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Résumé 

Au cours des trente dernières années, l’ingénierie du tissu vasculaire a connu un essor 

considérable dû à un besoin clinique important de greffons vasculaires adéquats pour le 

remplacement d’artères de faible diamètre. En effet, les greffes autologues ou synthétiques 

actuels de faible diamètre s’accompagnent souvent d’une défaillance à l’intérieur de 5 à 10 ans. 

Malgré les efforts injectés dans les dernières années, la translation vers la clinique d’artères 

régénérées ne connait pas les résultats escomptés. L’un des défis majeur dans l’ingénierie 

tissulaire est le contrôle des fonctions cellulaires qui dicte la maturation des constructions. De 

nombreuses études ont été menées sur la réponse des cellules musculaires lisses (abréviation 

en anglais : SMC désignant «smooth muscle cell») en 2D sous contrainte cyclique, mais peu 

ont examiné l'effet de la contrainte cyclique sur les SMC en 3D afin d'optimiser les stratégies de 

contrôle de bioréacteurs pour la maturation et régénération des tissus. Ainsi, ce projet de 

recherche vise à faire l’étude des effets de stimuli mécaniques cycliques sur des échafaudages 

cellularisés de collagène. Le collagène a été utilisé comme échafaudage dû à ses excellentes 

propriétés biologiques et aussi car il est présent dans la paroi des artères physiologiques. Un 

système permettant d’imposer des stimuli mécaniques cycliques en 2D aux constructions 3D de 

collagène cellularisées a donc été développé. Les contraintes cycliques ont révélé une 

orientation préférentielle des cellules dans le sens de la contrainte, ainsi qu’une orientation des 

fibrilles de collagène dans ce même sens par les cellules. De plus, le remodelage effectué par 

les cellules a permis d’augmenter les propriétés viscoélastiques de la construction et d’obtenir 

un comportement mécanique à la relaxation de contrainte semblable aux veines saphènes. Les 

cellules ont également démontré une désensibilisation face aux contraintes cycliques. Cette 

recherche a ainsi permis de répondre à certaines questions reliées aux comportements 

cellulaires dans un environnement 3D sous condition de stimulation mécanique. 

L’approfondissement des connaissances des comportements cellulaires en environnement 3D 

sous contrainte cyclique demeurent un défi clé dans l’obtention d’artères régénérées ayant des 

propriétés physiologiques similaires à celles d’artères natives. 
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Abstract 

In the last thirty years, vascular tissue engineering has emerged as an important field in tissue 

engineering due to a significant clinical need for adequate vascular graft for replacement of small 

diameter artery. Indeed, the current autologous or synthetic grafts of small diameter present a 

high failure rate within 5 to 10 years. Despite the efforts injected in the recent years, the clinical 

translation of engineered artery constructs is far from being successful. One of the challenges 

encountered in tissue engineering is the control of cellular functions that dictates the maturation 

of tissue engineering constructs. Furthermore, numerous studies have been conducted on the 

response of smooth muscle cells (SMC) in 2D under cyclic strain, but a few have examined the 

effect of cyclic strain on SMCs in 3D to optimize the control strategies of bioreactors for tissue 

maturation and generation. Thus, this research project aims to study the effects of cyclic 

mechanical stimuli on cellularised collagen scaffolds. Collagen has been used as a scaffold due 

to its excellent biological properties and since it is found in the wall of physiological arteries. A 

system for imposing cyclic mechanical stimuli in 2D to 3D cellularised collagen constructs was 

therefore developed. The cyclic stresses revealed a preferential orientation of the cells in the 

direction of the strain, as well as an orientation by the cells of the collagen fibrils in the same 

direction. Moreover, the remodeling performed by the cells led to an improvement of the 

viscoelastic properties of the construct and to a mechanical behavior similar to the saphenous 

vein under stress-relaxation. The cells also shown a desensitization to cyclic mechanical stimuli. 

Thus, this research allowed to answer some of the questions related to cellular behavior in a 3D 

environment under mechanical stimulation. Deepening our knowledge of cell behavior in 3D 

environment under cyclic mechanical stimuli remains a key challenge in obtaining regenerated 

artery with similar physiological properties than native arteries. 
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Avant-propos 

Le présent projet de recherche présente l’étude des effets de contraintes dynamiques sur 

l’organisation d’échafaudage collagène-cellules. Des connaissances en biologie cellulaire tout 

comme en matériaux ont été nécessaires afin de mener à bien ce projet. La problématique reliée 

aux maladies cardiovasculaires ainsi que les actuelles stratégies pour palier à ce problème dans 

la littérature et au laboratoire de biomatériaux et bioingénierie est résumé dans les chapitres 1 

et 2. Les recherches effectuées dans le cadre de ce projet ont mené à deux articles. Ainsi, ce 

mémoire est rédigé par insertion d’articles et les chapitres 3 et 4 font état de ces deux articles. 

Je suis première auteure de chacun des deux articles avec la collaboration de collègues. 

 

Le premier article intitulé «The Effect of Dynamical Strain on the Maturation of Collagen-

based Cell-Containing Scaffolds for Vascular Tissue Engineering» se retrouve au chapitre 

3 de ce mémoire. Cet article a été publié dans «Advanced Materials Research Vol. 409 (2012) 

pp 152-157». Il a été soumis en mars 2011 et publié pour la première fois en novembre 2011. 

Les auteurs sont moi-même, Lucie Lévesque, et le professeur Diego Mantovani. J’ai effectué la 

rédaction entière de l’article et également tout le travail expérimental. Mon co-auteur, le 

professeur Diego Mantovani, a révisé et apporté sa contribution par des modifications ou 

commentaires.  

 

Le deuxième article intitulé «Incrementing the frequency of dynamically strained SMC-

cellularised collagen-based scaffolds affect the matrix remodeling and the mechanical 

properties» se retrouve au chapitre 4 de ce mémoire. Cet article sera soumis au journal «ACS 

Biomaterials Science & Engineering». Les co-auteurs sont Caroline Loy, Audrey Lainé, Bernard 

Drouin, Pascale Chevallier et Diego Mantovani. J’ai effectué la rédaction entière de l’article, ainsi 

que tout le travail expérimental. Caroline Loy a contribué à la culture cellulaire et Audrey Lainé 

a participé aux tests mécaniques de relaxation de contrainte. Bernard Drouin a aidé à concevoir 

les tests mécaniques et a guidé l’analyse de ceux-ci. Pascale Chevallier ainsi que Diego 

Mantovani ont révisé et apporté leurs contributions par des modifications ou commentaires de 

la rédaction. 
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Finalement, les chapitres 5 et 6 présentent la discussion générale et les défis qui se sont 

rattachés au projet de recherche ainsi que la conclusion. Le chapitre 7 présentes les références 

et le chapitre 8 fait état d’informations supplémentaires (annexe).
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1. Mise en contexte et revue de la littérature 

1.1 Introduction 

Les maladies cardiovasculaires sont un problème autant clinique qu’un fardeau économique. 

Elles sont responsables de 31% de tous les décès mondiaux et représentent l’une des trois 

principales causes de décès au Canada [1, 2]. Les répercussions économiques au pays sont 

estimées à plus de 20,9 milliards de dollars par année. L’athérosclérose est la pathologie 

cardiovasculaire la plus commune. Elle se caractérise par une accumulation de corps gras tel 

que le cholestérol, le calcium et les déchets cellulaires aux parois internes des vaisseaux 

sanguins entrainant également l’épaississement de ces parois (figure 1). Ces dépôts adipeux 

appelés plaques obstruent graduellement le passage du sang et entrainent une perte d’élasticité 

des vaisseaux sanguins [3-5]. Plusieurs facteurs de risque amorcent la maladie comme l’obésité, 

le tabagisme et l’hypertension. Ainsi le contrôle de l’athérosclérose commence par une 

alimentation saine et de l’activité physique, font suite les médicaments. Lorsque l’obstruction se 

fait trop grande, l’angioplastie avec ou sans pose d’endoprothèse ou de dispositif endovasculaire 

(«stent») est pratiquée (figure 2A) [3]. Elle consiste à introduire par l’artère fémorale ou 

subclavière, un ballonnet. Le chirurgien dirige par la suite le ballonnet jusqu’à l’occlusion puis 

déploie le ballonnet qui compresse la plaque d’athérome. Lorsque la maladie a trop progressé, 

l’option restante est soit la greffe autologue ou la greffe synthétique. La greffe autologue consiste 

au remplacement du bout d’artère malade par la veine saphène ou l’artère mammaire du patient 

(figure 2B). Cependant, bien souvent ces remplacements ne sont pas disponibles dus à une 

atteinte générale du système cardiovasculaire par l’athérosclérose ou par une utilisation 

antérieure de veine ou d’artère. La greffe synthétique reste donc la seule option (figure 2B). Les 

matériaux synthétiques, utilisés dans ce cas, sont le poly(éthylène téréphtalate) (Dacron), le 

polytétrafluoroéthylène expansé (ePTFE, Gortex) ou le polyurethane [6]. La greffe de prothèse 

synthétique de Dacron ou de Téflon comporte un taux de succès de 95% à l’intérieur de 5 ans 

lors du remplacement d’artère de diamètre supérieur à 6mm [7, 8]. Cependant, lors du 

remplacement d’artère de diamètre inférieur à 6 mm, la grande majorité des implants subissent 

une défaillance à l’intérieur de 5 ans [6, 8-15]. Le taux de succès des pontages par prothèse 
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synthétique de faible diamètre dans les membres inférieurs est de 40 à 50% à l’intérieur de cinq 

ans [16, 17]. Ce taux diminue même à 20% à l’intérieur de trois ans lors des pontages infra-

poplitée avec ePTFE [16, 17]. L’hyperplasie intimale, l’athérosclérose à l’intérieur et autour de 

l’anastomose de l’implant et du vaisseau naturel, la thrombose et la sténose sont les causes de 

ces faibles taux de succès [6, 8, 11, 15-17]. 

 

Figure 1: L'évolution de l'athérosclérose 
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Figure 2: Les traitements invasifs de l’athérosclérose. Traitement par angioplastie avec ou sans 
stent (B) et traitement par greffe autologue ou synthétique (C) [18-22]. 

L’ingénierie du tissu vasculaire est un domaine cherchant, entre autre, à pallier à ces 

problématiques en utilisant trois grandes avenues soit l’auto-assemblage de cellules, la 

décellularisation de matrice extracellulaire (abréviation en anglais : ECM désigant «extracellular 

matrix») et l’utilisation d’échafaudage servant à guider la croissance cellulaire. Le présent 

chapitre permettra d’exposer les bases du système cardiovasculaire (sa circulation, les artères 
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et les veines le composant) ainsi que les techniques utilisées par l’ingénierie du tissu vasculaire 

afin d’obtenir un substitut vasculaire adéquat aux remplacements de vaisseaux sanguins. 

1.2 Le système cardiovasculaire  

Le système cardiovasculaire est composé du cœur, des vaisseaux sanguins et du sang (figure 

3). Le cœur fait office de pompe et permet de faire circuler le sang dans les vaisseaux sanguins 

à travers le corps. La circulation systémique correspond à la circulation du sang du coeur aux 

organes du corps puis le retour du sang des organes au cœur. Un deuxième type de circulation 

existe et permet l’oxygénation du sang appauvri en oxygène et riche en dioxyde de carbone 

(CO2): la circulation pulmonaire. Elle induit le déplacement du sang appauvri en oxygène et riche 

en dioxyde de carbone du cœur aux poumons afin que le CO2 soit expulsé et le sang ré-oxygéné, 

puis le retour du sang oxygéné des poumons au cœur. Le sang a un rôle de transport et permet 

de transporter rapidement différentes substances d’une partie du corps à une autre. Il permet 

l’apport d’oxygène des poumons aux tissus et l’expulsion du CO2 provenant des tissus par les 

poumons. Le transport de nutriments (eau, minéraux, sucre, vitamine, etc) du système digestif 

(intestins) vers le foie et les tissus et l’expulsion de produits nuisibles des tissus, comme par 

exemple l’urée qui est extraite des tissus, conduite aux reins et expulsée dans l’urine. Le sang 

achemine des hormones qui sont produites par des cellules sécrétrices aux tissus et qui 

changeront la fonction de ces tissus selon la présence du produit sécrété. Il transporte 

également les cellules de l’immunité qui permet au corps humain de se défendre contre les 

infections, ainsi que les facteurs de coagulation qui servent à arrêter une hémorragie suite à une 

brèche dans un vaisseau sanguin. De plus, le sang joue un rôle dans le contrôle de la 

température du corps. Le système cardiovasculaire détient trois types principaux de vaisseaux 

sanguins, soit les artères, les capillaires et les veines.  
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Figure 3: Le système cardiovasculaire [7]. 

1.2.1 Le cœur  

Le cœur est situé au centre gauche de la cage thoracique, entre les poumons. Il est composé 

de 4 cavités, soit deux oreillettes et deux ventricules. Les oreillettes sont situées dans la partie 
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supérieure et les ventricules dans la partie inférieure du cœur (figure 4). L’oreillette droite reçoit 

le sang appauvri en oxygène provenant de la circulation systémique et l’oreillette gauche le sang 

oxygéné de la circulation pulmonaire. Les ventricules, quant à eux, propulsent le sang dans le 

corps. Le ventricule droit expulse le sang pauvre en oxygène dans le tronc pulmonaire pour la 

circulation pulmonaire et le ventricule gauche le sang oxygéné dans l’aorte pour la circulation 

systémique. Ainsi, la partie droite du cœur reçoit et propulse le sang pauvre en oxygène et la 

partie gauche reçoit et propulse le sang oxygéné. Les muscles du cœur, soit le myocarde, 

permettent à ce dernier de se contracter par intervalles réguliers et de remplir son rôle de pompe 

du sang. En fait, c’est un rôle de double pompe que le cœur rempli [23]. Lors de la diastole, les 

ventricules se relâchent et les oreillettes déversent le sang dans les ventricules en se 

contractant. Puis la systole termine le cycle par la contraction des ventricules qui expulse le sang 

dans l’aorte et le tronc pulmonaire. Des valves séparent et empêchent le retour sanguin des 

oreillettes aux ventricules, ainsi que de l’aorte et du tronc pulmonaire aux ventricules. En plus 

du myocarde qui est la tunique intermédiaire, le cœur possède une mince couche interne formée 

d’un endothélium et de tissu sous-endothélial et d’une tunique externe nommée le péricarde qui 

le protège et l’amarre au diaphragme, au sternum et aux gros vaisseaux [23, 24].  

 

Figure 4: Le coeur et sa circulation sanguine [25]. 
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1.2.2 Les vaisseaux sanguins  

Le sang partant du cœur circule des artères vers les artérioles puis se dirige dans les capillaires 

pour ensuite terminer son trajet des veinules aux veines. Ces cinq constituants composent le 

réseau des vaisseaux sanguins. Ce réseau permet de distribuer les nutriments, l’oxygène, les 

hormones, les cellules de l’immunité et les facteurs de coagulation par le sang aux organes et 

tissus du corps humain puis à retirer les déchets produits par les tissus comme le dioxyde de 

carbone et l’urée. Les artères et artérioles permettent de distribuer le sang à tous les organes. 

Les capillaires permettent les échanges gazeux et de nutriments du sang aux cellules des 

organes. Le retour du sang pauvre en oxygène au cœur s’effectue par l’entremise des veinules 

et des veines.  

1.2.3 Le réseau artériel  

Les artères sont de trois types : les artères élastiques, musculaires et les artérioles. Les artères 

élastiques sont des artères de diamètre important (entre 1 à 2,5 cm), les plus grosses du 

système artériel, à paroi épaisse, situées près du cœur qui se dilatent passivement lorsqu’elles 

reçoivent le sang expulsé par le cœur et qui se resserrent entre les contractions cardiaques. 

