine ribosomale RP29 et est 

corrélée à la prolifération via le population doubling (PD). Les résultats sont exprimés en moyenne ±SD duplicata 

technique pour 5 prélèvements (n=5). La corrélation est calculée grâce au test de Pearson et les résultats sont 

considérés comme significatifs pour p<0,05 (*). 

 

Les résultats de la Figure 19 montrent que les CSM provenant de donneurs d’âges 

différents et appartenant au 2 tranches choisies (+/- 40 ans) à passage 1 expriment les gènes 

codant pour les facteurs de transcription FOXO1 et FOXO3A ainsi que celui codant pour 

l’enzyme de protection contre le stress oxydant SOD2 à des niveaux faibles par rapport au 

gène codant pour l’inhibiteur du cycle cellulaire P21. De plus les CSM provenant du donneur 

âgé de 56 ans n’expriment pas ou très peu FOXO1 et SOD2. Aucune différence significative 

n’est mise en évidence entre les différents âges quels que soient les gènes étudiés d’une part, 

et aucun lien évident ne peut être établi entre l’expression des marqueurs FOXO1, FOXO3A, 

P21 et SOD2 avec l’âge des donneurs d’autre part à passage 1 (Figure 19). Les mêmes 

conclusions sont faites à passage 3 (résultats non montrés). 

C’est pourquoi la Figure 20 représentant ces mêmes résultats d’expression génique à 

passage précoce (P1, P3) mais en fonction du PD qui reflète la prolifération, permettent de 

mettre en évidence une tendance pour chaque marqueur. Cependant seule l’expression de 

P21 est augmentée de manière significative en fonction du PD (p=0,039). 
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2. Effet de l’âge du donneur et le temps d’expansion in vitro sur les sous-
populations des CSM. 

 

 Ce travail a permis d’étudier le devenir de l’expression de certains marqueurs de CSM en 

fonction de l’âge de donneurs et du temps de culture chez les CSM obtenues à partir de moelle 

osseuse. Certains de ces marqueurs pourraient caractériser des sous-populations 

fonctionnelles intéressantes en médecine régénérative. 

 

METHODOLOGIE : 

 

Les récepteurs exprimés à la surface des cellules sont reconnus spécifiquement par un 

anticorps directement couplé à un fluorochrome et analysées par cytométrie de flux. Le 

protocole a été présenté dans la partie précédente. Les caractéristiques des anticorps utilisés 

sont détaillées en annexe. 

 

RESULTATS ET CONCLUSIONS : 

Etant donné que les propriétés d’adhésion au plastique ne sont pas suffisantes pour 

caractériser les cellules souches mésenchymateuses, une étude phénotypique a été réalisée 

par cytométrie en flux. A ce jour aucun marqueur spécifique des CSM n’a été identifié et leur 

caractérisation est réalisée par l’absence et la présence des certains récepteurs. Nos résultats 

montrent que les cellules, cultivées en monocouche, possèdent un phénotype CD34-, CD45-, 

CD73+, CD90+, CD105+ et CD166+, et ceci pour tous les prélèvements étudiés. Il apparaît ainsi 

que les récepteurs spécifiques des cellules hématopoïétiques (CD34 et CD45) sont absents de 

la surface des cellules cultivées. En revanche, les cellules expriment les récepteurs CD73, CD90 

et CD105. De plus, une absence d’expression de HLA-DR a été également constatée. Ce 

phénotype n’est pas altéré significativement lors de l’expansion de CSM in vitro. 

Nous nous sommes ensuite intéressés à l’expression d’autres marqueurs proposés dans la 

littérature comme des candidats potentiels pour l’isolement de CSM, CD71, CD106, CD146 et 

CD200. Les résultats montrent une hétérogénéité dans l’expression de ces marqueurs dans les 

différents prélèvements (Figure 22 à 33). De plus, une corrélation négative entre l’âge des 

donneurs et le pourcentage d’expression ou l’IMF des marqueurs CD71 et CD146 a été mise 

en évidence (Figures 23, 24, 29 et 30). Une absence de corrélation entre l’âge des donneurs et 

le pourcentage d’expression ou l’IMF des marqueurs CD16 et CD200 a été observé (Figures 26, 

27, 32 et 33). 

Ces résultats mettent en évidence deux sous-populations de CSM-MO, CD71+ et CD146+, 

qui pourraient être étudiées et utilisées pour le contrôle qualité des prélèvements. 
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Figure 21 : Expression des marqueurs CD73, CD90, CD105, CD44 et CD166 à la surface de CSM 

humaines. Les marqueurs CD34, CD45 et HLA-DR sont négatifs. 
Blanc : cellules marquées avec un anticorps isotypique, rouge ou bleu : cellules marquées avec les anticorps 

monoclonaux spécifiques des marqueurs de surface étudiés et couplés à un fluorochrome (PE ou FITC).  
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15 ans 85 ans 

  

Figure 22 : Expression du marqueur CD71 à la surface de CSM humaines.  
Blanc : cellules marquées avec un anticorps isotypique, rouge : cellules marquées avec l’anticorps monoclonaux 

spécifiques du marqueur CD71 couplé à FITC.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 23 : Corrélation entre l’âge des donneurs et le pourcentage d’expression du marqueur 

CD71. *p <0,05 
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Figure 24 : Corrélation entre l’âge des donneurs et l’intensité moyenne de fluorescence (IMF) 

du marqueur CD71. *p <0,05 

39 ans 85 ans 

  

