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Introduction générale 
 

La présence de pathologies ou de traumatismes lourds entrainent parfois la mise en place d’un 

dispositif médical (implant, prothèse…) et cette pratique a augmenté depuis ces dernières années dans 

le cas des implants endo-osseux (implant dentaire…). Le bon fonctionnement de ces implants passe, 

entre autres, par la mise en place de l’ostéointégration, qui est un processus biologique permettant 

d’établir une connexion entre un implant et le tissu osseux. Cette connexion est essentielle au bon 

fonctionnement de l’implant en garantissant sa stabilité et sa fiabilité. Parmi les différents facteurs 

influençant l’ostéointégration, la rugosité de la surface joue un rôle important et elle est prise en compte 

au sein de la conception afin d’optimiser l’ostéointégration. Le procédé de fabrication utilisé pour 

obtenir la surface définit le type de rugosité obtenu. En particulier, pour le procédé innovant de 

fabrication additive (FA) « Selective Laser Melting » (SLM) prometteur dans le domaine biomédical, 

les propriétés surfaciques, dont la rugosité, sont très différentes de celles obtenues via des procédés de 

fabrication traditionnels (usinage…). De plus, les pièces en Ti-6Al-4V (TA6V) obtenues par SLM 

subissent systématiquement des traitements de surface afin de modifier la rugosité. Dans ce contexte, il 

est difficile de pouvoir comprendre et quantifier l’influence de la rugosité sur la biocompatibilité de la 

surface ainsi que sur l’ostéointégration, surtout que cette quantification reste souvent empirique. 

L’objectif de cette thèse est donc de comprendre l’influence de la rugosité sur la biocompatibilité et 

l’ostéointégration de pièces de TA6V produites par le procédé de FA SLM, puis de proposer un modèle 

numérique permettant, à partir de caractéristiques des surfaces, de déterminer le comportement de 

différents processus cellulaires (migration, prolifération). 

Cette thèse financée par le Réseau Santé de l’ENSAM, a été conduite dans le cadre d’une 

collaboration entre l’IBHGC à Paris et l’I2M à Bordeaux. L’étude est organisée autour du triptyque « 

Biomatériau – Procédé – Produit » avec un aspect fortement interdisciplinaire (modélisation numérique 

et caractérisation expérimentale, mécanique et biologie). Ainsi, la production des éprouvettes a été 

réalisée en collaboration avec la plateforme SLM Futurprod au sein de l’ENSAM de Bordeaux. Un 

second partenariat a été finalisé avec l’INSERM BIOTIS et le CIC-IT du CHU Xavier Arnozan afin de 

développer l’étude expérimentale, prendre appui sur des équipements et des personnels qualifiés lors de 

l’élaboration des protocoles et de la réalisation des tests biologiques. 

Ce manuscrit est composé de 5 chapitres : 

• Le Chapitre 1 présente l’état de l’art autour de l’ostéointégration, les matériaux biocompatibles 

ainsi que les différents traitements de surface. Le procédé de fabrication additive SLM est décrit 

pour des pièces de TA6V. 

• Le Chapitre 2 présente une étude sur la rugosité et la mouillabilité de surfaces SLM en fonction 

des paramètres de fabrication et l’inclinaison de fabrication. De plus, une étude de différents 

traitements de surface a aussi été réalisée afin d’améliorer l’état de surface. 

• Le Chapitre 3 montre l’ensemble des résultats des tests biologiques de cytocompatibilité et 

d’ostéointégration pour les différents matériaux. La compréhension de la réponse cellulaire sur 

les différentes surfaces est complétée par des analyses de morphologie cellulaire au microscope 

à fluorescence pour les différentes surfaces. 

• La Chapitre 4 présente le développement d’un modèle numérique basé sur la méthode Cellular 

Potts afin de comprendre l’influence de la rugosité sur la migration cellulaire.  

• Le Chapitre 5 applique le modèle à la prolifération cellulaire avec une comparaison par rapport 

aux résultats expérimentaux. 

Le manuscrit se conclut par une synthèse du travail effectué et les résultats principaux. Pour finir, des 

perspectives de recherche sont proposées afin d’améliorer le travail effectué.
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Dans ce chapitre, nous présentons des études antérieures de l’ostéointégration, de l’évolution 

de la surface implantaire et des nouveaux procédés de fabrication d’implants. 

1.1. Le remodelage osseux et l’ostéogénèse 

Le squelette est un élément essentiel du corps humain, lui servant de structure. Il est composé à 

la fois de structures osseuses (telles que la colonne vertébrale, le crâne…) mais aussi d’os simples et de 

cartilages. De ce fait, l’os est une unité essentielle de cette structure, agissant à la fois comme un élément 

de protection pour les organes, comme réserve de corps gras et de minéraux, mais aussi comme structure 

rigide, fournissant un support pour les muscles et permettant le mouvement ainsi que le contrôle de la 

posture.  Au sein du squelette, on distingue deux types de tissus osseux : l’os cortical (compact bone 

dans la figure 1.1) et l’os spongieux (spongy bone dans la figure 1.1). L’os cortical est le plus abondant, 

représentant 80% de la masse osseuse. Il s’agit d’un tissu compact et mécaniquement résistant, avec une 

matrice minéralisée organisée en lamelles parallèles et concentriques traversées par des vaisseaux 

sanguins. L’os spongieux est un tissu moins dense, composé de trabécules qui forment des cavités 

irrégulières lui permettant de servir de réservoir pour la moelle osseuse. 

 
Figure 1.1 : Tissus osseux [biologydictionary.net/spongy-bone]. 

 

Qu’il s’agisse de l’os spongieux ou de l’os cortical, le tissu osseux est composé d’une matrice 

extracellulaire (MEC), formée d’une partie organique (avec des fibres de collagènes et d’autres 

éléments) et d’une partie minérale (composée de sel, de phosphate, de calcium…). La MEC présente 

une structure complexe et organisée permettant de fournir un support mécanique ainsi qu’une résistance 

aux charges fonctionnelles.  Les cellules osseuses jouent un rôle clé dans le fonctionnement et la 

préservation de l’os. Quatre phénotypes cellulaires peuvent être distingués (voir figure 1.2) : 
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Figure 1.2 : Description des différents phénotypes cellulaires osseux 

[open.oregonstate.education/aandp/chapter/6-3-bone-structure/]. 

 

• Les ostéocytes [1], ostéoblastes matures (donc fixes) dérivant d’une différenciation terminale 

des ostéoblastes. Ils sont entièrement entourés par la matrice extracellulaire osseuse minéralisée 

et sont incapables de se diviser et de migrer. Leur rôle est de détecter les contraintes induites 

dans l’os et d’envoyer des signaux aux ostéoclastes en sécrétant des protéines en réponse à ces 

forces mécaniques. 

• Les ostéoblastes [1], cellules de taille comprise entre 20 et 30 μm de diamètre, situés sur la 

surface externe et interne du tissu osseux croissant. Il s’agit de cellules fixes qui synthétisent la 

partie non minéralisée (telle que le collagène) et participent à la formation de la matrice 

organique et minérale. 

• Les cellules ostéogéniques [1] (cellules mésenchymateuses MSC) sont des cellules immatures 

qui se différentient en ostéoblastes. Dans leur forme indifférenciée, ces cellules affichent une 

activité mitotique élevée et sont les seules cellules osseuses capables de mitose.  

• Les ostéoclastes [1], cellules sont très volumineuses, présentent un diamètre compris entre 20 à 

100 μm et possèdent plusieurs noyaux. Ils dérivent de pré-ostéoclastes et constituent les 

macrophages des os. Ils sont responsables de la résorption osseuse et participent ainsi à au 

renouvellement du tissu osseux en réponse à la croissance osseuse ou aux sollicitations 

mécaniques. 

1.1.1. Le remodelage osseux  

Tout le long de la vie d’une personne, le tissu osseux se renouvelle constamment et ce 

renouvellement osseux s’opère selon un cycle de résorption osseuse et d’ostéogénèse (formation 

osseuse), s’effectuant à l’aide d’unités fonctionnelles de remodelage (UFRs) auxquelles appartiennent 

les cellules osseuses. Des millions d’UFRs composent l’os et progressent librement au sein du tissu 

osseux. En général, le cycle de remodelage osseux dure environ 6 mois chez l’adulte [2]. On peut alors 

distinguer cinq grandes phases au sein du remodelage (figure 1.3) : 
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Figure 1.3 : Description du cycle de remodelage osseux [3]. 

 

1. La pré-phase d’activation (présente avant la phase de résorption sur la figure 1.3). Durant cette 

phase, différents facteurs et protéines induisent la différentiation des cellules pré-ostéoclastes 

en ostéoclastes et préparer la surface de la MEC pour les ostéoclastes. 

2. La phase de résorption du tissu osseux. Durant cette phase, les ostéoclastes deviennent actifs et 

elles dissolvent la phase minérale de la MEC. Simultanément, la partie organique de la MEC 

est dégradée sous l’action d’enzymes. 

3. La phase d’inversion. Durant cette phase, les ostéoclastes meurent par apoptose et les 

ostéoblastes les remplacent.  

4. La phase d’ostéogénèse, aussi appelée la phase de formation de tissu osseux. Cette phase se 

déroule en deux temps : (i) la production de MEC par les ostéoblastes, (ii) la minéralisation de 

la MEC. Dans un premier temps, les ostéoblastes synthétisent une nouvelle MEC non 

minéralisée (aussi appelée tissu ostéoïde) dans la zone créée par les ostéocytes. Toute cette 

phase est régulée par des hormones et des protéines qui contrôlent la quantité de MEC créée. La 

production de cette MEC est liée à la prolifération et à l’activation des ostéoblastes. Dans un 

second temps, la phosphatase alcaline, enzyme synthétisée par les ostéoblastes, initie la 

minéralisation du tissu ostéoïde (en favorisant les concentrations locales en ions calcium et 

phosphates). Cette minéralisation se réalise au niveau du front de minéralisation, à la jonction 

entre le tissu ostéoïde et le tissu minéralisé. 

5. La phase de quiescence. Durant cette phase, l’ensemble de l’activité cellulaire réalisée lors de 

la formation osseuse s’arrête dans l’attente du cycle de remodelage osseux suivant. 

Le remodelage osseux, constant tout au long de la vie d’une personne, montre que l’os s’adapte aux 

différentes situations rencontrées. Il se traduit généralement par un changement de densité et de structure 

de l’os. Ce changement a été étudié et quantifié par la loi de Wolff [4], qui décrit l’évolution de la densité 

osseuse en fonction des chargements mécaniques appliquées. 

Comme le décrit la figure 1.1, l’ostéogénèse est généralement précédée par la phase de 

résorption osseuse. Cependant, il se peut que la phase de résorption n’ait pas lieu, par exemple dans le 

cas d’une fracture ou de la pose d’un implant (due potentiellement à un  manque de stabilité ou un 

manque d’afflux sanguin). Dans ces cas, on parle de réparation osseuse et le remodelage se limite à 

l’ostéogénèse. De plus, dans le cas spécifique d’une fracture, l’ostéogénèse se traduit par des types 

différents d’ossification selon le site source (ossification intra membranaire ou ossification 

endochondrale).  
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 1.1.2. L’ostéogénèse en présence d’un corps étranger ou ostéointégration 

Le concept d’ostéointégration introduit par Branemark et al [5] a révolutionné le monde de 

l’implantologie. Il décrit la connexion directe entre le tissu osseux vivant et l’implant (figure 1.4) et il 

peut être caractérisé par le temps de cicatrisation osseuse nécessaire à une utilisation fonctionnelle [6]. 

L’implantologie avant 1965 ne prenait pas en compte le temps de cicatrisation, ce qui ne conduisait qu’à 

des succès à court et moyen termes. Par la prise en compte de cette connexion, Branemark a permis de 

construire des succès à très long terme [7]. 

 
Figure 1.4 : Etude histologique de l’ostéointégration d’une vis [7]. 

 

La mise en place de cette connexion biologique se déroule en trois temps au sein de la zone implantaire : 

l’hémorragie, l’inflammation, l’ostéogénèse. L’ostéogénèse se sépare en une phase de colonisation 

cellulaire et de création de MEC à la surface de l’implant, puis une phase de création du tissu osseux. 

Après la formation du tissu osseux, l'ostéointégration suit un processus de remodelage osseux divisé en 

trois étapes [8]: (i) l’apposition de l’os immature, de faible densité ; (ii) l’adaptation de la densité osseuse 

aux sollicitations ; (iii) l’intégration fonctionnelle du tissu osseux à la morphologie de l’implant et son 

fonctionnement. 

D’un point de vue mécanique, l’ostéointégration réalise la fixation (et la solidarisation) de 

l’implant au sein du site osseux, permettant la transmission des actions mécaniques de l’implant à l’os 

et inversement. Elle se manifeste donc via un encastrement complet de l’implant dans le site osseux, 

garantissant la stabilité implantaire nécessaire au succès fonctionnel de l’implant à long terme. Cette 

stabilité est assurée par une connexion réalisée en deux phases :  
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Figure 1.5 : Profil de stabilité de la connexion os-implant en fonction du temps [9]. 

 

• La connexion primaire (primary stability, figure 1.5), mécanique, est obtenue par le vissage ou 

l’ancrage de l’implant dans le site osseux. Cette liaison permet la mise et le maintien en position 

de l’implant durant la mise en de l’ostéointégration. Sa robustesse dépend des caractéristiques 

de l’implant (i.e. géométrie, matériau…), de la qualité du tissu osseux, et elle diminue 

progressivement au cours du processus de remodelage osseux.  

• La connexion secondaire (secondary stability, figure 1.5), biologique, progressive via la 

croissance de tissus osseux, résulte de la réponse biologique du tissu existant (i.e. 

ostéointégration) et elle se renforce continûment au cours de la cicatrisation osseuse. 

Parmi les échecs d’implantation, certains interviennent durant les premières semaines suivant 

l’implantation (de 4 à 6 semaines), avec un défaut de connexion osseuse entre l’os et l’implant (se 

traduisant par un faible contact entre l’os et l’implant) [10], [11]. Des études ont montré que ces échecs 

étaient plus nombreux durant cette phase initiale que durant la phase avancée de l’implantation [12]–

[14]. Ceci prouve que la période durant laquelle l’ostéointégration se met en place est critique, d’où la 

nécessité de bien comprendre les mécanismes et les facteurs régulant l’ostéogénèse. L’objectif de notre 

étude est donc concentré sur l’ostéogénèse, allant de l’arrivée des cellules à la surface de l’implant au 

début de la minéralisation osseuse. 

L’ostéointégration est initiée par l’arrivée de cellules osseuses à la surface de l’implant, et elle 

dépend donc de leur interaction avec cette dernière. Albrektsson et al [15] ont défini des prérequis 

cliniques et mécaniques assurant l’obtention d’une « bonne » ostéointégration. Ces prérequis se basent 

sur six paramètres qui peuvent influencer la liaison os-implant. On peut distinguer trois facteurs 

cliniques : 

• L'état du site receveur. L’obtention d’une ostéointégration de qualité constante dans le temps 

nécessite un site receveur parfaitement sain (i.e. présence de cellules, nutriments…) [16]. Des 

pathologies infectieuses ou inflammatoires, locales ou générales, peuvent influencer la qualité 

de l’ostéointégration et la durée de vie de l’implant. Un site receveur présentant une faible 

densité osseuse verra son taux d’échec augmenter.  

• La technique chirurgicale [15]. Le respect du protocole d’asepsie doit être pris en compte afin 

d’éviter l’introduction de germes dans la zone d’implantation et, par la suite, l’apparition d’une 

infection. 

• Le temps de cicatrisation et les conditions de mise en charge. Le temps de cicatrisation 

nécessaire à l’obtention d’une ostéointégration efficace est d’environ 3 à 4 mois [17]. Durant 

cette période, il est important que le site d’implantation soit soumis à un chargement spécifique 
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et à des micromouvements pour stimuler la croissance afin d’éviter la résorption de la matière 

osseuse. Ces conditions sont spécifiées par la loi de Wolff [4] dès 1892. 

Ces paramètres dépendant du patient et de la méthode d'implantation peuvent évoluer selon les facteurs 

de risques spécifiques du patient, tels que le sexe, l’âge, la présence de pathologies complémentaires, 

etc. Ces paramètres doivent donc être considérés lors de la planification de l'implantation afin de 

minimiser les risques d’échecs. De plus, les paramètres directement liés à l’implant doivent aussi être 

intégrés, tels que : 

• Le matériau. Il est important que le matériau utilisé puisse supporter les sollicitations 

mécaniques appliquées par la structure osseuse tout en étant biocompatible [18]. Ce point sera 

abordé plus en détail dans la deuxième partie. 

• La structure de l'implant. La forme et la géométrie de d’implants endo-osseux agissent aussi sur 

les conditions d’ostéointégration, en particulier sur la stabilité primaire de l’implant. Au cours 

de ces dernières années, certaines formes se sont imposées, telles que les implants paraboliques, 

filetés ou la combinaison des deux. Des études ont montré que les implants présentant une racine 

parabolique permettaient une meilleure répartition des charges mécaniques à l’os [19]. La 

connexion par filetage via une structure vissée assure un verrouillage mécanique avec une 

augmentation de la surface de contact de l’implant dans l’os. Par ailleurs, d’autres formes ont 

émergé plus récemment, avec les structures lattices qui permettent d’augmenter la surface de 

contact entre l’implant et l’os nouvellement formé [20].  

• Les propriétés surfaciques de l’implant [15]. La surface est le premier intermédiaire entre le 

tissu osseux et l’implant. La réponse des cellules osseuses dépend des propriétés de la surface 

sur laquelle se trouvent les cellules, particulièrement lors de la colonisation cellulaire de la 

surface. L’interface os-implant et la biocompatibilité de l’implant se caractérisent par des 

propriétés surfaciques qui sont de trois types : mécaniques, chimiques et topographiques. 

Parmi les différents prérequis pour l’ostéointégration, les propriétés surfaciques sont les paramètres 

auxquels nous allons nous intéresser dans la suite de notre étude.  

 

1.1.3. Les propriétés de l’interface os-implant 

On s’intéresse ici au comportement des cellules osseuses (les MSCs et les ostéoblastes) sur la 

surface de l’implant, tel que la migration cellulaire et la prolifération. La littérature souligne que les 

cellules adoptent un comportement spécifique en liaison avec les propriétés de la surface.  

  1.3.1. Les propriétés mécaniques 

Les différentes études réalisées au cours des dernières décennies ont montré un impact des 

propriétés mécaniques de l’implant sur la densité du tissu osseux. Cet impact mécanique est aussi visible 

aux échelles mésoscopique et microscopique avec l’influence de la rigidité de la surface sur le 

comportement cellulaire. En effet, la communication cellule-substrat via la matrice extracellulaire 

influence la dynamique interne de la cellule ainsi que sa structure [21]. Cet effet a été nommé 

mechanotaxis et se visualise par le comportement cellulaire suivant : plus rigide est le substrat, plus 

élevées sont l’adhésion et l’élasticité de la cellule [22]–[25] (voir figure 1.6). Un second mécanisme, la 

durotaxis, montre qu’une cellule, libre de se mouvoir, se déplacera toujours selon un gradient de rigidité 

croissant. Lo et al [25] prouvent que cet effet a pour conséquence d’améliorer la migration de 

fibroblastes le long d’un substrat rigide. Suivant cette observation, différentes études ont alors prouvé 
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que le mouvement cellulaire pouvait être contrôlé juste par la seule modulation de la rigidité de la surface  

[26], [27]. 

 

 
Figure 1.6 : Réorganisation de la structure interne de la cellule selon la rigidité du substrat 

[www.asianscientist.com]. 

 

Les études d’influence de la rigidité du substrat concernent généralement son effet sur la différentiation. 

Elles ont montré que la rigidité du substrat à elle seule influence la différenciation de MSC en différentes 

lignées cellulaires [23], [28]–[30]. Dans ce sens, il a été prouvé que des MSCs cultivées sur des gels 

présentant des rigidités proches du muscle, du cerveau, et de l’os différenciaient en myoblastes, 

neurones, et ostéoblastes respectivement.   

  1.1.3.2. Les propriétés chimiques  

D’un point de vue chimique, la littérature a établi que la modification de la composition 

chimique de la surface (en modifiant par exemple la proportion d’oxygène présente à la surface) avait 

pour effet d’affecter positivement ou négativement la biocompatibilité de la surface. On sait par exemple 

que la couche de TiO2 formée lors de la fabrication d’implants en titane améliore la biocompatibilité du 

matériau, avec une meilleure adhésion cellulaire [7], [24], [31]. D’autres études montrent que 

l’utilisation de certains revêtements, tels que l’hydroxyapatite, ont pour effet de promouvoir 

l’ostéogénèse avec un contact os-implant plus important [32], [33]. Ainsi, l’utilisation d’un traitement 

de surface peut permettre d’améliorer la composition chimique de la surface du point de vue de la 

biocompatibilité.  

Du point de vue thermodynamique, Le paramètre important à prendre en compte dans l’analyse 

de la surface est la mouillabilité. Elle caractérise l’équilibre thermodynamique d’une goutte à la surface 

du matériau et reflète l’énergie libre de la surface du matériau. La mouillabilité est généralement évaluée 

par un test en goutte, consistant en la mesure statique de l’angle de contact créé par l’équilibre 

thermodynamique de la goutte entre les trois différentes phases : liquide, solide et gazeuse. En utilisant 

l’eau comme une phase liquide, l’hydrophilicité est généralement définie par un angle de contact 

inférieur à 90°, tandis que l’hydrophobicité est définie par un angle de contact supérieur à 90° [34]. La 

mouillabilité donne l’image de la capacité de la surface à pouvoir attirer d’autres molécules. Ainsi, en 

se référant à l’étude de Rupp et al [35], une faible énergie de surface donne au matériau un caractère 

hydrophobe, tandis qu’une forte énergie de surface donne un caractère hydrophile. La mouillabilité a 

une influence notable sur la biocompatibilité du matériau ; à l’échelle macroscopique, une mouillabilité 

est considérée comme « bonne » si elle permet un recouvrement rapide de la surface par le sang du 

patient. D’un point de vue microscopique, une plus grande adhésion et une plus grande prolifération 

cellulaire ont été observées sur les surfaces avec une forte mouillabilité [36], [37].  
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  1.1.3.3. Les propriétés topographiques : la rugosité 

Les travaux de Branemark sur l’ostéointégration ont permis de mettre en avant les différences 

entre les surfaces rugueuses et les surfaces lisses ; les surfaces rugueuses étant souvent préférées aux 

lisses pour  un meilleur contact osseux et un raccourcissement du temps de guérison [15], [16]. En effet, 

la rugosité joue un rôle important durant la première phase de l’ostéogénèse, lors de l’arrivée des cellules 

osseuses à la surface de l’implant. Cette phase initiale a été étudiée par des tests in vitro, et de 

nombreuses études expérimentales ont prouvé que la rugosité à l’échelle microscopique (0 - 40 μm) joue 

un rôle significatif dans les interactions cellule-substrat [38]. Ainsi, Albrektsson et Wennerberg [39] 

classent les rugosités (écart moyen arithmétique Ra) des implants disponibles sur le marché en quatre 

catégories : lisse (Ra<0.5 μm), peu rugueux (0.5 μm <Ra<1 μm), modérément rugueux (1 μm <Ra<2 

μm) et très rugueux (Ra>2 μm).  

 

Auteurs Matériau 
Aspect cellulaire 

Rugosité optimale 
Adhésion Morphologie Migration 

Huang et al, 2004 [40] Ti +   Ra=0.15 µm 

Rosales - Leal et al, 2010 [36] CPTi + +  Ra=1 – 1.6 µm 

Anselme et al, 2000 [38] Ti6Al4V + +  Ra ∈ [0.16 - 0.3 µm] 

Anselme et al, 2005 [22] Ti +   Ra ∈ [0.76 - 1 µm] 

Anselme et al, 2014 [41] Ti, Ti6Al4V +   Ra ∈ [1.2 - 4.5 µm] 

Vilardell, 2018 [42] Ti6Al4V + +  Ra ∈ [18 - 40 µm] 

Wu et al, 2015 [43] Ti6Al4V + +  Ra ∈ [0.5 - 1 µm] 

Feller et al, 2015 [24] Ti6Al4V +   Ra ∈ [1 - 2 µm] 

Grizon et al, 2002 [44] Ti + + + Ra=0.26 µm 

Tableau 1.1 : Récapitulatif d’études traitant de l’influence de la rugosité (aléatoire sans 

patterns/motifs) de surfaces en titane sur différentes fonctions cellulaires. 

 

Le tableau 1.1 récapitule des résultats d’études analysant l’influence de la rugosité par rapport à une 

surface lisse. L’adhésion cellulaire est le comportement cellulaire le plus étudié par rapport à la rugosité ; 

une augmentation de la rugosité semble produire une augmentation de l’adhésion. Généralement, à 

l’échelle microscopique, une rugosité optimale pour une bonne adhésion et une bonne réponse cellulaire 

se situe autour de 1 μm [45]. Dans le cas où la rugosité présente une texture, d'autres études montrent 

l'influence de cette topographie de la surface sur l'adhésion et l'orientation du tissu osseux [46]. Ainsi, 

les études de Wu et al [47] et de Kaiser et al [48] révèlent que la présence de rainures crée des guides de 

contact (améliorant l’adhésion et la migration) et influence l’orientation des cellules et leurs migrations 

en les dirigeant selon les rainures. Des études récentes montrent l’influence significative de la rugosité 

à l’échelle nanoscopique sur le comportement cellulaire, via une adhésion cellulaire plus importante et 

une prolifération cellulaire plus efficace [49]. C’est en effet à cette échelle que se joue la liaison 

d’adhésion entre la cellule et le substrat (via l’adhésion focale). Le tableau 1 montre également une 

adhésion cellulaire améliorée pour des rugosités Ra à l’échelle de la centaine de nanomètres. En 

revanche, si on se réfère à l’étude de  Ra et al [50], bien que la présence de nanostructures (telles que 

celles liées à la porosité de la surface) améliore l’attachement et la prolifération cellulaire, la 

différentiation ne présente une amélioration notable qu’en présence de la combinaison micro/nano. Ceci, 
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ainsi que la conception récente de traitements de surface se focalisant sur la création de nanostructures, 

prouve l’importance de la prise en compte des deux échelles de rugosité. Néanmoins, aucune technique 

n’a été standardisée afin d’évaluer de la même manière l’influence de la rugosité à l’échelle 

microscopique et nanoscopique. 

1.2. Les implants et la surface implantaire 

 2.1. Brève historique des implants et de la biocompatibilité 

Un implant est un dispositif médical servant de substitut artificiel temporaire ou permanent à 

des organes non fonctionnels. Parmi les différentes catégories d’implants, les implants endo-osseux sont 

des dispositifs qui permettent de remplacer une partie ou la totalité d’une structure osseuse en intégrant 

l’implant directement au sein du tissu. L’utilisation d’implants endo-osseux est très ancienne et notée 

dès 2000 av. JC avec le placement de substituts dentaires [51]. Jusqu’au milieu du 20ème siècle, le seul 

aspect pris en compte était le non-rejet de l’implant par le corps humain. Cependant, dans le cas 

d’implant endo-osseux en contact étroit avec l’os (endo), la connexion osseuse n’était pas assurée. A la 

place, une capsule fibreuse isolait l’implant en se formant entre celui-ci et l’os ; on parle alors de « 

fibrointégration » [52]. Ce type de liaison a longtemps été défini comme une référence dans le domaine 

des prothèses dentaires, le but étant de mimer le ligament parodontal afin d’amortir les chocs à 

l’interface ; l’utilisation de matériaux non-biocompatibles (i.e. acier, tantale) accentuait cet effet. Cette 

connexion entre l’implant et l’os était toutefois imparfaite, engendrant des échecs à long terme. En 1952, 

Branemark découvre les propriétés ostéoinductrices du titane et en 1965 il définit le concept actuel 

d’ostéointégration. L’introduction de ce concept a permis d’augmenter significativement le taux de 

succès à long terme, pouvant atteindre aujourd’hui 95%. Actuellement, les critères de succès (temps de 

guérison, stabilité de l’implant…) reconnus internationalement sont ceux d’Albrektsson et al [15]. 

La définition de la biocompatibilité a aussi évolué dans le temps et elle a été influencée par 

l’introduction du concept d’ostéointégration. La biocompatibilité a longtemps été considérée comme 

l'aptitude d'un matériau à ne pas générer des effets toxiques ou nuisibles au sein d'un environnement 

biologique (i.e. inertie biologique) [53]. Cependant, les études récentes ont inclus dans cette définition 

l'induction par la surface d'interactions positives entre l'hôte et le matériau (dont l'ostéointégration pour 

un implant) [18]. Ainsi, une définition plus juste de la biocompatibilité est la capacité d’un biomatériau 

à remplir une fonction spécifique avec une réponse appropriée de l’hôte. Dans le cas de 

l’ostéointégration, la biocompatibilité recherchée consiste en des interactions positives entre le 

biomatériau et le tissu osseux, permettant une amélioration et une accélération de la cicatrisation 

osseuse. La caractérisation de la biocompatibilité des matériaux implantables fait l’objet de la norme 

internationale ISO 10993 [54], qui liste un ensemble de tests nécessaires en fonction de la nature du 

contact et de la durée d’implantation du biomatériau. 

2.2. La surface implantaire et les solutions innovantes 

Les surfaces implantaires ont connu de nombreuses évolutions au cours des années récentes. 

Ces évolutions impliquent principalement trois auteurs : le matériau, la structure et les traitements 

appliqués à la surface. 

  2.2.1. L’évolution du matériau 

Comme il a été indiqué précédemment, le matériau composant l’implant, appelé biomatériau, 

est un élément important de la biocompatibilité. Par définition, un biomatériau est un matériau non 

vivant utilisé dans un dispositif médical, à des fins thérapeutiques ou non, et appelé à interagir avec les 

systèmes biologiques [53]. On peut distinguer les biomatériaux bioinertes (i.e. aucune interaction avec 
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l'environnement biologique) et les biomatéraiux bioactifs (i.e. interaction forte avec l'environnement). 

Historiquement, la première avancée significative dans la fabrication de surfaces implantaires fut 

l’introduction du titane (Ti) dans la réalisation d’implants endo-osseux [16]. Les implants disponibles 

aujourd’hui sont majoritairement fabriqués en titane. Cependant, les technologies évoluent et intègrent 

d’autres matériaux reconnus pour leur biocompatibilité [18]. Les principaux sont présentés dans le 

tableau 1.2 :  

Matériaux 

Masse 

volumique 

(g/cm3) 

Module d’Young 

(MPa) 

Limite 

élastique 

(MPa) 

Limite à la 

rupture (MPa) 

Acier inoxydable 

316L 

8 
193 205 515 

Cobalt Chrome 8.4 230 470-1600 1130-1900 

Céramique ZrO2 5 100-250 115-711 177-1000 

Ti grade 2 4.51 105 275 344 

Ti6Al4V 4.43 113 880 950 

Tableau 1.2 : Paramètres mécaniques de différents biomatériaux. Les valeurs des paramètres 

mécaniques proviennent du site azom [www.azom.com]. 

 

• L’acier inoxydable 316L [55]. Ce matériau est peu coûteux, bioinerte. Son inertie biologique 

ainsi que ses bonnes propriétés mécaniques (tableau 1.2) en font un matériau de choix pour les 

applications orthopédiques. Il a cependant une densité élevée et ne présente aucune propriété 

ostéoinductrice. 

• La céramique. Ce matériau se caractérise par un comportement inerte en milieu biologique ainsi 

que par des bonnes propriétés mécaniques. Il est particulièrement utilisé dans le domaine 

dentaire. Cependant, sa faible ductilité limite son utilisation [56]. 

• Les alliages de cobalt et de chrome [57] et de fer-chrome-nickel ont connu un fort 

développement au cours de ces dernières années. Ces matériaux présentent, en plus d’une très 

bonne biocompatibilité, des bonnes propriétés mécaniques (tableau 1.2) ainsi qu’une excellente 

résistance à la corrosion. Néanmoins, leur densité est élevée. De plus, la fiabilité de ces 

matériaux a été nettement moins étudiée que celle des alliages de titane. 

• Enfin, le titane « pur » et son alliage Ti-6Al-4V (TA6V) sont les biomatériaux les plus utilisés 

dans la fabrication des implants endo-osseux. Ces matériaux sont choisis en raison de leur 

stabilité, de leurs très bonnes propriétés mécaniques (tableau 1.2) et d’une excellente 

biocompatibilité résultant de la formation d’une couche d’oxyde stable à la surface (résultat des 

interactions physico-chimiques entre le matériau et l’oxygène de l’atmosphère) [56], [58], [59]. 

Il existe d’autres alliages de titane reconnus pour leur biocompatibilité. Cependant, 

l’introduction de ces alliages de titane à base de niobium ou de zirconium [60] est récente et 

nécessite des études complémentaires. 

D’autres matériaux sont également réputés pour leur biocompatibilité, tels que l’or ou le platine. 

Cependant, ils ne sont pas adaptés aux sollicitations appliquées au sein de tissu osseux et ils sont plus 

utilisés lorsque les charges mécaniques sont faibles, par exemple dans les cas des cathéters ou des stents 

[61].  

Le titane permet une bonne interaction avec les milieux biologiques [62]. Plus particulièrement, 

d’un point de vue des propriétés mécaniques, il présente un module élastique d’environ 1000 GPa pour 

une limite élastique autour de 350 MPa. Cette limite élastique atteint 870 MPa dans le cas de l’alliage 

de titane TA6V. Le matériau peut ainsi résister aux chargements articulaires. D’un point de vue des 

propriétés physiques, le titane et ses alliages sont amagnétiques et présentent une masse volumique 

moyenne faible de 4.5 g/cm3. Cela permet d’obtenir des implants légers et donc de réduire 

l’encombrement au sein du corps humain. Le titane et ses alliages présentent aussi une excellente 
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résistance à la corrosion [63] et la formation d’une fine couche d’oxyde à sa surface améliore la 

biocompatibilité. Les prérequis pour des implants faits en TA6V sont encadrés par les normes ISO 

10993-1:2018 et ASTM F1108 [54], [64]. 

  2.2.2. L’évolution de la surface implantaire 

La modification de la topographie et de la chimie des surfaces des implants est le principal moyen 

par lequel on peut interagir avec le milieu cellulaire afin d’améliorer ou d’accélérer l’ostéointégration. 

Au cours des années 1980, les études de Branemark [5], [16], [65], validées par d’autres études plus 

récentes [15], [39], [66], ont montré qu’une surface lisse pour un implant était à éviter et qu’il fallait 

plutôt privilégier une surface rugueuse pour une meilleure intégration de l’implant. Parmi les surfaces 

rugueuses existantes, la plus connue est la surface usinée. A l’origine, les surfaces implantaires étaient 

obtenues par usinage et considérées comme lisses. Cependant, à l’échelle microscopique, ces surfaces 

affichent des micro-rainures dues à l’usinage. Elles présentent de très bons résultats en termes 

d’ostéointégration, et sont généralement considérées comme des surfaces de référence. De nouvelles 

méthodes de modification de surface ont été mises en place afin d’améliorer la biocompatibilité. Les 

différents traitements ont été répertoriés dans le tableau 1.3. 

Auteurs, date 
Matériau de 

base 

Processus de 

surface 
Type de procédé 

Ordre de 

grandeur Ra 

Accessibilité 

de la surface 
Complexité 

% contact 

os - 

implant 

Branemark et al [5] Ti Usinage Soustractif 1 μm + + 33% [67] 

Rahman, 2014 [68] Ti Electropolissage Soustractif ~100 nm + + N.A. 

Buser et coll, 2004 

[69] 
Ti SLA Soustractif 

~100 nm – 10 

μm 
+ - 66% [67] 

Mandl et al, 2002 [70] Ti Projection plasma Additif 
~100 nm – 5 

μm 
- - 55% [67] 

Ban et al, 2006 [71] cpTi Attaque chimique Soustractif 1-2 μm ++ ++ 
58% [67] 

[72] 

Kim et al, 2013 [31] cpTi Anodisation Additif ~200 nm ++ + 39% [67] 

Hung et al, 2013 [33] TA6V 
Revêtement 

hydroxyapatite 
Additif 1 - 3 μm ++ - 

60-70% 
[67] [72] 

Wennerberg et al, 
1998 [66] 

TA6V Sablage Soustractif 1 - 2 μm - ++ 
52% [67] 
[66] [72] 

Tableau 1.3 : Description des procédés de traitements de surface. 

 

Chacun des traitements listés part d’une surface lisse comme surface initiale. Les traitements de 

surface peuvent être décomposés en deux catégories : les traitements additifs qui créent de la rugosité 

par ajout de matière et les traitements soustractifs qui créent de la rugosité par enlèvement de matière. 

Nous allons décrire par la suite des traitements de surfaces appliquées sur du titane ou des alliages de 

titane. 
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(a)  (b)  

  
(c)  (d)  

Figure 1.7 : Surfaces obtenues par des traitements soustractifs. (a) usinage [73] ; (b) sablage [73] ; 

(c) attaque chimique [73] ; (d) SLA [74]. 

 

Pour améliorer la biocompatibilité, les traitements soustractifs ont été utilisés les premiers. Le 

plus ancien est l’usinage, permettant de créer une surface lisse à l’échelle macroscopique, mais structuré 

à l’échelle microscopique avec la présence de micro rainures (figure 1.7a). Les études sur une telle 

surface révèlent un contact entre l’os et l’implant en titane d’environ 33% lors de la phase 

d’ostéointégration. Cependant, des échecs au niveau de la connexion os-implant sont observés pour des 

sites osseux de faible densité avec les surfaces usinées [75]. Un autre traitement de surface par sablage 

est aussi applicable (tableau 1.3). Le principe consiste à bombarder la surface à l’aide de particules de 

matériaux de dureté élevée (i.e. oxyde de titane, alumine…) et de tailles spécifiques (allant de quelques 

μm à la centaine de μm) afin d’augmenter la rugosité (figure 1.7b). La taille des particules influence 

l’amplitude de la rugosité et la composition chimique de la surface. Des études montrent une 

amélioration de l’ostéointégration sur ce type de surface et une interface os-implant pouvant atteindre 

52% de contact 4 semaines après implantation [66].  

Un autre traitement de surface est envisageable afin de modifier la surface : le traitement de 

surface par attaque chimique (tableau 1.3). Le principe consiste à mettre la surface en contact avec un 

acide qui dissout de la matière. Ce traitement permet de contrôler la micro et nano rugosité par un 

enlèvement homogène sur l’ensemble de la surface (figure 1.7c). La mise en place du traitement est 

relativement simple ; la surface est immergée au sein de la solution d’attaque dans laquelle elle peut être 

déplacée. Les surfaces en titane ou ses alliages sont généralement traités à base de solution d’acide 

hydrofluorique (HF). En effet, une étude de Zahran et al [76]  montre une amélioration de la 

biocompatibilité en présence de rugosité, avec notamment de meilleures adhésion et prolifération 

cellulaires. De plus, un dépôt de fluorine améliore la croissance cellulaire [77] et les études démontrent 
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une augmentation du contact os-implant pouvant atteindre les 60% - 70% après quatre semaines. 

