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Chapitre 1 : Introduction générale






1.1 Le tissu adipeux humain

1.1.1 Types de tissus adipeux et distribution dans le corps humain

Le tissu adipeux, présent en grande quantité chez les mammiféres, est surtout connu pour permettre de survivre
a des épisodes d’apports caloriques limités en emmagasinant de I'énergie excédentaire sous forme de lipides
lors de périodes d’abondance. Les adipocytes, principales cellules composant le tissu adipeux, sont les seules
cellules qui sont spécialisées et parfaitement adaptées pour accumuler les lipides sans compromettre leur
intégrité fonctionnelle grace & leur machinerie enzymatique appropriée (Fonseca-Alaniz et al. 2007). Il existe
deux types de tissus adipeux qui sont fondamentalement différents par leur distribution, leurs fonctions et leur

histologie : le tissu adipeux brun et le tissu adipeux blanc.

Le tissu adipeux brun joue un réle important dans la régulation de la thermogenése grace a la grande quantité
de protéines UCP-1 (uncoupling protein-1) ou thermogénine que I'on y retrouve. Cette protéine, située dans la
membrane interne des mitochondries, agit a titre de canal & protons. Elle permet d'éliminer la différence de
potentiel & la membrane, empéchant ainsi la production d' ATP (adénosine triphosphate) par 'ATPase. L’énergie
résiduelle est alors libérée sous forme de chaleur (Cannon and Nedergaard 2004). La grande quantité de
mitochondries dans la cellule peut étre a l'origine de leur couleur brunétre. Les adipocytes composant le tissu
adipeux brun ont un diametre variant entre 30 et 40 um, contiennent plusieurs gouttelettes lipidiques de tailles

variées et ont un cytoplasme relativement abondant (Fonseca-Alaniz et al. 2007).

Les humains, tout comme les rongeurs, possedent des dépdts de tissu adipeux brun. Trés localisés, on les
retrouve chez les feetus et les nouveau-nés, dans les régions axillaires, cervicales, périrénales et surrénales
(Cannon and Nedergaard 2004). Bien que le tissu adipeux brun soit présent tout au long de la vie du rongeur,
on croyait traditionnellement que les dép6ts chez I'humain s’atrophiaient au cours des premiéres années de vie
de 'enfant, jusqu’a devenir négligeables a I'dge adulte (Gesta et al. 2007). Cependant, I'utilisation de la
tomographie a émission de positrons au fluorodéoxyglucose (FDG PET) en oncologie a permis de mettre en
évidence la persistance de dépdts de gras brun chez I'adulte. En effet, le traceur utilisé se concentre dans des
régions métaboliquement trés actives, disposées symétriquement dans le haut du corps, soit dans le cou, sous
les clavicules et le long de la colonne vertébrale (Figure 1.1A) (Nedergaard et al. 2007). L'intérét envers ce tissu
est grandissant car ce dernier pourrait devenir une cible dans I'élaboration d’'un traitement contre I'obésité en
tirant profit de la dépense énergétique qu'il entraine, puisqu'il a été démontré que l'activité du gras brun peut

étre stimulée chez 'humain (Ouellet et al. 2012, van Marken Lichtenbelt et al. 2009).



Le tissu adipeux blanc est le tissu adipeux prédominant chez les mammiféres. Il représente entre 9 et 18 % du
poids corporel chez un homme sain et entre 14 et 28% chez une femme saine [indice de masse corporelle (IMC)
< 25] jusqu'a excéder 22% pour un homme et 32% pour une femme en surpoids (IMC = 25-30) ou obése (IMC
= 30) (Hausman D. B. et al. 2001). La distribution du tissu adipeux blanc varie selon les espéeces. Chez les
mammiféres, on le retrouve principalement sous forme de deux dépéts : sous-cutané (abdominal, glutéal et
fémoral), ou viscéral, comprenant les dépbts mésentérique, omental et rétropéritonéal (Figure 1.1B) (Cinti 1999,
Gesta et al. 2007). Bien que le tissu adipeux blanc ne participe pas activement a la thermogenése, son effet
isolant et sa distribution a travers le corps va contribuer a conserver la chaleur corporelle. Bien qu'il ne soit
possible d'observer que des différences subtiles au niveau de I'expression génique, il existe des variations
importantes entre les différents dépdts de tissu adipeux blanc au niveau de leur structure, de leur composition,
de leur métabolisme ainsi que de l'impact qu'ils ont sur les organes environnants (Kirkland et al. 1996). Par
exemple, des études morphologiques révélent la présence d’'une plus grande quantité de vaisseaux sanguins
et de fibres nerveuses dans le gras omental que le gras sous-cutané, suggérant une plus grande activité

métabolique (Hauner 2004).

Dépots de gras viscéral

Cou épicardique
' mésentérique
supraclaviculaire omental
para aortique « rétropéritonéal
Q onadal
paravertébral S 8 9
Q
88 Dépéts de gras
v Q sous-cutané
0 o sous-cutané

abdominal
glutéal

fémoral

suprarénal >
l I{

A. Tissu adipeux brun B. Tissu adipeux blanc

Figure 1.1. Distribution du tissu adipeux brun et blanc dans le corps humain [traduit de (Awada et al. 2013)].
1.1.2 Types de cellules composant le tissu adipeux blanc
Tel qu'abordé précédemment, il existe plusieurs types de tissus adipeux dans le corps humain localisés en

divers dépdts et possédant chacun leurs caractéristiques propres. Le tissu adipeux blanc sous-cutané sera

davantage abordé dans ce mémoire.
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Le tissu adipeux est un tissu conjonctif lache composé de plusieurs types cellulaires et de matrice extracellulaire
(MEC) (fibres de collagéne, entre autres). Les adipocytes matures remplis de lipides composent environ le tiers
du tissu adipeux. lls sont entourés d’un stroma vascularisé enrichi de plusieurs populations cellulaires distinctes,
incluant des fibres nerveuses, des ganglions lymphatiques, des cellules immunitaires (leucocytes et
macrophages), des péricytes, des fibroblastes et des préadipocytes (cellules adipeuses non différenciées)
(Ahima and Flier 2000) (Figure 1.2). Il a également été démontré que le tissu adipeux représentait une source
non négligeable de cellules stromales/souches multipotentes, capables de se différencier en plusieurs types
cellulaires dérivés du mésoderme, entre autres, révélant un potentiel nouveau pour ce tissu souvent sous-estimé
(Gimble et al. 2007, Mizuno et al. 2002, Planat-Benard et al. 2004, Rangappa et al. 2003, Safford et al. 2002,
Zuk et al. 2002).

Fibroblaste
Préadipocyte
Matrice extracallulaire

Cellule souche/stromale du tissu adipeux (CSTA ou ASC)
Adipocyte mature

Cellule immunitaire {macrophage)

Capillaire (cellules endothéliales)

Figure 1.2. Composition du tissu adipeux humain. Plusieurs types cellulaires composent le tissu adipeux humain. Ony
retrouve des adipocytes matures gorgés de lipides, mais également un stroma composé de fibroblastes, de préadipocytes,
de matrice extracellulaire, de cellules stromales/souches, de cellules immunitaires ainsi que de cellules endothéliales
formant les capillaires sanguins. © KAubin

1.1.2.1 Les adipocytes

Les adipocytes du tissu adipeux blanc sont les cellules différenciées qui possédent la machinerie cellulaire
nécessaire a I'accumulation des lipides. Leur taille peut varier, mais elle peut atteindre plus de 100 fois celle
d’'un globule rouge, soit de 60 a 100 ym en moyenne, et méme atteindre plus de 120 um chez les personnes
obéses (Hauner 2004). Les gouttelettes lipidiques contenues dans la cellule peuvent atteindre 85 a 90 % de la
masse cellulaire, repoussant les autres constituants du cytosol (organelles, noyau) au pourtour de la cellule.

Dans le tissu adipeux, chacun des adipocytes est a proximité de capillaires.

Le tissu adipeux est doté d'une grande plasticité qui lui est unique. Pour pouvoir assurer 'homéostasie de
I'énergie en fonction de I'apport et des dépenses énergétiques, il doit pouvoir s'adapter facilement. Ainsi, en

présence d'une balance énergétique positive, I'énergie supplémentaire peut étre accumulée sous forme de



triglycérides dans les cellules adipeuses existantes, qui augmenteront alors en taille (hypertrophie) ou encore
nécessiter la différenciation de nouveaux adipocytes a partir de précurseurs pour répondre a la demande
(hyperplasie). Il existe un équilibre entre les deux phénoménes. Bien qu'on estime le nombre d’adipocytes
relativement constant & 'age adulte, 'adipogenése est essentielle pour assurer le renouvellement et l'intégrité
du tissu adipeux. Chez un adulte, on estime que 10% des cellules adipeuses se renouvelleront annuellement
(Spalding et al. 2008).

L'adipogenése se compose de deux phases principales. La premiére phase, nommée détermination, consiste
en la prolifération des cellules souches mésenchymateuses du tissu adipeux et de leur engagement dans la
voie de différenciation adipocytaire pour former les précurseurs des adipocytes (préadipocytes). Bien que le
phénotype cellulaire change peu lors de cette étape, les préadipocytes commencent & exprimer des marqueurs
précoces de la différenciation adipocytaire. Les processus cellulaires responsables de la détermination des
cellules souches vers cette voie de différenciation sont encore incertains (Butterwith 1994, Gregoire et al. 1998,
Guilak et al. 2006). Des études ont cependant mis en évidence I'implication de certains facteurs de transcription
tels que Zfp423 et Zfpd67 (Protéine a doigt de zinc 423 et 467, ou Zinc finger protein 423 et 467) comme
régulateurs potentiels dans le recrutement des préadipocytes par leur action sur 'expression de protéines clés
de I'adipogenése (Cawthorn et al. 2012, Gupta et al. 2010, Quach et al. 2011).

La différenciation des préadipocytes en adipocytes matures constitue la deuxiéme phase de I'adipogenése
(Butterwith 1994). Elle est caractérisée par une augmentation de I'activité lipogénique, qui nécessite une
machinerie enzymatique appropriée permettant le transport des lipides, la sensibilité a linsuline et la sécrétion
de protéines spécifiques aux adipocytes (Butterwith 1994). On observe également I'adoption graduelle d’'une
morphologie uniloculaire caractéristique de I'adipocyte mature qui remplace la morphologie fibroblastique
associée aux préadipocytes. In vitro, les cellules doivent atteindre la confluence et cesser leur croissance en
phase G1/S du cycle cellulaire pour engendrer de tels changements (Ailhaud et al. 1989, Amri et al. 1986).
Plusieurs signaux extracellulaires peuvent mener a 'adipogenése, mais la cascade de signalisation impliquant
les facteurs de transcription de la famille des récepteurs activés par les proliférateurs de peroxisomes (PPAR)

et de la famille C/EBP (CCAAT/enhancer binding protein) joue un role déterminant (Figure 1.3).

Les lignées cellulaires 3T3-L1 et 3T3-F422A ont grandement contribué & la compréhension des mécanismes
moléculaires impliqués dans I'adipogenése (Green and Kehinde 1975, 1976) et des études effectuées sur le
gras humain et murin ont confirmé que ce modéle était approprié pour I'étude générale de la formation de
I'adipocyte chez I'animal. Bien que I'utilisation de telles cellules offre 'avantage de travailler avec une population

cellulaire homogene au niveau du stade de différenciation, les processus cellulaires étudiés a l'aide de lignées



cellulaires sont parfois moins représentatifs que ceux retrouvés dans des préadipocytes humains (Ali et al.
2013).

Les membres de la famille des PPARSs sont des récepteurs nucléaires jouant le réle de facteurs de transcription.
Ils agissent sur le métabolisme des lipides et des acides gras, ces derniers étant des ligands naturels des PPARs
(surtout l'acide arachidonique et ses métabolites) (Obregon 2008). On dénombre plusieurs membres de la
famille des PPARs : PPARa, qui régule la -oxidation, le catabolisme des lipides et I'inflammation, PPARR/S,
dont le réle physilologique est moins bien connu, mais qui semble étre impliqué dans le catabolisme des lipides
dans le muscle squelettique et la sensibilité a I'insuline, et PPARy (Grimaldi 2007, Obregon 2008). Il existe deux
isoformes de la protéine PPARYy, soit PPARy1 et PPARY2, qui sont identiques, bien que PPARY2 soit doté de
30 acides aminés supplémentaires a I'extrémité N-terminale (Fajas et al. 1997). PPARy1 est retrouvé dans
plusieurs tissus alors que le PPARY2 est exprimé presque exclusivement dans le tissu adipeux (Farmer 2006).
PPARY est le régulateur majeur de I'adipogenése et est nécessaire pour le maintien d’un état différencié de la
cellule (Rosen and MacDougald 2006). Le mode d’action de ce récepteur nucléaire nécessite la formation d’un
hétérodimére avec le récepteur X de I'acide rétinoique (RXR), activant ainsi I'élément de réponse a PPAR
(PPRE), que I'on retrouve dans le promoteur de plusieurs génes cibles de I'adipogenése, dont I' «adipocyte
protein» 2 (aP2), la synthase des acides gras (fatty acid synthase, FAS), la phosphoénolpyruvate carboxykinase
(PEPCK), la lipoprotéine lipase (LPL), la stéaroyl-CoA désaturase (SCD), etc (Obregon 2008). PPARYy induit
également I'expression d’un isoforme protéique de la famille des « basic leucine zipper », C/EBPa, un autre
géne clé de I'adipogenése. PPARYy est capable d'induire I'adipogenése dans des cellules déficientes en C/EBPq,

mais l'inverse ne s’applique pas (Rosen et al. 2002), faisant de PPARY le facteur déterminant de I'adipogenése.

Les facteurs de transcription C/EBP, pour « CCAAT/enhancer binding protein », possédent un domaine commun
de liaison a 'ADN et existent en plusieurs isoformes : C/EBPa, C/EBPR et C/EBPS, C/EBPy, et CHOP (facteur
de transcription homologue aux C/EBP) (Rosen and MacDougald 2006). Ces facteurs sont exprimés de maniere
temporelle lors de la différenciation adipocytaire. L'expression précoce de C/EBPJ et C/EBP/6 active C/EBPa
dans les préadipocytes (Cao Z. et al. 1991, Christy et al. 1989, Yeh et al. 1995), entrainant ainsi 'activation de
génes spécifiques a 'adipogenése tels que aP2 et Glut4 (transporteur de glucose de type 4) et 'accumulation
de triglycérides (Lin and Lane 1992, Mandrup and Lane 1997). Plusieurs génes spécifiques a I'adipogenése
possédent des domaines de liaison & C/EBP dans leur promoteur (Christy et al. 1989). L’activation de C/EBPa

maintient également I'expression de PPARYy (Figure 1.3).

Des travaux précédents ont montré des évidences selon lesquelles la protéine liant CRE (cAMP regulatory

element-binding protein ou CREB), qui est activée lors du processus de I'adipogenése dans les cellules 3T3-



L1, participent a I'activation de C/EBPB (Zhang J. W. et al. 2004). Cette observation supporte le réle de 'AMPc
dans l'activation de C/EBPB (Cao Z. et al. 1991) et explique ['utilisation de I'isobutylméthylxanthine (IBMX),
activateur de 'AMPc, dans les milieux de culture induisant la différenciation adipogénique. Des molécules liant
PPARYy, telles la rosiglitazone et la dexaméthasone, sont utilisées pour favoriser la différenciation adipogénique

en culture.

Bien que l'adipogenése nécessite une signalisation intracellulaire associée aux facteurs de transcription
mentionnés précédemment, plusieurs signaux extracellulaires différents peuvent stimuler ce processus
biologique. Par exemple, I'insuline joue un réle important dans les stades précoces de 'adipogenése. Son action
implique le récepteur 1 du facteur de croissance apparenté a l'insuline (Insulin-like growth factor-1, ou IGF1),
exprimé en abondance par les préadipocytes (Smith et al. 1988), et qui stimulerait 'expression de PPARy chez
les préadipocytes humains in vitro (Rieusset et al. 1999). Ensuite, I'normone thyroidienne triiodothyronine (T3)
est physiologiquement produite par la glande thyroide et est impliquée dans la régulation de mécanismes
métaboliques. Elle régule certains processus reliés a I'adipogenése comme la lipogeneése et la lipolyse (Ailhaud
et al. 1992, Oppenheimer et al. 1991). Selon les conditions de culture ou les partenaires d'interaction, le facteur
de croissance transformant B (transforming growth factor B, ou TGFf), exprimé dans les adipocytes en culture
et le tissu adipeux, peut promouvoir ou non I'adipogenése par l'inhibition de la différenciation des préadipocytes
ou encore par son interaction avec SMAD3. La transcription des C/EBPs est alors inhibée, entravant ainsi la
fonction de PPARy2. Les BMPs (Bone Morphogenetic Proteins) peuvent également avoir des effets variés.
BMP4 et BMP2 stimulent I'adipogenése en entrainant les cellules souches mésenchymateuses vers la
différenciation adipocytaire pour le premier, et en interagissant avec divers partenaires, comme le TGFp et

linsuline, pour le deuxieme (Rosen and MacDougald 2006).

Adipocytes

Insuline

Glucocorticoides

(Dexamethasone, IBMX) \
AMPc /‘\

Agents mitogenes

du sérum N -

Figure 1.3. Cascade de facteurs de transcription impliqués dans I'adipogenése. L’exposition a différents facteurs tels
que l'insuline, des glucocorticoides comme la dexaméthasone et I'isobutylméthylxanthine (IBMX), 'AMP cyclique (AMPc)
ainsi que le sérum feetal bovin induit 'expression de plusieurs facteurs de transcription convergeant vers PPARy et C/EBPa.
L'action combinée de ces facteurs de transcription induira la différenciation adipogénique des cellules stromales/souches
et des préadipocytes [modifié de (Farmer 2006)].
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1.1.2.2 Les cellules endothéliales

Les cellules endothéliales dérivent du mésoderme et tapissent la couche la plus interne des vaisseaux sanguins.
Elles jouent un réle important, entre autres, dans 'homéostasie du tissu, la fibrinolyse et la coagulation, les
échanges entre le tissu et le sang, 'activation des cellules sanguines ainsi que la migration de ces derniéres
lors de processus physiologiques ou pathologiques (Risau 1995). Elles expriment le marqueur cellulaire CD31,
une protéine de la superfamille des immunoglobulines, aussi retrouvée sous le nom de platelet endothelial cell
adhesion molecule-1 (PECAM-1). On la retrouve a la surface des cellules endothéliales, mais également a la
surface des plaquettes et d’autres cellules immunitaires, telles que les macrophages, les cellules T et NK
(Natural Killer), les lymphocytes et les neutrophiles (llan and Madri 2003). Le tissu adipeux est un organe
grandement vascularisé pour répondre efficacement et rapidement aux signaux reliés au métabolisme
énergétique. Le pole luminal (en contact avec le sang) des cellules endothéliales composant les capillaires du
tissu adipeux expose des protéines nécessaires au bon fonctionnement de I'organe. Ainsi, on y retrouve la
lipoprotéine lipase (LPL) dont le role est d’hydrolyser les triglycérides contenus dans les lipoprotéines de trés
basse densité (VLDL, ou very low-density lipoprotein) et permet I'approvisionnement et 'emmagasinage des
lipides dans les adipocytes. Une fois hydrolysés, les acides gras non estérifiés (NEFA, ou non-esterified fatty
acids) sont importés dans I'adipocyte en traversant la couche de cellules endothéliales des capillaires. Les
mécanismes par lesquels d’autres molécules comme des hormones et des adipokines emprunteraient la voie
transendothéliale sont encore mal connus, mais contribueraient au controle hormonal de I'activité métabolique

du tissu adipeux ainsi qu'a son activité sécrétoire (Bouloumié and Galitzky 2013).

1.1.2.3 Les cellules stromales/souches du tissu adipeux

Le tissu adipeux dérive du mésenchyme embryonnaire, tout comme la moelle osseuse dont sont extraites des
cellules souches bien connues, les BM-MSC (Bone marrow mesenchymal stem cells) (Pittenger 2008). Zuk et
al. ont mis en évidence la présence d’'une population cellulaire isolée de la fraction stromale vasculaire du tissu
adipeux (fraction séparée des adipocytes matures par centrifugation a la suite d’'une digestion enzymatique du
tissu) et capable de se différencier en adipocytes, ostéoblastes et chondrocytes (Zuk et al. 2001). Pour accéder
au titre de cellules souches mésenchymateuses, les cellules doivent répondre a trois critéres : adhérer au
plastique lorsque mises en culture, exprimer des antigénes de surface spécifiques et étre multipotentes
(Dominici et al. 2006). Les cellules stromales extraites du tissu adipeux répondent a ces criteres et leur profil
d’expression de marqueurs correspond a celui des cellules souches mésenchymateuses (positives pour CD29,
CD44, CD71, CD90 et CD105) sans toutefois exprimer les marqueurs relatifs aux cellules hématopoiétiques
(CD34, CD14 et CD45) et endothéliales (CD31) (Dominici et al. 2006, Zuk et al. 2002). On appelle alors les



cellules stromales/souches extraites du tissu adipeux CSTA ou ASC pour Adipose-derived stem cells (Daher et
al. 2008). D'autres marqueurs tels que CD106 et CD36 peuvent étre ajoutés a la liste pour les distinguer des
BM-MSC, puisque les CSTA expriment CD36, sans toutefois exprimer CD106 (Bourin et al. 2013). Cependant,
la présence du marqueur CD34 reste controversée (Baer 2014). Son expression est grandement dépendante
des conditions de culture. Certaines équipes avancent que les CSTA seraient originaires d’une population de
péricytes exprimant 'antigéne en question (Traktuev et al. 2008) et qu'il serait présent in vivo, mais que son
expression diminuerait de maniére drastique dans un contexte in vitro (Maumus et al. 2011). Les travaux de
Maumus et al. suggérent que les CSTA n'exprimeraient pas de marqueurs de péricytes (NG2 et CD140b) dans
leur environnement natif, mais que la mise en culture induirait leur expression (Maumus et al. 2011). Davantage
d'études seront nécessaires pour clarifier la situation, étant donné que le profil d’expression antigénique des

CSTA est grandement dépendant du contexte dans lequel les cellules se trouvent.