Figure 25 : Expression du marqueur CD106 à la surface de CSM humaines.  
Blanc : cellules marquées avec un anticorps isotypique, rouge : cellules marquées avec l’anticorps monoclonaux 

spécifiques du marqueur CD106 couplé à PE. 
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Figure 26 : Corrélation entre l’âge des donneurs et le pourcentage d’expression du marqueur 

CD106. *p >0,05 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 27 : Corrélation entre l’âge des donneurs et l’intensité moyenne de fluorescence (IMF) 

du marqueur CD106. *p >0,05 
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Figure 28 : Expression du marqueur CD146 à la surface de CSM humaines.  
Blanc : cellules marquées avec un anticorps isotypique, rouge : cellules marquées avec l’anticorps monoclonaux 

spécifiques du marqueur CD146 couplé à FITC. 

 

Figure 29 : Corrélation entre l’âge des donneurs et le pourcentage d’expression du marqueur 

CD146. *p <0,05 

 

Figure 30 : Corrélation entre l’âge des donneurs et l’intensité moyenne de fluorescence (IMF) 

du marqueur CD146. *p <0,05 
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39 ans 85 ans 

  

Figure 31 : Expression du marqueur CD200 à la surface de CSM humaines.  

Blanc : cellules marquées avec un anticorps isotypique, rouge : cellules marquées avec 

l’anticorps monoclonaux spécifiques du marqueur CD200 couplé à PE. 
 

 

Figure 32 : Corrélation entre l’âge des donneurs et le pourcentage d’expression du marqueur 

CD200. *p >0,05 
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Figure 33 : Corrélation entre l’âge des donneurs et l’intensité moyenne de fluorescence (IMF) 

du marqueur CD200. *p >0,05 
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3. Effet de l’âge des donneurs et le temps d’expansion in vitro sur la 
senescence des CSM. 

 

La senescence cellulaire, arrêt irréversible du cycle cellulaire concomitant au 

développement d’un phénotype sécrétoire particulier, survienne in vitro ou in vivo lors des 

divisions cellulaires successives mais peut également se produire de façon précoce en réponse 

à un stress. Nous avons ainsi étudié la survenue de la senescence chez les CSM selon l’âge de 

donneurs ou le temps de culture in vitro. Pour cela nous avons comparé le taux de cellules 

sénescentes dans trois groupes de CSM : -40 ans, +40 ans et CSM de la gelée de Wharton (CSM-

WJ) utilisées comme cellules jeunes témoins. 

 

METODOLOGIE 

Principe du test utilisé 

Ce test repose sur le fait que les cellules en sénescence présentent une activité de la -

galactosidase résiduelle détectable à pH 6. La -galactosidase est une enzyme lysosomale 

active à pH 4-4,5 qui hydrolyse le lactose en glucose dans toutes les cellules y compris les 

cellules sénescentes, présénescentes, quiescentes ou immortelles. A pH 6, cette 

caractéristique n’est retrouvée que dans les cellules sénescentes du fait de leur expression 

augmentée. Dans ce test la -galactosidase hydrolyse son substrat chromogénique le X gal (5-

bromo-4-chloro-3-indolyl-βD-galactopiranoside) libérant un produit indolique devenant bleu 

par oxydation et insoluble dans l’eau et précipitant au niveau du site de la réaction 

enzymatique. Néanmoins il est nécessaire de ne pas atteindre la confluence car les cellules à 

confluence sont positives pour ce test biaisant ainsi l’analyse (Debacq-Chainiaux et al., 2009b). 

La -galactosidase hydrolyse ainsi son substrat chromogénique le X-Gal libérant un précipité 

bleu à pH 6 dans les cellules sénescentes.  

 

Méthode 

Les cellules sont cultivées pendant 4 jours (J4) dans des plaques 12 puits (CORNING, Réf 

3512) et lavées deux fois par 1 mL de PBS (GIBCO, Réf 14190) avant de réaliser le test de 

sénescence grâce au kit « Senescence β-Galactosidase Staining kit » (CELL SIGNALING, Réf 

9860). Les cellules sont d’abord fixées pendant 15 min à température ambiante (TA) avec 500 

µL de solution de fixation (2% formaldéhyde-0,2% glutaraldéhyde dans du PBS). Les puits sont 

ensuite rincés 2 fois par 1 mL de PBS (GIBCO, Réf 14190) avant d’ajouter la solution de 

coloration (465 µL de solution de coloration 1X, 5 µL de solution de coloration supplément A, 

5 µL de solution de coloration supplément B et 25 µL de X-gal à 20 mg/mL de diméthyl 

formamide (DMF (SIGMA, Réf 33120)). Les cellules sont incubées « overnight » (O/N) à 37 °C 

en absence de CO2. Le lendemain matin les puits sont lavés deux fois par 1 mL de PBS (GIBCO, 

Réf 14190) avant de réaliser le marquage des noyaux au DAPI. 200 µL/puits de DAPI (SIGMA 
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ALDRICH, Réf D9542-5MG) à 0,1 µg/ mL sont rajoutés aux cellules pendant 15 min à TA à l’abri 

de la lumière. Enfin les cellules sont lavées deux fois par 1 mL de PBS (GIBCO, Réf 14190) et 1 

mL de PBS est rajouté par puits pour l’observation et la photographie des cellules à l’aide du 

microscope inversé à fluorescence Leica DMI 3000B (LEICA). Les cellules sénescentes bleues 

sont observées en lumière transmise et le noyau de toutes les cellules marqué en bleu par le 

