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RÉSUMÉ 

L’hème (protoporphyrine IX ferrique) libre dans le plasma est un marqueur distinct des pathologies 
hémolytiques comme le paludisme, la thalassémie et la drépanocytose. Ces pathologies sont toutes liées 
à une perte de masse osseuse (ostéoporose). Moreau et al. (2012) ont démontré, dans un modèle murin, 
qu’une hémolyse aiguë induite par une infection parasitaire (Plasmodium chabaudi adami) ou par un agent 
hémolytique (phénylhydrazine (PHZ)), diminue rapidement la minéralisation osseuse et entraîne une 
réduction notable, en 8 jours, de la densité des tissus osseux trabéculaires. Ces pathologies entraînent une 
hémolyse intravasculaire, provoquant une libération excessive d’hémoglobine et d’hème, ce dernier 
rapidement oxydé en hémine (HE), avec des concentrations plasmatiques pouvant excéder 20 µM. Cette 
perte rapide de masse osseuse a été reproduite in vivo par notre laboratoire chez des souris BALB/c 
recevant des injections intrapéritonéales d’HE (10 mg/kg pendant trois jours consécutifs sur deux 
semaines). Une diminution des concentrations sériques d’ostéocalcine (OCN), de propeptide N-terminal 
intact du procollagène de type I (P1NP) et de la phosphatase acide 5 tartrate-résistante (TRAP5b) 
suggèrent respectivement une réduction de la formation osseuse et du nombre d’ostéoclastes (OSCs). De 
plus, des résultats in vitro ont mis en évidence l’effet négatif de l’HE sur la migration des ostéoblastes 
(OSBs), ainsi que la fusion des précurseurs ostéoclastique et leur différenciation en OSCs mature.  

Sur la base de ces observations, nous avons analysé davantage les effets de l’HE sur la fluidité membranaire 
et la dynamique de l’actine, deux processus clés impliqués dans la migration, la fusion et l’adhésion 
cellulaire. Pour ce faire, la lignée cellulaire de l’ostéosarcome humain MG63 a été utilisée. Un test de 
migration a confirmé que l’HE retarde la migration des MG63. L’analyse par la technique de récupération 
de la fluorescence après photoblanchiment (FRAP) a démontré que l’intercalation de l’HE entraîne une 
rigidification transitoire de la membrane plasmique, avec un retour à la normale après 5 heures, 
concordant avec l’induction de l’hème oxygénase 1 (HO-1) qui catalyse la dégradation de l’HE. Bien que la 
rigidification membranaire induite par l’HE atteigne un maximum après environ 1 heure d’incubation avant 
de diminuer, elle ne semble pas constituer directement la cause du ralentissement de la migration, 
constaté qu’après 14 heures de traitement. Il est néanmoins possible que l’HE induise rapidement une 
signalisation cellulaire, dès les premières minutes ou heures d’exposition, qui initie ensuite un remodelage 
progressif du cytosquelette d’actine et contribue secondairement à la diminution de la migration. 
L’imagerie confocale des filaments d’actine (F-actine) et des monomères d’actine (G-actine), ainsi que 
l’immunobuvardage de la cofiline, une protéine auxiliaire augmentant la dissociation des F-actine, 
suggèrent ensemble que l’HE perturbe la migration ostéoblastique en modifiant la réorganisation du 
cytosquelette d’actine, possiblement en augmentant la forme active de la cofiline.  

Mots clés : Maladies hémolytiques, Hème/hémine, Remodelage osseux, Ostéoporose, Migration cellulaire, 

Fluidité/rigidité membranaire, Hème oxygénase-1, Dynamique de l’actine, Cofiline, Ostéoblaste/MG63 
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ABSTRACT 

Free heme (ferric protoporphyrin IX) in plasma is a hallmark of hemolytic pathologies such as malaria, 
thalassemia, and sickle cell disease. These conditions have all been linked to bone mass loss (referred to 
as osteoporosis). This phenomenon was observed in vivo by Moreau et al. (2012), where, in a murine 
model, acute hemolysis induced by either a parasitic infection (Plasmodium chabaudi adami) or a 
hemolytic agent (Phenylhydrazine) rapidly reduced bone mineralization and led to a significant decrease 
in trabecular bone tissue density in 8 days. These pathologies cause intravascular hemolysis, resulting in 
excessive release of hemoglobin and free heme, which is rapidly oxidized into hemin (HE), reaching plasma 
concentrations that can exceed 20 µM. This rapid bone mass loss was reproduced in vivo by our laboratory 
in BALB/c mice subjected to intraperitoneal injections of HE (10 mg/kg) for three consecutive days over a 
total period of two weeks. The decrease in serum concentrations of OCN, P1NP, and TRAP5b suggests a 
reduction in bone formation and osteoclast numbers, respectively. Additionally, in vitro results have 
highlighted the negative effects of HE on osteoblastic cell migration, osteoclast precursor fusion and 
maturation. 

Based on these observations, we further analyzed the effects of HE on membrane fluidity and actin 
dynamics, two key processes involved in migration, fusion, and cell adhesion. To this end, the human 
osteosarcoma cell line MG63 was used. A migration assay confirmed that HE delays MG63 migration. 
Fluorescence recovery after photobleaching (FRAP) analysis demonstrated that HE intercalation induces a 
transient stiffening of the plasma membrane, with a return to baseline after 5 hours, consistent with the 
induction of heme oxygenase-1 (HO-1), which catalyzes HE degradation. Although HE-induced membrane 
stiffening reaches a maximum after approximately 1 hour of incubation before decreasing, it does not 
appear to directly account for the migration slowdown, which is only observed after 14 hours of treatment. 
Nevertheless, it is possible that HE rapidly triggers cellular signaling within the first minutes or hours of 
exposure, subsequently initiating a progressive remodeling of the actin cytoskeleton that secondarily 
contributes to reduced migration. Confocal imaging of actin filaments (F-actin) and actin monomers (G-
actin), along with immunoblotting of cofilin, an auxiliary protein that enhances F-actin depolymerization, 
collectively suggest that HE disrupts osteoblast migration by altering actin cytoskeleton reorganization, 
possibly through increased activation of cofilin. 

Keywords: Hemolytic diseases, Heme/hemin, Bone remodeling, Osteoporosis, Cell migration, Membrane 
fluidity/stiffness, Heme oxygenase-1, Actin dynamics, Cofilin, Osteoblast/MG63 
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INTRODUCTION 

Le remodelage osseux est un processus dynamique et continu impliquant la résorption de la matrice 

osseuse par les ostéoclastes (OSCs), suivis par sa formation de novo par les ostéoblastes (OSBs). Dans 

un scénario homéostatique, le remodelage osseux élimine les zones endommagées ou vieillies de la 

matrice osseuse et les remplace par de nouvelles matrices saines et fonctionnelles, assurant ainsi 

l’intégrité et l’adaptation de l’os aux contraintes mécaniques et métaboliques (Bolamperti et al., 2022). 

Toutefois, cet équilibre peut être perturbé par l’hémolyse intravasculaire, une condition présente dans 

certaines pathologies telles que la malaria, la drépanocytose et la thalassémie, toutes associées à une 

perte de masse osseuse (Behzadifard et al., 2024 ; Hernigou et al., 2003 ; Moreau et al., 2012). Une 

étude antérieure de notre laboratoire, menée sur des souris BALB/c, a démontré qu’une infection 

aiguë par Plasmodium chabaudi adami, un parasite induisant la lyse progressive des érythrocytes, ainsi 

qu’un traitement à la PHZ, un agent hémolytique provoquant une hémolyse aiguë, entraînent une 

réduction significative et rapide de la densité osseuse minéralisée, ainsi que les tissus osseux 

trabéculaires (Moreau et al., 2012).  

Lors de telles hémolyses intravasculaires, on observe une destruction massive des érythrocytes dans 

la circulation sanguine. Cette lyse provoque alors une libération importante d’hémoglobine, qui 

s’oxyde rapidement formant de la méthémoglobine, et libère les groupements prosthétiques d’hème, 

rapidement oxydés en HE (Carrasco-Pozo et al., 2020 ; Layer, 2020). Les mécanismes de protection  

impliquant entre autres, l’haptoglobine, l’hémopexine et l’albumine protègent initialement 

l’organisme des effets toxiques de ces molécules (Vallelian et al., 2022). Toutefois, l’augmentation 

excessive des concentrations d’hème/HE et d’hémoglobine/méthémoglobine entraîne la saturation 

des mécanismes de protection, ce qui conduit à une accumulation plasmatique toxique d’hème/HE 

pouvant atteindre plus de 20 µM (Arruda et al., 2004). 

Notre Laboratoire a ensuite reproduit une ostéoporose rapide chez des souris BALB/c soumises à des 

injections d’HE à des doses relativement comparables à celles retrouvées lors d’épisodes hémolytiques 

aigus (10 mg/kg, par voie intrapéritonéale). Les résultats étaient alors similaires à ceux rapportés par 

l’équipe de Moreau et al., (2012). Plus précisément, une diminution marquée du nombre de 

progéniteurs ostéoclastiques et de leur capacité à fusionner pour former des OSCs multinucléés 

matures sans modification des marqueurs de résorption (télopeptide C-terminal (CTX)) a été mis de 



 

2 

l’avant. De plus, les marqueurs sériques de formation osseuse, tel que l’ostéocalcine (OCN) et le 

Propeptide N-terminal intact du procollagène de type I (P1NP) étaient diminués significativement, ce 

qui suggère une diminution de la formation osseuse. 

D’autres résultats récents de notre laboratoire ont aussi mis en évidence que l’HE a un impact négatif 

sur la migration des cellules ostéoblastiques, la formation des OSCs à partir des précurseurs 

hématopoïétiques murins, et la fusion des macrophages dérivés de la moelle osseuse, ainsi que la 

fusion des lignées de monocytes/macrophages in vitro. Le bon fonctionnement de ces processus 

cellulaires dépend en grande partie d’une réorganisation appropriée du cytosquelette (Faust et al., 

2019 ; S.R. Goodman, 2008). En ce sens, diverses études ont montré que l’HE peut altérer le 

fonctionnement du cytosquelette et en particulier de l’actine (Homan et al., 2022 ; Martins et al., 2016 ; 

Solar et al., 1991). Spécifiquement, une étude a démontré que l’HE stimule l’expression de la cofiline 

chez les cellules microgliales, la cofiline étant une protéine auxiliaire impliquée dans la régulation de 

l’actine; la migration de ces cellules était ainsi diminuée (Sayeed et al., 2017). De plus, par sa nature 

hydrophobe, l’hème/HE traverse et s’insère dans les bicouches lipidiques membranaires et accède à 

un grand réservoir lipidique (Shaklai et al., 1985). Participant aux réactions de Fenton et de Haber-

Weiss par l’intermédiaire de son atome de fer, l’hème/HE conduit à la production d’espèces réactives 

de l’oxygène (ROS), ce qui provoque la peroxydation des phospholipides et des protéines 

membranaires, notamment des protéines de l’actine (Kozlova et al., 2014 ; Solar et al., 1991). Ainsi, 

l’hème/HE endommage et rigidifie les membranes cellulaires (Destro Bisol, 1999 ; Gaudreault et al., 

2015),  un effet qui a été associée à une diminution de la migration cellulaire (Gardeta et al., 2022 ; 

Glatzel et al., 2018 ; Gojova et Barakat, 2005).  

Dans cette étude, nous avons utilisé la lignée ostéoblastique MG63, qui constitut un modèle in vitro 

pertinent et reproductible pour l’étude de processus liés aux ostéoblastes (Staehlke et al., 2019). Leur 

morphologie, l’expression de récepteurs d’adhésion, la régulation du cycle cellulaire ainsi que leurs 

voies de signalisation intracellulaire demeurent stables pendant plusieurs passages (P5-P30)(Staehlke 

et al., 2019). Elle nous semble donc bien adaptée pour l’analyse préliminaire de l’impact potentiel de 

l’HE sur la fluidité de la membrane plasmique et la dynamique de l’actine, deux processus essentiels 

pour la migration cellulaire.  
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Nous avons émis l’hypothèse que l’HE peut altérer la vitesse de migration cellulaire par deux 

mécanismes distincts : d’une part, en diminuant la fluidité membranaire suit à son intercalation dans 

les membranes, et d’autre part, en modifiant la dynamique de l’actine par une perturbation des 

protéines accessoires de l’actine, telle la cofiline, qui est impliquée dans la dépolymérisation des F-

actine (Bravo-Cordero et al., 2013 ; Wioland et al., 2017).  

Afin de vérifier notre hypothèse, nous avons évalué l’effet de l’HE sur la migration des cellules MG63 

en réalisant un test de migration. Nous avons ensuite déterminé l’impact de l’intercalation 

membranaire de l’HE sur la fluidité membranaire par FRAP. Par ailleurs, nous avons évalué par 

microscopie confocale l’intégrité, la distribution et la polymérisation de l’actine en réponse à un 

traitement à l’HE. Enfin, nous avons évalué l’impact possible de l’expression protéique totale de la 

cofiline ainsi que l’équilibre entre ses formes active (non phosphorylée) et inactive (phosphorylée) par 

immunobuvardage.  

 

 



4 

CHAPITRE 1 

ÉTAT DES CONNAISSANCES 

1.1 Introduction à la structure des os 

L’os est un tissu connectif spécialisé, d’origine mésenchymateuse, pouvant être séparé en deux types 

d’organisations structurels : l’os compact et l’os spongieux. Dense et rigide, l’os compact assure la 

résistance mécanique de compression. Plus poreux, l’os spongieux participe aux échanges métaboliques 

et allège la structure osseuse (Black et Tadros, 2020). Outre cette organisation macroscopique, l’os 

présente une structure microscopique complexe, permettant à ces deux structures de s’organiser en 

unités fonctionnelles adaptées à chacun de leurs rôles. Les ostéons, qui sont l’unité de base de l’os 

compact, s’orientent parallèlement à l’axe de l’os. Leurs structures matricielles cylindriques en anneau 

leur permettent de supporter les contraintes mécaniques (Black et Tadros, 2020). Ceux-ci sont ensuite 

formés de lamelles osseuses concentriques, disposées autour d’un canal de Havers, qui abritent des 

vaisseaux sanguins et des nerfs.  Ce système dense d’ostéons est interrelié par des canaux permettant la 

communication vasculaire et l’apport nutritif. Pour sa part, l’os spongieux est constitué de trabécules 

osseuses formant une structure réticulaire parallèle à l’axe de l’os (Black et Tadros, 2020); ceci lui 

permettant de supporter l’os compact en répartissant la force de compression, tout en diminuant son 

poids. Les espaces intertrabéculaires abritent et protègent la moelle osseuse, organe clé dans 

l’hématopoïèse (Black et Tadros, 2020).  

La matrice osseuse est constituée d’une portion inorganique (≈70%) et d’une portion organique (≈30%) 

(Desoutter et al., 2012). La portion inorganique est principalement constituée de cristaux 

d’hydroxyapatites (Ca10(PO4)6(OH), n’étant pas présente sous une forme chimiquement pure à 100% 

(Desoutter et al., 2012). Pour sa part, la fraction organique de l’os est principalement composée de 

collagènes de type I, III et V, où le collagène de type I représente environ 90 % de cette portion (Desoutter 

et al., 2012). Le 10 % restant inclut des protéoglycanes spécifiques à l’os, des protéines matricielles non 

collagéniques (OCN, Ostéonectine, Ostéopontine et Sialoprotéine osseuse II), ainsi que des cytokines et 

des facteurs de croissance (Boskey, 2013 ; Mohamed, 2008). Parmi ces derniers, on retrouve le facteur de 

croissance transformant bêta (TGF-β), les facteurs de croissance de type insuline 1 et 2 (IGF-1 et IGF-2), 

les protéines morphogénétiques osseuses (BMP), les facteurs de croissance dérivés des plaquettes (PDGF), 

ainsi que les interleukines (IL)-1 et IL-6 , et les facteurs stimulant les colonies (CSF) (Black et Tadros, 2020). 
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Par sa structure et sa composition unique, l’os accomplit plusieurs fonctions. Tout d’abord, il assure un 

soutien mécanique et protège les tissus mous. De plus, il joue un rôle dans l’homéostasie des minéraux, 

stockant des minéraux tels que le calcium, le phosphate, le potassium et le sodium. Il est aussi le siège de 

l’hématopoïèse, en abritant la moelle osseuse (Burr, 2019 ; Florencio-Silva et al., 2015). Enfin, il possède 

un rôle endocrinien, notamment lors de la résorption osseuse où les minéraux, les protéines matricielles 

non collagéniques, les cytokines et les facteurs de croissance sont libérés dans le micro-environnement et 

la circulation sanguine (Zhou et al., 2021a). 

1.2 Le remodelage osseux 

Le remodelage osseux est un processus physiologique complexe qui permet le renouvellement constant 

du tissu osseux, garantissant ainsi la solidité, la régénération et l’adaptation de l’os aux contraintes 

mécaniques et métaboliques. Ce processus est régulé par une grande diversité de facteurs biochimiques, 

hormonaux et mécaniques, et repose sur des interactions dynamiques et constantes d’une organisation 

cellulaire appelée unité multicellulaire de l’os (BMU de l’anglais Bone Multicellular Units) (Bolamperti et 

al., 2022 ; Daponte et al., 2024 ; Kenkre et Bassett, 2018). Cette dernière, est composée des ostéoclastes 

(OSCs) qui dégradent l’os, des ostéoblastes (OSBs) qui reconstruisent l’os, des ostéocytes et des cellules 

du revêtement (Arias et al., 2018). 

Le remodelage osseux est stimulé soit spontanément ou en réponse à des stimuli spécifiques, telles  les 

variations systémiques  de la parathormone (PTH), ou des signaux locaux, comme les microdommages de 

la matrice osseuse, et l’apoptose des ostéocytes (Allen et Burr, 2019). Quel que soit le mécanisme 

déclencheur, le remodelage osseux suit un cycle qui se déroule en cinq étapes distinctes: l’activation, la 

résorption, l’inversion, la formation et une phase passive (Allen et Burr, 2019 ; Daponte et al., 2024).  