En plus de la différenciation adipocytaire, les cellules stromales/souches extraites du tissu adipeux démontrent
la capacité d’'adopter des phénotypes spécifiques aux cellules myogéniques, neurales, endothéliales et

cardiomyogéniques (Mizuno et al. 2002, Planat-Benard et al. 2004, Rangappa et al. 2003, Safford et al. 2002).

Le potentiel du tissu adipeux humain comme source de cellules stromales/souches est non négligeable. En
effet, on retrouverait jusqu’a 2% des cellules dans la fraction stromale du tissu qui possederaient un caractére
souche une fois en culture. En comparaison, les BM-MSC constitueraient environ 0,002% de la moelle osseuse
(Strem and Hedrick 2005). De plus, la morbidité associée a 'acte chirurgical nécessaire a I'obtention des cellules
souches du tissu adipeux, la lipoaspiration, est moindre que la ponction de moelle osseuse nécessaire pour
extraire les BM-MSC. L'utilisation des CSTA, d’'un point de vue éthique, est également intéressante étant donné
que ce sont des cellules souches adultes dont I'utilisation en laboratoire est bien acceptée dans la communauté
scientifique. Elles offrent également la possibilité d’étre utilisées de maniére complétement autologue dans un

contexte de médecine régénératrice et de génie tissulaire.

1.1.3 Fonction du tissu adipeux blanc

1.1.3.1 Protection physique et thermogenése

Le tissu adipeux, en général, offre une protection physique au froid relativement considérable. En effet, la
conductivité du tissu adipeux au froid est environ deux fois moins élevée que celle du tissu musculaire, ce qui
diminuerait les pertes en chaleur du corps lorsqu'il est exposé a des températures froides (Anderson G. S.

1999). Bien que les propriétés isolantes du tissu adipeux soient essentielles et pleinement exploitées par les
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animaux marins (baleines, phoques), son efficacité et sa nécessité sont encore controversées chez les animaux
terrestres et 'humain. Bien que le tissu adipeux blanc ait un effet isolant, I'adaptation au climat froid par 'humain
semble étre davantage reliée a 'augmentation du métabolisme que par 'amélioration de l'isolation du corps
(Stini 1981). Par contre, le tissu adipeux blanc offre une protection essentielle au corps contre les diverses
forces mécaniques auxquelles il fait face quotidiennement (Gimble et al. 1998). Par exemple, le gras orbital offre
une protection mécanique aux globes oculaires et le gras sous-cutané protege les organes et structures internes
lors d’'une chute (Klaus 2001).

1.1.3.2 Emmagasinage d’énergie et métabolisme des lipides

Le tissu adipeux est constitué principalement d'adipocytes, des cellules spécialisées pour emmagasiner
I'énergie sous forme de lipides, plus particuliérement sous forme de triglycérides. Ces derniers, constitués de
trois acides gras estérifiés reliés a une molécule de glycérol, possedent plusieurs caractéristiques qui en font
des molécules de choix pour emmagasiner I'énergie. En plus de leur nature hydrophobe, ils possédent une
haute densité calorique et sont tres peu hydratés, comparativement au glycogéne ou aux protéines, lesquelles
nécessitent jusqu’a cing fois leur poids en eau associée (Klaus 2001). Les triglycérides contiennent donc

davantage d’énergie tout en occupant un volume et un poids moindre.

Trois processus cellulaires majeurs participent au métabolisme des lipides dans I'adipocyte : I'import des acides
gras dans la cellule, la lipogenése (synthése d’acides gras et de glycérol) et la lipolyse (hydrolyse des
triglycérides). Chacun d’eux peut étre modulé en réponse a des signaux extracellulaires tels que l'insuline, le
cortisol, les hormones de croissance, les acides gras libres, les cytokines, etc. (Avram et al. 2005, Ramsay
1996).

Les acides gras qui sont importés dans I'adipocyte proviennent principalement de ceux fournis par I'apport
nutritionnel, contenus dans les chylomicrons et les VLDL, et de ceux produits par I'activité métabolique des
adipocytes (lipolyse) (Avram et al. 2005). La lipoprotéine lipase (LPL), retrouvée a la surface des capillaires
sanguins du tissu adipeux, libére les acides gras des vésicules de transport qui transitent ensuite dans la cellule
par l'intermédiaire de transporteurs membranaires (Proenca et al. 2014, Ramsay 1996). Une fois a l'intérieur de
la cellule, les acides gras sont acheminés par les FABPs (Fatty acid binding protein), telles que FABP-4 et aP2,
au site enzymatique ou auront lieu les réactions d’estérification nécessaires a la synthése des triglycérides lors
du processus de lipogenése. La lipogenése de novo (synthése d’acide gras et de groupement glycérol dans le
cytosol de la cellule adipeuse) est possible, mais a un moindre niveau (Proenca et al. 2014). En période de

jedne, les triglycérides emmagasinés dans les gouttelettes lipidiques sont hydrolysés en acides gras libres et
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en glycérol (lipolyse) en impliquant de nombreuses enzymes et autres protéines de la voie des récepteurs
adrénergiques (Proenca et al. 2014). Une fois dans la circulation, le glycérol produit est métabolisé par la glycérol
kinase dans le foie pour pouvoir former de nouveaux triglycérides. Les acides gras libres, quant a eux, sont
oxydés par les tissus métaboliquement actifs, permettant la production d’ATP, une source d’énergie pour la
cellule (Avram et al. 2005).

Les adipocytes participent également au métabolisme du glucose. lls ont la capacité d’exprimer et de réguler le
transporteur de glucose dépendant a l'insuline GLUT4. L'entrée de glucose dans la cellule adipeuse permet la

synthése de novo des acides gras et du glycérol (lipogenése) par la voie glycolytique (Avram et al. 2005).

1.1.3.3 Organe endocrine

Bien longtemps, le tissu adipeux a été considéré comme un organe dont la fonction principale consistait a
emmagasiner les lipides. La découverte de la leptine, hormone régulant entre autres la satiété dans le corps et
sécrétée par le tissu adipeux (Zhang Y. et al. 1994), a changé la vision que I'on avait de ce tissu conjonctif.
L'intérét envers le tissu adipeux n'a cessé de croitre depuis qu’une fonction endocrine importante impliquant la
sécrétion de plusieurs autres protéines et molécules lui est associée (Tableau 1.1). On y retrouve des cytokines
comme le facteur de nécrose tumorale a (Tumor Necrosis Factor a, ou TNFa) et I'interleukine-6 (IL-6), ainsi que
des facteurs de croissance tels que le TGF. Le tissu adipeux sécréte également des molécules impliquées
dans la coagulation sanguine, telles que l'inhibiteur de I'activateur du plasminogéne-1 (plasminogen activator
inhibitor -1 ou PAI-1), dans la régulation de la glycémie (adiponectine, leptine) ainsi que dans I'angiogenése
(facteur de croissance de I'endothélium vasculaire, ou vascular endothelial growth factor (VEGF)) (Fonseca-
Alaniz et al. 2007, Fruhbeck et al. 2001) (Tableau 1.1). Le tissu adipeux blanc accumule le cholestérol et est
impliqué dans le métabolisme des hormones stéroidiennes. Bien que le tissu ne synthétise pas les hormones
de novo, il exprime les enzymes impliquées dans la conversion des glucocorticoides et des hormones sexuelles,
qui sont par la suite sécrétées (Mohamed-Ali et al. 1998, Trayhurn and Beattie 2001). Les facteurs sécrétés par

le tissu adipeux blanc ayant un effet pro-angiogénique seront davantage abordés a la section 1.2.3.2.
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Tableau 1.1. Facteurs protéiques et non protéiques produits et sécrétés par le tissu adipeux blanc?

Molécule Effet biologique
Leptine Envoi de signaux au systéme nerveux central concernant la balance énergétique du corps
Adiponectine Accroit la sensibilité a l'insuline, posséde une action anti-inflammatoire et atténue la

progression de I'athérosclérose

Résistine Accroit la résistance a l'insuline

TNFa Stimule la lipolyse, augmente la consommation d'énergie et réduit la sensibilité a l'insuline
Interleukine-6 Action pro-inflammatoire, stimule la lipolyse, réduit la sensibilité a l'insuline

Adipsine Active la voie alternative du complément

ASP Stimule la synthése des triacylglycérols dans le tissu adipeux blanc

Angiotensinogéne  Précurseur de I'angiotensine Il, impliqué dans la régulation de la pression sanguine artérielle

PAI-1 Inhibe I'activation du plasminogéne, empéche la fibrinolyse

Facteur tissulaire  Initie la cascade de coagulation

VEGF Stimule la prolifération vasculaire (angiogenéese) dans le tissu adipeux blanc

Visfatine Effet insulinomimétique (abaisse la glycémie), produit principalement par le gras viscéral
Monobutyrine* Effet vasodilatateur et inducteur de la néoformation de vaisseaux sanguins

TGFB Régule une série de processus dans le tissu adipeux blanc, incluant la prolifération et la

différenciation des préadipocytes, ainsi que le développement et I'apoptose des adipocytes

IGF-1 Stimule la prolifération et la différenciation des préadipocytes

HGF Stimule la différenciation et le développement des adipocytes

MIF Immunorégulateur avec action paracrine dans le tissu adipeux blanc

LPL* Stimule I'hydrolyse enzymatique des triacylglycérols dans les lipoprotéines (chylomicrons et
VLDL)

CETP* Transfert des esters de cholestérol entre les lipoprotéines

Apo-E" Protéine composant les lipoprotéines, en particulier les VLDL

Prostaglandines®*  Régulent plusieurs processus biologiques, actives lors de linflammation, la coagulation
sanguine, l'ovulation et la sécrétion d'acide gastrique

Oestrogénes* Hormones produites par I'action de 'aromatase, demeurent la principale source d'cestrogénes
chez les homme et les femmes post-ménopausées

Glucocorticoides* Générés par l'action de la 11-hydroxystéroide dehydrogénase de type Il, transformant la
cortisone en cortisol dans le tissu adipeux blanc

Apeline Impliquée dans la régulation de fonctions cardiovasculaires, 'homéostasie des fluides, la
formation de vaisseaux sanguins, la prolifération cellulaire (revue dans Masri et al. 2005) ainsi
que dans I'noméostasie du glucose (Sérhede Winzell et al. 2005)

ASP = protéine stimulant I'acylation (acylation stimulating protein); CETP = protéine de transfert des esters de cholestérol
(cholesterol ester transfer protein); HGF = facteur de croissance des hépatocytes (hepatocyte growth factor), IGF-1 = facteur
de croissance apparenté a linsuline-1 (insulin-like growth factor-1); LPL = lipoprotéine lipase (l/ipoprotein lipase); MIF =
facteur d'inhibition de migration des macrophages (macrophage migration inhibitory factor); PAI-1 = inhibiteur de l'activateur
du plasminogéne 1 (p/lasminogen activation inhibitor-1); TGFB = facteur de croissance transformant-8 (transforming growth
factor-B); TNFa = facteur de nécrose tumorale-a (tumor necrosis factor-a); VEGF = facteur de croissance de I'endothélium
vasculaire (vascular endothelial growth factor); VLDL = lipoprotéine de trés faible densité (very low density lipoprotein ).

* Molécules non protéiques
#Protéines sans action hormonale

& Modifié de Fonseca-Alaniz et al. 2007



1.2 Formation du réseau vasculaire

Le tissu adipeux est un organe grandement vascularisé. Son développement est étroitement relié a celui du
réseau vasculaire qui le compose (Crandall et al. 1997). En effet, dés 'embryogenése, on observe, pour certains
dépdts, un réseau vasculaire relativement complexe dans les zones prédestinées a former des dépots de tissu
adipeux avant méme l'apparition des premiers adipocytes (Crandall et al. 1997, Wassennan 1965). Le tissu
adipeux, étant doté d’'une grande plasticité, doit étre nourri adéquatement par le réseau vasculaire. Ainsi,
lorsqu'il prend de I'expansion, par exemple, la formation de nouveaux vaisseaux sanguins assurera le transport
des nutriments et de I'oxygéne nécessaires a la survie du tissu. Les nouveaux vaisseaux sanguins peuvent se
former de deux maniéres, soit par vasculogenése, qui a lieu lors de I'embryogenése, ou par angiogenése, qui

implique la présence de vaisseaux sanguins préexistants.

1.2.1 Vasculogenése

La vasculogenése est un phénoméne principalement retrouvé lors de I'embryogenése pendant laquelle la
formation du réseau vasculaire a lieu par la différenciation des cellules endothéliales in situ (Risau 1995) et
impligue des précurseurs meésodermiques communs aux cellules hématopoiétiques et aux cellules
endothéliales, les hémangioblastes. Les cellules se regroupent en ilots (agrégats hémangioblastiques) a
proximité du mésoderme dans le sac embryonnaire (Figure 1.4) et c'est leur réponse au VEGF qui est
déterminante de la voie que prendront ces cellules. Ainsi, des observations ont montré que les cellules au
pourtour de ces flots, les angioblastes, exprimeraient le récepteur au VEGF, VEGFR-2 (ou Fetal liver kinase 1
(FIk-1)), et deviendraient des précurseurs de cellules endothéliales dans I'embryon (Risau 1997). Le VEGF joue
d’ailleurs un role déterminant dans les stades précoces de I'angiogénése et de la vasculogenése. On observe
d’ailleurs un effet Iétal chez des embryons de souris mutantes pour un seul alléle de VEGF-A (Carmeliet et al.
1996, Ferrara et al. 1996). Les angioblastes sont les précurseurs des cellules endothéliales, mais qui
n’expriment pas encore les marqueurs spécifiques et ne forment pas encore de lumens (Risau 1995). La fusion
de ces angioblastes formerait les premiéres structures vasculaires sous la forme d’un plexus primaire, qui est a
l'origine des vaisseaux primitifs (Risau 1997). Les cellules situées au centre de ces agrégats, quant a elles,
réguleraient négativement VEGFR-2 et deviendraient les précurseurs de cellules hématopoiétiques (Risau
1997). L'idée que les cellules vasculaires et hématopoiétiques aient une origine commune serait appuyée par
le fait que des cellules souches embryonnaires murines mutantes pour Flk-1 seraient incapables de produire
I'un ou l'autre de ces types cellulaires alors que des cellules positives pour Flk-1 en auraient la possibilité (Ema

et al. 2003). Eventuellement, le réseau primaire formé sera stabilisé par le recrutement de cellules murales (ou
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péricytes) par I'intermédiaire du PDGF-B (Platelet-derived growth factor B), des angiopoiétines et du TGF et

par la sécrétion de matrice extracellulaire (Jain 2003).

Cellules
mésodermiques

Endoderme

Agrégats
hémangioblastiques

Formation des
ilots sanguins

Précurseurs
hématopoiétiques
Cellules
endothéliales

Figure 1.4. La vasculogenése. Les précurseurs mésodermiques, les hémangioblastes, se regroupent sous forme d'ilots
et seront a l'origine des premiers précurseurs vasculaires. Sous I'action du VEGF, les cellules situées en périphérie, les
angioblastes, deviendront les précurseurs des cellules endothéliales alors les cellules situées au centre des agrégats
deviendront des précurseurs de cellules hématopoiétiques. [Modifiée de (Chagraoui and Uzan 2001)]

1.2.2 Angiogenese

L’angiogenése, contrairement & la vasculogenése, est le mécanisme par lequel de nouveaux vaisseaux
sanguins sont formés a partir de vaisseaux préexistants. C'est un processus que l'on retrouve lors du
développement embryonnaire et feetal, mais également plus tardivement dans le développement, lors de la
réparation tissulaire suite a une blessure, la croissance osseuse, le cycle menstruel chez la femme ainsi que
lors de la grossesse. L'angiogenése est un processus qui est parfois altéré dans certaines maladies, telles que
le psoriasis, et nécessaire a la croissance de tumeurs. Il existe quatre mécanismes d’angiogenése : par
bourgeonnement et par intussusception, qui sont les plus importants, et par élongation/élargissement ou par
lincorporation de précurseurs de cellules endothéliales en circulation dans les parois de vaisseaux sanguins,

dans une moindre mesure (Chung and Ferrara 2011).
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L'angiogenése par bourgeonnement est constituée d'une suite d’événements séquentiels comprenant la
dégradation de la matrice extracellulaire, la migration et la prolifération des cellules endothéliales dirigées par
un gradient de molécules chimiotactiques, la formation d’un lumen et enfin la maturation fonctionnelle de
I'endothélium (Risau 1997) (Figure 1.5). Plusieurs molécules bioactives sont impliquées dans la cascade de ces
événements. La famille des VEGF en est une importante, étant donné que c’est un des principaux facteurs de
croissance auxquels les cellules endothéliales répondent. Ainsi, un stimulus, tel que 'hypoxie, induira la
production de VEGF par le tissu en croissance qui a besoin de nouveaux vaisseaux sanguins pour étre
suffisamment irrigué. On assistera a I'augmentation de la perméabilité vasculaire des vaisseaux sanguins
existants en réponse au VEGF. Cela permet également le relachement de protéines plasmatiques qui agiront a
titre d’échafaudage primaire pour la migration des cellules endothéliales. Le vaisseau sera alors déstabilisé.
L'angiopoiétine-2 (Ang-2), un antagoniste du récepteur TIE2 et produit de maniére autocrine par les cellules
endothéliales, joue un role dans le détachement des cellules musculaires et le relachement de la matrice
extracellulaire entourant le vaisseau. La matrice extracellulaire sera dégradée par les protéinases de 'activateur
du plasminogéne, les métalloprotéinases matricielles (MMP), des enzymes de la famille des chymases ou des
héparanases. L’action de ces enzymes permettra la libération de facteurs de croissance tels que le bFGF, le
VEGF et I'lGF, qui demeuraient séquestrés dans la matrice. Une fois le chemin libéré, les cellules entameront
leur migration et s'aligneront les unes avec les autres. Une fois le vaisseau assemblé, il sera stabilisé et on
assistera a la formation graduelle d'un lumen et a la maturation de I'endothélium qui adoptera les
caractéristiques propres au tissu dans lequel il se trouve (Carmeliet 2000). La production d’angiopoiétine-1 (Ang-
1) par les cellules entourant le nouveau vaisseau (cellules murales) permet de stabiliser les jonctions entre les
cellules endothéliales et de maintenir un phénotype quiescent. Son action est médiée par le récepteur TIE2
(Fukuhara et al. 2010).

16



Capillaire sanguin Deéstabilisation Bourgeonnement

Membrane

basale
Péricytes
—_—
Hypoxie VEGF
Cellules NO Notch et Delta 4
I VEGF : d Facteurs de
endothéliales acteurs de crolssance
Ang-2 croissance i
Protéases Cytokines
Molécules de guidage Statines
Protéases Intégrines
Protéases
Branchement Stabilisation
—

o2
Flux sanguin
Ang-1
PDGF

Fragments
protéolytiques
anti-angiogéniques

Figure 1.5. Etapes impliquées dans le processus de I'angiogenése par bourgeonnement. L’hypoxie entraine la
production d’oxyde nitrique et I'expression de différents facteurs (VEGF, Ang-1 et Ang-2) qui interagissent avec les
protéases de la matrice extracellulaire (MEC). Cela permet 'augmentation de la perméabilité des parois des vaisseaux
capillaires. La déstabilisation et la dégradation de la MEC entraine la migration et la prolifération des cellules endothéliales
qui formeront de nouveaux tubules. La libération de facteurs angiogéniques, surtout lors de la protéolyse de la MEC, va
permettre la stabilisation des vaisseaux nouvellement formés. [Traduit de (Clapp et al. 2009)]

1.2.3 Réseau vasculaire du tissu adipeux

1.2.3.1 Relation entre I'adipogenése et I'angiogenése

Il a été mentionné précédemment que le tissu adipeux était maintenant reconnu comme un organe occupant
plusieurs fonctions dans le corps humain et sécrétant de nombreuses molécules impliquées dans divers
processus biologiques. De plus, le tissu adipeux se caractérise par une capacité d’adaptation remarquable : on
peut observer le remodelage, I'expansion ou la régression du tissu a une échelle importante tout au long de la
vie d'un individu. Pour accomplir ses fonctions reliées a la synthése, ['utilisation et 'accumulation des lipides
ainsi que pour assurer sa fonction endocrine, le tissu adipeux se doit d'étre doté d’'un réseau vasculaire capable
de s'adapter a la plasticité propre au tissu adipeux (Crandall et al. 1997). D’ailleurs, le lien étroit unissant le tissu
adipeux et son réseau vasculaire est mis en évidence par des études démontrant qu'il était possible de nuire au
développement du tissu adipeux par lutilisation d'inhibiteurs de l'angiogenése dans le modéle murin
(Brakenhielm et al. 2004, Neels et al. 2004, Rupnick et al. 2002). Il existe également une communication entre
les cellules endothéliales et les adipocytes dans le tissu adipeux via une signalisation paracrine impliquant des

facteurs sécrétés ou encore par I'intermédiaire de contacts cellule-cellule. Le tissu adipeux produit plusieurs
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molécules mitogéniques et angiogéniques (leptine et VEGF, par exemple), alors que les cellules endothéliales
sécrétent des facteurs, tels que le facteur de croissance dérivé des plaquettes PDGF et des éléments matriciels
(laminine, collagéne de type IV, fibronectine) qui stimulent la prolifération et la différenciation des préadipocytes
(Aoki et al. 2003, Hutley et al. 2001, Varzaneh et al. 1994).

1.2.3.2 Propriétés angiogéniques du tissu adipeux

Tel qu'abordé précédemment, le tissu adipeux est un organe endocrine sécrétant de nombreuses molécules
dont plusieurs démontrent un potentiel angiogénique intéressant. Les molécules étudiées lors de nos travaux

sont présentées dans cette section.