Parmi les autres traitements de surface, on peut aussi citer l’électropolissage qui consiste en une attaque 

chimique amplifiée par un courant. Bien que ce procédé puisse être utilisé dans le traitement des surfaces 

d’un implant, il est généralement retenu comme un prétraitement pour pré-lisser la surface. Enfin, de 

nouveaux traitements émergent comme le traitement de surface SLA (Sandblasted with Larged grits 

and Acid etched) (voir tableau 1.3), qui consiste à attaquer chimiquement une surface ayant été sablée 

au préalable (figure 1.7d). La SLA améliore l’apposition osseuse durant la phase initiale de 

l’ostéointégration, avec un pourcentage de contact os-implant d’environ 66% à quatre semaines. 

La surface lisse d’un implant peut aussi être modifiée pour en augmenter la rugosité par des 

traitements additifs à l’échelle microscopique. Une technique régulièrement utilisée sur le titane est le 

dépôt de titane par projection plasma (voir tableau 1.3). Cette technique consiste à déposer un 

revêtement sur la surface par pulvérisation thermique de gouttelettes qui se condensent et se solidifient. 

L’épaisseur de la couche déposée peut varier entre 30 et 50 μm. Le procédé permet de modifier la surface 

en donnant un aspect irrégulier et globulaire tout en appliquant un revêtement aux propriétés 

ostéoinductrices (i.e. métal, polymères, céramique…), pouvant aboutir à l’augmentation du pourcentage 

de contact os-implant jusqu’à 55%. Le deuxième traitement de surface additif communément utilisé est 

le revêtement à l’hydroxyapatite (voir tableau 1.3). Ce traitement consiste à déposer une couche de 

phosphate de calcium (entre 30 et 50 μm), offrant des propriétés ostéoinductrices pour l’adhésion et la 

prolifération de cellules ostéogéniques (figure 1.8). Ce revêtement permet de réduire significativement 

la durée de la cicatrisation osseuse, avec un pourcentage de contact os-implant qui atteint 60 à 70% après 

quatre semaines [72].  

 
Figure 1.8 : Revêtement d’hydroxyapatite appliquée à une vis [78]. 

 

Enfin, un traitement par anodisation est aussi applicable (tableau 1.3).  L’anodisation est une 

méthode couramment utilisée pour obtenir des pores nanométriques sur les métaux tels que le titane. Le 

principe consiste à déposer une fine couche (< 1 μm) de dioxyde de titane TiO2 sur la surface. Des 

études montrent son influence positive sur l’adhésion et la prolifération cellulaire [31], ainsi que sur la 

croissance osseuse, avec une amélioration du pourcentage de contact os-implant jusqu’à 40%. 

1.3. Procédés de fabrication des implants 

 3.1. Des procédés de fabrication classiques à la fabrication additive 

La production d’un implant spécifique se déroule selon un processus partant des données 

patients : (i) Acquisition des données des radiographies ; (ii) Segmentation anatomique ; (iii) Planning 

pré-chirurgical ; (iv) Validation par le chirurgien ; (v) CAO et analyse numérique ; (vi) Fabrication de 
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l’implant ; (vii) Contrôle qualité ; (viii) Stérilisation et implantation. Généralement, les techniques de 

fabrication standard passent par une phase de préfabrication ou ébauche de l’implant, puis par une étape 

de finition avec de l’usinage. Les procédés traditionnels de mise en forme tels que la fonderie, le frittage 

et le moulage par compression ont connu un développement pour convenir à la fabrication d’implants 

avec des propriétés satisfaisantes [79]. Cependant, la combinaison de ces procédés de fabrication et 

l’introduction de nouveaux matériaux biocompatibles peut engendrer l’utilisation de techniques 

spécifiques ou d’un outillage particulier, augmentant ainsi les coûts de production. On peut par exemple 

citer la fabrication d’implants à base d’alliages de cobalts et de chrome. L’utilisation de ces alliages 

procure une excellente biocompatibilité. Cependant, ces alliages sont difficiles à usiner à cause de leur 

dureté et leur forte résistance à l’usure [80]. Combiné à de la production en petites séries, voire en mode 

unitaire, on peut comprendre que certains procédés traditionnels ne soient pas adaptés. 

Actuellement, la fabrication des implants se tournent vers l’exploitation de la fabrication 

additive (FA), qui semble être prometteuse [79]. La FA regroupe des procédés de fabrication innovants 

qui, contrairement aux techniques traditionnelles (i.e. fraisage, découpe…), consistent à ajouter de la 

matière [81], [82]. A partir du fichier CAO de la pièce, les données tridimensionnelles (3D) de la pièce 

sont découpées en tranches bidimensionnelles (2D) d’épaisseur constante. La machine FA superpose 

ces couches afin d’obtenir la structure finale souhaitée. Selon les techniques de FA, la méthode 

appliquée pour créer ces couches varie et on peut lister les technologies suivantes : 

• Les technologies basées sur la photopolymérisation [81]. La photopolymérisation est un procédé 

d’impression 3D qui utilise des polymères liquides capables de se solidifier à la lumière. Elle 

est à la base de la stéréo-lithographie. Cette technologie est souvent employée pour réaliser du 

prototypage. 

• Les technologies basées sur le dépôt progressif de matière [81]. Il s’agit d’un procédé où la 

poudre fusionnée (ou le filament fondu) est directement déposée sur la couche précédente. C’est 

ce qui est utilisé pour les imprimantes 3D grand public.  

• Les technologies basées sur les lits de poudres [81]. Leur particularité est d’utiliser la poudre en 

tant que matériau de base. Cette poudre est fusionnée selon des techniques variées (par laser, 

faisceau d’électrons…). Le principal avantage de la poudre est d’offrir une grande diversité de 

matériaux à imprimer. 

La FA permet de réaliser des structures aux géométries complexes, difficiles à produire par des 

procédés de fabrication traditionnels, tout en minimisant les pertes de matière. Cependant, ce procédé 

n’est pas adapté à la grande série mais plutôt au prototypage, à la petite série voire à la customisation. 

Si ces technologies ont déjà donné lieu à de nombreuses applications dans les domaines de 

l’aéronautique et du bâtiment, elles apportent aussi de réelles possibilités d’innovations dans le domaine 

biomédical [83]. En effet, le procédé permet de répondre à la problématique de personnalisation de 

l’implant, ou de gestion de l’inter variabilité morphologique.  

Dans le cadre de l’étude, nous nous intéressons aux procédés FA à lit de poudre. Cette famille 

de procédés FA est particulièrement bien adaptée à la fabrication de pièces allégées métalliques, car les 

pièces produites présentent des propriétés mécaniques proches de ce qui peut être obtenu avec les 

procédés de fabrication traditionnels. Ce procédé consiste à déposer une couche de poudre métallique 

sur un plateau. Le lit de poudre est ensuite fondu à des emplacements spécifiques et se solidifie. Un 

nouveau lit de poudre est ensuite superposé au précédent. Le processus est répété couche par couche 

afin de reconstruire l’objet. Les procédés FA à base de lits de poudre diffèrent par la technique de fusion 

de la poudre. ; on peut ainsi citer : (i) le Selective Laser Sintering (SLS) [81], (ii) le Multi Jet Fusion 

(MJF) [81], (iii) le Electron Beam Melting (EBM) [81] ou encore (iv) le Selective Laser Melting (SLM 

aussi appelé Laser Beam Melting LBM) qui a connu un fort développement au cours de ces dernières 

années.  Notre étude se concentre sur le procédé de FA par lit de poudre SLM et son utilisation pour des 

applications biologiques. 
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3.2. Le procédé de FA SLM 

  3.2.1. Description du procédé SLM 

Le principe de ce procédé se base sur la fusion sélective localisée de la couche de poudre 

métallique afin d'obtenir un objet 3D couche par couche [55] (voir figure 1.9). Cela est réalisé par un 

dépôt de fines couches de poudres métalliques et par la fusion complète des particules métalliques par 

le laser afin de former une section 2D de l’objet. La fabrication est réalisée au sein d’une chambre avec 

un flux constant de gaz inerte afin d’éviter la contamination, la présence d’oxygène notamment pourrait 

dégrader les caractéristiques mécaniques de la pièce. La plateforme de fabrication translate selon l’axe 

Z (« Building direction » sur la figure 1.9) après la fabrication de chaque couche.  

 

 
Figure 1.9 : Description du procédé SLM [84]. 

 

La réalisation d’une pièce par SLM suit un processus qui peut être divisé en 4 étapes, comme le décrit 

la figure 1.10 : 
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Figure 1.10 : Description du processus de fabrication SLM. 

 

1. La conception de la pièce. Lors de cette phase, le modèle CAO de la pièce est réalisé, puis 

converti en fichier STL afin de pouvoir être lu par le logiciel de préparation de fabrication de la 

machine (MAGICS pour la machine SLM solutions utilisée lors de cette étude).  

2. La préparation de la fabrication. Après l’importation de la pièce sous format STL, le plateau de 

fabrication est alors réalisé. Pour cela, les pièces sont placées sur le plateau selon des règles 

garantissant le bon déroulement de la fabrication de la pièce selon ses dimensions et sa 

géométrie. Pour chaque pièce, des supports sont alors apposés afin de supporter la pièce et 

d’éviter que la pièce soit directement collée au plateau, tout en garantissant une bonne diffusion 

thermique. Passée cette étape, les paramètres de fonctionnement sont alors introduits dans la 

machine. Les jeux de paramètres sont déterminés en fonction du matériau utilisé et sont calibrés 

afin d’obtenir la meilleure qualité de pièce possible (via un jeu de paramètres permettant de 

minimiser la porosité au sein de la pièce par exemple). La fabrication du plateau est alors 

simulée sous un autre logiciel afin de vérifier la bonne réalisation du plateau. 

3. La fabrication de la pièce. Durant cette étape, la pièce est fabriquée couche par couche. A la fin 

de fabrication de chaque couche, le logiciel vérifie qu’il n’y a eu aucun problème au niveau de 

la fabrication (pièce qui se relève, zone de la pièce non fusionnée). En l’absence de problème, 

la fabrication se poursuit ; dans le cas contraire, la fabrication est stoppée jusqu’à l’arrivée de 

l’opérateur. Cette fabrication est réalisée sous un flux constant d’argon afin d’éviter une 

détérioration du matériau. 

4. La finition de la pièce. Après la fin de la fabrication, la poudre non fusionnée est enlevée du 

plateau, puis la pièce est extraite du plateau en retirant les supports. Dans le cas où cela est 

nécessaire, un traitement thermique peut être appliqué à la pièce avec le plateau afin de diminuer 

les contraintes résiduelles, réduire la porosité, et augmenter les performances mécaniques 

(rigidité, résistance mécanique…).  

La fabrication d’une couche se fait en deux étapes. D’abord, la frontière externe est réalisée par la 

fusion du contour, puis la surface centrale est fusionnée. Le lasage de la surface centrale suit un pattern 
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que l’on appelle la stratégie de passage qui peut affecter les propriétés mécaniques de la pièce (figure 

1.11a). Cette stratégie de passage est déterminée lors de la phase de préparation de la fabrication.  

 

  
(a)  (b)  

Figure 1.11 : Descriptions des paramétres du processus de fabrication. (a) Exemple de différentes 

stratégie de passage [85] ; (b) Description des paramètres machines principaux [86]. 

 

De nombreux paramètres déterminent l’efficacité du procédé, tels que la puissance du laser P, 

la vitesse de scan V, l’épaisseur de la couche e, ou la distance de scan H (représentant la distance entre 

deux cordons de fusion) (figure 1.11b). Ces paramètres permettent de définir l’énergie apportée par le 

laser par unité de volume, via le paramètre de densité énergétique E, suivant l’équation (1.1) :  

𝐸 =
𝑃

𝑉. 𝑒.𝐻
 (1.1) 

 

Ce paramètre de densité énergétique joue sur la densité de matière ainsi que sur les propriétés 

mécaniques. 

  3.2.2. Les avantages 

Tout comme d’autres technologies de FA par lit de poudre, le procédé SLM présente de 

nombreux avantages pour la fabrication d’implants métalliques [55] : (i) il permet de fabriquer des 

structures creuses et complexes non réalisables avec des procédés traditionnels, (ii) il s’agit d’un procédé 

à coût réduit avec une perte minimale de matière, (iii) il permet de combiner différents matériaux, (iv) 

les matériaux en sortie ont des propriétés mécaniques similaires à celles obtenues via des procédés de 

fabrication traditionnel. Un des plus grands avantages reste la fabrication sur mesure de l’implant à partir 

de radiographies pour que celui-ci s’adapte à la morphologie du patient. 

Des études ont évalué la fabrication de pièces en SLM à base de Ti pour une application 

biomédicale et ont prouvé l’adaptabilité du procédé en termes de biocompatibilité [62]. En effet, le 

procédé SLM présente l’avantage d’être utilisable pour de nombreux matériaux biocompatibles. On peut 

citer l’acier inoxydable 316L, des alliages de cobalt et de chrome, et aussi le titane et ses alliages. En 

s’intéressant au titane et à ses alliages, de nombreuses études ont montré que les implants en TA6V 

fabriqués via le procédé SLM permettent de respecter les spécifications encadrées par des normes ISO 

10993-1:2018 et ASTM F1108 [54], [64]. Du point de vue de la densité, le TA6V obtenu par SLM 

présente une densité maximale observée de 99.8% sans aucun post traitement [87]. En termes de 

performances mécaniques, Sing et al [55] ont proposé une comparaison des différentes propriétés 
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mécaniques des matériaux obtenus par SLM et moulage (voir le tableau 1.2), indiquant de meilleures 

performances pour le SLM, avec une limite élastique située entre 1110 et 1125 MPa et une limite à la 

rupture de 1250 – 1270 MPa.  

Par ailleurs, de nombreuses études ont prouvé que la SLM permet de créer des structures lattices 

ayant des propriétés mécaniques proches de l’os évitant ainsi le phénomène de résorption osseuse 

apporté par une structure trop rigide [88], [89]. Il peut être ajouté que Wysocki et al [90] ont mené une 

étude cellulaire in vitro sur des lattices poreuses créés en titane pur, et ils ont montré une amélioration 

de la réponse cellulaire au sein des structures, et prouvé qu’un contrôle de la réponse cellulaire via des 

structures poreuses (de l’ordre de la centaine de μm) était possible. Enfin, des études ont été réalisées 

sur le TA6V mis en forme par SLM ; elles ont montré la faisabilité ainsi que des résultats prometteurs 

sur la recolonisation osseuse [91]. 

  3.2.3. Les défauts induits par le procédé SLM 

Malgré les nombreux avantages que présente le procédé SLM, des limitations existent, que ce 

soit en termes de volume fabricable ou de cadence de production. Cela s’explique en partie par la 

nouveauté du procédé, qui ne dispose pas de la maturité que possèdent les procédés de fabrication 

traditionnels. 

Néanmoins, un des principaux challenges de la FA SLM reste l'état de surface obtenu en sortie 

de fabrication. En effet, les surfaces obtenues par FA SLM présentent un aspect irrégulier et la qualité 

de la surface varie significativement selon la paramétrie ou la machine employée. La rugosité créée varie 

de 5 à 50 µm selon les paramètres machines (la poudre, l’épaisseur de la couche, les paramètres de 

réglage des machines…) et les paramètres de conception (l’inclinaison, les supports utilisés…)  [93], 

[94]. La première cause de rugosité provient de l’inclinaison de la surface. Herzog et al [95] expliquent 

que la rugosité est variable selon l’inclinaison de la surface, et excepté pour une inclinaison de 0°, il a 

été observé une forte rugosité à faible inclinaison (inférieur à 10°) suivi par une diminution de celle-ci 

jusqu’à 90° (figure 1.12a).  

 
 

(a)  (b)  

Figure 1.12 : Description de la rugosité de surface obtenue par le procédé SLM. (a) Effet escalier 

ou d’inclinaison de la surface [92] ;  (b) Rugosité créée par les particules emprisonnées sur une 

surface fabriquée avec une inclinaison de 90°. 

 

La raison de cette évolution est l’effet escalier lors de la fabrication. La deuxième cause de 

rugosité est créée par la présence de particules de poudre métallique emprisonnées dans la surface à 

cause de la fusion partielle en périphérie. Ces particules au voisinage du bain de fusion mais en encore 

solide se retrouve emprisonnées dans la surface lors de sa solidification et cela engendre une autre 

rugosité venant s’ajouter à la rugosité déjà présente (figure 1.12b) [94]. La proportion de particules 

présentes à la surface va elle-même dépendre de l’orientation de la surface. Une troisième source de 

rugosité est liée à la fabrication par couche, entrainant des discontinuités de surfaces au niveau des 

jonctions entre les couches ; ces discontinuités créent une anisotropie topographique de surface. Ces 

rugosités sont la source de nombreuses problématiques qui vont diminuer les performances d’une pièce. 
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D’un point de vue mécanique, une diminution des propriétés mécaniques en fatigue a été observée sur 

les surfaces SLM présentant ces rugosités (limite élastique, résistance mécanique…), créant des 

concentrations de contraintes et des amorces de ruptures [96], [97]. Du point de vue de la mouillabilité 

de la surface, les surfaces fabriquées verticalement montrent des propriétés hydrophobes [90], ce qui est 

un frein à des applications médicales. 

Pour améliorer ces états de surfaces, un post-traitement peut être appliqué ; ce traitement devra 

être adapté à la complexité de la géométrie. La prise en compte du traitement de surface adapté peut 

limiter la liberté géométrique de la pièce, et donc diminuer la liberté apportée par ce procédé de 

fabrication.  Un questionnement sur le traitement de surface à réaliser est donc à prendre en compte en 

amont de la fabrication. 

 

1.4. Conclusion 

Pour résumer, la maitrise de l’ostéointégration est essentielle lors d’une implantation au sein 

d’un site osseux afin de garantir la robustesse de la connexion secondaire. L’ostéointégration se 

caractérise par une phase d’ostéogénèse avec au préalable la recolonisation cellulaire de la surface de 

l’implant par les cellules osseuses. Durant cette phase de recolonisation, les cellules sont en contact avec 

la surface de l’implant. Or, les propriétés surfaciques de l’implant, notamment la rugosité, conditionnent 

la réponse cellulaire. La rugosité doit donc être contrôlée par le procédé de fabrication, mais aussi par 

les modifications des surfaces via par traitements. Dans le cadre de notre étude, nous nous concentrons 

sur les surfaces obtenues par le procédé SLM avec des modifications de surface appropriées.  
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Le but de ce deuxième chapitre est d’élaborer des surfaces biocompatibles en termes de 

topographie et rugosité. Pour cela, des éprouvettes en alliage biocompatible TA6V issues du procédé 

FA SLM ont été fabriquées et analysées. Plus spécifiquement, la biocompatibilité des surfaces brutes 

ainsi que celle des surfaces ayant subi différents traitements a été évaluée afin d’améliorer la qualité en 

vue d’une application médicale. 

Dans ce chapitre, les essais expérimentaux suivant seront réalisés : 

• Caractérisation de la rugosité de la surface à l’aide d’un profilomètre laser, d’un microscope 

optique ainsi qu’un microscope électronique à balayage 

• Quantification de la mouillabilité via l’utilisation d’un banc de mouillage 

2.1. Fabrication des éprouvettes SLM et caractérisation de la 

rugosité 

 2.1.1. Propriétés de la poudre de TA6V 

Le TA6V est un alliage constitué de titane, d’aluminium (entre 5% et 7%), et de vanadium (de 

3% à 4.5%), avec des traces de carbone, de fer, d’oxygène, et d’azote [1]. Comme il a été vu 

précédemment, il s’agit de l’alliage de titane le plus utilisé dans l’industrie (aéronautique, aérospatiale, 

biomédicale…). Il représente plus de 50% de l’ensemble des alliages de titane présents sur le marché. 

Sa création remonte aux années 1950 aux Etats-Unis et son succès s’explique par le bon compromis 

qu’il réalise entre résistance mécanique et ténacité (capacité du matériau à résister à la propagation d’une 

fissure), une densité faible et une excellente résistance à la corrosion. Ses propriétés mécaniques 

essentielles sont répertoriées au sein du tableau 2.1 [1, p. 04]. 

Propriétés mécaniques Valeur 

Dureté (Hv) 300 – 400 

Module de Young (GPa) 110 – 140 

Limite élastique (MPa) 800 – 1100 

Résistance maximale à la traction (MPa) 900 – 1200 

Elongation à la rupture (%) 13 – 16 

Ténacité (MPa √𝑚) 33 – 110 

Masse volumique (kg.m-3) 4430 

Tableau 2.1 : Propriétés physiques de l’alliage TA6V [1, p. 04]. 

 

En termes de microstructure, le TA6V est un alliage α – β qui présente deux formes allotropiques 

[2]. Sa forme α est stable en-dessous de 882 °C alors que la phase β est stable au-dessus de 882 °C. Avec 

une température de fusion de 1660 °C, cet alliage peut être utilisé pour des applications à hautes 

températures. De plus, la présence d’aluminium renforce la phase β et permet de réduire la densité de 

l’alliage alors que le vanadium améliore la ductilité. Généralement, le TA6V présente trois 

microstructures, selon les procédés de fabrication utilisés et les traitements appliqués : (i) martensitique ; 

(ii) lamellaire ; (iii) équiaxe (aucune orientation préférentielle des grains n’est privilégiée dans l’espace). 

Parmi ces microstructures, la microstructure martensitique est majoritairement obtenue via le procédé 

SLM.  

Pour la fabrication des éprouvettes, le matériau employé est du TA6V grade 5 sous la forme de 

poudre, avec des particules ayant une taille moyenne de 30 μm.  La poudre utilisée est de la poudre 

recyclée (à l’issue des travaux de thèse de B. Vaysette [3] dont la composition est décrite en tableau 

2.2). Elle a donc pu subir 10 à 30 passages de recyclage, étape durant laquelle la poudre non fusionnée 
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est tamisée puis récupérée. Le recyclage peut avoir un effet sur les performances mécaniques de la pièce. 

Cependant, aucune information ne met en lumière une influence significative sur la surface du matériau 

[4]. Afin de réduire la variabilité sur l’état de surface des échantillons, l’ensemble des éprouvettes est 

fabriqué au sein d’un même cycle. 

 

 Ti Al V C Fe O N 

(% en 

masse) 
Base 5.5 – 6.75 3.5 – 4.5 ≤0.08 ≤0.25 ≤0.2 ≤0.05 

Tableau 2.2 : Composition chimique de la poudre de TA6V. 

 

2.1.2. Fabrication des éprouvettes SLM 

Les éprouvettes SLM cylindriques, appelées aussi pastilles, sont produites par la machine SLM 

solution SLM280 (2.0 SLM SOLUTIONS GROUP AG). La géométrie des éprouvettes, standard pour 

les tests biologiques, s’adapte à la forme et à la dimension des puits de cellules (figure 2.1) utilisés pour 

les tests biologiques qui seront présentés en Chapitre 3. 

 
Figure 2.1 : Dimensions de l’éprouvette cylindrique. 

 

Au sein de notre étude, nous avons sélectionné les paramètres de fabrication des éprouvettes 

SLM par défaut. Les éprouvettes sont fabriquées avec les paramètres machine présentés dans le tableau 

2.3. Ces paramètres de fabrication ont été déterminé dans le cadre de la thèse de B. Vaysette [3] afin 

d’obtenir des propriétés mécaniques et matériaux optimales. 

Bords et contour  Cœur de la couche 

Puissance P (W) 150  Puissance P (W) 275 

Vitesse de passage V (mm/s) 450  Vitesse de passage V (mm/s) 1100 

Distance de passage H (mm) 0.08  Distance de passage H (mm) 0.12 

Epaisseur de couche e (mm) 0.03  Epaisseur de couche e (mm) 0.03 

Densité énergétique (kJ/mm3) 138.9  Densité énergétique (kJ/mm3) 69.4 

Tableau 2.3 : Paramètres SLM nominales pour les bords, les contours, et le cœur de la couche. 

 

Pour chaque couche, deux bordures externes délimitant la section de la pièce sont fabriquées, 

suivies par un contour interne (voir la figure 2.2). Le cœur de la couche est alors lasé selon un hachurage 

rectiligne suivant la distance de passage, avec une orientation de 67° par rapport à la couche précédente. 
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Chaque spécimen est fabriqué sur des supports de hauteur 4 mm afin de permettre l’évacuation 

thermique ainsi que le détachement des éprouvettes du plateau de fabrication.   

 

 
Figure 2.2 : Description de la fabrication d’une couche. 

 

L’ensemble des éprouvettes est fabriqué au sein du même batch afin de minimiser les variations 

liées au recyclage de la poudre (voir figure 2.3). Chaque éprouvette est disposée avec un espacement de 

5 mm par rapport aux autres éprouvettes afin d’éviter les influences entre les pièces au moment de la 

fabrication.   

 
Figure 2.3 : Plateau de fabrication des éprouvettes (plateau de dimension 280 mm X 280 mm). 

 

 2.1.3. Caractérisation de la rugosité 

2.1.3.1. Définition de la rugosité 

La rugosité d’une pièce définit généralement les défauts géométriques (ou écarts de dimension) 

intervenant durant la fabrication. Celle-ci peut être décomposée selon 4 niveaux [5] : 

• Les écarts de forme. Ces écarts de formes et de géométries par rapport à la forme nominale de 

la pièce sont généralement liés au procédé lui-même par rapport à la forme nominale de la pièce. 

Les défauts de planéité ou de circularité entrent dans cette catégorie. 

• Les écarts d’ondulation (figure 2.4). Il s’agit d’écarts complémentaires à la rugosité, mais de 

plus grandes longueurs d’ondes, se situant entre l’échelle microscopique et macroscopique. Ces 

écarts peuvent être généralement dus à la répétition d’un certain paterne lors de la fabrication, 

ou à un défaut de la machine-outil lors de la phase de finition.  
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• Les écarts de rugosité périodiques (figure 2.4). Il s’agit de défauts micro géométriques de la 

surface pouvant prendre la forme de stries ou de sillons périodiques. Ces défauts sont inhérents 

aux procédés de fabrication ainsi qu’au procédé de finition. 

• Les écarts de rugosité apériodiques. Il s’agit de micro écarts géométriques ponctuels présents à 

la surface. Ceux-ci peuvent prendre la forme d’entailles ou autres. 

 
Figure 2.4 : Description de la différence entre les écarts d’ondulation et la rugosité 

[https://www.leica-microsystems.com/]. 

 

2.1.3.2. Mesure de la rugosité 

Afin de caractériser la rugosité, différentes méthodes et paramètres sont définis et répertoriés au sein 

de la norme NF EN ISO 4287 [6] dans le cas d’un profil 1D et ISO 25178-2 [7] dans le cas d’un profil 

2D. 

• La rugosité arithmétique Ra (ou Sa pour une surface) est définie par la moyenne des écarts 

absolus par rapport à la ligne moyenne (i.e. la moyenne des élévations du profil Zmean), que ce 

soit pour un profil 1D de longueur l ou pour une surface de dimension (lx, ly) : 

𝑅𝑎 =
1

𝑙
 ∫ |𝑍(𝑥)|𝑑𝑥

𝑙

0

 (2.1) 

𝑆𝑎 =
1

𝑙𝑥 𝑙𝑦
 ∫ ∫ |𝑍(𝑥, 𝑦)|𝑑𝑥𝑑𝑦

𝑙𝑥

0

𝑙𝑦

0

 (2.2) 

 

• La rugosité quadratique moyenne Rq (ou Sq en pour une surface) est définie par la moyenne 

quadratique des écarts absolus à la ligne moyenne par rapport un profil 1D de longueur l ou pour 

une surface de dimension (lx, ly) : 

𝑅𝑞 = √
1

𝑙
 ∫ |𝑍(𝑥)|²𝑑𝑥

𝑙

0

 (2.3) 

𝑆𝑎 = √
1

𝑙𝑥 𝑙𝑦
 ∫ ∫ |𝑍(𝑥, 𝑦)|𝑑𝑥𝑑𝑦

𝑙𝑥

0

𝑙𝑦

0

 (2.4) 

  

• La hauteur maximale du profil, nommée Rt (ou St), définie par rapport à la ligne moyenne via le 

paramètre de profondeur maximale Rv (ou Sv) et le paramètre de hauteur maximale de pics Rp 

(ou Sp) : 
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𝑅𝑝 = 𝑍𝑚𝑎𝑥 − 𝑍𝑚𝑒𝑎𝑛 (2.5) 

𝑅𝑣 = |𝑍𝑚𝑒𝑎𝑛 − 𝑍𝑚𝑖𝑛| (2.6) 

𝑅𝑡 = 𝑍𝑚𝑎𝑥 − 𝑍𝑚𝑖𝑛 (2.7) 

 

• L’asymétrie de la surface Rsk (ou Ssk) mesure le manque de symétrie de la distribution 

d’élévation par rapport à la ligne moyenne. Du point de vue de la rugosité, une valeur de Rsk 

positive définit une distribution d’écarts placés supérieurement par rapport à la ligne moyenne, 

définissant donc une surface composée en majorité de pics. Au contraire une valeur de Rsk 

négative définit une distribution d’écarts biaisée inférieurement par rapport à la moyenne, 

définissant donc une surface composée en majorité de « creux ». Ce paramètre est calculé de la 

manière suivante : 

𝑅𝑠𝑘 =
1

𝑅𝑞
3  
1

𝑙
 ∫ |𝑍(𝑥)|3𝑑𝑥

𝑙

0

 (2.8) 

𝑆𝑠𝑘 =
1

𝑅𝑞
3  

1

𝑙𝑥 𝑙𝑦
 ∫ ∫ |𝑍(𝑥, 𝑦)|3𝑑𝑥𝑑𝑦

𝑙𝑥

0

𝑙𝑦

0

 (2.9) 

 

• Le ratio de surface développée Sdr, définit l’ajout de surface supplémentaire apporté par la 

rugosité via le calcul du ratio entre l’aire de la surface réelle et l’aire de la surface projetée 

dans le plan XY. Celui-ci se définit de la manière suivante : 

𝑆𝑑𝑟 =
1

𝐴
 ∬ (√[1 + (

𝜕𝑧(𝑥, 𝑦)

𝜕𝑥
)

2

+ (
𝜕𝑧(𝑥, 𝑦)

𝜕𝑦
)

2

] − 1) 𝑑𝑥𝑑𝑦
𝐴

 (2.10) 

 

Au sein de notre étude, le paramètre Sdr est modifié afin d’être supérieur ou égal à 1. Il prend 

alors la forme suivante : 

𝑆𝑑𝑟 =
1

𝐴
 ∬ (√[1 + (

𝜕𝑧(𝑥, 𝑦)

𝜕𝑥
)

2

+ (
𝜕𝑧(𝑥, 𝑦)

𝜕𝑦
)

2

]) 𝑑𝑥𝑑𝑦
𝐴

 (2.11) 

 

Dans le cas de la fabrication SLM, les surfaces affichent une anisotropie créée par la fabrication 

couche par couche. Afin de caractériser cette anisotropie, certains paramètres peuvent être déterminés, 

par le calcul au préalable d’une fonction d’autocorrélation. Cette fonction détermine les similitudes entre 

une surface, et cette même surface translatée dans le plan de (tx, ty). Cette fonction prend la forme 

suivante : 

𝑓𝐴𝐶𝐹(𝑡𝑥 , 𝑡𝑦) =
∬ 𝑧(𝑥, 𝑦)𝑧(𝑥 − 𝑡𝑥, 𝑦 − 𝑡𝑦)𝑑𝑥𝑑𝑦𝐴

∬ 𝑧(𝑥, 𝑦)𝑧(𝑥, 𝑦)𝑑𝑥𝑑𝑦
𝐴

 (2.12) 

 

Via cette fonction, l’uniformité de la surface peut donc être déterminée via le calcul du 

paramètre de ratio de texture Str, défini comme étant le rapport entre la distance dans la direction, où fACF 
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décroit le plus rapidement sur la distance dans la direction, où fACF décroit le plus lentement. Ce ratio Str 

est une mesure de la longueur d’onde de la surface. Celui-ci prend la forme suivante : 

𝑆𝑡𝑟 =
𝑅𝑚𝑖𝑛

𝑅𝑚𝑎𝑥
=

min
𝑡𝑥 ,𝑡𝑦∈R

√𝑡𝑥²+𝑡𝑦²

max
𝑡𝑥 ,𝑡𝑦∈Q

√𝑡𝑥²+𝑡𝑦²
  𝑜ù  {

𝑅 = (𝑡𝑥 , 𝑡𝑦) 𝑡𝑒𝑙𝑠 𝑞𝑢𝑒 𝑓𝐴𝐶𝐹(𝑡𝑥 , 𝑡𝑦) ≤ 𝑠

𝑄 = (𝑡𝑥 , 𝑡𝑦) 𝑡𝑒𝑙𝑠 𝑞𝑢𝑒 𝑓𝐴𝐶𝐹(𝑡𝑥 , 𝑡𝑦) ≥ 𝑠
∗
  (2.13) 

 

Au sein de notre étude, une valeur seuil arbitraire de Str est définie, Str, seuil = 0.5. Si Str < Str,seuil, la surface 

est considérée comme affichant une anisotropie de surface. Dans le cas contraire, la surface est 

considérée comme homogène. 

Le paramètre Rmin utilisé pour déterminer le paramètre Str fournit également une indication sur 

le contenu spectral de la surface, notamment sa longueur d’onde. Ainsi, le paramètre spatial Sal (exprimé 

en μm) est défini sous la forme : 

𝑆𝑡𝑟 = 𝑅𝑚𝑖𝑛 = min
𝑡𝑥 ,𝑡𝑦∈R

√𝑡𝑥² + 𝑡𝑦²    𝑜ù  𝑅 = (𝑡𝑥 , 𝑡𝑦) 𝑡𝑒𝑙𝑠 𝑞𝑢𝑒 𝑓𝐴𝐶𝐹(𝑡𝑥 , 𝑡𝑦) ≤ 𝑠  (2.14) 

L’ensemble des paramètres de rugosité sont estimés via l’utilisation du logiciel Gwyddion sur 

les données 3D de surface obtenues par le rugosimètre optique Altisurf500 (AltiMet, France) en mode 

confocal (figure 2.5.a). Par ailleurs, des mesures d’élévations de surfaces sont réalisées via un 

rugosimètre par contact comme étude préliminaire (figure 2.5.b). 

 
 

(a)  (b)  

Figure 2.5. : Equipements utilisés pour l’étude de l’état de surface. (a) Rugosimètre 3D laser. (b) 

Rugosimètre par contact. 

 

 2.1.4. Caractérisation de la mouillabilité 

2.1.4.1. Définition de la mouillabilité 

La mouillabilité définit la capacité d’un liquide à maintenir le contact avec une surface solide, 

via des interactions moléculaires résultant d’un équilibre thermodynamique [8], [9]. Cette propriété 

permet de définir l’adhésion liquide/surface, qui joue un rôle important dans la biocompatibilité [10]–

[13]. D’un point de vue thermodynamique, cette adhérence se définit par le travail d’adhésion Wa 

nécessaire pour de garantir l’équilibre entre les phase liquide, solide et gazeuse, se caractérisant par un 

angle de contact θ (figure 2.6). 
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Figure 2.6 : Schéma de l’angle de contact et de l’équilibre thermodynamique des phases solide, 

liquide et gazeuse [9]. 

 

En définissant ϒLV l’énergie de l’interface liquide/vapeur, ϒSL l’énergie de l’interface 

liquide/solide, et ϒSV l’énergie de l’interface solide/vapeur, le travail d’adhésion de la surface peut être 

déterminée à partir de la relation de Dupré [9] : 

𝑊𝑎 = ϒ𝐿𝑉 + ϒ𝑆𝑉 − ϒ𝑆𝐿 (2.15) 

Ainsi, la relation suivante est obtenue à l’équilibre et appelée équation de Young : 

ϒ𝑆𝑉 = ϒ𝑆𝐿 + ϒ𝐿𝑉  𝑐𝑜𝑠(𝜗) (2.16) 

Généralement, une surface hydrophile est définie par un angle de contact aqueux θeau entre une 

goutte d’eau et la surface inférieur à 90°. Au contraire, une surface hydrophobe est définie par un θeau 

supérieur à 90°. Afin de faciliter la caractérisation d’une surface se trouvant à la frontière entre 

hydrophile et hydrophobe, une surface « équiphilique » est définie pour un θeau se situant au sein de 

l’intervalle [85° - 95°]. La surface est considérée comme présentant un bon mouillage (ou un mouillage 

efficace) pour θeau < 85°. 

2.1.4.2. Description des modèles de mouillabilité 

L’équation de Young part de l’hypothèse que la surface solide est rigide, parfaitement plane, 

physiquement et chimiquement inerte. En réalité, la surface présente une hétérogénéité chimique et n’est 

jamais parfaitement plane [14], [15] ; elle présente un niveau de rugosité et des topographies spécifiques. 

Ces aspects sont généralement pris en compte au sein de modèles de mouillabilité. Deux théories sont 

utilisées afin de déterminer correctement la mouillabilité de la surface : la théorie de Wenzel et la théorie 

de Cassie-Baxter (figure 2.7). 

 

  
Figure 2.7 : Schéma d’une goutte sur une surface selon les modèles de mouillabilité (de gauche à 

droite : (a) modèle parfait, (b) modèle de Wenzel, (c) modèle de Cassie-Baxter [16]. 

 

Dans la théorie de Wenzel [17], la goutte est supposée en contact total avec la surface et les 

hétérogénéités topographiques de la surface sont supposées amplifier la mouillabilité qui serait obtenue 

sur une surface idéale équivalente. De ce fait, ce type de modèle est plus appliqué dans le cadre 

d’hétérogénéités topographiques. Le modèle établit à l’équilibre une relation entre l’angle de contact 
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mesuré, appelé l’angle de contact apparent θapp, l’angle de contact de Young θϒ, et le ratio de surface 

développée Sdr sous la forme suivante : 

𝑐𝑜𝑠(𝜃𝑎𝑝𝑝) = 𝑆𝑑𝑟 𝑐𝑜𝑠(𝜃𝛾) (2.17) 

Ainsi, sachant que Sdr est toujours supérieur ou égal à 1, cela engendre donc une amplification de la 

mouillabilité sur une surface lisse. De ce fait, une surface lisse hydrophobe apparait encore plus 

hydrophobe en présence de rugosité. Au contraire, une surface lisse hydrophile en présence de rugosité 

apparait encore plus hydrophile. La théorie de Cassie-Baxter [18] permet de modéliser le comportement 

en mouillabilité d’une goutte sur une surface hétérogène physiquement et/ou chimiquement. Cette 

hétérogénéité peut résulter d’une composition chimique de surface hétérogène, ou de l’emprisonnement 

de "poches" d’air entre la goutte et la surface. Du point de vue du modèle, cela se traduit par la 

décomposition de l’aire sous la goutte en deux parties distinctes : la fraction surfacique de la goutte en 

contact avec la surface solide f1, et la fraction surfacique de la goutte en contact avec les poches d’air f2. 

Ainsi, à l’équilibre, la relation entre l’angle de contact apparent θapp, l’angle de contact de Young θϒ 

prend la forme : 

𝑐𝑜𝑠(𝜃𝑎𝑝𝑝) = 𝑓1 𝑐𝑜𝑠(𝜃𝛾) − 𝑓2 (2.18) 

Au sein de ce modèle, la rugosité n’est pas modélisée directement, mais plutôt par son influence sur les 

paramètres f1 et f2. Il existe aussi des modèles hybrides, de mouillabilité partielle [19], faisant la 

transition entre le modèle de Cassie-Bexter et celui de Wenzel. Au sein de notre étude, nous nous 

limiterons à ces deux théories. 