Tout d’abord, la phase d’activation débute le processus de remodelage en créant un environnement 

propice à l’arrivée des précurseurs ostéoclastiques. Pour ce faire, les cellules du revêtement osseux de la 

région se séparent de la matrice osseuse subjacente, créant le compartiment du remodelage osseux (BRC) 

(Allen et Burr, 2019 ; Kenkre et Bassett, 2018).  

Les précurseurs ostéoclastiques, différenciés à partir des progéniteurs hématopoïétiques myéloïdes, 

migrent vers la surface osseuse en réponse à des signaux locaux ou stochastiques. Sous l’effet combiné du 

ligand activateur des récepteurs de facteur nucléaire kappa-B (RANKL), du facteur de stimulation des 
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colonies de macrophages (M-CSF) et du facteur nucléaire des cellules T activées cytoplasmique 1 (NFATc1), 

ces précurseurs subissant une différenciation en pré-OSCs (Florencio-Silva et al., 2015). Toujours sous 

l’influence du RANKL, ils poursuivent leur maturation par un réarrangement du cytosquelette, aboutissant 

à la fusion de leurs membranes plasmiques et à la formation de cellules multinucléées matures et 

fonctionnelles (Florencio-Silva et al., 2015 ; Kenkre et Bassett, 2018). 

Une fois matures, les OSCs amorcent la phase de résorption en formant une zone étanche entre leur 

membrane plasmique et la matrice osseuse, connue sous le nom de lacune de Howship (Florencio-Silva et 

al., 2015). Les OSCs procèdent ensuite à une résorption active de la matrice en acidifiant la lacune; ce 

processus repose sur l’action de l’anhydrase carbonique II, qui segmente l’acide carbonique (H2CO3
-) en 

protons d’hydrogène (H+) et en ions bicarbonate (HCO3
-). Par la suite, des canaux Cl- et des pompes H+-

ATPase s’activent pour transporter les H+ et les anions Cl- du cytosol de l’OSC vers la lacune de Howship, 

ce qui maintient l’électroneutralité de la zone de résorption tout en l’acidifiant (Florencio-Silva et al., 2015 ; 

Kenkre et Bassett, 2018).  

La phase d’inversion, qui suit la résorption osseuse, agit comme une étape de transition vers la phase de 

formation des OSBs. Bien que la compréhension de cette étape soit incomplète, elle semble impliquer 

l’arrêt de la résorption, la préparation de la surface osseuse et le recrutement des OSBs (Allen et Burr, 

2019).  

La phase de formation osseuse se décompose en deux étapes distinctes et est réalisée principalement par 

les OSBs. La première est la déposition d’ostéoïde, une matrice organique non minéralisée composée 

essentiellement de fibres de collagène de type I (Desoutter et al., 2012). Cette matrice sert de support 

pour le dépôt ultérieur des cristaux inorganiques d’hydroxyapatite caractérisant la deuxième étape de la 

phase de formation osseuse. Pendant cette phase de minéralisation, les OSBs contrôlent l’incorporation 

d’ions calcium et phosphate entre les fibres de collagène. Finalement, une fois cette phase terminée, les 

OSBs suivent deux voies. D’une part, les OSBs peuvent entrer en apoptose, qui est une mort cellulaire 

programmée, permettant ainsi de libérer de l’espace étant nécessaire à la poursuite de la formation 

osseuse (Allen et Burr, 2019). D’autre part, les OSBs peuvent être incorporés dans l’ostéoïde et se 

différencient en ostéocytes, leur permettant ensuite de jouer un rôle dans la régulation de l’os (Allen et 

Burr, 2019). Enfin, la phase passive se caractérise par le recouvrement de la zone remodelée par les cellules 
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du revêtement osseux, assurant ainsi sa protection et favorisant la minéralisation progressive sur le long 

terme (Allen et Burr, 2019 ; Kenkre et Bassett, 2018).  

1.3 Anémie et hémolyse 

1.3.1 Les érythrocytes  

Les érythrocytes des mammifères sont des cellules anucléées, responsables du transport de l’oxygène et 

du dioxyde de carbone dans le sang. Ces cellules ont une durée de vie moyenne d’environ 120 jours chez 

l’humain, au cours desquels elles circulent dans le système sanguin afin de garantir le transport d’oxygène 

vers les tissus de l’organisme tout en contribuant à maintenir l’équilibre acido-basique (Kuhn et al., 2017). 

Ces cellules biconcaves, mesurent entre 8 à 10 µm de diamètre, avec une épaisseur variante entre 2,5 µm 

au pourtour et 1 µm en leur centre (Thiagarajan et al., 2021). Cette morphologie particulière leur confère 

une grande souplesse membranaire, leur permettant de circuler dans des environnements à diamètre 

réduit, tels que les capillaires (2 à 5 µm) et les sinus veineux de la rate (2 µm) (Thiagarajan et al., 2021). 

Les passages répétés des érythrocytes dans des environnements étroits engendrent un stress physique 

constant, conduisant à une perte progressive de leur capacité à se déformer et réduisant leur durée de vie 

(Corrons et al., 2021).  En plus, tout au long de leur cycle de vie, les érythrocytes subissent également des 

stress chimiques, notamment liés à la libération d’oxygène par l’hémoglobine (Thiagarajan et al., 2021). 

Ce processus génère des ROS oxydants, d’une part le groupement thiol de certaines protéines et d’autre 

part les lipides membranaires. Ces oxydations causent une altération de la membrane plasmique, se 

traduisant par une augmentation de la rigidité membranaire, et l’apparition de corps de Heinz, résultant 

de la conversion de l’hémoglobine en produit insoluble (Baba et Bhatnagar, 2018 ; Thiagarajan et al., 2021). 

La modification de l’hémoglobine en méthémoglobine a lieu progressivement au cours du vieillissement 

de l’érythroxyle , lui faisant perdre sa capacité de lier l’oxygène, due à l’oxydation de l’ion ferreux (Fe2+) en 

ion ferrique (Fe3+) (Thiagarajan et al., 2021).  

Pour contrer ces effets, les érythrocytes possèdent divers mécanismes de réparation qui contribuent à 

leur persistance et à leur maintien en circulation jusqu’à leur élimination physiologique (Kuhn et al., 2017). 

À terme, lorsqu’ils sont trop endommagés, ils sont éliminés par phagocytose, impliquant les macrophages 

réticulo-endothéliaux de la rate et du foie, permettant d’éviter une lyse intravasculaire (Mebius et Kraal, 

2005).  
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1.3.2 Classification de l’anémie  

L’anémie est une condition caractérisée par une diminution du taux d’hémoglobine dans le sang, 

entraînant une réduction du transport d’oxygène vers les tissus de l’organisme (Turner et al., 2025). Elle 

peut être classée en fonction du volume corpusculaire moyen (VCM), une mesure qui reflète la taille 

moyenne des érythrocytes exprimés en femtolitres (fl). On distingue, dans cette classification, trois formes 

principales d’anémies : la normocytaire, la microcytaire et la macrocytaire (Baldwin et al., 2022). L’anémie 

hémolytique, en particulier, appartient à la catégorie des anémies normocytaires, caractérisée par un VCM 

compris entre 80 et 100 fl (Baldwin et al., 2022).  

Une autre classification de l’anémie repose sur l’identification de ses causes et mécanismes sous-jacents. 

L’anémie, par exemple, peut résulter d’une perte sanguine importante, notamment lors d’un traumatisme 

ou d’une hémorragie sévère. L’anémie peut être aussi attribuée à une diminution de l’érythropoïèse, 

généralement suivie par une production réduite d’érythrocytes, comme c’est le cas de l’anémie ferriprive, 

l’anémie aplasique et maladie rénale chronique,  résultant de la réduction de la production d’érythrocytes 

(Batchelor et al., 2020 ; Giudice et Selleri, 2022 ; Saurin, 2010). Enfin, elle peut être causée par une 

destruction accrue des érythrocytes, appelée hémolyse (Baldwin et al., 2022).  

1.3.3 Classification de l’hémolyse 

L’hémolyse se caractérise par une perturbation membranaire qui entraîne une destruction accélérée des 

érythrocytes en circulation par rapport à leur régénération compensatoire de la moelle osseuse (Siddon 

et Tormey, 2019). Elle peut être subdivisée en deux types : l’hémolyse intravasculaire et l’hémolyse 

extravasculaire (Siddon et Tormey, 2019). L’hémolyse intravasculaire est retrouvée dans les formes 

sévères de la malaria, la drépanocytose et la thalassémie, et se traduit généralement par une importante 

destruction d’érythrocytes dans la circulation sanguine et par  la libération d’hémoglobine et d’hème dans 

le plasma (Baldwin et al., 2022 ; Ballas, 1990 ; Mendonça et al., 2016). L’hémoglobine et l’hème libre sont 

rapidement oxydés en méthémoglobine et en HE, respectivement (Belcher et al., 2010); la majorité de 

l’hémoglobine et de l’hème libre sont rapidement captées par des systèmes de protection, comme 

l’haptoglobine et l’hémopexine (Chiabrando et al., 2014).  

L’hémolyse extravasculaire se caractérise par une élimination précoce des érythrocytes dans un 

environnement contrôlé, principalement au niveau du système réticulo-endothélial de la rate et du foie 
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(Siddon et Tormey, 2019). Elle est généralement subdivisée en deux autres catégories, qui sont l’hémolyse 

extravasculaire intra-corpusculaire et l’hémolyse extravasculaire extra-corpusculaire (Baldwin et al., 2022). 

L’hémolyse intra-corpusculaire fait référence à des anomalies intrinsèques aux érythrocytes, tandis que 

l’hémolyse extra-corpusculaire est principalement causée par des facteurs extrinsèques aux érythrocytes 

(Baldwin et al., 2022). Parmi les causes extrinsèques, on retrouve des maladies auto-immunes d’origine 

génétique, telle que l’anémie hémolytique auto-immune chaude, la maladie hémolytique du 

fœtus/nouveau-né, mais aussi l’hémolyse allo-immune médiée par des anticorps non-ABO suite à une 

transfusion (Flegel, 2015 ; Hall et Avulakunta, 2023 ; Kalfa, 2016 ; Siddon et Tormey, 2019).  L’un des grands 

impacts lors de cette destruction massive d’érythrocytes est une libération d’hémoglobine et d’hème dans 

le plasma sanguin, pouvant atteindre des concentrations supérieures à 20 µM (Arruda et al., 2004). Ces 

concentrations non physiologiques d’hème libre sont insoluble dans l’eau et extrêmement toxiques pour 

l’organisme (Arruda et al., 2004). Dans cette situation, les molécules de détoxification, tels que 

l’haptoglobine, l’hémopexine et l’albumine sérique deviennent saturées, et cette saturation entraîne des 

effets toxiques, principalement sous forme de ROS, affectant des protéines et des lipides membranaires 

(Vallelian et al., 2022). D’autres effets toxiques seront discutés plus en détail dans la partie 1.4.5. 

1.4 L’hème 

1.4.1 Structure et état de l’ion de fer 

L’hème est une molécule organique macrocyclique, appartenant à la famille des métalloporphyrines. Sa 

structure repose sur l’interaction de quatre pyrroles (C4H4NH), reliés par quatre groupements méthyles 

(CH3) et maintenant un ion de fer en son centre. Cet ion de fer peut adopter deux états d’oxydation, soit 

ferreux (Fe2+) ou ferrique (Fe3+). Dans son état ferreux, l’hème est neutre et prend le nom de 

ferroprotoporphyrine. En revanche, lorsque l’ion de fer est à l’état ferrique, la molécule porte une charge 

positive et est désignée comme la ferriprotoporphyrine (Hémine, abrégée HE) (Kumar et Bandyopadhyay, 

2005). Les structures simplifiées des deux formes discutées sont représentées dans la Figure 1. 
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1.4.2 Rôles types 

L’hème est un groupement prosthétique essentiel au fonctionnement des hémoprotéines. L’ion de fer 

contenu au centre de la protoporphyrine régule les réactions d’oxydoréduction nécessaire à diverses 

fonctions cellulaires. Par exemple, l’hémoglobine et la myoglobine assurent respectivement le transport 

et le stockage de l’oxygène. Dans les cytochromes, tels que le P450 et le cytochrome C, l’hème est impliqué 

dans le transport des électrons, contribuant à la production d’énergie et participent au métabolisme des 

xénobiotiques. L’hème fait également partie de la structure des catalases et des peroxydases, où il 

intervient respectivement dans l’inactivation et l’activation du peroxyde d’hydrogène (Chiabrando et al., 

2014 ; Ryter, 2021).  

1.4.3 Rôles émergents 

En plus de ces fonctions dites typiques et bien connues de l’hème, deux autres fonctions émergentes font 

leur apparition. D’une part, il agit comme senseur de gaz, servant de site de détection pour des gaz tels 

que l’O2, le NO et le CO; cet interaction peut activer ou inhiber des domaines fonctionnels de certaines 

protéines, comme la phosphodiestérase, la diguanylate cyclase et la kinase histidine (Martínková et al., 

2013 ; Potter et al., 2024 ; Shimizu et al., 2015). D’autre part, l’hème intervient comme molécule de 

signalisation primaire, interagissant avec des motifs spécifiques (heme binding motifs (HBM)) présents sur 

Figure 1 : Représentation moléculaire de Lewis de l’HE et de l’hème (Figure 

modifiée tirée de (Carrasco-Pozo et al., 2020) 
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certaines protéines. L’association ou la dissociation de l’hème avec les HBM peut déclencher ou réguler 

des voies de signalisation cellulaire, impactant des processus tels que la transcription, la translation, 

l’épissage des microARNs, la phosphorylation des protéines, la dégradation des protéines et le catabolisme 

de l’hème (Shimizu et al., 2019).  

Bien que l’association entre l’hème et les HBM, ainsi que les mécanismes précis, ne soient pas encore 

complètement élucidés, certaines généralités semblent avoir été établies dans la littérature (Shimizu et 

al., 2019). Notamment, les HBM ont été divisées en trois catégories de motif. La première est le motif Cys-

Pro (CP), où la partie thiolate de la cystéine permet majoritairement la détection et la liaison de l’HE, tandis 

que la proline semble plutôt jouer le rôle de régulateur structural protéique (Igarashi et al., 2008 ; Lee et 

al., 2003 ; Shimizu et al., 2019). Par exemple, le facteur de transcription Btb et Cnc homologue 1 et 2 

(Bach1 et Bach2), ainsi que la p53 font partie des molécules contenant des motifs de cette catégorie (Shen 

et al., 2014 ; Watanabe-Matsui et al., 2015 ; Zenke-Kawasaki et al., 2007). La deuxième catégorie est 

représentée par un motif cystéine isolé et sans motif CP, qui est par exemple retrouvé dans le canal Slo1 

BK, ainsi que dans le canal potassium à voltage-dépendant Kv10.1 (Sahoo et al., 2022 ; Tang et al., 2003). 

Enfin, le troisième type de motif  implique une histidine dans le site de liaison; les facteurs de transcription 

Rev-erbα et Rev-erbβ contiennent des motifs de cette catégorie (Duvigneau et al., 2019). Par ailleurs, la 

diversité des protéines capables d’interagir avec l’hème par les motifs HBM semble plus vaste que prévu, 

suggérant que de nombreux motifs HBM restent encore à découvrir (Shimizu et al., 2019 ; Wißbrock et al., 

2019). 

Il est devenu évident que l’hème ne se limite pas à son rôle traditionnel de groupe prosthétique au sein 

des hémoprotéines, mais qu’il joue également un rôle de senseur de gaz et régulateur de voie de 

signalisation, en interagissant, par l’intermédiaire de HBM, avec des protéines présentes à la fois dans les 

membranes cellulaires et dans le cytoplasme (Zenke-Kawasaki et al., 2007). 

1.4.4 Régulation de la concentration de l’hème libre par l’hème oxygénase 

Grâce à ses rôles classiques et émergents, l’hème est essentiel à de nombreuses fonctions cellulaires. 

Cependant, en raison de sa nature pro-oxydante et de son impact sur diverses voies de signalisation, sa 

concentration intracellulaire doit être soigneusement régulée afin d’en éviter sa toxicité. L’homéostasie 

de l’hème est normalement préservée par une gestion équilibrée entre sa formation et sa dégradation.  
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La dégradation de l’hème/HE est un processus enzymatique en plusieurs étapes impliquant trois enzymes 

clés, et l’enzyme hème oxygénase (HO) catalyse l’étape limitante de ce processus (Duvigneau et al., 2019). 

En association avec le cytochrome P450 réductase et en présence de NADPH ainsi que de trois molécules 

de dioxygène (O2) par molécule d’hème/HE, la HO assure le clivage oxydatif de la protoporphyrine. Cette 

réaction entraine la production d’une quantité équimolaire de biliverdine, de monoxyde de carbone (CO) 

et d’ions Fe2+ (Consonni et al., 2024). La biliverdine est ensuite convertie en bilirubine par l’enzyme 

biliverdine réductase, tandis que le fer est capté par la ferritine. Cette dernière permet entre autres de 

stocker le fer, mais aussi prévient la formation de ROS induite par le fer libre (Imoto et al., 2022). Par 

ailleurs, les trois molécules issues de la dégradation de l’hème/HE, soit la biliverdine, la bilirubine et le CO 

sont reconnues pour leurs propriétés antioxydantes, ce qui contribue à la régulation du stress oxydatif 

(Wu et al., 2019 ; Ziberna et al., 2016). 