Cette vasorégulation passive permet un contrôle de la pression du sang et son écoulement de 

façon continue dans le réseau vasculaire [26]. Les artères élastiques sont à l’origine des artères 

musculaires qui elles distribuent le sang aux diverses parties du corps. Plus petites que leurs 

prédécesseurs, leur diamètre interne varie entre 1 cm à 0,3 mm. Ces dernières sont moins 

extensibles que les artères élastiques puisqu’elles possèdent moins de tissus élastiques 

(élastine) et fibreux (collagène); par contre, elles contiennent une plus grande quantité de 

muscle lisse. Ainsi, elles jouent un rôle plus actif dans la vasoconstriction et contrôlent le flux 

sanguin vers différentes partie du corps en fonction des besoins locaux [23]. Les plus petites 

artères sont les artérioles ayant un diamètre entre 0,3 mm et 10 µm. Celles-ci apportent des 

variations à leurs diamètres suite à des stimuli chimiques, hormonaux ou nerveux contrôlant 

ainsi l’apport sanguin aux organes. Par le tonus de leurs musculatures lisses des parois, les 

artérioles contrôlent également le niveau de pression artérielle [23]. 
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1.2.4 Les capillaires  

Les capillaires sont les plus petits vaisseaux sanguins mesurant en moyenne 1 mm de long et 

de 8 à 10 µm de diamètre. Ils ont une paroi extrêmement mince qui permet les échanges gazeux 

et nutritionnels. Ils sont la connexion entre le réseau artériel et veineux [23]. Trois types de 

capillaires se distinguant par leurs structures sont présents dans les organes, soit les capillaires 

continus, fenestrés et sinusoïdes. Les capillaires ont tendance à se regrouper en réseau nommé 

lit capillaire.  

1.2.5 Le réseau veineux  

Le réseau veineux est composé des veinules, de plexus veineux et des veines. Les veinules 

sont à la suite des capillaires et sont plus petites que les veines. Elles ont un diamètre qui varient 

entre 8 et 100 µm. Elles se regroupent pour former les plexus veineux. Les veines, quant à elles, 

rapportent le sang pauvre en oxygène au cœur. Les veines de moyens et gros calibres sont 

munies de valvules qui empêchent le reflux sanguin lors du retour du sang vers le cœur. 
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Figure 5: Structure des artères, veines et capillaires [24]. 

1.2.6 La paroi des vaisseaux sanguins 

La paroi des artères et des veines, sauf celles des plus petites, détient la même structure 

organisationnelle qui est composée de trois couches ou tuniques détenant une variance 

proportionnelle dans les composants des tuniques (figure 5 et 6). La paroi des veines est 

cependant plus mince que celles des artères homologues due à une pression sanguine plus 

basse dans le réseau veineux [23, 24, 27]. Ces tuniques permettent le fonctionnement et 

l’ancrage approprié des artères et des veines. La tunique interne, ou intima, en contact avec le 

sang est composée d’une monocouche de cellules endothéliales (abréviation en anglais : EC 

désignant «endothelial cell») étroitement liées entre elles par des jonctions intercellulaires. Cette 

tunique permet de contrôler la coagulation; elle inhibe l’agrégation des plaquettes et la formation 

de thrombose en condition normale. Lors d’une atteinte à l’endothélium, les EC sécrèteront, 

plutôt, des facteurs à action coagulante. Ces cellules ont également un contrôle sur la 

vasodilatation et la vasoconstriction des vaisseaux sanguins par l’intermédiaire des effets des 
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sécrétions sur les SMC [28, 29]. Les SMC qui se retrouvent dans la tunique moyenne, ou média,  

permettent, ainsi, de contrôler le débit du sang et la pression sanguine qui se retrouve dans les 

vaisseaux. Elles sont disposées de façon circonférentielle. La média contient également une 

ECM de tissus élastique et de tissus fibreux comme les protéines d’élastine et de collagène 

respectivement qui lui confèrent les propriétés mécaniques adéquates pour soutenir la pression 

sanguine. Elle est également la couche la plus épaisse. La tunique externe, ou adventitia, est 

principalement composée de collagène lâche qui renforce, protège et ancre les vaisseaux 

sanguins aux tissus avoisinants. Elle renferme un réseau de petits vaisseaux sanguins qui 

permet de nourrir et d’oxygéné les cellules de la paroi vasculaire [26]. Elle contient également 

des cellules fibroblastes qui participent à la formation de la ECM. 

 

Figure 6: Composition relative, diamètre et épaisseur des parois des différents types de 
vaisseaux sanguins [24]. 
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1.2.6.1 Les cellules endothéliales 

Les EC tapissent l’intérieur des vaisseaux sanguins. Elles ont une fonction de barrière 

perméable entre le sang et les tissus environnants et également de mécanosenseurs pour les 

tissus subjacents [30, 31]. Elles forment un épithélium simple squameux (endothélium) qui 

permet le contrôle de la thrombose et le passage de substance par diffusion et filtration. Elles 

sont en contact constant avec le sang et réagissent aux stimuli chimiques, physiques et 

biologiques leurs permettant de participer au contrôle de l’hémostase, de l’inflammation, de la 

croissance cellulaire et du tonus vasculaire par la sécrétion, la diffusion et la filtration de 

molécules ou cellules [27, 32, 33].  

1.2.6.2 Les cellules musculaires lisses 

Ce sont des cellules fusiformes de diamètre entre 2 à 5 µm et de longueur de 100 à 400 µm qui 

se contractent et se relâchent afin de permettre la circulation sanguine. Elles possèdent quatre 

fonctions particulières : l’excitabilité, la contractilité, l’extensibilité et l’élasticité [24]. Tout comme 

les EC, les SMC répondent aux stimuli environnant qui sont plus souvent de nature chimique ou 

physique. La réponse est caractérisée par une contraction musculaire suite à la production et la 

propagation d’une impulsion électrique le long de la membrane plasmique des SMC nommée 

sarcolemme. En plus de se contracter, les SMC ont la capacité de s’étirer au-delà de leur 

longueur de repos. Une fois étirées, ces dernières peuvent se rétracter et reprendre leur 

longueur initial ce qui caractérise leur élasticité. Ces particularités leurs permettent de participer 

au contrôle de la pression sanguine via le tonus vasculaire. Les SMC présentent également une 

variété de phénotypes allant de complètement contractile à entièrement synthétique. Le 

phénotype synthétique leur permettant de proliférer et de synthétiser de la ECM. Ainsi, ces 

cellules peuvent prendre un phénotype contractile lorsqu’en présence de contrainte mécanique 

ou un phénotype synthétique lors de la réparation ou du remodelage d’une artère ou d’une veine 

[34, 35]. Elles peuvent également à différents pourcentages présenter les deux phénotypes. Par 

exemples, les SMC possèdent à 60-70% un phénotype contractile dans les artères élastiques, 

tandis qu’un pourcentage de 80-90% se retrouvent dans les petites artères musculaires [36]. Le 
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phénotype contractile permet aux SMC de répondre à leurs fonctions de contractilité, 

d’extensibilité et d’élasticité. Le phénotype synthétique permet également à ces dernières de 

sécréter de la ECM telle le collagène et l’élastine. Les phénotypes adoptés sont caractérisés par 

la morphologie de la cellule, sa prolifération et migration et également par l’expression de 

marqueurs génétiques. La morphologie d’une SMC à phénotype contractile est en forme de 

fuseau et allongée [34, 36]. Celle de la synthétique est de forme rhomboïde [34, 36]. Il existe 

quelques marqueurs génétiques fréquemment utilisés afin de déterminer les phénotypes 

contractile et synthétique. Les marqueurs «Smooth Muscle Myosin Heavy Chain» (SM-MHC), 

«Smooth Muscle α-Actin» (SMαA), calponine, «smoothelin» et «h-caldesmon» indiquent le 

phénotype contractile, tandis que les marqueurs «I-caldesmon», «Non-Smooth Muscle Myosin 

Heavy Chain» (Smemb) et les isoformes de métalloprotéinase matricielle (abréviation en 

anglais : MMP désignant «matrix metalloproteinase») indiquent le phénotype synthétique. À 

l’intérieur de même vaisseau sanguin et de vaisseaux sanguins distincts, les SMC lisses 

présentent différents phénotypes [34, 37]. Les SMC peuvent également changer de phénotype 

selon les signaux environnementaux perçus. Dès lors, elles maintiennent l’homéostasie, 

permettent la croissance, le remodelage et la réparation des tissus. 

1.2.6.3 Les fibroblastes 

Les fibroblastes sont les cellules retrouvées dans l’adventice des vaisseaux sanguins et sont 

fusiformes. Elles participent à la formation et au remodelage de la ECM [38-40]. Elles peuvent 

donc sécréter par exemple le collagène et l’élastine [24].  

1.2.6.3.1 Réponses cellulaires aux stimuli environnants 

Les cellules ont la capacité de percevoir leur environnement grâce à des récepteurs situés sur 

leurs membranes plasmiques qui sont biochimiquement ou mécaniquement sensibles (figure 7). 

Ces signaux environnementaux influencent le comportement cellulaire comprenant la 

gouvernance de leurs activités de bases et la coordination de leurs actions. Par exemple, 

l’ascorbate permet d’augmenter la production de collagène par les cellules musculaires lisses 
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vasculaires (abréviation en anglais : VSMC désignant «vascular smooth muscle cell»), mais 

diminue la production d’élastine [41]. Il existe différents types de signalisation cellulaire, mais 

l’une qui influence le plus le système cardiovasculaire est la mécanotransduction. La cellule 

ressent les stimuli par ses récepteurs nommés intégrines via la ECM et traduit les forces 

mécaniques et les déformations en des signaux biochimiques en activant différentes voies de 

signalisation (figure 7) qui change l’expression génique et affecte la prolifération, la migration, 

l’apoptose, la perméabilité et le remodelage cellulaire  [42-44]. C’est ce phénomène de 

mécanotransduction qui permet aux cellules de s’adapter aux changements environnementaux. 

En effet, in vivo les contraintes et déformations mécaniques sont des régulateurs clés qui guident 

la morphogenèse et affecte la maintenance des tissus sains [8, 45]. 

De plus, la culture en 2D ou 3D sur différents supports influence le phénotype de la SMC. En 

2D, des substrats de fibronectine et de collagène de type I induisent une modification 

phénotypique vers le synthétique. Au contraire, la laminine induit un phénotype contractile. 

Cependant, l’utilisation de différents facteurs de croissance avec ces mêmes substrats apportent 

des changements de comportement cellulaire. Avec un substrat de fibronectine, le facteur de 

croissance d’hépatocyte apporte une migration des VSMC, cependant le facteur de croissance 

dérivé de plaquette (PDGF) empêche l’adhésion cellulaire [35]. Le PDGF avec le collagène 

introduisent une migration des cellules, tandis qu’avec la laminine une augmentation de la 

migration et une diminution de l’adhésion des cellules sont observées. Par contre, la culture en 

3D avec le collagène va plutôt stimuler un phénotype contractile chez les VSMC. Et l’utilisation 

de PDFG avec des gels de collagène en 3D va induire un phénotype synthétique par la 

production de collagène cellulaire [34, 35].  

Ainsi, la ECM qui entoure les cellules joue un rôle autant biochimique que biomécanique puisque 

les cellules y adhèrent permettant ainsi de ressentir les changements mécaniques de leur 

environnement [35, 37] et que les facteurs de croissance qui affectent également la fonction 

cellulaire y sont liés et accumulés [26]. Par conséquent, la ECM influence les phénotypes des 

VSMC [46]. 
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Figure 7: La mécanotransduction : activation des voies de signalisation biochimiques suite à des 
forces mécaniques et déformations subies par les cellules [42]. 

1.2.6.4 Le collagène 

Le collagène est la protéine la plus abondante chez les mammifères. Chez l’humain, il 

représente le tiers de la quantité de protéine, les trois quarts du poids sec de la peau, et est l’un 

des composants principaux de la ECM [47, 48]. Il est produit, dans ce cas, par les SMC et les 

fibroblastes. Lorsqu’excrété, le collagène se trouve sous forme de chaines individuelles 

nommées tropocollagène. Trois chaines polypeptidiques enroulées en hélice sont ensuite 

assemblées par liaisons convalentes [49-51] (figure 8). Chaque chaine est composée d’une 

répétition de trois acides aminés (aa) dont le troisième est toujours la glycine (Gly). Tout 

collagène est donc fait d’une répétition comme suit XaaYaaGly. Les aa dans les positions Xaa 
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et Yaa sont souvent la (2S)-proline (Pro, 28%) et (2S, 4R)-4-hydroxyproline (Hyp, 38%) 

respectivement. Le S et le R se retrouvant dans le nom des molécules indiquent la présence 

d’un carbone asymétrique sur la chaine de la molécule. Ce carbone a la capacité de se lier à 4 

groupes ou substituants et ces groupes peuvent être pareils ou différents. Lorsque les groupes 

sont différents, les lettres S et R sont utilisés afin d’indiquer la configuration de la liaison. R 

indique que les groupes ont une configuration rectus (les substituants sont dans un ordre 

décroissant dans le sens des aiguilles d’une montre) et S indique que les groupes ont une 

configuration sinister (les substituants sont dans un ordre décroissant dans le sens inverse des 

aiguilles d’une montre). ProHypGLY est le triplet le plus commun dans le collagène (10,5%) [48, 

49, 52, 53]. Des liaisons hydrogène relient également les hélices entre elles pour chaque 

séquence des trois aa. Ces liaisons rendent les fibres de collagène très robustes et résistantes 

à la traction. Il existe plusieurs types de collagène qui se différencient dans leurs structures et 

les organes dans lesquels ils se retrouvent. Ils sont codés par des chiffres romains en ordre 

dans lesquels ils ont été découverts. Il existe aujourd’hui 28 types de collagène différents [53]. 

Les vaisseaux sanguins possèdent du collagène de type I et III [54, 55]. Les fibres de collagène 

possèdent une rigidité de 1 GPa et sont donc engagées à haute pression dans les vaisseaux 

sanguins [55, 56]. Cependant, non seulement leur rigidité est importante pour résister aux 

pressions sanguines, mais également leur disposition. Il existe trois dispositions des fibres de 

collagène à l’intérieur des vaisseaux sanguins : circonférentielle, axiale et hélicoïdale [8, 55]. Le 

collagène est principalement orienté de façon circonférentielle parallèle aux SMC dans la média, 

mais également de façon hélicoïdale. La partie hélicoïdale se réoriente vers une disposition 

circonférentielle afin d’aider à résister aux contraintes élevées qui sont également 

circonférentielles (en ne tenant pas compte du flux qui entraine des contraintes de cisaillement) 

[8]. Dans l’adventice, les fibres de collagène sont quant à elles orientés de façon axiale, ce qui 

permet encore une fois de résister à la force de la pression en empêchant la rupture des 

vaisseaux [26, 55] et également d’ancrer les vaisseaux sanguins [8].   
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Figure 8: Structure du collagène. Chaque molécule de collagène est une protéine entièrement 

constituée de trois chaines de tropocollagène qui forme l’hélice alpha (a, b et c). Les groupes 

de trois sont reliés entre eux pour former de grosses fibres (d) visibles au microscope 

électronique (e, f) [57]. 

1.2.6.5 L’élastine 

L’élastine est l’une des protéines les plus abondantes de la ECM des vaisseaux sanguins et est 

retrouvée dans les fibres élastiques. Tout comme le collagène, elle est formée par un précurseur 

nommé tropoélastine. L’élastine est une protéine insoluble une fois les molécules de 

tropoélastine assemblées puisqu’elle est composée à 75% de résidus hydrophobes. L’élastine 

possède également comme aa la Gly à un tiers en quantité et une grande quantité de proline. 

L’élastine compose avec le collagène 50% du poids sec des grandes artères [58-60]. Les fibres 

sont organisées dans la media de façon concentrique autour de l’intima et sont repliées sur 

elles-mêmes (voir figure 5 et 9). Cette disposition et ce repliement confère l’élasticité aux 

vaisseaux sanguins en s’étirant sous la pression du sang et en reprenant leur configuration 

initiale lorsque la pression cesse [61, 62]. L’élastine possède un module élastique entre 0,5 à 1 

MPa, elle permet donc de soutenir les vaisseaux à basse pression [8, 55, 56]. Sa disposition 
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dans les vaisseaux lui permet aussi de distribuer uniformément les forces ressenties à travers 

la paroi des vaisseaux et son entrelacement avec le collagène lui permet de transférer la 

pression aux fibres de collagène [55, 63]. 

 

Figure 9: Schéma de fibres d'élastine sous relaxation et sous étirement [61, 62]. 