Leptine

La leptine est une petite adipokine de 16 kDa produite principalement par les adipocytes du tissu adipeux blanc,
bien que de faibles niveaux aient été détectés dans le placenta, les muscles squelettiques, I'épithélium gastrique
et mammaire ainsi que dans le cerveau [revu dans (Friedman and Halaas 1998) et (Ahima and Flier 2000)]. Le
géne ob (ou LEP) est responsable de la production de la leptine chez les mammiféres, dont 'humain et la souris,
et a largement été décrit dans le modele murin [(Zhang Y. et al. 1994), revu dans (Tartaglia 1997)]. Le role
premier attribué a la leptine a été de réguler 'apport alimentaire ainsi que la prise de poids par son action sur
I'hypothalamus en influengant la production de neuropeptides clés dans la balance énergétique (Schwartz et al.
2000). La leptine agirait également sur divers processus hormonaux et métaboliques (Zhang Y. et al. 1994), en
plus d'étre un facteur pro-angiogénique dont les effets seraient d'ailleurs comparables a ceux du VEGF
(Bouloumie et al. 1998). En effet, la leptine agit premiérement de maniére paracrine sur les cellules endothéliales
puisque ces dernieres expriment la forme longue du récepteur de la leptine (OB-Rb) (Bouloumie et al. 1998,
Sierra-Honigmann et al. 1998). Cela méne a 'activation des voies signalétiques de JAK/Stat impliquées dans
I'angiogenése, la prolifération et la survie cellulaire. Outre son effet direct sur les cellules endothéliales, |a leptine
agit également comme facteur pro-angiogénique en promouvant la production de VEGF, facteur de survie et de
prolifération des cellules endothéliales, de MMP-2 et MMP-9 (Bouloumie et al. 2001, Park et al. 2001),
nécessaires a la dégradation de la matrice extracellulaire, et de FGF-2, qui, combiné au VEGF, augmente la

néovascularisation in vivo (Cao R. et al. 2001).

Facteur de croissance de I'endothélium vasculaire (VEGF)

La famille de facteurs de croissance de I'endothélium vasculaire comporte 5 isoformes chez les mammiféres :

VEGF A a D, ainsi que le facteur de croissance du placenta (Placenta growth factor, PIGF). Dans le tissu
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adipeux, le VEGF est produit par les cellules de la fraction stromale vasculaire ainsi que par les adipocytes
matures (Ledoux et al. 2008, Rehman et al. 2004). Trois récepteurs de type tyrosine kinase sont associés au
VEGF : VEGFR-1/Flt-1, VEGFR-2/KDR/FIk-1 et VEGFR-3/Flt-4 (Gale et Yancopoulos, 1999). Le VEGF-A,
isoforme le mieux caractérisé, serait responsable en grande partie du potentiel angiogénique du tissu adipeux
(Zhang Q. X. et al. 1997) et sa signalisation implique les récepteurs VEGFR-1 et VEGFR-2. Le VEGF influence
la prolifération, la migration et la survie des cellules endothéliales, la tubulogenése, la perméabilité vasculaire,
les MMP ainsi que le systeme de l'activateur du plasminogéne (Liekens et al. 2001). Le récepteur VEGFR-3,

quant & lui, joue un réle principalement dans la lymphangiogenése.

Angiopoiétines : Angiopoiétine-1 et Angiopoiétine-2

Les angiopoiétines sont des glycoprotéines sécrétées ayant un poids moléculaire d’environ 75 kDa. Il existe
quatre isoformes connus de la protéine : angiopoiétine-1 (Ang-1) et angiopoiétine-2 (Ang-2), qui sont les plus
caractérisées, puis angiopoiétine-3 et angiopoiétine-4. Le récepteur tyrosine kinase des angiopoiétines, TIE2,
est exprimé par les cellules endothéliales vasculaires et lymphatiques et les cellules précurseurs
hématopoiétiques (Dumont et al. 1992, Iwama et al. 1993). Il existe également le récepteur TIE1, mais les
ligands de ce dernier sont encore mal connus. Il aurait cependant un réle a jouer dans le processus
d’angiogenése puisqu’on a observé un effet 1étal au stade embryonnaire chez des souris déficientes en TIE1

ainsi qu’un systéme vasculaire compromis (Sato et al. 1995).

L’angiopoiétine-1 est sécrétée par les adipocytes et les cellules stromales du tissu adipeux, en quantité
équivalente en culture (Verseijden et al. 2009), ainsi que par les cellules musculaires lisses et autres cellules
périvasculaires (Thomas and Augustin 2009, Verseijden et al. 2009). La liaison d’Ang-1 sur son récepteur
entraine 'autophosphorylation de ce dernier (Davis et al. 1996), qui, par le recrutement de plusieurs protéines
adaptatrices, activera des voies signalétiques relatives a la survie cellulaire, & la migration, I'inflammation et la
perméabilité cellulaire par I'intermédiaire de la voie Akt principalement (Thomas and Augustin 2009). Ang-1
permet la stabilisation des vaisseaux par son action sur les jonctions cellulaires (Thurston et al. 2000), en
promouvant le contact des cellules endothéliales avec les cellules murales (cellules musculaires lisses et

péricytes) (Carlson et al. 2001).

Ang-2 agit de maniére autocrine et est presque exclusivement sécrétée par les cellules endothéliales, qui
'emmagasinent dans les corps de Weibel-Palade (Fiedler et al. 2004). Bien que I'expression d’Ang-1 soit
constitutive chez I'adulte, Ang-2 est exprimée principalement lors du remodelage du réseau vasculaire, tel que

dans le systeme reproducteur féminin (Maisonpierre et al. 1997) ou lors de la croissance de tumeurs (Holash et
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al. 1999). Ang-2 est un antagoniste de Ang-1 et sa liaison sur le récepteur TIE2 n’entraine pas la phosphorylation
de ce dernier, mais conduit a la déstabilisation des vaisseaux existants pour permettre le remodelage et la

migration des cellules endothéliales, d’'olu son activité étroitement liée a celle du VEGF.

En effet, Ang-1, Ang-2, ainsi que leurs récepteurs sont des partenaires importants du VEGF lors de la
vasculogenése et de 'angiogenése (Liekens et al. 2001, Papetti and Herman 2002, Yancopoulos et al. 2000).
Lors de 'embryogenése, le VEGF permet la prolifération et la différenciation des cellules endothéliales qui
formeront alors un réseau immature. Ang-1, par l'intermédiaire de TIE2, induit le remodelage et la stabilisation
des vaisseaux nouvellement formés impliquant un contact avec la matrice extracellulaire. En présence de stimuli
adéquat (VEGF ou d’hypoxie, par exemple), on assiste & 'augmentation de Ang-2, qui, en agissant comme
antagoniste de Ang-1, provoque la déstabilisation du vaisseau. Les cellules endothéliales ont désormais la
capacité de répondre a la présence de VEGF. En absence de facteurs stimulants, il y aura régression du

vaisseau.

Facteur de croissance des hépatocytes (HGF)

Le facteur de croissance des hépatocytes (Hepatocyte Growth Factor, HGF) est un facteur dont les effets
mitogénes et angiogéniques sont connus (Morishita et al. 2002, Nakagami et al. 2001). Il participerait également
a augmenter le potentiel angiogénique du VEGF in vivo et in vitro (Van Belle et al. 1998). Le tissu adipeux est
un producteur important de HGF : il est sécrété autant par les adipocytes matures que par les cellules stromales
et les préadipocytes (Bell et al. 2006, Rehman et al. 2003, Rehman et al. 2004), ainsi que par les cellules
endothéliales (Nakamura et al. 1995). Le HGF agit par l'intermédiaire du récepteur tyrosine kinase c-Met, produit
du proto-oncogene c-met, qui se retrouve a la surface des cellules endothéliales et d’autres cellules comme les
cellules musculaires lisses (Nakamura et al. 1995). Il stimule la migration et la prolifération de ces derniéres
(Nakamura et al. 1995). Ce facteur de croissance occupe un réle important dans la prolifération ainsi que dans
le remodelage des vaisseaux (Hewett et al. 1993) puisqu'il entrainerait la formation de tubules chez les cellules
endothéliales de veine de cordon ombilical (HUVEC) en culture dans un environnement tridimensionnel de
collagéne (Saiki et al. 2006).

L’inhibiteur de I'activateur du plasminogéne de type 1 (PAI-1)

L'inhibiteur de I'activateur du plasminogéne de type 1 (PAI-1), tel que son nom l'indique, inhibe I'activation du
plasminogéne, le précurseur de la plasmine, dont le role est de lyser la fibrine. Le tissu adipeux blanc semble
étre un site important de production de PAI-1, en étant sécrété par les cellules endothéliales, les adipocytes

matures, les préadipocytes en culture et les cellules stromales, qui en seraient les principales productrices
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(Bastelica et al. 2002, Crandall et al. 2000b). PAI-1 agirait de deux maniéres au niveau des processus
d’'angiogenése dans le tissu adipeux. Premiérement, le systéme protéolytique PA-Plasmine, dans lequel
intervient PAI-1, joue un role essentiel dans la régulation de la dégradation de la matrice extracellulaire,
permettant ainsi de conserver un échafaudage pour la migration des cellules endothéliales et la formation de
capillaires (Pepper 2001). Deuxiémement, PAI-1 agirait a titre de compétiteur pour le site de liaison de l'intégrine
a.fs sur la vitronectine, une protéine matricielle (Stefansson and Lawrence 1996). On retrouve l'intégrine a.fs a
la surface des cellules musculaires lisses (SMC) et des préadipocytes, entre autres, et la migration de ces
cellules sur une matrice composée de vitronectine in vitro est compromise lorsque les cellules sont en présence
de PAI-1 (Crandall et al. 2000a, Stefansson and Lawrence 1996). Bien que la vitronectine soit présente au
niveau du foie, elle n'avait jamais été identifiée dans des cultures de préadipocytes ou d’adipocytes provenant
de biopsies. Crandall et al. ont cependant montré la présence de la protéine au niveau de la fraction stromale

du tissu adipeux, ce qui vient appuyer la seconde hypothése (Crandall et al. 2000a).

1.2.3.3 Modeles d’étude de I'angiogenése in vitro

Etant donné qu'il existe une relation étroite entre les adipocytes et les cellules endothéliales composant les
capillaires du tissu adipeux, plusieurs modeéles in vitro ont été élaborés afin d'étudier les interactions que ces
types cellulaires peuvent entretenir. Hutley et al. ont mis en évidence les interactions paracrines entre les deux
populations cellulaires dans un modéle de culture simple en monocouche. En effet, les milieux conditionnés par
des cellules endothéliales extraites de tissu adipeux omental et sous-cutané semblent favoriser la prolifération
des préadipocytes en culture, extraits des mémes tissus (Hutley et al. 2001). Cependant, ce modéle d'étude ne
reproduit pas de maniére fidéle I'environnement tridimensionnel dans lequel évoluent physiologiquement les
populations cellulaires étudiées. C'est pourquoi plusieurs modeles intégrent une matrice extracellulaire
tridimensionnelle qui peut étre composée de plusieurs biomatériaux différents. Aoki et al. ont observé I'effet de
la présence de cellules endothéliales sur des adipocytes matures provenant de rats dans un modéle de gel de
collagéne au niveau de la maturation et de I'apoptose des adipocytes (Aoki et al. 2003). Bien que le collagene
soit une composante importante de la matrice extracellulaire du tissu adipeus, il existe de nombreuses autres
composantes matricielles qui ne sont pas représentées dans ce type de gel. La fibrine est une autre protéine
filamenteuse utilisée comme biomatériau dans la reconstruction de modéles tridimensionnels, puisque c'est un
composé biodégradable et biocompatible sans avoir de propriétés toxiques ou carcinogénes pour les cellules
(Borges et al. 2007). Le gel de fibrine a été choisi pour ces propriétés intéressantes dans I'étude des interactions
entre les préadipocytes et des cellules endothéliales microvasculaires dermiques (HDMVEC) arrangées sous
forme de microsphéres dans un environnement 3D (Borges et al. 2007). En utilisant ce modéle, les auteurs ont

pu constater I'effet du milieu conditionné par des préadipocytes sur les cellules endothéliales, qui semble
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favoriser le nombre de bourgeons ainsi que la longueur des prolongements formés par les microsphéres de
HDMVEC. Le bFGF et le VEGF sécrétés par les préadipocytes semblent avoir un réle important puisque I'effet
observé sur les cellules endothéliales est diminué lorsque des anticorps dirigés contre ces deux protéines sont
utilisés. De plus, contrairement aux modéles en monocouche, la prolifération des préadipocytes ne semble pas
étre influencée par la présence des cellules endothéliales dans ce modeéle tridimensionnel (Borges et al. 2007).
Kachgal et al. utilisent également ce type d’échafaudage dans leur modéle ou des microbilles sont recouvertes
d’'HUVEC et mises en coculture avec des CSTA ou des BM-MSC dans un gel de fibrine (Kachgal and Putnam
2011). Ce modele est avantageux pour I'étude de I'angiogenése in vitro puisqu'il est assez aisé d’observer et
de caractériser les bourgeons et les prolongements formés a partir des microbilles. Cette étude a aussi permis
de mettre en évidence des différences entre les interactions qu’entretiennent les BM-MSC avec les cellules
endothéliales comparativement aux CSTA puisque ces deux types de cellules stromales ne stimulent pas les
mémes voies signalétiques reliées a I'angiogenése chez les cellules endothéliales (Kachgal and Putnam 2011).
Une autre équipe priorise un modéle composé de protéines de soie, extraites de cocons du ver a soie Bombyx
mori, pour la coculture de cellules endothéliales de veine de cordon ombilical (HUVEC) et de CSTA,
différenciées ou non en adipocytes. lls ont montré la formation de capillaires continus comportant un lumen dans
leur modéle (Kang et al. 2009). Plus récemment, Yao et al. ont utilisé des microsphéres de collagéne et
d’alginate recouverte de fibrilles de collagéne comme modéle de coculture entre les CSTA différenciées en
adipocytes et les HUVEC. lls estiment que leur modéle mime de maniére fidéle le tissu adipeux natif, car il
comporte des CSTA différenciées (adipocytes), des cellules endothéliales (HUVEC) ainsi qu’un stroma (fibrilles
de collagéne), ce qui en fait un modéle a considérer pour 'étude des interactions entre les différents types
cellulaires et dans un contexte de thérapies reliées a I'obésité. Cependant, étant donné que le stroma qui le
compose ne contient que des fibrilles de collagéne, il n'est pas aussi complexe que la matrice extracellulaire du
tissu adipeux, qui contient des éléments matriciels variés, notamment de la fibronectine et de la laminine.
D'autres modéles ingénieux ont été proposés, bien que certaines lacunes rendent leur utilisation clinique
impossible. Par exemple, certains tissus reconstruits sont produits a partir de Matrigel™ (Kimura et al. 2002).
Bien que des résultats prometteurs aient été observés chez la souris, ce biomatériau est dérivé de membranes
de sarcome de rat. En plus d’étre xénogénique, le fait que le Matrigel™ soit d’origine néoplasique rend son

utilisation impossible chez 'humain.

L'angiogenése est un processus important dans le développement et le maintien du tissu adipeux dans le corps
humain et les modeles d'étude in vitro sont des outils précieux pour mieux comprendre les phénomenes sous-
jacents. Afin que les observations faites in vitro soient représentatives de ce qui est retrouvé in vivo, le modéle
utilisé se doit d'étre assez fidéle au tissu natif par les cellules ou les éléments matriciels qui le composent. I

serait d’ailleurs avantageux que ces modeles soient non seulement des outils valides pour les études in vitro,
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mais qu'ils possédent également toutes les caractéristiques nécessaires pour étre utilisés en chirurgie de
reconstruction, soit par ['utilisation de cellules humaines, d'un échafaudage compatible, naturel et sans

biomatériaux exogénes.

1.3 La greffe de tissu adipeux

Les tissus mous de remplacement sont nécessaires en chirurgie de reconstruction afin de combler les zones
atrophiées résultant de blessures graves, de résections de tumeurs ou de I'atrophie du tissu adipeux causée
par des maladies acquises ou congénitales. En effet, on observe des lipodystrophies chez des patients atteints
du VIH en raison de l'utilisation des inhibiteurs de protéases dans les traitements anti-rétroviraux (Capeau et al.
2006). Des maladies congénitales telles que le syndrome de Romberg et le syndrome de Poland se caractérisent
aussi par une atrophie du tissu adipeux sous-cutané, au niveau du visage et de la poitrine respectivement (Finch
and Dawe 2003, Fokin and Robicsek 2002). En 2013, on estimait qu'environ 77 % des chirurgies de
reconstruction étaient nécessaires a la suite de résections de tumeurs (American Society of Plastic Surgeons
2014). La chirurgie de reconstruction améliore certes le bien-étre émotionnel et I'estime de soi des patients,
mais son utilité va au-dela de 'apparence physique. En effet, I'atrophie de la masse adipeuse peut engendrer
des complications métaboliques préoccupantes, telles que le diabete et la résistance a l'insuline, souvent
associées a l'obésité. De tels cas sont souvent répertoriés chez des patients atteints de divers syndromes
lipodystrophiques, caractérisés par « une altération de la quantité et/ou de la répartition de tissu adipeux »
(Capeau et al. 2006). Il est alors primordial de procéder au remplacement du tissu adipeux pour permettre a ce
dernier de jouer son réle au niveau du métabolisme des glucides et des lipides et d’autres processus

physiologiques.

La méthode privilégiée en chirurgie de reconstruction pour combler les zones affectées consiste en un transfert
de gras autologue, c'est-a-dire de prélever du tissu adipeux a un site anatomique pour le réinjecter a un autre.
Cette méthode existe depuis la fin du 19¢ siécle et a grandement évolué au niveau des techniques et des outils
utilisés (Mojallal and Foyatier 2004). De nos jours, le prélévement de gras par aspiration (lipoaspiration ou a
I'aide d'une seringue) est priorisé pour 'obtention de matériel a greffer puisque les risques reliés a la chirurgie
sont moindres que ceux reliés a la résection de gras. Dr. Sydney R. Coleman a grandement contribué au regain
d'intérét envers l'utilisation de la lipoaspiration pour la greffe de gras autologue par I'élaboration d'outils
spécifiques et de lignes directrices qui contribuent au succes de I'opération (Mojallal and Foyatier 2004). Malgré
les réussites associées a la technique au fil du temps, on observe tout de méme une perte de volume récurrente

au site de greffe causée principalement par la nécrose du tissu. La diminution de la viabilité des adipocytes a la
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suite de l'intervention chirurgicale, la sensibilité des adipocytes a I'ischémie et I'apport initial sanguin insuffisant
au site de greffe pourraient expliquer le phénoméne (Tanzi and Fare 2009). Des études ont montré que le temps
et la quantité de gras injecté initialement sont des facteurs déterminants dans la rétention du volume lors de
reconstructions mammaires. En effet, le volume de rétention varie entre 27 et 52 % selon le volume initial injecté
(variant entre 51 et 151 cc) et ce, @ 20 semaines post-chirurgie (Choi M. et al. 2013). D’'autres facteurs sont
également a considérer, soit le chirurgien procédant a I'opération, la technique utilisée ainsi que le patient lui-
méme. Faute d'alternatives comparables, I'injection de gras autologue reste la méthode privilégiée pour pallier

le manque de tissu mou en chirurgie de reconstruction.

Considérant les limitations actuelles, il serait optimal de développer un produit qui se compare avantageusement
a la greffe de gras autologue par sa reproductibilité et son efficacité a long terme. La reconstruction de tissu
adipeux viable et fonctionnel par génie tissulaire représente une option a considérer dans le développement
d’alternatives a la greffe de gras autologue. En combinant les cellules et les biomatériaux appropriés, il sera
sans doute possible de maintenir, réparer, régénérer ou de reconstruire des tissus in vitro pour éventuellement
reconstruire des organes entiers. Les modéles de tissus adipeux reconstruits par génie tissulaire disponibles a

ce jour seront abordés a la section 1.3.1.

Il a également été démontré que la vascularisation précoce d’'un tissu greffé est requise pour assurer sa survie
ainsi que la persistance du volume (Masuda et al. 2004). Différentes approches peuvent étre envisagées pour
favoriser 'angiogenése dans le tissu, dont 'ajout de facteurs angiogéniques au site d'intérét. Silva et al. ont
d'ailleurs implanté chez la souris des capsules d’hydrogel contenant du VEGF & un site ischémique afin de
favoriser 'angiogenése (Silva and Mooney 2007). Bien qu'elle semble attrayante, cette avenue comporte
certains désavantages. Dans l'optique d’'une application clinique, I'utilisation de telles protéines angiogéniques
recombinantes représente des collts trés élevés, et la distribution du facteur de maniéere contrblée au site
d’implantation est difficile, ce qui peut soulever des inquiétudes quant a la formation de tumeurs ou de vaisseaux
se développant de maniére aberrante (Binder et al. 2013). D'autres modeles proposent alors d'utiliser le potentiel
angiogénique des cellules stromales et adipeuses dans un modéle de coculture avec des cellules endothéliales
afin de favoriser la formation de capillaires dans le tissu reconstruit. Cette derniére option représente une voie
a envisager dans I'élaboration d'un substitut adipeux doté d’un réseau préformé de capillaires comme agent de
comblement en chirurgie de reconstruction. Les modéles utilisant cette approche seront détaillés a la

section 1.3.2.
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1.3.1 Modéles de tissus adipeux reconstruits in vitro

La reconstruction de tissu adipeux in vitro implique une source de cellules ayant le potentiel de se différencier
en adipocytes matures et de former un tissu adipeux fonctionnel, un échafaudage tridimensionnel et un
microenvironnement qui fournit les signaux appropriés pour la croissance et la formation du tissu. La matrice
extracellulaire joue un rdle déterminant dans le développement du tissu adipeux in vitro. Par exemple, la
fibronectine est 'une des premiéres composantes de la matrice extracellulaire a étre sécrétée lors de
I'adipogenése et elle permet I'organisation du collagéne interstitiel (Kubo et al. 2000). Les nombreuses protéines
de la famille du collagéne sont les composantes de la MEC du tissu adipeux qui sont les plus abondantes. Ces
protéines fibrillaires agissent a titre de substrat pour 'adhésion et la migration des cellules et permettent
I'ancrage des cellules lors de la croissance cellulaire (lbrahimi et al. 1992). Leur présence est également
nécessaire pour la différenciation des adipocytes. Au fil de la maturation des adipocytes, la fibronectine sera
dégradée au profit de la laminine, composante de la membrane basale entourant chaque adipocyte mature,

ainsi que du collagéne de type IV (Kubo et al. 2000).