Il existe principalement deux isoformes actives de HO, soit l’HO-1 et l’HO-2, qui sont codées 

respectivement par les gènes HMOX1 et HMOX2. Ceux-ci diffèrent par leur régulation et leur distribution 

tissulaire. L’HO-1 est inductible et hautement dynamique, tandis que l’HO-2 est d’expression constitutive 

et moins régulée (Funes et al., 2020). L’expression de l’HO-1 est induite en réponse à son substrat, 

l’hème/HE, ainsi qu’en présence de stress environnementaux tels que les chocs thermiques, la présence 

de fer libre et de métaux lourds, le stress oxydatif, les cytokines pro-inflammatoires et l’hypoxie (Funes et 

al., 2020). L’HO-2 est exprimée de manière constitutive dans la plupart des cellules, avec une expression 

particulièrement élevée dans les testicules, le cerveau, ainsi que dans les cellules endothéliales et 

musculaires lisses des vaisseaux cérébraux (Muñoz-Sánchez et Chánez-Cárdenas, 2014).  

Une troisième isoforme, l’HO-3, a également été découverte par Mccoubrey et al. (1997).  Cependant, son 

activité enzymatique est faible et ne peut être comparée à celle des deux autres isoformes. Il a aussi été 

rapporté que l’HO-3 contient deux motifs HBM avec des résidus cystéine, qui se lient à l’hème/HE 

indépendamment du site catalytique central, suggérant que l’hème pourrait avoir un rôle régulateur dans 

l’expression et l’activité de l’HO-3 (Hayashi et al., 2004). Son rôle et sa distribution tissulaire restent encore 

mal définis (Hayashi et al., 2004). 

L’induction de HO-1 par l’HE en condition non saturante d’activité favorise une régénération osseuse en 

influençant à la fois les OSBs et les OSCs, en réduisant l’inflammation, le stress oxydatif et l’apoptose des 

cellules dans le micro-environnement des os. Plus spécifiquement, la HO-1  favorise la différenciation des 
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cellules souches mésenchymateuses en OSBs fonctionnels, tout en diminuant leur différentiation en 

adipocytes (Zhou et al., 2021b). De plus, l’induction de l’HO-1 diminue l’entrée en apoptose ou en 

sénescence des OSBs (Petrache et al., 2000 ; Zhou et al., 2021b). Cette réduction a pour effet de diminuer 

le phénotype sécrétoire associé à la sénescence (SASP), lequel est connu pour favoriser la synthèse de 

cytokines et de chimiokines pro-inflammatoires, ainsi que la synthèse de RANKL par les ostéocytes et les 

OSBs sénescents (Chen et al., 2013 ; Zhou et al., 2021b).  

1.4.5 Toxicité de l’HE libre 

Lors de cas d’hémolyse sévère, les mécanismes physiologiques visant à réguler la concentration 

d’hème/HE libre dans le sang deviennent saturés, entraînant sa persistance extracellulaire. En raison de 

sa structure planaire et de sa nature lipophile, l’hème/HE diffuse et s’intercale dans les membranes 

cellulaires, favorisant ainsi son accumulation intracellulaire. L’hème/HE constitue alors une source 

abondante de fer réactif, participant aux réactions de Fenton et de Haber–Weiss, ce qui amplifie la 

production de ROS tel que le radical hydroxyle (OH·), le peroxyde d’hydrogène (H2O2) et l’anion superoxyde 

(O2
-) (Chiabrando et al., 2014). Ces ROS sont responsables de nombreux dommages cellulaires, notamment 

la peroxydation des phospholipides et des protéines membranaires provoquant une altération de la 

fluidité et de l’intégrité des membranes cellulaires (Kozlova et al., 2014 ; Solar et al., 1991). De plus, ils 

peuvent endommager l’ADN et l’ARN en oxydant les bases azotées et le désoxyribose, augmentant ainsi 

le risque de mutations, de carcinogenèse, et d’induction de l’apoptose ou de la nécrose. Enfin, les ROS 

peuvent altérer les protéines, en oxydant certains acides aminés, en provoquant la rupture des liaisons 

peptidiques et en favorisant leur agrégation (Juan et al., 2021 ; Kumar et Bandyopadhyay, 2005).  

1.5 La santé osseuse mise à l’épreuve : liens entre l’anémie hémolytique et l’ostéoporose 

L’anémie hémolytique est reconnue comme un facteur contribuant à l’altération de la santé osseuse et à 

un risque accru d’ostéoporose. Des études ont montré que les patients atteints d’anémie hémolytique, en 

particulier ceux souffrant de drépanocytose ou de thalassémie, présentent une diminution de la densité 

minéralisée osseuse ainsi qu’un risque accru de fractures (Lonergan et al., 2001 ; Pootrakul et al., 1981 ; 

Smith-Guzmán, 2015). Une étude ultérieure, et à plus grande échelle, a révélé que des patients atteints 

d’anémie hémolytique avaient un risque 1,3 fois plus élevé de développer une ostéoporose, par rapport 

aux individus sains (Shi et al., 2021). Il a été suggéré que la pathogenèse impliquait plusieurs facteurs, 

notamment un stress hématopoïétique accru donnant lieu à une hyperplasie de la moelle osseuse, une 
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surcharge en fer, une augmentation du stress oxydatif et des déséquilibres hormonaux (Gurevitch et Slavin, 

2006 ; Perisano et al., 2012 ; Steer et al., 2017). 

Dans la revue littéraire de Gurevitch et Slavin (2006), les auteurs suggèrent qu’une perte sanguine 

chronique exercerait une pression sur le tissu hématopoïétique, stimulant ainsi la production de facteurs 

de croissance hématopoïétiques. Cette surproduction favoriserait alors la prolifération des cellules 

progénitrices hématopoïétiques, ce qui causerait une augmentation du nombre de cellules 

hématopoïétiques, comprenant les OSCs. En conséquence, la résorption osseuse s’intensifierait, 

augmentant les espaces trabéculaires.  

Une étude menée par notre laboratoire a examiné l’impact de l’anémie hémolytique induite soit par 

l’infection des érythrocytes par P. c. adami, entraînant une hémolyse progressive, soit par un traitement 

à la PHZ, un agent provoquant la peroxydation des lipides membranaires érythrocytaires et une hémolyse 

aiguë chez la souris. De plus, les auteurs ont aussi comparé les effets de l’anémie non hémolytique, induite 

par une phlébotomie (saignement) modérée des souris (Moreau et al., 2012). L’impact de ces trois 

modèles d’anémie sur le métabolisme osseux et l’érythropoïèse a ensuite été comparé. L’étude a rapporté 

une diminution de la densité osseuse minéralisée et des tissus osseux trabéculaires strictement dans les 

cas d’hémolyse. En corrélation avec ces deux facteurs, une réduction significative des marqueurs sériques 

de formation osseuse, comme l’OCN et le P1NP, a été observée exclusivement dans les conditions 

d’hémolyse. De plus, une inhibition a été observée à la fois sur le nombre de progéniteurs ostéoclastiques 

et sur leur capacité à fusionner en réponse au RANKL et au M-CSF, sans toutefois avoir un effet significatif 

sur les marqueurs sériques de résorption osseuse (Moreau et al., 2012). Contrairement à l’anémie causée 

par saignement, l’infection par Plasmodium et l’administration de PHZ ont entraîné une hémolyse aiguë 

accompagnée de la libération accrue d’hème en circulation (Moreau et al., 2012). Notre laboratoire a 

ensuite reproduit ces effets dans un modèle murin ou les souris ont reçu des injections d’HE (10 mg/Kg 

poids, voie intrapéritonéale) durant trois jours consécutifs, pour une période de deux semaines (article en 

préparation), appuyant l’idée que l’hème/HE extracellulaire puisse altérer rapidement les tissus osseux, et 

ceci en absences d’anémie ou d’hypoxie. Plusieurs études ont également rapporté des effets similaires 

dans des conditions d’hémolyse sévères et chroniques, où l’ostéoporose se développe, entraînant une 

fragilité et une perte de masse osseuse (Lee et al., 2017 ; Shi et al., 2021 ; Smith-Guzmán, 2015). Chez la 

souris, il est important de noter que l’érythropoïèse de stress, qui est stimulée en réponse à une anémie 

modérée à sévère, s’effectue principalement dans la rate et le foie (Bennett et al., 2018). La moelle osseuse, 
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quant à elle, est plutôt impliqué dans l’érythropoïèse homéostatique basale et a donc peu d’impact 

(Bennett et al., 2018). Par conséquent, l’altération du métabolisme osseux observée dans ces modèles 

murins ne peut être complètement attribuée à l’hyperplasie de la moelle osseuse.  

Ces informations suggèrent d’une part que les facteurs contribuant à la perte osseuse dans l’anémie 

hémolytique peuvent être différents de ceux impliqués dans l’anémie non hémolytique et, d’autre part, 

qu’une association entre la destruction des érythrocytes, l’hème/HE extracellulaire et les altérations du 

tissu osseux est à envisager. 

1.6 Rôle du mouvement cellulaire dans le remodelage osseux 

1.6.1 Introduction au mouvement cellulaire 

Le mouvement cellulaire joue un rôle fondamental dans de nombreux processus physiologiques, 

développementaux et physiopathologiques. De manière générale, les cellules doivent être capables de 

percevoir et interpréter divers stimuli présents dans leurs environnements afin de se déplacer vers ou 

contre ces différents signaux. Cette capacité leur permet d’accomplir des fonctions essentielles, 

notamment lors de l’embryogenèse, de l’établissement d’une réponse immunitaire efficace ou encore 

dans le cadre de la réparation des tissus endommagés (Franz et al., 2002).  

Le cycle de motilité cellulaire débute par des stimuli qui déclenchent des cascades de signalisation et 

permettent à la cellule de se polariser, impliquant l’adoption d’une morphologie asymétrique (SenGupta 

et al., 2021). Du côté où le mouvement prendra lieux, une protrusion est constatée, ayant deux formes 

distinctes, le filopode et le lamellipode. Le filopode se localise à l’extrémité de la protrusion, et se 

caractérise par une forme filamenteuse et mince, tandis que dans le corps de la protrusion, le lamellipode 

acquiert une forme large et aplatie. Ces protrusions sont le résultat d’une polymérisation contrôlée de 

l’actine déplaçant la membrane plasmique (vue en détail à la section 1.7). De nombreuses protéines 

d’adhésion sont synthétisées, véhiculées et positionnées à l’avant des protrusions en formation. Le lien 

entre ces protéines d’adhésion et la matrice extracellulaire donne alors naissance à des structures 

protéiques, nommées adhésions focales; permettant un ancrage fort à la matrice extracellulaire (Ridley et 

al., 2003). Ces adhésions focales se connectent à la machinerie de l’actomyosine (ou filament de stress) et 

exercent une action sur les adhésions focales et déclenchent l’avancée de la cellule (Seetharaman et 

Etienne-Manneville, 2020). Du côté inverse de la protrusion, à l’arrière de la cellule, une extension en 

forme de queue est régulièrement observée,  appelée l’uropode (Sánchez-Madrid et Serrador, 2009). À 
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l’avancée de la cellule, l’actine dans l’uropode se dépolymérise, les protéines d’adhésion sont endocytées 

et l’arrière se rétracte. Les protéines d’adhésion progressent alors rapidement vers les endosomes tardifs 

et retournent dans les protrusions à l’avant de la cellule (Petrie et al., 2009 ; Ridley et al., 2003).  

Le cycle de motilité cellulaire est influencé par plusieurs facteurs tels que le type cellulaire, la présence de 

signaux solubles comme les chimioattractants et les chimiorépulsifs, ainsi que les propriétés physiques et 

biochimiques de la matrice extracellulaire (Seetharaman et Etienne-Manneville, 2020 ; Thiel et al., 2018). 

Comme mentionné plus tôt, le cycle de motilité cellulaire est activé lorsque des signaux de migration 

cellulaire atteignent les récepteurs membranaires de la cellule. Deux types de migration peuvent être 

identifiés chez les OSBs matures. L’un est la chimiokinèse, une migration cellulaire aléatoire et non 

directionnelle, et déclenchée par une concentration uniforme de ligands.  L’autre est le chimiotactisme, 

une migration cellulaire directionnelle, engendrée par un gradient de chimioattractants (Thiel et al., 2018).  

Il existe différents types de mouvement cellulaire, dont le mouvement amiboïde et le mouvement 

mésenchymateux; tous deux sont influencés par la morphologie cellulaire, les types d’adhésines et le 

dynamisme du cytosquelette (Seetharaman et Etienne-Manneville, 2020). Le mouvement amiboïde est 

caractérisé par des actions irrégulières, des changements de forme rapides et une faible adhérence à la 

matrice extracellulaire (Seetharaman et Etienne-Manneville, 2020 ; SenGupta et al., 2021). De plus, le 

mouvement amiboïde est associé à une création et une rétraction rapide des protrusions. Ceci s’explique 

en grande partie par le manque d’adhésions focales matures et/ou de fibres de stress. Le mouvement type 

mésenchymateux, pour sa part, est coordonné et directionnel, et l’adhésion à la matrice extracellulaire 

implique l’action des intégrines formant des adhésions focales matures. Cette adhésion de forte intensité 

diminue la vitesse des mouvements et donc de la migration entière (Seetharaman et Etienne-Manneville, 

2020). Bien que ce texte se soit concentré sur deux types de migration et de mouvement, d’autres formes 

ont été identifiées et recensées par SenGupta et al. (2021).  

 

1.6.2 La migration cellulaire et son importance dans le remodelage osseux 

La migration cellulaire est essentielle pour une myriade de processus physiologiques, et ceci est d’autant 

plus vrai lors du remodelage osseux : les OSBs nécessairement se déplacent pour combler les cavités de 

résorption créées par les OSCs et assurent ainsi le maintien de l’intégrité osseuse (Nakahama, 2010). 
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Comme mentionné précédemment, le cycle du remodelage osseux est initié en réponse à des stimuli 

spécifiques qui, dans la plupart des cas, mènent à l’apoptose des ostéocytes. Ceci permet la libération de 

facteurs d’ostéoclastogenèse, tels que le M-CSF et le RANKL, ce qui favorise le recrutement des 

précurseurs des OSCs de la moelle osseuse (Allen et Burr, 2019). Dans une étude in vivo,  Kennedy et al. 

(2012) ont démontré que la concentration de RANKL dans le tissu osseux était plus fort dans une zone 

située autour de 150 à 200 µm des ostéocytes apoptotiques, et que la quantité d’OSCs matures concordait 

avec cette hausse de concentration. Ceci suggère que le RANKL promeut le recrutement et l’invasion des 

précurseurs ostéoclastique de la moelle osseuse vers le BRC.  

La dégradation de la matrice osseuse par les OSCs permet aussi   la libération de plusieurs facteurs enfouis, 

par les OSBs, dans la partie organique de la matrice osseuse. Deux facteurs sont bien connus pour le 

recrutement des OSBs, soit le TGF-β1 et l’IGF-1, qui permettent, entre autres, la migration des cellules 

souches mésenchymateuses de la moelle osseuse vers le BRC, mais aussi régulent  la motilité des OSBs à 

l’intérieur du BRC (Bolamperti et al., 2022). Les effets de ces facteurs solubles et d’autres molécules 

chimiotactiques sur la motilité et sur le recrutement cellulaire ont été testés par des essais de transwell 

(Système de chambre transmembranaire de Boyden), et sont discutés dans la revue littéraire de Thiel et 

al.  (2018).  

Le potentiel migratoire des lignées ostéoblastiques avait déjà été décrite par Jones et Boyde en 1977. Ces 

auteurs avaient utilisé la microscopie électronique afin de détecter la migration d’OSBs provenant d’un 

explant d’os plat. Leurs observations ont mené à quatre conclusions importantes : (1) Les OSBs migrent 

sur les os; (2) Les OSBs peuvent migrer seuls ou en groupes interreliés; (3) Lors de leur migration, les OSBs 

ont une forme allongée et (4) Les OSBs migrent le long de fibrilles de collagènes. 

En 2014, dans un modèle in vivo du zebrafish Daniorerio, l’équipe de Geurtzen et al. a démontré que les 

OSBs migrent vers une fracture fraichement faite dès les premiers jours des dommages, mais aussi que 

cette migration est due à un recrutement plutôt qu’une prolifération cellulaire. Enfin la migration des OSBs 

au cours de la déposition de la matrice osseuse est étroitement liée à leur incorporation dans l’ostéoïde, 

un processus essentiel à leur différenciation en ostéocytes. Selon la revue littéraire de Dallas et Bonewald 

(2010), ce phénomène doit implicitement impliquer une réduction progressive de la motilité des OSBs, 

parallèlement à une augmentation ou un maintien de la motilité des cellules environnantes responsables 

de leur enfouissement dans la matrice en formation. Ceci semble être en accord avec la recherche de 
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Shirakawa et al. (2014), où le cycle cellulaire des OSBs, leur vitesse de migration et leur différentiation ont 

été étudiés. Ils ont démontré que le cycle cellulaire des OSBs est lié à leur capacité de renouvellement et 

de différenciation, que les OSBs en phases S/G2/M du cycle cellulaire migrent plus rapidement que ceux 

en phase G1, et que la combinaison du PTH et du stress mécanique permettent la transition entre la phase 

G1 et les autres phases. Avec ces évidences, la migration cellulaire est sans aucun doute une fonction 

cruciale pour les cellules osseuses, mais aussi est essentielle pour une homéostasie osseuse équilibrée et 

un remodelage osseux sain.  

1.7 Le cytosquelette et son rôle dans la migration cellulaire 

Comme préalablement discutée, la migration est un processus hautement dynamique orchestré par le 

cytosquelette, qui est composé de trois catégories de filaments: les microtubules, les filaments 

intermédiaires et les filaments d’actine (F-actine). Les microtubules forment un réseau polarisé 

permettant le mouvement des organites et des protéines intracellulaires (Seetharaman et Etienne-

Manneville, 2020). Les filaments intermédiaires pour leur part ont le rôle d’être les filaments les plus 

rigides et permettent d’établir une structure et une forme à la cellule. Les F-actine sont en grande partie 

responsables des protrusions et de la force de contraction lors de la migration cellulaire. Ces trois 

catégories de filaments travaillent ensembles et parviennent à coordonner une migration efficace 

(Seetharaman et Etienne-Manneville, 2020).  