DAPI est observé en fluorescence grâce au filtre adéquat ( excitation = 372 nm et  émission = 456 

nm). Pour chaque puits, 5 photos représentatives du puits sont prises en lumière transmise et 

en fluorescence. Ainsi, il est possible de calculer un pourcentage de cellules sénescentes à 

partir du nombre de cellules sénescentes et noyaux à l’aide du logiciel d’analyse d’image 

ImageJ (NATIONAL INSTITUTES OF HEALTH, USA). Les CSM issues de la gelée de Wharton (CSM-

WJ) ont été utilisés dans cette partie du travail comme témoin de cellules jeunes. Ce test a été 

réalisé à passage précoce (passage 3, P3) et à passage tardive (passage 7, P7). 

 

RESULTATS ET CONCLUSION 

 

Les résultats montrent que pour les CSM-GW le pourcentage de cellules sénescentes est 

faible à P3 et P7. Cependant, une augmentation significative de ce pourcentage est observée 

à P7 (23 %) par rapport à P3 (0 %) (Figure 34 et Figure 35). Par ailleurs pour les CSM-MO<40 

ans, le pourcentage de cellules sénescentes est faible à P3 et à P7. Cependant, une 

augmentation significative de ce pourcentage est observée à P7 (23 %) par rapport à P3 (10 %). 

Aucune différence significative entre les pourcentages de cellules sénescentes n’est constatée 

pour le même passage (P3 ou P7) par rapport aux CSM-GW (Figure 34 et Figure 35). Enfin pour 

les CSM-MO>40 ans, le pourcentage de cellules sénescentes est élevé à P3 (50 %) et à P7 (87 %) 

avec une augmentation significative à P7 par rapport à P3. De plus le pourcentage de cellules 

sénescentes est significativement plus élevé à P3 et à P7 par rapport à P3 et/ou P7 des CSM-

MO<40 ans et des CSM-GW (Figure 34 et Figure 35). 

Le pourcentage de cellules sénescentes est donc plus important chez les CSM-MO>40 

ans par rapport aux CSM-MO<40 ans et CSM-GW à P3 et P7 suggérant que la diminution de 

la prolifération des CSM-MO provenant de patient âgés est associée à l’apparition de cellules 

sénescentes. 
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Figure 34 : Photographie des CSM-GW et CSM-MO de donneurs âgés de +/- 40 ans à passage 

précoce (P3) et tardif (P7) après le test de sénescence.  

Le test de sénescence a été réalisé à passage 3 (A) et 7 (B) pour chaque groupe de CSM. Des images obtenues 

pour un prélèvement de chaque groupe ont été choisies : CSM-GW (GW1), CSM-MO<40ans (24 ans) et CSM-

MO>40ans (85 ans). Les images en lumière transmise permettent d’observer le précipité bleu spécifique des 

cellules sénescentes (sen) et les images au DAPI permettent d’observer les noyaux des cellules. Les images sont 

prises grâce au microscope à fluorescence DMI 3000B (Leica) au grossissement x10. Les barres d’échelle 

représentent 100 µm. 
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Figure 35 : Pourcentage de sénescence dans les CSM-GW et CSM-MO de donneurs âgés de 

+/- 40 ans à passage précoce (P3) et tardif (P7).  

Pour chaque prélèvement, 18 images ont été prises (6 images de chacun de 3 expériences indépendantes). Les 

résultats sont exprimés en moyenne ± déviation standard, ****p<0,0001, *** p<0,0005, ** p<0,005 et * p<0,05. 
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Discussion générale 

Dans ce travail nous avons montré que les capacités de prolifération sont plus 

importantes pour les CSM-MO <40 ans, mais aussi que la capacité à former des colonies 

diminue in vitro et que le nombre et la taille des colonies sont plus importants à P1, P2 et P3 

pour les CSM-MO <40 ans, toujours en comparaison aux cellules provenant des donneurs 

âgés. De plus, la capacité de différenciation A, O et C des CSM-MO est maintenue aussi bien 

pour les CSM-MO<40 ans que pour les CSM-MO>40 ans. Néanmoins cette multipotence 

diminue avec l’expansion in vitro et avec l’augmentation de l’âge des donneurs. Malgré ces 

changements, l’expression des marqueurs phénotypiques recommandés par l’ISCT (Dominici 

et al., 2006b) est maintenue tout au long de la culture, quelque soit le prélèvement.  

Les résultats de prolifération montrent ainsi des différences de capacités de prolifération 

des CSM-MO en fonction de l’âge des donneurs (Li et al., 2014). En effet les CSM-MO de 

donneurs âgés prolifèrent moins bien que celles provenant de donneurs plus jeunes. Ces 

résultats sont confirmés par la littérature (Baxter et al., 2004)(Baker et al., 2015)(Fan et al., 

2010)(Mareschi et al., 2006)(Mendes et al., 2002) (Dexheimer et al., 2011)(Stolzing et al., 

2008)(Zhou et al., 2008)( Sethe et al., 2006). Néanmoins certaines études montrent l’absence 

de différence de capacité de prolifération entre les cellules provenant de donneurs jeunes et 

âgés. Cela peut s’expliquer par l’âge assez proche des différents donneurs qui constituent ces 

études (Baker et al., 2015).  