Plusieurs modéles de tissus adipeux reconstruits in vitro sont proposés et utilisent différents composés
synthétiques ou naturels pour mimer I'environnement des cellules dans le tissu adipeux humain. Il existe des
échafaudages a base de poly (acide lactique) (PLA), de poly (acide glycolique) (PGA), de poly (acide lactique -
co-acide glycolique) (PLGA), de fluoropolyméres ou encore de silicone [revue dans (Choi J. H. et al. 2010)].
Bien que ces polymeres synthétiques supportent I'adipogenése in vitro et que certains peuvent promouvoir la
vascularisation du tissu implanté, plusieurs de ces composés se dégradent rapidement in vivo (en 4 & 12
semaines), d’autres manquent de flexibilité, ont des lacunes au niveau de la biocompatibilité ou leur surface est

parfois moins favorable a I'adhésion cellulaire.

On retrouve ‘également des matériaux naturels disponibles pour la reconstruction de tissus adipeux in vitro
(Tableau1.2). Plusieurs de ces échafaudages sont constitués d’éléments matriciels retrouvés dans le tissu
adipeux (collagene, fibrine), de dérivés du collagéne (gélatine) ou encore produits a partir de matrices de tissus
décellularisées (placenta, tissu adipeux). Ces échafaudages sont souvent utilisés en combinaison avec des
cellules souches extraites du tissu adipeux ou de la moelle osseuse, lesquelles pourront alors proliférer, se
différencier et remodeler la matrice. D'autres modeles sont composés d’'un échafaudage naturel tridimensionnel,
mais auquel aucune cellule n'est ajoutée. Ainsi des essais in vivo chez la souris ont démontré que I'implantation
de Matrigel™ contenant des facteurs de croissance tels que le bFGF (ou FGF-2) délivrés directement au site
d’implantation ou encapsulés dans des microspheres de gélatine pour un relargage contrélé favorisait

I'adipogenése de novo (Tabata et al. 2000, Toriyama et al. 2002). Bien que du tissu adipeux se soit formé a
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I'endroit de I'implantation de la mixture de Matrigel™ et de facteurs de croissance, cette avenue n'est pas

envisageable chez 'humain pour un usage clinique étant donné l'origine de ce biomatériau tel que discuté

précédemment.

Tableau 1.2. Stratégies actuelles utilisées pour la reconstruction de tissus adipeux in vitro par génie tissulaire

Matériau Année Modéle Références
von Heimburg et al.
2001 Eponge de collagéne 2001a; von Heimburg
etal. 2001b
Collagene Préadipocytes humains et microspheéres de

2003  gélatine contenant du bFGF ensemencés dans  Kimura et al. 2003
une éponge de collagene
2007  Microbilles de collagene Rubin et al. 2007
2003 Disques a base d'acide hyaluronique Halbleib et al. 2003
Hyaluronane . o .
2007 Matrice d'e placenta humain décellularisé  FlynnL etal. 2007
encapsulée dans un gel de hyaluronane réticulé
Gel de fibrine contenant des préadipocytes
Fibrine 2006 cultivés en présence ou non de bFGF lors de Cho et al. 2006
l'induction a la différenciation
2005 Cellules str’omales dela r'noelle osseu§e _ Hong et al. 2005
ensemencées dans une éponge de gélatine
Gelatine Cryogel composé de gélatine et d'acide
2013  hyaluronique contenant des CSTA de porc Chang et al. 2013
différenciées en adipocytes
Pla(?enta humgm 2006 Mgtrlce dc_erlyee de placenta humain Flynn L. et al. 2006
décellularisé décellularisé
Comparaison entre des échafaudages a base
2007  de fibroine de soie, de collagéne et de Mauney et al. 2007
Soie poly(acide lactique) (PLA)
2009 Ec.hafaudage a base de fibroine de soie et de Altman et al. 2009
chitosan
2007 Matrice extrac'elllulalre du tissu adipeux humain Vermette et al. 2007
auto-assemblée
2010 Gel.compo.se de matrl(.:e extracellulaire dérivée Flynn L. E. 2010
du tissu adipeux humain
Matrice dérivée H)z/tdrogﬁl |injec’;a’bl.e 'cor;p(t).sé dedrpatriceh .
du tissu adipeux extracellulaire dérivée du tissu adipeux humain
P 2013 orichi de CSTA (études in vitro) ou de cellules V@19 €t @l 2013
de la FSV (études in vivo)
Hydrogel injectable composé de matrice
2014  extracellulaire dérivée du tissu adipeux humain  Young et al. 2014

enrichi de CSTA et/ou de transglutaminase

bFGF: Facteur de croissance basique des fibroblastes (Basic fibroblast growth factor); CSTA = Cellules stromales/souche:
extraites du tissu adipeux (Adipose-derived stromal/stem cells, ASC); FSV = Fraction stroma-vasculaire du tissu adipeux

(Stromal vascular fraction, SVF)
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Le Laboratoire d’Organogenése Expérimentale (LOEX) a su se démarquer par son expertise pour la
reconstruction de différents tissus par génie tissulaire. La méthode d'auto-assemblage en génie tissulaire
développée au centre de recherche permet la production de tissus reconstruits totalement humains, sans
biomatériaux exogénes (L'Heureux et al. 1998). Selon cette méthode, les cellules sont cultivées en présence
d’acide ascorbique (vitamine C), qui est un cofacteur essentiel de la proline-4-hydroxylase, une enzyme
impliquée dans I'assemblage de la triple hélice du procollagéne intracellulaire (Peterkofsky 1991). Les cellules
en culture sont donc en mesure de fabriquer leur environnement tridimensionnel par la production optimisée de

matrice extracellulaire.

Lorsque la méthode standard d'auto-assemblage est utilisée en combinaison avec des cellules
stromales/souches du tissu adipeux, il est possible de former des feuillets conjonctifs, non différenciés, qui
pourront étre superposés et former des tissus conjonctifs reconstruits (TCR). Ces tissus peuvent étre utilisés a
plusieurs escients, comme derme dans une peau reconstruite, par exemple (Trottier et al. 2008). La méthode
d’'auto-assemblage peut également étre adaptée pour la production de tissus adipeux reconstruits (TAR) in vitro.
Ainsi, les cellules stromales/souches sont induites a se différencier en adipocytes en méme temps qu'elles
sécrétent de la matrice extracellulaire (Vermette et al. 2007). L’environnement tridimensionnel dans lequel
évoluent les cellules mime celui du tissu adipeux humain étant donné qu'il est fabriqué par les cellules elles-
mémes dans le tissu. Les feuillets adipeux manipulables ainsi formés ont la possibilité d’étre empilés, de la

méme maniére que les tissus conjonctifs, pour former des tissus plus épais (Vermette et al. 2007).

1.3.3 Modeéles de tissus adipeux reconstruits enrichis en cellules endothéliales

La vascularisation rapide des tissus épais reconstruits a la suite d’'une greffe est un élément déterminant dans
la survie et le maintien du tissu a long terme. Le LOEX oriente également ses recherches dans le but d’optimiser
ce paramétre lors de greffes de tissus. Ainsi, des peaux humaines reconstruites dont le derme est doté d’un
réseau préformé de capillaires ont été produites (Black et al. 1998, Hudon et al. 2003, Tremblay et al. 2005).
Ces derniéres sont constituées d'éponges de collagéne bovin dans lesquelles des cellules humaines ont été
ensemencées. Tremblay et al. ont démontré que la présence des capillaires formés in vitro dans les peaux
favorisait leur vascularisation rapide lorsqu’elles étaient greffées chez la souris athymique (Tremblay et al.
2005). La vitesse a laquelle le greffon était vascularisé par I'hdte était augmentée et il était possible d’observer
une connexion entre les capillaires humains de leur modéle et les capillaires murins, et ce, en moins de quatre
jours (Tremblay et al. 2005). Etant donné que la diffusion de molécules nécessaires & la survie du tissu lors
d'une greffe est limitée, la vascularisation rapide du greffon par le réseau vasculaire de I'héte prend de

limportance avec 'augmentation du volume du tissu implanté. Des peaux enrichies en cellules endothéliales
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produites selon la méthode d’'auto-assemblage ont également été produites (Rochon et al. 2010). Des modéles

de tissus adipeux reconstruits in vitro a base de différents biomatériaux et enrichis d'un réseau vasculaire

préformé sont également proposés par diverses équipes (Tableau 1.3).

Tableau 1.3. Modéles enrichis de cellules endothéliales pour la reconstruction adipeuse par génie tissulaire

Matériau Année Modéle Références
. Gel de fibrine enrichi de préadipocytes et  Borges et al.
Fibrine 2003 46 HDMVEC (humain) 2003
Collagéne et Coculture de CSTA (non différenciées) et  Traktuev et al.

fibronectine

2009

de EPC (humain) 2009

Soie

2009

CSTA (différenciées et non différenciées)

et HUVEC (humain) Kang et al. 2009

2013

CSTA différenciées et cellules
endothéliales microvasculaires primaires  Bellas et al. 2013
(humain)

Matrice dérivée du
tissu adipeux

2011

CSTA, fibroblastes, MSC et HUVEC
(humain) dans une matrice auto-
assemblée

Sorrell et al.
2011

2014

Matrice dérivée de tissu adipeux humain
décellularisé et enrichie de bFGF, sans
ajout de cellules, adipogenése et
angiogenése de novo chez la souris

Luetal. 2014

Microsphere de
collagéne et
d'alginate

2013

Microsphéres de collagene et d'alginate
contenant des CSTA avec des HUVEC Yao et al. 2013
ajoutées en surface (humain)

CSTA = Cellules stromales/souches extraites du tissu adipeux (Adipose-derived stromal/stem cells, ASC);
HDMVEC = Cellules endothéliales microvasculaires dermiques (Human dermal microvascular endothelial
cells); HUVEC = cellules endothéliales de veines de cordon ombilical (Human umbilical vein endothelial
cells); BMMSC (ou MSC) = Cellules souches mésenchymateuses de la moelle osseuse (Bone marrow
mesenchymal stem cells); RLE = Cellules endothéliales de poumons de rat (Rat lung endothelial cells); EPC
= Précurseurs de cellules endothéliales (Endothelial precursor cells); bFGF: Facteur de croissance basique
des fibroblastes (Basic fibroblast growth factor)

La plupart de ces modéles sont produits a partir de biomatériaux naturels mentionnés précédemment. Borges

et al. ont démontré que leur tissu reconstruit, constitué de préadipocytes non différenciés et de cellules

endothéliales microvasculaires dermiques (HDMVEC) dans une matrice de fibrine, était capable de former un

réseau de capillaires in vitro et de se connecter au réseau d’un héte in vivo (membranes chorio-allantoides

d'embryons de poussins ou chick embryo chorioallantoic membrane, CAM assay) sans I'ajout de facteurs pro-

angiogéniques exogénes (Borges et al. 2003). Une équipe a usé d’une stratégie différente en injectant une
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solution de bFGF encapsulé dans une matrice dérivée du tissu adipeux humain décellularisé, sans ajout de
cellules, pour favoriser 'adipogenése et 'angiogenése de novo chez la souris (Lu et al. 2014). L'utilisation du
bFGF dans ce modéle semble nécessaire & 'adipogenése de novo puisque 'implantation de la matrice seule
ne favorise pas la formation de tissu adipeux au site d'implantation. Tel qu'abordé précédemment, le contréle
de la diffusion de facteurs de croissance in vivo dans un tel modéle est difficile, bien que des vérifications aient
été faites in vitro, et peut causer des inquiétudes quant a la formation d’une vascularisation anarchique ou le
développement de tumeurs potentielles. Des cocultures de CSTA non différenciées et de précurseurs de cellules
endothéliales (EPC) dans un gel de collagene ont également été implantés chez la souris SCID, 24h suivant
I'ensemencement des cellules dans le gel (Traktuev et al. 2009). Les greffons semblent bien vascularisés deux
semaines suivant I'implantation. Les EPC semblent avoir formé un réseau vasculaire ayant connecté avec celui
de I'hote et des structures exprimant CD31 comportant un lumen sont visibles lors de I'analyse de coupes
histologiques. Cependant, dans ce contexte, les auteurs ont privilégié I'utilisation des EPC d’origine allogene
(extraites de sang de cordons ombilicaux), ce qui peut rendre I'acces a ces cellules plus difficile et entrainer des
problemes d'immunocompatibilité dans le cas d’une utilisation clinique (Traktuev et al. 2009). Des CSTA
différenciées ou non en adipocytes en présence d'HUVEC ont été ensemencées dans une matrice a base de
protéines de soie et des lumens ont été quantifiés dans les deux types de tissus in vitro (Kang et al. 2009). Bien
que la leptine soit produite par les tissus adipeux reconstruits, démontrant une fonctionnalité du tissu, la
coloration et la quantification des lipides par la méthode de I'Oil Red O (ORO), quant a elle, ne révéle que trés
peu d'adipocytes remplis de lipides toujours présents dans le tissu. Sorrell et al. proposent, quant a eux, un
modele basé sur la méthode d’'auto-assemblage impliquant plusieurs types de cellules, dont des CSTA
différenciées en adipocytes, des fibroblastes, des BM-MSC et des HUVEC (Sorrell et al. 2011). Les auteurs
mentionnent que la coculture des CSTA différenciées en adipocytes et des cellules endothéliales seule ne
suffisait pas pour supporter la formation de tubules vasculaires, d'ou l'introduction de populations cellulaires
supplémentaires dans le modéle capables de supporter la formation du réseau vasculaire in vitro (fibroblastes
dermiques, CSTA et BM-MSC) par la production de facteurs de croissance et de matrice extracellulaire. Plus
récemment, Yao et al. ont proposé un modéle de tissu adipeux enrichi en cellules endothéliales sous forme de
microsphéres de collagene et d’alginate (Yao et al. 2013b). Ce modéle semble approprié pour des études
d'interactions entre les cellules adipeuses et endothéliales in vitro (Yao et al. 2013a), mais son utilisation en

clinique est surtout limitée par la taille des microsphéres (diamétre d’environ 40 um).
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1.4 Problématique et objectifs

Il a été abordé précédemment que divers traumatismes peuvent nécessiter le recours a des tissus de
remplacement en chirurgie de reconstruction. On assiste également a une demande croissante de tissus mous
pour combler les zones atrophiées résultant de pertes de tissus causées par des brllures profondes, des
maladies comme les lipodystrophies et des résections de tumeurs, entre autres. La reconstruction de tissus
mous par génie tissulaire représente une alternative prometteuse pour pallier ce manque de tissus utilisés en
chirurgie de reconstruction. Les CSTA, cellules stromales/souches multipotentes extraites du tissu adipeux,
peuvent étre employées dans la reconstruction de tissus conjonctifs et adipeux par génie tissulaire dont les
applications sont diversifiées : les tissus conjonctifs ont la possibilité de former un derme dans une peau
reconstruite (Trottier et al. 2008) ou un stroma pour des substituts vésicaux (Rousseau et al. 2013). Pour leur
part, les tissus adipeux peuvent agir en tant qu’hypoderme dans une peau reconstruite (Trottier et al. 2008), et
comme tissus adipeux de remplissage en chirurgie maxillo-faciale ou a la suite d'une résection d’une tumeur.
Comme la vascularisation précoce des tissus greffés est déterminante pour leur survie, notre équipe propose
d’utiliser un modéle basé sur la méthode d'auto-assemblage pour la reconstruction de tissus conjonctifs et
adipeux enrichis d'un réseau de capillaires formé in vitro qui aurait la possibilité de se connecter au réseau de
I'héte une fois greffé. Ces tissus ne contiennent aucun biomatériau exogéne et les cellules utilisées ont la
possibilité d'étre complétement autologues (CSTA et cellules endothéliales microvasculaires dermiques), évitant
donc un rejet immunologique. La matrice dont ces tissus sont constitués est abondante et représentative du
tissu adipeux natif étant donné que les protéines qui la composent sont sécrétées par les cellules stromales et
adipeuses dans le tissu méme. Enfin, la possibilité de produire des tissus conjonctifs et adipeux a partir de la
méme population cellulaire représente un avantage important dans une étude ou la comparaison des deux

modeles est impliquée.

De plus, puisque ces modéles de tissus reconstruits sont produits a partir de cellules humaines, que ces
derniéres sécrétent une matrice extracellulaire complexe, et qu'ils ont été démontrés comme fonctionnels
(Vermette et al. 2007), ils ont le potentiel de devenir des outils & considérer dans I'étude de processus reliés a

I'adipogenése et I'angiogenése in vitro.

Il a également été vu que le tissu adipeux est un organe endocrine important chez 'lhumain et qu'il sécréte de
nombreuses molécules bioactives. Comme les adipocytes présents dans les tissus adipeux reconstruits
sécrétent de nombreuses molécules aux propriétés angiogéniques et que plusieurs applications sont possibles

pour ces tissus reconstruits, nous avons voulu déterminer si les réseaux de capillaires étaient équivalents entre
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les deux types de tissus. Ainsi, nous avons posé I'hypothése selon laquelle les adipocytes présents dans les

tissus adipeux reconstruits pourraient influencer le réseau de capillaires résultant in vitro.

L’objectif général de ce projet est donc de comparer les réseaux de capillaires formés in vitro dans les tissus
conjonctifs et adipeux reconstruits, produits a partir de cellules stromales/souches induites ou non a la

différenciation adipocytaire.

Le premier objectif spécifique de ce projet consiste & comparer les réseaux de capillaires retrouvés dans
chacun des deux types de tissus, au niveau du volume total de capillaires par tissu et du diametre des capillaires
formés. Ainsi, les réseaux de capillaires ont été quantifiés et caractérisés a la suite d’une reconstruction virtuelle
du réseau obtenue par imagerie confocale, permettant d’analyser une grande surface du tissu, et ce, sur sa
pleine épaisseur. Ces analyses ont également permis de comparer les réseaux de capillaires formés in vitro a

ceux retrouvés dans le tissu adipeux humain.

Le deuxiéme objectif spécifique est de comparer les profils de sécrétion de molécules bioactives sécrétées
par les tissus conjonctifs et adipeux reconstruits, enrichis ou non en cellules endothéliales, pouvant influencer
le développement du réseau de capillaires dans chacun des deux types de tissus. Pour ce faire, nous avons
procédé au dosage protéique par ELISA de cing molécules sécrétées par les tissus ayant un réle au niveau de
la modulation de 'angiogenése dans le tissu adipeux, soit la leptine, le VEGF, le HGF, I'angiopoiétine-1 et le
PAI-1.

Les tissus conjonctifs et adipeux reconstruits enrichis en cellules endothéliales ont la capacité de former un
réseau de capillaires in vitro, ce qui pourrait avantager la survie des tissus lors d’'une utilisation potentielle en
chirurgie de reconstruction. Ces tissus comportent également plusieurs caractéristiques qui miment le tissu

adipeux humain, ce qui en font des outils a considérer pour I'étude de I'angiogenese et de I'adipogenése in vitro.
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Chapitre 2 : Formation de réseaux de capillaires
dans des tissus humains produits par génie
tissulaire : impact des adipocytes et de leurs
produits sécrétoires.
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2.1 Avant-Propos

Ce chapitre fait I'objet d'un article intitulé Creating capillary networks within human engineered tissues:
impact of adipocytes and their secretory products soumis pour publication dans le journal Acta Biomaterialia

en juin 2014 et co-écrit par Kim Aubin, Caroline Vincent, Maryse Proulx, Dominique Mayrand et Julie Fradette.

Je suis co-premier auteur de ce manuscrit avec Caroline Vincent dont les travaux antérieurs ont permis la mise
au point et I'optimisation de la production des tissus enrichis en cellules endothéliales avec le soutien de Maryse
Proulx. Caroline Vincent a également procédé aux caractérisations initiales des capillaires (coupes congelées)
et effectué de nombreux dosages protéiques inclus dans les résultats. J'ai contribué a la production de ce
manuscrit par la conception et la réalisation de reconstructions de tissus adipeux et conjonctifs selon le modéle
optimisé. J'ai procédé a la quantification et I'analyse détaillée des réseaux de capillaires formés in vitro dans les
tissus reconstruits en utilisant les nouveaux outils d'imagerie confocale et les logiciels spécialisés. Dominique
Mayrand a mis au point les méthodes d'immunomarquages et d’acquisition des images confocales appliquées
aux tissus reconstruits in toto que jai par la suite utilisées dans le cadre d’expériences subséquentes. Jai
également procédé aux dosages protéiques, en plus de compiler et d’analyser les résultats totaux. J'ai congu la
figure 2.1, effectué le montage des figures et participé activement a I'écriture du manuscrit sous la supervision
de Dr Julie Fradette.
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2.2 Résumé

La vascularisation rapide d’un tissu lors d’une greffe est un paramétre clé pour la survie du greffon. Nous avons
produit par génie tissulaire des tissus conjonctifs et adipeux a l'aide de cellules stromales/souches du tissu
adipeux et favorisé la formation d’un réseau de capillaires in vitro par I'ajout de cellules endothéliales
microvasculaires dans le modéle. Notre hypothese propose que la présence des adipocytes dans les tissus
adipeux reconstruits ou leurs produits sécrétoires auront une influence sur les réseaux de capillaires résultants.
Ces derniers ont été comparés entre les tissus adipeux et conjonctifs et les analyses montrent plusieurs
similarités au moment de I'analyse. Bien que les tissus adipeux reconstruits sécrétent davantage de molécules
pro-angiogéniques lors des étapes précoces de production des tissus, la différence observée entre les profils
de sécrétion est atténuée en présence du milieu de coculture. Le protocole établi permet la production de tissus
conjonctifs et adipeux reconstruits présentant un réseau développé de capillaires préformés adéquat pour la

greffe et permettant 'étude in vitro de processus angiogéniques dans un modéle tridimensionnel.
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2.3.1 Abstract

The development of tissue-engineered subtitutes of substantial volume is closely associated with the need to
ensure rapid vascularisation upon grafting. Strategies promoting angiogenesis include the in vitro formation of
capillary-like networks within engineered substitutes. We generated both connective and adipose tissues based
on a cell sheet technology using human adipose-derived stromal cells. This study evaluates the morphology and
extent of the capillary networks that developed upon seeding of human microvascular endothelial cell during
tissue production. We posited that adipocyte presence/secretory products could modulate the resulting capillary
network when compared to connective substitutes. Analyses including confocal imaging of CD31-labeled
capillary-like networks indicated slight differences in their morphological appearance. However the total volume
occupied by the networks as well as the frequency distribution of the structure’s volumes were similar between
connective and adipose tissues. Average diameter of the capillary structures tended to be 20% higher in
reconstructed adipose tissues. Quantification of pro-angiogenic molecules in conditioned media showed greater
amounts of leptin (15x), angiopoietin-1 (3.4x) and HGF (1.7x) secreted from adipose than connective tissues at
the time of endothelial cell seeding. However, this difference was attenuated during the following coculture period
in endothelial cell-containing media, correlating with the minor differences noted between the networks. Taken
together, we developed a protocol allowing reconstruction of both connective and adipose tissues featuring well-
developed capillary networks in vitro. We performed a detailed characterization of the network architecture within
engineered tissues that is relevant for graft assessment before implantation as well as for in vitro screening of

angiogenic modulators using 3D models.
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2.3.2 Introduction

Adipose tissue (AT) is endowed with great plasticity. Expansion and regression of fat depots occur throughout
life. Such variations in adipose volume are generally accompanied by a concomitant adaptation of the local fat
pad vascular supply [1-3]. AT features a well-defined vascular network comprising many capillaries surrounding
lipid-filled adipocytes [4, 5]. This vasculature is central in mediating the metabolic roles of AT as an endocrine
and paracrine organ. The numerous growth factors, hormones and pro-angiogenic factors that are produced by
adipose tissue and collectively termed adipokines are now recognized as essential regulators of many biological
processes including lipid metabolism, angiogenesis, reproduction and immunometabolism [6-9]. Secreted
molecules from both mature adipocytes and from cell populations of the stromal-vascular fraction contribute to
the adipose tissue secretome [10]. The stromal fraction contains various cell types in vivo including the
subpopulation of cells featuring multipotent differentiation capabilities that can be extracted and amplified in vitro
named ASCs (adipose-derived stromal/stem cells) [11]. The therapeutic effect of ASC-based cellular therapies

is also reported to be mainly mediated by their trophic and paracrine functions [6, 12].