Parmi les différents composants du cytosquelette, la F-actine a  été sélectionnée pour cette étude en 

raison de son rôle central dans la régulation de divers processus cellulaires, notamment la migration 

cellulaire et la fusion des macrophages (Wang et al., 2015). La F-actine intervient dans plusieurs autres 

mécanismes fondamentaux, tels que la division cellulaire, le maintien de la structure cellulaire et la 

signalisation intracellulaire (Pollard et Cooper, 2009 ; Tang et Gerlach, 2017). De plus, en termes de masse, 

la F-actine constitue l’élément structural principal des protrusions cellulaires, ce qui fait d’elle une 

structure protéique d’intérêt en recherche sur la migration cellulaire. 

1.7.1 La F-actine : élément essentiel dans la poussée membranaire et la formation des protrusions 

Lors de la formation d’une protrusion, la cellule doit exercer une force de poussée sur la membrane 

plasmique. Pour ce faire, elle exploite l’énergie générée par la polymérisation des G-actine en F-actine. La 

force de poussée générée par la polymérisation de l’actine est déterminée par la polarité intrinsèque des 

filaments en construction. En effet, les filaments forçant la membrane plasmique à s’étendre possèdent 
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deux extrémités distinctes. La première est nommée l’extrémité barbelée (ou l’extrémité positive (+)) et 

est caractérisée par une addition préférentielle et rapide en G-actine. La seconde extrémité est nommée 

pointue (ou extrémité négative (-)) et est caractérisée par une polymérisation plus lente ou encore une 

dépolymérisation. Cette organisation asymétrique de la F-actine permet une croissance directionnelle à la 

formation des deux types de protrusions (Pollard, 2016).  

La voie typique et générale de la croissance de la F-actine est intrinsèquement reliée à l’hydrolyse de 

l’adénosine triphosphate (ATP). À la suite de sa traduction et sa maturation, la G-actine s’associe 

rapidement et fortement à l’ATP. La G-actine-ATP est alors ajoutée à l’extrémité (+) du filament, puis à 

l’intérieur du filament l’ATP s’hydrolyse donnant lieu à une G-actine-ADP. La stabilité de la G-actine-ADP 

est alors moindre et elle se dissocie à l’extrémité (-). Cependant, ce type de croissance dite spontanée 

n’est pas rapide et ne rend pas à sa juste valeur toute la complexité du dynamisme de l’actine (Svitkina, 

2018).  

Le dynamisme de la F-actine peut être modulé par un grand nombre de protéines se liant directement à 

l’une ou l’autre de ces formes. Cette famille de protéines est nommée les protéines liant l’actine (ou ABP 

de l’anglais actin binding proteins) et permet d’assurer la disponibilité d’un réservoir de G-actine pour la 

polymérisation, l’assemblage de nouveaux filaments, l’élongation de filaments, la régulation de la 

croissance des filaments en coiffant les extrémités barbelées ou pointues, la fragmentation des filaments 

existants ainsi que leur réticulation (Pollard, 2016). Une liste succincte des principales protéines 

accessoires impliquées dans cette dynamique est présentée dans le Tableau I.  
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Tableau I : Liste non exhaustive des protéines liant l’actine (ABP) dont la fonction principale est de réguler la 
polymérisation de l’actine 

Protéines 
accessoires 

Fonctions dans l’assemblage des F-actine REF. 

Formine Nucléation et assemblage des F-actine linéaires restant associés à l’extrémité (+). (Courtemanche, 2018) 

Thymosine 
Séquestre les G-actine empêchant son assemblage en F-actine et favorise leur stockage 
dans le cytoplasme. 

(Goldstein et al., 2005) 

Tropomoduline 
Régule la longueur des F-actines en bloquant l’ajout et la perte de G-actine à l’extrémité 
(-). 

(Kostyukova et al., 
2006) 

Cofiline 
Cause la dépolymérisation des F-actine en se liant aux extrémités et en favorisant leur 
dissociation en G-actine. 

(Bravo-Cordero et al., 
2013 ; Wioland et al., 

2017) 

Gelsoline Fragmente les F-actines en filaments plus courts et se lie aux extrémités (+).  (Heidings et al., 2020) 

Protéines coiffages 
Régule la longueur des F-actine en bloquant l’ajout ou la perte de G-actine à l’extrémité 
(+). 

(Edwards et al., 2014) 

Tropomyosine 
Stabilise la F-actine en se liant tout au long.  Régule l’interaction entre l’actine et la 
myosine.    

(Hitchcock-DeGregori 
et al., 2002) 

Spectrine 
Tapisse la partie cytosolique de la membrane plasmique. Maintien la stabilité 
structurale de la membrane cellulaire. 

(Zhang et al., 2013) 

Profiline 
Stimule l’assemblage des F-actine en se liant aux G-actine et favorise l’échange entre 
l’ADP et l’ATP. 

(Krishnan et Moens, 
2009) 

Plastine-3 (PLS3) Permets de lier et de regrouper les F-actine. (Delanote et al., 2005) 

 Actin-related 
protein 2/3 

(Arp2/3)  

Participe à la nucléation et aux embranchements des F-actine en se liant aux F-actine 
existants et en facilitant l’assemblage des nouveaux filaments sous un angle de 70°. 

(Dyche Mullins et 
Pollard, 1999) 

Protéine Wiskott 
Aldrich (WASP) 

Régule la nucléation des F-actine, ainsi que la formation de structures en réseau en se 
liant à l’Arp2/3 et aux F-actine existants. 

(Rodnick-Smith et al., 
2016) 
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L’activité des ABPs et la dynamique de l’actine sont principalement régulées par des cascades de 

signalisation impliquant les facteurs d’échange de guanine (GEF) et les guanosines-triphosphates 

homologues à Ras (Rho-GTPases). La Figure 2 répertorie les principaux intervenants, leurs effecteurs et les 

fonctions cellulaires qui leur sont associées. Brièvement, les GEFs activent les Rho-GTPase en catalysant 

l’échange de la GDP contre de la GTP, ce qui occasionne un changement de conformation de la GTPase 

découvrant la région liant les effecteurs. Chaque type de GTPase déclenche une cascade de signalisation 

spécifique, activant ou inhibant certaines ABPs, ce qui module la dynamique de l’actine et influence 

diverses fonctions cellulaires (Hanna et El-Sibai, 2013). Une fois leurs effecteurs activés, la GTP est 

hydrolysée en GDP remettant la GTPase sous sa forme inactive.  

Deux revues ont particulièrement bien recensé ces voies de signalisation, mais aussi les différentes 

fonctions cellulaires leur étant associées. De plus, elles mettent en lumière certaines pathologies associées 

à la dysfonction des GEFs et Rho-GTPase (Hanna et El-Sibai, 2013 ; Thompson et al., 2021). En raison de 

son implication dans les fonctions des OSCs, le GEF DOCK5 a été particulièrement intéressant dans les 

études. En effet, Vives et al. (2011) ont démontré que DOCK5 est essentiel à la formation de la zone 

étanche entre la membrane plasmique des OSCs et la matrice osseuse. Pour approfondir cette observation, 

les auteurs ont étudié l’effet d’un knock-out de DOCK5 chez la souris (Dock5-/-). Ils ont ainsi constaté que 

les souris Dock5-/- présentaient une augmentation de la masse osseuse trabéculaire, sans diminution du 

nombre d’OSCs. Ils ont alors suggéré que DOCK5 est indispensable à la résorption osseuse, mais n’est pas 

impliqué dans la différenciation des OSCs. 
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Figure 2 : Cascade de signalisation de trois Rho GTPase (Rho, Rac, Cdc42) menant à leurs fonctions clefs et mettant 
en évidence leurs effecteurs principaux en aval.  

La GTPase Rho active la kinase à domaine enroulé en hélice associée à Rho (ROCK) et l’effecteur homologue 
mammalien de Diaphanous (mDIA). Cette dernière permet l’augmentation de la polymérisation de l’actine. De son 
côté, ROCK permet la phosphorylation et l’activation de la kinase LIM (LIMK), qui à son tour phosphoryle la cofiline, 
la désactivant et diminuant ainsi la fragmentation des F-actine; il augmente la formation des extrémités barbelées 
dans les protrusions. ROCK phosphoryle aussi la chaine légère de la myosine (MLC) et inhibe la sous-unité de liaison 
à la myosine (MBS), provoquant l’assemblage de l’actomyosine, ainsi que la formation et la contraction des fibres de 
stress. Les GTPase Rac et Cdc42 activent le complexe Wiskott-Aldrich syndrome protein family member (WAVE, 
WASp et N-WASp), ce qui permet l’action d’Arp2/3. Ces deux GTPase permettent aussi d’activer la kinase activée p21 
(PAK). À son tour, PAK phosphoryle et inactive la kinase MLC, inhibant ainsi la contraction de l’actomyosine. Rac 
active aussi la voie PIP2 ce qui permet la libération des protéines de coiffage. Semblable à la GTPase Rho, Rac active 
LIMK et inactive la cofiline (Figure modifiée, tirée de : Hanna et El-Sibai, 2013). 
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1.7.2 Impact de l’HE sur le réseau d’actine 

Depuis plusieurs décennies, les recherches ont exploré l’impact potentiel de l’hème/HE sur la dynamique 

de l’actine et des membranes cellulaires. En 1984, Avissar et al. ont utilisé une approche biochimique par 

reconstitution in vitro et ont démontré une forte interaction entre l’hème et l’actine purifiée à partir de 

cellules musculaires squelettiques de lapin (Ka = 5,3 x 106 M-1). L’association G-actine-HE diminuait aussi 

la polymérisation en F-actine. Néanmoins, ce type d’exploration, bien que rigoureux et précis, reste limité 

dans sa capacité à révéler les effets fonctionnels potentiels de l’interaction entre l’HE et l’actine.  

Un an plus tard, Liu et al. (1985) ont étudié les effets de l’HE sur la membrane cellulaire et le cytosquelette 

des érythrocytes. Leur analyse a révélé que l’HE induit des modifications de la conformation de la spectrine 

et de la protéine 4.1. Ces modifications peuvent contribuer à la stabilisation de ces protéines augmentant 

la rigidité de la membrane cellulaire des érythrocytes (Jarolim et al., 1990 ; Shaklai et al., 1985, 1986). La 

hausse de la rigidité a été associée à un pontage du cytosquelette membranaire, conséquence d’une 

augmentation en H2O2 intracellulaire par l’HE (Jarolim et al., 1990 ; Shaklai et al., 1985, 1986). En 1987, 

Shaklai et al. ont démontré que l’H2O2 occasionne une oxydation de certains résidus, tels que le 

tryptophane, la tyrosine, la lysine et l’histidine, ce qui occasionnait un changement de conformation. 

L’équipe de Solar et al. en 1990 a apporté l’évidence qu’en présence d’H2O2 l’hème/HE interagit 

rapidement et de manière covalente avec la protéine 4.1 et la spectrine, par l’intermédiaire de la tyrosine. 

Ces évidences suggèrent que l’HE cause des effets directs et rapides sur le cytosquelette. Néanmoins, 

l’impact de l’HE ne semble pas se limiter qu’à ces trois protéines. 

Plus récemment, l’HE a été associée à une diminution de la phagocytose et de la migration des 

macrophages RAW264.7. Martins et al. (2016) ont démontré que l’HE perturbe la dynamique de l’actine 

en induisant une suractivation de la GTPase Cdc42, cette dernière étant suractivée par le GEF DOCK8. 

L’équipe a d’ailleurs émis l’hypothèse que l’HE pourrait stimuler l’activité de DOCK8 soit en interagissant 

directement ou indirectement avec celui-ci. Un phénomène similaire a été reporté avec la lignée cellulaire 

LM3, qui est issue d’un adénocarcinome mammaire murin (Coló et al., 2023). Dans cette étude, les auteurs 

ont démontré qu’un traitement à l’HE occasionnait un changement dans la distribution des F-actine des 

cellules LM3. Plus précisément, les cellules témoins présentaient davantage de F-actine ventraux et 

dorsaux, tandis que les cellules traitées à l’HE avaient une perte de F-actine ventrale et une augmentation 

de F-actine corticale. Ils ont alors associé cette réorganisation de F-actine à une diminution du GEF Arhgef2, 

qui est activateur de la RhoA-GTPase (Coló et al., 2023). Les résultats de Coló et al., ainsi que ceux de 



 

24 

Martins et al. sont particulièrement intrigants, car dans les cellules RAW264.7 traitées à l’HE, un grand 

nombre de filopodes en développement a été observé, tandis que dans les cellules LM3, aucun 

changement dans le nombre de protrusions en développement n’a été rapporté. Ces observations 

suggèrent que l’HE pourrait induire des effets distincts selon le type cellulaire. 

1.8 La Cofiline  

La cofiline est une protéine essentielle dans la régulation de la dynamique de l’actine. Cette ABP se lie à la 

F-actine et provoque sa dépolymérisation, permettant aux molécules de G-actine d’être réutilisées pour 

la croissance des nouveaux filaments (Yeoh et al., 2002). La cofiline est impliquée dans plusieurs fonctions 

cellulaires, dont la division cellulaire, la phagocytose, l’endocytose et la migration cellulaire (Bamburg, 

1999 ; Bravo-Cordero et al., 2013 ; Samstag et al., 2013).  

1.8.1 Structure, fonction et régulation de la cofiline 

La cofiline est une protéine de 166 AA, avec une masse moléculaire de 18,5 kDa, et possédant une 

séquence de localisation nucléaire (NLS), lui permettant d’acheminer la G-actine au noyau (Abe et al., 

1993). Le complexe formé entre la cofiline et la G-actine se lie à l’importine 9, ce qui permet son 

importation à travers les pores nucléaires. Une fois dans le noyau, l’actine semble exercer plusieurs 

fonctions importantes (Kelpsch et Tootle, 2018). Elle participerait à la régulation de l’activité des ARN 

polymérases, serait impliquée dans certains complexes de remodelage de la chromatine, contribuerait au 

maintien de la structure et de l’intégrité nucléaire, interviendrait dans la régulation de certains facteurs 

de transcription, et pourrait inhiber l’activité des histones désacétylases (Kelpsch et Tootle, 2018).   

La cofiline contient quatre résidus cystéines susceptibles d’être oxydés en présence de ROS, et cette 

oxydation favorise la formation de ponts disulfures (C39 et C80; C139 et C147), ce qui entraîne la perte 

d’affinité pour l’actine. Une fois ces quatre résidus oxydés, la cofiline est relocalisée vers la mitochondrie, 

où elle interagit et ouvre les pores de transition de perméabilité mitochondriale. Cette interaction induit 

un gonflement mitochondrial, dissipe le potentiel membranaire et libère les cytochrome C, déclenchant 

ainsi l’apoptose de manière indépendante de l’activation des protéines Bax et Bak (Klamt et al., 2009).  

Les mécanismes de régulation de la cofiline ont été largement révisés ces dernières années (Bamburg et 

al., 2021 ; Tanaka et al., 2018). La régulation de la cofiline est particulièrement complexe, et repose sur 

son interaction avec les phosphatidylinositol-phosphates (PI(4,5)P2 ou PIPs) et sur des modifications post-
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traductionnelles (Bamburg et al., 2021). Dans le premier type de régulation, la cofiline se lie fortement aux 

PIPs, sans toutefois interagir avec le groupement inositol de l’IP3, et cette interaction favorise son stockage 

à proximité de la membrane plasmique, notamment dans la région corticale, sans influencer l’hydrolyse 

de l’IP3 (Zhao et al., 2010). Ce mode de régulation reste encore partiellement compris. Néanmoins, en 

réponse à un signal chimiotactique tel que l’EGF, l’activité du phospholipase C (PLC) entraine l’hydrolyse 

du PIP, provoquant ainsi la libération de la cofiline,  étant ensuite en mesure de dépolymériser les F-actine 

proches de la membrane plasmique  (Zhao et al., 2010).  

Concernant le deuxième type de régulation, plusieurs modifications post-traductionnelles de la cofiline 

ont été décrites, la plus importante étant son inhibition par phosphorylation de sa sérine 3 (Ser3). Cette 

phosphorylation est principalement médiée par la kinase LIMK, elle-même activée par les GTPases Rho et 

Cdc42, comme illustré dans la Figure 2 (Bamburg et al., 2021 ; Hanna et El-Sibai, 2013). En plus de LIMK, 

la kinase testiculaire (TESK) ainsi que la kinase apparentée à NIK et la kinase embryonnaire spécifique de 

type NIK (NRK/NESK) sont également capables de catalyser la phosphorylation de la Ser3 de la cofiline 

(Nakano et al., 2003 ; Toshima et al., 2001). À l’inverse, la déphosphorylation de la cofiline, et donc, son 

activation, est  catalysée par les phosphatases chronophin (CIN) et la slingshot (SSH) (Bamburg et al., 2021). 