1.3 L’ingénierie du tissu vasculaire  

Chacune des composantes des vaisseaux sanguins contribue à sa fonctionnalité. Lorsque la 

maladie artérielle atteint les vaisseaux sanguins, l’élasticité de ces derniers en est grandement 

affectée. En effet, les dépôts lipidiques et de calcium augmentent la rigidité des vaisseaux 

sanguins [56], de plus leur vieillissement s’accompagne de clivage de l’élastine et d’une 

augmentation de dépôt de collagène [64]. Lorsqu’une artère affectée de faible diamètre (<6 mm) 

est remplacée par une prothèse synthétique, un faible taux de réussite y est rattaché dû au 

développement d’hyperplasie anastomotique intimale, de la coagulation et de la thrombogénèse 

[8]. Afin d’obtenir un substitut vasculaire approprié, ce dernier devra démontrer des propriétés 

biologiques et mécaniques se rapprochant de celles des vaisseaux natifs. Pour le remplacement 

de vaisseaux sanguins, les propriétés suivantes devront être obtenues [11, 13, 65, 66] :  

• non thrombogénique; 
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• absence d’immunogénicité, et ce, par le substitut en lui-même ou par ces produits de 

dégradation; 

• une pression de rupture semblable à celle de la veine saphène, c’est-à-dire >1700 

mmHg; 

• viscoélasticité; 

• réponses de remodelage appropriées; 

• vasoactivités; 

• force de rétention à la suture; 

• résistance à la fatigue; 

• et éventuellement la fabrication et la production devraient être rapides et modulables 

aux patients. 

 

L’avenue la plus probable qui permettrait d’obtenir ce cahier de charge complet est l’ingénierie 

du tissu vasculaire qui consiste en l’utilisation de cellules avec ou sans échafaudage afin de 

produire un vaisseau sanguin ayant les propriétés biologiques et mécaniques semblables à 

celles des vaisseaux natifs. Quatre grandes avenues subsistent à l’intérieur de l’ingénierie du 

tissu vasculaire, soit l’auto-assemblage, la matrice décellularisée et l’utilisation d’échafaudage 

synthétique ou naturel.  

1.3.1 L’auto-assemblage 

L’auto-assemblage consiste à la croissance de cellules vasculaires in vitro qui formeront un 

feuillet qui sera par la suite roulé sur lui-même pour former un cylindre (figure 10). Les SMC et 

fibroblastes sont cultivés pendant 3 semaines afin d’obtenir la production de protéine 

extracellulaire comme le collagène et l’élastine [67]. Lorsqu’un feuillet est obtenu, ce dernier est 

enroulé autour d’un mandrin pour obtenir un cylindre et un processus de maturation s’ensuit. Le 

produit d’assemblage est ensuite endothélialisé [66, 68-70]. Ainsi, la production de ce type de 

substitut est longue et comprend plusieurs étapes ce qui limite son utilisation clinique.  
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Cette méthode permet tout de même d’obtenir une construction vasculaire ayant une rupture à 

la pression plus grande que 2000 mmHg [68, 71]. Toutefois, la pression plus élevée pourrait 

mener aux mêmes problématiques observées aux anastomose pour les prothèses synthétiques 

qui elles aussi ont des propriétés mécaniques plus grandes que les vaisseaux natifs. De plus, 

les propriétés mécaniques sont dépendantes du type cellulaire utilisé.  

 

Figure 10: L'auto-assemblage de l'ingénierie du tissu vasculaire [66]. 

Néanmoins, une première étude clinique sur des humains avec des tissus issus de l’auto-

assemblage a été effectuée en 2007 [72]. Les greffons vasculaires ont été implantés comme 

pontage vasculaire artério-veineux pour l’accès lors d’hémodialyse. Les patients atteints de 

maladies rénales en phase terminale doivent faire filtrer leur sang trois fois par semaine à 

l’hôpital. À chaque visite, les greffons des patients étaient perforés par deux aiguilles de grand 

diamètre afin de les relier à l’appareil de dialyse. Un total de 13 greffons a été implanté sur 9 

patients. Quatre des greffons ont eu une défaillance à l’intérieur de 90 jours chacun dû à une 

cause différente : une thrombose, un anévrisme, la mort du patient qui était non-relié à l’implant 

et une réponse immunitaire aigüe. Le patient ayant eu une réponse immunitaire aigüe a réagi 

vraisemblablement à un niveau élevé d’immunoglobuline G, protéine du système immunitaire 

qui est un anticorps, présent dans le sérum bovin utilisé pour la culture du greffon. L’utilisation 

d’un milieu sans immunoglobuline G pour la culture du greffon de remplacement a permis 

d’éviter cette complication lors de l’implantation subséquente. Les greffons ont par la suite reçu 

des interventions à une fréquence de 0,7 fois par patients par année afin de maintenir leurs 

fonctionnalités. Ce ratio est semblable à ce qui est observé dans la population générale de 

patients dialysés ayant des prothèses synthétiques ou des veines autologues pour l’accès à 
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l’hémodialyse. Cette première étude démontre la faisabilité d’utiliser ce type d’ingénierie du tissu 

vasculaire pour la création de prothèse vasculaire biologique. 

Cependant, comme toutes autres techniques, plusieurs stratégies doivent être élaborés afin 

d’améliorer le processus de fabrication et le design des greffons vasculaires synthétisés par 

l’auto-assemblage. Présentement, le temps de fabrication est d’un minimum de 6 mois et ces 

prothèses vasculaires sont des vaisseaux sanguins vivants qui doivent être entreposés. 

1.3.2 Matrice décellularisée 

La matrice décellularisée est l’utilisation de tissus allogéniques ou xénogéniques dépourvus de 

ses cellules comme échafaudage pour l’ingénierie du tissu vasculaire. Les tissus sont recueillis 

puis décellularisés par une combinaison de différents traitements physiques, chimiques ou 

enzymatiques. Le choix des agents utilisés pour la décellularisation d’un tissu est dépendant de 

différents facteurs dont la cellularité, la densité, la teneur en lipide et l’épaisseur du tissu [73]. 

Les traitements sont suivis soigneusement afin de seulement retirer les cellules et leurs vestiges 

et d’atteindre en moindre mesure l’intégrité de la ECM [66, 73, 74]. La matrice est par la suite 

utilisée pour le guidage de la croissance de nouvelles cellules tant in vitro que in vivo. 

Cependant, lors d’implantation in vivo la ECM elle-même peut être immunogène. Dans les 

vaisseaux sanguins, l’exposition du collagène à la circulation sanguine enclenche la cascade de 

coagulation [75, 76]. Il faut donc recellulariser la matrice avec, du moins, un endothélium 

permettant de limiter l’activation d’une réaction immunitaire qui pourrait mener à une thrombose 

lors d’implantation. De plus, il a été démontré dans les greffes xénogéniques une réaction 

inflammatoire due à la présence d’antigène sur les matrices décellularisées qui ont été 

implantées [75, 77]. Un risque de transfert de pathogène est également présent. Les techniques 

de stérilisation ne sont pas adaptées pour les ECM puisqu’un risque de perturbation de la 

structure est présent pour chacune des techniques actuellement utilisées. Toutefois, ce type de 

substitut permet d’obtenir des pressions de rupture près de celle de la veine saphène. 

Cependant, la rétention de la suture est quelque peu affectée par la décellularisation [78]. En 

effet, les différents traitements utilisés permettent de retirer en très grande partie les cellules 

présentes dans la matrice, les composantes de la ECM comme le collagène et le 
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glycoaminoglycane sont néanmoins atteints [79, 80]. Un changement structural est perçu dans 

la matrice décellularisée qui porte atteinte à ses propriétés mécaniques. De plus, la capacité 

des cellules d’adhérer à la matrice peut également être altérée [74]. Ainsi, l’absence 

d’immunogénicité grâce au détachement cellulaire est possible, mais une recellularisation avant 

l’implantion est de mise et peut être problématique. Une réaction inflammatoire face à la matrice 

est également possible. De plus, le risque de transfert de pathogène reste présent tout comme 

l’atteinte possible de l’intégrité de la ECM. 

Néanmoins, plusieurs tissus décellularisés non –vasculaires sont aujourd’hui commercialisés et 

utilisés afin de traiter, entre autres, les tissus mous, les tendons et le remplacement de valve 

cardiaque [73]. Les principales sources tissulaires de ces produits sont le derme humain, porcin 

ou bovin, l’intestin grêle porcin, la vessie urinaire porcine, le péricarde humain, bovin ou chevalin, 

la valve cardiaque porcine et sont donc des tissus allogéniques ou xénogéniques [73]. Ces 

produits sont également implantés sans ensemencement préalable de cellules, 

l’ensemencement n’étant pas nécessaire immédiatement à l’implantation pour la fonctionnalité 

du produit. Cependant, plusieurs de ces produits seront colonisés par les cellules du patient 

suite à l’implantation.  

En 2008, il fut reporté par Macchiarini et al. [81] qu’une trachée décellularisée provenant d’un 

donneur humain a été implantée avec succès chez une patiente de 30 ans. L’équipe a utilisé 25 

cycles de décellularisation de la trachée sur 6 semaines afin d’obtenir un matériau exempt de 

constituants immunogènes. Elle a ensuite recellularisé la trachée avec des cellules épithéliales 

et chondrocytes de la patiente et l’implanta chez cette dernière. Les suivis ont démontrés une 

bonne intégration de la trachée et aucun rejet.  

Malgré le succès des produits commercialisés, plusieurs avantages pour le maintien des 

fonctions et des phénotypes cellulaires quant à la spécificité tissulaire furent suggérés par des 

études sur les cellules et la ECM isolées à partir du foie, des voies respiratoires, des nerfs, du 

tissu adipeux et des glandes mammaires [73]. De plus, une diminution du temps nécessaire à 

la décellularisation et recellularisaiton est de mise afin d’obtenir un processus viable pour la 

transplantation chez l’humain d’organes nécessitant immédiatement un remplacement. 
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1.3.3 Substitut vasculaire par échafaudage 

Les échafaudages sont des matériaux synthétiques ou biologiques utilisés pour guider la 

croissance et la prolifération des cellules vasculaires. Ils permettent d’imposer un 

développement structural précis, mais également de contrôler l’adhésion, la différentiation, la 

migration, la prolifération et la sécrétion de ECM [8, 10, 66]. Ils peuvent être modulés sous 

différent format en deux dimensions (2D) ou en trois dimensions (3D). Dans l’ingénierie des 

tissus vasculaires, la 3D est privilégiée. Ainsi, des formes circulaires, rectangulaires ou 

cylindriques sont fréquemment produites par moulage avec des matériaux synthétiques ou 

biologiques. D’autres techniques ont aussi été développées comme l’électrofilage. 

L’électrofilage consiste en l’utilisation d’un polymère liquide et/ou fondu chargé afin de créer des 

micro- ou nano-fibres qui peuvent être simultanément enroulés autour d’un mandrin pour créer 

une forme cylindrique.  

1.3.3.1 Échafaudage synthétique 

Les échafaudages synthétiques sont, pour la plupart, des matériaux polymériques 

biodégradables où le temps de dégradation est contrôlé pour permettre la prolifération et la 

sécrétion par les cellules d’une ECM naturelle qui remplacera par la suite l’échafaudage. Les 

polymères biodégradables les plus couramment utilisés sont l’acide polyglycolique (PGA), 

l’acide polylactique (PLA), le poly(ε-caprolactone) (PCL), le poly(glycérol sébacate) (PGS) et le 

polyéthylèneglycol (PEG)[6]. Ces produits peuvent également être combinés pour former des 

copolymères comme le poly(l-lactide-co-ε-caprolactone (PLCL) permettant ainsi un meilleur 

contrôle des propriétés mécaniques et de dégradation [6, 10].  

Par exemple, Pullens et al. [82] ont démontré en condition statique la production de collagène, 

mais également de glycoaminoglycane par des myofibroblastes lorsqu’ensemencés sur des 

échafaudages de PGA poly-4-hydroxybutyrate.  
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Niklason et al. [83, 84] ont démontré, quant à eux, la production de collagène par des SMC 

vasculaires porcines lorsqu’ensemencés et stimulés mécaniquement sur une matrice de PGA. 

Une plus grande proportion de collagène se retrouvait chez les échantillons ayant reçus une 

stimulation dynamique en comparative à une stimulation statique. Les VSMC ont également 

démontré une activité de remodelage due à l’activation de la métalloprotéinase matricielle de 

type I (MMP-I), enzyme scindant le collagène de type I et III. Cependant, la pression de rupture 

des constructions n’atteigne pas celle de la veine saphène.  

Sous condition dynamique, Rubbens et al. [85] ont également démontré la présence de 

collagène sécrété par des myofibroblastes ensemencés sur des matrices de PGA avec une 

couche de poly-4-hydroxybutyrate. Néanmoins et contrairement à précédemment, une moins 

grande proportion de collagène se retrouvait dans les échantillons sous conditions dynamiques 

que ceux en statique. Ils ont également remarqué une augmentation de la MMP-I et des 

glycoaminoglycanes chez les échantillons sous dynamique. 

L’électrofilage d’échafaudage d’oxyde de polyuréthane-graphène de Jing et al. [86] démontre 

une adhésion, prolifération et viabilité de cellules fibroblastes et de EC de veine de cordon 

ombilical humain (abréviation en anglais : HUVEC désignant «human umbilical vein endothelial 

cell»). L’échafaudage démontre également une pression de rupture supérieure à l’artère 

mammaire et la veine saphène. Cependant, ceci indique des propriétés mécaniques supérieures 

à celle des vaisseaux sanguins et pourrait entrainer de l’hyperplasie intimale, de la thrombose 

et de l’anévrisme [87]. 

En plus de la recherche fait sur ces types de polymère,  certains d’entre eux comme le PLA, le 

PCL et le PGA sont déjà approuvés par la «Food and Drug Administration» (FDA) qui est 

l’agence américaine des produits alimentaires et médicamenteux [87]. Certains sont également 

présentement utilisés comme sutures ou sutures pour des plaques et des systèmes de fixation 

de fracture [87]. Puisque ces polyesters sont déjà approuvés pour utilisation médicale, leurs 

utilisations dans des essais cliniques sont plus probables. 
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Par exemple, une étude clinique chez l’humain est en cours depuis 2001 pour l’implantation 

d’une prothèse vasculaire synthétique fait d’un copolymère de PLCL renforcé d’un treillis de 

PGA [88]. La prothèse a été implantée comme un conduit cavopulmonaire extracardiaque chez 

des patients ayant un seul ventricule au cœur. L’âge médian des patients était de 5,5 ans et les 

prothèses synthétiques avaient tous un diamètre de 8 cm et plus. Des cellules mononucléaires 

provenant de moelle osseuse autologue ont été ensemencées sur la prothèse avant 

l’implantation. Après 5,8 années, aucune mortalité reliée à l’implant n’a été déclaré. De plus, il 

n’y avait aucune évidence de formation d’anévrisme, de rupture ou d’infection de la prothèse et 

de calcification ectopique. Un patient a eu une thrombose partielle qui a été traité avec succès 

grâce à la prise de warfarine. Quatre patients ont subi des sténoses de leurs greffes, mais une 

angioplastie percutanée a permis de rétablir le flux sanguin avec succès.  

Ainsi, les échafaudages biodégradables synthétiques peuvent être modulés afin d’obtenir des 

pores appropriés pour la croissance, la migration et la prolifération cellulaire. Ils permettent 

également la production de ECM. Toutefois, les propriétés mécaniques appropriées n’ont 

toujours pas été obtenues pour des applications vasculaires de faible diamètre  [8]. De plus, une 

inquiétude est soulevée face à la possibilité de la présence de résidus de polymère pouvant 

entrainer une réponse inflammatoire [13]. 

1.3.3.2 Échafaudage naturel 

Les échafaudages biologiques/naturels consistent en l’utilisation de polymères, souvent 

composés de protéines et provenant de la nature, ce qu’on appelle biopolymères. Les cellules 

peuvent reconnaître des sites d’adhésion sur les biomatériaux naturels notamment lorsque 

ceux-ci font partie de la ECM. Les échafaudages naturels comprennent, entre autres, le 

collagène, l’élastine, la fibrine, la soie, l’acide hyaluronique et le chitosane [13, 89-100].  

Le premier échafaudage naturel avec cellules a été produit par Weinberg et al [101]. Il était 

composé de collagène ensemencé de VSMC, de fibroblastes et de EC. L’échafaudage a été 

renforcé par un tissu méché de Dacron; cependant la pression de rupture n’a pas été atteinte 
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tout comme la résistance à la fatigue. La quantité de cellules ensemencées a également été 

variée et une différence de remodelage a été aperçue.  

Par la suite, d’autres se sont penchés sur le remodelage que les cellules effectuaient sur le 

collagène. Pang et al. [102] ont démontré l’alignement des fibres de collagène dans la direction 

des SMC, mais également de leurs filaments d’α-actine à l’intérieur de 24h. Ils ont également 

démontré la migration de ces mêmes cellules à l’intérieur du gel de fibres en fibres. Les fibres 

où les cellules ont adhérées reviennent partiellement à leur position initial suite à un remodelage 

qui quant à  lui permanent. 