2.1.4.3. Mesure de la mouillabilité 

Différentes approches existent afin de mesurer l’angle de contact. Au sein de notre étude, nous 

adopterons la méthode de mesure statique de l’angle de contact (figure 2.8). Une seringue dépose 5 μL 

de volume sous la forme d’une goutte axisymétrique sur la surface solide. Cette goutte possède une 

masse assez faible qui permet de négliger l’effet de la pesanteur. Un système automatisé basé sur un 

goniomètre enregistre la forme de la goutte sur la surface tous les 0.1 s, ainsi que l’angle statique formé 

par la goutte, à gauche et à droite. L’état d’équilibre est supposé quand aucun changement visible n’est 

observé sur la goutte. Dans le cas d’une surface hétérogène, la mise en place de l’état d’équilibre n’est 

pas instantanée, en raison par exemple d’un état rugueux. Ainsi, la méthode appliquée, plus effective, 

consiste à moyenner l’angle de contact mesuré par le temps d’enregistrement et l’angle des deux côtés 

de la goutte. 

  

(a)  (b)  

Figure 2.8. : Mesure de la mouillabilité d’une surface. (a) banc de mouillage. (b) image de la 

goutte. 
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Au sein de notre étude, deux liquides de mesure sont utilisés : de l’eau distillée et du 

diiodométhane. L’angle de contact obtenu avec l’eau est noté θeau et celui obtenu avec du diiodométhane 

est noté θdiiodo. Les caractéristiques des deux liquides sont définies dans le tableau 2.4. 

 Composant dispersif 𝜎𝐿
𝐷 (mN/m) Composante polaire 𝜎𝐿

𝑃 (mN/m) 

Diiodométhane 47.4 2.6 

Eau 19.9 52.2 

Tableau 2.4 : Composant dispersif et polaire des liquides de mesures (base de données du banc de 

mouillage) 

 

L’utilisation de ces deux liquides de mesure permet de déterminer une énergie de surface 

apparente, définie par le paramètre ϒapp, représentant l’énergie libre de la surface en incluant la présence 

de rugosité. L’énergie de surface ϒapp est déterminée via la méthode d’Owen-Wendt. Pour cela, chaque 

liquide de mesure est caractérisé par une composante énergétique polaire 𝜎𝐿
𝑃 et une composante 

énergétique dispersif 𝜎𝐿
𝐷. A partir de la mesure de l’angle de contact apparent de chaque liquide de 

mesure (θeau et θdiiodo), ϒapp est calculée par la relation suivante : 

𝜎𝐿(1 + 𝑐𝑜𝑠𝜗)

2√𝜎𝐿
𝐷

= √𝜎𝑆
𝑃√
 𝜎𝐿

𝑃

𝜎𝐿
𝐷 + √𝜎𝑆

𝐷 (2.19) 

L’énergie de surface ϒapp (égale à 𝜎𝑆
𝑃 + 𝜎𝑆

𝐷) est calculée via une régression linéaire. La 

mouillabilité mesurée (via l’angle de contact apparent et l’énergie de surface) est celle en présence de 

rugosité afin de déterminer le mouillage de la surface.  

2.2. Analyse de la rugosité et de la mouillabilité de surfaces 

obtenues par SLM 

 2.2.1. Description de la rugosité de surfaces obtenues par SLM 

La nature de la rugosité des surfaces obtenues par le procédé SLM se différencie 

significativement de la rugosité observée avec d’autres procédés de fabrication. En effet, la rugosité des 

surfaces SLM provient d’une part de la stratégie de fabrication, d’autre part de l’interaction entre le laser 

et la poudre. Dans un premier temps, la topographie de surface créée par le passage du laser sur la couche 

de poudre peut être citée et appelée rugosité de type I. Lors de ce passage, le laser interagit avec les 

grains en formant un bain de fusion dont la forme résultant de la solidification dépend de phénomènes 

thermomécaniques (figure 2.9.a). Selon les réglages des paramètres sélectionnés sur machine, plusieurs 

phénomènes peuvent être observés au niveau de la formation et de la solidification du bain de fusion, 

notamment l’apparition d’instabilités dans le bain de fusion qui peut modifier la surface et les paramètres 

mécaniques de la pièce finale [20]–[22]. 
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(a)  (b)  

Figure 2.9 : Topographie créée par le passage du laser. (a) Description des différents facteurs 

influençant la formation du bain de fusion [23]. (b) Description du upskin et du downskin [24].  

 

Un autre facteur influençant la topographie et provenant de l’interaction entre le laser et la 

matière provient de la refonte de la (ou des) couche située sous la couche en cours de fusion. En effet, 

lors du passage du laser, la fonte se fait sur une profondeur supérieure à l’épaisseur de couche, pouvant 

ainsi modifier les topographies déjà existantes. Cet effet a une influence plus importante dans le cas de 

surfaces fortement inclinées et en particulier pour des surfaces en surplans (« downskins », figure 2.9.b). 

La deuxième source majeure de rugosité, nommée rugosité de type II, provient de l’inclinaison de la 

surface de la pièce qui produit un « effet escalier ». Cet effet est créé par la superposition de couches 

décalées les unes par rapport aux autres afin de créer l’inclinaison de la surface (figure 2.9.b). La rugosité 

créée en forme de marches, adoucie par la fusion de chaque couche, génère plutôt une rugosité sous 

forme de vagues. L’effet de l’inclinaison est plus visible sur la couche supérieure (upskin) que sur la 

couche intérieure (downskin). Enfin, la troisième source de rugosité, de type III, a pour origine 

l’enkystement en surface de particules de poudre non fondues. En effet, lors du passage du laser et de la 

formation du bain de fusion, les particules au voisinage du bain de fusion qui n’ont été que partiellement 

fondues sont piégées lors de la solidification (figure 2.10.a). Ceci donne donc une topographie de surface 

particulière, visible sur la figure 2.10.b. Cet effet est variable selon le matériau employé. Cependant, il 

est particulièrement important sur le TA6V ; les hautes températures de liquidus Tl (1660 °C) et de 

solidus Ts (1605 °C) font que lors de la solidification du bain de fusion, les particules sont encore à l’état 

solide et conservent leur forme sphérique. Cette rugosité étant latérale au bain de fusion, elle ne se 

manifeste que pour une surface inclinée par rapport au plan de fabrication. 
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(a)  (b)  

Figure 2.10 : Schéma des particules de poudres enkystées à la surface après refroidissement du 

bain de fusion. (a) Schéma de l’enkystement des particules. (b) Particules de TA6V enkystées à la 

surface. 

 

L’addition de cette rugosité crée une surface réelle significativement différente de la surface 

dessinée, ce qui peut influencer la biocompatibilité. Dans la suite de cette partie, nous n’analysons que 

les rugosités de type II et III, sur le « upskin ».  

  

2.2.2. Evolution de la rugosité selon l’inclinaison de la surface 

2.2.2.1. Protocole expérimental 

Des éprouvettes cylindriques de diamètre 11.2 mm et d’épaisseur 3 mm sont fabriquées via la 

machine de FA SLM 280 avec une épaisseur de couche de 30 μm et une distance de passage de 0.08 

mm. La production de chaque couche suit la méthodologie décrite précédemment. La fabrication de la 

zone externe de la couche (deux bords externes + contour interne) ainsi que de la zone interne de la 

couche utilise les paramètres machine sélectionnés par défaut. Cinq groupes d’échantillons produits par 

SLM sont définis, chacun étant caractérisé par une inclinaison α par rapport au plan (x, y) ; le plan (x, 

y) est le plan du plateau d’impression de la machine SLM (figure 2.1). L’inclinaison α prend les valeurs 

suivantes : 0° (i.e. échantillon horizontal par rapport au plan d’impression), 10°, 30°, 60° et 90° (i.e. 

échantillon vertical par rapport au plan d’impression). Les échantillons cylindriques sont fabriqués sur 

le même plateau avec des supports placés entre les échantillons et le plateau d’impression afin de faciliter 

le décollage des éprouvettes. Enfin, aucun post traitement thermique n’est appliqué. Des mesures de 

rugosité et de mouillabilité des surfaces sont réalisées avec un répétabilité de 5 échantillons par mesure. 

Par ailleurs, des clichés sont pris à l’aide du microscope à lumière blanche Keyence VHX-5000. La 

morphologie de la surface est ensuite évaluée sur des images de 1600 x 1200 pixels et une reconstruction 

3D de chaque image est effectuée avec le logiciel intégré au microscope. La nomenclature 0B, 10B, 

30B, 60B et 90B est introduite pour identifier les surfaces correspondantes aux surfaces brutes 

fabriquées respectivement à 0°, 10°, 30°, 60° et 90°. Les résultats sont analysés statistiquement via un 

test de Kruskal-Wallis, accompagné par un test de corrélation de Spearman. Pour chacun de ces tests, 

une hypothèse nulle est analysée et validée par un p-value p seuillé à 0.05. 
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2.2.2.2. Morphologie de la surface selon les différentes inclinaisons 

L’étude au microscope sous lumière blanche révèle des différences de morphologie de la surface 

significatives (figure 2.11). La surface 0B présente une anisotropie (figure 2.11a). Cette texture est créée 

par le passage du laser sur la poudre de TA6V formant des cordons de fusion lors du refroidissement. 

L’inclinaison à 0° permet de visualiser la texture de la surface due à la stratégie de passage du laser. 

Bien que difficilement mesurable, la largeur de ces cordons de fusion varie entre 80 μm et 120 μm, 

correspondant à la distance de passage définie au sein de la machine SLM. Pour la surface 10B, une 

texture selon une direction horizontale est observée avec des hétérogénéités ponctuelles (figure 2.11b). 

En effet, à distance régulière, des particules de poudre sont retrouvées, selon une ligne horizontale 

suivant la direction de la surface. En raison du décalage des couches successives pour créer l’inclinaison 

de la surface, les extrémités de la zone de jonction de chaque couche sont décalées (le décalage entre 

chaque couche est présenté dans la figure 2.9b). Au moment de la fusion de la couche de poudre, les 

particules au voisinage de la zone de fusion se retrouvent emprisonnées dans la surface, expliquant la 

rugosité observée. Cette distance régulière varie entre 170 et 180 μm, correspondant au pas de l’escalier 

nécessaire pour créer un angle de 10° avec une épaisseur de couche de 30 μm. La taille des particules 

présentes à la surface varie de 20 μm à 60 μm, et crée une rugosité en forme de vagues, de longueur 

d’onde d’environ 170 μm. Pour une inclinaison α allant de 30° à 90°, la présence de texture à la surface 

devient de moins en moins visible avec une augmentation du nombre de particules enkystées. Ceci 

s’explique par l’augmentation du nombre de jonctions qui augmente le nombre de particules piégées à 

la surface. Cela se vérifie avec les distances de jonctions passant d’environ 50 μm pour 30B à ~30 μm 

pour 90B. 
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(a) 0° (b) 10° (c) 30°  

  

  
(d) 60° (e) 90°  

Figure 2.11 : Morphologie des surfaces selon leur inclinaison. 

 

Contrairement à ce qui est observé pour l’aluminium ou d’autres métaux avec des températures 

de fusion (Tf) faibles, la haute température de fusion du TA6V (Tf =1660 °C) permet aux particules 

emprisonnées à la surface de rester relativement sphériques. Cela s’observe sur les images MEB de la 

surface inclinée à 90° (figure 2.12). Les particules de la poudre de TA6V sont obtenues par atomisation 

ce qui leur donne une forme sphérique. Les particules présentes à la surface se séparent en deux 

catégories : celles partiellement emprisonnées au sein du bain de fusion, et celles qui demeurent en 

dehors du bain de fusion. Pour ces dernières, il semble que seulement la base de la particule soit 

emprisonnée au sein du bain de fusion. Dans les deux cas, celles-ci gardent leur forme sphérique. Les 

diamètres des particules observées varient d’environ 10 μm à 60 μm. 
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(a) X 200 

  
(b) X 500 (c) X 1000 

Figure 2.12 : Vue MEB des surfaces SLM 90B par rapport au plan de fabrication 

selon différents grossissements. 

 

En s’intéressant à la vue de coupe de la surface (figure 2.13), une forme spécifique de surface 

est observée. En effet, la littérature montre que le passage du laser crée une morphologie en forme de 

vague. Cela semble se retrouver sur la vue en coupe par la présence de petites vaguelettes. Par ailleurs, 

des creux et des entailles sont localement présentes en surface (caractéristiques non visibles au MEB et 

au microscope à lumière blanche). 

  
Figure 2.13 : Trace du passage du laser. 

 

2.2.2.3. Effet de l’inclinaison de fabrication des éprouvettes sur la rugosité 

Les paramètres de rugosité sont mesurés à l’aide d’un profilomètre laser enregistrant les 

élévations de surface. Les mesures sont réalisées avec une précision de 1 μm² dans le plan du disque et 

10 nm en hauteur. En comparant ce qui est mesuré par le rugosimètre et l’état de surface observé au 

MEB (voir figure 2.14), une perte de précision est observée au niveau des surfaces, surtout sur la forme 

des particules. L’étude de la surface se fait cependant par rapport à des entités cellulaires de forme 

ellipsoïdale dont les dimensions des axes varient de 20 à 100 μm. De ce fait, le niveau de précision est 

considéré comme acceptable au sein de cette étude. 
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(a)  

 

(b)  

 

Figure 2.14 : Données mesurées via le profilomètre numérique et comparées à l’état de surface réel 

obtenu via le MEB pour une surface 90B. (a) Image obtenue par MEB pour une surface de 600 μm 

x 500 μm. (b) Données 3D obtenues avec le profilomètre numérique pour une surface de 400 μm x 

400 μm.  

 

Une première approche passe par une analyse du profil unidimensionnel (1D) de la surface pour 

déterminer les différents ordres de grandeurs de topographies (figure 2.15). D’un point de vue qualitatif, 

dans le cas d’une inclinaison de α=0°, les variations de la surface sont faibles et de longueur d’onde 

assez importantes, correspondant à l’ordre de grandeur de la distance de passage du laser. Pour α=10°, 

de fortes amplitudes d’élévation sont observées ainsi que de grandes longueurs d’ondes. Cela rejoint ce 

qui est observé au microscope. De la même manière, pour des inclinaisons α≥30°, la fréquence des 

variations d’élévation diminue en amplitude et augmente en fréquence, soulignant la présence des 

particules à la surface. 
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(a) 0B (b) 10B 

  
(c) 30B (d) 60B 

 
(e) 90B 

Figure 2.15 : Profil 1D de la rugosité des différentes surfaces. 

 

Une analyse des paramètres de rugosité est réalisée par la suite. Ceux-ci sont répertoriés au sein 

du tableau 2.5. 

 Sa (μm) Sq (μm) St (μm) Ssk Sdr Str Sal (μm) 

0B 9.35 (± 1.44) 
11.89 (± 

1.56) 
64.29 (± 12.15) 

-0.21 (± 

0.18) 
1.38(± 0.2) 0.32 (± 0.1) 171.9 (± 53) 

10B 18.1 (± 2.2) 25.4 (± 2.4) 136.2 (± 12.2) 1.2 (± 0.22) 
1.88 (± 
0.18) 

0.35 (± 
0.13) 

155 (± 50) 

30B 
15.33 (± 

1.07) 

20.25 (± 

1.11) 
133.13 (± 4.42) 0.88 (± 0.21) 

2.32 (± 

0.09) 

0.39 (± 

0.15) 
141.6 (± 37.9) 

60B 
13.77 (± 

0.79) 
18.19 (± 

1.17) 
134.93 (± 11.72) 0.96 (± 0.24) 

2.81 (± 
0.07) 

0.45 (± 
0.17) 

35.2(± 6.2) 

90B 
15.75 (± 

1.15) 
19.9 (± 1.2) 130.8 (± 9.6) 0.56 (± 0.4) 

3.17 (± 

0.17) 
0.65 (± 0.2) 36.2 (± 8.2) 

Tableau 2.5 : Valeurs des paramètres de rugosité pour les différentes inclinaisons. 
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Les résultats pour Sa ainsi que Sq sont tracés sur la figure 2.16 pour les différentes inclinaisons. 

La rugosité à α=0° est considérée comme un état de surface de référence, avec un Sa = 9.48 μm (± 1.2) 

et un Sq =12.4 μm (± 0.9). Une augmentation de la rugosité est observée de 0B à 10B, avec un Sa =18.1 

μm (± 2.2) et un Sq =25.4 μm (± 2.4). Cette forte augmentation semble être le résultat de l’effet escalier 

combiné à la présence ponctuelle des particules en surface. Une diminution de la rugosité est alors 

observée de 10B à 30B, Sa diminuant à 15.7 μm (± 1.3) et Sq diminuant à 19.5 μm (± 2.3). Aucune 

différence significative n’est observée pour 30B, 60B et 90B pour Sa (p=0.06) et Sq (p=0.33). En termes 

d’interprétation, la diminution initiale observée provient de la diminution de l’effet escalier. Cette 

diminution est cependant accompagnée d’une augmentation du nombre de particules à la surface, 

pouvant ainsi expliquer la stabilisation de la rugosité.  

 
Figure 2.16 : Graphe évolution de Sa et Sq en fonction de l’inclinaison. 

 

Afin de valider notre hypothèse, l’évolution de la rugosité et de l’amplitude h créées par l’effet 

escalier sont représentées sur le même graphique (figure 2.17). La différence entre St et h montre la 

faible influence de l’effet escalier sur l’amplitude de la rugosité. Cependant, il faut se rappeler que les 

particules de poudre se concentrent au niveau des jonctions, accentuant ainsi l’anisotropie de la surface. 

En résumé, de 0B à 10B, h et St augmentent. Cependant, au-delà 10B, une diminution de h est observée 

jusqu’à 0 μm alors que St diminue légèrement avant de se stabiliser. Au contraire, St se stabilise à partir 

de 10B sans différence significative entre 10B, 30B, 60B et 90B (p=0.79). Ceci montre que si l’effet 

escalier affecte la rugosité à faible amplitude, la rugosité totale (type I, II et II ensemble) provient 

majoritairement de la texture des cordons de fusion et de la présence des particules. 
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(a)  (b)  

Figure 2.17 : Graphe évolution de Sz en fonction de l’inclinaison et comparaison avec l’évolution 

de h. (a) Calcul du paramètre h. (b) Comparaison entre St et h. 

 

Concernant les autres paramètres de rugosité, le paramètre d’asymétrie de la surface permet de 

révéler la présence des particules (figure 2.18.a). En effet, pour une inclinaison 0B, Ssk prend une valeur 

négative tandis que les autres inclinaisons montrent un Ssk positif. La valeur de Ssk positif souligne une 

asymétrie de la surface par une prédominance des pics. Ces pics reflètent la présence des particules à la 

surface. La présence de ces particules se visualise aussi dans l’évolution du paramètre Sdr, par 

l’augmentation constante de celui-ci (figure 2.18.b). 

Bien que n’ayant pas quantifié l’évolution de la densité de rugosité de type III en fonction de 

l’inclinaison, des études de la littérature montrent une augmentation de cette densité avec l’inclinaison 

de 0° à 90°. En effet, Lerebours et al [25] ont étudié l’effet de la rugosité local d’éprouvettes de TA6V 

fabriquées en SLM sur l’adhésion cellulaire, et ils ont montré une augmentation linéaire du nombre de 

particules non fondues par mm² pour une inclinaison de fabrication allant de 0 à 90°. L’augmentation 

du paramètre Sdr étant lui-même linéaire, on peut donc supposer que cette augmentation constante est le 

résultat de la présence des particules ce qui souligne une fois de plus l’aspect déterminant de ces 

particules au sein de la rugosité. Il est à noter que l’enregistrement des données 3D via le rugosimètre 

ne permet pas d’obtenir l’ensemble de la surface, en particulier celle sur la face inférieure de la particule. 

Une hypothèse est que le paramètre Sdr est sous-évalué.  

Enfin, une analyse de la texture de la surface est réalisée. En effet, les résultats précédents ont 

prouvé que la surface affichait une orientation créée par les cordons de fusion ainsi que par l’effet 

escalier. Afin de quantifier cette anisotropie topographique, la mesure du paramètre Str est réalisée 

(figure 2.18.c). De 0B à 30B, Str est inférieur à 0.5, montrant que l’anisotropie de surface est présente. 

Cependant, à partir de 60B, la présence des particules efface l’anisotropie de surface. Par ailleurs, 

l’augmentation du paramètre Str coïncide avec l’apparition des particules. Les particules ont donc aussi 

pour effet de faire disparaître l’effet de la topographie sous-jacente. Cet effet influence l’évolution de la 

longueur d’onde de la surface, via le paramètre Sal, par une diminution selon l’inclinaison. En plus de 

suivre l’augmentation de la densité de particules de rugosité de type III, cela suit aussi l’effet escalier 

avec la diminution du paramètre d.  
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(a) Ssk (b) Sdr 

 
(c) Str 

Figure 2.18 : Graphe évolution de Ssk, Sdr et Str en fonction de l’angle d’inclinaison 𝛼. 

 

Au final, l’effet majoritaire observé selon l’inclinaison de la surface est lié à la présence des 

particules. En effet, si l’effet escalier ajoute un autre niveau de rugosité à la surface, les longueurs 

d’ondes vont de 30 μm (avec aucun effet escalier) à ~170 μm. Ces longueurs d’onde se placent donc à 

des ordres de grandeurs supérieurs ou égaux aux dimensions de la cellule, avec un effet qui sera donc 

limité. De même, du point de vue de la cellule, la texture créée par le passage du laser présente une 

courbure assez faible, ce qui a une influence limitée sur le comportement cellulaire. Une hypothèse peut 

donc être formulée : d’un point de vue topographique, les particules ont la plus grande influence. 

2.2.2.4. Relation entre la mouillabilité et la rugosité 

Un autre paramètre important qui influence le comportement surfacique d’un implant est la 

mouillabilité de la surface. Le tableau 2.6 montre l’évolution de l’angle de contact apparent pour l’eau 

et le diiodométhane, ainsi que celle de l’énergie de surface pour les différentes orientations. Pour la 

surface 0B, un θeau de 75° (± 4.1) est mesuré, qui montre une surface présentant des propriétés 

hydrophiles (figure 2.19.a). Une augmentation de θeau est enregistrée en passant à une inclinaison 10B 

pour atteindre 88° (± 4.1), se situant donc dans les propriétés d’une surface équiphilique. Pour 30B, la 

surface exhibe des propriétés hydrophobes avec un θeau supérieur à 90°. Aucune différence significative 

n’est observée pour une inclinaison supérieure à 30B (p=0.22).  
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Orientation θeau θdiiodo ϒapp 

0B 75 (± 4.1) 38.1 (± 1.8) 60.3 (± 4.1) 

10B 88.1 (± 2.7) 45.3 (± 2.7) 46.4 (± 2.2) 

30B 99.3 (± 3.7) 42.3 (± 1.9) 40.5 (± 1.9) 

60B 98 (± 7.8)  41.2 (± 2.5) 42.1 (± 4.1) 

90B 97.5 (± 3.6) 39.7 (± 2.5) 38.9 (± 1.5) 

Tableau 2.6 : Mesure de l’angle de contact et de l’énergie de 

surface. 

 

L’évolution de ϒapp (figure 2.19.b) suit une évolution contraire à θeau, avec une diminution de 

ϒapp suivant l’augmentation de l’inclinaison, suivie par une stagnation de celle-ci à partir de 3B0 jusqu’à 

90B (caractérisée par une absence de différence significative avec p=0.08). Statistiquement, une 

corrélation de 0.7 est mesurée entre θeau et ϒapp, bien que cette corrélation ne soit pas vérifiée 

statistiquement (p=0.18). 

  
(a)  (b)  

Figure 2.19 : Evolution de la mouillabilité selon l’inclinaison de la surface. (a) Angle de 

contact aqueux θeau. (b) Energie de surface apparent ϒapp. 

 

En termes d’interprétation, l’augmentation de θeau avec l’inclinaison montre qu’une fois de plus, 

la présence des particules conditionne la réponse de la surface. En effet, les propriétés hydrophobes de 

la surface commencent à apparaître à l’instant où les particules sont présentes en surface et elles 

augmentent avec le nombre de particules.  

Un point intéressant au niveau de la mouillabilité est que les effets d’hydrophobie de la surface 

augmentent donc avec la rugosité. Sachant que pour le TA6V la surface sans rugosité montre des 

propriétés hydrophiles, le comportement observé ne suit donc pas la théorie de Wenzel. Le régime de 

mouillabilité correspondant à la théorie de Cassie-Baxter, dans laquelle le contact entre le médium et la 

surface n’est que partiel, peut donc être considéré. Une hypothèse est que les particules présentes sur la 

surface peuvent piéger des poches d’air à leur base essentiellement. Plus le nombre de ces particules est 

élevé, plus le nombre de poches d’air est important, et la mouillabilité de la surface évolue vers 

l’hydrophobicité. Une étude de corrélation via un test de Spearman montre un lien entre θeau et Sdr (c=0.6) 

sans que cela soit prouvé statistiquement (p=0.28). Une autre cause d’hydrophobicité pourrait être le 

ralentissement de l’état d’équilibre en raison de la présence des particules. Néanmoins, l’ensemble des 

résultats avancés prouve que l’état de surface généré par SLM brute est à éviter, essentiellement pour 

éviter la présence des particules. 
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2.2.2.5. Discussion sur l’influence de l’inclinaison de la surface extérieure  

Les résultats ont montré une influence nette de l’inclinaison de fabrication sur l’état de surface, 

avec la présence d’une rugosité hétérogène. L’inclinaison fait apparaître différents types de rugosité 

selon la valeur de l’inclinaison. Pour une inclinaison 0B, seule la rugosité de type 1 est présente. Pour 

une inclinaison 10B, les rugosités de type II et III apparaissent, devenant ainsi prédominantes devant 

celle de type I. Par la suite, la rugosité de type II devient de moins en moins importante pour donner à 

90B une rugosité composée exclusivement de la rugosité de type III, i.e. liée aux particules. D’autres 

études ont montré un effet plus conséquent de la rugosité de type III sur les surfaces inférieures 

(downskin) avec une densité de particules plus importante combinée à un bain de fusion moins stable 

[26], [27]. De plus, la rugosité de type III fait apparaître les propriétés hydrophobes de la surface. Bien 

que ceci ne soit pas prouvé statistiquement, la manifestation de propriétés hydrophobes correspond à 

l’apparition des particules à la surface. 

2.2.3. Caractérisation du matériau TA6V obtenu par SLM et étude de 

l’influence du procédé sur la mouillabilité  

Pour un même matériau, la mouillabilité est influencée essentiellement par la rugosité du 

substrat. Cependant, d’autres facteurs jouent aussi un rôle, notamment la composition chimique de la 

surface ou la microstructure du matériau. Ce dernier aspect en particulier est intéressant car le procédé 

SLM est connu pour engendrer des changements de microstructures dans la pièce. Par la suite, une étude 

de la modification des propriétés matériaux doit être réalisée. 

2.2.3.1. SLM et microstructure 

La littérature nous donne beaucoup d’informations au sujet de la microstructure observée au 

sein de pièces fabriquées par SLM. B. Vaysette [3] a travaillé sur la forme de la microstructure sur des 

éprouvettes fabriquées à 90B sur la même machine utilisée au sein de cette étude, en utilisant les mêmes 

paramètres de fabrication; ceci constitue donc un élément de comparaison. La microstructure des 

éprouvettes est composée de fines lamelles martensitiques avec différentes couches parallèles à la 

direction de fabrication (figure 2.20). Bien que cet aspect ne soit pas étudié ici, cette hétérogénéité de 

microstructure peut potentiellement affecter le comportement de la surface du matériau, notamment en 

termes de mouillabilité.  

 

  

(a)  (b)  

Figure 2.20 : Mise en évidence de la microstructure pour des éprouvettes de TA6V fabriquées à 90B. 

(a) Microstructure observée au MEB pour des échantillons fabriqués à 90° avec un post traitement 

CIC, thèse de B. Vaysette [3]. (b) Microstructure observée sur les éprouvettes fabriquées dans cette 

étude.  
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2.2.3.2. Protocole expérimental 

Afin de caractériser l’évolution de microstructure dans le matériau, des mesures de dureté sont 

réalisées. La dureté du matériau en surface et en profondeur (sur une coupure transversale) est évaluée 

via des tests de dureté par micro indentation. Pour cela, des éprouvettes sont fabriquées selon les 

caractéristiques de 90B, donc verticalement par rapport au plan de fabrication, et selon les paramètres 

de fabrication par défaut. Dix mesures de dureté sont effectuées de la surface au cœur de l’éprouvette 

pour une même coordonnée selon z (figure 2.21) avec un espacement de 150 μm entre les points de 

mesure (suivant la coordonnée x), en appliquant une charge de 500 g via un analyseur de micro dureté 

de Vickers. Les mesures sont répétées selon trois coordonnées z différentes pour chaque éprouvette.  

 

 

Figure 2.21 : Découpe de l’éprouvette dans le plan X-Z afin de réaliser des mesures de dureté. 

 

Afin d’analyser l’influence du changement de microstructure sur la mouillabilité de la surface, 

des mesures de mouillabilité à différentes profondeurs sont également réalisées. Un groupe 

d’éprouvettes de type 90B est fabriqué, et séparé en six sous-groupes distincts de 5 éprouvettes. Chaque 

sous-groupe est usiné orthogonalement à l’axe x (donc dans le plan y-z) selon une profondeur h, 

correspondant à un enlèvement de matière d’épaisseur h. Six valeurs de h sont définies : 0.2 mm, 0.3 

mm, 0.4 mm, 0.5 mm, 0.7 mm et 0.9 mm. Les sous-groupes sont nommés respectivement P02, P03, 

P04, P05 et P09. Les mesures de mouillabilité sont répétées cinq fois pour chaque typologie 

d’éprouvette. 

2.2.3.3. Résultats et discussion 

La figure 2.22 montre l’évolution de la dureté selon la profondeur de la mesure suivant x. Une 

augmentation de la dureté est enregistrée, allant de 341 HV (± 1.5) pour 0.2 mm à 368 HV (± 2) pour 

0.5 mm. Passée cette profondeur, aucune différence significative n’est observée de 0.5 mm à 0.9 mm 

(p=0.6, Kruskal-Wallis, montrant donc une stabilisation des propriétés matériaux).    
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Figure 2.22 : Evolution de la dureté mesurée en fonction de la distance de la surface. 

 

En comparant avec les résultats de B. Vaysette, la présence de variations de microstructure est 

retrouvée, qui présentent des variations de phases α et de phases β au sein du matériau. Selon l’étude de 

B. Vaysette, les plus grandes variations de microstructures sont généralement observées sur les premiers 

500 μm à partir de la surface externe, et cela se retrouve sur nos mesures de dureté. Ce résultat valide 

donc la présence d’un gradient de propriétés matériaux (via la mesure d’un gradient de dureté) en 

fonction de l’épaisseur de l’éprouvette. Des mesures de mouillabilité sont donc réalisées sur les 

différentes profondeurs, via la mesure de l’angle de contact sur des surfaces obtenues par usinage à 

différentes profondeurs (figure 2.23). L’usinage des surfaces crée en surface une rugosité à l’échelle 

nanoscopique qui influence donc la mouillabilité. Néanmoins, le même procédé d’usinage est appliqué 

à l’ensemble des surfaces, ce qui annule donc l’influence de celui-ci dans l’étude de comparaison des 

propriétés matériaux à différentes profondeurs dans l’éprouvette.  

   
(a) 0.2 mm (b) 0.5 mm (c) 0.9 mm 

Figure 2.23 : Cliché de la mesure de la mouillabilité avec de l’eau distillée pour P02, P05 et P09. 

 

L’évolution de l’angle de contact θeau ainsi que celle de l’énergie de surface apparente ϒapp sont 

présentées sur la figure 2.24. Les résultats montrent un gradient de θeau ainsi que de ϒapp avec 

l’augmentation de la profondeur de mesure. Concernant l’évolution de l’angle de contact θeau, proche de 

la surface à h=0.2 mm, l’angle de contact aqueux θeau prend la valeur 86.4° (± 4.2), sans différence 

significative observée de P02 à P04 (p=0.78, Kruskal-Wallis). Passés les 0.4 mm de profondeur, une 

diminution significative de θeau est observée pour atteindre la valeur de 69.6° (± 7.8), suivie par une 

absence de différence significative de P05 à P05 (p=0.3, Kruskal-Wallis). Du point de vue de l’énergie 

de surface ϒapp, une évolution opposée est observée. Après la stagnation de ϒapp autour de 49.3 mJ/m² (± 

3.5) de P02 à P04, une augmentation significative est observée afin d’atteindre la valeur de 66.4 mJ/m² 

(± 8.6) de P05 à P09. Ces résultats prouvent que la mesure de la mouillabilité via l’angle de contact 

aqueux reflète l’évolution de l’énergie de surface. 
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(a) (b) 

Figure 2.24 : Evolution de θeau et ϒapp en fonction de la distance h de la surface. (a) Valeur de θeau. 

(b) Valeur de ϒapp. 

 

Les résultats confirment la présence d’un gradient de propriétés du matériau au sein de la pièce 

ainsi que son influence sur la mouillabilité. De plus, cela confirme la frontière entre P04 et P05 au niveau 

de ces propriétés. En s’appuyant sur les observations faites au sein de la thèse de B. Vaysette [3], cela 

semble confirmer l’influence de la taille des grains sur la mouillabilité. Un autre point peut être 

remarqué ; cette zone de ℎ ∈ [0, 0.5] mm correspond à la zone couverte par le faisceau durant la 

fabrication du double contour ainsi que du contour interne. Sachant que la densité énergétique est 

différente au niveau du double contour et au cœur de l’éprouvette, la raison d’une telle hétérogénéité de 

propriétés matériaux peut venir de la stratégie de passage du laser. 

 

2.2.4. Remarques générales 

Cette étude a montré l’hétérogénéité observée sur les surfaces SLM. De l’ensemble des rugosités 

présentes, celle de type III est prépondérante, avec des dimensions de particules de l’ordre de grandeur 

de la cellule. La surface 90B présente la plus grande densité de rugosité de type III, expliquant pourquoi 

cette surface est étudiée ensuite. Les particules observées à la surface sont du même ordre de grandeur 

que la cellule. En s’appuyant sur la littérature, l’hypothèse est que ces particules ont une grande influence 

sur le comportement cellulaire, par l’augmentation de la surface de contact qui favorise l’adhésion des 

cellules sur ces particules. De plus, cela entraîne aussi la création d’obstacles au déplacement de la 

cellule. La mouillabilité des surfaces contenant les particules se rapproche du modèle de Cassie-Bexter. 

Cela suppose un contact partiel entre le liquide et la surface. Dans le cadre d’un implant où un mouillage 

maximal est privilégié, ce comportement est donc considéré comme non approprié. Un traitement de 

surface soustractif doit donc être mis en œuvre. Par ailleurs, une étude de l’évolution des propriétés de 

dureté au sein du matériau a montré la présence d’un gradient de propriétés du matériau, créé par la 

stratégie de passage du laser et influençant la mouillabilité du matériau à différentes profondeurs dans 

l’éprouvette. Cette observation doit être intégrée dans le cadre d’un traitement de surface entraînant une 

perte de matière. 
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2.3. Traitement de surfaces issues du procédé SLM par polissage 

chimique 

 2.3.1. Traitement de surface par polissage chimique 

Le traitement par polissage chimique est réalisé via la mise en place d’un banc expérimental 

(figure 2.25). Les éprouvettes sont trempées, à température ambiante, dans un réactif de polissage 

composé d’acide hydrofluorique HF et d’acide nitrique HNO3, dilué dans un solvant composé d’eau 

distillée. Un bac à ultrasons est utilisé afin d’homogénéiser le polissage. 

 

  
Figure 2.25 : Description du traitement par polissage chimique. 

 

La composition de la solution ainsi que le temps d’immersion sont des facteurs qui influencent 

la qualité du polissage chimique et font l’objet d’une étude au sein de cette analyse. Le polissage 

chimique présente l’avantage d’être très flexible par rapport à la géométrie de la pièce. De plus, il s’agit 

d’un procédé fréquemment utilisé dans le domaine biomédical pour améliorer la biocompatibilité des 

surfaces d’implants en TA6V. Cependant, notre point d’étude diffère des études traditionnelles par la 

surface de départ traitée. Contrairement aux traitements par polissage chimique traditionnels appliqués 

sur des surfaces issues de procédés traditionnels et lissées au préalable (soit par usinage, soit par 

électropolissage), notre objectif ici est de déterminer les états de surface possibles obtenus directement 

via le polissage chimique de surface brute SLM.   

 

 2.3.2. Analyse des paramètres du polissage chimique sur la surface 90B : 

composition et temps d’immersion 

2.3.2.1. Matériels et méthodes 

Des éprouvettes 90B sont fabriquées selon une géométrie et un procédé d’obtention décrits au 

sein de la section 2.1. Les supports sont alors retirés et les éprouvettes sont nettoyées, puis réparties en 

3 sous-groupes avec chaque sous-groupe correspondant à une composition de solution donnée (voir 

tableau 2.7). Les surfaces traitées chimiquement par une composition de (3% HF, 10% HNO3), (3% HF, 

20% HNO3) et (10% HF, 10% HNO3) sont nommées respectivement S310, S320 et S1010. 
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 n° HF (%) HNO3 (%)  

 1 3 10  

 2 3 20  

 3 10 10  

Tableau 2.7 : Composition de la solution de HF et HNO3 pour le polissage chimique. 

 

Pour chaque sous-groupe, les éprouvettes sont attaquées chimiquement par la mixture de HF et 

HNO3 pendant cinq temps d’immersions différents : 5, 10, 15, 20 et 30 min. Pour chaque temps 

d’immersion, cinq éprouvettes sont testées. Après chaque polissage chimique, les éprouvettes sont 

nettoyées dans de l’éthanol et de l’eau distillée au sein d’une cuve à ultrasons afin de retirer toutes les 

traces d’acides. La masse de chaque éprouvette est mesurée avant et après le polissage chimique pour 

estimer la perte de matière. 

2.3.2.2. Morphologie 

La figure 2.26 montre la morphologie de surfaces 90B SLM traitées par polissage chimique via 

le protocole décrit précédemment. En termes de morphologies, les résultats montrent une élimination de 

la rugosité de type III à t=5 min pour l’ensemble des compositions chimiques. De plus, une diminution 

de l’amplitude est observée avec l’augmentation du temps d’immersion pour les trois compositions, 

avec néanmoins des différences significatives selon les compositions. Les morphologies de surfaces 

observées au MEB (figure 2.26.c) montrent que S310 et S320 gardent les traces du procédé SLM avec 

la présence d’une anisotropie de surface même après 30 minutes de temps d’immersion, alors que S1010 

n’a plus aucune trace du procédé dès t=5 min d’immersion.  