1.8.2 Les effets de l’HE sur la cofiline 

Selon l’étude par Sayeed et al. 2017, l’HE peut stimuler l’expression de la cofiline dans les cellules 

microgliales, et inhibe ainsi leur migration (Sayeed et al., 2017); cependant, dans cette étude, la régulation 

post-transcriptionnelle de la cofiline par phosphorylation n’a pas été abordée. Une autre étude 

indépendante a reporté qu’une hausse d’expression de la cofiline conduit à une augmentation de 

l’expression des protrusions, suivie par une augmentation de la migration cellulaire (Popow-Woźniak et 

al., 2012). Dans le contexte de notre sujet d’étude, cet effet pourrait favoriser la formation osseuse, 

permettant une migration des OSBs vers le BRC. Réciproquement, les auteurs de la même étude ont 

argumenté qu’une hausse de la forme inactive de la cofiline pourrait conduire à une formation déficiente 

de F-actine et à l’inhibition de la migration cellulaire (Popow-Woźniak et al., 2012), pouvant 

potentiellement compromettre la formation d’ostéoïdes par les OSBs. Il est clair qu’une activité excessive 

ou insuffisante de la cofiline inhiberait les protrusions membranaires nécessaires à la motilité et à la 

chimiotaxie (Popow-Woźniak et al., 2012). Dans leur ensemble, ces données suggèrent qu’une régulation 

stricte et équilibrée de l’activité de la cofiline est essentielle pour maintenir des processus cellulaires 

appropriés et favoriser les fonctions cellulaires normales.  
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Comme mentionné auparavant, l’hème/HE possède une affinité particulière pour les motifs contenant des 

cystéines (Segawa et al., 2022). La cofiline présente quatre résidus cystéines exposés à sa surface 

(Bamburg et al., 2021), qui pourraient potentiellement interagir avec l’HE de manière similaire à ses 

interactions  avec les HBM, affectant ainsi l’activité de la cofiline. Dans un autre ordre d’idée, l’HE pourrait 

également induire la production de ROS et augmenter l’oxydation des résidus de cystéine présents sur la 

cofiline créant des liens disulfures, induisant ainsi l’apoptose par les mécanismes discutés plus haut 

(Kaushik et al., 2021 ; Samstag et al., 2013 ; Tanaka et al., 2018). 

1.9 Hypothèse et objectifs 

La présence d’hème/HE extracellulaire est une caractéristique des pathologies hémolytiques, telles que le 

paludisme et la thalassémie. Des travaux antérieurs de Moreau et al. (2012) ont montré qu’une hémolyse 

aiguë chez des souris BALB/c, causée par l’infection à Plasmodium ou par un agent chimique hémolytique, 

réduit rapidement et significativement la densité osseuse. Cette perte rapide de masse osseuse a ensuite 

été reproduite en administrant de l’HE à des souris BALB/c, à des doses atteignant des concentrations 

plasmatiques comparables à celles constatées dans les conditions hémolytiques évaluées en 2012. Cette 

diminution de la masse osseuse a été accompagnée d’une baisse des marqueurs sériques de formation 

osseuse (OCN et P1NP) et de différenciation ostéoclastique (TRAP5b), ainsi que d’une réduction du 

nombre et de la fusion des progéniteurs ostéoclastiques. Ces résultats suggèrent que l’HE altère la 

résorption ainsi que la formation osseuse. De plus, des résultats in vitro récents du laboratoire indiquent 

que l’HE affecte la migration des OSBs, la formation des OSCs et la fusion des macrophages. Le laboratoire 

a aussi mis en évidence l’intercalation de l’HE dans les membranes cellulaires des OSBs en utilisant la 

technique de FRAP (Résultats non publiés). Dans cette perspective, nous avons ciblé la caractérisation de 

l’impact de l’HE sur la fluidité de la membrane plasmique, ainsi que la dynamique de l’actine, tous deux 

étant des processus essentiels pour la migration, la fusion et l’adhésion cellulaire. 

En considérant les connaissances actuelles et les résultats récents et non publiés de notre laboratoire, 

nous avons émis l’hypothèse que l’HE affecte la migration cellulaire des OSBs d’une part, en réduisant la 

fluidité membranaire par son intercalation dans la membrane plasmique et d’autre part, en affectant la 

dynamique de polarisation/dépolarisation de l’actine, ce qui pourrait potentiellement impliquer des effets 

sur la cofiline. 

 



 

27 

Afin de vérifier l’hypothèse, les objectifs suivants ont été ciblés :  

1. Évaluer l’impact possible de la rigidité membranaire sur le retardement de la migration des MG63 

conditionnées avec de l’HE. Afin d’évaluer cet objectif, nous avons effectué un test de migration 

par éraflure dans la monocouche cellulaire de cellules ostéoblastiques MG63 traitées avec 5, 10, 

20 µM d’HE. Ce test visait à confirmer les résultats préliminaires non publiés du laboratoire, qui 

suggérait une inhibition de la migration cellulaire à 15 et 23 µM d’HE. Parallèlement, la fluidité de 

la membrane plasmique a été évaluée par la technique de récupération de la fluorescence après 

photoblanchiment (FRAP), afin de déterminer si la rigidification membranaire pourrait expliquer 

la diminution de la vitesse de migration. Selon notre hypothèse, l’intercalation de l’HE dans la 

membrane entraînerait une augmentation de la rigidité membranaire, laquelle surviendrait 

simultanément à la réduction de la vitesse de migration des cellules. 

 

2. Évaluer l’impact de l’HE sur l’organisation et la dynamique de l’actine des MG63. Cet objectif a été 

abordé par microscopie confocal à l’aide d’une acquisition en empilement de plans Z, ainsi qu’en 

cytofluorométrie combinée à un double marquage fluorescent simultané de la G-actine et de la F-

actine respectivement par la DNase I et la phalloïdine. Ces approches nous ont permis de suivre 

les effets possibles du traitement d’une heure d’HE (5, 10, 20 µM) sur l’organisation de l’actine, 

tout en quantifiant séparément la G-actine et la F-actine. Selon notre hypothèse, l’HE perturberait 

la dynamique de l’actine en réduisant la formation des F-actine, nécessaire à la formation et 

l’élongation des protrusions membranaires, ce qui contribuerait à l’inhibition de la vitesse de 

migration des MG63.  

 

3. Évaluer l’impact de l’HE sur l’expression protéique totale de la cofiline et sur l’équilibre entre ses 

formes actives (non phosphorylées) et inactives (phosphorylées). L’expression totale et la forme 

phosphorylée de la cofiline seraient mesurées par immunobuvardage, afin d’évaluer si l’HE altère 

sa régulation post-traductionnelle. Selon notre hypothèse, nous nous attendons à ce que l’HE 

déséquilibre le rapport entre les formes active et inactive de la cofiline, en favorisant sa forme 

active, ce qui mènerait à une augmentation de la dépolymérisation de l’actine.  
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CHAPITRE 2 

MATÉRIELS ET MÉTHODES 

2.1 Culture cellulaire et traitement 

La lignée cellulaire de l’ostéosarcome humain MG-63 (ATCC CRL-1427TM) a été utilisée dans la plupart de 

nos expériences. Les cellules ont été cultivées dans un milieu à faible teneur en glucose Dulbecco’s 

Modified Eagle’s Medium (DMEM; Wisent Inc., Cat# 319-010-CL, CA). Le milieu a été supplémenté avec : 

10% de sérum de veau fœtal inactivé (SVF), 1% de Pénicilline-Streptomycine (P/S) et des acides aminés 

non essentiels (GibcoTM, Cat# 11140050, É. -U.). Les cellules ont été maintenues à une température de 

37°C, dans un environnement humidifié à 5% de CO2. Une solution de Trypsine-EDTA (Sigma-Aldrich, Cat# 

T4049, É. -U.) a été utilisée pour décoller les cellules lors des différents passages. 

Les cellules ont été soumises à différents traitements, notamment un groupe témoin sans ajout d’HE, ainsi 

que des groupes traités avec des concentrations d’HE allant de 5 à 23 µM. Les concentrations ont été 

estimées en considérant les niveaux d’hémoglobine et d’HE retrouvés libres dans le plasma lors 

d’hémolyse intravasculaire (Arruda et al., 2004 ; Reiter et al., 2002 ; Schaer et al., 2013).  

2.2 Préparation de l’HE 

Une solution stock d’HE à 3,83 mM (De source porcine, Sigma-Aldrich, Cat# 51280, CA) été préparée dans 

une solution de triéthanolamine à 30%, stérilisée par chauffage à 65°C pendant 30 minutes, puis diluée 

dans une solution de travail de triéthanolamine à 0,3% afin de minimiser toute toxicité associée à la 

triéthanolamine.  

2.3 Test de migration par éraflure dans la monocouche cellulaire. 

Les cellules MG63 ont été ensemencées dans une plaque de 24 puits, à une densité de 5 x 104 cellules par 

puits, dans un milieu de culture complet. Lorsque la confluence a atteint 90%, une éraflure a été réalisée 

dans la monocouche cellulaire à l’aide d’un embout de pipette stérile de 200 µL, créant ainsi un espace 

dépourvu de cellules au centre du puits. Après trois lavages au PBS, qui ont permis d’éliminer les cellules 

détachées, les puits ont été remplis avec du milieu DMEM complet, et les cellules ont été traitées avec 0, 

5, 10 ou 20 µM d’HE. La migration cellulaire a été suivie par microscopie confocale inversée (Nikon A1, 

Nikon Instruments Inc., É. -U.) avec le mode live cell imaging (photographies accélérées d’une image par 
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15 minutes), sous des conditions contrôlées à une température de 37°C, d’humidité et de concentration 

en CO₂ de 5%, afin d’en maintenir un environnement optimal pour les cellules. Le suivi de la migration a 

été effectué sur une période de 18 heures, un intervalle qui a été choisi sur la base du temps de 

dédoublement des cellules MG63, qui est entre 28 et 38 heures (Heremans et al., 1978 ; Su et al., 2009). 

Cette durée permet de minimiser l’influence de la prolifération cellulaire sur la fermeture de l’éraflure. De 

plus, le suivi par photographies accélérées réalisées tout au long de l’expérience a confirmé que la 

fermeture de la plaie résultait d’une véritable migration cellulaire, sans présence notable de mitoses. 

L’acquisition et l’analyse des images ont été effectuées à l’aide du logiciel NIS-Elements AR (Nikon 

Instruments Inc., version 4.00.12, É. -U.). L’analyse de la fermeture de l’espace a été réalisée en quantifiant 

la surface restante de l’éraflure au fil du temps, permettant d’évaluer la capacité migratoire des cellules 

en réponse aux traitements d’HE. 

2.4 Récupération de la fluorescence après photoblanchiment (FRAP) 

Les cellules MG63 ont été ensemencées sur des lames Ibidi (ibidi USA, Inc. Cat# 80826, É. -U.). Une fois 

adhérées, elles ont été traitées avec 20 µM d’HE pendant 1, 5 et 16 heures, puis lavées trois fois avec du 

HBSS (1X ; Wisent Inc., Cat# 311-513-CL, CA). Ensuite, les cellules ont été marquées avec le colorant 

membranaire CellMaskTM Deep Red (InvitrogenTM, Cat# C10046, É. -U.), selon les instructions du fabricant. 

Les lames ont été analysées avec un microscope confocal inversé (Nikon A1+, Nikon Instruments Inc., É. -

U.), équipé d’un objectif Plan Apo λ 60x. L’acquisition des images a été réalisée avec le logiciel NIS-

Elements AR (version 4.00.12). L’excitation et l’émission du fluorophore ont été effectuées respectivement 

à 649 nm et 666 nm. Une région d’intérêt (ROI) de la membrane cellulaire a été définie pour le 

photoblanchiment. Le protocole FRAP a été divisé en trois phases distinctes : 

1) Phase d’acquisition pré-photoblanchiment : Débutant avec 8 secondes d’acquisition et une prise 

d’image par seconde. 

2) Phase de photoblanchiment : 5 secondes au totale, incluant une exposition au laser 403 nm à 100 

% de puissance à 2,5 secondes, avec une prise d’image au début et à la fin. 

3) Phase de récupération post-photoblanchiment : 90 secondes avec une prise d’image toutes les 7,5 

secondes. 

Enfin, le temps de demi-récupération (T1/2) a été mesuré à l’aide du logiciel NIS-Elements AR (version 

4.00.12), en utilisant l’option <Time Measurement -> FRAP>. 
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2.5 Marquage par sonde fluorescente de l’actine 

2.5.1 Analyse par confocale 

Des lamelles de verre ont été stérilisées sous un rayonnement ultraviolet (UV) durant un minimum de 20 

minutes. Les cellules ont ensuite été ensemencées sur ces lamelles ayant été préalablement placées dans 

chaque puits d’une plaque de culture. Une fois les cellules ayant adhéré à la lamelle, elles ont été soumises 

à différents traitements, notamment un groupe témoin sans ajout d’HE, ainsi que des groupes traités avec 

des concentrations d’HE allant de 5 à 20 µM. Les traitements ont été d’une durée de 1 heure. Les cellules 

ont ensuite été lavées au PBS (1x, pH 7,4, Wisent inc. Cat# 311-010-CL, CA), puis fixées au 

paraformaldéhyde 4% pendant 20 minutes à température ambiante, suivie d’une perméabilisation de 5 

minutes dans une solution de PBS 1x contenant du Triton X-100 0,1%.  

Par la suite, afin d’éviter une liaison non spécifique de la DNase 1 et de la phalloïdine, les sites non 

spécifiques ont été bloqués avec une solution de blocage (PBS 1x, 1% BSA) durant 30 minutes à 

température ambiante. Les échantillons ont été par la suite lavés avec du PBS 1x (3 fois, 5 minutes par 

lavage). Les deux colorations ont été faites de manière simultanée. Pour ce faire, 200 L/lamelle (9 µg/mL 

dans PBS, pH 7,4, 50% v/v glycérol) d’une solution de DNase I conjuguée au fluorochrome Alexa Fluor™ 

488 (Invitrogen™, Cat# D12371, É. -U.), ainsi que 200 µL/lamelle (0,165 µM dans PBS, pH 7,4) d’une 

solution de Phalloidin-iFluor 405 (Abcam; Cat# ab176752, UK) ont été ajoutés sur les lamelles pendant 20 

minutes, puis lavés trois fois au PBS (1x, pH 7,4). Les lamelles ont été séchées à température ambiante à 

l’obscurité et montées sur lame en utilisant du glycérol 90%.  

Les images ont été acquises par microscopie confocale inversée (Nikon A1+) à l’aide d’un objectif Plan Apo 

λ 60x, en utilisant le logiciel NIS-Elements AR (version 4.00.12) pour l’acquisition. L’option d’empilement 

de plans Z (Stack 3D) a été utilisée. Pour ce faire, le panneau <ND acquisition> a été sélectionné, puis les 

plans supérieur et inférieur de la cellule ont été définis. Le logiciel a ensuite calculé le chevauchement des 

images ainsi que le nombre de captures nécessaires afin d’obtenir une reconstruction complète en 3D du 

champ d’observation. L’intensité des fluorochromes a été quantifiée en sommant l’ensemble des images 

en Z (Annexe A, Figure 8) à l’aide du logiciel ImageJ (version 1.54p).  
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2.5.2 Analyse de l’actine par cytofluorométrie en flux 

Pour ces expériences, la lignée lymphocytaire T CD4 humaine Jurkat (ATCC TIB-152TM) a été utilisée, à cause 

de son caractère en suspension. Les cellules ont été cultivées dans un milieu RPMI 1640 (Wisent inc, Cat# 

350-000, CA), supplémenté avec 10% de FBS, du sodium pyruvate (1mM), de l’HEPES (10 mM) et 1% P/S. 

Les cellules ont été récupérées, comptées et distribuées à 3x105 cellule par tubes facs. Elles ont ensuite 

été traitées avec soit de l’HE (23 µM) ou de la Cytochalasine E (10g/mL) pendant 1 heure. Des cellules 

sans traitement ont servi de témoin. Les cellules ont ensuite été centrifugées et lavées au PBS 1X tiède. 

Elles ont ensuite été fixées et perméabilisées avec le kit FIX & PERM cell perméabilisation (Thermofisher 

Cat# GAS003, É. -U.), suivant le protocole du détaillant. Les sites non spécifiques ont été bloqués avec une 

solution de blocage (PBS 1X, 1% BSA) pendant 30 minutes à température ambiante, à la suite desquelles 

les cellules ont été lavées 3 fois au PBS 1X. Elles ont ensuite été resuspendues dans une solution contenant 

la DNase I conjuguée au fluorochrome Alexa Fluor™ 488 (9 µg/ml ; Invitrogen™, Cat# D12371), ainsi que 

la Phalloidin-iFluor 405 (0,165µM; Abcam; Cat# ab176752) et incubées à température ambiante pendant 

30 minutes à l’obscurité. À la suite de deux autres lavages au PBS 1X, les cellules ont été resuspendues 

dans une solution de PBS 1x à une concentration de 1x106 cellules/mL. Enfin, les cellules ont été analysées 

sur le CytoFLEX (Beckman Coulter, Inc, CA) et analysées à l’aide du logiciel CytExpert Software v2.4.0.28 

(Beckman Coulter, Inc, CA). Aucune compensation n’était nécessaire, étant donnée la division physique 

des lasers et filtres utilisés. La stratégie d’analyse est disponible dans l’annexe B (Figure 9). 