Berglund et al. [103] ont combiné l’utilisation d’un support de collagène déshydraté avec un 

échafaudage de collagène hydraté qui a été ensemencé par des cellules vasculaires. Le 

remodelage est toujours présent dans ce type d’échafaudage; plus lents dans les premiers jours 

des échafaudages avec support de collagène déshydraté réticulé, mais la compaction est la 

même pour un support réticulé ou non à la fin de la culture. La résistance à la traction et le 

module élastique ont tous deux été augmentés par la présence d’un support déshydraté. De 

plus, la réticulation des supports permet d’obtenir de meilleures propriétés mécaniques. 

Berglund et al. [104] ont également introduit de l’élastine dans des échafaudages de collagène 

afin d’augmenter les propriétés mécaniques de ces derniers. La résistance à la traction et la 

rigidité des échafaudages ont augmenté de 11 fois avec l’élastine versus 4 fois sans. L’élastine 

a permis d’améliorer les propriétés élastiques de l’échafaudage; cependant elle ne permet pas 

d’améliorer les propriétés suffisamment pour résister aux conditions physiologiques. 

La fibrine a aussi été utilisée seule ou en mélange avec le collagène afin de former des 

échafaudages. La fibrine seule permet tout autant le remodelage par les cellules vasculaires 

que le collagène. Tout comme avec le collagène, les échafaudages ensemencés par des 

cellules améliorent les propriétés mécaniques. L’utilisation de stimuli mécaniques permet 

également d’améliorer les propriétés mécaniques. Néanmoins, les propriétés adéquates pour 

l’implantation ne sont pas atteintes [89, 90, 97, 105]. 
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Les avantages des échafaudages naturels sont leur biocompatibilité et la possibilité de les 

former ou couler sous toutes les formes. Ils permettent également d’incorporer les cellules à 

l’intérieur des gels avant gélification permettant ainsi aux cellules d’avoir un environnement 3D, 

qu’elles préfèrent [14]. Toutefois, les propriétés mécaniques adéquates restent difficiles à 

atteindre avec ce type d’échafaudage.  

1.3.4 Stratégie d’amélioration des propriétés mécaniques 

Plusieurs techniques sont utilisées afin d’améliorer les propriétés mécaniques des substituts 

vasculaires créés par ingénierie tissulaire, telles que des techniques physiques, biochimiques et 

mécaniques qui peuvent s’appliquer autant aux échafaudages qu’aux cellules vasculaires. En 

effet, ces stimulations extérieures  permettent d’influencer et de contrôler les propriétés 

mécaniques des échafaudages, mais également  d’influencer le comportement cellulaire.  De 

nombreux exemples sont décrits dans la littérature. 

Par exemple, Orban et al. [106] ont démontré l’augmentation significative de la pression de 

rupture de gels de collagène grâce à la transglutaminase qui a un effet de réticulation. La 

pression de rupture est passée de 46 ± 3 mmHg à 71 ± 4 mmHg pour un échafaudage sans 

réticulation et avec réticulation, respectivement. Girton et al. [107, 108] quant à eux ont utilisé la 

glycation pour la réticulation de gels. La glycation est une technique de réticulation des groupes 

amines qui est induite via des polysaccharides (sucre) tels que le glucose ou le ribose. Cette 

réticulation a permis d’atteindre un  module élastique circonférentiel à 1025 kPa alors qu’il était 

seulement de 63 kPa initialement.  

Seliktar et al. [109] ont défini une augmentation des propriétés mécaniques par l’utilisation d’une 

stimulation mécanique de 10% de déformation. Les substituts après 4 et 8 jours de culture 

dynamique ont augmenté leur limite d’élasticité, contrainte maximale, module d’élasticité et 

déformation maximale en comparaison avec leur contrôle en condition statique. À 8 jours, une 

augmentation de la limite d’élasticité de 250% a été démontrée ainsi qu’une augmentation du 
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module d’élasticité de 108%. Ils ont également démontré un meilleur remodelage des cellules 

de la construction vasculaire à 8 jours de stimulation mécanique.  

Solan et al. [83, 84] ont utilisé une stimulation mécaniquement sur une période de 7 jours sur 

des échafaudages de PGA contenant des cellules. Ils ont utilisé des fréquences de stimuli de 0 

battement par minute (bpm), de 90 bpm et 165 bpm. Les substituts sous des fréquences de 90 

et 165 bpm ont démontré avoir des quantités plus élevées de collagène dans leur matrice. De 

plus, les fréquences de stimuli ont permis d’augmenter aussi l’activation des métalloprotéinases 

de type 1 (MMP1) et des inhibiteurs tissulaires de MMP1 (TIMP1), démontrant ainsi une 

meilleure activité de remodelage. L’augmentation de la pression de rupture pour les 

constructions sous fréquences a été également démontrée, mais n’a  pas néanmoins permis 

d’atteindre   celle des veines saphènes. 

Diverses études ont mis en évidence que les propriétés mécaniques des échafaudages 

synthétiques et naturels sont grandement améliorées lorsque soumis à une stimulation 

dynamique par déformation [83, 105, 110-112]. Cette augmentation des propriétés mécaniques 

est due aux cellules qui se retrouvent à l’intérieur des constructions. En effet, la déformation est 

ressentie par les cellules et permet à ces dernières de remodeler la matrice par adhésion des 

cellules, une activité catalytique des cellules de la matrice et production de ECM. Les cellules 

adhèrent à la matrice puis densifient cette dernière lors de leur orientation [102, 109]. L’activation 

des métalloprotéinases indiquent une activité catalytique des cellules et donc également le 

remodelage de l’échafaudage [103]. Cette activité est aussi augmentée lors de stimulation 

mécanique dynamique [84, 113]. La cellule produit également du collagène et de l’élastine en 

plus grande quantité sous stimulation dynamique [89, 105, 111, 114, 115]. Tous ces paramètres 

font que par stimulation dynamique, la vitesse de remodelage est grandement amplifiée.  

1.3.4.1 Techniques de stimulation mécanique 

Les artères sont continuellement assaillies de stimulations mécaniques comme la pression, le 

flux sanguin (cisaillement) et la déformation. Afin de simuler un ou plusieurs de ces stimuli 
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physiologiques, différentes techniques de stimulation mécanique des cellules et des tissus ont 

donc été développés.  

1.3.4.1.1 Cisaillement 

Afin d’imposer un cisaillement à une construction vasculaire, un flux de milieu de culture est 

appliqué selon trois méthodes principales: chambres d’écoulement à flux, systèmes de cône et 

plaque et systèmes d’agitation orbitale (figure 11). 

 

Figure 11: Trois méthodes courantes d'imposition de contraintes de cisaillement [43]. En haut à 
gauche méthode d’application de cisaillement à système de cône et plaque, en haut à droit 
système d’agitation orbitale et au bas de l’image un système de chambre d’écoulement à flux. 

La chambre d’écoulement de flux impose des contraintes de cisaillement en écoulant un fluide 

dans un conduit. L’écoulement du fluide, habituellement un milieu de culture, se fait sous 

pression et passe dans le conduit où se trouvent les cellules ou la construction vasculaire en 

culture [43]. Dans ce cas l’échafaudage et/ou les cellules subissent le flux. Le deuxième type de 

système utilise une plaque de culture dans laquelle des cellules et un milieu de culture se 

retrouvent. À l’aide de la rotation d’un cône, un flux est alors appliqué aux cellules dans la plaque 

de culture. La dernière variante de cisaillement imposé par un flux est similaire au précédent. 

Le flux de cisaillement rotationnel, dans ce cas, est appliqué grâce à un agitateur orbital [43]. 

Ainsi et contrairement à la rotation en présence d’un cône, aucun autre matériel n’est en contact 

avec le milieu de culture, et c’est seulement la force rotationnelle qui permet d’obtenir cette 

contrainte de cisaillement.  



 

29 
 

1.3.4.1.2 Déformation 

Une autre méthode de méchanostimulation est la déformation de membrane flexible sur laquelle 

se retrouve une culture cellulaire ou de tissus d’ingénierie. Les déformations appliquées au 

substrat sont soit uni-, bi- ou équi-axiale. Ces déformations peuvent être appliquées par 

différents modes d’action : déformation par tension, déformation à l’aide d’un plateau (figure 12), 

déformation à l’aide d’un vide (figure 12) et déformation à l’aide d’une pointe arrondie (figure 

12). Ces déformations imitent la déformation des parois des vaisseaux sanguins par la pression 

du pouls.    

 

Figure 12: Mode d'action des déformations sur membrane flexible [43]. En haut, système de 
déformation à l’aide d’un plateau, au centre système de déformation à l’aide d’un vide et au bas 
système de déformation à l’aide d’une pointe arrondie. 

La déformation par tension consiste à déformer dans le même plan une membrane flexible. 

Lorsqu’une force unilatérale est appliquée, la membrane flexible est allongée dans la direction 

longitudinale et si la partie latérale de la membrane n’est pas fixée en place, celle-ci se rétrécira. 

Lors de l’application d’une force bi-axiale, le substrat est déformé dans deux directions 
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perpendiculaires sur le même plan.  Une déformation équi-axiale implique la déformation de la 

membrane flexible dans toutes les directions d’un même plan. La déformation à l’aide d’un 

plateau plein ou creux permet de déformer une membrane flexible en déplaçant verticalement 

sous la membrane le plateau. Le type de déformation appliqué dépend de la forme du plateau. 

La déformation à l’aide d’un vide consiste à l’application d’un vide dans la chambre sous la 

membrane flexible. La membrane sera alors aspirée et déformée. L’utilisation d’un pilier fixe 

sous la membrane permet également de modifier le type de déformation appliquée et de garder 

la déformation dans le plan. La déformation par pointe arrondie permet de déformer le substrat 

en déplaçant verticalement, longitudinalement ou par rotation la pointe arrondie sous le substrat 

pouvant ainsi appliquer différents types de déformations. 

Il est également possible d’imposer des déformations à des échantillons tubulaires cellularisés 

par l’imposition d’une pression à l’intérieur du tube qui amène une distension de l’échantillon 

tubulaire.  

La dernière façon d’appliquer des stimulations mécaniques est en combinant l’application d’un 

flux aux déformations mécaniques. Ce type de stimulation ne permet pas de distinguer si la 

déformation ou le flux est le plus affluent. Cependant, il se rapproche le plus de la réalité du 

système circulatoire. Par exemple, des échantillons tubulaires seront perfusés par un liquide 

permettant l’application d’un cisaillement et d’une pression sur les parois des échantillons. 

Bien sûr, que l’application de la stimulation soit par cisaillement, déformation ou les deux, les 

forces appliquées seront calculées afin d’établir la relation entre la stimulation et la réponse 

cellulaire. 
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2. Objectifs 

2.1 Approche du laboratoire 

Le laboratoire de biomatériaux et bioingénierie de l’université Laval se spécialise en recherche 

cardiovasculaire. L’équipe travaille sur la régénération tissulaire vasculaire à base 

d’échafaudage de collagène qui a été extrait à partir de tendon de queue de rat. Un protocole 

d’extraction de collagène à partir de tendon de queue de rats a été développé par l’équipe 

permettant d’obtenir un matériau stockable et reproductible [116]. 

L’investigation du collagène a démontré qu’il n’augmentait pas la formation de caillot sanguin, 

ne modifiait pas les propriétés viscoélastique du sang, malgré une légère activation des 

plaquettes. Il permet également l’adhésion et la prolifération des cellules [98, 117]. Cependant, 

les propriétés mécaniques du collagène sont faibles et doivent donc être améliorées. Différentes 

techniques physiques, biochimiques et cellulaires ont donc été développées et utilisées à cette 

fin. 

Par exemple, les UVs (Ultra-Violet) ont été utilisés sur ces gels de collagène et les propriétés 

mécaniques de ceux-ci ont été significativement augmentées grâce à cette technique qualifiée 

de physique [118-120]. L’adhésion et la prolifération cellulaire a légèrement diminué, mais 

permet tout de même un remodelage de l’échafaudage. Le pH, technique biochimique, a le 

même effet sur les propriétés mécaniques et biologiques des gels de collagène [120, 121]. En 

plus des UVs et du pH, la force ionique et la température influencent également les propriétés 

mécaniques. Une concentration en sel de 174 mM avec une température de 4 °C et un pH 10 

permet d’obtenir des modules des compressions 4 fois plus élevés que le contrôle [121]. La 

morphologie des gels, diminution des pores, est également changée par la température, le pH 

et la force ionique. Ainsi, ces techniques physiques et biochimiques, seules ou combinées, 

permettent d’augmenter les propriétés mécaniques tout en gardant une adhésion et une 

prolifération cellulaire adéquate à l’intérieur (ou dans) des gels. 
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L’ajout d’autres types de polymères dans les gels de collagène permet également d’augmenter 

les propriétés mécaniques et même d’obtenir des performances biologiques augmentées. En 

effet, Couet et al. [96] ont ajouté de la soie au collagène afin de former un  composite collagène-

soie. Ce modèle a démontré qu’une concentration de 39% de soie permettait de soutenir des 

pressions biologiques. En gardant la même approche, Paternotte et al. [100] ont démontré la 

faisabilité et la biocompatibilité des gels de composite de collagène-fibroïne de soie, suivie d’une 

étude plus approfondie sur les propriétés mécaniques et biologiques de ce composite. De 

Moraes et al. [122] ont démontré qu’un maximum des propriétés mécaniques est atteint avec 

50% de microfibres de soie, et que ces composites présentaient  une  perte de masse moindre 

comparée aux gels de collagène seuls. Les composites à 25 et 50% de soie démontrent 

également une augmentation de la prolifération des cellules de 20 et 40%. Weska et al. [123], 

par la suite, ont mis en évidence un module de compression 3 fois plus élevé, grâce à 

l’introduction de 0,2% de glucomannane de Konjac, dans les gels de collagène.  

Boccafoschi et al. [99] quant à eux ont effectué un remodelage et maturation de l’échafaudage 

en introduisant des cellules dans le gel de collagène et en utilisant un bioréacteur rotatif. Cette 

technique permet d’obtenir des propriétés mécaniques adéquates pour la manipulation et une 

maturation continue dans un bioréacteur imposant un flux et une pression. Le développement, 

design, contrôle et optimisation d’un bioréacteur à perfusion ont ensuite suivi. En effet, Bilodeau 

et al. [124] ont développé un bioréacteur qui permet d’imposer un flux continu ou pulsatile (50 à 

200 battements par minute) et perfusant la construction. Une force longitudinale et une 

contrainte axiale peuvent également être appliquées lors de la culture. Toujours dans l’objectif 

d’optimiser la maturation des gels à base de collagène, une étude de Couët et al. [125-128] a 

permis de démontrer que la maturation des constructions est influencée par différentes variables 

dynamiques comme le pH, le flux, la déformation mécanique, la température, les facteurs de 

croissance et la force ionique. Le suivi de ces variables lors de la croissance et la maturation 

permettrait une adaptation au fur et à mesure de l’environnement du bioréacteur et d’obtenir 

ainsi un environnement optimal à chaque étape de maturation. Les bioréacteurs permettent 

d’imposer des contraintes pseudo-physiologiques aux constructions faites de collagène et de 

cellules, et la mécanotransduction des cellules permet ensuite le remodelage de l’échafaudage 

et le développement d’une structure de régénération vasculaire.  
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2.2 Objectifs du projet de recherche 

Ainsi, les objectifs de ce projet s’articulent autour de la stimulation des SMC pour la 

réorganisation, l’alignement, l’amélioration des propriétés mécaniques, et donc, le remodelage 

des structures d’échafaudage de gel de collagène. Ces objectifs permettront d’établir la 

stimulation mécanique optimale pour la croissance, le développement et le remodelage des 

constructions à base de collagène et de transférer ces données au contrôle de bioréacteur.  

Le premier objectif spécifique est l’effet de la déformation mécanique sur les SMC. L’alignement 

des SMC et des fibrilles de collagène a été étudié ainsi que le remodelage induit par les cellules 

suite à une déformation de 25%. Le premier défi a été de développer un système de stimulation 

mécanique adapté à nos échantillons. Le chapitre 3 décrit le design et la caractérisation du 

système de stimulation et démontre le remodelage que les SMC ont effectué sous stimulation 

mécanique. 