D’autre part la capacité à former des colonies est plus importante chez les CSM-MO<40 

ans à P1, P2 et P3 mais diminue au cours de l’expansion in vitro. Chez les CSM-MO>40 ans la 

clonogénicité reste faible tout au long de la culture (Figure 15). Dans la littérature il est montré 

une baisse de la fréquence des CFU en fonction de l’âge des donneurs (Sethe et al., 

2006)(Baxter et al., 2004)(Baker et al., 2015)(Fan et al., 2010)(Stolzing et al., 2008)(Russell et 

al., 2010) et certains travaux suggèrent que cela pourrait être dû à la sénescence (Baker et al., 

2015). Cependant il existe un nombre beaucoup moins important d’études qui montrent que 

l’âge des donneurs de CSM-MO n’a aucune influence sur le nombre de colonies (Oreffo et al., 

1998,) tandis que d’autres travaux suggèrent que le sexe des donneurs est un facteur qui 

pourrait influencer la clonogénicité des CSM-MO. En effet Siegel et al montrent que le nombre 

de colonies est plus important pour les CSM-MO provenant de donneurs femmes et jeunes 

par rapport aux hommes (Siegel et al., 2013). Enfin Digirolamo et al montrent qu’il existe un 

lien entre la taille des colonies et la multipotence des CSM-MO (DiGirolamo et al., 1999). Dans 

la littérature il est montré que les petites colonies seraient constituées de cellules larges et 

aplaties correspondant au phénotype sénescent (Sethe et al., 2006). Ces résultats iraient dans 

le sens de ce que nous observons, à savoir des colonies plus petites pour des CSM-MO>40 ans 

associées à une forte sénescence. Il faut tout de même noter qu’il est très important d’isoler 

les cellules pour pouvoir réaliser le test des CFU en réalisant des dilutions successives (Baker 
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et al., 2015)(Siegel et al., 2013) mais aussi d’optimiser la densité d’ensemencement des CSM 

afin d’avoir le meilleur compromis entre clonogénicité et prolifération (Sekiya et al., 2002)  

Les CSM-MO des donneurs d’âges différents utilisées dans cette étude expriment les 

principaux marqueurs recommandés par l’ISCT mais le taux d’expression de ces marqueurs 

n’a pas pu être corrélée à l’âge des donneurs. Dans la littérature il n’y a pas de tendance 

évidente concernant l’expression des marqueurs de surface et l’âge des donneurs (Baker et 

al., 2015). En parallèle, nous avons montré que le taux d’expression des marqueurs CD146 et 

CD71 est corrélé de façon négative à l’âge des donneurs. D’autres études réalisées au sein de 

notre équipe montrent que le marqueur CD146 serait très fortement exprimé chez les CSM-

GW. De plus l’expression de ce marqueur tendrait à disparaître in vitro lors de l’expansion de 

cellules. D’autres travaux de Siegel et al suggèrent que la population féminine de CSM-MO 

exprimerait plus de CD146 et que ces cellules CD146+ seraient plus petites et prolifèreraient 

mieux (Siegel et al., 2013). D’autres travaux montrent que l’expression de CD146 diminuerait 

avec l’âge des donneurs (Maijenburg et al., 2012). 

Les résultats obtenus lors de notre travail montrent que la capacité de différenciation A, 

O, et C des CSM-MO diminue à passage tardif par rapport au passage précoce et semblerait 

diminuer avec l’augmentation de l’âge des donneurs (Figure 16, Figure 17 et Figure 18). Dans 

la littérature il n’y a pas de consensus sur le lien entre l’âge des donneurs des CSM-MO et leur 

capacité de différenciation in vitro (Baker et al., 2015). Même si la majorité des études 

montrent que l’âge des donneurs n’influence pas la multipotence des CSM (Baker et al., 

2015)(Dexheimer et al., 2011)(Siegel et al., 2013)(Wagner et al., 2009)(Evans et al., 1990), 

certaines études comme la nôtre montrent que la capacité de différenciation A, O et/ou C 

diminue avec l’âge des donneurs (Stolzing et al., 2008)(Zhou et al., 2008)(Zaim et al., 2012) 

tandis qu’une étude de Dexheimer et al montre que ce n’est pas l’âge du donneur qui est 

corrélé à la capacité de différenciation, mais que ce serait plutôt la capacité de prolifération 

des CSM-MO au moment de l’induction qui influencerait la différenciation (Dexheimer et al., 

2011). Néanmoins cette étude a été réalisée à passage 3 seulement contrairement à la nôtre 

pour laquelle les passages précoces et tardifs ont été analysés. Dans notre travail, les 

prélèvements de CSM-MO âgés et à passage tardif ont des capacités de prolifération 

diminuées au moment de l’induction et se différencient moins bien. Ces résultats vont donc 

dans le même sens des ceux de Dexheimer et al. Néanmoins parmi les cellules de 

prélèvements provenant de personnes âgés, même si certains ont une faible capacité de 

prolifération celle-ci est maintenue au cours de l’expansion. En effet, les cellules 

correspondant au groupe des donneurs âgés présentent une hétérogénéité inter-prélèvement 

très importante en termes de prolifération, bien que les capacités de différenciation soient 

diminuées par rapport aux cellules provenant des donneurs plus jeunes. De plus, quelques 

travaux montrent qu’avec l’âge la capacité de différenciation O diminuerait au profit d’une 

augmentation de la capacité de différenciation A. Certaines études in vivo chez la souris 

confirment cette hypothèse tandis que d’autres la contredisent (Baker et al., 2015). Enfin 
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Russel et al montrent qu’il existe un lien entre la multipotence des CSM-MO et leur capacité 

à proliférer et à former des clones (Russell et al., 2010).  