2.6 Immunobuvardage 

Les cellules MG63 préalablement conditionnées ont été lysées dans du tampon RIPA (25 mM Tris-HCl pH 

7,6, 150 mM NaCl, 1% NP-40, 1% désoxycholate de sodium, 0,1% SDS ; ThermoFisher™, Cat# 89900, É. -U.) 

complété avec 1% d’un mélange d’inhibiteurs de protéases (Sigma-Aldrich, Cat# P8340). Après une 

centrifugation à 10 000 RPM pendant 20 minutes à 4°C, les surnageants ont été transférés dans des 

nouveaux tubes. La quantification des protéines totales a été réalisée à l’aide du kit DC Protein Assay (Bio-

Rad, Cat# 5000116, CA), selon les instructions du fabricant. Ensuite, 10 µg de protéines totales ont été 

préparés dans du tampon Laemmli (32,9 mM Tris-HCl, 23,15% (p/v) glycérol, 0,05% SDS, 0,005% bleu de 

bromophénol, 2,5% β-mercaptoéthanol, pH 6,8), puis dénaturés à 95°C pendant 5 minutes. Les 

échantillons ont été séparés par électrophorèse sur un gel de polyacrylamide à 12% contenant du 

laurylsulfate de sodium (SDS-PAGE) supplémenté de 2,2,2-trichloroéthanole (TCE; 0,5% v/v ; Sigma-Aldrich, 

Cat# 8.08610, É. -U.), en utilisant un tampon de migration (192 mM glycine, 25 mM Tris et 0,1% SDS, pH 
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8,3) et une tension de 100 V. Une fois la migration terminée, le gel a été activé aux UV à l’aide du ChemiDoc 

XRS+ (Bio-Rad, CA) pour visualiser la qualité du gel et les protéines totales. Les protéines ont ensuite été 

transférées sur une membrane de polyfluorure de vinylidène (PVDF) à faible fluorescence (Millipore, Cat# 

IPFL00005, É. -U.), préalablement activée dans du méthanol à 70% puis équilibrée dans du tampon de 

transfert (192 mM glycine, 25 mM Tris, 10% (v/v) méthanol, pH 8,3). Le transfert a été effectué à ampérage 

constant (350 mA) pendant 90 minutes. Les membranes ont été bloquées dans une solution TBS-Tween 

0,5% (TBS-T) contenant 3% de BSA pendant 2 heures à température ambiante. Après trois lavages au TBS-

T, les membranes ont été incubées à 4°C pendant 16 heures avec les anticorps primaires suivants : anti-

cofiline (1:1000 ; Cell Signaling (D3F9) XP® Rabbit mAb, Cat# 5175, É. -U.), anti-phospho-cofiline (Ser3) 

(1:1000 ; Cell Signaling Antibody, Cat# 3311, É. -U.) ou anti-HO-1 IgG1 monoclonal (1:1000 ; Invitrogen, 

Cat# NBP1-97507, É. -U.). Après trois lavages au TBS-T, les membranes ont été incubées pendant 1 heure 

à température ambiante avec les anticorps secondaires appropriés. Après trois autres lavages au TBS-T, 

les membranes ont été incubées pendant 5 minutes dans le révélateur Clarity Max Western ECL Substrate 

(Bio-Rad, Cat# 1705062, CA). La détection des bandes a été réalisée avec le ChemiDoc XRS+ (Bio-Rad, CA), 

et leur analyse a été effectuée à l’aide du logiciel Image Lab (Bio-Rad, CA). Les membranes ont ensuite été 

incubées dans une solution de stripping RestoreTM (Thermo ScientificTM Cat# 21059, É. -U.) pendant 15 

minutes à température ambiante, puis de nouveau bloquées et réincubées pendant 1 heure avec 

l’anticorps anti-β-actine. L’intensité des bandes a été normalisée en fonction de celle de la β-actine ou des 

protéines totales (Bettencourt et al., 2020 ; Maloy et al., 2022), selon le cas. 
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CHAPITRE 3 

RÉSULTATS 

3.1 Inhibition de la migration cellulaire des cellules MG63 par l’HE  

La motilité cellulaire joue un rôle clé dans le remodelage osseux étant entre autres impliquée dans la 

communication cellulaire, la fusion cellulaire et le dépôt d’ostéoïde par les OSBs (Kim et al., 2020 ; Thiel et 

al., 2018). Nos résultats précédents (non publiés par le laboratoire) suggèrent que des traitements à l’HE 

(15 et 23 µM) durant 12h causent une diminution de la vitesse de migration cellulaire chez des cellules 

ostéoblastiques MG63. Pour confirmer ces résultats, nous avons effectué un test de migration avec cette 

même lignée cellulaire. Nous voulions ainsi déterminer si l’inhibition était dose-dépendante, en évaluant 

des concentrations d’HE variant de 5 à 20 µM.  

Les cellules MG63 ont été mises en culture jusqu’à atteindre 90% de confluence. Dans le milieu des puits, 

un espace sans cellules a été créé en effectuant une éraflure dans la monocouche cellulaire. La capacité 

des cellules à combler cette espace dans le temps a été comparée pendant 18h avec ou sans HE. Les images 

représentant le temps initial et la 18e heure de traitement sont présentées dans la Figure 3-A. Deux tests 

quantitatifs ont été effectués pour déterminer l’effet du traitement de l’HE, soit le pourcentage de l’aire 

recouverte par les cellules et la vitesse de migration, respectivement représenté dans la Figure 3-B; C et D.  

Nous avons constaté que seule la concentration de 20 µM d’HE (Figure 3-B, C; triangles) entraîne un effet 

inhibiteur significatif sur la migration des cellules MG63 (p < 0,05). Cet effet inhibiteur lors du traitement 

de 20 µM a été évident à partir de la 14e heure du traitement, où l’on a observé un retard de 5% dans l’aire 

recouverte par les cellules, comparativement au témoin. Progressivement, ce retard a été amplifié, 

atteignant une diminution de 13% à la 18e heure du traitement (Figure 3-C). Le délai de la migration a été 

quantifié en calculant la vitesse de migration moyenne à partir de la pente de l’équation d’une régression 

linéaire (Figure 3-D). La vitesse moyenne de 5 expériences indépendantes avec les cellules MG63 traitées 

à l’HE 20 µM (4,2 x 104 ± 0,6 x 104 µm2/h) était significativement diminuée (p = 0,0066), comparativement 

aux cellules non traitées (6,0 x 104 ± 0,7 x 104 µm2/h). Ensemble, nos résultats montrent que l’HE réduit de 

manière significative la migration des MG63 uniquement lorsque sa concentration atteint ou dépasse 20 

µM, dans un environnement in vitro contenant 10 % de SVF. 
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Figure 3 : Diminution de la vitesse de migration des cellules MG63 traitées avec l’HE 

(A) Image obtenue de la migration à 0 heure et 18 heures par microscope confocale lors de photographies accélérées 
des MG63 témoin, ou conditionnées avec l’HE 20 µM. Les barres d’échelles : 250 µm. (B) Graphique représentant le 
pourcentage moyen (± SEM) obtenu de l’aire recouverte par les cellules sous différents traitements d’HE (5, 10 et 20 
µM). (C) Graphique montrant le pourcentage moyen (± SEM) entre la 10e et la 18e heure pour les résultats de l’HE à 
20 µM, ce qui correspond à la région encadrée noire du graphique précédent. Un test ANOVA à deux facteurs sur 
mesures répétées suivi d’un post-hoc de Dunnett’s ont été effectués (P < 0,05 *). (D) Graphique à bande montrant la 
vitesse moyenne de cicatrisation de la plaie (µm2/h ± SEM) pour les différentes concentrations d’HE utilisées (5, 10 
et 20 µM). La vitesse moyenne a été calculée en utilisant la pente d’une régression linéaire. Les résultats représentent 
la moyenne de cinq mesures (N = 5). La valeur-P a été calculé en utilisant un test ANOVA à un facteur suivi d’un post-
hoc de Dunnett’s. Valeur-P < 0,033 *; < 0,002 **.  
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3.2 Effet transitoire de l’HE sur la fluidité de la membrane plasmique 

En raison de sa nature hydrophobe, l’HE s’intercale dans les membranes cellulaires, entraînant la 

peroxydation des lipides (Giri et al., 2018 ; Shaklai et al., 1985). L’oxydation des lipides altère leur intégrité, 

augmente leur rigidité et réduit leur fluidité membranaire (Destro Bisol, 1999 ; Higdon et al., 2012). Dans 

ce contexte, une diminution de la fluidité membranaire a été associée à une réduction de la motilité 

cellulaire (Gardeta et al., 2022 ; Glatzel et al., 2018 ; Gojova et Barakat, 2005). Avec ces évidences, nous 

avons émis l’hypothèse que la diminution de la migration cellulaire serait causée par l’insertion de l’HE 

dans la bicouche membranaire, la rendant moins fluide. Afin de vérifier une telle hypothèse, nous avons 

conditionné les cellules MG63 avec de l’HE à 20 µM. Nous avons ensuite réalisé une analyse par FRAP à 

trois intervalles de temps distincts, soit à 1, 5 et 16 heures (Figure 4, A) pour vérifier si l’effet était 

transitoire ou persistant dans le temps. 

Nos résultats révèlent que l’HE exerce un effet transitoire sur la fluidité membranaire, tel que mesuré par 

le temps de recouvrement de la fluorescence. En effet, lors du traitement de 1 heure à l’HE, une 

augmentation significative du temps moyen de recouvrement du signal a été mesurée, comparativement 

au témoin (p < 0,0001). Toutefois, à 5 heures post-traitement, le temps de recouvrement est revenu à des 

valeurs comparables au témoin. Ces résultats suggèrent que l’HE diminue rapidement, mais 

temporairement la fluidité membranaire.  

Nous avons alors émis l’hypothèse que l’effet transitoire serait lié à la dégradation de l’hème, concurrente 

à une induction de l’enzyme HO-1, responsable du catabolisme de l’HE intracellulaire. Principalement 

localisée dans la membrane du réticulum endoplasmique lisse, la HO-1 catalyse la dégradation de l’HE en 

biliverdine, monoxyde de carbone (CO-) et ions ferreux (Fe2+) (Funes et al., 2020). En tant qu’enzyme 

limitante du processus, la HO-1  joue un rôle clé dans la régulation de la toxicité de l’HE (Duvigneau et al., 

2019). Afin de corréler l’induction de l’enzyme HO-1 avec l’effet transitoire de l’HE sur la fluidité 

membranaire, une analyse cinétique par immunobuvardage a été réalisée. Les cellules ont été traitées 

avec de l’HE à 20 µM pendant des périodes de 1, 3 et 5 heures. Les intervalles de temps ont été 

sélectionnés en fonction de deux critères. D'une part, l'induction de l’HO-1 a été rapportée comme 

débutant après 1 heure de traitement à l’HE, avec un plateau atteint autour de 8 heures (Sacerdoti et al., 

2005 ; Wijayanti et al., 2005). D'autre part, ces temps visaient aussi à comparer si cette induction se faisait 

de manière progressive avant 5 heures, et si l’induction coïncidait avec le retour à la normale de la fluidité 

membranaire qui avait été observé à 5 heures. Les résultats obtenus suggèrent une très faible induction 
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de la HO-1 après une heure de traitement, suivie d’une augmentation modérée à 3 heures, et d’une 

induction significativement élevée après 5 heures (p = 0,0279) (Figure 4, B). Ces données indiquent que 

l’induction de la HO-1 par l’HE se fait de manière progressive, et que son induction à 5 heures est en 

corrélation avec la restauration de la fluidité membranaire.  

 

 

Figure 4 : Baisse de la fluidité membranaire induite par l’HE à 1 heure et rétablissement corrélé à l’induction de HO-
1 à 5 heures 

(A) Rétablissement de la fluorescence après photoblanchiment (FRAP) des cellules MG63 traitées à l’HE 20 µM durant 
1, 5 et 16 heures.  Le temps de demi-recouvrement moyen (T1/2 ± SEM) a été calculé et représente entre 15 à 20 
cellules par expérimentation (N = 3). (B) Suivi de l’induction de la HO-1 par immunobuvardage, avec les cellules MG63 
traitées à l’HE 20 µM, selon différent temps soit à 1, 3 et 5 heures post-traitement. Les résultats représentent la 
moyenne de la mesure densitométrique (± SEM; N = 3). L’intensité des bandes a été normalisée avec celle de la β-
actine. Des tests de Kruskal-Wallis et un Post-Hoc de Dunn’s ont été effectués.  Valeurs-P < 0,05 *; < 0,0001 **** 
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3.3 Impacte de l’hémine sur la dynamique de l’actine 

Dans les sections précédentes, nous avons montré que l’HE réduit la motilité cellulaire après 14 heures de 

traitement et induit une perte transitoire de la fluidité membranaire, qui est complètement rétablie après 

5 heures. Ce rétablissement coïncide chronologiquement avec l’induction de l’HO-1. La perte transitoire 

de la fluidité membranaire ne pourrait pas être la cause du ralentissement de la migration cellulaire, car 

cette dernière devient significative qu’à partir de 10 heures de conditionnement avec de l’HE. Mis en 

semble, ces éléments suggèrent que la diminution de la motilité, occasionnée par l’HE, pourrait impliquer 

des facteurs autres que la fluidité de la bicouche des phospholipides membranaires. 

Nous avons alors orienté nos recherches sur la dynamique de l’actine, qui joue un rôle essentiel et central 

dans plusieurs processus biologiques, tels que la division et la fusion cellulaire, la signalisation 

intracellulaire et la migration (Dominguez et Holmes, 2011 ; Hall, 1998). Notre laboratoire, ainsi que 

d’autres équipes, ont montré qu’un traitement à l’HE inhibe significativement  la fusion des précurseurs 

ostéoclastiques en cellules multinucléées (OSCs mature) (Das et al., 2018 ; Liu et al., 2016 ; Moreau et al., 

2012; données récentes non publiées). Ces processus cellulaires nécessitent, entre autres, une 

réorganisation adéquate du cytosquelette, et plus particulièrement de l’actine, pour en assurer un 

fonctionnement optimal (Faust et al., 2019 ; S.R. Goodman, 2008). Dans cette perspective, Coló et al. 

(2023), ont démontré qu’un traitement de 80 µM d’HE pendant 24 heures chez la lignée LM3 murin, 

entraîne une diminution de l’expression de plusieurs catégories de protéines, notamment l’actine et ces 

protéines associées.  

Dans ce contexte, nous avons étudié l’impact possible de l’HE sur la dynamique de l’actine par microscopie 

confocale, en utilisant une méthode d’acquisition par empilement de plans Z combiné à un double 

marquage. Cette approche fait appel à deux sondes, soit la DNase I, pour la détection des G-actine, et la 

phalloïdine, pour celle des F-actine, permettant ainsi de caractériser la structure et la localisation des G-

actine et des F-actine dans les cellules MG63 traitées avec différentes concentrations d’HE (5 à 20 µM) 

pendant une heure (Figure 5). 

Nous avons constaté qualitativement qu’un traitement de 20 µM d’HE entraîne une réorganisation de la 

distribution des F-actine dans les cellules (Figure 5, A). Plus précisément, les filaments cytoplasmiques, qui 

incluent les filaments ventraux en contact avec le substrat et les filaments dorsaux répartis dans le 

cytoplasme, diminuent visiblement. D’autre part, une augmentation de l’actine corticale a été observée, 
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suggérant un remodelage des F-actine vers la périphérie cellulaire, soit proche de la membrane. Les 

concentrations de 5 et 10 µM semblent aussi avoir ce type de réorganisation, mais plus faiblement. 

Nous avons ensuite quantifié l’intensité totale de fluorescence émise par chaque cellule et selon chacun 

des fluorochromes. Cette quantification a été suivie d’une normalisation des intensités des différents 

traitements (5, 10 et 20 µM d’HE) par rapport à celles du témoin correspondant pour chaque fluorochrome 

(Figure 5-B), nous donnant la moyenne de l’intensité relative émise.  L’intensité relative de la phalloïdine 

a diminué, suggérant une réduction dans l’abondance des F-actine. Cette réduction était significative pour 

les concentrations de 5 (p = 0,03) et 20 µM (p = 0,003). En ce qui concerne l’intensité de la DNase I, qui 

représente les G-actine, elle n’a montré aucun changement significatif peu importe la concentration d’HE. 

Par ailleurs, la même tendance a été constatée au niveau de l’intensité dans les protrusions cellulaires 

(Figure 5-C). En effet, le traitement à 20 µM d’HE a diminué significativement l’intensité relative de la 

phalloïdine dans les protrusions cellulaires (p < 0,0001). Ces résultats suggèrent que l’HE altère la stabilité 

des F-actine, sans changer de manière marquant la proportion de G-actine. 

Dans le but de confirmer ces résultats, nous avons quantifié l’intensité de fluorescence des G-actine et F-

actine dans une population de 10 000 cellules par cytofluorométrie, en utilisant le même double marquage 

que précédemment (Figure 6). Cependant, le fait qu’un traitement à la trypsine, qui est utilisée pour 

détacher les cellules adhérentes comme les MG63, affecte l’organisation de l’actine, nous a motivé à 

utiliser des cellules non adhérentes pour cette évaluation, soit la lignée lymphocytaire T CD4 humaine 

Jurkat. Afin de valider notre approche expérimentale, nous avons également utilisé la cytochalasine E (CytE) 

comme témoin positif : ce composé se lie à l’extrémité positive du F-actine, bloquant ainsi l’incorporation 

de nouveaux monomères, ce qui entraîne une diminution de la quantité de F-actine (Ikewaki et al., 2003 ; 

Lambert et al., 2023). De plus, la CytE peut aussi séquestrer les G-actine, diminuant davantage leur 

incorporation à la région positive du filament (Ruggiero et Lalli, 2021).  

Comme anticipé, la quantité de G-actine (p = 0,0417) et de F-actine (p = 0,0049) a diminué 

significativement par le traitement à la CytE. Par ailleurs, de manière intéressante, les cellules Jurkat 

traitées à l’HE présentaient une augmentation significative de la quantité de G-actine, sans avoir d’effet 

apparent sur la quantité de F-actine. Ceci est contraire aux données obtenues dans la lignée ostéoblastique 

MG63, où une diminution des F-actine avait été observée, sans changement au niveau des G-actine. 
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Figure 5 : Baisse de la F-actine, sans effet sur la G-actine, chez des cellules MG63 traitées avec de l’HE  

Les cellules ont été ensemencées sur des lamelles de verre stérilisées sous UV, et ont ensuite été soumises à divers 
traitements d’HE (5, 10 et 20 µM) pour la durée d’une heure. Les cellules ont ensuite été simultanément colorées 
avec la DNase I conjuguée à l’Alexa Fluor™ 488 pour marquer la G-actine (vert), ainsi que la phalloïdine-iFluor 405 
pour marquer la F-actine (bleu). A) Panneau montrant le marquage type d’une cellule par condition, incluant le 
marquage individuel de la G-actine, de la F-actine et la superposition des deux. B) Graphique à bande illustrant 
l’intensité relative ± SEM (UA) des marquages de la F-actine et de la G-actine de 20 cellules par conditions (n=3). C) 
Graphique à bande montrant la diminution de l’intensité de la phalloïdine dans les protrusions (flèches rouges, 
panneau A) lors du traitement à 20 µM d’HE. Les données représentent la moyenne de l’intensité de la fluorescence 
± SEM. Les analyses subséquentes ont été effectuées à l’aide du logiciel ImageJ. Les barres d’échelles : 20 µm. Des 
tests de Kruskal-Wallis et un Post-Hoc de Dunn’s ont été effectués. Valeur-P < 0,05 *; < 0,001 **; < 0,0001 **** 

 



 

40 

 

Figure 6 : Analyse de la dynamique de l’actine sous un traitement de Cytochalasine E et de l’HE chez les cellules Jurkat 

Les lymphocytes T CD4 humains Jurkat ont été traités soit à la CytE, soit à l’HE (23 µM) pendant une heure ou sont 
restés sans traitement (Ctr). Les cellules ont été fixées et perméabilisées, puis traitées simultanément à la DNase I 
conjuguée au fluorochrome Alexa Fluor™ 488 et à la Phalloindin Ifluor 408. Les résultats représentent trois 
expériences indépendantes (N = 3). Un test ANOVA à deux facteurs suivis d’un post-hoc de Dunnett’s a été effectué. 
P < 0,05 *; < 0,002).  
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3.4 Augmentation de l’expression de la cofiline  

En raison des observations précédemment citées, nous avons émis l’hypothèse que l’HE pourrait affecter 

les protéines accessoires de l’actine, ce qui expliquerait la réorganisation et la perte de F-actine observées. 