Le second objectif spécifique porte sur l’effet de la fréquence des déformations mécaniques sur 

les SMC à l’intérieur d’un gel de collagène. Le défi, dans cette partie, a été le design et le 

développement d’un système permettant la culture des gels de collagène avec SMC sans 

détachement de ces gels de la surface de stimulation. En effet, le remodelage intensif que subit 

la construction lors de stimulations mécaniques, contraint la forme des gels pouvant être utilisée, 

et du fait même, la déformation pouvant également être appliquée. Le chapitre 4 expose 

l’influence de la fréquence des stimulations mécaniques sur les SMC. 
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3.1 Résumé 

Les maladies vasculaires sont préférentiellement traitées en remplaçant le vaisseau atteint par 

une greffe autologue. Quand ce n’est pas possible, un greffon synthétique est alors utilisé. Ces 

prothèses synthétiques ont un faible taux de succès pour les vaisseaux de petit diamètre (<6 

mm). L'ingénierie tissulaire vasculaire vise à améliorer les performances de ces substituts. Des 

bioréacteurs sont alors utilisés  afin de simuler l'environnement mécanique et biochimique du 

vaisseau naturel. Pour cette étude, un bioréacteur 2D a été conçu afin d’imposer une 

déformation dynamique à une membrane de silicone sur laquelle est déposé l’échafaudage de 

collagène et de cellules. Ces échafaudages sont  soumis à  un régime de déformation 

dynamique uniaxiale de 1 Hz pendant 48 heures. Le pourcentage de déformation imposé à la 

membrane de silicone a été évalué par ImageJ. L’orientation des fibrilles de collagène et des 

SMC a été analysée par microscopie électronique à balayage (abréviation en anglais : SEM 

désignant «scanning electron microscopy»). Les résultats démontrent l’importance du 

conditionnement mécanique sur l'alignement des cellules et  des fibrilles de collagène. 
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3.2 Abstract 

Diseases occurring to blood vessel are preferentially solved by replacing the vessel by an 

autologous graft. When it is not available, a synthetic graft is used which has low patency rates 

for small diameter (<6 mm) vessels. Tissue engineering of blood vessel aims to improve the 

performance of vascular substitutes. Bioreactors are used in vascular tissue engineering to 

mimic the mechanical and biochemical environment of blood vessel. A 2D bioreactor was custom 

made in order to impose a dynamical strain to silicone membrane receiving the collagen cell-

based construct. Collagen gels with vascular smooth muscle cells cultured inside were subdued 

to maturation under dynamical uniaxial stretch regimes at 1Hz for 48 hours. The percentage of 

deformation encountered by the silicone membrane was measured by ImageJ. Collagen fibrils 

and porcine smooth muscle cells (PSMC) orientations were assessed by scanning electron 

microscopy (SEM). Results show that the study of mechanical conditioning on cell activity is an 

important issue for enhancing the alignment of collagen fibrils. 
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3.3 Introduction 

Atherosclerosis, thrombus occlusion or aneurysms are all pathological diseases of arteries. To 

solve this health problem, in last resort an autologous graft is considered, but when none is 

available, the replacement of the diseased artery consists of a synthetic graft made of Dacron 

or Teflon. Synthetic grafts have been associated with excellent long term results in treating the 

pathology of large diameter arteries where the flow is high and the resistance is low. 

Unfortunately, the patency rates have been disappointing when they are used to replace small 

diameter (<6 mm) arteries [7, 10, 129]. Vascular tissue engineering aims to improve the 

performance of small diameter vascular substitutes. One of the avenues is using dynamical 

strain on cell containing scaffolds which is known to induce remodelling of the microstructure by 

the cells [109, 112, 130]. A study showed using a microscope and Image-Pro Plus 4.5.1 software 

that smooth muscle cells (SMCs) have a faster 90º alignment to the radial direction at 1Hz within 

12 hours than those at 0,5Hz, 1,5Hz and 2Hz when dynamically biaxially strain at 10% [131]. 

Moreover, fluorescent and reflection confocal microscopy with a Fast Fourier Transform to 

quantify the orientation showed that SMCs cultured statically inside collagen gel change the 

orientation of the collagen fibers from random to concordant with the SMCs [102]. Not only SMCs 

demonstrated to contract collagen gels, but also rat cardiac fibroblast. Rat cardiac fibroblasts 

cultured within a collagen gel with a statically biaxial load have, demonstrated by digital 

photographs, within 5 hours, significantly contracted the scaffold [132]. Other studies have opted 

to investigate the role of dynamical strain on cells like the effect of strain magnitude, 4% and 8% 

deformation, to human saphenous vein cells (HSVCs) [111] or the effect of 10% deformation at 

1Hz on a collagen-based adult rat aortic SMCs using a 3D bioreactor [109]. The strain magnitude 

influences the orientation of the cells. Actually, the authors found by multiphoton images two 

different orientations, oblique (8%) and perpendicular (4%) or parallel (4 and 8%), whether it was 

the superficial layers or the deeper layers respectively [111]. The 10% deformation study in a 

3D bioreactor showed by images from phase contrast microscopy that the SMCs were oriented 

circumferentially and were distributed homogeneously throughout the thickness of the vessel 

wall [109]. 
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An optimised organisation of the extracellular matrix is of outmost importance to one day obtain 

viable engineered blood vessel. Bioreactors are used in vascular tissue engineering to mimic 

the physiological environment of blood vessel i.e. the mechanical and biochemical environment. 

Thereby, they are also used to induce dynamical strain on construct. This study has been 

focused on the dynamical strain effect on smooth muscle cells using flexcell plates. In order to 

optimise the alignment of the collagen fibers, PSMCs were cultured inside a collagen gel 

subdued to deformation under a 1Hz uniaxial strain for 48 hours. Image J and scanning electron 

microscopy allowed evaluating the performance of the mechanical stimulation system and the 

alignment of the collagen-cell construct respectively. 

3.4 Materials and methods 

3.4.1 Mechanical stimulation system 

It consists of a custom made manufactured Teflon support (Usinage MCP inc., Quebec, QC, 

Canada) (Fig. 13, A) used to impose a uniaxial dynamical strain by vacuum. A ‘’Tissue Train 

Amino Culture Plate’’ (Flexcell International Corporation, Hillsborough, NC, USA) (Fig. 13, B) 

was mounted on the Teflon support using silicone joint for sealing. A quick star push-in fitting 

(Fig. 13, A) with polyurethane tubing (Festo, Quebec, QC, Canada) joined the Teflon support to 

a proportional air control valve (Proportion-Air inc., McCordsville, IN, USA) which is coupled to 

the a medical vacuum outlet. A computer using Labview program (National Instruments, 

LabView 8.0) interfaced to the proportional air control valve allowed the dynamical control of 

strain by vacuum. The collagen-cell-based scaffolds were subdued to maturation under 

dynamical uniaxial strain regimes at 1Hz for 48 hours. 
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Figure 13: Macro-photographs of the custom made mechanical stimulation system. A) Teflon 
support (102mm X 146mm X 35mm, elevation 23.25 mm X 34.25 mm X 9.60 mm) with a fitting 
and a grey silicone joint; B) 6-well (35mm diameter) plate made with silicone membrane (Flexcell 
International Corporation) seated on the Teflon support with joint (direction of the mechanical 
stimulation is indicated by the arrow); C) Side of theTeflon support with joint. 

3.4.2 Construct preparation  

Collagen type I was extracted from rat tails and processed as previously described in details 

[116]. Briefly, rat tail tendons were dissolved in acetic acid for 48 h, then the gellike mass was 

mixed in a blender, frozen, and lyophilized. The resulting sponge was mixed again with 0.02 N 

acetic acid at a dry weight to solution ratio of 4 mg/mL. The resulting solution was centrifuged, 

degassed in vacuum and sterilized as follows. The collagen solution was placed in dialysis bags 

(Spectra/Por 1, MWCO: 6 000–8 000) and soaked in acetic acid 0.02 N for 1 h followed by 1 h 

in a mixture of chloroform and water (1:99, v/v). Dialysis was continued in sterile 0.02 N acetic 

acid for 4–5 days. This solution was changed daily. Collagen gels were obtained by adding to 

the collagen solution (1) NaOH 1 M; (2) Dulbecco’s modified eagle’s medium (DMEM) X5 (Gibco, 

Invitrogen Corporation, Burlington, ON, Canada); (3) 4-(2-hydroxyethyl)-1- 

piperazineethanesulfonic acid (HEPES) 1M; (4) sterile water; (5) fetal bovine serum (FBS); (6) 

porcine serum (PS) and (7) Dulbecco’s modified eagle’s medium (DMEM) X1 containing (the 

medium contains cells when needed) 1 X 106 Porcine Smooth Muscle Cells (PSMCs) per mL 

giving a 1 X 105 cells/mL final concentration in the gel. PSMCs were cultured between third 

passage and 7th before being dispersed into a collagen-based cell suspension and cast into 
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gels. The construct is then incubated at 37ºC for 1h to jellify, thereafter 2 mL of culture medium 

(DMEM X1 added with 10% FBS, 10% PS and 1% Penstrep) is added on top of the construct. 

The dynamical strain ones are placed on the mechanical stimulation system in an incubator at 

37ºC, 100% relative humidity and 5% CO2 for 48 hours. 

3.4.3 Scanning electron microscopy 

Samples were washed once in 0.1 M cacodylate buffer and fixed for 2 hours at 4ºC with a 

solution of glutaraldehyde/cacodylate/water. Afterwards, samples were treated for 30 minutes 

with a solution of cacodylate/1% osmium tetraoxide/water, dehydrated through a graded ethanol 

series, dried with a critical point drier (CPD 7501 Fisons Instrument, Uckfield, England) and 

coated with gold-palladium. Observation were carried out with a Jeol JSM35CF scanning 

electron microscope (Soquelec, Montreal, Qc, Canada) under a 15 kV accelerating voltage. 

3.4.4 Image analysis  

Pictures of silicone membrane under deformation were analyzed using ImageJ freeware [133]. 

Basically, picture analyses consisted of measuring references lines traced on the silicone 

membrane. 

3.5 Results and discussion 

3.5.1 Mechanical stimulation system 

Before studying the effect of dynamical strain on the construct preparation, the calibration of the 

mechanical stimulation system had to be done. References lines were drawn on the silicones 

membrane and macro photographs were taken at different amplitude. Image J was used in order 

to evaluate the deformation. The custom made 2D bioreactor allows a dynamical stretch of the 



 

41 
 

6-well plate silicone membrane up to 25% of deformation. Also, the deformation made by the 

vacuum follows a linear regression (Fig. 14). 

 

 

Figure 14: Percentage of deformation of the Tissue Train-Amino Culture Plate's silicone 
membrane at different vacuum amplitude 

 
The blood vessel wall components like collagen and SMCs are normally under tension of about 

40% when the vessel is isolated [134]. The 25% deformation of the silicone membrane is 

obviously less than the normal tension; however, other studies have employed 10% or less 

deformation [109, 111, 131], thereby, our deformation moves closer to reality. 

3.5.2 Images analyses of collagen and porcine smooth muscle 

cells  

SEM images in Figure 15 show the influence of cells and dynamical strain on collagen based-

scaffolds with and without cells. At 200X of collagen of figure 15, a mostly homogeneous 

collagen surface is shown by construct without PSMC. Also, at higher magnification, it is possible 

to observe the random orientation of the collagen fibrils in collagen gel construct without cells. 
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Figure 15: SEM images of collagen, PSMCs with and without dynamical strain view at 200X, 
1800X, 4800X 

Unlike collagen construct, a protuberance is made by the cells when inside the collagen which 

is seen as white shade similar to cells shape (Fig. 15 at 200X of collagen with PSMCs). 

Moreover, in figure 15 at 1800X and 4800X of collagen with PSMC, they bind by their 

pseudopodia to the collagen fibrils which induced an elongation and alignment of the fibrils in 

the direction of the cell. These results are in accordance with Pang et al. whom seen that type 

of interaction after 24 hours of canine carotid SMCs in contact with collagen by fluorescence and 
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reflection confocal microscopy acquiring images in multichannels [102]. Furthermore, the PSMC 

demonstrates an ability to infiltrate the collagen gel. Indeed, at 1800X of figure 16, two 

pseudopods are seen as one is above the collagen gel and the other one creep into the collagen. 

Unfortunately, without strains the cells are randomly aligned in the collagen gel. 

 

Figure 16: SEM images of a PSMC pseudopod infiltrating the collagen matrix without strain. 

The dynamical uniaxial strain triggers a series of metabolic cascade which, among other things, 

allows the cells to orientate, proliferate and have a more pronounced fusiform shape [42, 102, 

135]. This is seen at 1800X of Figure 15 of collagen with PSMC and dynamical strain. Within 48 

hours, the PSMC has been able to align to the dynamical uniaxial strain causing the alignment 

of the collagen fibrils as well. At 200X (Fig. 15 of collagen with PSMC and dynamical strain), the 

waviness appearance could be attributed to the impressive drawing done by the cells to the 

collagen fibrils and the uncrimping of some collagen fibrils. Boerboom et al. have also seen this 

waviness in their study of HSVCs with 6 days of no applied loading followed by 2 weeks of 

dynamic straining at a frequency of 1 Hz [111]. The collagen density around the PSCM increased 

when the construct was dynamically strain as seen in Figure 15 at 1800X and the drawing done 

by the cell show a fissure. 

3.6 Conclusion 

The objective of this study was to investigate the effect of dynamical strain on the alignment of 

PSMCs within a collagen scaffold with the use of a 2D bioreactor. The 2D bioreactor allows a 
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dynamical stretch of the construct up to 25% which is in the range of deformation found in natural 

blood vessel. This dynamical constraint might play a primordial role in the alignment of collagen 

fibrils by triggering a cell adaptation as demonstrated by SEM analyses. Since the cells binds to 

the collagen fibrils, an orientation is seen around them in the whole construct. Dynamical uniaxial 

strain plays a crucial role in enhancing the alignment of collagen fibrils. Future works will focus 

on the effect of dynamical strain rate change on the relation between the alignment of collagen 

fibrils by PSMC and the increase of mechanical properties of collagen-cell construct. 
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4.1 Résumé 

Malgré les efforts injectés dans l'ingénierie des tissus vasculaires au cours des trente dernières 

années, la translation vers la clinique de constructions d’artère d'ingénierie est loin d'être un 

succès. Une approche commune dans le domaine, pour améliorer la régénération de l'artère, 

est l'utilisation de stimuli mécaniques cycliques pour guider le remodelage cellulaire. Cependant, 

il y a un manque d'information sur l'effet des déformations cycliques sur les cellules dans un 

environnement 3D. Ce travail s’inscrit dans cet objectif, et explore l'effet d’augmenter 

progressivement la fréquence sur des constructions de collagène ensemencées de HUASMCs. 

Les résultats démontrent que l’augmentation progressive de la fréquence d’une contrainte 5 % 

permet un plus grand remodelage des constructions par les HUASMCs par rapport aux 

échantillons soumis à des fréquences de 1 Hz. L'expression des gènes de collagène, d'élastine 

et de MMP-2 est conservée dans le temps lorsque les échafaudages sont soumis à une 

augmentation progressive de fréquence, alors qu’elle est plus faible avec une fréquence 

constante de 1 Hz. Les propriétés viscoélastiques des matériaux obtenus sont également 

améliorées. Pris ensemble, ces résultats démontrent une désensibilisation des HUASMCs dans 

le temps aux contraintes mécaniques cycliques. L’étude de l'effet de la contrainte cyclique sur 

les SMC dans un environnement 3D pourrait ainsi conduire à une optimisation des stratégies de 

contrôle de bioréacteurs pour la maturation et la régénération des tissus. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

47 
 

4.2 Abstract 

Notwithstanding the efforts injected in vascular tissue engineering in the past thirty years, the 

clinical translation of engineered artery constructs is far from being successful. One common 

approach to improve artery regeneration is the use of cyclic mechanical stimuli to guide cellular 

remodeling. However, there is a lack of information on the effect of cyclic strain on cells within a 

3D environment. To this end, this work explored the effect of gradual increase frequency on 

HUASMCs embedded in collagen. The results demonstrate that gradual increase frequency of 

5 % strain allows a greater remodeling by HUASMCs compared to 1 Hz samples. The expression 

of collagen, elastin and MMP-2 gene is conserved overtime whereas 1 Hz samples show lower 

amounts. The viscoelastic properties are also enhanced by gradual increase frequency. Taken 

together, these results show a desensitisation of HUASMCs overtime to cyclic mechanical strain. 