In situations necessitating soft tissue augmentation, autologous fat grafting is still the gold standard procedure.
However, lipoinjections likely disrupt both adipocytes and the adipose graft vascular network, which might be
contributing factors to the rather limited and variable long-term volume retention achieved by fat transfer methods
in general [13, 14]. Consequently, the field of adipose tissue engineering has thrived in recent years. Various
models are currently developed to help circumvent some of the actual limitations associated with fat grafting [15-
17]. One of tissue engineering biggest challenges resides in the production of thick substitutes needing to be
quickly and adequately vascularized after grafting. That also holds true for adipose tissues reconstructed for
regenerative medicine purposes. One strategy is to favor early inosculation of the graft to the host circulation,
which requires the presence of a preformed capillary network in vitro [18]. This can be achieved by the

incorporation of endothelial cells at different steps of tissue production [19, 20].

Using ASCs as building blocks for tissue engineering by the self-assembly approach, we have reconstructed
natural and functional human tissues [21]. ASCs being particularly performant for extracellular matrix deposition
and cell-sheet formation, connective tissues can readily be reconstructed upon serum and ascorbic acid (AsA)
stimulation in culture [22]. These human reconstructed connective tissues (hrCT) can find applications as such
or as stromal compartments (dermis) upon which keratinocytes can be seeded for skin substitute production

[23]. When combined with an adipogenic induction step during production, the resulting adipose tissues (hrAT)
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feature functional adipocytes embedded into native extracellular matrix (ECM), as assessed by their capacity to

mediate B-adrenergic lipolysis and secrete various adipokines [21, 24].

In this study, we demonstrate that human microvascular endothelial cells (nMVEC) incorporation at specific
steps during tissue production results in the spontaneous formation of capillary-like networks both in hrCt and
hrAT. We tested the hypothesis that adipocytes and their potent secretory products could modulate the resulting
capillary network when compared to connective substitutes produced from the same cell populations in absence
of adipogenic stimulation. Our results indicate that under specific culture conditions, h(MVEC self-organize to
form microvascular networks without impacting on tissue thickness or adipocyte development. The resulting
CD31-labeled networks imaged by confocal microscopy were well-developed and slight variations in their
morphology were associated with adipocyte presence. Bioactive molecules known to influence angiogenic
processes were evaluated in conditioned media at various time-points during tissue production. Although the
microenvironment seen by hMVEC was distinct in presence of adipocytes at the time of hMVEC seeding, this
difference was attenuated during the following period in endothelial cell coculture media, therefore limiting the
direct impact of adipocyte-derived factors. In combination with detailed imaging of capillary networks, these
engineered tissues represent relevant adipose models for investigation of pro- and anti-angiogenic compounds

in addition to their intended use in regenerative medicine.
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2.3.3 Materials and methods

2.3.3.1 Cell isolation and amplification

All protocols were approved by the Institutional review board of the CRCHU de Québec. Human ASCs were
extracted using collagenase digestion of tissues obtained after lipoaspiration procedures (N= 4 cell populations).
Female donor's mean age was 38.3 + 2.4 years and mean body mass index was 28.3 + 0.93. hASCs were
amplified in standard culture medium (DH) composed of 1:1 Dulbecco’s modified Eagle’s medium (DMEM):
Ham’s F12 medium (H) (Life Technologies, Burlington, ON, Canada) supplemented with 10% foetal calf serum
(FCS) (HyClone, Logan, UT, United States) and antibiotics [100 U/ml penicillin (Sigma-Aldrich, Oakville, ON,
Canada) and 25 pg/ml gentamicin (Schering-Plough Canada Inc./Merck, Scarborough, ON, Canada)] (Table

2.1). They were batch frozen at passage (P) 0 until being used for tissue reconstruction [21].

Human microvascular endothelial cells (nMVEC) were kindly provided by V. Moulin and S. Chabaud. Briefly,
cells were extracted from the dermis of a 59 year-old female donor as described previously [20], with the
modification that the skin biopsy was incubated overnight in thermolysin solution (Sigma) [25] instead of dispase.
Thawed cells were plated at 1x10* cells/cm2 density on gelatin-coated culture dishes (BD Biosciences,
Mississauga, ON, Canada) in endothelial cell media consisting of complete EGM™-2MV BulletKit™ (EGM2)
media (Clonetics/Lonza, Walkersville, MD, USA) containing 5% foetal bovine serum (FBS) and antibiotics [100
U/ml penicillin (Sigma-Aldrich) and 25 pg/ml gentamicin (Schering-Plough Canada Inc./Merck) instead of the
GA-1000 (Gentamicin, Amphotericin-B) provided by manufacturer], amplified and used at P6 in endothelialized

reconstructed tissues.

2.3.3.2 Production of human connective and adipose reconstructed tissues

For tissue reconstruction, hASCs were used at P3-5. After thawing, cells were seeded in DH media at 8x103
cells/cm? into Nunc flasks (Thermo Fisher Scientific, Waltham, MA, USA) [26]. After expansion, hASCs were
seeded onto 6 Nunc well-plates for tissue production at a density of 1.56 x 104 cells/cm?, in presence of 50 pg/ml
(250 uM) AsA (Sigma-Aldrich) freshly prepared at each media change (every 2-3 days). After 7 days of culture,
half of the plates were induced towards adipogenic differentiation for 3 days using a defined cocktail [100 nM
insulin (Sigma), 0.2 nM T3 (Sigma), 1 uM dexamethasone (Sigma), 0.25 mM 3-isobutyl-1-methylxanthine
(IBMX) (Sigma) and 1 uM rosiglitazone (Cayman Chemical/ Cedarlane, Burlington, ON, Canada)] in 3% FCS-
containing medium, followed by culture in adipocyte maintenance media for the rest of the culture period [21,
26]. Mock-induced cells were cultured for 3 days in DH media with 3% FCS and 0.038% dimethyl sulfoxide
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(DMSO, diluent for IBMX and rosiglitazone), followed by culture in 10% FCS DH media until endothelial cells
seeding (see Table 2.1).

After 21 days in culture and 14 days of adipogenic differentiation, h(MVEC at a density of 2.08 x 10* cells/cm?
were added to a subset of the cultures previously induced or not towards adipogenesis (Fig. 2.1). Culture was
performed in a mixed coculture media for both adipocytes and h(MVEC, namely a (1:1) ratio of EGM2 media (5%
FBS) and DH adipocyte maintenance media (10% FCS), also supplemented with AsA (Table 2.1). Cell cultures
onto which no hMVEC were added were also cultured into the mixed (1:1) EGM2: DH or adipogenic maintenance
media for proper comparative purposes. At day 30 of culture (and day 23 of adipocyte differentiation), the matrix
secreted and organized by the cells formed a manipulatable cell sheet, containing or not adipocytes and/or
hMVEC. Thicker tissues were then engineered by the superposition of 3 cell sheets (maintaining their initial
orientation with hMVEC on top). These reconstructed tissues were further cultured for 12 days to favor cohesion
between cell sheets before being analyzed at day 42 of culture. Therefore, h(MVEC have been present in the
engineered tissues for a total of 21 days. hMVEC seeding was also performed at earlier time-points during
optimisation, as indicated in Fig. 2G (after 3 and 7 days of adipogenic induction). Reference tissues were also
produced for the analysis of conditioned media. These adipose and connective tissues devoid of hMVEC were

cultured in adipogenic or DH media only for similar culture periods (Table 2.1).

2.3.3.3 Histological analyses and measurements

Formalin-fixed paraffin embedded samples of the different tissues were analyzed after Masson’s trichrome
staining of 5 um-thick sections. Pictures were acquired on a microscope Nikon Eclipse Ts100 equipped with a
Nikon Coolpix 4500 camera (Nikon, Montreal, Qc). Thickness determination was performed on tissue cross-
sections using the ImageJ 1.48 software (NIH, http://rsb.info.nih.gov/ij/). For each type of construct, 2-5 tissues
from 4 different donors were evaluated. A minimum of 12 pictures per tissue were acquired and 3 measurements

were taken per picture.

2.3.3.4 Quantification of adipose differentiation by Oil Red O staining

Oil Red O (ORO) staining and quantification of the cytoplasmic droplets of neutral lipids was performed on
adipose and their control connective sheets after a typical 14-15 day period after adipogenic induction [21].
Induction of differentiation was performed at day 7 of culture while hMVEC seeding was performed either at day

10, 14 or 21 of culture. Results are expressed as the mean + SEM of the ORO values obtained for each cell
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population. ORO values represent the optical density (OD) readings obtained for differentiated cultures minus

the OD reading of their undifferentiated counterparts (baseline values).

2.3.3.5 Immunolabelings and analyses on tissue cryosections

Immunolabelings were performed on tissue samples embedded in OCT compound (Tissue-Tek, Sakura Finetek,

Torrance, CA, USA) and frozen at -80°C. Height um thick acetone-fixed cross-sections were labeled with
primary antibodies diluted in 1% w/v BSA (Sigma) in phosphate buffered saline (PBS) for 45 min at RT, rinsed
in PBS and then incubated for 30 min with secondary antibodies. Negative controls were perfomed by incubating
tissue sections with a murine 1gG1 isotype antibody (Dako, Burlington, ON, Canada). Primary antibody was a
mouse monoclonal antibody (IgG1) against human CD31 (Chemicon/Millipore, Temecula, CA, USA) and
secondary antibody was a rabbit anti-murine 1gG (H+L)-coupled Alexa 594 (Molecular Probes/Life Technologies,
Burlington, ON, Canada). Hoechst 33258 (Sigma, 5 mg/ml) counterstaining was performed for 10 min in order
to visualize nuclei. Pictures were acquired on an epifluorescence Nikon Eclipse E600 microscope equipped with
a Sensys digital camera. Cryosections were first used to evaluate the total number of CD31* structures per field
as well as the number of CD31* structures featuring a visible lumen. The internal surface area of each visible
lumen was also measured and an estimated capillary diameter was calculated from it. These analyses were
performed on tissues produced from different donors (N=2) for which 2-3 tissues of each condition was

reconstructed. A minimum of 20 fields per sample was assessed (60 fields per condition).

2.3.3.6 Confocal imaging and analyses

For confocal imaging on whole-mount tissues, the immunolabeling protocol described below has been inspired
from Dent et al., Dickie et al. and Zucker [27-29]. Thus, formalin-fixed free-floating tissue samples (about 9 mm2)
were dehydrated following incubations in 50% and 100% methanol solutions successively before being
permeabilized in Dent's fixative (75% methanol, 25% DMSO) for two hours at room temperature and incubated
overnight in 1:3 Dent's fixative and H20, 30% solution at 4°C. Rehydration occured with successive incubations
in methanol 50% and in PBS before incubation at 4°C for 48h in 1% w/v BSA (Sigma) solution containing sheep
anti-human CD31 (R&D Systems, Minneapolis, MN, USA, AF806, 2 pg/ml) and rabbit anti-human laminin
(Abcam, AB1575, 7.3 ug/ml) primary antibodies, or isotypic sheep (Millipore) and rabbit (R&D Systems)
antibodies as negative controls. After being washed in PBS to remove non-specific binding, samples were
incubated with donkey anti-sheep IgG-coupled Alexa 633 (A-21100) and donkey anti-rabbit IgG-coupled Alexa
488 (A-21206) secondary antibodies (Molecular Probes) in 1% w/v BSA for 48h at 4°C. Labeled tissues were

washed three times in PBS and dehydrated as previously described. Optical clearing of tissues was performed
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by successive incubations in 33%, 66% and 100% methylsalicylate (Sigma) solutions before being mounted in

methylsalicylate and sealed with nail varnish.

Confocal microscopy allowed to acquire images of a large surface area (928.38 um x 928.38 um) and to observe
capillary networks through the thickness of the tissues (63 + 13 um). Capillary network analysis was performed
on a total of 17 reconstructed adipose and 18 connective tissue samples produced from 3 different cell
populations with up to 3 tissues per condition. Images were acquired with a Zeiss LSM700 scanning laser
confocal microscope and image software (2011, Carl Zeiss Microlmaging GmbH, Jena, Germany). Capillary
network volume analyses were performed on the entire tridimensional (3D) renderings of confocal microscope
images for each tissue sample with the Imaris 7.0.0 Bitplane software. The vascular structures under 1 000 pum3
were not considered. Frequency distribution determination was performed on selected intervals of volumes for
the vascular structures on 3D reconstructed images. The same labelling process was performed on formalin-
fixed human native adipose tissue samples (about 9 mm3) to allow the comparison to human fat. Two to four
samples from 4 different donors were analysed as described above for a similar surface area (928.38 um x

928.38 um) while an average of 92 + 29 um tissue thickness was analyzed.

Confocal images were also processed using Zen software (Zeiss) to obtain 2D representations of initial 3D
images by applying a « Maximum Intensity Projection » method. Capillary mean diameters were measured on
those 2D representations of confocal acquisitions with the ImagedJ software. Briefly, each capillary diameter was
obtained by the mean of 5 measures per capillary. Then, between 10 and 20 representative capillary diameters
were measured per tissue sample for a total of 40-120 capillary diameters per population, per condition (adipose

or connective tissues) from which the 40 highest diameters were used to calculate the mean capillary diameter.

2.3.3.7 Quantification of secreted products from reconstructed tissues (ELISA)

ELISA assays for human adipokines and bioactive molecules (Leptin, angiopoietin-1, PAI-1, HGF, VEGF,
angiopoietin-2) were used as per manufacturer's instructions to establish the secretion profile of the
reconstructed tissues during their production (Duosets, R&D systems). Supernatants (mean of 48h incubation)
were harvested at different time-points during tissue production and stored at -80°C until assays were performed.
Controls consisted of same complete media incubated in absence of cells. Analyses were performed for 2-7
different cell populations per time point, with 1-4 sheets or tissues per condition. Some assays were repeated
twice. Results are expressed as pg/jg of total protein per reconstructed sheet or tissue. The total protein content
of the supernatants were determined by BCA protein assay (Pierce, Rockford, IL, USA) and used to normalize

quantification of secreted products. Reagents were added as specified by manufacturer’s instructions to proper
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supernatant dilutions and standards, then incubated for one hour at 37°C before reading at 562 nm using a

SpectraMax Plus spectrometer with SoftmaxPro Ver 4.7.1.

2.3.3.8 Statistical analyses

Data are represented as mean + SEM. Unless specified, One-way ANOVA or unpaired t tests were used for
statistical comparisons using the GraphPad Prism 6 software (GraphPad Software Inc., LaJolla, CA, USA). The

confidence interval was set at 95% (P<0.05).

2.3.4 Results

2.3.4.1 Defining optimal conditions for production of endothelialized tissues

Our technology for the reconstruction of human tissues devoid of exogenous biomaterial is based on cell sheet
engineering [21, 24, 26]. The key feature of this self-assembly approach of tissue engineering resides on the
stimulation of ASCs with ascorbic acid and serum, which results in endogenous ECM production and assembly
into cell sheet after an extended culture period (Fig. 2.1). When individual cell sheets are then lifted from the
culture plates and superposed, reconstructed connective tissues are produced. If a specific step for induction
of adipogenesis is performed after 7 days of such culture, extensive differentiation towards adipocyte lineage

can be observed, leading to the production of reconstructed adipose tissues (Fig. 2.1).

First, we aimed to develop a protocol enabling reconstruction of both connective (hrCT) and adipose (hrAT)
tissues containing a capillary network in vitro. Then, we determined if the presence of differentiated adipocytes
and their secreted factors would impact on endothelial cell self-organization into tubular structures and affect the
morphology of the resulting capillary-like networks. This is of particular interest since one of the challenges faced
in reconstructive surgery is the need to provide sufficient blood perfusion to the grafted tissue. One way to
achieve early perfusion is to implant reconstructed tissues containing an in vitro preformed network to facilitate

inosculation with the host circulation [30].
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Figure 2.1. Schematic representation of tissue production according to the self-assembly method of tissue
engineering. Both connective (hrCT) and adipose (hrAT) reconstructed tissues were produced using the self-assembly
approach of tissue engineering based on enhanced matrix deposition leading to cell sheet formation upon cell stimulation
with ascorbic acid and serum. Incorporation of endothelial cells in the constructs was achieved by seeding the upper surface
of individual cell sheets that were then superimposed to create thicker tissues. Accordingly, four types of tissues were
generated since connective and adipose tissues without hMVEC were also produced following the same steps but replacing
cells with respective media only.

After optimization, successful production of hrCT and hrAT enriched in hMVEC was achieved. Seeding of
hMVEC onto the tissue sheets was performed at day 21 of culture, namely 9 days before their superposition (3
cell sheets) followed by further cultivation for 12 days (Fig. 2.1). While adipocyte presence is easily noticed
among matrix elements on tissue histological cross-sections (Fig. 2.2B vs A), constructs enriched with h(MVEC
were very similar to their counterparts into which no hMVEC were incorporated (Fig. 2.2D vs B). While some
tubule-like structures cross-sections (lumen) could sometimes be identified for connective tissues (Fig. 2.2C,
arrows), their detection was highly difficult in presence of adipocytes (Fig. 2.2D). The latter appear as rounded
void spaces resulting from lipids extracted during tissue processing. Interestingly, neither adipogenic
differentiation nor h(MVEC addition impacted of tissue thickness (Fig. 2.2E). Moreover, hMVEC seeded and
cultured during 8 days on these cell sheets containing 14 day-differentiated adipocytes at the time of seeding
did not impact on final lipid accumulation as determined by neutral lipids quantification after ORO staining (Fig.
2.2F, H). This is important, because protocols for production of prevascularized hrAT must support three

biological processes in parallel: optimal ECM production, adipogenic differentiation and development of capillary-
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like structures by endothelial cells. Finding the right coordinated sequence for cell seeding and specialized media
supplementations (adipogenic induction vs hMVEC media) during tissue production is of utmost importance
(Table 2.1). We noted that seeding hMVEC earlier during the differentiation process, on cell sheet containing
young adipocytes differentiated for only 7 days, was also compatible with adipose tissue production and did not
impact on the resulting lipid accumulation (Fig. 2.2G). However, seeding hMVEC on cell sheets only 3 days after
adipogenic induction, resulted in complete abrogation of adipocyte development (Fig. 2.2G). This is likely due to
the EGM2 media used to support hMVEC proliferation since control EGM2 media without h(MVEC also inhibited
differentiation on its own (Fig. 2.2G).
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Figure 2.2. Reconstructed tissue characterization. (A-D) Representative histogical appearance of engineered
constructs. Tissue cross-sections were stained with Masson’s trichrome for human reconstructed A) connective and B)
adipose tissues, and their respective counterparts seeded with endothelial cells in C and D, respectively. E) Adipogenic
differentiation or hMVEC incorporation did not affect tissue thickness. F) Co-culturing endothelial cells for 8 days on
reconstructed adipose sheets containing adipocytes differentiated for 14 days did not interfere with adipocyte maturation.
G) hMVEC seeded unto cell sheets containing younger adipocytes (d7 of differentiation) did not affect lipid accumulation
(over 14 days of culture) while it abrogated adipocyte development when seeded only 3 days after adipogenic induction. H)
Typical appearance after Oil Red O staining of an adipose cell sheet after 22 days of in vitro differentiation. Bars: 50 um.
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Tableau 2.1. Media composition at different steps of tissue production

Time in culture Culture ste Connective Adipose
(day) P (hrCT) (hrAT)
Expanding cells | OF medium (11 DMEM = iy oo iim (1:1 DMEM : Ham's F12)
07 inG-wellplates | oM F12) + 10% FCS +10% FCS + 250 M AsA
+ 250 uM AsA
DH medium (3% FCS) + 100 nM
7 Induction of DH medium (3% FCS) + insulin, 0.2 nM T3, 1 uM
adipogenesis 0.038% DMSO + 250 uM AsA | dexamethasone, 0.25 mM IBMX and
1 uM rosiglitazone + 250 uM AsA
21-42 Adipogenic maintenance medium [DH
(hMVEC Culture without DH medium (10% FCS) medium (10% FCS) + 100 nM insulin,
-EGMZ), hMVEC +250 uM AsA 0.2nM T3, 1 uM dexamethasone]
+ 250 uM AsA
(+ ﬁg/lsléC Coculture with | 1:1 DH (10% FCS) : EGM2 (5% | 1:1 Adipogenic maintenance medium
+EGM2) ’ hMVEC FBS) + 250 uM AsA : EGM2 (5% FBS) + 250 uM AsA
(hzl\1/l\;1I§C Cunﬁl\r/fvvé'g]om 1:1 DH (10% FCS) : EGM2 (5% | 1:1 Adipogenic maintenance medium
] . 0,
+EGM2) (control) FBS) + 250 uM AsA : EGM2 (5% FBS) + 250 uM AsA

2.3.4.2 Revealing the endothelial networks formed in presence or absence of
adipocytes

2.3.4.2.1 Analysis of endothelial structures on tissue cryosections

Immunolabelings on thin tissue cross-sections for the cell surface marker CD31 expressed by vascular cells
including endothelial cells [31] clearly revealed that hMVEC reorganized themselves to form tubular structures
when surrounded by ECM (Fig. 2.3, arrows). Importantly, CD31 expression was not detected in tissues that were
not seeded with endothelial cells (Fig. 2.3G). As expected from our culture conditions of expanded cells at
passage 3, no spontaneous differentiation of ASCs into CD31-expressing cells or no remaining AT-derived
endothelial cells were observed. While the total number of CD31-expressing structures remained the same
between connective and adipose tissues (Table 2.2), structures featuring a clearly defined internal lumen (Fig.
2.3C, E arrows) were more numerous for adipose tissues. Namely, the mean percentage of such tubular
structures on these labeled tissue cross-sections was twice higher in presence of adipocytes (Table 2.2). This
analysis was performed acccording to classical observations of multiple sequential cryosections which is time-
consuming and dependent on the sectioning angle. Therefore, the presence of numerous CD31-expressing

structures within hrCT and hrAT was best revealed using confocal microscopy after labelings of whole-mount
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samples (Fig. 2.4A, E). Staining for laminin (Fig. 2.4B, F) revealed the presence of a basement membrane
around adipocytes (Fig. 2.4H, arrow) as well as lining the external surface of capillary-like structures (Fig. 2.4D,

H, arrowheads).
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Figure 2.3. Detection of tubular structures formed by hMVEC within reconstructed tissues. Transversal cryosections
of A-B) connective and C-F) adipose reconstructed tissues seeded with hMVEC after immunolabeling for CD31. Lumen-
like structures (arrows) can be identified more easily on adipose tissue sections. G-H) Adipose tissues not enriched in
hMVEC do not reveal CD31-expressing cells or structures. B, D, F, H are corresponding phase constrast images of A, C,
E, G, respectively. Bar: 100 pm.
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Figure 2.4. Confocal imaging of capillary-like networks within engineered tissues. (A-D) Connective and (E-H)
adipose tissue whole-mount samples were imaged by confocal microscopy after (A, E) CD31 and (B, F) laminin
immunolabelings. C, G represent merging of the labelings. (D, H) Higher magnification images indicating laminin presence
around capillaries (D, H, arrowheads) and adipocytes (H, arrow). Bars: 150 pum except for D, H 50 um.