La cofiline semblait une candidate particulièrement intéressante, car elle est une régulatrice clé de la 

dynamique de l’actine. En forme active, donc non phosphorylée, la cofiline se lie aux F-actine et facilite 

leur dépolymérisation, libérant des G-actine pour la formation de nouveaux filaments. Par ailleurs, sous sa 

forme inactive, soit phosphorylée, la cofiline perd son affinité pour l’actine, l’empêchant d’accomplir cette 

fonction (Wioland et al., 2017). De plus, Sayeed et al., (2017) ont proposé qu’un conditionnement avec 

l’HE conduit à une augmentation de l’expression de la cofiline chez les cellules microgliales.  

L’expression de la cofiline a été analysée par immunobuvardage afin d’évaluer l’impact de l’HE sur son 

expression totale et sur l’équilibre entre les formes active (non phosphorylée) et inactive (phosphorylée). 

Les cellules MG63 ont été traitées pendant 1 heure avec 20 µM d’HE, puis lysées pour permettre l’analyse 

de l’expression de la cofiline (Figure 7). Nos résultats montrent une augmentation dose-dépendante de 

l’expression totale de la cofiline, avec un effet significatif à 20 µM d’HE (p = 0,0323). Par ailleurs, le niveau 

de cofiline phosphorylée n’a pas été affecté par les traitements. Ces résultats semblent indiquer que l’HE 

stimule la hausse de l’expression totale de la cofiline dans les cellules MG63, tout en maintenant constante 

la proportion de sa forme phosphorylée (inactive). 
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Figure 7 : Effet de l'HE sur l'expression de la forme active et inactive de la cofiline 

Les cellules MG63 ont été traitées avec l’HE (5-20 µM) durant 1 heure, puis lysées dans un tampon RIPA. Les protéines 
totales ont ensuite été séparées par SDS-PAGE, transférées sur une membrane de PVDF, qui a été ensuite bloquée 
au BSA 3% et traitée avec un anticorps spécifique monoclonal de la Cofiline totale (A). À la suite de la détection de la 
cofiline totale (18,5 kDa), la membrane a été incubée dans une solution de stripping Restore™, puis bloquée à 
nouveau et traitée avec l’anticorps monoclonal contre la phospho-Cofiline (p-Cofiline) Ser3 (B). L’intensité des bandes 
a été normalisée avec celle des protéines totales. Un test de Kruskal-Wallis et un Post-Hoc de Dunn’s ont été effectués. 
Valeur-P < 0,05 * 
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CHAPITRE 4 

DISCUSSION 

L’hème (Protoporphyrine IX ferrique) libre dans le plasma est caractéristique des pathologies 

hémolytiques comme le paludisme, la thalassémie et la drépanocytose; ces conditions sont aussi 

caractérisées par une perte significative de la masse osseuse (Behzadifard et al., 2024 ; Hernigou et al., 

2003 ; Moreau et al., 2012). Des travaux antérieurs de notre laboratoire ont mis en évidence chez des 

souris BALB/c ayant subi l’hémolyse aiguë, qu’elle soit induite par une infection par Plasmodium ou par 

des agents hémolytiques, une réduction significative de la densité osseuse minéralisée, ainsi que les tissus 

osseux trabéculaires après une courte période de 10 - 12 jours (Moreau et al., 2012). Ce constat est 

cohérent avec le rythme rapide de renouvellement osseux reporté chez la souris, dont le cycle de 

remodelage s’effectue en moyenne sur 14 jours (Jilka, 2013), rendant possible la constatation d’un 

déséquilibre osseux relativement en peu de temps. Dans le contexte de l’hémolyse intravasculaire, la 

destruction massive des érythrocytes entraîne une libération importante d’hémoglobine et de 

groupements prosthétiques d’hème (rapidement oxydé en HE), pouvant dépasser des concentrations de 

20 µM  dans le plasma (Carrasco-Pozo et al., 2020 ; Layer, 2020).  

Des résultats non publiés de notre laboratoire ont reproduit cette perte rapide de masse osseuse chez des 

souris BALB/c soumises à des injections d’HE (10 mg/kg, par voie intrapéritonéale) pendant trois jours 

consécutifs, sur une période de deux semaines. À ces doses, l’hème/l’HE libre atteint des concentrations 

comparables à celles mesurées lors d’épisodes d’hémolyse aiguë, en tenant compte de la concentration 

injectée et du volume sanguin des souris utilisées. Dans nos modèles expérimentaux, la diminution des 

marqueurs sériques de l’OCN, du P1NP et du TRAP5b suggère respectivement une diminution dans la 

formation osseuse et une baisse du nombre d’OSCs. Néanmoins, le taux de résorption osseuse par les 

OSCs restait inchangé, tel qu’évalué par le marqueur sérique de résorption (CTX). Par ailleurs, d’autres 

données récentes de notre laboratoire indiquent une diminution marquée du nombre de progéniteurs 

ostéoclastiques et de leur capacité à fusionner en cellules multinucléées matures (Résultats non publiés).  

D’autres résultats de notre laboratoire soulignent également l’effet négatif de l’HE sur la migration des 

cellules ostéoblastiques, la formation des OSCs et la fusion des macrophages in vitro (Article en 

préparation; Scorza T, et al.). Pris ensembles, ces résultats nous ont conduit à caractériser l’impact de l’HE 
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sur la fluidité membranaire, ainsi que sur la dynamique de l’actine et de certaines protéines associées, qui 

sont des éléments essentiels aux processus de migration, de fusion et d’adhésion cellulaire.  

Nos résultats préliminaires (non publiés) suggèrent que des traitements à l’HE (15 et 23 µM) pendant 12 

heures entraînent une diminution de la vitesse de migration des cellules ostéoblastiques MG63. Afin de 

confirmer cet effet et d’évaluer s'il dépendait de la dose, nous avons testé des concentrations d’HE 

comprises entre 5 et 20 µM lors d’un test de migration de 18 heures (Figure 3). Le test de migration utilisé 

dans notre étude repose sur un scratch test, un modèle de migration collective où les cellules migrent afin 

de combler un espace vide créé mécaniquement, plutôt que de répondre à un gradient chimiotactique. Ce 

type de migration cellulaire imite un processus de régénération tissulaire, soit des cellules qui se déplacent 

pour occuper toute la surface disponible, indépendante d’un signal spécifique (Grada et al., 2017). Nos 

observations indiquent que 14 heures après le début de l’essai, l’HE inhibe significativement la migration 

des MG63 et uniquement à des concentrations proches ou supérieures à 20 µM, dans des conditions in 

vitro contenant 10% de SVF.  

Un facteur essentiel à considérer dans nos conditions expérimentales in vitro est l’impact du SVF à 10% 

sur la biodisponibilité de l’HE extracellulaire. Le SVF contient plusieurs protéines, notamment l’albumine 

et l’hémopexine, qui possèdent une forte capacité de liaison à l’HE, influençant ainsi son interaction avec 

les cellules (Schaer et al., 2013). L’hémopexine présente une affinité élevée pour l’HE (Kd ≈ 10⁻¹³ M), lui 

permettant de capturer efficacement l’HE libre dans un rapport stœchiométrique de 1:1 (Morgan et al., 

1976). En revanche, bien que l’albumine sérique puisse également se lier à l’HE, son affinité est 

considérablement plus faible (Kd ≈ 10-8 M) (Morgan et al., 1976). Ces interactions pourraient expliquer la 

nécessité d’utiliser des concentrations relativement élevées d’HE (≥ 20 µM) afin d’observer un effet 

inhibiteur significatif sur la migration cellulaire des MG63, ainsi que le délai d’environ 14 heures avant 

l’apparition de cette inhibition.  

Plusieurs études ont rapporté un impact négatif de l’HE sur la migration cellulaire, dans divers types 

cellulaires. Par exemple, l’HE perturbe la dynamique de l’actine et altère la migration des RAW264.7 par 

la suractivation de la Rho-GTpase Cdc42 (Martins et al., 2016). De plus, l’HE inhibe la migration des cellules 

microgliales de la lignée immortalisée SIM-A9 par l’induction de l’expression de la cofiline (Sayeed et al., 

2017). Une augmentation de la synthèse de l’HE a également été associée à une régulation négative de la 

migration des cellules cancéreuses de l’ovaire et du sein, via l’induction de la dégradation de Bach1 par 
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l’HE (Kaur et al., 2021). Le rôle précis de Bach1 dans la migration demeure toutefois en cours 

d’investigation. Par ailleurs, Yesilkanal et al., (2021) ont démontré que Bach1 augmente l’expression de 

plusieurs gènes impliqués dans la mobilité cellulaire, notamment ROCK1, un élément clé de la voie Rho-

GTPase Rho/ROCK,  présenté à la Figure 2. Ces observations suggèrent que l’HE peut inhiber la migration 

cellulaire, en régulant les voies des Rho-GTPase, qui sont liées à la dynamique de l’actine et à l’activité des 

ABP, notamment la cofiline.  

Paradoxalement, certaines études ont rapporté la stimulation de la migration par l’HE. Notamment, un 

traitement à l’HE a favorisé la migration des cellules musculaires lisses vasculaires A7r5 et des cellules 

épithéliales IEC. Le mécanisme proposé serait lié à l’activation du système NADPH oxydase par l’HE, 

entraînant une production accrue de ROS et l’activation de voies de signalisation sensibles au stress 

oxydatif, tel que ERK-2 et NF-κB (Barcellos-de-Souza et al., 2013 ; Moraes et al., 2012). De plus, l’HE stimule 

la migration des progéniteurs endothéliaux en réponse au facteur de croissance de l’endothélium 

vasculaire (VEGF), via l’activation des voies AKT et ERK (Wang et al., 2009). Ces observations suggèrent 

que l’HE peut favoriser la migration cellulaire dans certains contextes, en particulier dans les cas 

d’activation des voies ERK et AKT, qui sont bien établies comme promoteurs de la migration, de l’invasion 

et de la prolifération, notamment dans les cellules cancéreuses (Islam et al., 2023 ; Tanimura et Takeda, 

2017). 

La migration des OSBs est un processus clé du remodelage osseux, étudié depuis des décennies (Jones et 

Boyde, 1977). Les effets de l’hème/HE libre sur cette fonction cellulaire demeurent largement inexplorés 

chez les OSBs. À la lumière des études précédemment citées, l’HE semble moduler la motilité cellulaire de 

manière variable selon le type cellulaire, certaines études rapportant un effet promoteur tandis que 

d’autres décrivent une inhibition de la migration. Nos résultats s’inscrivent dans cette tendance, révélant 

un effet inhibiteur, certes tardif, mais significatif de l’HE sur la migration cellulaire des OSBs.  

Pour comprendre les mécanismes sous-jacents à cette inhibition, nous avons postulé qu’une diminution 

de la fluidité membranaire, induite par l’intercalation de l’HE dans les membranes cellulaires, pourrait 

limiter la migration des MG63. En effet, en raison de sa nature hydrophobe, l’HE possède la capacité de 

traverser la membrane plasmique et de s’insérer dans les bicouches de phospholipides, altérant ainsi 

l’intégrité et la fonctionnalité des membranes cellulaires (Shaklai et al., 1985). L’HE ayant alors un accès à 

un grand réservoir de lipides provoque leur peroxydation nuisant d’autant plus à l’intégrité, la fluidité et 
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la perméabilité de la membrane (Higdon et al., 2012). Dans ce contexte, notre laboratoire avait mis en 

évidence une diminution de la parasitémie de P. c. adami à la suite d’un prétraitement des érythrocytes 

avec de l’HE (Gaudreault et al., 2015). Ces résultats corroboraient alors l’hypothèse retrouvée dans Destro 

Bisol (1999), selon laquelle l’HE augmenterait la rigidité des membranes cellulaires en induisant l’oxydation 

des phospholipides membranaires. Dans le cas des érythrocytes, cette fluidité permettrait, en théorie, 

l’invasion de la cellule par Plasmodium. Cette augmentation de la rigidité membranaire peut alors 

entraîner une diminution de la fluidité, laquelle a également été associée à une réduction de la migration 

cellulaire (Gardeta et al., 2022 ; Glatzel et al., 2018 ; Gojova et Barakat, 2005).   

Nos observations par FRAP ont confirmé que l’HE réduit significativement la fluidité membranaire dans la 

première heure suivant son contact avec les cellules. Toutefois, cette réduction s’avère transitoire, avec 

un retour à des valeurs comparables à celle du témoin après 5 heures (Figure 4, A). Ces effets rapides sur 

la membrane cellulaire sont cohérents avec de nombreuses études portant sur l’HE et les membranes 

érythrocytaires, où il a été largement démontré que l’HE libre s’intercale rapidement dans la membrane 

des érythrocytes, entraînant leur déformation en quelques minutes (Chou et Fitch, 1981 ; Gaudreault et 

al., 2015 ; Giri et al., 2018 ; Kozlova et al., 2014 ; Solar et al., 1991). L’équipe de Kozlova et al. (2018) a 

ensuite associé ces effets à l’augmentation de la rigidité membranaire des érythrocytes. Enfin, l’équipe de 

Neftullaeva et al., (2023) a démontré par microscopie à force atomique que l’HE augmente en moyenne 

la rigidité membranaire par un facteur de 2. Cette rigidité accrue, ainsi que la déformation de la membrane 

a été attribuée à l’interaction rapide entre l’HE et les protéines du cytosquelette membranaires, 

impliquant notamment un pontage de l’HE avec la spectrine et la protéine 4.1 (Liu et al., 1985 ; Solar et 

al., 1991). 

D’une part, l’impact rapide de l’HE sur la fluidité membranaire n’est pas inattendu, puisqu’il s’inscrit dans 

un mécanisme bien documenté, bien que principalement étudié chez les érythrocytes. D’autre part, l’effet 

transitoire de cette modification, mise en évidence dans nos résultats, semble inédit et, à notre 

connaissance, n’a pas encore été documenté chez les OSBs. Ceci pourrait en partie être expliqué par 

l’action des protéines du sérum comme l’hémopexine et l’albumine, capables de dissocier les interactions 

de l’HE avec la spectrine et la protéine 4.1 (Solar et al., 1991). Toutefois, cette capacité de dissociation du 

pontage diminue avec le temps d’incubation avec l’HE, ce qui à lui seul ne peut expliquer le retour de la 

fluidité après 16 h, puisque le pontage serait irréversible à ce temps (Figure 4, A; (Solar et al., 1991)).  
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Nos résultats suggèrent que l’effet transitoire de l’HE sur la membrane pourrait être attribué à l’induction 

progressive de la HO-1, et à la dégradation concomitante de l’HE, comme l’a révélé notre analyse par 

immunobuvardage (Figure 4, B). Cette hypothèse est renforcée par les différences intrinsèques entre les 

érythrocytes et les OSBs. En effet, contrairement aux érythrocytes, qui sont dépourvus de noyau et 

présentent une expression minimale, voire inexistante, de l’HO-1 (Alves et al., 2011), la lignée MG63 est 

capable d’induire l’expression de cette enzyme essentielle dans la dégradation de l’hème/HE. Ainsi, nous 

postulons que la rigidité membranaire, induite par l’intercalation de l’HE, serait plus persistante chez les 

érythrocytes, mais transitoire chez d’autres types cellulaires, comme les OSBs.  

L’HO-1 est principalement localisée dans la membrane du réticulum endoplasmique lisse, où elle catalyse 

la dégradation de l’hème/l’HE en biliverdine, monoxyde de carbone (CO-) et ions ferreux (Fe2+) (Funes et 

al., 2020). De plus, cette protéine catalyse l’étape limitante de la dégradation de l’HE, ce qui en fait un 

élément crucial pour le contrôle de la toxicité de l’HE (Duvigneau et al., 2019). Les produits de cette 

dégradation, notamment la biliverdine, la bilirubine et le CO-, sont bien connus pour leurs propriétés 

antioxydantes et leur rôle dans la régulation du stress oxydatif induit par l’HE (Wu et al., 2019 ; Ziberna et 

al., 2016). Par ailleurs, les ions Fe²⁺ libérés sont rapidement captés par la ferritine, limitant ainsi la 

peroxydation des lipides et prévenant l’entrée en ferroptose (Kumar et Bandyopadhyay, 2005). Cette 

induction progressive de l’HO-1 pourrait donc exercer des effets bénéfiques en réduisant la concentration 

d’HE et, par ses produits de dégradation, contrôler la balance des ROS, et restaurer la fluidité membranaire. 

Afin de confirmer l’importance de cette corrélation, il serait opportun de déterminer si ce retour à la 

normale est partiel ou total en présence d’inhibiteurs de l’HO-1. Enfin, il semble peu probable qu’une perte 

transitoire de la fluidité membranaire, réversible après 5 heures et corrélée à l’induction de l’HO-1, soit la 

seule responsable du ralentissement de la migration cellulaire des MG63 observé après 14 heures.  