 
(a)  
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(b)  

 
(c)  

Figure 2.26 : Morphologie de la surface d’éprouvettes 90B traitées chimiquement selon différentes 

compositions et différents temps d’immersion. (a) Morphologie de la surface sous lumière blanche 

pour différents polissages chimiques. (b) Morphologie 3D de la surface sous lumière blanche pour 

différents polissages chimiques. (c) Morphologie de la surface sous MEB pour différents polissages 

chimiques. Pour chaque sous-figure, chaque colonne représente une composition et chaque ligne 

représente un temps d’immersion. 
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Le pourcentage de HF au sein de la solution semble influencer la puissance de la réaction. En 

particulier, la composition (10% HF, 10% HNO3) affecte significativement la surface avec la formation 

de couche d’oxyde à la surface (figure 2.27.a), allant jusqu’à la fissuration de la pièce (figure 2.27.b). Il 

est à noter qu’aucun traitement n’a été appliqué aux éprouvettes pour diminuer les contraintes 

résiduelles. Cela peut donc expliquer la fissuration observée. 

 

  
(a)  (b)  

Figure 2.27 : Défauts de surface observés pour un polissage chimique (10% HF, 10% HNO3). (a) 

Couche d’oxyde due au polissage chimique. (b) Fissuration observée. 

 

2.3.2.3. Paramètres de rugosité 

Le tableau 2.8 donne la valeur des paramètres de rugosité pour les différentes compositions et 

les différents temps d’immersion. La surface S310 présente une diminution de la rugosité avec 

l’augmentation du temps d’immersion, passant d’une valeur de Sa de 14.5 μm (± 2.6) pour cinq min à 

un Sa de 6.8 μm (± 0.7) pour 30 min. Les paramètres Sq, St et Sdr suivent les mêmes évolutions. Le 

paramètre Ssk garde des valeurs positives durant l’ensemble du polissage chimique, excepté à t=30 min 

où la porosité locale apparait à la surface (reflétée par un Ssk <0). En termes de texture, une augmentation 

de Str est observée pour atteindre la valeur de 0.51 (± 0.12) à t=30 min, montrant ainsi une diminution 

de l’anisotropie topographique de la surface. Cependant, la surface ne peut être considérée comme 

homogène que à t=30 min. En termes de longueur d’onde via le paramètre Sal, une augmentation de 

celle-ci est observée avec le temps d’immersion, pour atteindre une valeur supérieure à 100 μm à t=30 

min.  

La surface S320 montre une évolution similaire avec l’augmentation du temps d’immersion. 

Une diminution du paramètre Sa est enregistrée durant les 20 premières minutes, passant de 12.1 μm (± 

2.8) pour 5 min à 7.6 μm (± 1.4) pour 20 min. Une augmentation de Ra est cependant observée de t=20 

min à t=30 min, arrivant à une valeur de 9.2 μm (± 1.6). La même évolution est observée pour Sq, St et 

Sdr, bien qu’aucune différence significative ne soit relevée entre t=20 min et t=30 min pour Sz et Sdr. 

Quant au paramètre Ssk, il reste positif jusqu’à t=20 min où des valeurs négatives commencent à être 

observées, révélant l’apparition de porosités locales. L’évolution du paramètre Str suit celle de la surface 

S310, avec cependant une anisotropie persistante même à t=30 min. En termes de longueur d’onde, Sal 

augmente avec le temps d’immersion, pour atteindre une valeur supérieure à 100 μm à t=30 min.  

Enfin, la surface S1010 affiche une forte diminution de la rugosité durant les 5 premières 

minutes, où Ra prend la valeur de 4.8 μm (± 0.1) à t=5 min. Une diminution plus faible de cette rugosité 

est ensuite mesurée pour atteindre la valeur de 2.2 μm (± 0.3) à t=30 min. La relation directe entre les 

paramètres de rugosité fait que Sq, St et Sdr suivent la même évolution. En termes de Ssk, celui-ci reste 

proche de 0 à t=5 min, puis devient négatif avec l’augmentation de la porosité locale. L’évolution de Str 
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montre que les valeurs oscillent autour de 0.5 en restant globalement supérieures, tandis que l’évolution 

de Sal montre des valeurs supérieures ou égales à 200 μm.  

 

Composition t (min) Sa (μm) Sq (μm) St (μm) Ssk Sdr Str  Sal   

S310 5 14.5 (± 2.6) 16.7 (± 2.2) 101.3 (± 13.6) 0.47 (± 0.13) 2.02 (± 0.07) 0.32 (± 0.1) 72 (± 15) 

 10 12.8 (± 1.9) 16.3 (± 2.7) 95.5 (± 18.7) 0.64 (± 0.07) 1.71 (± 0.2) 0.31 (± 0.2) 62 (± 23) 

 15 9.7 (± 1.9) 12.2 (± 1.7) 74.1 (± 8.6) 0.27 (± 0.17) 1.41 (± 0.08) 0.43 (± 0.21) 75 (± 32) 

 20 8.4 (± 2.2) 10.7 (± 2.8) 50.8 (± 6.2) 0.32 (± 0.18) 1.34 (± 0.07) 0.34 (± 0.13) 98 (± 45) 

 30 5.9 (± 0.7) 8.4 (± 0.6) 40.7 (± 4.6) -0.03 (± 0.28) 1.26 (± 0.09) 0.51 (± 0.12) 110 (± 32) 

S320 5 12.1 (± 2.8) 16.2 (± 3) 111 (± 13.3) 0.85 (± 0.75) 1.99 (± 0.21) 0.36 (± 0.17) 48 (± 15) 

 10 10.7 (± 1.6) 13.6 (± 2.1) 89.2 (± 16.1) 0.23 (± 0.18) 1.75 (± 0.18) 0.21 (± 0.15) 33 (± 22) 

 15 10.3 (± 1.3) 12.9 (± 1.5) 80.1 (± 11.1) 0.13 (± 0.18) 1.5 (± 0.11) 0.33 (± 0.19) 86 (± 45) 

 20 7.6 (± 1.4) 9.9 (± 1.2) 59.6 (± 13.7) -0.23 (± 0.44) 1.47 (± 0.11) 0.52 (± 0.21) 95 (± 16) 

 30 9.2 (± 1.6) 11.8 (± 1.2) 58.9 (± 19.9) -0.18 (± 0.2) 1.45 (± 0.15) 0.47 (± 0.29) 104 (± 23) 

S1010 5 4.8 (± 0.1) 6 (± 0.14) 27.3 (± 1.6) 0.08 (± 0.06) 1.25 (± 0.03) 0.45 (± 0.1) 190 (± 30) 

 10 2.9 (± 0.8) 3.6 (± 0.3) 12.7 (± 2.6) -0.04 (± 0.06) 1.2 (± 0.04) 0.67 (± 0.15) 231 (± 25) 

 15 2.5 (± 0.5) 3.2 (± 0.7) 13.6 (± 2.9) -0.33 (± 0.91) 1.14 (± 0.19) 0.53 (± 0.14) 270 (± 26) 

 20 3 (± 1.2) 3.8 (± 1.5) 15.9 (± 3.2) -0.05 (± 0.15) 1.09 (± 0.04) 0.45 (± 0.16) 265 (± 32) 

 30 2.2 (± 0.3) 2.8 (± 0.6) 15 (± 2.8) -0.18 (± 0.2) 1.03 (± 0.06) 0.5 (±0.08) 298 (± 24) 

Tableau 2.8 : Valeur des paramètres de rugosité pour les différentes compositions et les différents 

temps d’immersion. 

 

2.3.2.4. Perte de matière 

La modification de la surface suite au polissage chimique s’accompagne d’une perte de matière 

à prendre en compte. La mesure de la perte de matière ainsi que l’estimation de la perte d’épaisseur e 

d’une moitié de l’éprouvette sont présentées au sein des figures 2.28b et 2.28c. La perte d’épaisseur 

estimée e correspond à la moitié de la différence d’épaisseur de l’éprouvette avant traitement et 

l’éprouvette après traitement (figure 2.28a).  
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(a)  

  
(b)  (c)  

Figure 2.28 : Evolution de la perte de poids ainsi que de la perte d’épaisseur e d’éprouvettes 90B 

traitées chimiquement selon différentes compositions et différents temps d’immersion. (a) Schéma 

de la perte d’épaisseur e de la surface. (b) Perte de poids. (c) Perte d’épaisseur e. 

 

La cinétique de la perte de poids de S310 montre une perte de 0.4%/min du poids de l’éprouvette 

durant les 5 premières minutes, correspondant à une perte d’épaisseur d’environ 20 μm/min. Après ces 

5 minutes, une diminution de la vitesse de réaction est observée, avec une perte de poids global de 

0.6%/min de t=10 min à t=30 min, correspondant à une perte d’épaisseur de 9 μm/min. Une perte de 

poids totale de 16% (± 0.2) est donc atteinte pour une perte d’épaisseur totale de 319 μm (± 3).  

La cinétique de la perte de poids de S320 suit une évolution similaire, avec une perte de 

0.6%/min de la masse durant les 5 premières minutes, correspondant à une perte d’épaisseur d’environ 

24 μm/min. De t=5 min à t=30 min, une perte de poids de 0.4%/min est observée, correspondant à une 

perte d’épaisseur d’environ 6 μm/min. Au final, une perte de poids totale de 12% (± 0.3) est mesurée 

pour une perte d’épaisseur totale de 264 μm (± 4).  

Enfin, la cinétique de S1010 montre une perte de 4%/min de la masse durant les 5 premières 

minutes, correspondant à une perte d’épaisseur d’environ 80 μm/min, suivi par une perte de 1.2%/min 

de la masse, correspondant à une perte d’épaisseur d’environ 18 μm/min durant le reste du temps 

d’immersion. En fin de réaction (t=30 min), une perte de poids totale de 56% (± 0.3) est enregistrée pour 

une perte d’épaisseur totale de 934 μm (± 6). 

2.3.2.5. Mouillabilité 

La figure 2.29 donne les résultats de la mouillabilité des surfaces attaquées chimiquement en 

fonction de la composition de la solution de polissage et du temps d’immersion. L’ensemble des 
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compositions chimiques du polissage montre des variations significatives de la mouillabilité, et cela 

durant le temps d’immersion.  

La surface S310 montre une diminution significative de l’angle de contact apparent aqueux θeau 

durant les quinze premières minutes, jusqu’à atteindre la valeur de 48.1° (± 10.4). Une augmentation de 

θeau est alors observée de t=15 min à t=20 min pour atteindre la valeur de 75.8° (± 5.5). Aucune 

différence significative n’est observée entre t=20 min et t=30 min (p=0.89, Kruskal-Wallis). 

Simultanément, S310 présente une augmentation initiale de l’énergie de surface apparente ϒapp durant 

les 15 premières minutes pour atteindre la valeur de 90.6 mJ/m² (± 11), suivie par une diminution jusqu’à 

61 mJ/m² (± 5.2) à t=20 min. Aucune différence significative n’est observée entre t=20 min et t=30 min 

(p=0.89, Kruskal-Wallis). Une corrélation négative forte est trouvée entre θeau et ϒapp (c>0.9 et p<0.05, 

Spearman).  

S320 présente aussi une diminution de θeau (jusqu’à la 10ème minute) prenant la valeur de 44.6° 

(± 9.1). L’angle de contact aqueux θeau montre ensuite une augmentation pour atteindre la valeur de 77° 

(± 6.7). Aucune différence n’est observée entre t=15 min et t=30 min (p=0.5, Kruskal-Wallis). 

Simultanément, ϒapp suit une évolution opposée avec un maximum à 95 mJ/m² (± 9.4) et une stabilisation 

à 60.6 mJ/m² (± 6.4).  

Enfin, S1010 présente un θeau minimum à 5 minutes pour une valeur de 60.3° (± 4.3), puis une 

augmentation jusqu’à t=10 min avec une valeur de 65.5° (± 2.8). Aucune différence n’est observée entre 

t=15 min et t=30 min (p=0.5, Kruskal-Wallis). Simultanément, ϒapp suit une évolution opposée avec un 

maximum à 73.9 mJ/m² (± 5.2) et une stabilisation à 67 mJ/m² (± 3.2). 

 

 
(a) 
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(b) 

Figure 2.29 : Evolution de θeau et ϒapp d’éprouvettes 90B traitées chimiquement selon différentes 

compositions et différents temps d’immersion. (a) Angle de contact aqueux θeau. (b) Energie de 

surface apparent ϒapp. 

 

2.3.3. Polissage chimique d’une surface 90B polie par abrasion 

Les modifications de surface via le polissage chimique montrent un effet direct sur la 

topographie de surface ainsi que sur la mouillabilité. Or, il existe une relation directe entre ces deux 

paramètres qu’il est important de comprendre. 

2.3.3.1. Matériels et méthodes 

Des éprouvettes 90B sont fabriquées selon une géométrie et un procédé d’obtention décrits au 

sein de la section 2.1. Les supports sont alors retirés et les éprouvettes sont nettoyées. Ces éprouvettes 

sont alors polies par abrasion en utilisant du papier abrasif, caractérisé par une taille de grains qui définie 

la précision du polissage. Le polissage suit la séquence suivante (P80 (201 μm) → P100 (162 μm) → 

P400 (35 μm) → P800 (25 μm) → P1200 (18 μm) → P2400 (10 μm)). Un traitement chimique avec une 

composition de (3% HF, 10% HNO3) selon 5 temps d’immersion (5 min, 10 min, 15 min, 20 min et 30 

min) est ensuite appliqué. Les surfaces obtenues prennent respectivement le nom P5, P10, P15, P20 et 

P30. Pour chaque temps d’immersion, cinq éprouvettes sont testées. Après chaque polissage chimique, 

les éprouvettes sont nettoyées dans un bain d’éthanol et d’eau distillée au sein d’une cuve à ultrasons 

afin de retirer toutes les traces d’acides. La masse de chaque éprouvette est mesurée avant et après 

polissage chimique afin de pouvoir estimer la perte de matière. La figure 2.30 donne la morphologie de 

la surface polie observée au MEB. 

   
(a) X 200 (b) X 500  (c) X 1000 

Figure 2.30 : Morphologie de la surface polie obtenue au MEB selon différents grossissements. 
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2.3.3.2. Morphologie et paramètres de rugosité 

La figure 2.31 ainsi que le tableau 2.9 montrent la morphologie des surfaces polies attaquées 

chimiquement ainsi que les valeurs des paramètres de rugosité. Contrairement aux autres études, les 

paramètres Str et Sal ne sont pas donnés car les faibles valeurs de rugosité donnaient des valeurs 

aberrantes.  

 
Figure 2.31 : Morphologie de la surface P15. 

 

L’étude des paramètres de rugosité montre que la surface polie reste relativement plane durant 

le polissage chimique, avec cependant une légère augmentation de la rugosité avec le temps 

d’immersion. En effet, Sa varie de 0.9 μm (± 0.2) à l’état initial jusqu’à 1.61 μm (± 0.22) à t=20 min. 

Aucune différence significative n’est observée entre t=20 min et t=30 min. Sq, St ainsi que Sdr suivent le 

même type d’évolution. Le paramètre Ssk oscille autour de 0 à l’état initial et durant le polissage 

chimique, excepté pour t=30 min où la porosité locale change Ssk en une valeur négative. 

 Sa (μm) Sq (μm) St (μm) Ssk Sdr Str Sal (μm) 

Non traitée 0.9 (± 0.2) 1.5 (± 0.1) 10.1 (± 1.1) 0.05 (± 0.01) 1.01 (± 0.01)   

P5 1.12 (± 0.11) 1.8 (± 0.4) 10.5 (± 1.3) 0.02 (± 0.01) 1.03 (± 0.01)   

P10 1.37 (± 0.14) 2.2 (± 0.5) 12.4 (± 1.2) 0.12 (± 0.14) 1.04 (± 0.01)   

P15 1.3 (± 0.13) 2.1 (± 0.5) 11 (± 1.5) 0.25 (± 0.14) 1.06 (± 0.02)   

P20 1.61 (± 0.22) 2.6 (± 0.6) 16 (± 1.6) -0.06 (± 0.06) 1.12 (± 0.02)   

P30 1.45 (± 0.1) 2.4 (± 0.7) 18.6 (± 3.2) -1.3 (± 0.24) 1.09 (± 0.02)   

Tableau 2.9 : Valeurs des paramètres de rugosité des surfaces polies traitées chimiquement pour les 

différents temps d’immersion. 

 

La figure 2.32 présente la perte de matière ainsi que la perte d’épaisseur en fonction du temps 

d’immersion. La perte de matière prend en compte comme masse de départ celle résultant du polissage 

abrasif. En termes d’évolution, de t=5 min à t=30 min, on observe une perte de poids moyenne de 

0.6%/min, correspondant à une perte d’épaisseur d’environ 8 μm/min (allure proche de ce qui est 

observé sur les éprouvettes 90B non polies). 
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(a)  (b)  

Figure 2.32 : Evolution de la perte de poids et de la perte d’épaisseur e de surfaces polies traitées 

chimiquement en fonction du temps d’immersion. (a) Perte de poids. (b) Perte d’épaisseur.  

 

2.3.3.3. Mouillabilité 

En termes de mouillabilité, la figure 2.33 présente l’évolution de l’angle de contact aqueux θeau 

ainsi que celle de l’énergie de surface apparente en fonction du temps d’immersion. La surface 

exclusivement polie se définit par un angle de contact aqueux θeau de 78.6° (± 6) correspondant à une 

énergie de surface de 52.7 mJ/m² (± 6.2). Aucune différence significative n’est observée durant les 15 

premières minutes pour θeau et ϒapp (p=0.13, Kruskal-Wallis). Une diminution de θeau est observée à t=20 

min à la valeur de 70° (± 6.1) correspondant à une augmentation de ϒapp à la valeur de 64.2 mJ/m² (± 

6.8). A t=30 min, θeau augmente à la valeur de 75.4° (± 7.2) correspondant à une diminution de ϒapp à la 

valeur de 57.5 mJ/m² (± 7.4). 

  
(a)  (b)  

Figure 2.33 : Evolution de θeau et de ϒapp pour des éprouvettes 90B polies et traitées chimiquement 

par une solution de 3% HF et 10% HNO3 en fonction du temps d’immersion. (a) Angle de contact 

aqueux θeau. (b) Energie de surface apparent ϒapp. 
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2.3.4. Polissage chimique pour différentes inclinaisons de fabrication 

2.3.4.1. Matériels et méthodes 

Des éprouvettes 0B, 30B, 60B et 90B sont fabriquées selon la géométrie et le procédé 

d’obtention décrit au sein de la section 2.1. Les supports sont alors retirés et les éprouvettes sont 

nettoyées, puis traitées chimiquement avec une composition de (3% HF, 10% HNO3) pour 30 min. Les 

surfaces 0B, 30B, 60B et 90B obtenues par polissage chimique prennent respectivement le nom 0AC, 

30AC, 60AC et 90AC. Pour chaque surface, cinq éprouvettes sont testées. Après chaque polissage 

chimique, les éprouvettes sont nettoyées dans de l’éthanol et de l’eau distillée au sein d’une cuve à 

ultrasons afin de retirer toutes traces d’acides. La masse de chaque éprouvette est mesurée avant et après 

polissage chimique afin de pouvoir estimer la perte matière.  

2.3.4.2. Morphologie et paramètres de rugosité 

La figure 2.34 ainsi que le tableau 2.10 décrivent le changement de topographies sur les surfaces 

à différentes orientations après polissage chimique.  

 
Figure 2.34 : Morphologie 3D des éprouvettes 0B, 30B, 60B et 90B traitées chimiquement.  

  

En termes de paramètres de rugosité, Sa décroît avec l’orientation α allant de 0° à 60°, avec les 

valeurs allant de 7.88 μm (± 0.56) à 4.79 μm (± 0.21). Une augmentation de la rugosité pour 90AC avec 

une valeur de Sa de 6.51 μm (± 1.39) est cependant mesurée. La même évolution est observée pour Sq et 

St. Concernant Ssk, 0AC, 30AC et 90AC présentent des valeurs négatives proches de 0 tandis que 60AC 

montre un Ssk positif mais proche de 0. Des différences sont observées pour le paramètre Sdr. En effet, 

si une augmentation est observée de 0AC à 30AC (tableau 2.10), on observe cependant une diminution 

pour 60AC et 90AC. En comparant les valeurs des rugosités à leurs homologues non traitées (0B, 30B, 

60B et 90B), de nombreuses différences sont visibles selon l’inclinaison de la surface. Concernant le 

paramètre Sa, une diminution de 21% est observée pour 0AC tandis qu’une diminution proche de 60% 

est observée pour 30AC, 60AC et 90AC. Concernant le paramètre Sdr, une diminution de 6% est 

observée sur 0AC tandis que cette diminution augmente avec l’inclinaison, de 41% pour 30° à 62% pour 

90°. En termes de texture, 0AC continue de présenter une anisotropie de surface comparée à 0B. 

Cependant, le paramètre Sal observé est plus élevé. Pour 30AC, une augmentation du paramètre Str est 

mesurée par rapport à 30B, montrant un lissage de la surface qui est aussi reflété par une légère 

augmentation de Sal. Pour la surface 60AC, une anisotropie de la surface est toujours présente, avec 

cependant une forte augmentation de Sal au-delà de 100 μm par rapport à 60B. 90AC montre une 

diminution de Str, restant tout de même au-dessus de 0.5 et une augmentation significative de Sal. 
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 Sa (μm) Sq (μm) St (μm) Ssk Sdr Str Sal (μm) 

0AC 7.9 (± 0.6) 9.6 (± 0.7) 36.2 (± 8.2) -0.08 (± 0.1) 
1.30 (± 
0.02) 

0.38 (± 0.2) 219.7 (± 51.6) 

30AC 6.3 (± 0.3) 7.4 (± 0.4) 41.7 (± 2.2) -0.3 (± 0.1) 
1.35 (± 

0.03) 
0.71 (± 0.23) 153.3 (± 32.3) 

60AC 4.8 (± 0.2) 5.6 (± 0.2) 32.7 (± 2.7) 0.1 (± 0.2) 
1.29 (± 
0.01) 

0.45 (± 0.1) 110.5 (± 41.2) 

90AC 6.5 (± 1.4) 7.8 (± 1.6) 40.7 (± 4) -0.03 (± 0.2) 
1.23 (± 

0.06) 
0.51 (± 0.12) 110 (± 32) 

Tableau 2.10 : Valeurs des paramètres de rugosité pour des éprouvettes 0B, 30B, 60B et 90B 

traitées chimiquement. 

 

2.3.4.3. Perte de matière 

En termes de cinétique de perte de matière (figure 2.35), une perte d’épaisseur de 249 μm (± 24) 

est mesurée sur 0AC, suivie par une perte d’épaisseur de 356 μm (± 19) sur 30AC. Cette perte de matière 

diminue alors avec l’inclinaison, afin d’atteindre la valeur de 321 μm (± 10) sur 90AC. 

 
Figure 2.35 : Evolution de la perte d’épaisseur e de surfaces 0B, 30B, 60B et 90B traitées 

chimiquement. 

 

2.3.4.4. Mouillabilité 

En termes de mouillabilité, la figure 2.36 présente l’évolution de l’angle de contact aqueux θeau 

ainsi que de l’énergie de surface apparente ϒapp en fonction du temps d’immersion. Les résultats de θeau 

valident l’effet positif du polissage chimique sur la mouillabilité de la surface. En effet, l’ensemble des 

surfaces montrent des propriétés hydrophiliques, indépendamment de l’inclinaison α. Pour 0AC, un θeau 

de 51.7° (± 6.3) est mesuré pour un ϒapp de 85.7 mJ/m² (± 9.4). Une augmentation est alors observée en 

termes de θeau pour 30AC avec une valeur de 75.5° (± 9.5), correspondant à une baisse de ϒapp à 57.7 

mJ/m² (± 9.4). Aucune différence significative n’est observée en termes de θeau pour 30AC, 60AC et 

90AC (p=0.84, Kruskal-Wallis) et ϒapp suit le même comportement. Comparativement aux surfaces non 

traitées, une diminution de θeau de 32% est enregistrée pour 0AC, alors que cette diminution oscille entre 

10% et 20% pour les autres inclinaisons. Concernant ϒapp, une augmentation d’environ 40% est observée 

pour l’ensemble des inclinaisons par rapport aux surfaces non traitées. 
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(a)  (b)  

Figure 2.36 : Evolution de θeau et de ϒapp en fonction de l’inclinaison pour des éprouvettes 0B, 30B, 

60B et 90B traitées chimiquement par une solution de 3% HF et 10% HNO3 pour 30 minutes. (a) 

Angle de contact aqueux θeau. (b) Energie de surface apparent ϒapp. 

 

2.3.5. Discussion de l’impact du polissage chimique  

Le but du polissage chimique est d’éliminer la rugosité de type III de la surface et d’améliorer 

sa topographie pour obtenir une bonne biocompatibilité cellulaire. Cela passe par une diminution de 

l’amplitude de la rugosité ainsi que par une augmentation de la longueur d’onde de la texture de la 

surface afin de générer une longueur d’onde supérieure à la dimension de la cellule. Par ailleurs, l’autre 

objectif est d’obtenir des propriétés hydrophiles au niveau de la surface. 

Afin de déterminer l’efficacité du polissage chimique à base de HF/HNO3, une analyse de la 

composition de la solution de polissage ainsi que du temps d’immersion est réalisée sur des surfaces 

obtenues par SLM. Les variations de la composition de la solution de polissage chimique ainsi que du 

temps d’immersion ont montré une influence significative sur la topographie de la surface ainsi que sur 

la mouillabilité. En effet, l’amplitude de la rugosité présente une décroissance suivant l’augmentation 

du temps d’immersion pour l’ensemble des compositions.  

 2.3.5.1. Analyse de la rugosité 

Le polissage chimique (3% HF, 10% HNO3) génère une réduction significative de la rugosité 

microscopique selon le temps d’immersion ; l’amplitude des rugosités (Sa, Sq, St) est divisée par deux 

après 30 minutes. Cette évolution est aussi observée pour une composition (3% HF, 20% HNO3) bien 

que le minimum de rugosité soit atteint plus rapidement et soit suivi d’une nouvelle augmentation de la 

rugosité. La composition (10% HF, 10% HNO3) présente quant à elle une forte diminution de la rugosité, 

atteignant un tiers de la rugosité initiale après 5 minutes seulement. Ces résultats suggèrent que le 

pourcentage de HF contrôle la puissance de la réaction et la réduction de la rugosité, tandis que la 

proportion en HNO3 contrôle la vitesse de la réaction (résultats validés par Sutter et al [28]).  

Le polissage chimique joue aussi sur la répartition de la rugosité à la surface. L’étude du 

paramètre Ssk a montré des valeurs positives pour les surfaces 90B non traitées en raison de la présence 

de la rugosité de type III qui génère une prédominance de pics. Après les différents polissages chimiques, 

une diminution de Rsk est observée pour les compositions de polissages chimiques. Cette diminution suit 

celle de l’amplitude de la rugosité, jusqu’à obtenir une certaine planéité. Cette planéité atteinte, le 

polissage chimique creuse la surface, aboutissant à la mesure d’un Ssk négatif. L’analyse de Ssk nous 
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permet donc de distinguer 3 phases successives au cours du polissage chimique : (i) la disparition de la 

rugosité de type III de la surface ; (ii) la réduction de l’amplitude de la rugosité jusqu’à obtenir une 

certaine planéité ; et (iii) la création de porosités locales.  

Des paramètres spatiaux en deux dimensions sont aussi analysés afin de déterminer la texture 

de la surface et son évolution (i.e. Sdr, Str et Sal). A l’état initial, la surface 90B présente une grande 

surface développée créée par la rugosité de type III. Malgré l’anisotropie de surface créée par la 

fabrication additive, la rugosité de type III rend la surface homogène avec une très faible longueur 

d’onde due à la présence des particules. Le polissage chimique modifie significativement ces 

paramètres. Pour (3% HF, 10% HNO3) et (3% HF, 20% HNO3), le polissage chimique s’accompagne 

d’une baisse de la surface développée Sdr, avec cependant une augmentation de la longueur d’onde Sal. 

Pour ce qui est de l’uniformité de la texture de la surface, la disparition initiale de la rugosité de type III 

entraîne une baisse du paramètre Str avec la mise en avant de l’anisotropie de surface créée par la 

fabrication additive. Cependant, l’accroissement de la durée d’immersion fait augmenter peu à peu 

l’uniformité de la surface. Concernant la composition (10% HF, 10% HNO3), l’uniformité de la surface 

est atteinte après cinq minutes, avec une forte augmentation de la longueur d’onde et une forte 

diminution de la surface développée.     

 2.3.5.2. Analyse de la perte de matière 

La réduction de la rugosité de la surface s’accompagne d’une perte de matière significative. 

Pour l’ensemble des compositions, une forte perte d’épaisseur est observée durant les 5 premières 

minutes, malgré un faible changement en termes de pertes de poids, qui se stabilise pour des temps 

d’immersion plus longs. Si cela peut s’expliquer par une quantité de réactifs plus importante dans la 

solution, cela vient aussi de la perte de la couche externe du matériau qui intègre la rugosité (assimilable 

à une couche homogène de TA6V de plus faible densité). Les échantillons traités à (3% HF, 10% HNO3) 

et (3% HF, 20% HNO3) présentent des pertes similaires de poids tout le long de la réaction jusqu’à t=20 

min où la perte semble être plus importante sur (3% HF, 10% HNO3). En fin de réaction, une perte de 

poids moyenne d’environ 15% est enregistrée pour une perte d’épaisseur de surface d’environ 300 μm. 

La composition (10% HF, 10% HNO3) montre la plus grande cinétique de polissage chimique, avec une 

perte de poids totale de 60% pour une perte d’épaisseur de surface de presque 1 mm. Selon la dimension 

du volume attaqué chimiquement et les tolérances à respecter, ces pertes de matières seront des facteurs 

significatifs à prendre en compte dès la phase de conception d’une pièce mécanique. 

 2.3.5.3. Analyse de la mouillabilité 

La mouillabilité des surfaces est étudiée en termes d’angle de contact aqueux θeau et d’énergie 

de surface apparent ϒapp. L’ensemble des mesures de mouillabilité a montré une corrélation négative 

entre la mesure de θeau et l’estimation de ϒapp. Ainsi, l’observation seule de θeau permet d’estimer la 

mouillabilité et l’énergie libre de la surface. Pour l’ensemble des compositions chimiques, une baisse 

significative de θeau est observée durant la phase initiale (t=5 min) suivant la disparition de la rugosité 

de type III (i.e. particules enkystées) qui donne ainsi un caractère hydrophile aux surfaces. Pour (3% 

HF, 10% HNO3), un minimum de θeau est mesuré à 15 min respectivement, suivi par une stabilisation 

des valeurs après la 15ème minute. Ce même minimum est observé pour (3% HF, 20% HNO3). 

Cependant, celui-ci est atteint plus rapidement (à t=10 min) et il se stabilise à la même valeur qu’avec 

la composition précédente. Une composition proche (2.2% HF, 20% HNO3) a été étudiée par Wysocki 

et al [29], [30], montrant un minimum atteint après 6 minutes pour une valeur de 45°. Bien que proche, 

nous obtenons une valeur de mouillabilité moins élevée. Pour finir, θeau des éprouvettes traitées à (10% 

HF, 10% HNO3) atteint son minimum avant 5 minutes, et se stabilise pour un temps suffisamment long 

autour des valeurs des deux premières compositions. 
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Ces résultats confirment les relations de modèles de mouillabilité en affirmant le lien entre la 

topographie de la surface et sa mouillabilité apparente [14], [15]. Cependant, d’autres facteurs peuvent 

intervenir, tels que : (i) les changements de composition chimique de la surface apportée par le polissage 

chimique ; (ii) les changements de propriétés mécaniques observées au sein du matériau. Concernant 

(i), pour des raisons de calendrier, nous n’avons pas caractérisé à ce jour, les changements de 

composition chimique de la surface résultant du polissage. L’étude du polissage chimique (3% HF, 10% 

HNO3) a cependant été réalisée sur une surface polie où les effets de la rugosité sont minimisés (faible 

variation de Sa et topographie spécifique à l’échelle microscopique et nanoscopique). Si l’on excepte les 

résultats à t=20 min, aucune différence significative n’est observée sur θeau et ϒapp. L’étude de Zahran et 

al [31], a montré que les changements de composition chimique dus au polissage chimique d’une surface 

en titane polie au HF pouvaient apporter des changements de mouillabilité, mais seulement durant les 3 

premières minutes. La rugosité devenait par la suite déterminante dans l’évolution de la mouillabilité. 

Tout ceci permet donc de supposer que le changement de composition chimique a un effet moins 

important sur la mouillabilité que la rugosité de la surface. Concernant (ii), des modifications de 

mouillabilité sont observées selon la profondeur au sein du matériau, selon un gradient de dureté. Le 

polissage chimique creusant le matériau, ce gradient de propriétés matériaux influence donc la 

mouillabilité selon les pertes matières, et donc le temps d’immersion. Les variations de mouillabilité 

observées pour les différentes compositions sont cependant plus importantes que ce qui est présenté au 

sein de la figure 2.24. Une hypothèse peut donc être formulée : la rugosité influence la mouillabilité de 

façon prépondérante.   

En supposant que le TA6V soit un matériau hydrophile (θϒ<90°) et en se référant aux modèles 

de mouillabilité présentés dans la section 2.1.4, deux évolutions de la mouillabilité sont possibles selon 

la diminution de la rugosité : (i) l’augmentation de θeau (selon le modèle de Wenzel avec la diminution 

de l’effet amplificateur de la rugosité) ; et (ii) la diminution de θeau (selon le modèle de Cassie-Baxter 

avec la diminution des poches d’air en surface et donc l’augmentation de 𝑓1). La figure 2.37 montre 

l’évolution de l’angle de contact aqueux θeau en fonction du ratio de surface développé Sdr, représentant 

l’évolution de la rugosité pour les différents temps d’immersion. Les flèches indiquent la direction de 

l’augmentation du temps d’immersion. L’évolution de θeau sur S310 montre une diminution initiale avec 

l’augmentation de la rugosité (représentée par Sdr) jusqu’à la valeur de 1.41. Cette diminution est suivie 

par une augmentation de θeau jusqu’à l’état initial. L’évolution de θeau sur S320 suit une évolution 

similaire passée Sdr =1.5, avec un minimum autour de Sdr =1.75. Une diminution est cependant observée 

de 1.45 à 1.5. Concernant l’évolution de θeau sur S1010, celui-ci diminue globalement avec 

l’augmentation de Sdr, exceptée pour une valeur en Sdr =1.09. 
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Figure 2.37 : Evolution de l’angle de contact aqueux θeau en fonction du ratio de surface développée 

Sdr pour la surface 90B. 

 

En supposant que la mouillabilité des surfaces suit le modèle de Wenzel, l’augmentation de Sdr aboutit 

alors à une diminution de θeau. Or, passées certaines valeurs de Sdr une augmentation de θeau est mesurée 

pour S310 et S320. L’hypothèse de contact complet entre la goutte et la surface n’est donc pas valable 

pour l’ensemble des temps d’immersion pour (3% HF, 10% HNO3) et (3% HF, 20% HNO3). Un modèle 

plus général peut être appliqué : le modèle de Cassie-Baxter. Celui-ci suppose qu’une augmentation de 

la rugosité conduit à une augmentation de poches d’air sur la surface, et donc à la diminution de la 

surface de contact entre la goutte et le solide. Cette hypothèse est applicable à la surface brute 90B, la 

base des particules enkystées à la surface pouvant servir de zones d’accrochage des poches d’air. 

Cependant, ces poches d’air n’ont pas pu être observées et donc l’hypothèse n’est pas validée 

expérimentalement. Concernant les surfaces attaquées chimiquement, ce modèle semble être valable 

pour des grandes valeurs de Sdr (Sdr >1.75) ; pour de valeurs plus faibles, les résultats semblent cependant 

suivre le modèle de Wenzel. 

Au vu des résultats, différents régimes de mouillabilité prennent place sur les surfaces SLM 

durant le polissage chimique. L’évolution de la surface part donc à l’état initial d’une surface 90B 

suivant le modèle de Cassie-Baxter. En considérant la composition chimique (3% HF, 10% HNO3), une 

diminution de θeau est observée avec la diminution de la rugosité, jusqu’à atteindre Sdr =1.41 où la goutte 

est en contact total avec la surface. Cela fait passer la mouillabilité de la surface dans un régime de 

Wenzel où θeau augmente avec la diminution de la rugosité. La même démarche est applicable à (3% 

HF, 20% HNO3), avec un changement de régime à Sdr =1.45 qui peut être dû à l’apparition de porosités 

locales. Pour (10% HF, 10% HNO3), un contact total avec la surface est supposé dès 5 minutes. Des 

études ont proposé des modèles de changement de régimes de mouillabilité de Wenzel à Cassie-Baxter ; 

le modèle de Nagayama et al. [19] peut être cité, qui propose un modèle de mouillabilité partielle pour 

des surfaces microstructurées et nanostructurées. Cependant, les informations disponibles sont 

insuffisantes pour avancer ultérieurement. 
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2.3.5.4. Choix des paramètres du polissage chimique  

Bien que le polissage chimique (10% HF, 10% HNO3) montre la plus faible rugosité, une 

homogénéité de surface (Str ≥ 0.5), une planéité (Sal ≥ 100 μm) et des propriétés hydrophiles ; la 

puissance de la réaction ainsi que le fort dégagement gazeux des hétérogénéités importantes au niveau 

de la surface (porosité…). De plus, on observe la formation de couches d’oxydes dont la nature n’est 

pas connue et les pertes de matière sont trop importantes pour des pièces structurées. Toutes ces 

observations ne permettent pas de considérer ce traitement comme viable. Dans le cas où la perte de 

matière doit être minimisée, les polissages chimiques (3% HF, 20% HNO3, 5 min) et (3% HF, 10% 

HNO3, 5 min) donne les meilleurs résultats, avec une perte de poids d’environ 10%. Dans le cas où la 

mouillabilité doit être maximisée, le polissage chimique (3% HF, 20% HNO3, 10 min) donne le meilleur 

résultat (sur les temps considérés) pour atteindre un minimum d’angle de contact aqueux de 45°. Enfin, 

dans le cas où la rugosité doit être minimisée, le polissage chimique (3% HF, 10% HNO3, 30 min) est 

choisi pour la suite de l’étude, avec une rugosité d’environ 6 μm. L’efficacité de cette combinaison a été 

testée sur différentes orientations de fabrication (0°, 30°, 60° et 90°). Les quatre orientations montrent 

une diminution de la rugosité et une amélioration de la mouillabilité. Bien que ces résultats soient 

encourageants, des tests complémentaires sont nécessaires, notamment le polissage chimique de 

surfaces en surplan (« downside ») et de surfaces à faibles inclinaisons (α≤ 10°) qui présentent les plus 

grandes rugosités. 

2.3.5.5. Limites de l’étude 

Cette étude du polissage chimique apporte de nombreuses informations mais présente des 

limitations pour une application biologique. Cette étude a montré une prédominance de la rugosité par 

rapport à d’autres facteurs (mécanique, chimique…) sur la mouillabilité. Cependant, cela ne s’applique 

pas forcément au comportement biologique. Autre que les changements de rugosité et de mouillabilité, 

l’autre facteur modifié par le polissage chimique est la composition chimique de la surface avec 

l’utilisation de la composition (HF, HNO3). La littérature nous dit que pour les compositions choisies, 

un effet bénéfique est observé sur le comportement cellulaire. Ce paramètre n’a pas été étudié au sein 

de notre étude malgré l’aspect important de ce facteur. 