2.3.4.2.2 Imaging and quantification of the networks using confocal microscopy
This imaging method allowed the evaluation of larger tissue surface areas ensuring a more representative

assessment of the structure distribution in these tissues. The extent of the capillary-like network and its

morphology could easily be visualized and then rendered as 3D images for detailed software analysis. A slight
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difference was noted in the global appearance of the networks created by hMVEC in presence of adipocytes,
with mesh-like regions that were not present among the more « elongated » network seen within the connective
tissue devoid of adipocytes (Fig. 2.4E vs A). Analyses using Imaris software provided more quantitative data.
The total volume occupied by the network was 6.4 + 0.9% for hrCT and 5.2 + 0.3% for hrAT indicating no
significant difference in the total volume of vessels (Fig. 2.5A). Moreover, this percentage was closely related to
human adipose tissue samples for which 6.8 + 1.2% of the total tissue volume consisted of vessels. The total
volume occupied by endothelial structures of the reconstructed tissues was then subdivided into specific ranges
of structure’s volumes as illustrated on Fig. 2.5B. Software parameters allowed to determine individual structure
volumes that could be visualized (highlighted in white) and quantified. Frequency distribution for these volume

intervals was quite similar between connective and adipose tissues for all the intervals (Fig. 2.5C).
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Figure 2.5. Characterization of the endothelial networks. A) Quantification of the tissue volume occupied by CD31-
expressing structures for tissues reconstructed using ASCs from three different donors. B) 3D renderings of confocal images
used for software analysis. Representation of structures present within the specified volume intervals are shown in white.
C) Frequency distribution of the structures according to the specified intervals for hrCT and hrAT (mean of three donors).
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2.3.4.3 Determination of capillary’s mean diameter

Finally, ImageJ analyses of confocal images were used to estimate the average diameter of capillary structures
in presence or absence of adipocytes (Fig. 2.6A). Mean diameters varied depending on the cell population
initially used to produce connective and adipose tissues (Fig. 2.6B). However, after paired analysis of the data
combined from three distinct cell populations, a 1.2x fold non-significant tendency was observed (Fig. 2.6B,
Mean). This is also in accordance with the results obtained after the more traditional cryosection analysis for
which the average diameter was estimated from measurements of the internal lumen cross-sections and tended

to be 28% superior in presence of adipocytes (Table 2.2).
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Figure 2.6. Determination of capillary diameter. A) Representation of measurements performed on 2D renderings of
confocal images. B) Mean capillary diameter of CD31-labeled hrCT and hrAT reconstructed using ASCs from three different
donors. *: p <0.05, ***: p < 0.0001. Bars: A) 100 um ; A’) 50 um.
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2.3.4.4 Influence of the tissue microenvironment: kinetics of bioactive molecule
secretion

The presence of basement membrane components such as laminin (Fig. 2.4B, F) and collagen type IV (not
shown), in addition to fibronectin and structural collagens found in our reconstructed tissues [24], likely provided
essential cues favoring the endothelial network development. In addition, soluble factors secreted by ASCs
and/or adipocytes such as leptin, VEGF, angiopoietin-1 (Ang-1), HGF, and PAI-1 represent known modulators
of angiogenic processes [8]. Their quantification in conditioned media (CM) would likely reflect the local
environment seen by hMVEC during tissue production. Therefore we performed a detailed investigation of the

secretory profiles of these molecules for hrCT and hrAT at major steps of tissue reconstruction in vitro (Fig. 2.7).

Tableau 2.2. Comparison of CD31-labeled structures detected on hrCT and hrAT tissue cryosections

Tissue Total number of Number of tubular Mean % of tubular | . Measured Estlmated mean
CD31+ internal lumen diameter
type CD31+ structures structures )
structures (Mm2) (Mm)
hrCT 79(2.7) 1.7(0.8) 179 (4.2) 180.7 (13.0) 14.0 (0.5)
hrAT 75(2.3) 2.6(0.7) 35.2 (4.6) 304.1 (59.0) 17.9 (2.3)
p=0.0381 p=0.2000 p=0.2508

Data is expressed as mean per field (SEM)

*p<0.05

2.3.4.5 Impact of endothelial cells within the substitutes

First, the presence of hMVEC per se did not impact the secretory profiles of leptin, Ang-1, HGF and PAI-1 from
hrCT (Fig. 2.7A, B, D, E) or hrAT (Fig. 2.7F, G, 1, J), with none to slight modulation of VEGF secretion depending
on the time-point (Fig. 2.7C, H). This was evaluated by comparing tissues enriched in hMVEC with their
reference tissues devoid of h(MVEC but cultured in the same coculture EGM2-containing media at day 30 and
42 of culture (Fig. 2.7). At day 21 (before hMVEC seeding) and 30 of culture, the media is conditioned by cell
sheets while at day 42, it is conditioned by thicker tissues reconstructed by superposition of 3 cell sheets.
Importantly, endothelial cell contribution to tissue functionality was shown by detection of angiopoietin-2 (Ang-
2) secretion. Ang-2 was detected only in hMVEC-enriched conditioned media at levels ranging from 1.16 + 0.08

to 0.31 £ 0.02 pg/ug protein for reconstructed connective and adipose tissues respectively (at day 42, n=3).
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Figure 2.7. Kinetics of adipokine secretion during production of the reconstructed tissues. Adipokine detection in
48h-conditioned media of (A-E) connective and (F-J) adipose tissues enriched or not with hMVEC and in presence or not
of EGM2-containing coculture media. Quantification was performed for important steps of sheet/tissue production namely
at day 21 of culture just before endothelial cell seeding, at day 30 before cell sheet superposition into thicker tissues as well
as for day 42 before the reconstructed tissues were harvested for analysis. Unpaired t tests were performed to evaluate the
effect of each parameter on protein secretion : the presence of hMVEC in the model and the addition of EGM2 medium in
coculture. ****: p < 0.0001, ***: p <0.001, **: p<0.01, *: p < 0.05, N = 2-7 different ASC donors with up to 4 tissues per
condition (connective or adipose tissues).
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2.3.4.6 Impact of adipocytes

The presence of adipocytes likely impacted on tissue microenvironment through their various secretory products
(Fig. 2.7, hrAT vs hrCT). Conditioned media harvested immediately before hMVEC seeding (d21) is indicative
of the local environment seen by these cells on the two types of tissue. Namely, h(MVEC seeded unto adipose
sheets in comparison to connective sheets (ratio hrAT/hrCT, Fig. 2.8A day 21) were generally in presence of
elevated amounts of leptin (15x), Ang-1 (3.4x non-sig), VEGF (2.0x, non-sig) and HGF (1.7x) while PAI-1 was

secreted at similar levels by connective and adipose tissues at this time-point.

2.3.4.7 Impact of coculture media

However, this profile drastically changed upon co-culturing with h(MVEC (Fig. 2.8A, day 30 and 42) showing a
general decrease of the hrAT/hrCT ratio over time for all molecules except PAI-1. Surprisingly, culture using the
endothelial EGM2-media alone, even in absence of hMVEC, resulted in similar decreased detection of leptin in
hrAT as well as decreased Ang-1 detection for hrCT and hrAT, at both time-points investigated (Fig. 2.8B, C and
Figure 2.7B, F, G). Combined with increased levels of VEGF, HGF and PAI-1 in these same conditioned media
(Fig. 2.8B, C and Fig. 2.7C-E, H-J), the resulting microenvironment become rather similar with time, attenuating
the initial differences for these molecules between adipose and connective tissues during capillary-like network

formation.
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Figure 2.8. Impact of EGM2-containing media on secretory profiles. A) Differential expression of leptin, Ang-1, VEGF,
HGF and PAI-1 between reconstructed adipose and connective tissues at important steps of tissue production (ratio
hrAT/hrCT, mean + SEM for tissues from 1-4 different ASC donors). Before h(MVEC seeding (d21), adipose sheets secreted
higher amounts of leptin, Ang-1 and HGF. This was attenuated during the following culture time in EGM2-containing
coculture media. B-C) The impact of EGM2-media alone was further evaluated during a side by side comparison comparing
the secretory profiles of tissues reconstructed using basic growth/adipocyte maintenance media or endothelial EGM2-
containing coculture media. EGM2 coculture media induced important variations at B) day 30 of culture (9 days of EGM2
presence, cell sheets) as well as C) day 42 of culture (21 days of EGM2 presence, reconstructed tissues) (N=1 cell
population, repeated twice with up to 4 tissues per condition). # indicates significance from ratio of 1 (one-sample t test).
For Ang-1, VEGF, HGF et PAI-1: *: p < 0.05, one-way ANOVA followed by Tukey's post-test. For leptin : unpaired t test
was performed between d30 and d42 since N=1 donor (in triplicate) at d21. *** : p = 0.0007.

2.3.5 Discussion

Various strategies have been designed over the years to ensure adequate vascularization of voluminous tissues
upon grafting [30, 32]. Conditions promoting both angiogenesis and adipogenesis in vivo are being investigated
including growth factor stimulation, the use of inductive biomaterials and combinations of diverse modalities [33-

39]. The concept of producing in vitro tissues featuring a preformed capillary network in order to favor
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inosculation once grafted is also developed for a variety of tissue types and engineering models [19, 40-42]. In
particular, microvascularized tissues including skin and bladder have been produced from dermal fibroblasts
and endothelial cells (HUVEC and microvascular) [20, 43, 44] using a cell sheet technology adapted here to
produce adipose substitutes from ASCs. Adipocytes, stromal and endothelial cells are major components of
native adipose tissue. In this study, ASC and hMVEC were extracted, amplified separately in culture and later
combined to produce an in vitro engineered adipose tissue featuring a preformed capillary network. Specific
challenges are associated with hrAT production such as concomitant matrix production, lipid accumulation and
endothelial cell tubule formation. Finding the right coordinated sequence for cell seeding and specialized media
supplementations (adipogenic induction vs h(MVEC media) during tissue production is of utmost importance.
While some model systems first culture HUVECs on the scaffolds and then add mesenchymal cells that have
been predifferentiated or not [45], here we added hMVEC onto cell sheets already rich in matrix components
and/or adipocytes and then produced cohesive thicker tissues through sheet superposition. We noted that the
sequence of adipogenic induction and hMVEC seeding that was conducive both to adipocyte maturation and

tubule formation was obtained when performed at least 3 days apart, respectively.

Some advantages of this tissue-engineered model include that scaffolding elements are of human origin and
therefore ECM components reflect the natural composition of native adipose tissue. Indeed, ASCs stimulated
with ascorbic acid and serum produce a complex ECM including fibronectin and collagens type | and V while
basement membrane components including laminin accumulate upon adipogenic induction [23, 24]. Collagen
type IV have also been shown to be highly expressed around adipocytes in adipose sheets [46]. The rather
efficient formation of capillary-like networks by hMVEC within our reconstructed tissues is likely mediated by the

combination of signals from the ECM, the cells themselves and their soluble secreted products.

The extent of the networks formed in vitro was best visualized by confocal microscopy on whole-mount
specimens which allowed the examination of rather large tissue areas as well as quantitative characterisation of
the endothelial structures. Such three-dimensional imaging provides pertinent informations concerning
morphology and the overall distribution of the networks within the tissues, which cannot be easily achieved
following classical serial labeling of cryosections. Such analysis of hrCT and hrAT tissue samples determined
that their total volume occupied by CD31-expressing structures were similar to the value obtained for native AT
samples. Moreover, during the span of 21 days covered from hMVEC seeding to tissue analysis, endothelial
cells attached, proliferated, migrated and assembled themselves into nascent tubular structures surrounded by
laminin and secreting Ang-2, both for hrCT and hrAT. Ang-2 is stored in endothelial cell Weibel-Palade bodies
and such expression suggests it could act in an autocrine manner to regulate endothelial cell states of

quiescence and responsiveness to stimuli through TIE2 receptor [47].
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Another strength of the experimental design relies on the fact that the same ASCs populations were used, under
similar culture conditions, to produce paired tissues induced or not towards adipogenesis. Numerous
investigations highlight the major contributions of secreted molecules from ASCs as well as adipocytes to their
microenvironment [48, 49]. In particular, it is now well accepted that adipocytes are dynamic contributors to
metabolic regulation via active production of adipokines, cytokines and growth factors [50]. Therefore, we wanted
to ascertain if metabolically-active adipocytes would have an impact on the resulting capillary-like network in
vitro. Considering the different soluble microenvironment as well as the distinct topology of rounded lipid-filled
adipocytes that is seen by the seeded hMVEC during network formation, more significant morphological
differences between hrCT and hrAT networks could have been expected. However, a study that evaluated the
early events occuring after endothelial cell seeding onto adipose sheets showed that if HUVEC first attached to
adipocytes, they then migrated rapidly (between 2h to 5h) to the surrounding stromal cells before developing
into tube-like structures over time [46]. It is therefore possible that in our engineered tissues, the remaining ASCs
that did not differentiate into adipocytes upon induction actively contributed to the network formation as vascular

support cells.

The functionality of the cells within the reconstructed tissues during the culture period is demonstrated by the
sustained production of adipokines and growth factors in vitro. At the time of h(MVEC seeding (day 21 of culture),
there were indeed differential expression levels of leptin, Ang-1 and HGF between hrCT and hrAT. Brieftly, leptin
was strongly detected in media conditioned by hrAT. This adipocyte-derived molecule has been reported to
stimulate migration and proliferation of endothelial cells in vitro, as well as angiogenesis in vivo [51]. Ang-1
mediates its actions through binding to the endothelial cell TIE2 receptor. It has been reported to be chemotactic
for endothelial cells [52] and involved in processes leading to vessel stabilization and maturation [53]. HGF, via
c-Met receptor binding, is an important angiogenic factor for vessels growth and remodeling that stimulates
proliferation and migration of endothelial cells [54]. The important effects of the endothelial EGM2 containing
coculture media on hrCT and hrAT secretomes contributed to mask the potential adipocyte-related differences
in the surrounding microenvironment. The important decrease in leptin secretion we observed in hrAT is in
accordance with the recently reported decrease in leptin gene expression in another adipose engineering system
using EGM2-containing coculture media [55]. Of course, one of the most studied and potent angiogenic factor
is VEGF. The increase in VEGF and HGF we noted in presence of coculture media (Fig. 8) could likely be
attributed to EGF presence in this endothelial media, since EGF has been previoulsy shown to increase VEGF,
HGF and SDF-1 secretion by ASCs [56]. Such an increase in VEGF expression mediated by EGM2 media could
actually be beneficial overall, favoring the development CD31* structures as well as increased PDGF levels in

conditioned media [57].
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While these growth factors and adipokines all have the properties to modulate angiogenic processes, they only
represent selected examples from the tissue secretomes and their potential synergistic/antagonistic effects
should not be underestimated. Also it cannot be excluded that adipocyte presence might have had an effect
during the earlier phases of tissue reconstruction. But importantly, despite these changes in the secreted
microenvironment related to the choice of coculture media, prevascularised hrAT featuring substantial

adipocytes were produced, thereby recreating the adipose tissue context.

2.3.6 Conclusion

In summary, this work indicates that both connective and adipose human substitutes produced by the self-
assembly method of tissue engineering can sustain the development of robust and stable capillary networks in
vitro. These networks were quite similar in presence or absence of adipocytes under the specific culture
conditions used for tissue production. Combined with a detailed characterization through confocal imaging, these
substitutes represent excellent models for studying molecules that are putative angiogenic and/or adipogenic
modulators. The functionality and ease of manipulation of these reconstructed tissues also contribute to their

promising use as substitutes for soft-tissue regeneration.
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Chapitre 3 : Discussion générale
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Plusieurs modéles de tissus adipeux reconstruits par génie tissulaire sont proposés comme alternative a la
greffe de gras autologue en chirurgie de reconstruction. Afin de favoriser une vascularisation rapide de ces
tissus une fois greffés, des cellules endothéliales (microvasculaires et HUVEC) sont ajoutées au modéle pour
induire la formation d'un réseau de capillaires in vitro et accélérer la connexion au réseau de 'héte. Au LOEX,
lutilisation de la méthode d’auto-assemblage permet la reconstruction de tissus par génie tissulaire sans
matériaux exogénes, puisque les cellules sécrétent elles-mémes leur matrice. Ainsi des peaux reconstruites
enrichies de cellules endothéliales (microvasculaires et HUVEC), permettant la formation d’un réseau vasculaire
in vitro, ont été produites a I'aide de cette méthode (Black et al. 1998, Hudon et al. 2003, Rochon et al. 2010).
Notre équipe propose un modéle de tissus conjonctifs (TCR) et adipeux (TAR) reconstruits par génie tissulaire
par la méthode d’auto-assemblage, adaptée pour permettre la différenciation adipocytaire, a partir de cellules
stromales/souches extraites du tissu adipeux (Vermette et al. 2007). Cette population cellulaire adhérant aux
flacons en culture est isolée de la fraction stromale vasculaire de lipoaspirations provenant de donneurs sains.
Nos travaux montrent ici que des cellules endothéliales (microvasculaires dermiques, hMVEC) ajoutées au
modéle permettent également la formation de capillaires in vitro. Ces cellules ont d'ailleurs I'avantage,
contrairement aux HUVEC, de participer activement aux processus angiogéniques dans un contexte
physiologique (Hewett et al. 1993). Les cellules endothéliales optimales a intégrer dans un modele de tissu
adipeux reconstruit seraient celles extraites du tissu d'origine, le gras humain. Il est possible d’extraire les
cellules endothéliales de lipoaspiration (Arts et al. 2001, Hutley et al. 2001, Springhorn 2011), mais I'obtention
d’'une culture pure représente un défi que peu d’équipes ont réussi avec des rendements intéressants pour le
génie tissulaire. Des billes magnétiques recouvertes d'anticorps ciblant CD31 permettent une sélection positive
des cellules endothéliales du tissu homogénéisé, mais la contamination occasionnée par la présence des
cellules stromales est difficile & éliminer. Plusieurs passages en présence des billes magnétiques sont
nécessaires et peuvent entrainer la mort des cellules endothéliales ou un changement de phénotype. Les
hMVEC dermiques, quant a elles, sont relativement faciles & isoler du derme par un traitement & la thermolysine,
et la pureté de la population cellulaire est satisfaisante dés le premier passage. Ces cellules demeurent un bon
compromis entre les HUVEC et les cellules endothéliales de gras humain pour I'étude des processus

angiogéniques dans les tissus reconstruits par notre équipe, tout en offrant la possibilité d’étre autologues.