Un scénario à ne pas ignorer est celui d’une activité soutenue de la HO-1, qui pourrait avoir des effets 

négatifs sur les OSBs. En effet, Lin et al., (2010) ont montré qu’une activité soutenue de la HO-1 induite 

par certains agents, tels que l’HE (20 µM), entraînait une diminution de la maturation et de la 

différenciation des OSBs. Plus précisément, ils ont observé que l’HE (20 µM) et l’un de ses produits de 

dégradation par l’HO-1, la bilirubine, réduisaient significativement l’expression des ARNm de l’OCN et du 

facteur de transcription runt-related 2 (RUNX2), ainsi que la concentration en calcium des nodules 

minéralisés. Bien que la concentration de 20 µM d’HE n’ait pas eu d’effet significatif sur l’activité de 

l’alcaline phosphatase (ALP), des concentrations de 3 et 30 µM de bilirubine ont montré un effet inhibiteur 
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dose-dépendant sur cette enzyme (Lin et al., 2010). De plus, Lin et al. (2010) ont mis en évidence que les 

ions ferreux (Fe2+), également générés par la dégradation de l’HE par l’HO-1, réduisent l’expression des 

ARNm de l’ALP et de RUNX2, un phénomène corroboré par plusieurs études (Edwards et al., 2021 ; Jiang 

et al., 2022 ; Messer et al., 2009 ; Zarjou et al., 2010). Par ailleurs, l’inhibition de l’activité ostéoblastique 

lors de l’accumulation du fer a été associée à une induction soutenue de la ferritine (Balogh et al., 2016).  

En considérant ces facteurs, il serait pertinent de confirmer que le traitement par 20 µM d’HE induit une 

augmentation de la concentration intracellulaire en fer et en ferritine, et si cette accumulation diminue la 

capacité migratoire des cellules MG63. Par ailleurs, RUNX2, dont l’expression est réduite par l’HE et la 

bilirubine (Lin et al., 2010), permet la migration des OSBs par la voie PI3K-Akt (Fujita et al., 2004), une voie 

directement impliquée dans l’activation des Rho-GTPase (Rho, Rac, Cdc42) (Beier et Loeser, 2010), qui sont 

liées à la migration cellulaire, la réorganisation de l’actine et l’activité des ABPs (Hanna et El-Sibai, 2013).  

La dynamique de l’actine joue un rôle essentiel dans les nombreux processus cellulaires, notamment la 

division cellulaire, la signalisation intracellulaire et la migration (Dominguez et Holmes, 2011 ; Hall, 1998). 

Étant donné l’importance de ces processus cellulaire chez les OSBs et les OSCs, il était pertinent de 

s’interroger sur l’impact de l’HE sur la dynamique de l’actine. En effet, plusieurs études, y compris celles 

menées par notre laboratoire, ont démontré qu’un traitement à l’HE inhibe significativement la fusion des 

précurseurs ostéoclastiques en OSCs matures (Das et al., 2018 ; Liu et al., 2016 ; Moreau et al., 2012). Or, 

le bon fonctionnement de la fusion et de la migration cellulaire reposent sur une réorganisation fine et 

appropriée des F-actine (Faust et al., 2019 ; S.R. Goodman, 2008). Sous cet angle, nous avons évalué 

l’impact d’un traitement d’une heure de durée, avec une concentration variante entre 5 et 20 µM d’HE 

sur l’intégrité, la localisation et la polymérisation de l’actine chez la lignée ostéoblastique MG63, en 

combinant une acquisition par microscopie confocale en empilement de plans Z avec un double marquage 

à la DNase I et à la phalloïdine, permettant respectivement la détection de la G-actine et du F-actine. 

Nos observations suggèrent que l’HE altère la stabilité des F-actine, sans changer de manière marquant la 

proportion de G-actine de la lignée MG63 (Figure 5). Plusieurs études ont montré que l’HE pouvait 

perturber la dynamique de l’actine non seulement en induisant une réorganisation structurelle, mais aussi 

en modifiant directement son expression, ou celle de ces ABP (Coló et al., 2023 ; Martins et al., 2016 ; 

Sayeed et al., 2017 ; Shaklai et al., 1986). Par exemple, une analyse protéomique réalisée sur la lignée 

cellulaire LM3 (adénocarcinome mammaire murin) a révélé qu’un traitement prolongé à l’HE (80 µM, 24 
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h) affecte l’expression de plusieurs protéines, dont une diminution significative de l’actine (Coló et al., 

2023). Dans cette même étude, les auteurs ont également observé une réduction significative des fibres 

de stress dorsales et ventrales (Coló et al., 2023). Nos résultats corroborent ces observations, montrant 

que l’HE altère la distribution du F-actine dans les cellules MG63 (Figure 5, A). Plus précisément, les 

filaments ventraux, qui sont perpendiculaires au substrat et ancrés aux adhésions focales (Maninova et al., 

2017), ainsi que les filaments dorsaux, répartis dans le cytoplasme, semblent visiblement diminués, tandis 

que ceux du cortex semblent moins affectés. Par ailleurs, Coló et al. (2023) ont également mis en évidence 

une réduction de l’expression de la taline et des intégrines, deux protéines essentielles au couplage entre 

les adhésions focales et la formation de fibres de stress (Calderwood et Ginsberg, 2003).  

Pris dans leur ensemble, ces résultats suggèrent que la diminution de l’abondance du F-actine constatée 

dans les cellules MG63 traitées à l’HE pourrait être attribuable à une réduction des fibres de stress, 

structures étant constituées de faisceaux de F-actine interconnectés (Cramer et al., 1997). Cette hypothèse 

est renforcée par l’analyse de la lignée lymphocytaire T CD4 humaine Jurkat, où aucun effet significatif sur 

la quantité de F-actine n’a été observé (Figure 6). Cette différence pourrait s’expliquer par l’absence de 

fibres de stress dans les lymphocytes, ces derniers ne formant pas ces structures même lorsqu’ils sont 

cultivés sur un substrat (Yeung et al., 2005). Cette perte de fibre de stress, ainsi que la diminution de la 

connexion aux adhésions focales pourrait en partie expliquer la diminution de la migration cellulaire, 

puisque l’ancrage des fibres de stress aux adhésions focales est indispensable pour déclencher l’avancée 

de la cellule lors d’une migration directionnelle (Seetharaman et Etienne-Manneville, 2020).  

Étant donné l’impact de l’HE sur l’organisation de l’actine et la diminution des F-actine, il était essentiel 

d’explorer si l’HE pouvait aussi affecter les protéines régulatrices qui orchestrent cette dynamique. Parmi 

elles, la cofiline se distinguait comme une candidate clé, en raison de son rôle dans la dépolymérisation 

des F-actine (Yeoh et al., 2002). Nos résultats montrent une augmentation dose-dépendante de 

l’expression totale de la cofiline, sans une hausse significative de sa forme phosphorylée en Ser3 (Figure 

7). Cela suggère que l’augmentation globale de la cofiline se traduit principalement par une hausse de sa 

forme active (non phosphorylée), ce qui peut favoriser ainsi la dépolymérisation des F-actine et contribuer 

à la réorganisation du cytosquelette. Ceci corrobore alors les résultats de Sayeed et al. 2017, où un 

traitement d’HE stimulait l’expression de la cofiline dans les cellules microgliales, ce qui a pour effet 

d’inhiber leur migration (Sayeed et al., 2017).  
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La phosphorylation de la cofiline en Ser3, qui régule son inactivation, est principalement catalysée par 

LIMK, une kinase activée par les voies RhoA-GTPases/ROCK et Cdc42, qui ont été présentées dans la Figure 

2 de l’état des connaissances (Bamburg et al., 2021 ; Hanna et El-Sibai, 2013). Or, il a été démontré que 

l’HE inhibe l’activité des Rho-GTPases, bien que ses effets varient selon le type cellulaire. L’équipe de 

Shenoy et al. (2023) ont rapporté que l’HE réduisait l’expression de Cdc42 dans des cellules de 

glioblastome, entraînant une diminution de la migration cellulaire. De plus, Coló et al., (2023) ont montré 

que l’HE pouvait agir en amont des GTPases en diminuant l’expression de GEF Arhgef2, suggérant ainsi 

une inhibition de l’activité de la RhoA-GTPase. Pris ensemble, ces résultats suggèrent que l’HE pourrait 

réduire l’activité de LIMK en inhibant sa phosphorylation par les GTPases RhoA et Cdc42, maintenant ainsi 

la cofiline dans un état actif (non phosphorylé) et conséquemment perturbant la dynamique de l’actine. 

De leur côté, Martins et al. (2016) ont observé que l’HE induit une suractivation de Cdc42 via le GEF DOCK8, 

entraînant une inhibition de la phagocytose et de la migration des macrophages RAW264.7. Ces résultats, 

bien que contrastés avec ceux de Coló et al., (2023) et Shenoy et al. (2023), indiquent que l’HE pourrait 

influencer différemment la dynamique de l’actine en fonction du type cellulaire, possiblement par des 

mécanismes distincts d’activation ou d’inhibition des GTPases. Par ailleurs, la majorité des études 

disponibles dans la littérature ont été réalisées sur des lignées cancéreuses ou immortalisées, soulignant 

donc la nécessité de valider nos observations dans des lignées ostéoblastiques primaires.
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CONCLUSIONS ET PERSPECTIVES 

Dans cette étude, nous avons évalué l’impact potentiel de l’HE sur la fluidité membranaire et la dynamique 

de l’actine chez les OSBs, deux processus clés pour la migration et pour le remodelage osseux. Nos résultats 

montrent que l’HE inhibe significativement la migration des cellules MG63 un effet observé après 14h 

d’incubation et principalement à des concentrations égales ou supérieures à 20 µM dans des conditions 

de culture contenant 10 % SVF. Or, nous avons constaté une baisse de la fluidité membranaire dès 1 heure 

de traitement à cette concentration d’HE. Toutefois, l’effet sur la fluidité membranaire était temporaire, 

se rétablissant après 5 heures et coïncidant avec l’induction de l’HO-1. En effet, l’induction progressive de 

l’HO-1 pourrait jouer un rôle protecteur, en réduisant la concentration intracellulaire d’HE et en contrôlant 

l’équilibre redox par la production de ses métabolites (Schaer et al., 2013). Néanmoins, le mécanisme par 

lequel l’HO-1 contribue au rétablissement de la fluidité membranaire demeure à élucider.  

Un autre élément à considérer est le rôle du cycle de renouvellement membranaire, un processus essentiel 

non seulement au maintien de la fluidité membranaire, mais également à la migration cellulaire (Tanaka 

et al., 2017). Ce renouvellement repose notamment sur la fusion de vésicules contenant des lipides et des 

protéines adressées à la membrane plasmique, ainsi que sur l’endocytose de portions de membrane déjà 

en place (Tanaka et al., 2017). Dans un contexte de stress oxydatif, comme celui induit par l’HE, les lipides 

membranaires peuvent être altérés, entraînant une rigidification de la membrane (Higdon et al., 2012). Ce 

stress pourrait également retarder ou perturber le mécanisme de fusion vésiculaire, compromettant ainsi 

l’efficacité du renouvellement (Das et al., 2018). Or, ce même processus de renouvellement membranaire 

pourrait agir comme un mécanisme réparateur. Il pourrait remplacer progressivement les lipides oxydés 

par des lipides intacts, ou encore modifier la composition lipidique de la membrane, par exemple en 

augmentant localement la concentration en cholestérol, ce qui pourrait contribuer au rétablissement 

temporaire de la fluidité membranaire (Das et al., 2018). De plus, la présence de protéines sériques comme 

l’hémopexine et l’albumine, qui agissent comme des transporteurs/extracteurs de l’HE libre dans le SVF, 

pourrait limiter la biodisponibilité de l’HE et son interaction avec la membrane  (Morgan et al., 1976). Ceci 

pourrait alors retarder l’inhibition de la migration cellulaire. Ainsi, cette rigidification temporaire (rigide à 

1 heure) ne semble donc pas être l’un des facteurs expliquant le ralentissement de la migration des cellules 

MG63, qui était plutôt observé après 14 heures. 
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D’un autre côté, une activité prolongée et soutenue de la HO-1 pourrait inhiber la migration et la 

différentiation des OSBs, possiblement en raison de l’accumulation de ses produits de dégradation 

persistants (Lin et al., 2010). Tel qu’une concentration soutenue de la ferritine par le fer (Balogh et al., 

2016), et par l’augmentation de la concentration en bilirubine (Lin et al., 2010). Ces protéines sont connues 

pour inhiber l’expression de Runx2 (Balogh et al., 2016 ; Lin et al., 2010), et diminuer la migration et la 

différentiation des OSBs par la voie PI3K-Akt (Fujita et al., 2004). Or, cette voie joue également un rôle 

important dans l’activation des Rho-GTPase (Beier et Loeser, 2010),  qui est liée à la migration cellulaire, 

la réorganisation de l’actine et l’activité des ABPs (Hanna et El-Sibai, 2013). En ce qui concerne la 

dynamique de l’actine, nos résultats suggèrent que l’HE diminue l’abondance des F-actine ventraux, ce qui 

pourrait être attribué à une réduction des fibres de stress, étant composées de faisceaux interconnectés 

de F-actine (Cramer et al., 1997). Nous avons aussi constaté une augmentation dose-dépendante de 

l’expression totale de la cofiline, sans modification de sa phosphorylation en Ser3. Cette hausse de la 

cofiline sous sa forme active (non phosphorylé), pourrait causer une dépolymérisation précoce des 

filaments, entrainant une réorganisation du cytosquelette et une diminution sur le long therme de la 

migration.  

Mis en semble, ces résultats suggèrent que l’HE peut affecter la migration ostéoblastique, en modulant la 

réorganisation des F-actine, par ce qui nous semble une augmentation de la forme active de la cofiline. 

Ceci pourrait potentiellement être expliqué par l’inhibition des Rho-GTPases (RhoA et Cdc42) par l’HE, 

diminuant la phosphorylation de LIMK, maintenant ainsi la cofiline dans un état actif, ce qui déstabiliserait 

la dynamique de l’actine (Bamburg et al., 2021 ; Hanna et El-Sibai, 2013).  

Étant donné le caractère exploratoire de cette étude, le modèle proposé exige des recherches futures, et 

plusieurs corrélations doivent être testées afin d’établir un lien de causalité. Notamment, il serait essentiel 

de déterminer si l’induction de l’HO-1 est directement responsable du retour à la normale de la fluidité 

membranaire. Pour cela, deux approches complémentaires pourraient être envisagées : d’une part, en 

pré-incubant les cellules MG63 avec un inducteur de l’HO-1, puis en évaluant par FRAP si l’HE induit 

toujours une rigidification membranaire. D’autre part, en utilisant un inhibiteur sélectif de l’HO-1 afin de 

déterminer si le retour à la normale de la fluidité membranaire est partiellement ou totalement aboli après 

5 heures de traitement à l’HE. Par ailleurs, il serait aussi pertinent d’évaluer si un traitement de 20 µM 

d’HE entraîne une accumulation intracellulaire en fer et en ferritine, et si cette accumulation prolongée 

pourrait contribuer à la diminution de la capacité migratoire des cellules MG63.  
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L’impact de l’HE sur d’autres voies de signalisation impliquées dans la migration et la différenciation 

ostéoblastique, telles que la voie PI3K-Akt et l’activité des Rho-GTPases, mérite également d’être exploré. 

Plus précisément, il serait intéressant de vérifier, par immnunobuvardage, si l’HE induit une modulation 

de l’expression et/ou de l’activité des Rho-GTPases (RhoA et Cdc42), ce qui pourrait expliquer la diminution 

de l’abondance des F-actine observée dans nos expériences. La diminution des F-actine après traitement 

à l’HE pourrait aussi être validée par immunobuvardage. Il serait aussi pertinent de vérifier si cette 

diminution des F-actine est durable dans le temps, ou si comme l’augmentation de la rigidité membranaire 

elle est plutôt temporaire. Enfin, étant donné que l’expression de la cofiline totale a augmenté de manière 

dépendante de la dose, sans modification significative de sa phosphorylation en Ser3, il serait pertinent 

de confirmer cette augmentation par une méthode de réaction de polymérisation en chaîne (PCR) 

quantitative en temps réel après transcription inverse (RT-qPCR). Une approche additionnelle, telle que la 

co-immunoprécipitation, pourrait être envisagée afin d’étudier si l’HE modifie spécifiquement les 

interactions fonctionnelles entre la cofiline, l’actine et les Rho-GTPases. 
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ANNEXE A 

Images représentant un Z-stack au confocal 

 

Figure 8 : Exemple d’empilement de plans Z (Stack 3D) par confocale des MG63 témoin.  

À la suite des colorations par les sondes (phalloïdine (bleu) et la G-actine (vert)), les cellules ont été montées sur 
lamelle. L’empilement a été fait par ImageJ en utilisant l’option <z-project> suivi de la sommation de toutes les 
images. Enfin, la fluorescence totale de chacune des cellules a été calculée en la délimitant par un ROI. 
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ANNEXE B 

Stratégie d’analyse de la Cytofluorométrie 

 

Figure 9 : Stratégie d’analyse de la dynamique de l’actine par cytofluorométrie en flux.  

Les lymphocytes T CD4 Jurkat ont été traités avec ou sans CytE/HE, fixés et perméabilisés, puis marqués 

simultanément avec deux sondes : la DNase I et la phalloïdine. L’analyse a été réalisée en plusieurs étapes : exclusion 

des débris (A) et des doublets (B), puis définition des populations positives en utilisant le contrôle sans sonde comme 

référence pour établir les seuils de l’auto-fluorescence (C-D). Enfin, les intensités moyennes géométriques de la 

fluorescence ont été calculées (E-F) et sont présentées à la Figure 6. 
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