2.4. Traitement de surfaces issues de procédé SLM par sablage 

Afin de réduire la rugosité, un traitement par sablage est envisagé. Des études ont montré le 

changement de composition chimique de la surface via les particules d’alumines utilisées lors du 

sablage, supposé bénéfique à la réponse cellulaire [32]. Contrairement au sablage traditionnel appliqué 

sur des surfaces préalablement lissées par usinage ou par électro polissage, notre objectif ici est de 

déterminer les états de surface obtenus via le sablage de surface brute SLM.  

 2.4.1. Description du procédé de sablage  

Le traitement par sablage est réalisé via un dispositif présenté sur la figure 2.38. Une buse éjecte 

de l’air comprimé contenant du « sable » sur l’éprouvette afin de sabler la surface. 
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(a) Image de la sableuse (b) Schéma de fonctionnement 

Figure 2.38 : Description de la sableuse. 

  

La distance entre l’éprouvette et la buse est supposée constante, suffisamment grande pour permettre à 

l’ensemble de la surface d’être sablée de la même manière. Chaque surface de l’éprouvette est sablée 

pour une durée fixe permettant un sablage homogène. Au sein de ce dispositif, de nombreuses 

incertitudes existent. Parmi ces incertitudes, différents facteurs peuvent être cités : la distance de la buse, 

la densité de particules par flux d’air et l’angle d’attaque des particules de sablage. Ces incertitudes 

existent mais se réduisent avec le temps de sablage, qui homogénéise progressivement la surface. Le 

seul paramètre modifiable et contrôlable de manière significative est le type de sable utilisé au sein de 

la sableuse, qui permet de choisir la taille des particules. Ceci définit donc un paramètre d’entrée. Parmi 

les sables communément utilisés, cette étude utilise des sables à base d’alumine (Al2O3), connus pour 

leur efficacité, leur dureté ainsi que pour leur possible réutilisation. 

 2.4.2. Matériels et méthode 

Le sablage est réalisé sur des éprouvettes 90B, dont la géométrie et l’obtention sont décrites 

dans la section 2.1. Une distance d’environ 10 cm est maintenue entre l’échantillon et la buse, et un 

temps de 1 minute de sablage est choisi. Le sable utilisé est un sable à base d’alumine (Al2O3) et trois 

sables différents sont utilisés au sein de cette étude : BF360, F60 et F20. Leurs caractéristiques sont 

regroupées dans le tableau 2.11. 

Référence du sable Taille moyenne des grains (μm) 

F360 12 – 40 

F60 212 – 300 

F20 850 – 1180 

Tableau 2.11 : Tailles des grains selon le type de sable. 

 

Les surfaces sablées avec les sables F360, F60 et F20 sont désignées respectivement par S360, S60 et 

S20. Après sablage, les surfaces sont nettoyées à l’éthanol ainsi qu’à l’eau distillée au sein d’une cuve 

à ultrasons afin de retirer les résidus de la surface. Pour chaque type de sable, un groupe de 5 échantillons 

est défini. Un groupe d’échantillons 90B est aussi défini comme surface de référence. 

 2.4.3. Résultats 

Les résultats pour les surfaces de référence 90B sont donnés dans la section 2.1.  
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2.4.3.1. Morphologie 

La figure 2.39 montre les différentes morphologies obtenues avec les différents sables. Des 

différences en termes de morphologies sont observables. Concernant la disparition de la rugosité de type 

III, une disparition totale est observée pour des tailles de particules de sablage supérieures à la taille des 

particules de poudre de TA6V, i.e. pour les surfaces correspondant à un sablage S60 et S20. La surface 

S360 montre la présence de la rugosité de type III. Si l’on excepte la surface S360, l’augmentation de la 

rugosité semble suivre l’augmentation de la taille des grains du sable. Une forte variation d’amplitude 

ressort de S20. 

 
 

 
 

  
(a) S360 (b) S60 

 
 

 
(c) S20 

Figure 2.39 : Morphologie de la surface 90B pour les différents types de sable. 
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La morphologie des surfaces observées dépend donc de la taille du sable utilisé. Bien que F360 

permette de réduire localement la rugosité de surface, la rugosité de type III persiste. F60 et F20 

parviennent à faire disparaître la rugosité de type III, mais donne différents niveaux d’homogénéité. F20 

présente une surface homogène, très accidentée en raison de l’utilisation de particules de l’ordre de 1 

mm. Au contraire, F60 avec l’utilisation de particules plus petites homogénéise la surface à un niveau 

plus petit, donnant à la surface la morphologie présentée sur la figure 2.40. 

   
(a) X 200 (b) X 500 (c) X 1000 

Figure 2.40 : Morphologie de la surface S60 obtenue au MEB pour trois grossissements. 

 

2.4.3.2. Paramètres de rugosité 

Les résultats des paramètres de rugosité sont répertoriés dans le tableau 2.12. Les valeurs de 

rugosité mesurées sont en accord avec les morphologies observées pour les trois sables. L’évolution de 

la rugosité moyenne Sa montre que l’ensemble des procédés de sablage a permis de réduire la rugosité. 

S60 présente le plus faible Ra tandis que S360 présente le plus fort Ra. La même évolution est observée 

pour Sq et St ainsi que Sdr. Aucune corrélation n’est trouvée entre la taille du sable et Ra (p<0.05, 

Spearman), mais un minimum est observé pour une taille de sable de 200 - 300 μm. En ce qui concerne 

l’évolution de Ssk, sa valeur reflète l’efficacité du sablage. Sur S360 où la rugosité de type III est toujours 

présente, un Ssk positif et proche de 1 est mesuré. Au contraire, sur les surfaces S60 et S20 

homogénéisées, un Ssk proche de 0 est enregistré. 

 

 Sa (μm) Sq (μm) St (μm) Ssk Sdr Str Sal (μm) 

S360 13.6 (± 1.2) 17.3 (± 1.6) 145.5 (± 23) 0.81 (± 0.28) 1.48 (± 0.05) 0.62 (± 0.05) 49.2 (± 2.4) 

S60 8.3 (± 0.4) 10.4 (± 0.5) 70.5 (± 1.6) -0.005 (± 0.008) 1.26 (± 0.02) 0.65 (± 0.24) 137 (± 16.9) 

S20 9.25 (± 0.2) 11.5 (± 0.3) 86.9 (± 9.3) -0.01 (± 0.12) 1.35 (± 0.03) 0.74 (± 0.05) 59.2 (± 9.3) 

Tableau 2.12 : Paramètres de rugosité de la surface 90B après sablage. 

 

Les résultats de la distance d’autocorrélation donnent des informations significatives sur la fréquence 

spatiale ainsi que sur la texture des surfaces. S360 ainsi que S60 et S20 présentent un Sdr supérieur à 0.5, 

montrant l’absence d’orientation spécifique. S20 et S360 présentent un Sal autour de 50 – 60 μm, créé 

par la persistance de la rugosité de type III pour S360 et par la forte rugosité de surface pour S20. Seule 

S60 affichent un Sal au-dessus de 100 μm. Cependant, une forte rugosité submicroscopique persiste. 

2.4.3.3. Mouillabilité 

La mouillabilité des surfaces est analysée et les résultats sont répertoriés au sein du tableau 2.13 

ainsi que sur la figure 2.41. 
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Orientation θeau θdiiodo ϒapp 

S360 65.7 (± 7.6) 83.7 (± 1.2) 61.1 (± 9.8) 

S60 91.1 (± 6.5) 39.8 (± 6.3) 46.5 (± 5.6) 

S20 43.3 (± 2.1) 63.3 (± 5.3) 91.7 (± 2.5) 

Tableau 2.13 : Valeurs de θeau et ϒapp de la surface 90B après 

sablage. 

 

L’ensemble des sables appliqués semblent avoir plus ou moins amélioré la mouillabilité de la 

surface si l’on compare à la surface de référence. L’angle de contact aqueux θeau le plus faible est observé 

pour la surface hydrophile S20, avec une valeur de 43.3 (± 2.1), accompagné par l’énergie de surface 

apparent ϒapp le plus élevé avec une valeur de 91.7 (± 2.5). S60 présente des propriétés équiphiliques 

avec un angle de contact aqueux θeau de 91.1 (± 6.5) suivi par une énergie de surface apparent ϒapp de 

46.5 (± 5.6). De la même manière que S20, S360 présente des propriétés hydrophiliques avec un angle 

de contact aqueux θeau de 65.7 (± 7.6) suivi par une énergie de surface apparent ϒapp de 61.1 (± 9.8). 

Aucune corrélation n’est trouvée entre la taille du sable et la mouillabilité de la surface. 

  
(a)  (b)  

Figure 2.41 : Evolution de θeau et ϒapp de la surface 90B après sablage. (a) Angle de 

contact aqueux θeau. (b) Energie de surface apparent ϒapp. 

 

 2.4.4. Discussion et limitations 

Le but de cette analyse était d’étudier les états de surface suite au sablage d’éprouvettes 90B 

ainsi que d’évaluer la biocompatibilité potentielle de ces surfaces. La première exigence du traitement 

de surface par sablage est de faire disparaître la rugosité de type III. L’utilisation du sable F360 ne 

parvient pas à faire disparaître l’ensemble de la rugosité de type III après 1 minute de sablage par face. 

Les grains composant le sable ont une taille du même ordre de grandeur que les particules composant la 

rugosité de type III. De ce fait, il semble que leurs tailles soient insuffisantes pour décrocher 

complètement les particules et homogénéiser la surface. F60 et F20 ont permis de réduire la rugosité en 

faisant disparaître la rugosité de type III et en homogénéisant la surface. Cependant, les valeurs de 

rugosité restent supérieures à ce qui est trouvé sur des surfaces biocompatibles traditionnelles. L’étude 

de la mouillabilité montre une forte hydrophilicité observée pour S20 tandis que S60 présente des 

caractéristiques équiphiliques. Aucun lien n’a pu être prouvé entre la rugosité et la taille des particules. 

Cela permet de supposer que différents comportements de mouillage sont créés par le traitement. Nous 

sommes cependant incapables par cette étude de pouvoir déterminer le régime de mouillage associé à 

chaque sablage. Enfin, le choix de la surface sablée est effectué via la texture ainsi que la fréquence 

spatiale de la rugosité. Malgré de bonnes caractéristiques hydrophiles, S20 présente une forte amplitude 
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de rugosité avec une faible longueur d’onde spatiale. En se mettant à l’échelle des cellules (entre 50 et 

100 μm), cette rugosité affecte directement l’entité cellulaire et contrarie la dispersion cellulaire en 

surface. Au contraire, si l’amplitude de la rugosité sur S60 est similaire à celle sur S20, la longueur 

d’onde spatiale est de l’ordre de 100 μm, ce qui affecte moins l’entité cellulaire.  

Cette étude du sablage présente cependant une limitation pour une application biologique. En 

effet, la rugosité et la mouillabilité ne sont pas les seuls facteurs qui vont jouer un rôle. Le sablage 

modifie la surface en augmentant les contraintes résiduelles présentes à la surface, ce qui va donc affecter 

la MEC et donc le comportement de la cellule. Des modifications de compositions chimiques de la 

surface sont aussi à prendre en compte, dues aux interactions entre l’alumine Al2O3 et le TA6V à la 

surface. Ces facteurs mécaniques et chimiques n’ont pas été étudiés, ne permettant pas d’isoler le 

paramètre de rugosité dans cette étude. 

2.5. Conclusion 

Cette étude nous a permis de caractériser la rugosité et la mouillabilité de surfaces SLM brutes 

et modifiées via différents traitements. Sur les surfaces brutes, les résultats ont montré que la rugosité 

était composée en majorité de particules de poudres enkystées dans la surface. En plus d’avoir une 

influence significative sur la mouillabilité des surfaces, ces particules présentent des dimensions proches 

de celles des cellules, faisant d’eux des éléments importants à analyser d’un point de vue biologique. 

Afin de faire disparaitre la rugosité de type III ainsi que de diminuer la rugosité, deux traitements de 

surface ont été considérés : le sablage et le polissage chimique. Les résultats du sablage ont montré la 

disparition de la rugosité de type III ainsi qu’une baisse de la rugosité pour une taille de sable supérieure 

ou égale à 200 μm. Cependant, la disparition de cette rugosité s’est accompagnée par l’apparition d’une 

rugosité submicroscopique importante combinée à une rugosité microscopique plus grande. Les résultats 

du polissage chimique ont montré la disparition de la rugosité de type III pour l’ensemble des solutions 

de polissage de 5 min à 30 min, ainsi que l’exhibition de propriétés hydrophiles. Le groupe de paramètres 

(3% HF, 10% HNO3, 30 min) (C2) donne la plus faible rugosité et des propriétés hydrophiles, malgré 

des pertes matières de l’ordre de 200 μm.  Le groupe de paramètres (3% HF, 20% HNO3, 10 min) (C1) 

donne la plus forte hydrophilicité et des pertes matières de l’ordre de 100 μm, malgré une forte rugosité.  

Cependant, l’étude menée présente une limitation. En effet, les facteurs surfaciques influençant les 

interactions avec les cellules ont été réduits à la rugosité et la mouillabilité. D’autres facteurs (chimiques, 

mécaniques…) ont une influence significative mais n’ont pas été étudiés. Ainsi, cela ne permet pas 

d’isoler la rugosité ou la mouillabilité afin de déterminer leur influence. 

Dans la suite de notre étude, cinq différentes surfaces ont été choisies afin de réaliser des analyses 

biologiques : 

• C0 : surface brute (90B) obtenue directement en sortie de fabrication ; 

• C1 : surface 90B attaquée chimiquement par une solution 3% HF et 20% HNO3 pour une durée 

de 5 minutes ; 

• C2 : surface 90B attaquée chimiquement par une solution 3% HF et 10% HNO3 pour une durée 

de 30 minutes ; 

• C3 : surface 90B sablée avec du sable F060 ; 

• C4 : surface 90B polie via un papier abrasif. 

Ces dénominations seront utilisées pour caractériser les surfaces testées biologiquement.  
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Chapitre 3 : Analyse biologique in vitro de la 

biocompatibilité et de l’ostéointégration de 

surfaces SLM 
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Les principaux paramètres de surfaces pouvant potentiellement affecter la réponse cellulaire 

ayant été caractérisés précédemment (rugosité, mouillabilité, anisotropie de surface…), la détermination 

expérimentale de l’influence de l’état de surface sur la réponse cellulaire nécessite donc des tests 

cellulaires pour différents états de surfaces créés par différents traitements de surface. Le plan 

d’expérience réalisé permet de quantifier l’influence de la rugosité, de caractériser la création de 

minéralisation ainsi que la morphologie cellulaire, et de construire et comparer un modèle numérique 

de comportement cellulaire. Les cultures cellulaires ainsi que les tests de cytocompatibilité ont été 

réalisés par un stagiaire, puis par une ingénieure du laboratoire CIC-IT à Bordeaux.  

Dans ce chapitre, les essais expérimentaux suivant seront réalisés : 

• Caractérisation de la toxicité de la surface afin de valider la non toxicité du procédé et des 

modifications de surface : essais de cytotoxicité selon la norme ISO 10993-5 sur lignée de 

fibroblastes murins. 

• Quantification de l’influence de l’état de surface sur l’adhésion cellulaire. 

• Quantification de l’influence de l’état de surface sur la prolifération cellulaire selon deux types 

cellulaires. 

• Quantification de la minéralisation selon les différents états de surfaces 

• Quantification de la morphologie cellulaire à J0 et J4 

 

3.1. Préparation des échantillons 

Afin de caractériser et de quantifier l’influence de la morphologie de la surface sur la 

biocompatibilité ainsi que sur la réponse cellulaire, des groupes d’échantillons ont été fabriquées et 

testées avec différents états de surface (figure 3.1).  

 3.1.1. Description des différents matériaux 

La géométrie des échantillons est celle de cylindres en alliages de TA6V de diamètre 11.2 mm 

et d’épaisseur 3 mm, produits par FA SLM à base de poudre de TA6V. Les paramètres de fabrication 

par défaut sont définis au sein du chapitre 3 avec une orientation de 90° par rapport au plan de 

fabrication. Après fabrication, les supports sont retirés et les surfaces sont nettoyées avec de l’éthanol 

puis de l’eau distillée au sein d’une cuve à ultrasons. 
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(a)  

 
(b)  

Figure 3.1 :  Description des différents matériaux obtenus selon les différents protocoles appliqués. 

(a) Matériaux d’études de biocompatibilité. (b) Plaque de culture cellulaire. Le contrôle plastique 

se compose d’un puit sans matériau 

 

Un premier groupe de matériaux bruts sans aucun post traitement a été défini. On nomme ce 

groupe d’échantillons C0. Un autre groupe de matériaux a alors subi un polissage abrasif successif (voir 

section 2.2.4.1). Cela permet d’obtenir un groupe d’échantillons ne présentant aucune rugosité à 

l’échelle microscopique et donc de servir de groupe de référence. On nomme ce groupe le groupe C4.  

Afin de caractériser l’influence de l’attaque chimique sur la biocompatibilité des surfaces SLM brute, 

des matériaux ont été traités via un polissage chimique. Un groupe d’éprouvettes a été immergé au sein 

d’un bain de 3% d’acide hydrofluorique (HF) et 20% d’acide nitrique (HNO3) pour une durée de 10 

minutes à température ambiante. La réaction a été réalisée au sein d’une cuve à ultrason afin de garantir 

un polissage homogène sur l’ensemble de la surface. On nomme ce groupe le groupe C1. Suivant le 

même principe, un autre groupe de matériaux a subi un polissage chimique avec une composition de 

solution différente et un temps d’immersion différent. L’objectif est d’obtenir un gradient de surface 

entre la surface brute C0 et la surface de référence polie C4, permettant ainsi d’évaluer l’influence de la 

rugosité sur différents niveaux. Ainsi, un groupe de matériaux a été immergé au sein d’un bain de 3% 

d’acide hydrofluorique (HF) et 10% d’acide nitrique (HNO3) pour une durée de 30 minutes à 

température ambiante. La réaction a été réalisée au sein d’une cuve à ultrason afin de garantir un 

polissage homogène sur l’ensemble de la surface. On nomme ce groupe le groupe C2. Enfin, un groupe 

de matériaux a été sablé avec des particules de Al2O3 de type F060 selon un protocole expérimental que 

l’on retrouve dans le chapitre précédent. Ce type de traitement permet à la fois de faire disparaître la 

rugosité de type III et de modifier profondément la surface, pouvant entraîner une diminution de la 

biocompatibilité. Ce groupe nous sert de résultat négatif quant à l’influence de la rugosité. On nomme 

ce groupe d’échantillons le groupe C3. Pour l’ensemble des protocoles, les matériaux ont été nettoyées 

avec de l’éthanol puis de l’eau au sein d’une cuve à ultrason après avoir subi le traitement. Enfin, afin 

de pouvoir utiliser les matériaux, une étape de stérilisation a été réalisée à l’aide d’un autoclave, avec 
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une montée puis un maintien en température à 121 °C pour un temps donnée de 10 minutes. Les détails 

concernant la morphologie des surfaces ainsi que les valeurs des paramètres de rugosité peuvent être 

trouvés au sein de la figure 3.2.   

 

 
(a) 

 

 Sa (μm) St (μm) Sdr Str Sal θeau (°) 

C0 15.3 (± 1.2) 121 (± 9.6) 3.2 (± 0.17) 0.7 (± 0.2) 36.2 (± 8.2) 95 (± 3.6) 

C1 12.1 (± 2.8) 111 (± 13.3) 1.99 (± 0.21) 0.36 (± 0.17) 48 (± 15) 64 (± 8.4) 

C2 5.9 (± 0.7) 43.9 (± 4.8) 1.26 (± 0.09) 0.77 (± 0.12) 103.5 (± 32) 75.5 (± 5.5) 

C3 8.3 (± 0.4) 76 (± 1.6) 1.26 (± 0.02) 0.65 (± 0.24) 137 (± 16.9) 91.1 (± 6.5) 

C4 0.9 (± 0.2) 10.1 (± 1.1) 1.02 (± 0.01) 0.51 (± 0.12) 233.4 (± 45) 75 (± 6) 
 

(b) 

Figure 3.2 : Morphologie et données de rugosité des surfaces d’études. (a) Morphologies des 

matériaux observées sous MEB. (b) Valeurs de principaux paramètres de rugosité et de 

mouillabilité 

 

En plus de ces 5 surfaces, une surface de contrôle plastique est définie, nommée « surface 

contrôle ». Cette surface est composée du fond du puit de la plaque de culture. 

 

 3.1.2. Choix du type de cellule 

L’étude portant sur l’ostéointégration a utilisé des cellules intervenant lors de 

l’ostéointégration : les cellules souches mésenchymateuses (figure 3.3). En effet, il s’agit des cellules à 

l’origine des cellules osseuses lors de leur différenciation dans une lignée ostéoblastique, donnant des 

pré-ostéoblastes qui vont finir de se différencier en ostéoblastes, et synthétiser la matrice osseuse (voir 

la section 1.1). Au sein du corps humain, ces cellules proviennent de la moelle osseuse et jouent un rôle 

important lors de la régénération osseuse. 
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Figure 3.3 : Cellules souches humaines mésenchymateuses [promocell.com] 

 

L’ensemble des tests cellulaires (hors cytotoxicité) a été réalisé sur des cellules souches 

mésenchymateuses isolées à partir du stroma de moelle osseuse humaine (hMSCs) (déchets opératoires 

fournis par le CHU de Bordeaux et traités par l’Unité Inserm 1026 BIOTIS). Les cellules ont été 

cultivées et étudiées avec un milieu de prolifération (alpha MEM, GIBGO avec 10% de sérum de veau 

fœtal) et 5µg/ml gentamycine. Les cellules utilisées lors des analyses de cytotoxicité sont des cellules 

BALB-3T3 (simplifiées à l’appellation 3T3), lignée de de fibroblastes embryonnaires de souris 

commercialisées par ATCC. La raison derrière le choix de ces cellules vient de la recommandation ISO 

10993.  

3.2. Analyse de biocompatibilité 

Le premier objectif de cette étude est de valider la biocompatibilité du procédé FA SLM ainsi 

que celle des surfaces ayant été modifiées via différents traitements de surface. 

 3.2.1. Etude préliminaire : Analyse de cytotoxicité 

 3.2.1.1. Description de la cytotoxicité 

La cytotoxicité définie la toxicité causée par des agents chimiques, par une substance, ou par un 

élément étranger sur des cellules vivantes [1], pouvant affecter des processus cellulaires tels que la survie 

cellulaire, la prolifération ou d’autres phénomènes biochimiques et physiologiques. L’exposition à cette 

cytotoxicité mène généralement à la mort de la cellule, via l’apoptose. Cela peut se traduire 

généralement par une phase de nécrose où la cellule gonfle, perd son intégrité membranaire ainsi que 

son activité métabolique, suit par une fuite de ces éléments au sein de la MEC [2]. Sa mesure est 

essentielle avant la mise en place de tests in vitro et in vivo car elle permet de déterminer s’il y a des 

éléments pouvant potentiellement être des risques sanitaires au sein du corps humain. La non 

cytotoxicité du TA6V est bien documentée mais les procédés d’usinage et les post traitement peuvent 

induire une toxicité. Les étapes de nettoyage devraient y remédier mais il faut s’en assurer. 

Au sein de cette étude, nous avons défini la cytotoxicité par la viabilité cellulaire, que l’on 

distingue de la prolifération. D’autres études peuvent fusionner la viabilité cellulaire et la prolifération 

au sein de la cytotoxicité. On peut distinguer deux catégories de tests de cytotoxicité : celles par extrait 

et celles par contact direct. Dans le cas de la cytotoxicité par extrait, l’élément d’étude est plongé dans 

du milieu de culture cellulaire avec un ratio défini par la norme (ici choisi avec sérum, mais peut être 

sans sérum suivant le choix d’extraire des éléments polaires ou non). Après une 24H, l’élément est retiré 

et la solution obtenue compose l’extrait. Les cellules sont alors mises à incuber au sein de cet extrait 
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selon un certain pourcentage (dilution possible) et la viabilité cellulaire est alors étudiée [3]. Dans le cas 

de la cytotoxicité par contact direct, les cellules sont mises à incuber dans le puit, puis le matériau est 

déposé sur les cellules, et le tout est laissé à incuber. Cette méthode permet de déterminer si le contact 

direct avec l’élément d’étude peut donner lieu à de la toxicité. Chacune de ses deux méthodes à ses 

avantages et ces inconvénients. La cytotoxicité par extrait est généralement utilisée afin de déterminer 

si l’élément étudié relargue des agents toxiques au sein du milieu. Cependant, ce test seul ne permet pas 

de valider la non toxicité d’un élément. La cytotoxicité par contact direct ajoute des résultats 

supplémentaires permettant de valider (ou non) la non toxicité [4]. 

La caractérisation de la cytotoxicité se fait généralement via la mesure de la viabilité cellulaire, 

via la mesure de cellules vivantes en contact avec l’élément étranger étudié. Cette viabilité cellulaire 

peut être caractérisée de différentes manières [5]. Au sein de ce chapitre, nous nous concentrerons sur 

la description de la méthode colorimétrique, qui est l’une des plus utilisées en cytotoxicité [6], [7]. La 

méthode consiste à mesurer des marqueurs biochimiques afin d’évaluer l’activité métabolique de la 

cellule. Des réactifs sont utilisés afin de développer une certaine coloration en réponse à l’activité 

métabolique des cellules qui est alors mesuré par spectrophotométrie. L’avantage de cette méthode de 

mesure est qu’elle est applicable pour des cellules adhérentes ou en suspension, tout en étant facilement 

réalisable et économique.   

 3.2.1.2. Matériels et méthodes 

L’analyse de la cytotoxicité des différentes surfaces est faite via la réalisation de deux différents 

tests de cytotoxicité sur des 3T3, suivant la norme ISO 10993-5 : cytotoxicité par extrait et cytotoxicité 

par contact direct.   

 

La toxicité des extraits est étudiée sur C0 et le C4. Comme on l’a vu précédemment, ce test 

permet de mesurer la présence éventuelle d’agents toxiques se diffusant dans le milieu. On a choisi ces 

surfaces afin de déterminer si les changements subis par le TA6V durant le procédé SLM entraîne 

l’émission de toxiques par rapport à du TA6V obtenu via un procédé traditionnel (choix de la surface 

C4). Par ailleurs, la présence des particules à la surface et le risque de détachement peut aussi être une 

source de toxicité (d’où le choix de C0). A partir de la géométrie des matériaux, un ratio de 3cm²/ml de 

milieu a été pris (recommandation de l’ISO). Pour chaque matériau, une extraction est obtenue en 24h 

sous 60 PRM à 37°C dans le milieu de culture (ici avec sérum). L’étude a été réalisée sur des extraits 

purs, à 50%, à 10% et à 1%. Dans le cas où une toxicité est bien présente, cela permet de déterminer 

l’amplitude de celle-ci. En plus des matériaux d’études, des contrôles positifs et négatifs ont été utilisés 

afin de vérifier la cohérence des résultats, sous la forme du PTFE et du latex (étant respectivement les 

témoins négatifs et positifs de toxicité). Ce test de cytotoxicité par extrait se réalise en 3 jours selon 3 

différentes étapes : (i) le premier jour les matériaux sont mis à extraire et les cellules sont ensemencées 

à 15000/cm² dans des puits de 31cm² ; (ii) le second jour, les extraits sont récupérés, dilués et déposé au 

contact des cellules ; (iii) le troisième jour, les extraits sont retirés et un colorant (le rouge neutre) est 

incubé avec les cellules durant 3H. Après rinçage, une lyse des cellules est réalisée ; le colorant ayant 

intégré les membranes des cellules vivantes est ensuite récupéré et mesuré à 540 nm après la lyse des 

cellules. Chaque étape est précédée d’un rinçage. Une excellente reproductibilité lors de 

l’ensemencement est primordiale, et constitue un des critères d’acceptation de l’essai. Un répliquât de 5 

intra essais et 3 essais indépendants sont réalisés. 

 

La cytotoxicité de toutes les conditions de surfaces choisies a ensuite été quantifiée dans un 

deuxième temps par un test de cytotoxicité par contact direct. Tout comme la cytotoxicité par extrait, le 

test de cytotoxicité par contact direct se réalise sur 3 jours en étapes : (i) le premier jour, des puits de 10 

cm² sont ensemencés avec 15000 cellules 3T3/cm² ; (ii) le deuxième jour, le matériau est déposé au 

contact des cellules au centre du puits (une partie des cellules sont « écrasées/étouffées » par le matériau, 

cette toxicité liée au modèle est celle du contrôle. Dans le respect de la norme, le matériau est placé dans 

le puit de culture de façon à recouvrir 1/10 des cellules en phase de prolifération) ; (iii) le troisième jour, 

les matériaux sont ôtés, le colorant mis à incuber pour 3H, chaque puits est observé avec la prise de 
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clichés (figures 3.5 et 3.6) et la toxicité décrite, puis les cellules sont lysées et le surnageant dosé à 540 

nm. Chaque étape est précédée d’un rinçage. De même que pour les tests de cytotoxicité précédents, un 

répliquât de 5 intra essais et 3 essais indépendants sont réalisés. De la même manière que pour la 

cytotoxicité par extrait, des contrôles positifs et négatifs ont été définis afin de vérifier la cohérence des 

résultats, sous la forme du PTFE et du latex. 

 

Pour l’ensemble des tests de cytotoxicité, l’activité métabolique des 3T3 a été quantifiée par une 

solution de rouge neutre sigma-Aldrich 3.3 [6], [8]. Il s’agit d’une méthode de mesure colorimétrique 

mesurant l’activité métabolique des cellules. Les résultats sont mesurés via des mesures d’absorbance 

avec une longueur d’excitation de 540 nm, puis normalisés par rapport au contrôle. Le matériau est 

considéré comme toxique quand une diminution de plus de 30% est observée par rapport au groupe 

contrôle (soit un seuil de viabilité cellulaire de 70%).  Dans le cas de la cytotoxicité par contact direct, 

une analyse qualitative est aussi réalisée via l’observation des cellules au microscope afin de caractériser 

la toxicité. 

 

 3.2.1.3. Résultats  

La première étude passe par le test de cytotoxicité par extrait. Les résultats de cytotoxicité par 

extrait sur la figure 3.4 montrent une viabilité cellulaire supérieure à 70% pour l’ensemble des extraits 

du C0 et de C4, et les contrôles positif (PTFE) et négatif (latex) confirment les résultats. Par rappel, la 

viabilité cellulaire représente les mesures d’activité métabolique des cellules normalisées par rapport 

aux cellules dans un puit de culture sans matériau. On remarque que pour chaque condition (C0 et C4), 

la viabilité diminue avec la concentration de l’extrait. L’absence de différence significative entre C0 et 

C4 montre que à la fois que le matériau TA6V ne présente pas de toxicité suite au procédé SLM et aux 

étapes de nettoyages, et que la rugosité du C0, via la présence de particules, ne semble pas diffuser de 

toxicité. 

 

 
Figure 3.4 : Résultats de la cytotoxicité par extrait sur C0 et C4. Les résultats ont été normalisés 

par rapport aux résultats de la surface contrôle. La ligne en pointillés présente 70% de viabilité 

cellulaire. La mention * indique p<0.05. 
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La figure 3.5 présente les résultats qualitatifs et quantitatifs de la cytotoxicité par contact direct 

sur les matériaux témoins ainsi que sur la surface contrôle. D’un point de vue qualitatif (figure 3.5b), 

les clichés des cellules de la surface contrôle et du PTFE en zone libre montrent la présence d’une zone 

dense de cellules, avec de petites granules intracytoplasmiques. Aucune différence n’est observée entre 

ces deux surfaces. En zone de contact avec le matériau PTFE, une plus faible densité de cellules est 

observée, due à la présence d’une zone vide créée par l’écrasement des cellules. Cependant, la présence 

des cellules en périphérie du matériau montre bien l’absence de toxicité du contrôle positif. Les clichés 

du témoin négatif montrent une absence de cellules dans la zone en contact avec le matériau, ainsi que 

l’absence de granules intracytoplasmiques dans la zone libre. Ceci traduit une absence d’activité 

métabolique des cellules, et donc une toxicité présente dans l’environnement cellulaire. D’un point de 

vue quantitatif, le PTFE présente une viabilité cellulaire d’environ 92% tandis que le latex présente une 

viabilité d’environ 10%. Cela valide donc l’essai de cytotoxicité par contact direct. 

 

 
(a) 

 
 

(b) (c) 

Figure 3.5 : Résultats de la cytotoxicité par contact direct pour les matériaux témoins. (a) 

Configuration du puit avec les cellules. (b) Images du test au rouge neutre par contact. (b) Images 

du test au rouge neutre par contact. (c) Résultats de la cytotoxicité par contact direct. Les résultats 

ont été exprimés en % de la surface contrôle. La ligne en pointillés présente 70% de viabilité 

cellulaire. 

 

La figure 3.6 montre la population cellulaire en contact et éloignée du matériau pour les 

différentes surfaces. Dans les zones en contact avec le matériau, les cellules se retrouvent écrasées par 

celui-ci, donnant donc une zone avec un plus faible nombre de cellules. Concernant les zones libres à 

proximité du matériau, pour les matériaux de C0 à C4, on retrouve une zone dense de cellules allongées, 

avec la présence de petites granules intracytoplasmiques. Cela laisse supposer une réactivité faible des 

cellules à la présence du matériau (en termes de toxicité), limitée à la zone de contact. Qualitativement, 

aucune différence significative n’est observée entre les différentes surfaces. 
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Figure 3.6 : Images du test au rouge neutre par contact pour les différentes surfaces 

 

Les résultats du test de cytotoxicité par contact direct sont présentés dans la figure 3.7. 

L’ensemble des surfaces testées (de C0 à C4) montrent une viabilité cellulaire supérieure à 70%, avec 

aucune différence significative observée. Ces résultats valident bien que le procédé SLM ainsi que les 

différents traitements de surfaces appliquées n’engendrent pas de toxicité significative sur le TA6V. 

 
Figure 3.7 : Résultats de la cytotoxicité par contact direct sur les 5 différentes surfaces. Les 

résultats ont été exprimés en % de la surface contrôle. La ligne en pointillés présente 70% de 

viabilité cellulaire. 

 

Les résultats permettent donc de vérifier la non toxicité du procédé SLM sur le TA6V. La 

littérature indique que les alliages de TA6V présentent une protection à la corrosion liée à la création 

spontanée d’une couche passive de TiO2. Cette couche, d’une épaisseur de quelques nanomètres, est 

affectée par les traitements de surface. Ainsi, ces traitements peuvent réduire la résistance à la corrosion 

pour des implants médicaux. Bien que de nombreuses études aient montré les effets positifs des 

traitements appliqués en termes de biocompatibilité, toutes se basent sur des surfaces initialement lisses 

et non rugueuses. L’influence de ces traitements appliquées à des surfaces initialement rugueuses n’a 
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été que très peu étudiée. Nos résultats de cytotoxicité ont montré que des résultats favorables ont été 

obtenus pour l’ensemble des surfaces, démontrant ainsi une cytotoxicité satisfaisante pour une 

application médicale d’ostéointégration. Le risque le plus important provenait de la surface brute, 

apportée par la présence de particules potentiellement détachables. On peut citer dans ce cas l’étude de 

K. Tamura et al [9] qui analyse l’influence particules de Ti et de Ni de différentes tailles sur la 

cytotoxicité, et montre l’effet significatif de fines particules de Ti sur la cytotoxicité, en particulier pour 

une taille de particule inférieure à la taille de la cellule.  

 

 3.2.2. Analyse de l’adhésion  

 3.2.2.1. Description de l’adhésion cellulaire  

L’adhésion cellulaire sur un substrat solide joue un rôle significatif au sein de l’ostéointégration 

car il s’agit du premier contact entre la cellule et la surface du substrat, servant de base au développement 

et à la maintenant de tissues osseux [10]. L’adhésion cellulaire est impliquée dans la régulation de 

nombreux processus cellulaires, tels que la migration, le cycle cellulaire, et la différentiation cellulaire. 

Son affinité au substrat va jouer un rôle crucial au sein de la conception de biomatériaux. L’adhésion à 

la surface se fait selon des adhésions focales, permettant la liaison entre la cellule et le substrat via la 

formation de sites d’adhésions formés d’intégrines et de molécules d’adhésions (protéines 

transmembranaires) permettant d’ancrer la cellule à la MEC. Ces adhésions focales sont directement 

connectées au cytosquelette de la cellule, permettant une transmission directe des forces adhésives et 

des forces de traction. L’adhésion de la cellule au substrat peut être décomposée en 3 étapes [11] : (i) 

une phase de sédimentation où la cellule arrive au contact de la surface. Cette phase va dépendre des 

interactions électrostatiques afin de permettre un bon contact entre la cellule et le substrat ; (ii) une phase 

d’adhésion initiale où la cellule va commencer à s’aplatir et à créer des liaisons d’intégrines avec la 

MEC ; (iii) une phase de stabilisation de l’adhésion où la cellule va se répandre sur la surface et formée 

des points d’adhésions focales stables avec la surface. La littérature nous montre globalement une 

augmentation de l’adhésion initiale avec la présence de rugosité à l’échelle microscopique. Ainsi, au 

sein de notre étude, nous n’analyserons pas les différentes phases d’adhésion mais nous nous 

concentrerons sur les différences de comportements d’adhésion selon les différentes surfaces. 

Différentes méthodes existent afin de mesurer l’adhésion des cellules à la surface, que ce soit 

via une mesure de l’attachement ou du détachement des cellules. Une liste de l’ensemble des méthodes 

existantes est faite au sein de l’article de Khalil et al [10]. Les méthodes sont différentes selon la mesure 

d’une cellule ou d’une population de cellules. Parmi les différentes méthodes de mesure de l’adhésion 

pour une population de cellules, on peut citer la méthode micro fluidique, celle par résonance 

fréquentielle, ou celle par rinçage, communément utilisée. Nous nous concentrerons sur cette dernière 

méthode ici. Le principe consiste à mettre en culture les cellules sur le substrat pour une période 

d’incubation donnée. Après cette période, la surface est alors rincée, puis analysée en termes d’adhésion 

(nombre de cellules, quantité d’ADN…). La méthode par rinçage permet d’obtenir des données 

quantitatives sur l’adhésion, en déterminant la fraction de cellules restant adhérée à la surface après un 

ou plusieurs rinçages. L’avantage de cette méthode est qu’elle est simple à mettre en place tout en étant 

efficace. Cependant, il reste à noter qu’il s’agit d’une mesure statique avec une faible reproductibilité. 

On peut aussi ajouter que cette méthode de mesure est plus qualitative que quantitative.  