Les utilisations possibles pour les tissus que nous avons produits sont variées : ils peuvent étre utilisés comme
derme ou hypoderme dans une peau reconstruite (Trottier et al. 2008), former un stroma de substituts vésicaux
(Rousseau et al. 2013) ou encore, agir a titre de pansements pour le traitement de plaies chroniques chez les
patients diabétiques. Le tissu adipeux humain est également reconnu comme un organe endocrine important
(Fain et al. 2004). Notre équipe s'est alors interrogée sur I'effet que pourraient avoir les adipocytes sur le réseau

de capillaires formé in vitro dans les tissus adipeux reconstruits, comparativement a ceux retrouvés dans des
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tissus conjonctifs, qui auraient été produits avec les mémes populations cellulaires non différenciées. Plusieurs
techniques d'histologie et d'imagerie ont été utilisées afin de comparer les deux conditions. Ces mémes
analyses ont été effectuées sur des explants de gras humain pour comparer les réseaux obtenus in vitro a ceux

retrouveés in vivo.

3.1 Influence des adipocytes sur la formation du réseau de
capillaires dans les tissus reconstruits

Des expériences antérieures ont permis d’optimiser les conditions de culture favorables a I'évolution en paralléle
de trois processus cellulaires importants qui ont lieu lors de la production des tissus adipeux, soit la production
de matrice extracellulaire, la différenciation adipocytaire et la prolifération, la migration et le réarrangement des
cellules endothéliales pour la formation des capillaires in vitro. Ainsi, dans le modéle de tissus préconisé dans
cette étude, des cellules endothéliales microvasculaires dermiques ont été ensemencées sur les feuillets
conjonctifs et adipeux lorsque les adipocytes étaient agés de 14 jours, étant donné qu'un ensemencement
précoce entrave le développement des adipocytes ainsi que I'accumulation des lipides dans le tissu. L'analyse

des réseaux vasculaires a été effectuée 21 jours plus tard.

L'étude de coupes histologiques et d'immunomarquages sur des coupes congelées a démontré des différences
entre les réseaux de capillaires retrouvés dans les TAR comparativement aux TCR. On retrouve une présence
accrue de structures comportant un lumen visible dans les TAR, ces structures étant considérées comme
tubulaires. Cependant, cette technique, qui consiste a observer les tissus reconstruits sur un plan en deux
dimensions seulement, ne permet pas de visualiser la complexité des structures formées par les réseaux de
capillaires ou de caractériser une grande surface par tissu. L'angle de coupe de I'échantillon, lorsqu’il n’est pas
parfaitement perpendiculaire, peut également apporter un biais aux mesures effectuées par la suite. L'analyse
des réseaux en trois dimensions sur une plus grande surface de fagon qualitative et quantitative a l'aide de
l'imagerie confocale et de logiciels spécialisés a permis d’apporter un complément important d’informations sur

la comparaison des réseaux dans les deux conditions.

Les techniques d'immunofluorescence et d'acquisition des images en microscopie confocale ont été adaptées
pour permettre de visualiser le réseau de capillaires sur I'épaisseur compléete du tissu reconstruit (63 + 13 um
en moyenne) et du gras natif (108 £ 25 um), et ce, sur une surface de 0,86 mm? par échantillon de tissu analysé
(mosaique de 9 photos totalisant 928,38 um x 928,38 um). Plusieurs échantillons d'un méme tissu ont pu étre
analysés afin de visualiser de maniére représentative le réseau de capillaires. Pour obtenir une résolution

d’image satisfaisante sur une telle épaisseur, les tissus doivent subir différents traitements (incubations dans
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des solutions de blanchiment et d'éclaircissement) qui leur permettent de perdre complétement leur opacité pour
laisser passer adéquatement la lumiere en microscopie (Dent et al. 1989, Dickie et al. 2006, Zucker 2006). Les

réseaux retrouvés dans les TAR et les TCR ont alors été comparés.

L'analyse qualitative de la morphologie des capillaires dans les tissus reconstruits a mis en évidence des
structures plus effilées dans les TCR, alors que I'on retrouve davantage de structures en amas dans les TAR,
ou les capillaires forment des structures dites en « treillis ». Sorrell et al. ont montré dans leur modéle de
coculture en monocouche d’ASC et I’ HUVEC que I'attachement initial des cellules endothéliales était influencé
par le type de matrice avec lequel elles étaient en contact. Puisque ces cellules possedent les intégrines pour
s'attacher au collagéne de type IV et a la laminine, leur distribution dans les quelques heures suivant leur
ensemencement serait influencée par la présence des adipocytes des feuillets cellulaires étant donné que ces
derniers sécrétent ce type de matrice extracellulaire lors du processus de différenciation (Aratani and Kitagawa
1988, Nakajima et al. 2002). Les cellules migraient par la suite sur les cellules stromales environnantes du tissu
(Sorrell et al. 2011). Un immunomarquage dirigé contre le collagéne de type IV met dailleurs en évidence la
proximité de la matrice extracellulaire des tubules formés et celle des adipocytes dans le tissu (Sorrell et al.
2011). Cette situation semble similaire a des conditions physiologiques étant donné la relation étroite
qu’entretiennent les adipocytes du tissu adipeux et le réseau vasculaire (Christiaens and Lijnen 2010, Hausman
G. J. and Richardson 2004). La laminine, composante de la membrane basale entourant les adipocytes dans le
tissu adipeux, a aussi été mise en évidence par immunofluorescence indirecte et est sécrétée par les adipocytes
présents dans les tissus adipeux reconstruits par notre équipe. La méthode d’imagerie utilisée montre bien une
proximité entre les adipocytes et les capillaires formés, mais la visualisation des cellules dans les stades plus
précoces de la formation des capillaires prodiguerait davantage d'informations sur I'effet de la matrice sécrétée
par les adipocytes sur I'attachement initial des cellules. Il serait également intéressant d’observer I'attachement
initial des cellules endothéliales dans les tissus conjonctifs que nous produisons, étant donné que la matrice

offerte aux cellules au moment de 'ensemencement varie entre les deux conditions.

La sécrétion de la laminine par les cellules endothéliales dans les TAR et les TCR indique bien que les cellules
forment une membrane basale et qu’elles sont aptes a produire leur matrice extracellulaire. Durant le processus
d’angiogeneése, la sécrétion de matrice extracellulaire par les cellules endothéliales est une étape terminale de
la formation des nouveaux vaisseaux, ce qui permet leur stabilisation (Risau 1997). Une molécule importante
dans le développement et la stabilisation des capillaires sécrétée par les adipocytes et les cellules stromales,
I'angiopoiétine-1, a été dosée dans les milieux conditionnés par les tissus conjonctifs et adipeux. Elle permet la
stabilisation des capillaires en interagissant avec le récepteur TIE2 des cellules endothéliales (Thurston et al.

2000), mais également en favorisant le contact des cellules endothéliales et des cellules murales (péricytes)
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(Carlson et al. 2001). Les capillaires dans les tissus que nous avons reconstruits ont donc atteint un certain
degré de maturité. Dans un contexte in vivo, le recrutement de péricytes précede la formation de la matrice
extracellulaire autour du vaisseau nouvellement formé pour le stabiliser (Adams and Alitalo 2007). Il serait donc
intéressant de vérifier si de telles cellules se retrouvent dans les tissus reconstruits in vitro par auto-assemblage
adapté. Comme abordé précédemment, des études ont démontré que des populations de CSTA partagent
certaines caractéristiques fonctionnelles et phénotypiques avec les péricytes in vivo dans le tissu adipeux (Tang
et al. 2008, Traktuev et al. 2008). Comme les péricytes expriment également le marqueur CD31, ce qui les
confond avec les cellules endothéliales des capillaires, il existe d’autres molécules qu'il serait possible de cibler
en immunofluorescence pour les distinguer, telles que le récepteur au PDGF (PDGFR), que ces cellules
expriment en grande quantité ainsi que le NG2 [revu dans (Geevarghese and Herman 2014)]. Les marquages
multiples, la colocalisation de plusieurs marqueurs ciblés et la position des cellules sur les vaisseaux pourraient
fournir des indices quant & la présence de péricytes dans les tissus. De plus, la mise en évidence des jonctions
cellulaires par une immunofluorescence dirigée contre de ZO-1 (zona occludens-1), une protéine composant les
jonctions serrées entre les cellules, permettrait également de visualiser I'étanchéité et la structure des cellules
endothéliales composant les capillaires. Cependant, le dosage d’angiopoiétine-2 dans les milieux conditionnés
au cours de la production des tissus témoigne de la fonctionnalité des cellules endothéliales formant les

capillaires dans le modéle utilisé dans notre étude.

L'analyse quantitative des réseaux vasculaires formés in vitro a pu étre effectuée de fagon détaillée grace au
logiciel Imaris (Bitplane), qui permet la reconstruction virtuelle de l'image tridimensionnelle obtenue par
microscopie confocale, ce qui est impossible de reproduire a I'aide des méthodes traditionnelles sur coupes
congelées. Le logiciel quantifie le volume de chacune des structures détectées en fonction du signal obtenu par
immunofluorescence. Un signal positif continu est considéré comme une structure capillaire, qui peut alors
représenter un capillaire isolé ou bien un groupement complexe et ramifié. Le volume total de structures
capillaires a été quantifié a I'aide du logiciel dans les TAR et les TCR, produits a partir de trois populations
cellulaires différentes, et normalisé en fonction du volume total de I'échantillon de tissu analysé. Ainsi, pour deux
populations étudiées, il semble y avoir un volume supérieur (30%) de capillaires dans les TCR que les TAR,
mais cette différence n'est pas retrouvée pour l'une des trois populations (Population 1). Lorsque la moyenne
regroupant les trois populations est effectuée, 'analyse pairée des volumes totaux de capillaires ne démontre
pas de différence significative entre les deux conditions (TAR et TCR). Pour investiguer davantage ce que
représente le volume total de capillaires, les volumes associés a chacune des structures dans les tissus ont été
distribués selon plusieurs intervalles de volumes représentant des degrés de complexité morphologique
différents. Ainsi la distribution des volumes de structures composant les réseaux de capillaires retrouvés dans

les deux types de tissus selon les intervalles déterminés a permis de mettre en évidence des patrons similaires
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entre les TAR etles TCR. Les TCR sembleraient cependant favoriser les structures plus complexes, étant donné
que I'on observe une tendance (p = 0,06) selon laquelle davantage de structures dont le volume est supérieur
a 250 000 um? sont quantifiées dans les TCR. La quantification des structures en fonction du volume de tissu
(mm?3) a également été effectuée (Kim Aubin, résultats non publiés). On retrouverait une tendance selon laquelle
les TAR contiendraient un nombre plus élevé de structures par mm3. Etant donné que les TCR possédent un
volume total de capillaires (%) légérement plus élevé par tissu pour deux des trois populations observées, cela
pourrait indiquer que les TAR promeuvent la formation de davantage de structures dont le volume est moins
important, tandis que les TCR permettent la formation de structures plus complexes ayant un volume supérieur,
mais qui s’y trouvent en moins grande quantité. La quantification du nombre total de structures par mm? montre
également que I'on en retrouve 3,1 fois plus dans les TAR que le tissu adipeux natif (Kim Aubin, résultats non
publiés). En effet, les échantillons de tissu adipeux natif, issus d’explants de lipoaspirations et de lipectomies
abdominales sous-cutanées, sont constitués d’un réseau de capillaires trés complexe et ramifié et de quelques
structures isolées seulement, diminuant ainsi le nombre de structures quantifiées dans le tissu. Le volume total
occupé par le réseau de capillaires (%) ne varie pas significativement entre les tissus adipeux reconstruits (5.2
1 0.3 %) et le tissu adipeux natif (6.8 + 1.2 %), démontrant que la quantité de capillaires dans nos tissus est
physiologique, mais que l'organisation des capillaires dans les deux conditions differe. La présence des
adipocytes dans les TAR ne semble donc pas favoriser ou, au contraire, nuire au développement du réseau de
capillaire in vitro en termes de volume occupé par le réseau dans le tissu et de distribution des structures qui le

composent.

Les diamétres moyens des capillaires ont également été mesurés et comparés entre les deux types de tissus
(TAR et TCR). Les TAR semblent favoriser la formation de capillaires aux diamétres plus élevés, bien que
I'analyse des résultats moyens ne montre pas de différence significative entre les deux conditions. Cette
observation s'avére cependant significative pour deux des trois populations étudiées. Fait intéressant, la
population cellulaire pour laquelle on ne retrouve pas de différence entre les TAR et les TCR au niveau du
diamétre moyen des capillaires est la méme dont le volume total de capillaire est équivalent entre les deux types
de tissus (Population 1). Cette population est dailleurs celle dont I'indice de masse corporelle (IMC) du donneur
est le plus faible (21,5) et I'age le plus élevé (44 ans) comparativement & un IMC de 25,0 et de 25,6 et un &ge
de 40 et 36 ans pour les populations 2 et 3 respectivement. Un lien a été démontré entre I'augmentation de
I'IMC du donneur et la diminution de la capacité de différenciation des préadipocytes humains in vitro, mais cette
caractéristique ne semblait pas étre modulée en fonction de I'age du donneur dans cette étude (van Harmelen
etal. 2003). Schripper et al. ont par contre montré que les cellules extraites de tissu provenant de donneurs plus
jeunes semblaient avoir un meilleur taux de prolifération et de différenciation in vitro (Schipper et al. 2008). Cette

équipe a également montré que le site de prélévement peut avoir une influence : le tissu adipeux sous-cutané
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provenant des bras et des cuisses conservaient un meilleur potentiel de différenciation adipocytaire in vitro
(Schipper et al. 2008). Les sites de prélévement du tissu adipeux dont sont extraites les trois populations
cellulaires utilisées pour la reconstruction de nos tissus dans cette étude se situent au niveau de 'abdomen ou

des cuisses.

Puisque les tissus sont reconstruits a partir de populations cellulaires primaires provenant de différents
donneurs, il estimportant d’avoir un échantillonnage varié pour confirmer que la variation du parameétre observé
n'est pas attribuable a une seule population cellulaire utilisée. Ainsi, outre 'age et I''MC des donneurs, d’autres
paramétres peuvent varier entre les populations, dont la sécrétion des différentes protéines composant la
matrice extracellulaire par les cellules dans le modéle. Ce facteur pourrait influencer la formation des capillaires
in vitro. Sorrell et al. ont dailleurs observé que la capacité des fibroblastes dermiques a supporter I'angiogenése
in vitro dépendait grandement de la zone du derme de laquelle ils provenaient. En présence de fibroblastes de
papilles dermiques (fibroblastes permissifs), les HUVEC ajoutées au modéle de coculture s'alignaient et
formaient un réseau réticulé de capillaires, alors que les cellules ensemencées en présence de fibroblastes
extraits du derme réticulaire (fibroblastes non permissifs) formaient moins de tubules et d’'embranchements
(Sorrell et al. 2008). Bien que les deux populations de fibroblastes sécrétent toutes deux des facteurs pro-
angiogéniques (VEGF-A et FGF-2 et HGF), la matrice extracellulaire produite par les cellules et les molécules
qui y sont liées sembleraient responsables des différences observées entre les deux populations (Sorrell et al.
2008). Dans notre étude, le profil de sécrétion de molécules pro-angiogéniques de la Population 1 est similaire
a celui de la Population 2. Nous observons cependant des différences significatives au niveau du volume de
capillaires entre les TAR et les TCR pour la Population 2, mais pas pour la Population 1. Il serait donc intéressant
de caractériser et comparer davantage la matrice extracellulaire composant les tissus produits a partir des
différentes populations cellulaires afin de déterminer si des différences ne pourraient pas expliquer le

comportement variable des cellules endothéliales en présence de la Population 1 dans les TAR et les TCR.

Le diametre des capillaires des TAR a également été comparé a ceux retrouvés dans le tissu adipeux humain.
Le diamétre moyen des capillaires retrouvés dans les TAR est de 3,6 fois supérieur & ceux retrouvés dans le
gras humain (22 um vs 6 um). Il faut cependant prendre en considération que le contexte in vitro ne procure
pas tous les stimuli nécessaires a la réorganisation des capillaires comme dans le tissu natif. Les diamétres
sont toutefois semblables a ceux des capillaires formés par des cellules microvasculaires dermiques dans des
dermes reconstruits par auto-assemblage, sans la présence des kératinocytes, dont les diamétres estimés
varient entre 8 um (ou 50 um2, environ 50% des capillaires) et 16 um (ou 200 um2, environ 40% des capillaires)
aprés 21 jours de culture en interface air-liquide (Rochon 2010). Cette technique consiste & cultiver un tissu de

maniéere a ce que son cbté supérieur soit en contact avec 'air mais que sa base soit en contact avec le milieu
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de culture afin d’étre nourri convenablement. Cette étape est nécessaire a la différenciation adéquate de
I'épiderme lorsque des kératinocytes sont ajoutés au modéle de peau reconstruite. Les diamétres de ces
capillaires formés in vitro ont été estimés a partir des résultats de I'article présentant I'aire des tubules (um?)
mesurés sur des coupes congelées. Les diamétres de structures tubulaires présentes dans des tissus adipeux
et conjonctifs reconstruits par notre équipe ont également été mesurés de cette maniére et les résultats sont

similaires a ceux obtenus a I'aide de l'imagerie confocale.

Bien que quelques différences aient été observées au niveau de la morphologie des capillaires composant les
TAR et les TCR, le volume, la distribution de ces demiers ainsi que leurs diamétres moyens sont relativement
comparables a ce stade de la production des tissus. La présence des adipocytes ne semble donc pas affecter
la formation de capillaires dans les tissus adipeux lorsque les deux conditions sont comparées. Le tissu adipeux
humain est reconnu comme étant un producteur important de plusieurs facteurs pro-angiogéniques, tels que la
leptine, 'Ang-1, le VEGF, le HGF et le PAI-1 (Hausman G. J. and Richardson 2004). Ces molécules agissent
également de maniere synergique pour promouvoir 'angiogenése. Par exemple, la leptine, molécule sécrétée
en grande quantité par les tissus adipeux reconstruits, agit de concert avec le VEGF et le FGF-2 in vivo pour
favoriser la croissance des vaisseaux dans un modéle de cornée chez la souris (Cao R. et al. 2001). L’Ang-2,
en présence de VEGF, est également capable de promouvoir 'angiogenése in vivo, par 'augmentation du
diamétre des capillaires, le remodelage de la matrice, la prolifération et la migration des cellules endothéliales
et favorise le bourgeonnement de nouveaux vaisseaux chez la souris (cornée) (Lobov et al. 2002). Etant donné
que des quantités plus importantes de ces molécules sont dosées au moment de I'ajout des cellules
endothéliales dans les tissus adipeux reconstruits, des différences davantage marquées entre les réseaux
étaient attendues. Il faut cependant prendre en considération que les réseaux de capillaires étaient observés et
analysés au moment de la récolte des tissus, a 42 jours de culture. L’observation du réseau lors de sa formation,
a différents temps de culture plus précoces, aurait sans doute permis de mettre en relief des différences qui
sont moins visibles une fois le réseau formé et a un stade de maturité plus avancé, comme c'est le cas au
moment des biopsies terminales. Les profils de sécrétion de molécules angiogéniques par les tissus ont donc
été analysés et comparés a différents temps de culture. Les milieux conditionnés ont été prélevés a des étapes
critiques dans la production des tissus, soit avant 'ensemencement des cellules endothéliales sur les feuillets

cellulaires, lors de I'empilement des feuillets et avant de récolter les tissus aux fins d’analyses.
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3.2 Comparaison des profils de sécrétion de molécules ayant des
effets pro-angiogéniques

La quantification de cing molécules discutées précédemment (leptine, angiopoiétine-1, VEGF, HGF et PAI-1)
ayant un role important dans I'angiogenése du tissu adipeux a été effectuée afin de comparer les profils de
sécrétion des TAR a ceux des TCR, produits avec les mémes populations cellulaires qui n’ont pas été induites
a se différencier. L'impact potentiel que pourrait avoir I'ajout des cellules endothéliales dans le modele sur les
profils de sécrétion des tissus conjonctifs et adipeux a aussi été évalué en comparant ces derniers avec des
tissus qui ont été produits sans I'ajout de cellules endothéliales, mais qui ont été cultivés dans les mémes
conditions optimisées pour la coculture des cellules stromales ou adipeuses et endothéliales. L'effet de
['utilisation de ce milieu a également été évalué en les comparant a des milieux conditionnés par des tissus
cultivés sans cellules endothéliales dans des conditions standards, c’est-a-dire dans des milieux adaptés pour

la production des tissus conjonctifs et adipeux.

Tout d’abord, la présence des cellules endothéliales ne semble pas influencer le profil de sécrétion des tissus
aux différents temps d’analyse pour la majorité des molécules analysées (Leptine, Ang-1, HGF et PAI-1),
puisqu’'on ne retrouve pas de différences significatives entre la sécrétion de ces molécules par des tissus
adipeux et conjonctifs enrichis ou non en cellules endothéliales et cultivés dans les mémes conditions. La
présence des cellules endothéliales dans le modéle ne semblent pas non plus influencer le profil sécrétoire des
cellules, qu'elles soient sous forme de feuillets seuls (a jour 21 et 30 de culture) ou empilés pour former un tissu
(@ jour 42 de culture). Une seule différence peut étre observée a 30 jours de culture, soit avant d’empiler les
feuillets cellulaires, pour la sécrétion de VEGF des tissus conjonctifs (Figure 2.7C). Comme ce phénomene est
retrouvé a un seul temps d'analyse, et pour une seule molécule, la différence observée pourrait étre due a la
variabilité entre les populations cellulaires utilisées pour produire les différents tissus. En effet, pour I'étude de
ces paramétres, il na pas été possible de retrouver les mémes populations cellulaires a tous les temps d’analyse
et ce, pour chacune des conditions observées, ce qui peutinduire une certaine variabilité. Cependant, cet impact
de la variabilité inter-population a été minimisé par l'utilisation d’'un grand nombre de populations cellulaires

différentes pour la comparaison aux conditions standards (N=7).