Thereby, the investigation of the effect of cyclic strain on SMC in 3D environment could lead to 

optimise control strategies of bioreactors for tissue maturation and generation. 
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4.3 Introduction 

Vascular tissue engineering aims to produce viable blood vessels in vitro able to ensure 

physiological functions in vivo. Technologies from both the engineering and biological fields have 

been applied to enable the generation of engineered blood vessels. Notwithstanding the efforts 

injected in vascular tissue engineering in the past thirty years, the clinical translation of 

engineered artery constructs is far from being successful. One of the key challenges toward the 

development of functional engineered vascular tissue is the ability to control cell function in 3D 

constructs and consequently tissue maturation. In literature, a common approach to face this 

issue consists in exploiting the ability of the cells to sense mechanical stimuli in their environment 

and to adapt their behavior by transforming mechanical cues into signaling pathways, a process 

defined as mechanotransduction. Since natural blood vessels and vascular smooth muscle cells 

(vSMCs), the main cell type in the vascular wall,  are constantly subjected to cyclic mechanical 

strain corresponding to 2 % to 18 % deformation at 1 Hz [136], cyclic stretch has been regularly 

used to investigate the response of vSMCs to physiological mechanical stimuli. Those studies 

have shown that cyclic strains influence smooth muscle cells (SMCs) behavior like growth, 

alignment, phenotype, functionality, as well as the extracellular matrix remodeling and deposition 

[44, 137, 138]. However, conflicting results have been reported on the response of SMC to cyclic 

mechanical stimuli [45, 84, 109, 111]. Indeed, the use of different experimental setup and SMCs 

types complicates the analyses of the exact tendency of SMC response to specific cyclic strains. 

Further, models differ dimensionally from 2D to 3D, and responses of SMC to mechanical strain 

do not necessarily translate from 2D to 3D [46, 139]. For example, vSMCs exhibit an alignment 

in the direction of the strain when cultured within a scaffold matrix, however they aligned 

perpendicularly when cultured in 2D (classical culture) under cyclic strain higher than 2 % [109, 

114, 131, 140-143]. In addition, many studies have been conducted on the response of SMC in 

2D under cyclic strain, however only a few ones have examined the effect of cyclic strain on 

SMC in 3D in order to optimise control strategies of bioreactors for tissue maturation and 

generation [45].  

 

Moreover, the vast majority of studies undergone in 3D have examined the effect of cyclic 

mechanical stimuli with constant parameters of strain amplitude and frequencies [105, 144]. The 
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common parameters are ranging from 0 to 25 % for strain and 0 to 3 Hz for frequencies [45, 105, 

109, 145-147]. However, it has been highlighted that cells may adapt to constant mechanical 

conditioning, resulting in unwanted long-term decline in stretch effects [45, 105]. Thus, the 

introduction of rest period in the stretch regime appeared attractive, and have permitted to avoid 

this effect for bone and ligament tissue engineering [45, 148-150]. Furthermore, Syedain et al. 

[105, 144] have shown that incremental cyclic distension of fibrin gel embedded with porcine 

valve interstitial cells (PVICs) or neonatal human dermal fibroblast cells (nHDFCs) have increase 

mechanical properties and collagen deposition compared to constant cyclic distension and static 

control. To our knowledge, the adaptation of cardiovascular cells to cyclic distension has only 

been studied through incremental cyclic distension and the effects of incremental frequencies 

have not yet been explored. 

 

Instead of rest period and incremental cyclic distension, the original approach of this study is to 

introduce strains of gradually increased frequencies to human umbilical artery smooth muscle 

cells (HUASMCs) within a collagen matrix, allowing HUASMCs to remain within remodeling 

conditions. This was based on the hypothesis that strain frequency increment on SMC–collagen 

construct would better represent natural remodeling processes than rest periods. Therefore, in 

order to sort out parameters influencing SMC behaviors, the constructs were submitted to static, 

1 Hz and increasing frequency (from 0.1 to 1 Hz with gradual increase of 0.3 Hz every two days) 

and the matrices remodeling were assessed by optical and confocal microscopies, as well as 

qRT-PCR. This accurate technique allowed to evaluate gene expression of collagen and elastin 

as extracellular matrix proteins, and MMP2 for remodeling activities. Furthermore, stress-

relaxation tests permitted to assess the viscoelastic properties of the constructs when submitted 

to various mechanical strains. 
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4.4 Materiel and methods 

4.4.1 Cellularised scaffold preparation 

Collagen type I was extracted from rat tail tendons and processed as previously described to 

obtain a 4 mg/mL concentration [116]. The collagen was then mixed to a final concentration of 2 

mg/mL with 17 % of Dulbecco’s modified eagle’s medium 5X (DMEM 5X) (Gibco, Grand Island, 

NY, USA),  1.5 % of NaOH 1 M (Sigma, St Louis, MO, USA), 2 % of 4-(2-hydroxyethyl)-1-

piperazineethanesulfonic acid (HEPES) 1M (Sigma), 4.5 % of sterile water, and 25 % of DMEM 

1X (Gibco) supplemented with 10 % fetal bovine serum (FBS) (Gibco), 1 % penicillin-

streptomycin (PENSTREP) (Gibco), recombinant Human Fibroblast Growth Factor–basic (FGF) 

(2 ng/mL) (Gibco), Recombinant Human Epidermal Growth Factor (EGF) (0.5 ng/mL) (Gibco), 

ascorbic acid (1 µg/mL) (Sigma), insulin (5 µg/mL) (Santa Cruz Biotechnology, inc, Dallas, 

Texas, USA), hydrocortisone (1 µg/mL) (Sigma) and heparin (90 µg/mL) (Sigma). Cellularized 

constructs were obtained by suspending 2 X 106 human umbilical artery smooth muscle cells 

(HUASMCs) (Lonza, Walkersville, MD, USA) per mL in the DMEM 1X with supplements to obtain 

a final concentration of 5 X 105 HUAMSCs/mL in the construct. The collagen solution, 

cellularized or not, was then poured inside an adapted 6 wells Tissue Train-Amino Culture 

(Flexcell International Corporation, Hillsborough, NC, USA) plate to jellify for 1 hour. 

Supplemented DMEM was then added and the construct was left to further jellify for 23 hours in 

an incubator at 37 °C and 5 % CO2. 

4.4.2 Stimulation system  

Cyclic uniaxial mechanical strain was applied to the construct after 24 hours jellification by a 

vacuum custom made system. A machined Teflon support comprising 6 protuberant loading 

stations was used to apply deformation by vacuum to a 6 well silicone membrane Tissue Train-

Amino Culture plate. A medical vacuum outlet regulated by a proportional air control valve 

(Proportion-Air inc., McCordsville, IN, USA) joined to the Teflon support by a quick push-in fitting 

with polyurethane tubing (Festo, Quebec, QC, Canada) allows deformation of the silicone 
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membrane. A labview program (National Instruments, Labview 9.0) developed in our laboratory 

interfaced to the proportional air control valve allows to control the deformation applied. The 6 

well Tissue Train-Amino Culture plate was modified in order to obtain a rectangular molding in 

the wells by using a Silastic medical adhesive silicone, type A (Dow Corning, Auburn, MI, USA) 

for the delimitation. An anchoring system comprised of sterile gauze glued to the silicone 

membrane by the Silastic medical adhesive silicone, type A enabled collagen construct 

attachment and ensured deformation. A cyclic uniaxial mechanical 5.5 % strain was applied to 

the cell-based collagen construct for 7 days in an incubator at 37 °C and 5 % CO2. Two different 

frequencies of deformation was used, one was fixed at 1 Hz and the other one was gradually 

increased from 0.1 Hz to 1 Hz with increase of 0.3 Hz every two days. A static control with no 

deformation was used in this experiment.   

4.4.3 Confocal microscopy 

After 7 days of dynamic or static culture, samples were rinsed three times with Phosphate Buffer 

Serum (PBS) (Fisher Scientific, Ottawa, On, Canada) and fixed in 3.7 % paraformaldehyde 

(Sigma) in PBS for 20 minutes. The samples were then permeabilized with 3 % BSA (albumin 

from bovine serum) (Sigma) and 0.1 % saponin (Sigma) in PBS for 10 minutes. BSA and saponin 

were removed and the samples were rinsed once with PBS. DAPI (Sigma) and rhodamine-

phalloidin (Sigma) in 3 % BSA and 0.1 % saponin in PBS were poured on the samples and 

incubated for an hour. Samples were then rinsed three times with 0.05 % tween-20 (Sigma) in 

PBS and mounted for analyses with a FV1000 confocal microscope (Olympus, Richmond Hill, 

On, Canada). 

4.4.4 Histology 

After 7 days of dynamic or static culture, samples were rinsed three time with PBS and fixed in 

3.7 % paraformaldehyde in PBS for 20 minutes. Samples were then embedded in paraffin and 

sections of 5 µm were cut. Sections were deparaffinised with toluene and rehydrated with graded 

alcohol, refixed in Bouin solution overnight and then stained by a modified Masson’s trichrome 
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procedure. Three different dyes were used in order to differentiate between cells and ECM: 

Weigert’s iron hematoxylin solution was used for nuclei staining (dark); acid fuchsin and Xylidine 

ponceau solution was used for cells cytoplasm (red); and Light green SF yellowish solution for 

collagen (green). 

4.4.5 Total RNA extraction, cDNA synthesis and real-time qRT-

PCR Taqman analysis 

After 7 days of dynamic and static culture, samples were rinsed three times with PBS, flash 

freeze in liquid nitrogen and kept at -80 °C. Samples were kept frozen for disruption to obtain a 

powder which was then homogenize and total RNA was isolated using RNeasy plus mini Kit 

(QIAGEN, Germantown, MD, USA) following manufacturer protocol. RNA concentration was 

obtained with a nanodrop spectrometer. An amount of 180 ng of RNA was used to perform the 

reverse transcription with the QuantiTect Reverse Transcription Kit (QIAGEN) following 

manufacturer protocol. qRT-PCR was performed using 50 ng of cDNA previously obtained by 

reverse transcription, TaqMan gene expression assay targeting the HUASMCs markers collagen 

(col1a1, Hs00164004_m1), elastin (Hs00355783_m1) and matrix metalloproteinase-2 (MMP2, 

Hs00234422_m1) and TAQMAN universal Master mix II, with UNG all purchased from Applied 

Biosystems, Thermo Fisher Scientific. The TaqMan Gene Expression Assays protocol was 

followed and the gene transcript were measured by a 7500 Fast Real-Time PCR system (Applied 

Biosystems, Thermo Fisher Scientific, Waltham, MA, USA). All results were normalized to 

GAPDH (Hs03929097_g1, Applied Biosystems) and then a comparative study was made with 

static condition and HUASMC cultures on a flask. 

4.4.6 Stress-relaxation testing 

Samples were tested under unconfined compression with a Mach-1 V500CST mechanical 

testing system (Biomomentum, Laval, Qc, Canada). A strain of 10 % at a rate of 0.002 mm/s 

was imposed on the samples and maintained for 1500 s. The stress-relaxation cycle was 

repeated up to 50 % strain with 10% stepwise increase. The data were collected at a sampling 
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rate of 20 Hz. The analyses of the data is based on the approach of the combination of “bodies” 

made from two series-connected basic elements that behave like a spring and a damper [151-

153].  Such paired elements are called Maxwell bodies.  The spring reacts without delay to strain 

or load solicitations. On the other hand, the viscous damper is sensitive only to strain speed.  In 

this work, a model made of three Maxwell bodies in parallel as illustrated in the following figure 

was used.  

 

 

Figure 17: Viscoelastic model constituted of a spring associated in parallel with three Maxwell 
elements and residual stress (A) and representative stress-relaxation curve and slope of elastic 
equilibrium modulus (B). 

 
This configuration implies that both the damper and the spring are submitted to the same load. 

When such a body is submitted to a step strain, the load achieves a maximum followed by a 

relaxation described by a multiple exponential. The form of this equation is the following: 
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where � is called the time constant, G is related to the spring constant and η is related to the 

viscous damper. This equation includes 7 parameters. The water time constant is associated 
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with liquid behavior, the viscoelastic time constant is associated with chain rearrangements in 

the gel and the poroelastic time constant is associated with the migration of the liquid between 

pores. The correlation coefficients between the model and the experimental data are all above 

0.985. The residual stresses of each stepwise stress-relaxation were used to calculate the elastic 

equilibrium modulus. 

4.5 Results 

4.5.1 Confocal microscopy and histology 

Cellular morphologies were examined through confocal images of the three conditions. Samples 

of the static and 1 Hz conditions had a more compact actin filament network, closer to the 

nucleus of the cell, thus showing a more spindle shape, whereas the gradual sample showed an 

uncondensed filament network (figure 18). Moreover, gradual samples revealed a cell structure 

more aligned to the mechanical stimulus (figure 18, C) while static samples showed no particular 

orientation (figure 18, A) which is also seen in histology results through the orientation of collagen 

bundles.  

 

Results of histology showed remodeling within the collagen-based construct (figure 19) and a 

distinct remodeling process seems to have taken place within static samples. Indeed, a smoother 

surface of the collagen was reached, as seen in figure 19A, compared to constructs obtained 

with gradual and 1 Hz frequency strains where a greater surface roughness, a wavy like 

arrangement (figure 19, B, C) were obtained. Further, for these last conditions, both samples 

showed oriented bundles of collagen. Moreover, the 1 Hz sample also evidenceed a less dense 

and compact structure than the gradual construct.  
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Figure 18: Confocal images of static (A), 1Hz (B) and gradual (C) strain frequency 3D cellularised 
collagen-based scaffold stained with DAPI for the nucleus in blue and rhodamine-phalloidin for 
actin filament in red, scale bar 10 µm. 
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Figure 19: Phase contrast images of static (A), 1Hz (B) and gradual (C) strain frequency 3D 
cellularised collagen-based scaffold stained with Masson's trichrome staining (collagen in green, 
nuclei in black) after 24 hrs of static culture followed by 7 days of respective strain frequency 
based culture. Magnification: 10X and scale bar: 100 µm. 

4.5.2 qRT-PCR 

The expression of collagen, elastin and MMP-2 genes in the different constructs were therefore 

evaluated by qRT-PCR, and results were compared to the static condition and to HUASMCs 

cultured in a T175 cm2 flask (figure 20). For the collagen comparative expression, 1 Hz samples 

showed a lower expression than the static and gradual constructs as well as the HUASMCs 

(figure 20, A, B). The same tendency could be observed for elastin expression for all constructs 

when compared to static samples (figure 20, C). However, a significant difference in elastin 

expression between HUASMCs cultured in a flask and static and gradual constructs was shown: 

a 105 and a 61 fold increase of elastin expression in static and gradual samples, respectively, 

compared to HUASMCs (figure 20, D). Even though no significant differences could be seen 

between the different constructs for other comparison, there was a tendency of lower expression 

levels for collagen, elastin and MMP-2 for constructs strained at a 1 Hz frequency.  
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Figure 20: Comparative RT-qPCR analysis of collagen (A, B), elastin (C, D) and MMP-2 (E, F) 
expression to the static samples (left column) and to HUASMC (right column) cultured in a flask. 
Asteriks represents statistically significant differences (n≥3, p<0,05). 

4.5.3 Mechanical analyses 

The results of stress-relaxation methods showed that every time constants associated with the 

liquid behavior are significantly different from each other (figure 21). The native collagen which 

is highly hydrated exhibited a large amplitude of the short time constant and a small amplitude 

of the long-time poroelastic constant. Only the 1 Hz sample exhibited a trend similar to the native 

collagen gel which could be explained by the construct morphology. The static sample exhibited 

an increase in long-time poroelastic constant compared to collagen and 1Hz samples, however 
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lower than for the gradual construct and the saphenous vein which showed the highest long-

time poroelastic constant. 

 

The elastic equilibrium modulus of static and gradual samples were similar, 427 Pa and 428 Pa 

respectively, whereas the 1 Hz samples have shown no residual elasticity meaning that the 

remodeling was not as efficient for this condition.  

 

 

Figure 21: Relative amplitude of the short (white), medium (grey) and long (black) time constant 
of collagen without cells (col), collagen embedded with HUASMC in static (static), 1 Hz (1Hz), 
and gradual (gradual) frequency applied and saphenous vein. Asteriks represents statistically 
significant differences (n≥3, p<0,05). 
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Figure 22: Elastic equilibrium modulus of static, 1 Hz and gradual frequency of samples. Asteriks 
represents statistically significant differences (n≥3, p<0,05). 