Une donnée dont il faut tenir compte est le fait que les donneurs âgés ne sont pas des 

donneurs sains. En effet dans la majorité des études, y compris la nôtre (pour les CSM-MO 

provenant de la COT) les CSM-MO proviennent de patients pour lesquels une opération 

chirurgicale a été réalisée afin de poser une prothèse de hanche. Il est donc fort probable que 

ces patients atteints de pathologies liées à l’âge pourraient introduire un biais dans l’étude. 

En effet des pathologies comme le diabète ou des changements hormonaux sont directement 

impliqués dans les mécanismes du vieillissement via les voies de signalisation de l’insuline ou 

des facteurs de croissances comme montré précédemment (Greer and Brunet, 2008). 

Néanmoins dans notre cas, il a été difficile d’obtenir des prélèvements de CSM-MO>40 ans de 

donneurs volontaires « sains » auprès de l’UTCT car ils sont très rares d’autant plus que la 

limite d’âge est fixée à 50 ans pour ces donneurs volontaires. Il reste néanmoins nécessaire 

d’étudier les CSM-MO> 40 ans pour mieux comprendre les mécanismes du vieillissement des 

CSM-MO surtout si des allogreffes de CSM-MO de donneurs jeunes sont prévues pour des 

patients âgés. Il sera également important de tenir compte de certaines informations 

médicales (contexte hormonal, diabète par exemple) concernant les donneurs pour mieux 

comprendre ces mécanismes. 

Enfin dans la première partie de notre travail, les résultats ont montré que l’expression 

des gènes liés à la longévité des CS (FOXO1 et FOXO3A), à l’inhibition du cycle cellulaire (P21) 

ou la protection contre le stress oxydant (SOD2) n’est pas corrélée à l’âge des donneurs à 

passage 1 (Figure 19). Cependant cela ne signifie pas que ces facteurs ne soient pas impliqués 

dans les mécanismes impliqués dans le vieillissement de CSM. En effet l’expression des ARNm 

codant pour FOXO1, FOXO3, SOD2 et P21 est corrélée à au nombre de PD mais seule la 

corrélation concernant P21 est significative (p=0,039). Ces résultats concernant P21 sont 

surprenants mais cela peut être expliqué par la confluence des cellules. Etant donné que 

l’analyse de l’expression génique a été réalisée à 14 jours de culture, un moment où les cellules 

avec de fortes capacités de prolifération sont proches de la confluence (Figure 20), d’où 

l’intérêt d’étudier l’expression génique à des temps de culture plus courts. L’hypothèse serait 

que l’expression génique de P21 serait induite pour inhiber le cycle cellulaire de ces CSM et 

donc la prolifération. Concernant la faible expression des gènes FOXO1 et FOXO3, les résultats 

vont dans le sens des ceux de Djouad et al (Djouad et al., 2009) qui montrent une 

augmentation du messager FOXO3 au cours de la différenciation chondrocytaire à partir de 

CSM-MO humaines, l’impliquant ainsi dans la différenciation. De plus les auteurs montrent 

que FOXO3 est régulé négativement par le micro ARN miR29a dans les CSM-MO humaines 

pendant la différenciation chondrocytaire (Guérit et al., 2014). D’ailleurs Guérit et al montrent 

que l’inhibition de FOXO3 dans les CSM-MO entraîne une augmentation du pourcentage de 

cellules en phase S+G2M du cycle cellulaire et favoriserait ainsi la prolifération des CSM-MO 

humaines (Guérit et al., 2014). Les auteurs concluent que FOXO3 permet la différenciation 
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chondrocytaire des CSM-MO humaines en inhibant le cycle cellulaire (Guérit et al., 2014). Pris 

ensemble ces résultats suggèrent que l’expression de FOXO3 serait inhibée dans les CSM-MO 

humaines ce qui permettrait ainsi leur prolifération. De plus il est fort probable que 

l’expression d’autres gènes pourrait être corrélée à l’âge des donneurs. En effet des travaux de 

Wagner et al (Wagner et al., 2009) montrent que des CSM-MO provenant de 3 groupes de 

donneurs d’âges différents (21 à 25 ans, 44 à 55 ans, et 80 à 92 ans) à passage 2 présentaient 

une régulation positive de 67 gènes corrélée à l’âge des donneurs. La majorité de ces gènes 

sont liés à la régulation de la matrice extra cellulaire, au développement mésodermique dont 

le gène MEOX2 (mesenchyme homebox 2) qui réprime la prolifération des tissus 

mésodermiques. D’autre part, dans cette même étude (Wagner et al., 2009), les auteurs 

montrent une régulation négative de 60 gènes associés à la réparation de l’ADN, à la mitose et 

à la régulation transcriptionnelle. Aussi des travaux de Wilson et al sur les CSM-MO de souris 

montrent une baisse de l’expression de gènes impliqués dans la différenciation, le cycle 

cellulaire et les facteurs de croissance chez les souris jeunes par rapport aux souris âgées. Ces 

gènes incluent les suppresseurs de tumeurs P53 et P21 (Wilson et al., 2010). 