II'semble y avoir un impact récurrent sur la sécrétion lors de I'ajout de milieu EGM2 en culture, une fois que les
cellules endothéliales sont ajoutées au modele. On remarque un effet sur le profil de sécrétion des TAR et des
TCR deés neuf jours en présence de milieu EGM2 (a 30 jours de culture), qui est accentué lors de la récolte des
tissus, & 42 jours de culture. Ainsi, on observe une diminution de la sécrétion de leptine par les tissus adipeux

reconstruits, et la sécrétion de I'angiopoiétine-1 par les deux types de tissus. Par contre, une augmentation de
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la sécrétion des facteurs de croissance VEGF et le HGF de méme que de PAI-1 est visible pour chacun des
deux types de tissus. Les profils de sécrétion entre les deux conditions ont alors été comparés et exprimés sous
forme de ratios et il est alors possible de constater que I'on retrouve une quantité plus importante de facteurs
angiogéniques (leptine, Ang-1 et HGF) dans les milieux conditionnés par les tissus adipeux au moment de I'ajout
des cellules endothéliales, mais que les ratios se ressemblent de plus en plus au fil du temps passé en culture.
L’environnement dans lequel évoluent les cellules endothéliales est davantage favorable aux processus
angiogéniques dans les TAR au moment de 'ensemencement des cellules, mais la quantité de facteurs solubles
ayant la capacité de moduler la formation de capillaires in vitro est similaire dans les deux types de tissus au
moment de I'analyse des réseaux, a 42 jours de culture. Ces observations pourraient expliquer, en partie, la
grande similarité observée entre les réseaux de capillaires formés dans les deux types de tissus. Par contre,
seulement cing molécules au potentiel angiogénique ont été analysées lors de cette étude alors que le tissu
adipeux sécrete un vaste éventail de molécules bioactives qui pourraient jouer un réle dans les processus
investigués. Par exemple, le bFGF et le PDGF sont deux autres molécules précédemment mentionnées qui
semblent jouer un réle important dans I'angiogenése du tissu adipeux (Gehmert et al. 2011, Pallua et al. 2014).
La synergie entre les différentes molécules peut également jouer un role, et les concentrations de chacune
d'elles peuvent influencer les effets observés. L'Ang-2, par exemple, peut stimuler la régression du réseau de
capillaires en présence d'une faible concentration de VEGF, alors que ses effets sont bénéfiques sur
I'angiogenése lorsque le VEGF est présent en grande quantité (Lobov et al. 2002). L’angiogenése in vitro est

un processus complexe auquel plusieurs parameétres sont reliés.

Ensuite, la molécule bioactive sécrétée principalement par les tissus adipeux, la leptine, est grandement
diminuée lors de la culture en présence du milieu EGM2. Yao, Du et al. ont montré que I'utilisation du milieu 1 :1
milieu de différenciation (DMEM avec IBMX, dexaméthasone et insuline) : M200 (milieu de prolifération pour
HUVEC) affectait également la production de leptine au niveau génique (80% de la production initiale aprés
deux jours de coculture et 70% apres 5 jours) par les adipocytes de leur modéle (Yao, Du et al 2013). lIs notaient
également la présence de dédifférenciation dans leurs cultures en monocouche, mais concluent tout de méme
que ce milieu est optimal pour favoriser les deux types de cellules en coculture. Il faut néanmoins préciser que
malgré la diminution de leptine quantifiée dans les milieux conditionnés du modele proposé par notre équipe,
I'observation qualitative des coupes histologiques montre une présence appréciable d'adipocytes dans les tissus
enrichis ou non de cellules endothéliales au moment de I'analyse des tissus, soit aprés 21 jours en présence du
milieu EGM2. La quantité de leptine dosée & ce méme moment est cependant 5 fois moins importante dans les
TAR non enrichis de cellules endothéliales, mais cultivés en présence de milieu EGM2, que les TAR cultivés
dans des conditions dites standards. Cette différence n’est toutefois pas significative, étant donné la variabilité

qui existe entre les différentes populations cellulaires utilisées pour la production des tissus. Une quantification
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comparative des lipides par Qil Red O dans des tissus cultivés en présence et en absence de milieu EGM2 ou
un compte des adipocytes sur des coupes histologiques pourraient apporter des informations complémentaires

aux informations prodiguées par les dosages protéiques.

Ensuite, les quantités d’Ang-1 dosées pour les deux types de tissus au moment de la biopsie terminale sont
moindres lorsque les tissus ont été cultivés en présence de milieu EGM2, la différence étant significative pour
les TAR. Il serait intéressant de vérifier que la stabilité des vaisseaux formés in vitro n'est pas affectée par ce
changement dans le profil de sécrétion. Dans un modéle de différenciation ostéogénique impliquant la coculture
en monocouche de MSC et de OEC (outgrowth epithelial cells), une sous-population des précurseurs de cellules
endothéliales en circulation possédant des caractéristiques des cellules endothéliales, une équipe a montré que
Iutilisation du milieu EGM2 favorisait le recrutement de péricytes et la stabilisation des capillaires par une
augmentation de la sécrétion de PDGF (Kolbe et al. 2011). Ces cellules murales (péricytes) étaient mises en
évidence par une immunofluorescence indirecte dirigée contre 'a-actine du muscle lisse et du facteur de von
Willbrand, permettant de localiser ces cellules autour des structures capillaires de leur modéle (Kolbe et al.
2011). L'observation des jonctions serrées et des cellules murales assurant la stabilité des capillaires in vitro

serait encore une fois un paramétre intéressant a considérer pour valider leur aspect structural dans nos tissus.

De plus, on observe une augmentation dans la sécrétion de facteurs de croissance (VEGF et HGF) lors des
étapes de coculture. Une équipe a d’ailleurs montré que I'ajout du facteur de croissance EGF, que I'on retrouve
dans le milieu EGM2, mais dont la concentration est non divulguée, augmente la sécrétion de VEGF et de HGF
par les CSTA en culture en monocouche (Li et al. 2013). L'effet est dailleurs visible dés 1 mg/ml et maximal &
15 mg/ml (Li et al. 2013). Cette variation dans la sécrétion peut représenter un avantage car ces protéines sont
des joueurs clés dans les processus angiogéniques in vitro : ils assurent la survie, la prolifération et la migration
des cellules endothéliales (Cai et al. 2007, Ferrara et al. 2003). Kolbe et al. ont également montré dans leur
modele que l'utilisation du milieu EGM2 favorisait la formation de structures CD31* ainsi qu’une plus grande

quantité de VEGF et de PDGF dosée dans leurs milieux conditionnés (Kolbe et al. 2011).

Le milieu employé pour la coculture semble également favoriser la sécrétion de PAI-1 par les tissus conjonctifs
et adipeux. Il se peut que I'augmentation de cette molécule dans les tissus reconstruits procure des effets
bénéfiques sur I'angiogenése in vitro. En effet, une étape importante de I'angiogenése est la dégradation de la
matrice extracellulaire pour permettre la migration des cellules endothéliales (Risau 1997). Ainsi, une étude a
démontré dans un modéle de coculture tridimensionnel contenant des CSTA et des HUVEC que le systéme
protéolytique de la plasmine (dans lequel PAI-1 joue un réle) est grandement impliqué dans la dégradation de

la MEC et la migration des cellules endothéliales (Kachgal 2011).
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L'effet du milieu 1 :1 milieu DH et milieu EGM2 utilisé pour la coculture avec les cellules endothéliales a été
confirmé par la comparaison du profil sécrétoire de tissus produits a partir d'une méme population, sans cellules
endothéliales, cultivés en conditions standards ou en présence de milieu EGM2. L'utilisation d’'une seule
population cellulaire a permis d’observer les mémes tendances sur la modulation de la sécrétion des facteurs

angiogéniques analysés en éliminant le biais relatif aux variations inter-populations cellulaires.

Le paramétre modulateur de I'angiogenése principalement investigué dans cette étude demeure la sécrétion de
facteurs pro-angiogéniques par les différents types cellulaires présents dans nos tissus reconstruits, bien que
d’autres facteurs aient le potentiel d’agir sur les processus angiogéniques in vitro, dont la matrice extracellulaire
et la topologie du tapis cellulaire offerte aux cellules endothéliales. Le protocole de reconstruction de tissus
conjonctifs et adipeux actuellement utilisé est adapté et optimisé pour la production de tissus destinés a étre
utilisés comme agent de comblement en chirurgie de reconstruction. Ainsi, dans le but de confirmer notre
hypothese, l'impact des adipocytes sur la formation des capillaires in vitro pourrait étre mis en évidence par
['utilisation d’'un modéle d'étude simplifié, ou des milieux conditionnés par les TAR et les TCR seraient mis en
contact avec des hMVEC dans un gel de fibrine. Il serait alors possible de comparer l'effet des molécules
sécrétées par les divers types de tissus sur la formation de capillaires. Notre étude actuelle démontre de fagon
convaincante la capacité des tissus adipeux reconstruits par la méthode d’auto-assemblage adaptée a supporter
la formation de capillaires in vitro, dont notre équipe a montré la fonctionnalité lors de greffes chez la souris

athymique (Maryse Proulx, résultats non publiés).

3.3 Comparaison avec d’autres modeles

D’autres équipes ont proposé des modeles de tissus adipeux reconstruits enrichis de cellules endothéliales
agissant a titre de tissu de remplacement pour le comblement de zones atrophiées résultat de divers
traumatismes (brilure, résection de tumeurs), dont plusieurs ont été présentés dans le Tableau 1.3. La
vascularisation rapide du tissu implanté est un élément déterminant pour la survie du greffon, et ce paramétre
prend de 'importance plus I'épaisseur et le volume du tissu augmente. L'utilisation d'un réseau préformé de
capillaires dans le tissu greffé ou encore I'incorporation de facteurs de croissance dans la matrice sont deux
méthodes possibles pour favoriser 'angiogenése au site d’implantation. Le tissu adipeux reconstruit peut se
présenter sous deux aspects : sous forme liquide que I'on peut injecter ou sous forme prédéterminée, solide,
que I'on peut implanter [revus dans (Flynn L. and Woodhouse 2008, Young and Christman 2012)]. Plusieurs
types de matrices sont disponibles, qu'il est possible d’enrichir ou non de cellules et de facteurs de croissance.
Lu et al. ont injecté, en sous-cutané chez la souris C57BlI/6J, 500 uL d’'une matrice constituée de tissu adipeux

humain décellularisé contenant de I'héparine enrichie de bFGF, sans ajout de cellules (Lu, Li et al. 2014). Il
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semble que ce mélange favorise 'adipogenése et I'angiogenése au site d’implantation dés trois semaines
suivant l'injection (Lu, Li et al. 2014). Bien que ces résultats semblent prometteurs et que ce modéele offre la
possibilité d’étre autologue, l'injection d’'une matrice sous forme liquide cible souvent les interventions au niveau
du visage ou nécessitant de petits volumes (Buck et al. 2009). De plus, I'étude montre un relargage controlé du
bFGF contenu dans leur matrice lors de tests effectués in vitro. Par contre, il est possible que le taux de
dégradation de la matrice différe in vivo et que la grande quantité de facteurs de croissance ainsi libérée entraine
la progression anarchique de vaisseaux sanguins ou favorise un phénotype de type cancéreux chez les cellules
avoisinantes. La durée de I'étude (6 semaines) ne permet peut-étre pas de visualiser ces effets. La présence
d’héparine dans la matrice semble cependant ralentir I'activité des protéases in vivo (Lu et al. 2014). Yao et al.
ont proposé récemment un modéle de tissu adipeux composé de microsphéres de collagene et d’alginate enrichi
de CSTA et de HUVEC (Yao, Zhang et al, 2013). lls ont injecté en sous-cutané chez la souris un volume de
300-400 L, contenant environ 12 500 microspheres, et il semble que le volume injecté se maintienne au cours
du temps (12 semaines) et favorise le développement d’adipocytes au site d'implantation (Yao et al. 2013).
Cependant, ce modéle contient des composantes matricielles exogénes (collagéne de type 1 provenant de
queue de rat) pouvant entrainer des réactions inflammatoires (Anderson J. M. et al. 2008) et conviendrait
difficilement pour le comblement de défauts dont la taille est importante étant donné la grande quantité de
microspheres que cela nécessiterait. I a également été montré que les matrices a base de collagéne se
résorbent rapidement in vivo (dans les six mois suivant I'injection) nécessitant donc des interventions répétées

pour obtenir un résultat satisfaisant (Young et al. 2014).

D'autres modéles proposés ressemblent davantage aux tissus adipeux reconstruits par auto-assemblage
proposés par notre équipe. Ainsi, Traktuev et al. proposent un tissu composé de matrice de collagene et de
fibronectine enrichi de CSTA et de EPC (précurseurs de cellules endothéliales) (Traktuev et al. 2009). Les
cellules stromales et les cellules endothéliales sont ensemencées dans le gel et ce dernier est implanté chez la
souris une fois la polymérisation du gel terminée. Un tel protocole propose certes un tissu préparé dans de brefs
délais, mais la manipulation de ce dernier est plus délicate et le protocole expérimental, tel que proposé, ne
permet pas la différenciation des cellules in vitro pour I'obtention d’un tissu adipeux. L'observation de leurs tissus
aprés 14 jours d'implantation montre tout de méme une revascularisation, qui serait d'ailleurs favorisée par la
présence des EPC dans le modéle. Cependant, des inconvénients reliés a l'utilisation de la matrice de collagéne
demeurent : une équipe a rapporté la formation d'une capsule fibreuse entourant l'implant ainsi qu'une
diminution importante du volume du tissu une fois greffé (von Heimburg et al. 2001a), ce qui est également
observé lors de ['utilisation du collagene sous forme injecté (Orbay et al. 2011). Par contre, I'utilisation d’'une
matrice physiologique composée principalement de collagéne, mais également d’autres protéines matricielles,

comme 'ADM (matrice acellulaire de derme ou acellular dermal matrix) provenant de rat, semble favoriser la
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rétention du volume du greffon aprés 8 semaines d'implantation chez la souris, lorsque comparé au gel de
collagéne injecté (Orbay et al. 2011). La présence des CSTA dans la matrice d’ADM est également bénéfique
pour la rétention du volume in vivo (Orbay et al. 2011). Cette étude présente un contexte se rapprochant des
tissus reconstruits par notre équipe. Bellas et al. proposent un modéle de tissu adipeux reconstruit comportant
des CSTA différenciées en adipocytes et des cellules endothéliales microvasculaires primaires humaines dans
une matrice de soie (Bellas et al. 2013a). Cette équipe a démontré que leurs tissus adipeux reconstruits, dont
le volume initial est de 200 mm3 (dimensions de 8 mm de diamétre x 4 mm de hauteur), maintenaient leurs
volumes en culture statique et dynamique sur une période de six mois. Ce modéle incorpore des cellules qui
ont la possibilité d'étre autologues. Bien que la matrice de soie ait I'avantage de se dégrader lentement in vivo
(Wang B. et al. 2008), et posséde des propriétés mécaniques intéressantes (Altman G. H. et al. 2003), les
coupes transversales de tissus colorées a I'huile rouge ne démontrent pas de fagon convaincante la persistance
des adipocytes dans le modéle aprés 1 mois et 6 mois passés en culture (Bellas et al. 2013a). Ce modéle est
présenté par les auteurs comme étant un outil intéressant de I'étude in vitro de processus adipogéniques. Le
comportement in vivo de ce modéle n’a pas encore été démontré, bien gu’'un modéle de tissu adipeux reconstruit
semblable, enrichi de CSTA différenciées en adipocytes, mais sans cellules endothéliales, ait été implanté chez
le rat pour une durée maximale de 18 mois (Bellas et al. 2013b). Dans ce cas, la présence des cellules ne
semble pas influencer de maniére significative la rétention de volume du tissu a long terme, lorsque comparé a
la matrice non enrichie de cellules (Bellas et al. 2013b). Le tissu semble vascularisé par 'hote 6 mois suivant la
greffe, bien que trés peu d’'adipocytes soient mis en évidence par la coloration ORO aprés 3 et 6 mois
d’implantation (Bellas et al. 2013b). Enfin, Sorrell et al. présentent un modéle de tissu adipeux reconstruit par
auto-assemblage enrichi de cellules endothéliales (HUVEC) comportant plusieurs populations cellulaires
supportant le développement du réseau vasculaire in vitro (fibroblastes dermiques et MSCs de la moelle
osseuse) (Sorrell et al. 2011). Les feuillets cellulaires semblent effectivement favoriser la formation d’'un réseau
de capillaires complexe et ramifié in vitro, mais dans le cas d’applications cliniques potentielles, I'obtention de
MSCs autologues comporte une opération relativement risquée et & morbidité élevée pour le patient et
['utilisation ’HUVEC autologues est également difficile. Les autres populations cellulaires de ce modele ont tout
de méme la possibilité d'étre de source autologue (CSTA et fibroblastes dermiques). Par contre, le temps de
production est relativement long (50 jours) et les feuillets empilés pour former les tissus présentent une
contraction importante : le diamétre initial est de 35 mm et les feuillets atteignent un diametre d’environ 5 mm
(diminution de 86%) lorsqu’ils sont superposés, apres avoir été laissés contracter une fois levés du puits de
culture (Sorrell et al. 2011). Les tissus conjonctifs et adipeux enrichis de cellules endothéliales produits par notre
équipe ont un diametre initial de 21 mm (& l'intérieur de 'anneau d’ancrage en papier filtre) et contractent en

moyenne de 40 & 50 % une fois détachés de I'ancrage (Julie Fradette, résultats non publiés). Différentes
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méthodes ont d'ailleurs été élaborées pour augmenter la taille et I'épaisseur des tissus produits (volume initial

moyen avant greffe de 160 + 34 mm?3) (Maryse Proulx, résultats non publiés).

Les tissus conjonctifs et adipeux humains que nous proposons ont 'avantage de n’étre constitués d’aucun
biomatériau exogéne, contrairement a certains modéles proposés qui intégrent des matrices de collagéne ou
de fibrine, puisque les cellules sécrétent leur propre matrice extracellulaire. Les risques de rejet reliés a
['utilisation de protéines matricielles exogénes (collagéne bovin ou de rat) sont grandement diminués. La matrice
extracellulaire des tissus reconstruits est complexe et représentative du tissu adipeux humain puisqu’elle est
sécrétée par les cellules mémes du tissu. De plus, les cellules utilisées dans ce modéle ont la possibilité d'étre
complétement autologues (CSTA et hMVEC), et les interventions nécessaires pour leur obtention sont
minimalement invasives et comportent peu de risques pour le donneur. Le temps de production de ces tissus
est de 42 jours, excluant le temps nécessaire a I'expansion des cellules. Bien que cette période de temps puisse
sembler longue, elle demeure toutefois compétitive face a d’'autres modéles également produits par auto-
assemblage (Sorrell et al. 2011). Il est également important de mentionner que le temps de culture pour la
production de tissus en conditions standards peut étre réduit a 35 jours sans avoir d’effets négatifs sur la
cohésion entre les feuillets cellulaires. En effet, les feuillets sont superposés a 28 jours de culture au lieu de 30
et sont laissés en culture une semaine supplémentaire pour permettre une bonne cohésion entre les feuillets.
Des travaux précédents de notre équipe ont également démontré que la culture en condition dynamique sur des
plateformes agitatrices permet la production de feuillets cellulaires plus épais ainsi que la réduction du temps
de production de deux semaines (Fortier et al. 2013). Comme il est possible d’ensemencer les cellules
endothéliales dés 7 jours suivant la différenciation adipogénique sans nuire au développement des adipocytes,
il serait sans doute possible de modifier certains paramétres de production des tissus afin d’en optimiser le
temps de production. De plus, étant donné la modulation des profils de sécrétion occasionnée lors de I'ajout du
milieu de coculture, il est possible que I'observation de réseaux dans des tissus reconstruits enrichis de cellules
endothéliales plus tét dans le processus de culture permette de mieux visualiser I'impact des adipocytes dans
notre modéle. Enfin, tel qu’abordé précédemment, une prochaine étape pour perfectionner le modéle de tissu
adipeux et conjonctif proposé par notre équipe serait d'incorporer des cellules endothéliales extraites de tissus

adipeux.
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Le but de cette étude consistait a déterminer si la présence des adipocytes dans des tissus adipeux reconstruits
par génie tissulaire pouvait influencer la formation de capillaires in vitro. Ainsi, des tissus adipeux (TAR) et
conjonctifs (TCR) reconstruits par génie tissulaire a partir des mémes populations de CSTA, induites ou non &
se différencier en adipocytes, ont été produits. Ces tissus sont dépourvus de tous biomatériaux exogénes et
sont produits a partir d'une source avantageuse de cellules stromales/souches facilement accessible ayant la
possibilité d’étre de source autologue. L'ajout de cellules endothéliales microvasculaires dermiques dans le
modéle a permis la formation de capillaires in vitro, qui ont été visualisés et caractérisés a I'aide de méthodes
d'imageries adaptées. Méme si l'effet des adipocytes dans les tissus reconstruits a été partiellement masqué
par ['utilisation de milieux de coculture lors de la production des tissus, il a été démontré que les TAR produisent
une quantité supérieure de molécules aux propriétés angiogéniques (leptine, HGF, et Ang-1) lors de I'ajout des
cellules endothéliales dans le modéle. La différence initialement observée entre les profils de sécrétion des TAR
et des TCR s’atténue au fil du temps passé en culture et I'analyse des réseaux formés au moment de la biopsie
terminale montre des similarités entre les deux conditions. Il est possible qu'une observation a des temps plus
précoces lors de la production des tissus permette de visualiser I'impact de la présence des adipocytes sur la

formation des réseaux de capillaires in vitro.

Les protocoles proposés par notre équipe permettent la reconstruction de tissus conjonctifs et adipeux ayant le
potentiel de supporter la formation de réseaux de capillaires in vitro. La présence d’'un réseau vasculaire
préformé pourrait se montrer bénéfique lors de la greffe de ces tissus, puisqu'il a été montré qu'une
vascularisation trop tardive du greffon provoque souvent la nécrose du tissu et la diminution drastique du volume

suivant I'implantation.

En plus de représenter une alternative intéressante pour combler le manque de tissus mous en chirurgie de
reconstruction, les tissus conjonctifs et adipeux reconstruits par notre équipe, par les cellules qu'ils contiennent
(adipocytes, cellules stromales et cellules endothéliales) et par la matrice dont ils sont constitués (représentative
du tissu adipeux humain et sans biomatériaux exogénes), représentent des modeles d'études in vitro a
considérer pour comprendre les processus reliés a I'adipogenéese ainsi qu'a l'adaptation de I'angiogenése

(angio-adaptation) lors de I'expansion/régression du tissu adipeux.
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