4.6 Discussion 

One of the major challenges in vascular tissue engineering is finding the appropriate remodeling 

of the scaffold by the cells. To obtain that, strategies include biochemical and biomechanical 

conditioning of the cells. Biomechanical conditioning like cyclic mechanical stretch in 2D has well 

known effect on cells. However, cells adhere to substrate and translate differently mechanical 

cues when in 3D environment. Moreover, only minimal investigation on cyclic mechanical stretch 

effect on cells in 3D construct compared to 2D has been done. In order to obtain optimal control 

strategies for appropriate remodeling, investigation into the parameters of cyclic stretching is of 

upmost importance.  

 

Remodeling under increasing frequency of cyclic mechanical stretch was investigated here and 

has shown a greater orientation of the cells in the direction of the strain. It has also shown an 

orientation of the collagen bundles formed by the remodeling action of the cells which is seen in 

both 1 Hz and gradually increased frequency samples. Thus, an orientation in the direction of 
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the strain in 3D construct under cyclic mechanical strain implies that proper orientation cues be 

transmitted to the cells. 

 

The remodeling action by the cells involves the reorganisation of the matrix by the secretion of 

new extracellular matrix (ECM) and matrix metalloproteinases (MMPs) for the degradation of the 

existing matrix [146]. Samples that were cyclically strained at 1Hz exhibited a downregulation in 

collagen, elastin and MMP-2 expression. This would explain the less compacted aspect of those 

samples as characterized by histology. A stabilisation of the collagen and elastin expression 

after eight days of 10 % strained at 1 Hz frequency compared to static control that continues to 

upregulate have been observed by Seliktar et al. for constructs with human aortic smooth muscle 

cells (HASMCs) embedded in collagen [112]. This trend was also noticed for collagen synthesis 

in constructs seeded with human saphenous vein cells (HSVCs) strained at 4 % and 8 % at 1 

Hz frequency during 2 weeks (6 days of static culture followed by 2 weeks of dynamic culture)  

[111], whereas Syedain et al. [105] have demonstrated no differences in collagen production for 

porcine valve interstitial cells (PVICs) seeded-construct at 0.5 Hz frequency strained at 2.5, 5 

and 10 % for 3 weeks of dynamic culture (3 weeks of static culture followed by 3 weeks of 

dynamic culture). However, the same group [105] have shown an increase in collagen deposition 

at 15 % distension and even higher collagen deposition with incremental cyclic distension 

compared to static control. As previously described in literature, the range of beneficial strain 

and stress varies with cell types [45, 109, 112], however our results of incremental frequencies 

suggest a sustain and beneficial activity of cyclic stimuli even though low strain was used.  Other 

works have shown an increase in collagen expression or production when neonatal human 

dermal fibroblast cells (nHDFCs) within a construct where strained at 10 % and 1 Hz frequency 

for 24 hours (5 days of static culture and 24 hrs of dynamic culture) [110, 154]. However, only 

the last 24 hours of culture included dynamic culture which would suggest that cells were not yet 

desensitise to dynamic culture. Syedain et al. [105] have demonstrated that the adaptation time 

to constant mechanical stimuli would be smaller then 3-4 days. Furthermore, regarding MMP-2 

expression, published results seem also to exhibit the same tendency as collagen and elastin 

gene expression. For example, no difference has been seen for collagen constructs embedded 

with HASMCs submitted to 2.5 % strain and frequencies of 0.5 and 1.5 Hz compared to static 

control (72 hrs of static and 21 days of dynamic culture) [155]. Moreover, Asanuma et al. [156] 
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have shown no variation of MMP-2 between non stretch and 10 % cyclically stretch at 1 Hz 

samples for 24, 48 and 72 hrs, whereas a 50 fold increase was shown for stationary strained at 

5 % of human saphenous vein smooth muscle cells (HSVSMCs) seeded on collagen and 

chitosan gel. Those examples of downregulation or similarity between samples could indicate a 

desensitisation of the cells over time to the cyclic mechanical stimulus as seen in ligament and 

bone tissue engineering [45, 105]. This would be logic since no remodeling is seen in the human 

vasculature unless changes in mechanical cues or injuries are sensed [35, 112, 154, 156]. 

Thereby, gradual increase of frequency, as used in this work, could insure mechanosensitivity 

of the cells throughout tissue engineering process allowing more organized remodeling. 

 

This increase in remodeling activity of the cells by applying a gradual incremental frequency is 

also highlighted by the mechanical results, as seen in figure 21. Indeed, the various relaxation 

time constants clearly exhibited different tendencies depending on the mechanical strain 

imposed on the scaffolds. The time constant parameters are associated to liquid, chain 

rearrangements and migration of liquid between pores of the construct. The collagen scaffold 

being constituted of 99.8 % of liquid will therefore behave in part like water under compression. 

As the cells densify the collagen network, water is expelled from the scaffold and the chain 

rearrangements and the migration of liquid from pores to pores (poroelasticity) take more 

importance in the overall mechanical behavior. Indeed, as previously highlighted in figure 19, 

the 1 Hz sample is less densified than the gradual sample. Therefore its remodeling by the cells 

left greater zones between the collagen bundles where liquid can easily move. For the gradual 

sample the trend is reversed, due to the densification of the construct, thus restricting water 

movement. In those samples, the liquid is forced to pass through smaller pores within the 

construct which implement poroelastic behavior. As can be seen on figure 21, gradual samples 

exhibit similar chain rearrangements and poroelastic behavior as saphenous vein. 

 

The remodeling process of the scaffold produced residual stress in static and gradual frequency 

samples implying that there is an elastic behavior within those samples. However, collagen 

without cells (data not shown here) and 1 Hz samples show no residual stress, therefore they 

show no elastic equilibrium modulus. These results also evidence an incomplete and 

inappropriate remodeling process when constructs are submitted to 1 Hz cyclic mechanical 
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strains. Moreover, some studies of mechanical properties of static vs dynamic strain solicitation 

of constructs have shown no significant differences in elastic modulus [83, 145] and others have 

even shown lower elastic modulus for dynamic strain samples compared to static [111, 155]. 

Seliktar et al. [112] have demonstrated differences between rat aortic smooth muscle cells 

(RASMCs), human aortic smooth muscle cells (HASMCs) and human dermal fibroblast cells 

(HDFCs) embedded in collagen to static and 10 % dynamic strain at 1 Hz condition. RASMCs 

showed an increase in the modulus as well as HDFCs compared to static condition after 8 days, 

whereas HASMCs showed no significant differences, thus evidencing the differences in cells 

response to cyclic mechanical conditioning. It is also interesting to notice that even though 

remodeling processes have taken place in dynamic conditioning, it cannot necessarily be 

correlated with higher mechanical properties [112]. 

 

The present research suggests that these published results are related to a desensitisation 

phenomenon of human vascular smooth muscle cells to cyclic mechanical stimuli. However, a 

gradual increase of stimuli allows the cells to remain responsive leading to a more adequate 

remodeling process that in turn allows a mechanical behavior closest to the saphenous vein 

behavior. It also densifies the collagen structure and allows ECM proteins and MMP-2 

expression, suggesting a remodeling process that is beneficial both biologically and 

mechanically.  

4.7 Conclusion 

In this study, we have demonstrated that an incremental cyclic frequency have a positive effect 

on the remodeling process of vascular constructs. Even though no significant differences were 

seen in collagen, elastin and MMP-2 expression, a clear lower expression is seen in 1 Hz 

samples, whereas gradual increase of frequency have produced expression similar to static 

control. The application of increasing frequency brought similar time constants to saphenous 

vein and elastic equilibrium modulus similar to static. Together, these results show a less 

detrimental effect of increasing cyclic frequency on vascular cells within a collagen scaffold. 

Therefore, further studies gradually varying the strain and frequency would be needed to fully 

assess the influence of each on HUASMCs embedded in a collagen scaffold. Incremental strain 
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could be compared to incremental frequency to understand which imposes a more complete 

remodeling process as well as ECM synthesis leading to better mechanical properties, thus 

closer to the media artery behavior and histology.  
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5. Chapitre 5 : Discussion générale 

Ce travail s’est articulé autour de l’évaluation des paramètres de stimulation mécanique requis 

afin d’obtenir le remodelage adéquat pour une régénération tissulaire artérielle appropriée. Ce 

chapitre présente une discussion générale sur le travail effectué et sur les résultats obtenus tout 

au long de ce projet. Les méthodologies, techniques et défis rencontrés seront traitées, et les 

perspectives et travaux futurs seront énoncés. 

5.1 Conception de la plateforme de stimulation 

Afin d’imposer une déformation mécanique aux constructions de collagène avec SMC, une 

plateforme fut conçue. Cette plateforme s’incorpore sous une plaque de six puits comportant 

une membrane de silicone déformable (Tissue Train-Amino Culture Plate, Flexcell International 

Corporation, Hillsborough, NC, USA). Cette membrane flexible est par la suite déformée grâce 

à un vide imposé via la plateforme et contrôlé par un programme labview sur ordinateur (voir 

figure 29).  

La plateforme a été développée afin d’obtenir une déformation uniaxiale des constructions de 

collagène. Les dimensions de la plaque de 6 puits furent prises et ont été la base pour la 

dimension des plateformes. Quatre plateformes furent usinées selon les plans ci-bas (figures 23 

et 24). Le téflon a été déterminé comme matériel de choix pour le montage, dû à son faible 

coefficient de friction. Ainsi, la plateforme possède six protubérances qui s’insèrent au centre de 

chacun des six puits de la plaque. Les bouts arrondis des protubérances correspondent à la 

circonférence des puits (voir figure 23). Les arrêtes correspondent, quant à elles, à un vide sous 

la membrane de silicone de la plaque de six puits. Une fois machinée, les arrêtes de la 

plateforme furent arrondies quelque peu afin de diminuer la friction et les points de pression à 

ces endroits. La plateforme fut ensuite munie d’un raccord amovible relié aux tubes de 

polyuréthane, à une valve proportionnelle, contrôlée par ordinateur, afin d’imposer un vide 

dynamique sous la membrane de silicone de six puits de la plaque de culture et d’y imposer une 

déformation (voir figure 29).   
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Figure 23: Vue du dessus des dimensions en mm de la plateforme 
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Figure 24: Vue latérale des dimensions en mm de la plateforme 
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5.2 Modification de la plaque de six puits  

Lors des expériences du présenté au chapitre 3, il est devenu évident que les attaches natives 

incorporées aux membranes des plaques de six puits ne permettaient pas de retenir les 

constructions de gel de collagène avec SMC plus de 4 jours dû à la compaction exercée par les 

cellules (voir figure 25). La déformation dynamique imposée à la membrane de silicone de la 

plaque de six puits est transmise aux constructions lorsque celles-ci restent ancrées aux 

attaches. Une modification devait être apportée afin de permettre une culture en dynamique sur 

7 jours. 

 

 

 

Figure 25: Macrophotographie de la compaction des gels de collagène avec des PSMC après 4 
jours de stimulation mécanique dynamique (indiquée par la flèche). Chacun des puits ont un 
diamètre de 35 mm. 

 

La première modification apportée a été de coller des gazes stériles tout le long de la membrane 

où l’ancrage natif intégré à la membrane se retrouve (voir figure 26). Cependant, plusieurs gels 

de collagène avec cellules finissaient toujours par se déchirer avant d’atteindre les 7 jours de 

stimulation dynamique recherchés. En effet, une concentration de contraintes semble se créer 
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à la jonction du gel et de la gaze stérile, plus régulièrement aux coins de ceux-ci, entrainant une 

rupture des gels (voir figure 26).  

 

 

 

Figure 26: Macrophotographie de gels de collagène avec PSMCs ancrés par une gaze stérile 
collée à la membrane et la concentration de contrainte que la compaction cellulaire exerce 
(indiqué par la flèche). Chacun des puits possèdent un diamètre de 35 mm. 

  
Une deuxième modification a donc été effectuée, mais cette fois-ci en ajoutant une barrière de 

colle de silicone déformable (voir figure 27) permettant d’obtenir des gels de forme rectangulaire, 

de diminuer ainsi les concentrations de contrainte et donc les ruptures des gels. 
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Figure 27: Macrophotographie d'un puit d'une plaque de six puits de gel de collagène avec 
HUAMSCs lié à la membrane par des gazes stériles et délimité par une colle de silicone de 
grade médical. Le puit possède un diamètre de 35 mm. 

5.2.1 Calibration de la plaque de six puits suite aux modifications 

Une calibration du système de stimulation a été effectuée lors des premières expérimentations 

pour le premier article et est présentée au chapitre 3 (voir figure 14). Suite aux modifications 

effectuées, une deuxième calibration a dû être faite. Des lignes de références ont été apposées 

aux membranes de silicone afin de suivre les déformations imposées. Ensuite, des déformations 

à différentes amplitudes des membranes modifiées ont été effectuées et des images de ces 

déformations ont été prises. Les images ont ensuite été analysées par le programme imageJ. 

Les résultats de l’application d’un vide sous les membranes de silicone des plaques «Tissue 

Train» sont présentés à la figure 28. 
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Figure 28:Pourcentage de déformation des membranes de silicone des plaques «Tissue Train-
Amino» à différentes amplitudes de vide 

5.2.2 Choix de la colle 

Comme mentionné précédemment, des gazes stériles ont été apposées sur les ancrages déjà 

présents de la membrane de silicone déformable qui se retrouve à gauche et à droite des puits. 

L’adhérence des gazes stériles aux membranes de silicone a été faite par l’utilisation de colle. 

Deux choix de colle ont été retenus : une colle chirurgicale vétérinaire nommé 3M vetbond et 

une colle de grade médicale nommée silastic medical adhesive, type A.  

 

La colle 3M vetbond est une colle liquide à la consistance de l’eau et qui polymérise en quelques 

secondes au contact de tissu animal. Cependant, elle peut provoquer une réaction exothermique 

lorsqu’en contact avec du coton, du savon ou autres substance de base de nettoyage et des 

applicateurs de mousse de polyuréthane. Plusieurs essais furent effectués avec la colle afin de 

déterminer la toxicité et la réactivité du produit lorsqu’en contact avec la gaze stérile et la 

membrane de silicone sur les cellules. Les essais ont démontré une toxicité des produits de la 

colle sur les SMC. En effet, malgré la stérilisation des plaques et de la colle à l’éthanol 70% et 

trois rinçages au «phosphate-buffered saline» (PBS), un produit relargué dans le milieu de 

culture suite à l’ajout de la contruction de collagène et de milieu de culture fut remarqué. Ce 
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relargage entraina une toxicité cellulaire à l’intérieur des constructions. Cette colle a donc été 

écartée des choix. 

 

La colle silastic medical adhesive, type A est à base de silicone translucide sans solvant qui 

polymérise à température ambiante avec 50 à 60 % d'humidité. La résistance à la traction de 

cette colle est de 3,3 MPa et son élongation est de 450 %. Cependant, la polymérisation de cette 

colle prend 72 heures. Suite à des essais, la colle silastic medical adhesive, type A ne démontra 

pas de toxicité cellulaire. Elle fut également utilisée afin de former les barrières dans les puits 

pour obtenir des constructions rectangulaires. Grâce à son élongation de 450 %, la colle de 

silastic permet tout de même une déformation de la membrane des plaques de six puits «Tissue 

Train-Amino Culture».  

5.3 Caractérisation des constructions de gel de 

collagène cellularisées et non cellularisées 

5.3.1 Microscopie électronique à balayage 

Le chapitre 3 présente l’effet de l’application d’un stimulus mécanique supérieur à celui imposé 

par la pression sanguine sur les SMC après 48 heures d’application. Afin d’analyser l’alignement 

des fibrilles de collagène par les SMC la SEM fut utilisée. Cependant, les constructions de 

collagène tridimensionnelles (3D) et le séchage à l’air suite à la déshydration de ces types 

d’échantillons peuvent entrainer des déformations sévères et/ou l’affaissement de la structure. 

Ainsi, les techniques habituelles de fixation et de déshydratation des matériaux avec cellules ne 

peuvent être utilisées. Le point critique est un appareil permettant de conserver la structure 

intacte et de diminuer les effets de tension de surface de la construction. Après un passage dans 

des bains successifs d’éthanol afin de débuter la déshydratation, les échantillons continuent 

leurs déshydratations dans l’appareil de point critique. Cet appareil permet d’utiliser le dioxyde 

de carbone liquéfié qui a une surface de tension plus basse que l’éthanol utiliser dans la 

première partie du processus de déshydratation afin de remplacer le liquide se retrouvant dans 

les échantillons. La température et la pression du compartiment accueillant les échantillons en 
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présence de dioxyde de carbone liquéfié sont ensuite augmentées graduellement jusqu’à 

l’atteinte du point critique qui se situe à 31,1°C et 1072 PSI. Ce qui permet d’atteindre la phase 

gazeuse du dioxyde de carbone et d’assécher les échantillons. La température et la pression 

sont par la suite graduellement diminuées afin d’atteindre la température et pression ambiantes 

ce qui permet de récupérer des échantillons avec des structures intactes, non affaissés qui 

peuvent ensuite être observés au SEM.  