Tous ces résultats sont très encourageants car ils suggèrent que des mécanismes 

moléculaires et cellulaires sont impliqués dans le vieillissement des CSM-MO dont la 

compréhension est nécessaire pour des applications en médecine régénérative. 
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Conclusions et perspectives 

Les CSM-MO présentent un réel intérêt en médecine régénérative mais il est nécessaire 

de savoir si les fonctions des CSM-MO sont maintenues au cours du vieillissement (Li et al., 

2014b) étant donné leur implication dans le soutien de l’hématopoïèse (i), la réparation 

tissulaire (ii), la croissance et le remodelage du tissu osseux (iii) (Baker et al., 2015). L’effet du 

vieillissement sur les propriétés des CSM-MO est très important pour le choix des cellules en 

thérapie cellulaire (Li et al., 2014). L’objectif de ce travail était d’étudier l’effet du 

vieillissement sur les CSM-MO afin de déterminer des paramètres de contrôle qualité à mettre 

en place pour l’utilisation des CSM-MO en médecine régénérative. 

 

Nous avons pu montrer que les CSM-MO perdaient leurs capacités de prolifération et de 

différenciation in vitro (vieillissement réplicatif) et que ce phénomène est augmenté dans les 

CSM-MO provenant de donneurs âgés par rapport aux donneurs jeunes (vieillissement lié à 

l’âge des donneurs). Ces deux types de vieillissement « réplicatifs » et « liés à l’âge des 

donneurs » sont associés à une baisse de la clonogénicité sans modification de l’expression 

des principaux marqueurs phénotypiques des CSM-MO (CD73, CD90 et CD105). Cependant, 

nos résultats ont mise en évidence deux sous-populations (CD146 et CD71) dont le 

pourcentage et l’IMF chez les CSM-MO diminuent avec l’âge des donneurs. Ces 2 types de 

vieillissement sont également associés à la sénescence des CSM entraînant une diminution 

des capacités de prolifération. 

 

Ces résultats ont ainsi permis de confirmer et proposer des paramètres de contrôle qualité 

pour l’utilisation des CSM-MO en médecine régénérative.  

1. L’âge des donneurs : Il serait préférable de faire appel à des donneurs volontaires 

sains et jeunes car d’après l’étude ils possèdent de meilleures capacités de différenciation et 

de prolifération.  

2. La prolifération : évaluer les capacités de prolifération sur au moins 2 passages. 

3. Marqueurs phénotypiques : Vérifier l’expression des marqueurs recommandés par 

l’ISCT à la surface des CSM-MO par cytométrie en flux, une technique d’analyse simple et 

rapide pouvant être réalisée sur cellules congelées ou en culture. Vérifier également 

l’expression des marqueurs CD146 et CD71. 

4. Multipotence : Vérifier que les CSM-MO prélevées ont ces capacités de 

différenciation adipocytaire, ostéocytaire et chondrocytaire.  

5. Sénescence cellulaire : Vérifier que le pourcentage de cellules sénescentes est très 

faible au sein des CSM grâce au test colorimétrique de la -galactosidase. 
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Malgré les résultats obtenus dans cette étude il reste d’autres pistes à exploiter afin de 

mieux comprendre les mécanismes impliqués dans le vieillissement des CSM-MO et de trouver 

d’autres contrôles qualités qui permettraient de choisir les meilleures CSM-MO candidates 

pour des applications en médecine régénérative. 

 

Tout d’abord il existe des perspectives à court terme pour ces travaux. En effet dans la 

littérature il est montré qu’il existe une corrélation entre la longueur des télomères de CSM-

MO et l’âge des donneurs. C’est pourquoi nous avons congelé des cellules pour chaque 

prélèvement et extrait l’ADN de certains prélèvements afin de réaliser l’étude de la longueur 

des télomères des CSM-MO provenant de donneurs d’âge différents. Cette étude est en cours 

et permettrait d’expliquer les résultats obtenus dans l’étude d’une part, et d’inclure 

éventuellement la mesure de la longueur des télomères au contrôle qualité des CSM-MO. En 

effet la mesure de la longueur des télomères permettrait de connaître le potentiel de division 

cellulaire (Wagner et al., 2010b) car l’état d’érosion télomérique permet d’anticiper l’entrée 

en sénescence des cellules (Robert and Raymond, 2013). 

 

Ensuite, afin de faciliter l’analyse de la sénescence, la mesure de l’activité de la -

galactosidase par colorimétrie peut-être adaptée à la fluorescence et ainsi permettre une 

analyse par cytométrie en flux. Ceci permettrai d’étudier en parallèle d’autres paramètres 

propres aux cellules sénescentes tels que la taille et la structure voir même de trier les sous-

populations de cellules non sénescentes pour des études in vitro si le cytomètre est équipé de 

la fonction trieur en plus de la fonction analyseur.  

 

Il serait également intéressant d’étudier les deux sous-populations mises en évidence dans 

ce travail dont l’expression et corrélée à l’âge des donneurs, CD71 et CD146. Cette étude des 

sous populations de CSM-MO fait actuellement l’objet d’un stage de master 2 dont l’objectif 

est d’isoler les CSM-MO et CSM-GW qui expriment le marqueur de surface CD146 et d’étudier 

les capacités de prolifération, la clonogénicité, la multipotence et la sénescence de ces CSM. 