 3.2.2.2. Matériels et méthodes 

La quantification de l’adhésion cellulaire pour chacun des matériaux a été réalisée, avec l’ajout 

de la surface contrôle comme surface de référence connue pour les cellules. Au préalable, les matériaux 

ont été déposés dans des puits de culture de même surface et mis à incuber pour une durée de 24h en 
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milieu DMEM (dépourvu de sérum et de rouge phénol). Chaque essai a été réalisé avec un pool différent 

de cellules humaines souches hMCS (pool de 3 donneurs différents obtenu via BIOTIS U1026). Une 

suspension de 50 000 cellules/cm² dans un milieu dépourvu de rouge phénol et de sérum (DMEM) est 

déposée dans les puits sur les matériaux et le contrôle, puis laissée à incuber. Afin de quantifier 

l’adhésion des hMSCs sur la surface contrôle ainsi que sur les éprouvettes des différentes catégories, un 

dosage de l’activité d’une enzyme lysosomale (Sigma: la N acétyl β-D-hexosaminidase [12]) a été 

réalisé à 2 temps : 1 heure (1H) et 3 heures (3H). Pour cela, chaque puits a été rincé avec du PBS à la 

fin de la période d’adhésion pour éliminer les cellules non adhérentes. Une solution contenant le substrat 

(N acétyl β-D-hexosaminidase) est alors déposée sur les matériaux avec les cellules et laissée incuber 

2h à 37°C. La valeur d’absorbance de chaque matériau nu (non cellularisés) est alors retirée des valeurs 

des matériaux cellularisés. Cette valeur d’absorbance mesure l’activité métabolique qui est corrélée à la 

quantité de cellules présente. Chaque condition a été répétée 5 fois en intra essai (pour un même pool 

de cellules). 

 

 3.2.2.3. Résultats 

Les tests n’ont pu être réalisés que sur deux pools de cellules, ce qui ne permet pas de valider 

statistiquement les résultats. Le paragraphe suivant analyse les résultats établis avec ces deux pools. 

La figure 3.8 montre l’évolution des mesures d’absorbance de l’adhésion cellulaire sur la surface 

contrôle pour les deux pools de cellules. Le pool 1 ne présente pas de différence significative entre la 

mesure d’absorbance à 1H et 3H (p>0.05, Kruskal-Wallis). Au contraire, une augmentation significative 

est observée pour le pool 2 de 1H à 3H (p<0.05, Kruskal-Wallis). 

 
Figure 3.8 : Evolution de la population sur la surface contrôle à 1 heure et 3 heures pour les deux 

pools de cellules. 

 

La figure 3.9 montre l’évolution de l’adhésion cellulaire sur les 5 différentes surfaces pour des 

durées de 1H et de 3H, et pour deux pools de cellules. 

Concernant le pool 1, l’adhésion cellulaire à 1H est la plus grande sur C0 avec une valeur 

atteignant 91% (± 4) de la surface contrôle. On observe ensuite les surfaces C1 et C3, présentant une 

adhésion respective de 68% (± 5) et 71% (± 7), sans aucune différence significative entre les deux 

surfaces (p>0.05, Kruskal-Wallis). Enfin, C2 et C4 présentent les plus faibles adhésions, avec des 

valeurs respectives de 62% (± 5) et 58% (± 4), sans aucune différence significative entre les deux 
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surfaces (p>0.05, Kruskal-Wallis). L’évolution de l’adhésion de 1H à 3H dans la figure 3.9a ne montre 

aucune différence significative pour C0, C1 et C3. Cependant, une augmentation significative est 

observée pour C2 et C4 (p<0.05, Kruskal-Wallis). Pour l’adhésion 3H, aucune différence significative 

n’est observée entre C4 et les autres surfaces (C0, C1, C2 et C3), avec C0, C1, C2, C3 et C4 affichant 

des valeurs respectives de 92% (± 4), 81% (± 12), 82% (± 10), 74% (± 7) et 79% (± 9) de la surface 

contrôle. Les résultats du pool 1 nous permettent donc de supposer une adhésion initiale (adhésion à 1H) 

importante sur C0, avec cependant une homogénéisation de l’adhésion à 3H, comme on le voit sur la 

figure 3.9b.  

Cependant, les résultats du pool 2 ne semblent pas confirmer les observations faites. En effet, 

les résultats de l’adhésion cellulaire à 1H (figure 3.9c) ne montrent aucune différence significative entre 

les surfaces (p>0.05, Kruskal-Wallis), avec des valeurs oscillant autour de 55% de l’adhésion sur la 

surface contrôle. De plus, l’évolution de l’adhésion cellulaire de 1H à 3H montre une augmentation 

significative uniquement pour C0 et C4. On obtient alors à 3H une adhésion cellulaire pour C1, C2, C3 

et C4 de valeurs respectives 72% (± 4), 61% (± 14), 55% (± 13), 61% (± 8) et 78% (± 8) de la surface 

contrôle. Seule C0 et C4 montre une différence significative (p<0.05, Kruskal-Wallis).  Contrairement 

au pool 1, une différence claire se crée entre C4 et les autres surfaces à 3H (figure 3.9d). 

  
(a) (b) 

  
(c) (d) 

Figure 3.9 : Résultats du test d’adhésion cellulaire sur les 5 différentes surfaces pour des durées de 

1H et de 3H ainsi que pour les deux pools de cellules. La première colonne (a et c) présente les 

résultats normalisés par rapport aux résultats de la surface contrôle à t= 3h. La deuxième colonne 

(b et d) présente les résultats normalisés par rapport à C4 pour chaque heure. 

 

Les résultats de l’adhésion cellulaire de la figure 3.9 ne permettent pas de mettre en lumière une tendance 

sur la cinétique d’adhésion ainsi que sur la différence d’adhésion entre les surfaces. Le seul résultat 

commun aux deux surfaces est l’augmentation de l’adhésion cellulaire de C1 à C4. De plus, les écart-

types observés sur les résultats d’adhésion cellulaire varient de 5% à 20% de leur valeur moyenne. En 
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particulier, les plus grands écart-types sont observés pour les surfaces C1 et C2 à 3H, montrant ainsi une 

certaine hétérogénéité dans l’adhésion cellulaire sur ces surfaces. Néanmoins, ces écart-types sont 

considérés comme faibles devant les variations apportées par le changement de pool, garantissant une 

bonne répétabilité du test ainsi que des matériaux. 

Afin de comparer l’influence des différents états de surfaces sur l’adhésion cellulaire, une étude 

comparative entre C4 (matériau polie) et les autres matériaux est réalisée (figure 3.9b et 3.9d).  

Le matériau C0 présente la surface la plus rugueuse (Sa=15.3 μm (± 1.2)) et le plus grand angle 

de contact aqueux (θeau = 95° (± 3.6)). Le pool 1 de hMSCs nous montre que l’adhésion initiale (1H) est 

plus importante par rapport à C4 avec une valeur de 157% (figure 3.9b). Cependant, cette différence se 

réduit de 1H à 3H afin d’obtenir une adhésion équivalente à C4 pour t=3H (p>0.05, Kruskal-Wallis). 

Cependant, les résultats du pool 2 contredisent ces résultats, en ne montrant aucune différence 

significative entre C0 et C4 pour t=1H et t=3H (figure 3.9d). Les résultats ne nous permettent pas de 

conclure sur l’influence de la rugosité de C0 sur l’adhésion cellulaire. 

C1 et C2 présente une diminution progressive de la rugosité avec l’attaque chimique (dans le 

sens suivant : C1>C2) avec des propriétés hydrophiles. Les résultats du pool 1 (figure 3.9b) ne montrent 

aucune différence significative entre C1, C2 et C4 au moment de l’adhésion initiale et l’adhésion à 3H. 

Cependant, si les résultats du pool 2 (figure 3.9d) ne montrent pas de différences significatives durant 

l’adhésion initiale, de plus faibles valeurs d’adhésions sont néanmoins observées sur C1 et C2 pour 

l’adhésion à 3H, atteignant respectivement les valeurs de 78% et 71% de C4. Pour l’ensemble des 

résultats, aucune différence significative n’est observée (p>0.05, Kruskal-Wallis). 

C3 est une rugosité du même ordre de grandeur que C1 avec un fort angle de contact aqueux 

(voir figure 3.2b). Les résultats du pool 1 (figure 3.9b) montrent une adhésion initiale supérieure à C4, 

avec une valeur de 123% de C4. Cependant, une adhésion équivalente à C4 est observée à t=3H. Les 

résultats du pool 2 montrent quant à eux une adhésion initiale équivalente, suivie par une adhésion plus 

faible à t=3H, prenant pour valeur 77% de C4 (figure 3.9d). 

Ainsi, l’ensemble de ces résultats ne mettent pas en évidence de corrélation entre la rugosité et 

l’adhésion cellulaire, ainsi qu’entre la mouillabilité et l’adhésion cellulaire. 

 

3.2.3. Analyse de la prolifération cellulaire 

 3.2.3.1. Description de la prolifération cellulaire 

La prolifération cellulaire est un processus durant lequel les cellules croissent et se divisent ; 

cela fait de la prolifération cellulaire un élément essentiel au bon fonctionnement de l’organisme.  
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Figure 3.12 : Cycle de vie cellulaire, tiré de [13] 

 

La prolifération cellulaire est régie par le cycle de vie cellulaire, composé de deux phases 

majeures (figure 3.12) : l’interphase et la mitose. Cette interphase, composant la majorité de la vie de la 

cellule, se décompose en 3 sous-phases : (i) la phase G1 où le cellule croît et prépare la synthèse de 

l’ADN ; (ii) la phase S où la cellule synthétise de l’ADN ; et (iii) la phase G2 où la cellule continue de 

croître et se prépare à la mitose [13]. La phase M de mitose résulte de, la création de deux cellules filles 

identiques à la cellule mère d’origine. Après cette phase, on arrive dans une phase G0 où la cellule va 

devenir inactive. 

Les tests de proliférations utilisent généralement les caractéristiques de chaque phase pour 

pouvoir quantifier celle-ci. Différentes méthodes existent afin de quantifier la prolifération cellulaire et 

une liste de celles-ci est décrite au sein de l’étude de Romar et al [13]. Celles-ci peuvent être 

décomposées selon 3 différentes catégories selon les éléments mesurés : (i) les méthodes basées sur la 

mesure de la synthèse d’ADN ; (ii) les méthodes basées sur la mesure de l’activité métabolique ; (iii) les 

méthodes basées sur la mesure de protéines jouant un rôle au sein de la prolifération. Au sein de notre 

étude, nous nous concentrerons sur les mesures de prolifération cellulaire via l’activité métabolique. 

Une méthode communément utilisée se base sur une méthode colorimétrique utilisant l’activité 

enzymatique comme marqueur de la viabilité cellulaire. Les enzymes testées produisent une couleur ou 

une fluorescence pouvant être mesurées par spectrophotométrie. 

 3.2.3.2. Matériels et méthodes 

La quantification de la prolifération des hMSCs a été réalisée via des tests de prolifération sur 

les 5 différents matériaux et la surface contrôle avec 2 pools de cellules humaines souches hMCS, 

utilisés précédemment au sein de l’étude d’adhésion cellulaire. Au préalable, les matériaux ont été 

incubés 24h dans un milieu  permettant la prolifération des cellules (composé de alpha MEM et de sérum 

et antibiotique [7], [14]), puis ensemencés avec des hMSCs à 5000 cellules/cm2. Un suivi comparatif à 

1 jour (J1), 4 jours (J4), 7 jours (J7) et 11 jours (J11) a été fait pour chaque essai. Concernant l’essai sur 

le pool 2, la prolifération a pu être conduite jusqu’à 18 jours (J18) (avec un temps intermédiaire à 14 

jours (J14)). Seuls les résultats jusqu’à J11 ont été conservés. Les tests de prolifération ont été réalisés 

avec deux milieux en parallèle, un dit de prolifération (alpha MEM (GIBGO) avec 10% de sérum de 
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veau fœtal) et l’autre dit de différenciation vers la voie ostéoblastique (STEMPRO Osteogenesis 

Differentiation Kit (Life Technology)). 

La prolifération des cellules a été mesurée à l’aide de l’Alamar Blue, qui mesure l’activité 

métabolique cellulaire. Son le principe actif est basé sur la résazurine, utilisée comme indicateur 

d'oxydoréduction. Elle subit un changement colorimétrique en réponse à la réduction métabolique 

cellulaire. La résazurine, bleue à l’état natif, est perméable aux cellules, non toxique et faiblement 

fluorescente [15]. Sous forme réduite, la résazurine est rose et hautement fluorescente. L'intensité de la 

fluorescence est proportionnelle au nombre de cellules vivantes, et a été mesurée selon une longueur 

d’onde d’excitation de 530 nm. De la même manière que pour l’attachement, les matériaux nus ont aussi 

été testés et leurs valeurs ont été déduites des mesures. Chaque condition a été répétée 5 fois en intra 

essai (pour un même pool de cellules). 

 3.2.3.3. Résultats 

3.2.3.3.1. Activité métabolique des deux pools de cellules  

L’ensemble des tests de prolifération n’ayant pas pu être réalisés, les résultats obtenus ne sont 

pas vérifiables statistiquement (seulement deux pools). Ainsi, l’ensemble des interprétations faites dans 

cette partie ne sont qu’hypothétiques. 

La figure 3.13 présente l’évolution de l’activité métabolique des hMSCs jusqu’à 11 jours sur la 

surface contrôle avec la mesure de l’absorbance de l’Alamar Blue (via sa fluorescence), en milieu de 

prolifération (figure 3.13a) et en milieu de différenciation (figure 3.13b). Les résultats montrent des 

différences significatives selon le pool de cellules et le milieu utilisé. En milieu de prolifération (figure 

3.13a), une croissance globale est observée de J1 à J11 pour le pool 1 bien qu’une diminution ponctuelle 

soit observée à J7. Le pool 2 présente une phase inerte de J1 à J4, pour ensuite augmenter jusqu’à J11. 

Pour les deux pools de cellules, au moins deux phases de mitoses se sont déroulées. Ces résultats 

semblent donc mettre en évidence une différence de dynamique cellulaire entre les deux populations. 

Cette différence de dynamique cellulaire entre les deux pools se retrouve aussi en milieu de 

différentiation. Le pool 1 présente une augmentation de son activité métabolique de J1 à J7, suivi par 

une diminution à J11. On retrouve une phase inerte de J1 à J4 pour le pool 2, avec par la suite une 

augmentation de l’activité métabolique jusqu’à J11. De la même manière qu’en milieu de prolifération, 

au minimum deux phases de mitoses se sont déroulées pour les deux pools de cellules. Les résultats 

obtenus sur la surface contrôle dévoilent deux observations importantes : (i) la prolifération semble être 

moins importante en milieu de différenciation avec la présence d’un plateau ; (ii) le pool 2 de cellules 

semble présenter une dynamique cellulaire moins importante. 

  
(a)  (b)  

Figure 3.13 : Résultats de l’analyse d’absorbance du test contrôle au sein des deux milieux pour 

une durée de 11 jours et pour les deux pools de cellules. (a) Milieu de prolifération. (b) Milieu de 

différenciation. 
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3.2.3.3.2. Activité métabolique en milieu de prolifération  

La figure 3.14 montre l’évolution de l’activité métabolique de la population pour les différents 

matériaux en pourcentage de la surface contrôle à J11 (figure 3.14a et 3.14c) et en pourcentage de C4 

(figure 3.14b et 3.14d) en milieu de prolifération classique. Deux pools de cellules sont étudiés. 

Les résultats de la prolifération cellulaire du pool 1 (figure 3.14a) montre une augmentation de 

l’activité métabolique sur l’ensemble des matériaux d’études de J1 à J11. De plus, deux phases de 

mitoses sont observées pour l’ensemble des matériaux (de J1 à J4 et de J7 à J11). La phase initiale de la 

prolifération (J1) montre une plus faible prolifération sur C0 par rapport aux autres matériaux (p=0.03, 

Krukal-Wallis). Cela se retrouve à J11 avec C0 et C3 affichant les plus faibles proliférations, prenant 

respectivement les valeurs de 87.4% (± 6.2) et 96.7 % (± 3). Les plus grandes proliférations sont 

observées pour C1, C2 et C4, avec pour valeurs respectives 106.2% (± 7), 107.4% (± 4) et 113% (± 2.9).   

Les résultats obtenus sur le pool 2 (figure 3.14c) présentent des différences significatives par 

rapport au pool 1. En effet, on retrouve bien une augmentation de l’activité métabolique à de J1 à J11 

avec la présence de deux phases de mitose. Cependant, une absence de croissance significative (p>0.05, 

Krukal-Wallis) est observée entre J1 et J4 pour tous les matériaux. De plus, si aucune différence 

significative n’est observée entre les matériaux à J1 et J4, les résultats obtenus à J11 montre les 

proliférations maximales sont mesurées pour C0, C1, C2 et C4, avec des valeurs respectives de 104.7% 

(± 7.1), 100.7% (± 7.3), 112.1% (± 7.5) et 100.3% (± 10.7).  Le matériau C3 présente une prolifération 

significativement plus faible à J11 (p<0.01, Krukal-Wallis) avec une valeur de 71.9% (± 6). Les résultats 

ne permettent pas de mettre en évidence des différences significatives entre les matériaux. On peut 

supposer que les matériaux C1, C2 et C4 présentent un taux de prolifération équivalent à la surface 

contrôle tandis que C0 semble présenter une prolifération un peu moins importante. C3 semble montrer 

la prolifération la moins importante ; cependant aucune de ces hypothèses n’est vérifiable. 
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(a)  (b)  

  
(c)  (d)  

Figure 3.14 : Résultats du test de prolifération en milieu de prolifération pour les 5 différentes 

surfaces et pour une durée de 11 jours. Ces résultats regroupent l’analyse de deux pools de 

cellules. (a) Prolifération du pool 1 normalisée par la surface contrôle à J11. (b) Prolifération du 

pool 1 normalisée par la surface C4. (c) Prolifération du pool 2 normalisée par la surface contrôle 

à J11. (d) Prolifération du pool 2 normalisée par la surface C4. 

 

Dans le but de comparer l’influence des différents états de surfaces sur la prolifération, une 

étude comparative entre C4 (matériau polie) et les autres matériaux est réalisée (figure 3.14b et 3.14d).  

C0 est le matériau présentant la plus grande rugosité et le plus grand angle de contact aqueux 

(voir figure 3.2b). Le pool 1 montre que ce changement de surface donne une prolifération plus faible, 

C0 restant globalement inférieur à 80% de l’activité cellulaire de C4 tout le long de la prolifération. 

Cependant, le pool 2 montre une diminution progressive de la différence relative entre les deux 

matériaux, passant de 92% de C4 pour J1 à 100% de C4 pour J11. Ce dernier résultat vient donc 

contredire l’hypothèse d’une influence de l’état de surface de C0 sur la prolifération à long terme. 

C1 et C2 présentent une diminution progressive de la rugosité avec l’attaque chimique (dans le 

sens suivant : C1>C2) avec des propriétés hydrophiles. Le pool 1 montre que les deux matériaux ne 

présentent pas de différences significatives tout le long de l’attaque chimique. La comparaison avec C4 

montre une diminution de la différence relative avec celui-ci, passant d’environ 85% pour J1 à 100% 

pour J11. Le pool 2 quant à lui présente des différences significatives avec le pool 1, notamment avec 

des différences entre l’évolution de C1 et de C2. Comparé à C4, C1 reste à la même différence relative 

de 90% de J1 à J11. Au contraire, La prolifération sur C2 est plus efficace comparé à C4 pour J4, J7 et 

J11, bien qu’aucune différence significative n’ait été observée (p>0.05, Krukal-Wallis). Les résultats 

des deux pools ne permettent donc pas de mettre en évidence des différences d’influence entre l’état de 

surface de C1/C2 et celui de C4. 



 

98 

 

C3 est une rugosité du même ordre de grandeur que C1 avec un fort angle de contact aqueux 

(voir figure 3.2b). Les résultats du pool 1 ne montrent pas de différence significative entre les différents 

temps avec des valeurs restant autour de 80% de la valeur de C4. Cependant, le pool 2 montre une 

diminution plus importante de la prolifération, atteignant la valeur de 69% de C4 à J11. On peut donc 

supposer que la prolifération des hMSCs est moins efficace sur C3 par rapport à C4. Néanmoins, cela 

reste une supposition. 

3.2.3.3.1. Activité métabolique en milieu de différenciation 

La figure 3.15 montre l’évolution de l’activité métabolique de la population pour les différents 

matériaux en pourcentage de la surface contrôle à J11 (figure 3.15a et 3.15c) et en pourcentage de C4 

(figure 3.15b et 3.15d) en milieu de différentiation. De la même manière que précédemment, les deux 

pools de cellules sont étudiés. Contrairement au milieu de prolifération, le milieu de différenciation a 

pour effet de favoriser la différenciation les hMSCs vers une lignée ostéoblastique. Cependant, cela ne 

signifie pas que les cellules analysées sont des hMSCs différenciés.   

L’évolution de l’activité métabolique de la population au sein du pool 1 (figure 3.15a) montre 

une augmentation de cette activité pour l’ensemble des matériaux jusqu’à J7, avec la présence de deux 

phases de mitoses. Différents comportements sont alors observés selon les matériaux. C0 et C3 

présentent les plus faibles proliférations en atteignant les valeurs respectives de 95.2% (± 9.3) et 97% 

(± 11) de la surface contrôle à J7. Aucune différence significative n’est observée à J11 (p>0.05, Kruskal-

Wallis). C1 présente un maximum à J7 avec la valeur de 110.5% (± 10) à J7, suivi par une diminution 

de l’activité métabolique à 96.7% (± 7.4). Enfin, C2 et C4 présentent les plus fortes proliférations, avec 

maximum à J7 pour des valeurs respectives de 119.5% (± 9.2) et 117.7% (± 3.6). Aucune différence 

significative n’est observée à J11 (p>0.05, Kruskal-Wallis).   

La dynamique cellulaire des hMSCs du pool 2 sur les différents matériaux (figure 3.15c) change 

significativement par rapport au pool 1. L’augmentation de l’activité métabolique de J1 à J11 n’est pas 

observée sur l’ensemble des surfaces, avec seulement C2 montrant deux phases de mitose. De plus, 

excepté C0, une phase inerte est observée de J1 à J4. C0 présente une augmentation jusqu’à J7, suivi par 

aucune évolution significative à J11 (p>0.05, Kruskal-Wallis), atteignant ainsi la valeur de 54.3% (± 

24.5) de la surface contrôle. C1, C2 et C4 montrent une augmentation continue jusqu’à J11, pour des 

valeurs respectives de 58.8% (± 8.8), 93.1% (± 19.9) et 69% (± 8.1). Les hMSCs sur C2 présentent donc 

la plus grande prolifération tandis qu’aucune différence significative n’est observée entre C1 et C4. 

Enfin, aucune évolution significative n’existe pour C3 entre J1, J4, J7 et J11 (p=0.21, Kruskal-Wallis), 

la valeur d’activité métabolique variant de 20.7% (± 2.8) pour J1 à 36% (± 19.4) pour J4. La prolifération 

des hMCS n’est donc pas prouvée sur C3.   

Les différences significatives de résultats entre le pool 1 et le pool 2 ne permettent pas de 

conclure sur l’influence des différentes surfaces. On peut cependant supposer que C2 est l’une des 

surfaces où la prolifération est la plus efficace tandis que C3 est celle où la prolifération est la moins 

efficace. De plus, de forts écarts-types (pouvant atteindre plus de 50% de la moyenne) sont observés 

pour le pool 2 en milieu de différenciation. Cependant, des écart-types ne sont observés ni sur le pool 1 

en milieu de différenciation, ni pour le pool 2 en milieu de prolifération. On peut donc supposer que 

cette différence n’est ni le résultat d’une hétérogénéité de surface entre un même matériau, ni le résultat 

de variations intra expérience, mais plutôt la réponse de la dynamique cellulaire à l’état de surface.  
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(a) (b) 

  
(c) (d) 

Figure 3.15 : Résultats du test de prolifération en milieu de différentiation pour les 5 différentes 

surfaces et pour une durée de 11 jours. Ces résultats regroupent l’analyse de deux pools de cellules. 

(a) Prolifération du pool 1 normalisée par la surface contrôle à J11. (b) Prolifération du pool 1 

normalisée par la surface C4. (c) Prolifération du pool 2 normalisée par la surface contrôle à J11. 

(d) Prolifération du pool 2 normalisée par la surface C4. 

 

De la même manière que pour l’analyse de la prolifération en milieu de prolifération, une étude 

comparative de C4 par rapport aux autres surfaces est réalisée afin de déterminer l’influence de la 

rugosité.  

La figure 3.15b montre les résultats de l’activité métabolique du pool 1 pour chacun des 

matériaux et chacun des temps en pourcentage de C4 pour le milieu de différenciation. C0 et C4 reste 

inférieure à 80% de C4 tout le long de la prolifération tandis que C1 approche 92% de C4 à J7, pour 

redescendre à 82% de C4 à J11. La matériau C2 réduit son écart avec C4 tout le long de la prolifération, 

de 80% pour J1 à 102% pour J11. Bien qu’aucune corrélation ne soit trouvée entre la rugosité moyenne 

Sa des matériaux et la prolifération, on peut supposer que la diminution de Sa donne une prolifération 

plus importante. Aucun lien n’a pu être trouvé avec la mouillabilité de la surface. 

Cependant, cette hypothèse est contredite par les résultats du pool 2 (figure 3.15d). La 

comparaison de C0 avec C4 montre une activité métabolique significativement plus grande à J4 et J7, 

prenant les valeurs respectives de 221% et 142%. Néanmoins, à J11, aucune différence significative 

n’est observée entre C0 et C4. De manière similaire, C1 présente une activité métabolique plus 

importante à J4 par rapport à C4, pour une valeur de 129%. Cette différence relative se réduit alors à J7 

pour augmenter de nouveau à J11 et atteindre la valeur de 85%. Le matériau C3 montre une activité 

métabolique similaire à C4 pour J4. Cependant, une diminution de la prolifération cellulaire est observée 

par rapport à C4, pour atteindre la valeur relative de 52%. Enfin, C2 présente une activité métabolique 

plus importante que C4 de J4 à J11, avec une valeur à J11 de 134%. Les résultats du pool 2 ne permettent 
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donc pas de conclure quant à l’influence de la rugosité et de la mouillabilité. Le manque de dynamique 

des hMSCs du pool 2 semble être la cause de cette différence de résultats. 

 

3.2.4. Analyse de la minéralisation osseuse 

 3.2.4.1. Description de la minéralisation osseuse 

L’ossification de la surface d’un implant au sein d’un site osseux est un processus complexe 

réalisé par des cellules spécialisées que sont les ostéoblastes. Cependant, ces cellules responsables de la 

fabrication osseuse ont pour origines des cellules progénitrices que sont les cellules souches 

mésenchymateuses (MSC). Via un ensemble de signaux biochimiques complexes, ces hMSCs se 

différencient en préostéoblastes et donnent par la suite des ostéoblastes qui viennent synthétiser de la 

matière osseuse via la minéralisation. Il existe un nombre important de facteurs (protéines, molécules…) 

régissant la différenciation des hMSCs en ostéoblastes ainsi que la minéralisation, tels que l’activité du 

phosphate alcalin ainsi l’expression de collagènes de type I. Cependant, plusieurs études montrent que 

la forte présence de ces facteurs n’est pas toujours liée à la formation osseuse ni la biocompatibilité. 

Afin de caractériser l’ossification à la surface, le mesure de la quantité de tissu minéralisé à la surface 

reste l’approche la plus fiable. 

De nombreuses techniques existent afin de caractériser l’apparition de la minéralisation au sein 

d’une culture de cellules. On peut distinguer deux types d’approches : qualitative et quantitative. 

L’approche qualitative se base sur l’utilisation d’agents fluorescents, tels que la tétracycline, la calcine 

et le rouge Alizarine qui vont venir se fixer aux tissus minéralisés, et leur observation se fait au 

microscope à fluorescence. Il s’agit donc d’une étude locale de la minéralisation, ne donnant qu’un 

résultat qualitatif, et non appropriée pour l’observation de grandes zones. L’autre approche est une 

approche quantitative basée sur le marquage de la minéralisation via l’utilisation du rouge Alizarine. 

Via un dosage colorimétrique et une mesure de la fluorescence, la quantité de tissu minéralisé peut être 

déterminée. Nous nous concentrerons sur cette méthode au sein de notre étude. 

3.2.4.2. Matériels et méthodes 

La capacité de minéralisation des hBMSCs, cultivées en milieu de différenciation a été évaluée 

sur une surface plastique et sur les différents matériaux. Pour cela, les cellules ont été mises à proliférer 

sur les surfaces des différents groupes, plus sur une surface de contrôle plastique, en milieu de 

différenciation (STEMPRO Osteogenesis Differentiation Kit (Life Technology)). Un autre contrôle a 

été créé, composé de cellules cultivées en milieu de prolifération (alpha MEM GIBGO) avec 10% de 

sérum de veau fœtal). A J=21 jours les cellules sont rincées et fixées au PFA. Elles sont ensuite rincées 

et mises en contact 3 minutes avec une solution de rouge Alizarine à 2% avant d’être rincées au PBS. 

Les puits sont alors décantés et la lyse s’opère sous l’action de la solution de CPC (cetylpyrimidium 

chloride). Enfin, l’absorbance des lysats est mesurée à 550/630nm.  

 3.2.4.3. Résultats 

Aucun des tests réalisés n’a abouti. Concernant la mesure de la minéralisation via l’utilisation 

du rouge Alizarine, des problèmes ont été rencontrés durant les essais. Le premier problème observé 

lors de l’exploitation des résultats fût le bruit de fond observé via le test de matériaux nus (non 

cellularisés). Sur les surfaces les plus rugueuses (C0 et C3), une forte coloration est observée, du même 

ordre de grandeur que la coloration obtenue sur les matériaux cellularisées (figure 3.16). De plus, un 

décollement de la couche de coloration a aussi été observé sur les matériaux les plus lisses, pouvant 

devenir un problème lors de la phase de rinçage. 
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Figure 3.16 : Problèmes liés à la mesure de la minéralisation via le rouge Alizarine 

 

Cette étude est toujours en cours et des résultats sont espérés d’ici la soutenance. 

 3.2.5. Discussion quant à l’étude de biocompatibilité 

Le succès d’un implant orthopédique dépend de la capacité de la surface à stimuler une rapide 

adhésion, migration, prolifération et différentiation afin de réparer rapidement le tissu osseux. Ce 

premier point en particulier passant par l’adhésion va être essentiel à la suite de l’ostéointégration, 

l’ensemble du processus découlant d’une cascade de signaux initiée par l’adhésion cellulaire. 

Au sein de notre étude, l’adhésion initiale est mesurée par l’adhésion observée à 1 heure. Bien 

que non validées statistiquement, les surfaces les plus rugueuses semblent afficher les adhésions initiales 

les plus importantes, avec les adhésions les plus fortes observées pour C0 et C3, et celles les plus faibles 

observées sur C2 et C4. Cela semble confirmer que les hMSCs adhèrent mieux sur les surfaces rugueuses 

que sur les surfaces lisses. Il faut se rappeler que l’adhésion cellulaire dépend de l’absorption de 

protéines d’adhésion de la MEC au substrat, suivi par la mise en place de liaisons formées par des 

intégrines et la formation de sites d’adhésions focales. Cette observation peut venir contredire certains 

résultats de la littérature [17], surtout au niveau des surfaces sablées. Cette forte adhésion initiale sur les 

surfaces sablées [18], [19] peut être expliquée par une modification de la composition chimique de la 

surface grâce aux particules de Al2O3 formant une couche d’oxyde. Cependant, une influence 

topographique est plus à prendre en compte, ayant été prouvé que l’adhésion des ostéoblastes est plus 

influencée par la rugosité que par des légers changements de compositions chimiques (électroérosion) 

[19]. Ceci est appuyé par la forte adhésion de la surface brute présentant aussi une forte rugosité et 

agissant comme un « piège à cellules ». Un autre paramètre jouant en faveur de la grande adhésion 

initiale sur les surfaces rugueuses prend la forme d’une plus grande surface disponible sur les surfaces 

rugueuses. Ceci est particulièrement vrai pour le cas de la surface C0 qui présente une surface d’adhésion 

beaucoup plus importante due à la présence des particules.  

L’évolution de l’adhésion cellulaire a aussi été étudiée via la mesure de l’adhésion à 3 heures. 

Si on se réfère à d’autres études quantifiant l’adhésion cellulaire [20], on observe généralement une 

augmentation du nombre de cellules adhérant à la surface dans le temps. En prenant cette étude réalisée 

par Schlie et al [20], ceux-ci affirment que le temps d’adhésion (défini comme étant le temps nécessaire 

afin que la moitié des cellules présentes dans le milieu adhère à la surface) est essentiellement contrôlé 

par l’absorption des protéines d’adhésion. Malgré l’absence de validité statistique, on semble observer 

un changement de comportement en termes d’adhésion de 1 heure à 3 heures. On observe une 
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augmentation significative de cette adhésion au niveau des surfaces les plus lisses que sont C1, C2 et 

C4. Une augmentation légère non significative est observée pour C0 tandis que l’adhésion reste la même 

pour C3.  

La seconde étape de l’ostéointégration, incluant la migration cellulaire ainsi que la division 

cellulaire étudiée ici par la prolifération cellulaire. La première chose à regarder est que des différences 

significatives ont été trouvées entre le pool 1 et le pool 2, ce dernier donnant généralement une 

prolifération plus faible. Ainsi, en l’absence de validité statistique, la discussion autour des résultats de 

prolifération ne donne que des suppositions. Le matériau polie C4 nous sert de de matériau témoin afin 

d’avoir une référence de prolifération sur le matériau TA6V sans rugosité. Les résultats obtenus 

montrent une prolifération proche du contrôle plastique en milieu de prolifération ainsi qu’en milieu de 

différenciation pour le pool 1. Cependant, une chute de la prolifération par rapport au contrôle plastique 

est observée pour le pool 2, sans pouvoir expliquer la raison. En excluant cette dernière valeur de 

prolifération, on peut donc supposer que C4 présente effectivement de bonnes propriétés de 

biocompatibilité en termes de prolifération comme on pouvait s’y attendre. L’une de nos hypothèses 

était que l’état de surface du matériau C0 pouvait avoir pour effet d’inhiber la prolifération cellulaire. 

En milieu de de prolifération, C0 montre effectivement une plus faible prolifération comparée à C4 ; 

cependant, le pool 2 vient invalider ces résultats. De même, en milieu de différenciation, seule le pool 1 

montre une plus faible prolifération pour C1. Ainsi, les résultats ne permettent ni d’infirmer, ni de 

confirmer cette hypothèse et des résultats supplémentaires sont nécessaires afin de pouvoir déterminer 

l’effet réel du matériau C0. Les traitements de surface par attaque chimique subis sur C1 et C2 ont pour 

but d’améliorer la biocompatibilité, donc la prolifération cellulaire. Pour le matériau C1, seul le pool 1 

en milieu de prolifération montre une augmentation significative de la prolifération par rapport à C0. 

On ne peut donc pas conclure sur l’efficacité du matériau C1. Cependant, le matériau C2 montre une 

augmentation significative en milieu de prolifération et en milieu de différentiation pour le pool 1. Par 

ailleurs, la prolifération observée est similaire à celle sur C4. Concernant le pool 2, bien que cela ne soit 

pas validé statistiquement, de plus grandes proliférations sont observées sur C2. On peut donc supposer 

que le matériau C2 permet une amélioration de la prolifération cellulaire par rapport à C0. Néanmoins, 

cela ne peut pas être validé avec les données actuelles. Enfin, le traitement par sablage subi sur le 

matériau C3 ne respectait pas nos hypothèses de biocompatibilité que l’on s’était fixées. Les résultats 

de prolifération semblent aller dans ce sens avec une plus faible prolifération comparé à C4 pour 

l’ensemble des pools et des milieux. Par rapport à C0, les résultats sont soit identiques (pool 1), soit 

inférieurs (pool 2). On peut donc supposer une mauvaise compatibilité entre le matériau C3 et les 

hMSCs. 

 

3.3. Evaluation de l’influence de la topographie sur la 

morphologie cellulaire 

 3.3.1. Matériels et méthodes 

Afin d’étudier la morphologie des hMSCs sur les différents matériaux ainsi que d’analyser leur 

cinétique de prolifération, un suivi de l’évolution d’une population de cellules via un système de 

timelapse a été envisagée. Cependant, l’opacité des matériaux de TA6V ainsi que les limites des 

équipements disponibles n’ont pas permis de mener à bien cette étude. A la place, une analyse de 

croissance cellulaire pour deux temps différents a été réalisée. Après un ensemencement d’une 

population de hMSCs en gouttes sur chacun des matériaux (voir figure 3.17), des mesures statiques de 

la population de cellules par microscopie à immunofluorescence sont réalisées à 0 jours et 4 jours. Pour 

que cela fonctionne, on suppose que toutes les surfaces d’un matériau donné sont suffisamment 
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homogènes afin de ne pas engendrer de fortes variabilités intra matériau. On suppose aussi que les 

cellules se comportent de la même manière pour une surface donnée. 

 

 
Figure 3.17 : Cliché d’un ensemencement en goutte au fond d’un puit de culture à J4 

 

Afin d’évaluer la morphologie des hMSCs, des analyses au microscope confocal ont été 

réalisées. 2µl de suspension à 1 500 000 hMSCs/ml ont été déposés au centre de chaque matériau pour 

chaque groupe. Du milieu de culture est alors ajouté pour un temps de 4 jours (J4) pour un premier 

groupe tandis que le deuxième groupe de cellules à 0 jours (J0) sont fixées avec du PFA. Après 4 jours, 

on fixe les cellules du premier groupe avec du PFA, puis on rince l’ensemble avec du PBS. Après une 

immersion de 5 minutes dans une solution de triton (1%) + BSA afin de perméabiliser les cellules, celles-

ci sont alors marquées avec de la Phalloidin-IFluor 488 (marqueur de filaments d’actine, cytosquelette) 

et du DAPI (marqueur du noyau) afin de caractériser par fluorescence les filaments d’actine et le noyau. 

Deux milieux ont été étudiés pour cette étude : (i) Le milieu de prolifération. Pour cela, les cellules ont 

été cultivées en milieu de prolifération ; (ii) Le milieu ostéoinducteur. Les hMSCs ont été cultivées en 

milieu ostéoinducteur afin de provoquer leur différenciation en ostéoblastes. Ce test est réalisé sur 2 

pools de cellules immatures cultivées avec les 2 milieux en parallèle (prolifération et différenciation) à 

4 jours avec contrôle à J0, sur tous les matériaux. 

La morphologie des cellules a été observée pour chaque surface et pour chaque milieu à J0 et à J4. 

Les cellules observées ont été approximées par des ellipses, définie par un petit axe lc, un grand axe Lc, 

un périmètre pc et une aire Ac. L’élongation et la circularité de chaque cellule ont été calculées selon les 

équations suivantes [21]: 

• Elongation Ec, définit tel que : 

𝐸𝐶 =
𝐿

𝑙
  (3.1) 

• Circularité Cc, définit tel que : 

𝐶𝐶 =
4𝜋𝐴

𝑝2
 (3.2) 

La même approche a été prise afin de caractériser la forme de la population de cellule, avec le calcul des 

paramètres lp, Lp, pp, Ap, Ep et Cp. Les images obtenues au microscope confocal ont été traitées via le 

logiciel ImageJ. Pour ce qui est des cellules, la morphologie a été mesurée pour 10 cellules par 

éprouvette pour chaque temps, avec un n=3 nombres de régions aléatoires sur la surface. Chaque temps 

a été répété 3 fois. Pour ce qui est de la morphologie de la population de cellules, celle-ci est mesurée 

avec une répétabilité de 3 par surface. 
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Les cellules utilisées pour ce test sont tirées des deux pools de cellules utilisées pour les tests 

d’adhésion et de prolifération. Cependant, par manque de temps, aucune analyse comparative n’a été 

réalisée.  