 

Une analyse par transformation de Fourier rapide bidimensionnelle (2D-FFT) a été effectuée sur 

les images SEM obtenues au chapitre 3. Cependant, ce type d’analyse nécessite des images 

où il y a absence d’entrecroisement des fibrilles de collagène, absence également 

d’inoccupation (par exemple vide créé par les entrecroisements des fibrilles de collagène et donc 

des pores), ainsi qu’un alignement uniforme des fibrilles de collagène, sans quoi un échec à la 

détermination de l’orientation des fibrilles de collagène s’ensuit [157]. Malheureusement, les 

images SEM de collagène et cellules ne répondaient pas aux critères susmentionnés, et la 

quantification de l’alignement des fibrilles n’a pu être effectuée. Seule une analyse qualitative 

s’en est suivie.  

5.3.2  Production de protéines de la matrice extracellulaire et de 

la MMP-2 

Lors des expérimentations, la production de collagène et d’élastine par les HUASMCs, ainsi que 

celle de la MMP-2 a été caractérisée par les techniques de Western Blot et de qRT-PCR. Les 

résultats de qRT-PCR ont été présentés au chapitre 4. Cependant, les résultats de Western Blot 

ont représenté des défis dus à la matrice de collagène. Puisque la production de collagène par 

les SMC devait être analysée et qu’une matrice de collagène de rat était déjà présente, des 

anticorps n’ayant pas de réaction croisée avec le collagène de rat ont été utilisés. Toutefois, 

cette matrice a causé un décalage des tailles de bandes de collagène, d’élastine et des protéines 

de phénotype des SMC. L’analyse par Western Blot devenait donc difficile à évaluer. De plus, 

la stimulation sur 7 jours ne permettait pas d’obtenir des quantités assez élevés d’élastine et 

des protéines de phénotypes pour être détectés par la technique de Western Blot. La technique 

de qPCR a donc remplacé celle de Western Blot puisqu’elle permettait d’observer les gènes 
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exprimés par les SMC. L’ARN des cellules est extrait par la lyse des cellules, puis des lavages 

appropriés par colonne sont effectués. L’ARN est ensuite transformé en ADN complémentaire 

puis analyser par qRT-PCR. Ceci permit de s’assurer que ce qui était observé provenaient 

réellement des SMC.  

5.3.3 Microscopie confocale 

Afin d’observer les SMC et les fibrilles de collagène, les constructions de collagène furent 

visualisées par microscopie confocale comme présenté au chapitre 3. Lors du marquage, les 

anticorps primaires sont incubés avec les constructions de collagène et SMC suivi d’une 

deuxième incubation avec des anticorps secondaires. Chacune des étapes du marquage est 

suivie de trois rinçages de PBS avec 0,05% de tween (solution détergente utilisé comme un 

agent de blocage des sites) qui permet de retirer le surplus de solution d’anticorps afin de 

diminuer les bruits de fond lors de la visualisation au microscope confocale. Cependant, lors du 

marquage des fibrilles de collagène, le gel de collagène absorbe une grande quantité des 

solutions de marquage utilisées et dès lors les images prises étaient floues et ne permettait donc 

pas de voir la construction dans son intégralité. Un ajustement du protocole de rinçage par la 

suite été effectué afin d’améliorer les images prises par microscopie confocale. Le rinçage des 

constructions suite aux marquages est effectué comme suit : 

 

- les constructions de collagène et SMC sont rincés trois fois au PBS avec 0,05 % de 

tween 

- les constructions de collagène et SMC sont ensuite déposées dans un bac de 14 L 

remplis de PBS avec une solution de tween à 0,05 % afin d’optimiser le rinçage, 

- Le temps de rinçage dans le bac de 14 L est d’une nuit. 

 

Cette modification a permis d’obtenir des images mieux définies des fibrilles de collagène dans 

les constructions n’ayant pas de cellules. Cependant, celles ayant des cellules sont apparues 

encore un peu flou. Ceci est expliqué par l’épaisseur du gel de collagène qui est d’environ 1 

mm, et est aussi dû à la compaction exercée par les cellules qui engendre une densité du gel 

plus importante. Cette épaisseur et compaction du gel avec le marquage crée alors un « bruit 
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de fond » sur les images prises par microscopie confocale. L’approche pour la visualisation des 

constructions suite aux marquages a donc été adaptée en conséquence. Ainsi, la stratégie 

retenue a été de ne pas marquer les fibrilles de collagène dans les constructions de collagène, 

avec ou sans SMC, et aussi en augmentant le nombre de rinçage au PBS contenant du  tween 

à 0,05 %, de 3 à 5 lavages. Ces modifications ont permis de visualiser clairement les SMC se 

retrouvant à l’intérieur des constructions et d’établir également leurs orientations. 

5.3.4 Caractérisation mécanique 

L’un des défis de l’utilisation de collagène en génie tissulaire est lié à ses faibles propriétés 

mécaniques. En effet, lors de l’extraction et la solubilisation du collagène, ce dernier perd sa 

réticulation naturelle et par le fait même également ces propriétés mécaniques si importantes 

pour son rôle de soutien dans le corps humain. L’introduction de SMC dans le collagène permet 

d’augmenter les propriétés mécaniques par mécanotransduction. Comme mentionné au 

chapitre 4, les SMC exercent un remodelage de la matrice de collagène qui entraine une 

densification du réseau de collagène et donc des propriétés mécaniques modifiées. Ainsi, une 

caractérisation mécanique des constructions de collagène et SMC est de mise. Cependant, 

malgré la densification du réseau de collagène, les constructions de collagène et SMC restent  

difficilement manipulables et délicates. Les essais de traction s’avèrent difficile à effectuer avec 

ce type d’échantillon rectangulaire 3D. Premièrement, les pinces afin d’agripper les 

constructions ne sont pas assez délicates et déchirent le gel. De plus, afin que les tests en 

tension soient fiables, les constructions doivent se déchirer vers le centre de l’échantillon, ce qui 

n’était pas le cas des constructions de collagène avec SMC. Celles-ci se déchiraient à la jonction 

des pinces et du gel. L’approche a donc été d’effectuer des  tests de relaxation de contraintes 

qui permettent d’obtenir des informations sur les propriétés viscoélastiques des matériaux, qui 

sont importantes dans le cas des artères. En effet, ce sont ces propriétés viscoélastiques de 

l’artère qui permettent à celle-ci d’ajuster l’épaisseur de la paroi et de maintenir la pression de 

perfusion [158]. Ainsi, des tests de relaxation de contrainte par compression non confinée a 

permis d’obtenir des informations importantes sur le comportement mécanique des 

constructions de collagène.   
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5.4 Limites et perspectives 

5.4.1 Limites du système de stimulation 

Lors des expériences, la déformation induite par vide sur  la membrane de silicone est transmise 

aux constructions de collagène. Les stimuli appliqués sont ensuite ressentis par les HUASMCs 

qui effectueront un remodelage de la matrice de collagène. Un remodelage est également 

effectué par les cellules sous condition statique. Ce remodelage entraine une densification du 

réseau de collagène par compaction par les HUASMCs et donc une diminution du volume de la 

construction. Puisque les gels sont adhérés à la surface de la membrane, au fur et à mesure 

que les HUASMCs contractent le gel, une tension à l’intérieur de la construction se crée. De 

plus, environ 57 % [159] de la compaction de la construction se fait à l’intérieur de 24 heures. 

Le protocole utilisé au chapitre 3 a laissé 24 heures en condition statique tous les échantillons, 

avant l’application d’une condition soit de stimuli mécaniques cycliques soit statiques. 

Cependant, la compaction se poursuit et peut atteindre jusqu’à 86 % à l’intérieur de 7 jours [159]. 

Ainsi, la contrainte cyclique ressentie par la construction cellularisée peut être augmentée de 

jour en jour par la tension à l’intérieur du gel. Il serait donc intéressant de mesurer la déformation 

mécanique appliquée au gel à tous les jours permettant ainsi d’ajuster la contrainte cyclique et 

de s’assurer de maintenir une contrainte constante tout au long de la stimulation. Par le fait 

même, il serait également intéressant d’analyser la tension exercée par les cellules sur le gel en 

condition statique tout au long de l’expérience. 

 

Finalement, ce système permet d’obtenir des constructions rectangulaires en trois dimensions; 

cependant celles-ci ne sont pas représentatives de la réalité dimensionnelle des artères. Un 

système permettant de stimuler mécaniquement des gels de collagène cylindrique serait plus 

approprié sachant que les cellules n’ont pas le même comportement selon l’environnement dans 

lequel elles se trouvent. 
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5.4.2 Limites des essais mécaniques 

Lors de la caractérisation des constructions de collagène, des tests de relaxation de contrainte 

ont été effectués. Ces tests ont permis d’évaluer le comportement viscoélastique des gels qui 

est une fonction essentielle au maintien de la pression adéquate dans les artères. Cependant, 

une autre information essentielle sur le remodelage de constructions est la pression à la rupture. 

Cette information permet de déterminer si la construction serait capable de résister à la pression 

artérielle et donc d’identifier si un remodelage adéquat a été effectué par les cellules suite à des 

stimuli mécaniques cycliques. Ainsi, comme mentionné précédemment, des gels de dimension 

cylindrique seraient également plus appropriés afin d’obtenir la pression à la rupture. 

5.4.3 Perspectives du projet de recherche  

Ce projet de recherche a permis de comprendre les effets des stimuli mécaniques cycliques sur 

les HUASMC et également sur d’autres cellules lorsqu’en environnement 3D. Comme démontré 

dans le chapitre 4, les HUASMC indiquent une diminution de la mécanosensibilité; il serait donc 

intéressant d’étudier le temps que cela prend aux HUASMC pour se désensibiliser. Ainsi, une 

étude pendant 7 jours où des échantillons seraient récoltés à tous les jours serait de mise. Ceci 

permettrait d’établir le remodelage et l’expression des gènes par les cellules et indiquerait le 

moment de désensibilisation. Conséquemment, il serait possible de savoir quand effectuer un 

changement des paramètres de fréquence afin d’optimiser le contrôle des fonctions cellulaires, 

et donc de la maturation du tissu régénéré.  

  

Lors des prochaines expérimentations, l’analyse du phénotype cellulaire par des marqueurs 

d’expression génique du phénotype contractile, comme la SM-MHC et la «smoothelin» et du 

phénotype synthétique comme la SMemb/non-muscle MHC, permettrait d’indiquer si les cellules 

possèdent le phénotype adéquat (celui retrouvé dans les vaisseaux sanguins). De plus, des 

informations supplémentaires sur le remodelage pourraient être obtenues en effectuant un 

Western Blot ainsi qu’une analyse qRT-PCR de la MMP-2 et de son inhibiteur. L’accumulation 
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de la MMP-2 et de son inhibiteur dans la construction se ferait par Western Blot, tandis que la 

qRT-PCR indiquerait l’expression des gènes au moment même. 

 

Finalement, comme mentionné précédemment, la translation du modèle rectangulaire vers un 

modèle cylindrique est une priorité. Une structure pour les cellules qui se rapproche de la réalité 

permettra d’établir de façon plus efficace les contrôles optimaux pour la maturation de tissu 

vasculaire régénéré. 
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6. Conclusion 

Ce travail de recherche a permis de mettre en avant l’effet des stimuli mécaniques cycliques sur 

les SMC cultivées à l’intérieur d’une matrice de collagène. Pour ce faire, un bioréacteur à 

stimulation mécanique 2D fut développé. Grâce à une plateforme et une plaque de culture de 

six puits, une déformation mécanique cyclique a été appliquée aux gels de collagène avec et 

sans cellules. La première étude consistait a démontrer l’influence de la déformation sur la 

microstructure des constructions cellulaires à base de collagène. Les constructions avec et sans 

cellules ont été mis sous condition statique et dynamique. Les déformations étaient de 25 % et 

se produisaient à une fréquence de 1 Hz. Il a été démontré qu’en seulement deux jours une 

réorganisation de l’échafaudage de collagène est effectuée. En effet, les SMC ont adhéré aux 

fibrilles de collagène permettant un alignement de ceux-ci parallèle aux cellules. Le remodelage 

étant beaucoup plus marqué lorsque la stimulation dynamique était présente. La dernière partie 

de ce travail démontre l’influence de la fréquence sur les HUASMC à l’intérieur de constructions 

de collagène. Cette étude démontre la désensibilisation des cellules aux stimuli mécaniques sur 

7 jours. L’augmentation graduelle de la fréquence (0,3 Hz à tous les deux jours) jusqu’à 

l’obtention d’une fréquence de 1Hz a, quant à elle, permis aux cellules de demeurer 

mécanosensibles.  

 

En conclusion, cette recherche a permis de répondre à certaines questions quant aux effets des 

stimuli mécaniques sur les cellules en environnement 3D. Une connaissance approfondie de 

ces effets sur les cellules en environnement 3D permettrait d’établir des paramètres optimaux 

pour les bioréacteurs qui seront utilisés pour la maturation de tissu régénéré.  
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8. Annexe 

8.1 Schéma du montage du système de stimuli 

mécanique cyclique 

Afin d’imposer une déformation mécanique aux constructions de collagène avec SMC, une 
plateforme fut conçue. Cette plateforme s’incorpore sous une plaque de six puits comportant 
une membrane de silicone déformable (Tissue Train-Amino Culture Plate, Flexcell International 
Corporation, Hillsborough, NC, USA). Cette membrane flexible est par la suite déformée grâce 
à un vide imposé via la plateforme et contrôlé par un programme labview sur ordinateur. L’image 
qui suit présente un schéma du système avec toutes ses composantes. 

 

Figure 29: Schéma du montage du système de stimuli mécanique cyclique 

8.2 Analyse MatLab 

Afin de faire l’analyse des données des essais mécaniques de relaxation de contrainte, le 
programme MatLab fut utilisé. Chacun des codes «Fit» donne un graphique et les coefficients 
représentés dans l’équation d’analyse. Seulement un exemple a été placé ici. Voici un exemple 
du codage : 
 
st1L=HzHUASMCcol4(:,5); 
st1T=HzHUASMCcol4(:,1); 
plot(st1L) 
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Figure 30: Graphique de la charge (Pa) en fonction du temps (s) de test de relaxation de 
contrainte 

st1L10=st1L(913:30921)+27.3; 
st1T10=st1T(913:30921)-st1T(913); 
st1L20=st1L(31825:61835)+27.3; 
st1T20=st1T(31825:61835)-st1T(31825); 
st1L30=st1L(62736:92745)+27.3; 
st1T30=st1T(62736:92745)-st1T(62736); 
st1L40=st1L(93650:123650)+27.3; 
st1T40=st1T(93650:123650)-st1T(93650); 
st1L50=st1L(124600:154550)+27.3; 
st1T50=st1T(124600:154550)-st1T(124600); 
Fit3TCLucie(st1T10,st1L10); 
Fit3TCLucie(st1T20,st1L20); 



 

90 
 

 

Figure 31: Graphique représentatif des Fit obtenus 

General model: 

     fitresult(x) = a*exp(-x/b)+c*exp(-x/d)+e*exp(-

x/f)+g 

     Coefficients (with 95% confidence bounds): 

       a =      0,2685  (0,2671, 0,2698) 

       b =       14,88  (14,74, 15,02) 

       c =      0,3595  (0,3584, 0,3606) 

       d =       121,3  (120,4, 122,1) 

       e =      0,6789  (0,6779, 0,6799) 

       f =        1161  (1152, 1170) 

       g =   -0,009817  (-0,01206, -0,007575) 

 
gof =  

 
           sse: 0.5280 

       rsquare: 0.9996 

           dfe: 30008 

    adjrsquare: 0.9996 

          rmse: 0.0042 

 
Fit3TCLucie(st1T30,st1L30); 
Fit3TCLucie(st1T40,st1L40); 
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Fit3TCLucie(st1T50,st1L50); 
st1P=statiqueHUASMCcol4(:,2); 
st1P(1)  
         -1,0989 
st1P([30910 61830 92740 123650 154550]) 

-1,0089 
-0,9189 
-0,8289 
-0,7387 
-0,6489 

 
 
 
 