En effet, dans la littérature, ce marqueur est décrit comme un marqueur de la multipotence. 

Si les résultats de l’étude sont concluants, ce marqueur pourrait faire partie des contrôles 

qualités des CSM-MO à utiliser en médecine régénérative. 

 

Actuellement une collaboration est en cours avec l’équipe 1 de l’unité et a pour objectif 

de mettre en évidence l’implication de microARN dans le vieillissement des CSM-MO et ainsi 

choisir des microARN dans le contrôle qualité des CSM-MO à passage précoce pour des 

applications en médecine régénérative. Même si certains miR ont été identifiés comme le 

miR29-A qui est impliqué dans la différenciation chondrocytaire de CSM-MO (Guérit et al., 

2014) (Sorrentino et al., 2008) l’implication des micro ARN dans le vieillissement des CSM-MO 

reste une piste à exploiter. 
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Enfin la résistance au stress oxydant des CSM-MO pourrait également être étudiée afin de 

mieux connaître les mécanismes du vieillissement des CSM et de mettre en évidence d’autres 

paramètres dans le contrôle qualité des CSM pour des applications en médecine régénérative 

comme par exemple le niveau d’expression génique et/ou protéique d’enzyme impliquée dans 

la protection contre le stress oxydant ou fixer un seuil limite de production d’ERO pour les 

CSM à utiliser. 

 

A plus long terme, toutes ces connaissances et les paramètres de contrôle qualité choisis 

serviront à l’optimisation de l’utilisation des CSM en médecine régénérative. En effet des 

travaux de Schiavi et al de notre équipe ont montré qu’il était possible de pulvériser des CSM-

MO (Schiavi et al., 2012) ou des chondrocytes de rat (Tritz et al., 2010) dans des biomatériaux 

d’alginate stratifiés pour des applications en ingénierie ostéo-articulaire. Ces connaissances et 

ces contrôles qualités pourraient être mis à profit dans d’autres applications de la médecine 

régénérative telles que l’ingénierie tissulaire du ligament, développé également au sein de 

l’équipe. 
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Annexes 

I. Annexe 1 : Liste des prélèvements utilisés dans l’étude 

 
 

  

M= Masculin ; F=Féminin ; MSC= Cellules souches mésenchymateuses 

UTCT=Unité de thérapie cellulaire et tissulaire du centre hospirtalier universitaire de Nancy 

COT=Chirurgie orthopédique et traumatologique du centre hospirtalier universitaire de Nancy 

1 29  25 ans F 140416MSC UTCT

2 23 10 ans M 140213MSC UTCT

3 22 12 ans M 131216MSC UTCT

4 26 12 ans F 140318MSC UTCT

5 18 15 ans M 130530MSC UTCT

6 12 18 ans M 120515MSC COT

7 32 18 ans M 140429MSC UTCT

8 44 20 ans F 150327MSC COT

9 30 20 ans F 140528MSC UTCT

10 6 22 ans M 120207MSC UTCT

11 24 24 ans F 140219MSC COT

12 27 24 ans M 140319MSC UTCT

13 35 24 ans F 140909MSC UTCT

14 31 25 ans M 140530MSC COT

15 9 3 ans F 120416MSC UTCT

16 28 30 ans M 140325MSC UTCT

17 34 30 ans F 140710MSC COT

18 8 32 ans M 120411MSC UTCT

19 45 32 ans F 150417MSC COT

20 33 33 ans M 140513MSC UTCT

21 19 36 ans F 130705MSC COT

22 39 37 ans F 141114MSC COT 

23 3 39 ans F 111202MSCA COT

24 25 41 ans F 140313MSC UTCT

25 5 44 ans F 120203MSC COT

26 1 51 ans M 111124MSC COT

27 11 55 ans M 120424MSC COT

28 4 56 ans M 111202MSCB COT

29 40 58 ans M 141217MSC COT

30 43 59 ans M 150331MSC COT

31 10 65 ans F 120420MSC COT

32 41 66 ans M 141218MSC COT

33 13 68 ans M 121212MSC COT

34 38 68 ans M 141105MSCB COT

35 2 70 ans F 111130MSC COT

36 7 72 ans F 120307MSC COT

37 37 73 ans F 141105MSCA COT

38 15 75 ans F 130328MSC COT

39 42 76 ans M 141219MSC COT

40 14 79 ans F 130116MSC COT

41 16 82 ans F 130402MSC COT

42 17 84 ans F 130410MSC COT

43 20 85 ans F 130903MSC COT

44 21 85 ans F 131204MSC COT

45 36 86 ans M 141028MSC COT

Origine
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Tranche Echantillon Ordre n° Âge Sexe Identifiant
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II. Annexe 2 : Composition des milieux de culture utilisés pour la 
différenciation adipocytaire, ostéocytaire et chondrocytaire.  