3.3.2. Interface cellule/ substrat 

 3.3.2.1. Morphologie cellulaire sur le contrôle plastique 

Afin de caractériser les hMSCs sans l’influence des matériaux en milieu de prolifération, une 

analyse de la morphologie des hMSCs sur plastique est réalisée. La figure 3.18 montre la morphologie 

cellulaire à 4 jours au centre de la goutte (figure 3.18a) et au bord de la goutte (figure 3.18b). La figure 

3.18a montre que la population de cellules forme plusieurs couches de cellules, sans aucune orientation 

spécifique. La figure 3.18b, décrivant les cellules en bord de population, montre les hMSCs s’étalant sur 

la surface avec de fortes quantités de filaments d’actine, accompagnées d’extensions cytoplasmiques.   

  
(a)  (b)  

Figure 3.18 : Description de la population de cellules sur la surface plastique en milieu de 

prolifération. (a) centre de la goutte. (b) périphérie de la goutte. 

 

3.3.2.2. Morphologie cellulaire sur la surface C0 

L’observation des cellules sur le matériau C0 sur la figure 3.19 montre un tapis cellulaire 

clairsemé avec des zones circulaires qui ne sont pas recouvertes, indépendamment de la densité 

cellulaire (centre ou périphérie).  

  
(a)  (b)  

Figure 3.19 : Description de la population de cellules sur la surface témoin. (a) centre de la goutte. 

(b) périphérie de la goutte. 
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Contrairement à ce qu’on pourrait observer sur une surface sans rugosité, on observe sur C0 une 

croissance selon l’axe Z (axe correspondant à la normale à la surface de l’éprouvette). En effet, en 

observant les clichés de l’axe Z selon différentes altitudes (figure 3.20), on observe des empilements 

successifs de cellules selon Z autour de zones sombres circulaires. Ces zones représentent les particules 

présentes à la surface de C0. 

 
(a) Scan de la population de cellules sur la hauteur z 

 

    
(a) z=0 μm (b) z=8 μm (c) z=16 μm (d) z=24 μm 

Figure 3.20 : Distribution des hMSCs sur C0 pour une épaisseur de 24 μm. 

 

De plus, on observe aussi des zones d’adhérences cellulaires au niveau des particules. En 

analysant les figures 3.20c et 3.20d, on remarque la présence de points d’adhésion au niveau des 

particules. Par ailleurs, l’observation des cellules à z=0 μm (figure 3.20a) montre peu de cellules 

présentes sur la surface elle-même. On observe plutôt une adhésion des cellules autour des zones 

sombres représentant les particules. On peut donc supposer une adhésion préférentielle des cellules au 

voisinage de ces particules. 
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Figure 3.21 : Mise en évidence des zones non cellularisées 

 

Enfin, on observe des zones non cellularisées à la surface. En effet, la figure 3.21 montre des 

zones vides sans particules où les cellules ne semblent pas adhérer. Cette observation appuie l’hypothèse 

que les cellules n’adhèrent pas sur l’ensemble de la surface. 

 

3.3.2.3. Evolution de la morphologie en milieu de prolifération 

Une comparaison de la morphologie des hMSCs sur les différents matériaux est réalisée à J0 et 

J4. La figure 3.22 montre la morphologie des hMSCs selon le temps d’incubation.  

A J0, on note que les cellules prennent une forme sphérique et adhèrent selon cette forme sur 

toutes les surfaces. Cette adhésion semble être plus rapide sur C3 où elles présentent un début 

d’étalement.  

A J4, on observe un étalement des cellules sur l’ensemble des surfaces comparées à J0, montrant 

que les cellules réagissent à la surface. D’un point de vue quantitatif, l’étalement cellulaire est plus 

important sur C1, C2 et C4. L’étalement est significativement plus faible sur C3. Sur C0, les cellules 

s’étalent en trois dimensions, complexifiant l’analyse de l’étalement. Cependant, les observations 

semblent montrer une élongation moins importante.  

 
Figure 3.22 : hMSCs observées à J0 et J4 pour les 5 surfaces en milieu de prolifération classique. 

La flèche jaune représente l’orientation topographique de la surface. Les clichés à J4 ont été pris 

en périphérie de la population. 
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De plus, l’orientation de la surface montre une influence sur l’orientation des hMSCs. Les 

résultats de la figure 3.22 montrent la présence d’une orientation particulière de la population de cellules 

pour certaines surfaces. En effet, les cellules présentent une orientation uniforme sur les surfaces C1, 

C2 et C4. Cette polarisation cellulaire vient de la topographie de surface créée par le traitement de 

surface dans le cas de C1, C2 et C4. 

Afin de valider nos interprétations, une analyse semi-quantitative a été réalisée afin de tenter de 

quantifier la morphologie des cellules selon les différentes surfaces. Pour cela, une comparaison de la 

morphologie des cellules entre J0 et J4 a été réalisée, en se focalisant sur l’aire de la cellule Ac, son 

périmètre pc, sa circularité Cc et son élongation Ec, avec les résultats présentés au sein de la figure 3.23. 

A J0, aucune différence significative n’est observée entre les différentes surfaces pour les 

différents paramètres (pc, Ac, Ec et Cc), ceux-ci prenant les valeurs moyennes respectives de 73.9 μm, 

396 μm², 1.3 et 0.86. Les valeurs d’élongation et de circularité confirment l’aspect sphérique des cellules 

observées au sein de la figure 3.18. Bien que non prouvé significativement, l’étalement des hMSCs 

semble commencer plus tôt sur C3, avec un Ac moyen de 600 μm².  

 

 
Figure 3.23 : Mesures quantitatives de la morphologie cellulaire des hMSCs sur les 5 surfaces en 

milieu de prolifération classique 

 

A J4, des différences significatives sont visibles selon les différentes surfaces. En termes de Ac, 

on observe une augmentation significative de la surface projetée (Ac) pour l’ensemble des surfaces à J4. 

Les hMSCs présentent les plus grandes surfaces pour les surfaces C2 et C4, suivi par la surface C1 avec 

des valeurs respectives de 7978 μm² (± 2878), 8604 μm² (± 3810) et 5207 μm² (± 1768). C0 et C3 

présentent les plus faibles surfaces projetées, prenant respectivement les valeurs de 2203 μm² (± 927) et 

3060 μm² (± 861), et des différences significatives sont observées entre C0/C3 et C1/C2/C4 (p<0.05, 

Kruskall-Wallis). Le périmètre des hMSCs selon les différentes surfaces suit la même évolution que 

l’aire des hMSCs. Il faut remarquer que les valeurs mesurées sur C0 sont des mesures d’aires projetées 

dans le plan, donc non représentatives de l’aire réelle. De plus, des variabilités fortes sont observées sur 

la mesure d’aire des cellules, atteignant plus de 40% de la valeur moyenne. Ainsi, les résultats montrent 

que les différents matériaux ont une influence significative sur l’étalement cellulaire, mesuré par les 

paramètres Ac et pc. 

L’orientation de la surface influence la polarisation de la cellule, ce qui s’observe sur 

l’élongation cellulaire Ec ainsi que la circularité Cc. Le terme de circularité Cc ne présente aucune 

différence significative entre les différents matériaux à J4. Dans le cas de C3, on observe une valeur de 
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Cc plus faible, à 0.33 (± 0.12), bien que non différente significativement. Couplée à la forte valeur de Ec 

=3.4 (± 1.6), ces valeurs valident donc l’élongation significative de hMSCs sur C3. Cependant, aucune 

polarisation ne semble ressortir. Enfin, en termes d’élongation Ec, une augmentation significative est 

observée pour l’ensemble des matériaux de J0 à J4. Bien qu’aucune différence significative ne soit 

enregistrée entre les différents matériaux à J4 et à l’exception de C3, les plus grandes élongations sont 

observées pour C0, C1 et C4, avec des valeurs respectives de Ec de 2.1 (± 0.7), 2.6 (± 1.3) et 2.5 (± 1.1). 

La valeur de l’élongation Ec sur C0 peut être considérée comme incorrecte car il s’agit de l’élongation 

de la surface projetée, ne prenant pas en compte l’élongation selon Z. C2 présente une élongation plus 

faible (Ec =1.9 (± 0.6)), montrant ainsi une polarisation moins importante sur ce matériau.  

La figure 3.24 présente la morphologie des cellules selon différentes topographies présentes sur 

les différents matériaux afin d’illustrer l’adaptation des hMSCs à la surface. L’analyse de C0 a déjà été 

faite précédemment. Cependant, la figure 3.24 appuie les précédentes observations avec la mise en 

évidence de points d’adhésions au niveau des particules enkystées dans la surface.   

L’analyse de C1, C2 et C4 mettent en évidence l’influence de la topographie de la surface sur 

la polarisation des hMSCs, mais à différentes échelles. L’analyse du matériau C1 montre la polarisation 

des cellules selon une certaine direction, bien que cela n’ait pas pu être validé statistiquement. Cette 

direction suit celle de la texture de la surface, soulignant l’influence de la topographie sur l’orientation 

cellulaire. Cette orientation semble être corrélée à l’orientation des filaments d’actine présents au sein 

de la cellule. Sur le matériau C2, on observe aussi la répartition des filaments d’actine dans la direction 

de la surface, avec cependant une polarisation moins prononcée. On peut donc supposer le lien entre 

l’orientation de ces filaments d’actine et l’orientation de la cellule à l’échelle microscopique. Les 

cellules présentent aussi une polarisation sur le matériau C4, malgré l’absence de topographie. Les 

clichés mettent en évidence la présence de rainures à l’échelle submicroscopique, créée par le papier 

abrasif lors du polissage. La polarisation des cellules ainsi que l’alignement des filaments d’actine 

semblent être plus accentuées sur le matériau C4, malgré l’absence de polarisation spécifique dû à 

l’aspect désorganisé des cellules. Ces résultats viennent appuyer des observations de la littérature, 

montrant la forte influence de l’échelle nanoscopique sur la morphologie cellulaire.  

Enfin, le matériau C3 présente une topographie très accidentée, sans aucune présence 

d’orientation spécifique.  Sur cette surface, les cellules présentent des formes atypiques, via une 

élongation significative des hMSCs couplée à une faible aire projetée. Les cellules montrent une forte 

densité de filaments d’actine, sans montrer d’alignement de ceux-ci. Cette différence de morphologie 

par rapport aux autres matériaux semble traduire une mauvaise compatibilité des cellules avec la surface. 

La raison derrière ce phénomène n’est cependant pas connue. 
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Figure 3.24 : Comparaison de la morphologie cellulaires des hMSCs à J4 par rapport à la 

topographie de la surface pour les 5 matériaux en milieu de prolifération  

 

3.3.2.4. Evolution de la morphologie en milieu de différenciation 

Une analyse qualitative de la morphologie cellulaire en milieu de différenciation a aussi été 

réalisée. Cependant, des problèmes lors de manipulation n’ont pas permis d’obtenir assez de données 
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pour permettre d’effectuer une étude quantitative validable statistiquement. Les résultats présentés ici 

sont donc purement qualitatifs. 

Afin de caractériser les hMSCs sans l’influence des matériaux en milieu de différenciation, une 

analyse de la morphologie des hMSCs sur plastique est réalisée. L’analyse qualitative des hMSCs ne 

met pas en évidence de différences significatives de morphologie cellulaire comparée avec le milieu de 

prolifération (figure 3.25). Cependant, on semble observer une densité de cellules plus importante par 

rapport au milieu de prolifération. 

  
(a) (b) 

Figure 3.25 : Description de la population de cellules sur la surface plastique en milieu de 

différenciation. (a) centre de la goutte. (b) périphérie de la goutte. 

 

La figure 3.26 montre la morphologie prise par les hMSCs au centre et au bord de la goutte à J4 

en milieu de différenciation. Les clichés montrent une couche dense de cellules, sans aucune zone vides. 

Les zones sombres circulaires que l’on discerne dans la couche correspondent aux particules enkystées 

dans la surface, comme ce qui était observé en milieu de prolifération classique. 

 

  
(a) (b) 

Figure 3.26 : Description de la population de cellules sur C0 en milieu de différenciation. (a) 

centre de la goutte. (b) périphérie de la goutte 
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Tout comme le milieu de prolifération, les hMSCs en milieu de différentiation prolifèrent dans 

les trois dimensions, avec l’empilement de plusieurs couches de cellules. Cet empilement, présenté en 

figure 3.27, montre peu de cellules au niveau de la base des particules et la formation d’une couche 

homogène en z=18 μm. De plus, les particules enkystées dans la surface sont visibles pour chaque 

altitude. On peut donc supposer que l’adhésion cellulaire sur C0 en milieu de différenciation se fait aussi 

préférentiellement sur les particules. 

    
(a) z=0 μm (b) z=6 μm (c) z=12 μm (d) z=18 μm 

Figure 3.27 : Distribution des hMSCs sur la hauteur de C0 

 

Une comparaison qualitative de la morphologie des hMSCs sur les différents matériaux en 

milieu de différenciation est réalisée à J0 et J4. La figure 3.28 montre la morphologie des hMSCs sur 

les différents matériaux pour différents temps de cultures.  

A J0, la morphologie des cellules est similaire à ce qui est observée sur la figure 3.22, avec une 

forme sphérique pour l’ensemble des cellules. Seul le matériau C0 semble être différent avec la 

formation de clusters de cellules à la surface.  

A J4, on observe un étalement des cellules sur l’ensemble des matériaux comparées à J0, avec 

des différences significatives observées par rapport au milieu de prolifération. Globalement, les 

populations de cellules observées en milieu de différenciation sont plus denses et plus compactes, 

s’expliquant par une prolifération plus faible en milieu de différenciation. C0 et C1 présentent une 

population de cellules compactes avec les cellules empilées les unes sur les autres. Au contraire, C2 et 

C4 ont une population de cellules moins dense avec les cellules qui s’étalent sur la surface. Cela laisse 

supposer que les cellules s’étalent plus facilement sur ces dernières surfaces. Les cellules sur C3 

présentent une morphologie similaire à celle observée en milieu de prolifération, bien que celles-ci 

semblent présenter une surface plus grande. En termes d’orientation, les hMScs présentent une 

polarisation prononcée sur C1 et C4, tandis que la polarisation semble moins importante sur C2. Les 

hMSCs ne semblent pas présenter de polarisation spécifique sur les matériaux C0 et C3. Une analyse 

quantitative n’a pas pu être réalisée, due aux faibles nombres de clichés exploitables ainsi qu’à la forte 

densité de la population de cellules, ne permettant pas d’extraire suffisamment de cellules isolées pour 

l’ensemble des matériaux. 
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Figure 3.28 : hMSCs observées à J0 et J4 pour les 5 surfaces en milieu ostéoinducteur. La flèche 

jaune représente l’orientation topographique de la surface. Les clichés à J4 ont été pris en 

périphérie de la population. 

 

La figure 3.29 présente la morphologie des cellules en milieu de différenciation selon différentes 

topographies présentes sur les différents matériaux. Les clichés ont été pris en périphérie de la 

population. L’analyse du matériau C0 en milieu de différenciation rejoint celle effectuée précédemment. 

Les résultats confirment la présence d’une couche dense de cellules se formant autour des particules 

présentes sur la surface. Les hMSCs forment une couche dense sur le matériau C1, donc seules quelques 

cellules ont pu être observées en périphérie de la population. Celles-ci montrent un étalement cellulaire 

à la surface sans présenter une polarisation prononcée dans la direction de l’orientation de surface. De 

la même manière, les hMSCs sur C2 et C4 présentent un étalement significatif à la surface, sans exhiber 

de polarisation spécifique. Enfin, les hMSCs sur C3 présentent des formes atypiques avec un étalement 

cellulaire moins important. On observe cependant une forme plus étalée comparé au milieu de 

prolifération. 
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Figure 3.29 : Comparaison de la morphologie cellulaires des hMSCs à J4 par rapport à la 

topographie de la surface pour les 5 matériaux en milieu de différenciation 

 

 3.3.3. Du substrat à la population de cellules 

Au sein de cette partie, l’objet d’étude est la population de cellules dans son ensemble et sa 

morphologie afin de déterminer l’influence des surfaces d’études sur la population. 
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 3.3.3.1. Evolution de la morphologie en milieu de prolifération 

La figure 3.30 présente la forme de la population cellulaire à J0 sur les différents matériaux en 

milieu de prolifération. La goutte prend un aspect circulaire pour l’ensemble des matériaux, excepté C2 

où les cellules vont avoir tendance à s’étaler sur la surface. Les différences d’aires observées sur les 

différents matériaux (voir figure 3.32) peuvent être dues à des différences d’ensemencement. Cependant, 

les plus grandes aires mesurées sont sur les matériaux les plus rugueux avec un début d’étalement 

observé sur C3. Ceci rejoint ainsi les résultats d’adhésions pour le pool 1 (voir figure 3.7). Cependant, 

cette hypothèse n’est pas vérifiable. On remarque que sur les surfaces C0 et C1, une certaine orientation 

semble se distinguer, bien que cela ne soit pas distinctif. 

 
Figure 3.30 : Résultats de l’ensemencement en gouttes sur les 5 surfaces à J0 pour les hMSCs en 

milieu de prolifération La flèche jaune représente l’orientation de la surface dans le cas où celle-ci 

existe. 

 

Des clichés des mêmes ensemencements en goutte à J4 ont été pris afin d’évaluer la morphologie 

prise par les cellules sur les différents matériaux (figure 3.31). L’étude n’étant pas un suivi cinétique, la 

comparaison entre les différents matériaux peut être faite en gardant à l’esprit les variabilités existantes 

au niveau de l’ensemencement et de la topographie des surfaces. 
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Figure 3.31 : Résultats de l’ensemencement en gouttes sur les 5 surfaces à J4 pour les hMSCs en 

milieu de prolifération classique. La flèche jaune représente l’orientation de la surface dans le cas 

où celle-ci existe. 

 

Sur l’ensemble des surfaces, les hMSCs semblent croître autour du point d’ensemencement. 

D’un point de vue qualitatif, la population sur le matériau C0 présente de la croissance cellulaire par 

rapport à J0, passant d’une aire moyenne de 4.51 mm² (± 0.62) pour J0 à 6.36 mm² (± 1.92) pour J4 

(figure 3.32). A l’échelle de la population, un alignement est observé avec la surface, bien que 

l’élongation de la population ne soit pas significative. Cependant, aucune cohésion ne semble apparaître 

au sein de la population, l’adhésion entre les hMSCs n’étant pas fortement présente. Cette orientation 

de la population de cellules semble être le résultat d’une prolifération orientée afin de passer les obstacles 

créés par la surface. Cela laisse à supposer que le mécanisme d’élongation de la population ne peut pas 

être simplement attribué à la polarisation des cellules individuelles. Une hypothèse avancée par G. 

Abagnale et al [22] est que la polarité de la population de cellule vient de la polarité de la mitose. 
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Figure 3.32 : Mesures quantitatives de la morphologie de la population de hMSCs sur les 5 

surfaces en milieu de prolifération  

 

Le matériau C4 est défini comme le matériau de référence, définie théoriquement comme 

surface plane. Une croissance significative de la population de cellules est observée, passant d’une aire 

moyenne de 2.61 mm² (± 1.55) pour J0 à 8.91 mm² (± 3.54) pour J4 (figure 3.32). Cette augmentation 

significative semble être le résultat d’un bon étalement cellulaire ainsi qu’une grande prolifération (voir 

figure 3.13).  Du point de vue de l’orientation de la population, on observe la conservation d’une forme 

circulaire, avec une circularité proche de 1 ainsi qu’une très faible élongation. Cependant, différentes 

orientations sont visibles au sein de la population. En effet, son polissage par papier abrasif crée 

aléatoirement des rainures submicroscopiques.  La conséquence de ces rainures est un alignement des 

hMSCs avec celles-ci, qui se traduit par un alignement de la population. Les résultats de la figure 3.31 

pour C4 montrent donc différents alignements cellulaires au sein de la population avec ces rainures. Ces 

alignements sont autant visibles en périphérie de la population qu’au centre, où des empilements de 

cellules existent. Cela montre donc que l’influence de la topographie est visible sur l’ensemble de la 

population, même pour les cellules n’étant pas en contact avec cette même surface. 

De même que sur les autres matériaux, la croissance cellulaire est aussi observée sur le matériau 

C1, passant d’une aire moyenne de 4.92 mm² (± 0.41) pour J0 à 7.59 mm² (± 1.42) pour J4 (figure 3.32). 

De plus, C1 est le matériau sur lequel la polarisation de la population est la plus prononcée, avec une 

élongation de 1.35 (± 0.13). Contrairement à C0, une cohésion cellulaire semble apparaitre au sein de la 

population comparée à C0, bien que celle-ci soit moins visible que celle sur C4.  

La population sur le matériau C2 suit la même évolution que C1, avec une croissance de l’aire 

de 3.77 mm² (± 0.43) pour J0 à 7.52 mm² (± 2.08) pour J4 (figure 3.32). Cependant, la polarisation de 

la population n’est pas significative, celle-ci conservant une forme circulaire (Cp =0.95 (± 0.02) et 

Ep=1.14 (± 0.09)). Bien que non démontrée quantitativement, l’alignement observé au centre de la 

population montre la présence d’une cohésion cellulaire au sein de la population. 

Enfin, contrairement aux autres matériaux, C3 ne présente pas de croissance cellulaire 

significative de J0 à J4, avec des valeurs d’aire passant de 5.24 mm² (± 1.14) pour J0 à 4.49 mm² (± 

1.68) pour J4 (figure 3.32). La même absence de différence significative de J0 à J4 est aussi observée 

pour les paramètres pp, Ep et Cp, malgré le changement de morphologie des hMSCs. La population sur 

C3 ne présente ni de polarisation à l’échelle de la cellule, ni de polarisation à l’échelle de la population, 

malgré une élongation de la cellule. De plus, l’observation de cellules au centre de la population ne 

montre aucune cohésion intercellulaire (figure 3.33). Cette morphologie observée valide donc une 

mauvaise compatibilité de la cellule au matériau C3.  
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Figure 3.33 : Cliché de la disposition des hMSCs du centre de la population dur C3 

 

 3.3.3.2. Evolution de la morphologie en milieu de différenciation 

Des imprévus lors des manipulations expérimentales n’ont pas permis d’obtenir assez de clichés 

exploitables à J0 et à J4 afin de réaliser une analyse statistique, permettant donc d’appuyer nos 

observations. Ainsi, l’étude réalisée dans la suite n’est qu’une étude qualitative. 

 

 
Figure 3.34 : Résultats de l’ensemencement en gouttes sur les 5 surfaces à J0 pour les hMSCs en 

milieu ostéoinducteur. La flèche jaune représente l’orientation de la surface dans le cas où celle-ci 

existe. 
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La figure 3.34 présente la forme prise par la population sur les différentes surfaces à J0 en milieu 

de différenciation, avec les données morphologiques de la population de cellules. A J0, on observe des 

populations de cellules plutôt denses sur l’ensemble des différentes surfaces. Tout comme pour les 

cellules en milieu de prolifération, la goutte de hMSCs en milieu de différenciation prend un aspect 

circulaire pour l’ensemble des surfaces. Aucun alignement n’est observé sur les clichés des différentes 

surfaces. En termes de morphologie, le cliché de la surface C0 montre la plus grande aire de population 

de cellule avec une valeur de 5.82 mm², suivi par C2, C3, C1 et C4 à 3.05 mm². Aucune différence ne 

semble être observée par rapport aux cellules en milieu de prolifération (figure 3.30). Cependant, le 

nombre de clichés n’est pas suffisant pour appuyer cette hypothèse. 

La figure 3.35 présente la forme prise par la population sur les différents matériaux à J4 en 

milieu de différenciation. 

 

 
Figure 3.35 : Résultats de l’ensemencement en gouttes sur les 5 surfaces à J0 pour les hMSCs en 

milieu ostéoinducteur. La flèche jaune représente l’orientation de la surface dans le cas où celle-ci 

existe. 

 

Globalement, on observe une population cellulaire plus compacte pour l’ensemble des surfaces. 

Cela est en accord avec les résultats de la prolifération en milieu de différenciation, avec une 

prolifération plus faible. Les observations au microscope à fluorescence nous permettent de supposer 

une motilité moins grande pour les hMSCs dans ce milieu.  

La population sur le matériau C0 présente une forme très dense avec la formation de plusieurs 

épaisseurs de cellules. La comparaison à C0 n’est pas réalisable ; cependant la faible valeur de Ap fait 
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supposer un faible étalement de la population sur la surface. Aucune orientation significative ne semble 

ressortir du cliché de la population. Cependant, une cohésion semble s’être mise en place dans la 

population, comme le montre la figure 3.36 avec la mise en place d’un réseau de filaments d’actine. 

Bien que cette observation ne se limite qu’à un seul cliché, on observe ici un comportement opposé à ce 

qui est observé en milieu de prolifération. 

  
(a) (b) 

Figure 3.36 : Disposition des filaments d’actine au sein de la population pour C0. (a) cliché des 

cellules au centre de la population. (b) mise en évidence des filaments d’actine. 

 

Une forte croissance cellulaire de la population semble être observée sur C4 en milieu de 

différenciation. De plus, comme pour le milieu de prolifération, la population ici présente de multiples 

orientations, soulignant ainsi l’effet de la surface sur la population. On peut donc supposer que les 

hMSCs en milieu de différenciation sont aussi sensibles à la présence des rainures submicroscopiques 

que des hMSCs en milieu de prolifération. Cependant, cela ne reste qu’une hypothèse. 

Une croissance cellulaire significative est observée sur les surfaces C1 et C2, bien que cela ne 

soit pas validé statistiquement. Aucune orientation spécifique n’est observée pour C2. Cependant, une 

polarisation de la population est observée pour C1, avec une répartition des hMSCs ainsi que de leurs 

filaments d’actine le long de la surface (figure 3.37). Ces résultats, avec ceux de C0, montrent l’influence 

de la rugosité à l’échelle microscopique sur la polarisation de la population. 

  
(a) (b) 

Figure 3.37 : Disposition des filaments d’actine au sein de la population pour C1. (a) cliché des 

cellules au centre de la population. (b) mise en évidence des filaments d’actine. 
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Enfin, la population sur le matériau C3 montre une croissance cellulaire à J4 ainsi qu’une 

absence d’orientation de la population. La population de cellules est très dense avec la présence de 

plusieurs couches de cellules (voir figure 3.38). Cette observation montre que la population de cellules 

croît de préférence en couche, soulignant une fois encore une mauvaise compatibilité de la cellule au 

matériau C3. 

    
(a) z=0 μm (b) z=8 μm (c) z=16 μm (d) z=24 μm 

Figure 3.38 : Distribution des hMSCs sur la hauteur de C0 

 

L’ensemble des résultats observés semble coïncider avec les résultats de prolifération en milieu 

de différenciation pour le pool 2. Il serait intéressant d’étudier les différences de morphologies des 

populations de cellules pour les différents pools. 

3.3.4. Discussion 

Ces analyses morphologiques des hMSCs sur les différents matériaux et selon différents milieux 

ont permis de faire des observations qui complètent les tests d’adhésion et de prolifération. 

L’une des hypothèses de notre étude est que la forte rugosité présente sur la surface brute SLM 

C0 est un frein à l’ostéointégration, avec une inhibition de la prolifération cellulaire. Les résultats de 

prolifération obtenus précédemment ne permettent ni d’infirmer, ni de confirmer cette hypothèse. 

Cependant, les analyses morphologiques apportent des explications sur la manière dont les hMCS 

prolifèrent sur C0. Le premier point observé est la mise en évidence d’une prolifération dans l’épaisseur, 

contrairement à ce que l’on peut observer sur la surface C4 où les cellules s’étalent plus sur la surface. 

En effet, les analyses au microscope à fluorescence montrent une adhésion des cellules sur et autour des 

particules. Lors de l’arrivée des cellules à la surface, celles-ci se posent par gravité sur les particules 

présentant une grande surface de contact, favorisant donc l’adhésion au niveau de celles-ci. Les cellules 

vont donc suivre la topographie de ces particules et proliférer autour de celles-ci dans la hauteur plutôt 

que dans la longueur. Le deuxième point observé est l’absence de cohésion entre les cellules sur les 

cellules en milieu de prolifération. Celles-ci forment une couche de cellules trouée, avec la présence de 

zones sans cellules. Bien que cela ne soit pas démontré, ces zones sans cellules semblent correspondre 

à une absence de particules. Cela vient donc appuyer notre hypothèse d’adhésion préférentielle au 

voisinage des particules. On peut aussi ajouter que la quantité de connexions intercellulaires est 

significativement plus faible pour les cellules sur C0 par rapport au plastique et à C4. Ce problème ne 

s’observe pas en milieu de différenciation, où les cellules présentent une forte cohésion cellulaire. Le 

troisième point observé est la connexion entre les cellules et la surface du matériau C0. En effet, quel 

que soit le milieu de culture, les observations des cellules sur les différentes profondeurs (figure 3.20 et 

figure 3.27) montrent un faible contact des cellules avec la surface elle-même (z=0 μm), remplacé par 

un contact important avec les particules. On obtient donc un contact entre les cellules et la surface se 

faisant exclusivement avec les particules. Cet aspect peut être à l’origine de problèmes par la suite, 

surtout pour un fonctionnement mécanique où l’ensemble des efforts serait transmis par ces particules. 

Il serait donc intéressant par la suite d’étudier l’efficacité de la connexion osseuse sur une telle surface. 

Ainsi, cela montre donc que si la surface SLM brute respecte les critères de biocompatibilité, 



 

121 

 

l’organisation des cellules à la surface peut être la source de problématiques pour le bon fonctionnement 

d’un implant.  

Les données d’adhésion et de prolifération n’ont pas permis de mettre en évidence de différences 

significatives entre les différents matériaux. Cependant, des différences significatives sont observées en 

termes de morphologie cellulaire. Les morphologies observées à J0 sont assimilables à l’adhésion des 

cellules mesurées dans la section précédente. A l’échelle de la cellule, celles-ci affichent une forme 

sphérique, que l’on retrouve lors de l’adhésion initiale à la surface, avec aucune différence significative 

entre les différents matériaux. Ceci est évidemment l’état initial recherché afin de pouvoir déterminer 

l’influence des différents matériaux. Les observations à J4 montrent une influence significative des 

différents matériaux sur la morphologie cellulaire. Comme cela fut expliqué précédemment, la 

morphologie du matériau C0 modifie le comportement des hMSCs en milieu de prolifération et de 

différenciation. Cependant, il n’a pas été possible de corréler les observations faites à une baisse de la 

prolifération cellulaire. Au contraire, le matériau C4 ne présente pas de topographie à l’échelle 

microscopique, malgré la présence de rainures submicroscopiques créées par le polissage abrasif. Les 

observations montrent un fort étalement cellulaire des hMSCs sur C4, ainsi qu’une dispersion 

significative de la population de cellules en milieu de prolifération et de différenciation. Ces résultats 

sont similaires au comportement des hMSCs sur la surface plastique et viennent appuyer la 

biocompatibilité du matériau TA6V. Malgré l’absence de validation statistique, les résultats quantitatifs 

de prolifération sur les matériaux C1 et C2 semblent montrer une amélioration de croissance cellulaire 

par rapport à C4, C2 présentant les résultats les plus proches de C4. Les analyses morphologiques de C1 

et C2 vont dans le même sens que ces résultats. En effet, les hMSCs sur C1 présentent un étalement 

cellulaire plus important par rapport à C0 avec une polarisation des cellules dans le sens de la surface. 

Cette polarisation s’observe aussi sur la morphologie de la population, même dans le cas d’empilement 

de couches de cellules où certaines d’entre elles ne sont pas en contact direct avec la surface. Les hMSCs 

sur C2 présentent un étalement encore plus important que sur C1, avec cependant une orientation moins 

prononcée. L’étalement étant le signe que la cellule a bonne interaction avec la surface, les matériaux 

C1 et C2 peuvent donc être considérés comme meilleures en termes de biocompatibilité par rapport à 

C0. Enfin, le matériau C3 ne respectait pas nos hypothèses de biocompatibilité que l’on s’était fixées. 

Les données d’adhésion ont montré une adhésion similaire à C4, avec cependant une diminution de cette 

adhésion dans le temps. Bien que non démontrée statistiquement, la prolifération observée était 

significativement plus faible par rapport au plastique et à C4, avec un effet exacerbé en milieu de 

différenciation. Les données morphologiques obtenues permettent d’expliquer les précédents résultats. 

Les hMSCs présentent un faible étalement comparé à C4, couplé à une forte élongation cellulaire. La 

faible présence d’extensions cytoplasmiques ainsi que la désorganisation des filaments d’actine au sein 

des surfaces montrent une mauvaise compatibilité des cellules avec C3 pour les deux milieux. On peut 

donc supposer que la topographie de surface obtenue pour C3 n’est pas favorable à une bonne 

biocompatibilité. Cependant, cette mauvaise compatibilité peut aussi s’expliquer par d’autres facteurs 

(chimiques, mécaniques…) qui sont modifiés durant le sablage. 

Les résultats d’adhésion et de prolifération n’ont pas permis de mettre en évidence de corrélation 

claire entre la rugosité de la surface, sa mouillabilité et les données de biocompatibilité. Cependant, la 

combinaison de ces résultats aux analyses morphologiques permet de tirer des suppositions quant à 

l’influence de de la topographie des surfaces. Le premier point d’intérêt est l’influence des différentes 

échelles de rugosité sur la morphologie cellulaire. C0 montre la plus grande échelle de rugosité, avec de 

topographie à la même dimension que la cellule, suivi par C1 puis C2. C4 présente une autre échelle de 

rugosité, via la présence de rainures submicroscopiques. Enfin, C3 présente un mélange de différentes 

échelles de rugosité. Le paramètre généralement utilisé afin de caractériser la rugosité de la surface est 

le paramètre Sa.  Le matériau C0 présente la plus grande valeur de Sa, suivi par C1, C3, C2 puis C4. En 

termes d’étalement des hMSCs, son augmentation semble être corrélé à la diminution de Sa. Cependant, 

la surface C3 vient contredire cette relation avec la plus faible valeur d’étalement à J4. Globalement, 

cela valide les observations de la littérature montrant un meilleur étalement cellulaire sur les surfaces de 
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faible rugosité (entre 1 μm et 2 μm). Cependant, ceci ne prend pas en compte les différentes échelles de 

rugosité (avec C3) ainsi que les topographies atypiques (avec C0). Du point de vue de l’anisotropie 

topographique de la surface, mesurée via le paramètre Str, des influences ont été mises en évidence sur 

les surfaces C0, C1, C2 et C4. Seul le matériau C1 est défini C1 est défini comme anisotrope (Str ≤ 0.5), 

avec une polarisation significative des hMSCs ainsi que de la population dans le sens de la surface. Le 

matériau C2 est considéré comme homogène (Str ≥ 0.5) avec aucune polarisation explicite observée au 

niveau des hMSCs ainsi qu’au niveau de la population. Cela laisse donc supposer une corrélation entre 

le paramètre Str et la polarisation des cellules. Cependant, le matériau C0 est considéré comme 

homogène mais présente néanmoins des traces de polarisation au niveau des hMSCs. Cela est dû à 

l’anisotropie créée par la fabrication en couche cachée par les particules enkystées dans la surface. De 

même, C4 est considéré comme homogène mais présente de multiples polarisations de hMSCs liées à 

la présence de rainures submicroscopiques On observe donc la limite de la corrélation entre Str et la 

polarisation cellulaire pour des cas où différentes échelles de rugosité coexistent. Un autre point à 

prendre en compte dans la rugosité est sa fréquence spatiale, définie par le paramètre Sal. Cette fréquence 

spatiale va définir l’espacement entre chaque variation significative de la surface, et affecte donc la 

morphologie cellulaire, particulièrement pour des valeurs proches de la dimension de la cellule. Sur les 

matériaux C0 et C1 présentant des valeurs de Sal de l’ordre de grandeur de la cellule (Sal ≤ 50 μm), 

l’influence de la rugosité sur la morphologie cellulaire est le plus prononcé, avec une modification 

significative de la polarisation cellulaire ainsi que de l’étalement cellulaire par rapport à C4 et au 

plastique. Au contraire, sur les matériaux C2 et C4 présentant des valeurs de Sal supérieures à l’ordre de 

grandeur de la cellule (Sal ≥ 100 μm), l’influence de la rugosité est plus faible, avec un plus grand 

étalement cellulaire. Le matériau C4 vient appuyer ces observations avec une modification significative 

de la polarisation cellulaire en présence de rainures submicroscopiques inférieures à la dimension de la 

cellule, et non prises en compte dans le calcul du paramètre Sal. De la même manière, le matériau C3 

modifie significativement la morphologie des hMSCs avec la présence de rugosité à l’échelle 

submicroscopique, malgré une valeur de Sal ≥ 100 μm. Ainsi, cela montre la limite de l’utilisation du 

paramètre Sal pour des surfaces présentant de multiples échelles de rugosité. Enfin, aucun lien n’a pu 

être trouvé entre la mouillabilité et la morphologie des hMSCs sur les différents matériaux. Ceci peut 

être attribué à la grande variété de topographies de surface jouant aussi sur la mouillabilité de celles-ci. 

Il est alors impossible de déterminer l’effet de la mouillabilité seule par rapport à l’effet de la rugosité, 

ou d’autres facteurs de surface. 

3.4. Conclusion 

La biocompatibilité des différentes surfaces (C0, C1, C2, C3 et C4) a été caractérisée via 

différents tests de cytocompatibilité (cytotoxicité, adhésion, prolifération), référencés au sein de la 

norme ISO 10993-5. Les propriétés d’ostéoinduction de la surface ont été étudiées à l’aide de tests de 

minéralisation. Les études de cytotoxicité ont permis de montrer l’absence de toxicité significative pour 

l’ensemble des matériaux. Cela a permis de prouver l’absence d’apport toxique par le procédé SLM et 

les différents traitements de surface. Les tests de cytocompatibilité ont montré la présence d’adhésion et 

de prolifération sur l’ensemble des surfaces, ce qui permet de supposer la biocompatibilité de l’ensemble 

des surfaces. Cependant, les tests n’ont pas pu être menés à terme, empêchant une validation statistique. 

En termes d’adhésion, les résultats actuels n’ont pas montré de différences nettes entre les différentes 

surfaces. De la même manière, les tests de prolifération montrent des résultats différents d’un pool à un 

autre, ne permettant pas de distinguer les surfaces. Cependant, C3 semble montrer une prolifération 

moins efficace que sur les autres surfaces, montrant l’aspect inhibant de la rugosité à l’échelle 

submicroscopique. Les propriétés ostéoinductrices des surfaces n’ont pas pu être déterminées dues à des 

bruits de fond très importants. L’étude de la morphologie cellulaire au microscope à fluorescence a 

apporté plus d’informations sur les comportements des hMSCs sur les surfaces, permettant de faire une 

distinction entre les différentes surfaces. Les plus grands étalements cellulaires sont observés sur C4 et 

C2, signe de bonnes interactions entre les hMSCs et les surfaces. L’anisotropie de C1 apportée par le 
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procédé SLM a montré une influence directe sur l’orientation des hMSCs. Les hMSCs présentent les 

plus faibles interactions sur C3, ce qui laisse supposer une mauvaise compatibilité avec les hMSCs. 