Fiche technique des milieux de différenciation de la société Lonza 

Milieux utilisés pour la différenciation adipocytaire 

 

 

Milieux utilisés pour la différenciation ostéocytaire 

 

 

 

Milieux utilisés pour la différenciation chondocytaire 
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III. Annexe 3 : Liste d’anticorps 
 

Anticorps 

 

Spécificité 

de 

l’espèce 

Isotype Volume

/test 

Fournisseur Réf érence 

Anti-CD34/PE Humain IgG (Souris) 20 μL BD Pharmingen 555822 

Anti-CD90/FITC Humain IgG (Souris) 20 μL Beckman Coulter IM1839U 

Anti-CD44/FITC Humain IgG (Souris) 20 μL Beckman Coulter IM1219U 

Anti-CD105/PE Humain IgG (Souris) 20 μL Beckman Coulter A07414 

Anti-CD45/FITC Humain IgG (Souris) 10 μL DakoCytomation F0861 

Anti-CD166/PE Humain IgG (Souris) 20 μL Beckman Coulter A22361 

Anti-HLA-DR/FITC Humain IgG (Souris) 20 μL Beckman Coulter IM0463U 

Anti-CD73/PE Humain IgG (Souris) 20 μL BD Pharmingen 550257 

Anti-CD71/FITC Humain IgG (Souris) 20 μL BD Pharmingen 555536 

Anti-CD106/PE Humain IgG (Souris) 20 μL BD Pharmingen 555647 

Anti-CD146/FITC Humain IgG (Souris) 5 μL BD Pharmingen 560846 

Anti-CD200/PE Humain IgG (Souris) 20 μL BD Pharmingen 552475 

Anti-CD140b/PE Humain IgG (Souris) 20 μL BD Pharmingen 558821 

Anti-CD271/Alexa 

Fluor 

Humain IgG (Souris) 20 μL BD Pharmingen 560326 

Anti-CD274/PE Humain IgG (Souris) 20 μL BD Pharmingen 561787 

Contrôle 

isotipique/FITC 

Humain IgG (Souris) 10 μL DakoCytomation X0927 

Contrôle 

isotipique/PE 

Humain IgG (Souris) 10 μL DakoCytomation X0928 
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Résumé : Grâce à leurs propriétés de prolifération, de différenciation et de sécrétion, les cellules 

stromales mésenchymateuses (CSM) constituent aujourd’hui un outil intéressant en médecine 

régénérative. La moelle osseuse (MO) reste à ce jour une des plus utilisées. Une diminution de la 

capacité de prolifération et de différenciation des CSM-MO, au cours des passages, a été montrée. En 

parallèle, l'impact de l'âge du donneur sur les propriétés de CSM-MO reste encore controversé. Le but 

de notre étude était de mieux comprendre l'effet de l'âge du donneur mais aussi des passages en 

culture sur la capacité de prolifération et de différenciation des CSM de moelle osseuse. Les 

échantillons ont été séparés en 4 groupes en fonction de l’âge des donneurs (<20 ans; 20-40 ans; 40-

60 ans; >60 ans) et les analyses ont été réalisés lors de la culture de cellules pendant 5 passages. Les 

résultats obtenus montrent que la capacité de prolifération de CSM-MO obtenues à partir de donneurs 

jeunes est supérieure à celle de cellules des donneurs âgés. De plus, cette capacité de prolifération 

diminue en fonction des passages en culture. En parallèle, la capacité des cellules à former des colonies, 

mesurée par le test CFU-F, diminue légèrement en fonction de l’âge des donneurs mais de façon 

importante en fonction du passage. Enfin, la capacité de différenciation des CSM-MO vers les trois 

types cellulaires étudiés, chondrocytes, ostéocytes et adipocytes, diminue en fonction des passages de 

cellules mais également en fonction de l’âge des donneurs. Notre étude montre que les propriétés des 

CSM issues de moelle osseuse sont modifiées lors de l’amplification in vitro mais aussi en fonction de 

l’âge des donneurs. En parallèle, nous avons montré que ce phénomène et accompagné par l’apparition 

de cellules sénescentes et la diminution de la sous-population CD146 au sein des prélèvements 

cellulaires. Ceci ouvre des perspectives intéressantes. 

 

Mots clés : cellules stromales mésenchymateuses ; moelle osseuse ; vieillissement ; sénescence 

 

Summary: Today with their proliferation, differentiation into specific cell types, and secretion 

properties, mesenchymal stromal cells (MSC) can be used in regenerative medicine. Bone marrow (BM) 

is the better characterized source. The researchers have proven that with increasing passage number 

in culture the proliferation and the differentiation potential of MSC decrease. In parallel many the 

impact of donor age on MSC properties remains controversial. The aim of our study was to better 

understand the effect of donor age but also culture passages on the proliferation and differentiation 

ability of bone marrow mesenchymal stromal cells. The samples were separated into 4 groups 

depending on the donor’s age (<20 years; 20-40 years; 40-60 years; > 60 years) and the samples were 

cultured for 5 passages. The results obtained showed that the MSC proliferative capacity obtained from 

young donors is greater than that of cells from older donors. In addition, the proliferative capacity 

decreases with increasing passage number in culture. In parallel, the ability to form colony-forming 

unit-fibroblast, measured by the CFU-F assay, decreases slightly depending on the age of the donors 

but significantly depending on the passage in culture. Finally, the MSC differentiation ability decreases 

according to the passage of the cells but also depending on the donor age. Our study shows that the 

properties of bone marrow derived MSC are modified not only during amplification in vitro but also in 

terms of donor’s age. In parallel, we showed the apparition of senescent cells and the decrease in the 

sub-population CD146 in the samples opening interesting research perspectives. 

 

Keywords: mesenchymal stromal cells; bone marrow; aging; senescence 
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