L’ensemble des résultats semble montrer que la rugosité est un facteur important déterminant la réponse 

cellulaire. Néanmoins, la non prise en compte des autres paramètres surfaciques (mécaniques, 

chimiques…) ne nous permet pas de valider cette hypothèse. 
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Chapitre 4 : Effet de la rugosité sur la 

migration unicellulaire : étude numérique 
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Les interactions entre les cellules et la surface dépendent des propriétés surfaciques de celle-ci, 

notamment la topographie de la surface. La topographie semble jouer un rôle important, en particulier 

pour des dimensions proches de celle de la cellule. La compréhension de la rugosité sur différents 

phénomènes cellulaires intervenant durant l’ostéointégration nécessite donc le développement d’un 

modèle numérique basé sur les résultats expérimentaux et la littérature. Ce chapitre présente un modèle 

numérique de migration sur des surfaces de références et sur des surfaces obtenues par FA SLM.  

4.1. Choix du modèle numérique 

 4.1.1. Revue de littérature des modèles existants 

L’ensemble des mécanismes cellulaires qui régissent la migration et la prolifération cellulaire 

ne sont pas encore complètement maitrisés. En effet, ces mécanismes biologiques sont contrôlés par des 

signaux biochimiques et par des forces mécaniques extérieures. En interagissant avec la matrice 

extracellulaire (MEC) et le substrat, les cellules migrent et communiquent entre elles, permettant ainsi 

la formation de tissus cellulaires. Les interactions entre la cellule et le substrat (via la MCE) sont 

cruciales pour la formation et le fonctionnement de tissus [1]. Si ces interactions peuvent être de nature 

chimique [2], [3] ou mécanique [4]–[6], elles peuvent être aussi de nature topographique, en particulier 

à l’échelle microscopique. Afin de pouvoir identifier l’influence des différentes propriétés de l’état de 

surface tout en ayant un contrôle de l’environnement, l’utilisation d’un modèle numérique est 

envisageable. 

Différentes approches numériques ont été proposées dans la littérature afin d’avoir une meilleure 

compréhension des mécanismes cellulaires [7] et deux approches de modélisation peuvent être 

distinguées : l’approche continue et l’approche discrète (figure 4.1).  
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(a) 

 
(b) 

Figure 4.1 : (a) Description schématique des méthodes discrète et continue, adaptée de Discher et 

al [8]. (b) Complexité de calcul VS échelle d’analyse pour les différentes méthodes de modélisation, 

adaptée de S. Tanaka et al [7]. 

 

Dans l’approche continue, les objets (cellules ou tissus) sont décrits comme des structures 

continues auxquelles sont attribuées des propriétés mécaniques, chimiques ou autres. A l’échelle de la 

cellule, on peut distinguer deux familles : les modèles continus cellulaires et les modèles continus 

tissulaires. La modélisation de phénomènes complexes au niveau du tissu cellulaire (croissance, 

comportements mécaniques…) se fait généralement via une approche par éléments finis (EF). On peut 

citer l’étude de Munoz et al [9] analysant les aspects mécaniques de la morphogénèse à partir d’un 

modèle EF. D’autres modèles continus utilisent la méthode EF afin de prédire la croissance des tissus 

osseux autour d’une prothèse [10] ou de tissus mous [11] soumis à des contraintes mécaniques. 

Cependant, l’approche mécanique n’est pas la seule approche utilisée. Cette approche par EF est aussi 

adoptée dans des modèles continus cellulaire afin d’analyser le mouvement cellulaire ainsi que la 

migration. Au sein de ces modèles, la cellule est définie par un matériau homogène (ou décomposée en 

plusieurs parties homogènes) auxquelles des lois et des propriétés sont attribuées. On peut citer deux 

études de Allena et al [13], [14] analysant différents aspects mécaniques de la cellule au sein de la 

migration unicellulaire via un modèle EF. De la même manière, Kim et al [15] analysent l’influence de 

différents aspects cellulaire au sein de la durotaxis à l’aide d’un modèle EF 3D. Les différents modèles 

décrits ainsi que la figure 4.1 montrent que les modèles continus sont adaptés à l’étude d’un objet 

cellulaire (cellule, tissu…) avec des temps de calcul relativement faibles selon la complexité de l’objet 
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étudié. Cependant, les avantages de l’approche continue disparaissent lorsque des problématiques 

multiéchelles apparaissent.  

 

Concernant les modèles se basant sur l’approche discrète, chaque objet (cellule, tissu…) est 

défini par un élément ou un ensemble d’éléments finis [7]. L’avantage de cette approche est la capacité 

de modéliser des systèmes complexes ainsi que l’ajout relativement aisé de mécanismes cellulaires 

(adhésion, motilité…), tout en prenant en compte les interactions entre les objets. Cette approche est 

particulièrement bien adaptée à des problématiques multiéchelles. Cependant, cette approche demande 

une grande puissance de calcul et elle est limitée à un certain nombre d’objets. Dans la suite, les 

différentes méthodes présentées dans la figure 4.1 sont brièvement décrites. 

1. La méthode Vertex. Il s’agit d’une approche 2D ou 3D basée sur la méthode de Voronoi [16]. 

Les cellules sont approximées par des polygones centrés sur un point qui se déplacent suivant 

la mécanique Newtonienne. C’est une méthode généralement utilisée lorsque l’on étudie des 

problématiques liées à la morphogénèse [17]–[20], et elle présente l’avantage d’être facile à 

prendre en main avec une totale liberté sur le code, tout en implémentant la mécanique 

newtonienne pour avoir une signification physique. Cependant, cette méthode s’applique à la 

modélisation de populations de cellules denses. 

2. La méthode « Immersed boundary ». Cette méthode mélange la méthode Vertex et la 

dynamique des fluides, où les cellules sont modélisées par des polygones [21]. Cependant, 

contrairement au modèle de Vertex, les cellules ne partagent pas leurs frontières et les polygones 

sont immergés dans un fluide qui suit l’équation de Navier – Stokes. Cette approche a l’avantage 

de prendre en compte les changements internes de la cellule mais requiert une grande puissance 

de calcul (figure 4.1b). 

3. La méthode à base de particules. Il s’agit d’une méthode où chaque cellule est représentée par 

une sphère ponctuelle [22]. Dans le même esprit, on peut aussi citer la méthode Cellular 

Automata qui décrit la cellule comme une particule correspondant à un site au sein d’un lattice 

[23], [24]. Ces méthodes sont plutôt adaptées à des modélisations de larges populations de 

cellules en omettant certains détails cellulaires, tels que les variations de forme d’une cellule 

[25].  

4. La méthode des éléments subcellulaires. Il s’agit d’une méthode de modélisation de la cellule 

avec ses différents éléments [26]. Cette approche suppose que le cytosquelette d’une cellule (ou 

la cellule elle-même) est divisé en un certain nombre fini d’éléments subcellulaires. Chaque 

élément est mathématiquement et numériquement représenté par un centroïde et interagit 

biophysiquement via des forces dérivant de potentiels d’interactions. Ces éléments peuvent être 

de différentes natures, allant d’un composant de la cellule (i.e. membrane, noyau…) à des nœuds 

[27]. L’inconvénient majeur de cette méthode est la puissance de calcul demandée dans le cas 

de la modélisation d’une population cellulaire (figure 4.1b). 

5. La méthode « Cellular Potts » (CP). C’est une méthode qui modélise un comportement 

cellulaire via une technique énergétique basée sur la minimisation de l’énergie via l’Hamiltonien 

H pour pouvoir simuler le comportement cellulaire [28]. L’environnement est constitué d’une 

grille composée de sites, dont les indices représentent le type d’objets (cellules, substrat…), et 

le calcul de la variation énergétique du système est basé sur les différents aspects cellulaires, tel 

que l’adhésion ou la déformabilité de la cellule. Ce type de méthode présente l’avantage d’avoir 

été utilisé pour étudier de nombreux phénomènes cellulaires (migration cellulaire [29], 

angiogenèse [30]…). 

L’étude de l’ostéointégration en fonction de la rugosité de la surface nous pousse à adopter une 

méthode permettant non seulement de modéliser la réponse de la cellule à la rugosité, mais aussi de 

décrire de façon discrète la population de cellules afin de prendre en compte les différentes échelles 

d’étude. Ces différentes problématiques nous ont fait choisir la méthode Cellular Potts, qui est le bon 

compromis entre le niveau de détail requis et la complexité de calcul.  
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 4.1.2. La méthode Cellular Potts 

  4.1.2.1. Description, avantages et limitations 

La méthode CP est une méthode de modélisation discrète permettant d’étudier l’interaction entre 

les cellules et entre les cellules et leur environnement. Contrairement à d’autres méthodes cellulaires 

discrètes, l’approche CP ne prend pas en compte de processus physiques et chimiques, mais permet 

d’étudier des phénomènes biologiques complexes. Cette méthode a été introduite par Graner et Glazier 

en 1992 [28] et repose sur une version modifiée de la méthode Potts, consistant en un modèle 

d’interactions de spins au sein d’un lattice. A chaque pas de calcul (appelé Monte Carlo Step (MSC)), 

une copie aléatoire de chaque site du lattice vers un site voisin est testé via le calcul d’une différence 

énergétique, prenant la forme de l’hamiltonien ΔH. Cette différence énergétique permet de définir une 

probabilité d’acceptation de Boltzmann PB afin de décider de la validation ou non de la copie, prenant 

la forme de l’équation (4.1) :  

𝑃𝐵 = 𝑒
−
∆𝐻
𝑇  (4.1) 

 

Avec T la température de l’environnement, définissant sa motilité intrinsèque. La méthode CP considère 

la cellule comme un objet spatial, mais sans structure interne. Les cellules ainsi que les champs associés 

sont discrétisés en des lattices. La méthode CP suppose que les cellules peuvent subir des petites 

déformations et des changements de volumes selon le principe de minimisation de l’énergie libre qui 

contrôle leur dynamique. Par conséquent, les cellules réalisent des petits déplacements (i.e. << taille de 

la cellule). Cette méthode permet de capturer l’aspect stochastique du mouvement cellulaire ainsi que 

les changements morphologiques de la cellule.  

La méthode CP est une méthode accessible et régulièrement utilisée pour simuler la dynamique 

cellulaire. L’un des points forts de la méthode est la possibilité de modéliser une propriété cellulaire 

spécifique relativement aisément. Cette méthode est utilisée pour différentes applications telles que la 

modélisation du tri cellulaire au sein d’agrégats cellulaires [28], [31], de la croissance tumorale [32] et 

de l’angiogenèse [33]. L’influence de l’environnement a aussi été étudiée avec la méthode CP. On peut 

citer l’étude de M. Scianna et al [34] mettant en avant l’influence de l’orientation de la MEC sur la 

migration cellulaire ou les études de Allena et al [35] et Oers et al [36] qui analysent l’influence de la 

rigidité du substrat sur la migration. Cette méthode permet de bien gérer la cellule comme entité seule, 

et donc de pouvoir prendre en compte à la fois le comportement de la cellule seule ainsi que de 

l’ensemble de la population. Cet aspect multicellulaire a donné lieu à des études de comportement 

collectif au sein d’une population de cellules. Par exemple, l’étude de Kabla et al [37] prédit 

numériquement les différents modes de migrations collectifs selon les propriétés intracellulaires, tel que 

l’adhésion intracellulaire ou la motilité cellulaire. On peut aussi citer l’étude de Turner et al [38] sur 

l’invasion de cellules cancéreuses qui parvient à prédire le profil de prolifération ainsi que la forme en 

filament observée lors de l’invasion. Cette méthode est aussi utilisée pour des problèmes biologiques 

plus complexes. Comme exemple, on peut citer l’étude de Marée et al [39] sur la morphogénèse de 

Dictyostelium discoideum, ou l’étude de Wear et al [40] sur la modélisation du développement ovarien 

précoce chez la souris. 

La méthode CP a été critiquée pour son approche phénoménologique énergétique, jugée non-

physique car la méthode est dépourvue de forces Newtoniennes. De plus, la méthode fonctionne pour 

un intervalle restreint de température T. En effet, si la température est trop basse, le système se fixe dans 

un creux énergétique. Si la température est trop élevée, la connectivité n’est plus assurée, provoquant la 

fragmentation de l’entité. Cette dernière limite a pour effet de limiter la vitesse de simulation, avec aussi 

la résolution spatiale. Par ailleurs, la méthode CP est aussi connue pour diverger pour des temps de 

simulation très long [41]. Cependant, d’autres études ont prouvé la véracité de la méthode [42], [43].  
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  4.1.2.2. Applications à des problématique cellules/substrat 

Les signaux mécaniques et géométriques de la surface sur laquelle se situe la cellule sont 

reconnus comme étant des facteurs importants qui contrôlent le comportement cellulaire.  

Concernant l’aspect mécanique, l’influence de la rigidité du substrat sur le comportement 

cellulaire (i.e. morphologie, motilité et différentiation) a été démontrée. D’un point de vue numérique, 

des modèles basés sur la méthode CP ont permis d’obtenir une meilleure compréhension du 

comportement cellulaire. L’une de ces études, réalisée par Allena et al [35], met en lumière les 

modifications du comportement en fonction de la rigidité du substrat (i.e. durotaxis), plus 

particulièrement une migration préférentielle sur les surfaces les plus rigides, ainsi qu’une surface de 

contact plus grande avec le substrat. D’autres études adoptent une approche mécanique en combinant la 

méthode CP à une méthode aux éléments finis [36] , [44]. En effet, via le calcul des forces de tractions 

exercées par la cellule sur le substrat, un calcul aux éléments finis permet de déterminer la déformation 

du substrat et une minimisation de l’énergie est appliquée à ces déformations (figure 4.2a). L’aspect 

intéressant de ce type de modélisation est la possibilité de pouvoir prédire les forces de tractions 

s’appliquant sur la cellule à partir de la forme géométrique de la cellule en deux dimensions [45] (figure 

4.2b).  

Van Oers et al [36] et Scott et al [44] ont pu reproduire de nombreux aspects de la phase de 

prolifération cellulaire sur un substrat avec une rigidité spécifique, ainsi que la communication 

intercellulaire et la morphologie adoptée par les cellules. Cette approche est intéressante car elle permet 

de prendre en compte l’effet du substrat, malgré l’approche en 2D. 

 

  
  

(a) (b) 

Figure 4.2 : (a) Champs des déformations appliqué sur le substrat sous-jacent [36]. (b) Champ des 

forces de traction calculé à partir de la forme la cellule [45]. 

 

Concernant l’aspect géométrique, des recherches ont été menées ces dernières années et elles 

ont montré une influence de substrats à géométries spécifiques sur le comportement de la cellule [46], 

[47]. D’un point de vue expérimental, Théry et al [48] ont été capables d’influencer l’orientation et la 

polarisation cellulaire, ainsi que la division cellulaire [49], grâce à un contrôle de l’orientation de la 

MEC. Des résultats similaires ont pu être trouvés dans d’autres études via l’utilisation de patterns 

adhésifs présentant une géométrie spécifique (figure 4.3a), avec par ailleurs l’observation de la 

distribution des filaments d’actine suivant la géométrie [50]. Les analyses numériques ont permis de 

reproduire de tels résultats tout en apportant une meilleure compréhension de ces comportements 

cellulaires. Vianay et al [51] ont mis en place un modèle CP permettant de prédire la forme et 

l’orientation adoptée par une cellule sur une géométrie spécifique.  
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(a) (b) 

Figure 4.3 : (a) Morphologie acquise par la cellule en fonction la géométrie du substrat [49]. (b) 

Modèle CP de Albert et al.  [52] prenant en compte les forces tangentielles. 

 

On peut aussi citer l’étude de P.J. Albert et al [52], décrivant un modèle CP capable de prédire la forme 

cellulaire ainsi que la division cellulaire et l’adhésion sur des micro patterns (figure 4.3b). Ce modèle a 

aussi permis d’étudier la migration multicellulaire, avec la formation de régions incurvées le long d’une 

bande de fibronectine, ainsi que la formation de tourbillons au sein de la population [53] [54]. 

Néanmoins, une telle modélisation se limite à l’étude de formes spécifiques sur des patterns adhésifs 

planes. 

 

D’après la littérature, une cellule n’adhère pas directement au substrat, mais plutôt à la MEC 

présente sur celui-ci [55]. Cette MEC est composée entre autres de molécules d’adhésion (intégrine, 

fibronectine…) déposées à la surface selon la topographie de celle-ci. Ainsi, l’influence de la géométrie 

du substrat joue un rôle important dans le comportement cellulaire. Cette influence a été évaluée 

numériquement dans différentes études. Scianna et al [56] ont analysé l’influence de l’orientation de la 

MEC sur la morphologie ainsi que sur la migration cellulaire. Pour cela, ils se sont basés sur un modèle 

CP avec la MEC modélisés via un réseau fibré de collagène. En plus de discrétiser la cellule en 

différentes entités (i.e. noyau et cytoplasme), les filaments de collagène sont modélisés par des bandes 

fines auxquelles une énergie d’adhésion est associée (figure 4.4). Ce modèle a permis de mettre en 

lumière la forte corrélation entre la direction de migration d’une cellule et la distribution topographique 

des filaments du réseau, ainsi que sa densité et sa rigidité. Cette étude inclut aussi une analyse de 

migration collective lors du phénomène de cicatrisation. Cette analyse montre le rôle important joué par 

l’orientation et la densité du réseau de collagène sur la vitesse de cicatrisation. On peut citer aussi le 

travail de Bauer et al [57] qui étudie l’influence de la topographie de la MEC sur les interactions 

intercellulaires dans le cadre de l’angiogenèse. Grâce à ce modèle, les auteurs ont été capables de prédire 

quelle topographie de MEC avait pour effet d’inhiber la croissance des filaments et quelle densité de 

fibres permettait de maximiser la croissance cellulaire. En supposant que l’orientation de la MEC est 

guidée par l’orientation de la surface [58], cette méthode présente un intérêt pour analyser l’influence 

de l’orientation de la surface.  
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Figure 4.4 : Migration cellulaire (en 3D) au sein d’un réseau de fibres  de collagène  [56]. 

 

A notre connaissance, il n’existe pas aujourd’hui de modèles numériques traitant de l’influence de la 

topographie 3D sur la migration et la prolifération cellulaire. Nous proposons donc de développer un 

modèle numérique basé sur la méthode CP afin d’évaluer l’influence de la rugosité sur la migration et 

la prolifération. Au sein de ce chapitre, la migration unicellulaire est analysée sur différentes 

topographies de substrat. 

 

4.2. Implémentation du modèle CP sur des surfaces numériques 

 4.2.1. Description du modèle CP 

  4.2.1.1. La méthode CP 

Le modèle CP utilisé ici repose sur le travail de Allena et al [35] sur la migration cellulaire en 

présence de durotaxis (i.e. migration cellulaire en présence de durotaxis). Le domaine de simulation Ω∈ 

ℝ 3 est un réseau maillé (i.e. lattice) en 3D constitué de m sites identiques. Chaque site est défini par un 

centroïde xi ∈ ℝ 3 et par un label prenant la forme d'une valeur entière σ(xi) ∈ N. Chaque site voisin à xi 

est identifié par xi’. Chaque sous-groupe, défini par un unique label σ, forme une entité discrète associée 

à un type τ : τ = M pour le milieu, τ = S pour la surface, τ = C pour les cellules. La dynamique cellulaire 

est réglée par une méthode itérative et stochastique de minimisation de l'énergie totale du système, via 

une fonction Hamiltonienne H. L'algorithme employé est une modification de la méthode de Metropolis 

pour une dynamique de Monte Carlo-Boltzmann. A chaque pas de Monte Carlo (MCS), le modèle 

réalise un calcul énergétique de la tentative de copie aléatoire d’un index xi (aussi appelé xsource) vers son 

voisin xi’ (aussi appelé xcible). Cette tentative génère une différence énergétique ∆𝐻|𝜎(𝑥𝑠𝑜𝑢𝑟𝑐𝑒)→𝜎(𝑥𝑐𝑖𝑏𝑙𝑒) 

au niveau du site xsource entre l'état avant copie (𝐻𝑎𝑣𝑎𝑛𝑡 𝑐𝑜𝑝𝑖𝑒) et l'état après copie (𝐻𝑎𝑝𝑟è𝑠 𝑐𝑜𝑝𝑖𝑒) : 

 

∆𝐻|𝜎(𝑥𝑠𝑜𝑢𝑟𝑐𝑒)→𝜎(𝑥𝑐𝑖𝑏𝑙𝑒) = 𝐻𝑎𝑝𝑟è𝑠 𝑐𝑜𝑝𝑖𝑒 − 𝐻𝑎𝑣𝑎𝑛𝑡 𝑐𝑜𝑝𝑖𝑒 (4.2) 

 

Cette tentative est acceptée selon une probabilité donnée par la fonction acceptation de Boltzmann : 



 

135 

 

𝑃|𝜎(𝑥𝑠𝑜𝑢𝑟𝑐𝑒)→𝜎(𝑥𝑐𝑖𝑏𝑙𝑒) = 𝑚𝑖𝑛{1, 𝑃𝐵} = 𝑚𝑖𝑛 {1, 𝑒−
∆𝐻
𝑇 } (4.3) 

 

avec T la température de Boltzmann interprétée comme la fluctuation intrinsèque du système. H 

représente l’énergie libre du système, et se définit comme la somme d’autres fonctions hamiltoniens, 

chacune d’entre elles décrivant un mécanisme cellulaire. Dans le cadre de notre étude on considère : 

l’énergie d’adhésion Hadhésion entre la cellule et son environnement (i.e. surface, médium ou cellule), 

l’énergie de cohésion Hcohésion interne à la cellule et l’énergie Hmotilité liée à la motilité cellulaire. H peut 

donc être exprimé comme : 

𝐻 = 𝐻𝑎𝑑ℎé𝑠𝑖𝑜𝑛 +𝐻𝑐𝑜ℎé𝑠𝑖𝑜𝑛 + 𝐻𝑚𝑜𝑡𝑖𝑙𝑖𝑡é (4.4) 

 

  4.2.1.2. Hamiltonien d’adhésion 

Les interactions entre la cellule et son environnement sont définies par un terme énergétique 

d’adhésion : 

𝐻𝑎𝑑ℎé𝑠𝑖𝑜𝑛 =∑∑𝐽𝜎,𝜎′(1 − 𝛿𝑥,𝑥′)

𝑥′𝑥

 (4.5) 

 

où 𝛿𝑥,𝑥′ est la fonction de Kronecker et 𝐽𝜎,𝜎′ peut être de trois formes différentes :  

• 𝐽𝐶𝐶 représente l’adhésion entre les cellules ; 

• 𝐽𝐶𝑀 représente l’adhésion entre la cellule et le médium ; 

• 𝐽𝐶𝑆 représente l’adhésion entre la cellule et la surface. 

 

4.2.1.2. Hamiltonien de cohésion 

La variation de la cohésion interne de la cellule est décrite via le terme  ∆𝐻𝑐𝑜ℎé𝑠𝑖𝑜𝑛 : 

𝐻𝑐𝑜ℎé𝑠𝑖𝑜𝑛 =∑𝜆𝑆(𝑆𝜎 − 𝑆𝜎,0)
2
+ 𝜆𝑉(𝑉𝜎 − 𝑉𝜎,0)²

𝜎

 (4.6) 

 

avec 𝜆𝑆 la rigidité de la cellule, 𝑆𝜎 et 𝑆𝜎,0 la surface actuelle et la surface cible de la cellule 

respectivement, 𝜆𝑉 le terme de compressibilité mécanique et 𝑉𝜎 et 𝑉𝜎,0 le volume actuel et cible de la 

cellule respectivement.  

 

4.2.1.2. Hamiltonien de motilité 

Les deux hamiltoniens définis précédemment ne décrivent pas la dynamique cellulaire mais ils 

permettent de prendre en compte ses interactions avec l’environnement et sa réorganisation interne.  Un 

troisième terme ∆𝐻𝑚𝑜𝑡𝑖𝑙𝑖𝑡é est donc introduit : 

𝐻𝑚𝑜𝑡𝑖𝑙𝑖𝑡é =∑−𝜆𝑀 . (
𝑝 + 𝑣𝜎⃗⃗⃗⃗⃗

‖𝑝 + 𝑣𝜎⃗⃗⃗⃗⃗‖
) . 𝛿𝑟𝜎
⃗⃗ ⃗⃗ ⃗⃗ ⃗

𝜎

 (4.7) 
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avec 𝜆𝑀 le coefficient de motilité, 𝑣𝜎 le vecteur vitesse de la cellule σ,  𝑝 le vecteur polarisation et 𝛿𝑟𝜎
⃗⃗ ⃗⃗ ⃗⃗ ⃗ 

le déplacement du centre de masse (CM) de la cellule σ créé par la tentative de copie. La cellule conserve 

un mouvement fixe dans la direction 𝑝 et, en jouant sur 𝜆𝑀, la probabilité d’acceptation est modifiée, ce 

qui peut avoir un impact sur la vitesse moyenne.  

 

 4.2.2. Configuration du modèle 

  4.2.2.1. Paramètres du modèle 

Le lattice est un parallélépipède de dimensions 400 µm x 240 µm x 80 µm avec des conditions 

aux limites fixes (i.e. les frontières délimitant l’environnement sont considérées comme des murs 

infranchissables). Chaque site est défini par un voxel cubique de dimension 1 µm x 1 µm x 1 μm et la 

cellule est définie par un hémisphère de rayon 20 µm. Le volume initial de la cellule ainsi que sa surface 

initiale ont été définis égaux à 8000 µm3 et 5000 µm² respectivement afin de respecter l’échelle de 1 

µm3 par voxel. La température T est fixée à 15 x 10-27 kg/m²s², JCM et JCS sont égaux à 15 x 10-15 kg/s² 

et 1 x 10-15 kg/s² respectivement. La valeur de JCM a été choisie afin de garantir une surface de contact 

maximale entre la cellule et la surface. 𝜆𝑆 et 𝜆𝑉 sont fixés à 15 x 10-3 kg/s²m² et 50 x 10-9 kg/s²m3 

respectivement et 𝜆𝑀 est fixé à 10 x 10-18 kg/s²m3. Un MCS est égal à 10 s et le temps de simulation est 

de 8500 MCS, soit environ 24h. Pour chaque simulation, la cellule est en position de repos sur la surface 

pendant 150 MCS. Après cette période, la cellule commence à migrer sur la surface dans la direction 𝑝 

comme décrit via le terme ∆𝐻𝑚𝑜𝑡𝑖𝑙𝑖𝑡é. Toutes les simulations ont été répétées 15 fois afin d’obtenir des 

données consistantes et reproduisibles. Tous les paramètres du modèle et leurs valeurs sont reportés dans 

le Tableau 4.1. 

 
Description Symbole Valeur Unité 

Pas t 8500 MCS 

Température T 15 x 10-27 kg m²/s² 

Domaine lattice Ω 400 x 240 x 80 µm 

Volume cible 

Surface cible 

Vσ,0 
Sσ,0 

8 x 103 
5 x 103 

µm3  
µm2 

Lambda volume λV 50 x 10-9 kg/s²m3 

Lambda surface λS 15 x 10-3 kg/s²m² 

Lambda motilité λM 10 × 10−18 kg/s²m3 

Adhésion cellule/médium JCM 15 x 10-15 kg/s² 

Adhésion cellule/surface JCS 1 x 10-15 kg/s² 

Vecteur polarisation 𝑝 [
1
0
0
] - 

Table 4.1 : Paramètres du modèle CP 

 

  4.2.2.2. Paramètres d’évaluation 

Afin d’évaluer le comportement cellulaire au cours de la migration, plusieurs quantités ont été 

analysées : la vitesse de migration du CM de la cellule, la surface de contact entre la cellule et la surface 

et l’élongation de la cellule. La vitesse de migration est définie comme étant le rapport entre la distance 

parcourue par la cellule pendant la simulation et le temps de simulation. Le modèle a été calibré afin 
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d’obtenir une vitesse de migration de 0.18 µm/s (autour de 9 μm/h)  sur une surface plane sans 

topographie, en accord avec les données expérimentales de la littérature [59], [60], justifiant ainsi le 

ratio de 1 MCS pour 10 s. Concernant le calcul de la surface de contact, ce paramètre est obtenu en 

calculant du nombre de voxels de la cellule en contact avec la surface. La surface de contact est 

enregistrée tous les 10 MCS et sa valeur finale est obtenue correspond à la moyenne de l’ensemble des 

surfaces de contact. Afin d’analyser la morphologie de la cellule, la cellule est approximée par un 

ellipsoïde. Les 3 axes principaux (a, b et c avec c le petit axe) sont alors calculés tous les 10 MCS et 

moyennés à la fin de la simulation. A partir de ces valeurs, un paramètre d’élongation  
𝑎

𝑐
  est alors calculé.  

  4.2.2.3. Surfaces analysées 

Nous détaillons ici les différentes surfaces qui ont été testées. Tout d’abord une surface de 

contrôle (CTRL) a été définie. Cette surface est plane et l’altitude 𝑍(𝑥, 𝑦) de chaque point (𝑥, 𝑦) de la 

surface est défini comme :  

𝑍(𝑥, 𝑦) = 𝑍0 

 

(4.8) 

 

avec Z0 l'altitude de référence. 

En plus de la surface contrôle, quatre différentes surfaces ont été utilisées. 

  

(a) (b) 

  
(c) (d) 

Figure 4.5 : (a) Surface avec une topographie aléatoire. (b) Surface avec rainures parallèles à la 

direction de migration. (c) Surface avec rainures perpendiculaires à la direction de migration. (d) 

Surface avec sinusoïdes parallèles à la direction de migration (la légende en couleur indique 

l’altitude 𝑍(𝑥, 𝑦) de chaque point (𝑥, 𝑦) de la surface). 

 

1. La première surface présente une topographie aléatoire (figure 4.5a). L’altitude Z(𝑥, 𝑦) de 

chaque point (𝑥, 𝑦) de la surface varie aléatoirement entre 0 et R∈ ℝ. Z(𝑥, 𝑦) et elle donc définie 

par : 

𝑍(𝑥, 𝑦) = 𝑍0 + 𝑟𝑎𝑛𝑑𝑖(𝑅) − 𝑅 

 

(4.9) 

 

avec randi(R) la fonction générant un nombre entier aléatoire entre 0 et R.  



 

138 

 

2. La deuxième et troisième surfaces (figure 4.5b et 4.5c) présentent une topographie régulière 

obtenue via de rainures rectangulaires de largeur w et de profondeur d, orientées parallèlement 

(figure 4.5b et équation (4.10)) ou perpendiculairement (figure 4.5c et équation (4.11)) à la 

direction de migration 𝑝 . L’altitude 𝑍(𝑥, 𝑦) est donc définie par : 

𝑍(𝑥, 𝑦) = {
𝑍0   𝑖𝑓 𝑚𝑜𝑑(𝑦, 𝑤) ≤

𝑤

2
𝑍0 − 𝑑                   𝑒𝑙𝑠𝑒 

 

 

(4.10) 

𝑍(𝑥, 𝑦) = {
𝑍0   𝑖𝑓 𝑚𝑜𝑑(𝑥,𝑤) ≤

𝑤

2
 𝑍0 − 𝑑                      𝑒𝑙𝑠𝑒

 (4.11) 

 

où mod(*) représente l’opérateur module. 

3. Enfin, la quatrième surface (figure 4.5d) présente une topographie obtenue via des sinusoïdes 

d’amplitude A et de longueur d’onde λ, orientées parallèlement à la direction de migration 𝑝. 

L’altitude 𝑍(𝑥, 𝑦) est définie comme : 

𝑍(𝑥, 𝑦) = 𝑍0 + 
𝐴

2
 . 𝑐𝑜𝑠 (

2. 𝜋. 𝑦

𝜆
) (4.12) 

 

Les surfaces rainurées rectilignement et sinusoïdalement sont utilisées dans la littérature afin d’étudier 

la migration cellulaire et serviront donc de comparaison. Afin de faciliter la compréhension, certains 

paramètres précédemment introduits ont été normalisés par rapport au diamètre D de la cellule. Nous 

obtenons donc : 𝑅∗ =
𝑅

𝐷
, 𝑤∗ =

𝑤

𝐷
, 𝑑∗ =

𝑑

𝐷
, 𝜆∗ =

𝜆

𝐷
, et 𝐴∗ =

𝐴

𝐷
. Tous les paramètres définissant les surfaces 

analysées sont reportés dans le tableau 4.2. 

 

Description Symbole Valeur Unité 

Altitude de référence Z0 20 µm 

Diamètre cellule D 20 µm 

Amplitude maximale de la topographie 

aléatoire 
R [0 – 10] µm 

Largeur de rainure w 5, 10, 20 µm 

Profondeur de rainure d 1, 3, 5 µm 

Longueur d’onde de sinusoïde λ 5, 10, 20 µm 

Amplitude de sinusoïde A 2, 3, 4, 5, 6, 8, 10, 15, 20 µm 

Amplitude maximale de la topographie 

aléatoire normalisée 
R* [0 – 0.5] - 

Largeur de rainure normalisée w* 0.25, 0.5, 1 - 

Profondeur de rainure normalisée d* 0.05, 0.15, 0.25 - 

Longueur d’onde de sinusoïde 

normalisée 
λ* 0.25, 0.5, 1 - 

Amplitude de sinusoïde normalisée A* 
0.1, 0.15, 0.2, 0.25, 0.3, 

0.4, 0.5, 0.75, 1 
- 

Tableau 4.2 Paramètres définissant les surfaces étudiées. 
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 4.2.3. Résultats 

  4.2.3.1. Surface de contrôle 

Pour la surface de contrôle, nous avons étudié deux configurations : i) la cellule est laissée seule 

sans motilité sur la surface ; et ii) la cellule est motile selon une direction fixe. 

Dans la première configuration (figure 4.6a, b), la cellule adhère à la surface et adopte une forme 

hémisphérique avec une surface de contact circulaire, ce qui a été aussi observé expérimentalement [6], 

[61]. Cette morphologie est le résultat de la minimisation de l’énergie et de l’équilibre entre la 

dynamique interne de la cellule et ses interactions avec l’environnement.   

 

  

(a) (b) 

 
(c) 

Figure 4.6 : Morphologie de la cellule au repos sur la surface contrôle 

dans le plan (X-Y) (a), (Y-Z) (b) et en mouvement dans le plan (X-Y) à 

t=2000 MCS (c).  

 

Dans la deuxième configuration, la cellule conserve la forme hémisphérique durant son 

mouvement (figure 4.6c). Les résultats montrent une trajectoire rectiligne (figure 4.7a) avec une vitesse 

de migration moyenne de 8.9 μm/h (± 0.33). L’évolution de la surface de contact entre la cellule et la 

surface présente une phase transitoire jusqu’à la valeur de 940 μm² (± 10) à 2000 MCS où celle-ci se 

stabilise (figure 4.7b). La même évolution est observée pour l’élongation de la cellule (i.e. le paramètre 
𝑎

𝑐
) avec une stabilisation autour de 2 (figure 4.7c). Cette phase de transition est due au temps d’adaptation 

nécessaire à la cellule afin d’acquérir une morphologique énergétiquement stable. 
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(a) (b) (c) 

Figure 4.7 : Simulations de migration cellulaire sur la surface contrôle. Chaque figure montre les 

résultats de 10 simulations. (a) Trajectoire de la cellule dans le plan (X-Y). (b) Evolution de la 

surface de contact entre la cellule et la surface. (c) Évolution de l’élongation (i.e. paramètre 
𝑎

𝑐
) de 

la cellule. 

 

4.2.3.2. Surface aléatoirement rugueuse et influence de JCS 

Afin d’analyser la migration d’une cellule sur une surface aléatoirement rugueuse, une surface 

a été définie suivant l’équation (9) avec une valeur de R*=0.25. Similairement au cas de la surface 

contrôle, nous avons aussi considéré les deux configurations de repos et motilité.  

Les figures 4.8a et 4.8b montrent la morphologie adoptée par la cellule au repos sur la surface. 

Aucune différence significative n’est observée en termes de forme par rapport au cas de la surface 

contrôle. En effet, la cellule conserve une forme hémisphérique. Cependant, celle-ci montre une forme 

plus compacte lors de sa migration (figure 4.8c). 

  

(a) (b) 

 
(c) 

Figure 4.8 : Morphologie de la cellule au repos sur une surface avec 

une topographie aléatoire (R*=0.25) dans le plan (X-Y) (a) et (Y-Z) 

(b) et en mouvement dans le plan (X-Y) à t=2000 MCS (c). 
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Les trajectoires de la cellule sont toujours rectilignes (figure 4.9a). Cependant, la distance 

parcourue est beaucoup plus faible, avec une vitesse de migration de 2.8 μm/h (± 0.2) (comparée au 8.9 

μm/h sur la surface de contrôle). Au contraire, la surface de contact est significativement plus importante 

avec une valeur de 1620 μm² (figure 4.9b) (comparée au 940 μm² sur la surface de contrôle) et une 

élongation 
𝑎

𝑐
 moins importante autour de 1.6 (figure 4.9c) (comparée au 2 sur la surface de contrôle) . 

Comme pour la surface de contrôle, on observe une phase transitoire dans l’évolution de la surface de 

contact et de l’élongation. Cependant, cette phase transitoire est plus longue que dans le cas de la surface 

lisse. On peut donc conclure que sur une surface rugueuse la migration cellulaire est inhibée et une 

énergie plus importante est requise.  

   

(a) (b) (c) 

Figure 4.9 : Simulations de la migration cellulaire sur une surface présentant une topographie 

aléatoire (R*=0.25). Chaque figure montre les résultats de 10 simulations. (a) Trajectoire de la 

cellule dans le plan (X-Y). (b) Evolution de la surface de contact entre la cellule et la surface. (c) 

Évolution de l’élongation 
𝑎

𝑐
  de la cellule. 

 

Les résultats montrent donc une interaction entre la cellule et la surface différente de la surface 

de contrôle. La topographie module donc le comportement migratoire de la cellule. De plus, un autre 

paramètre interne au modèle CP permet d’influencer l’interaction entre la cellule et la surface : le 

paramètre d’énergie d’adhésion entre la cellule et la surface JCS. En effet, plus l’adhésion est forte (i.e. 

faible énergie d’adhésion), plus facilement la cellule se déplace sur la surface. Nous analysons ici 

l’influence de JCS et R* sur le comportement cellulaire. Pour ce faire, différentes simulations ont été 

lancées avec différentes valeurs de JCS (variations aléatoires entre 1.10-15 à 25.10-15 kg/s²) et trois 

différentes valeurs de R* (0, 0.15, and 0.25). 

   
(a) (b) (c) 

Figure 4.10 : Migration cellulaire selon différentes valeurs de JCS et R*. (a) Évolution de la vitesse 

de migration. (b) Évolution de la surface de contact. (c) Évolution de l’élongation 
𝑎

𝑐
. 
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Les résultats de ces évolutions sont présentés dans la figure 4.10. Les premiers résultats montrent 

que pour JCS = 1.10-15 kg/s² (donc pour un maximum d’adhésion à la surface sur la plage de valeur prise), 

on observe une diminution de la vitesse de migration avec l’augmentation de R*, prenant les valeurs 

moyennes de 8.9 μm/h, 4 μm/h et 2.8 μm/h pour les valeurs de R* respectives de 0, 0.15 et 0.25 (figure 

4.10a). Cela s’accompagne d’une diminution de l’élongation de la valeur moyenne de 2 à la valeur 

moyenne de 1.4 pour une augmentation de R* de 0 à 0.25, et d’une augmentation de la surface de contact 

avec R* pour atteindre une valeur moyenne de 1750 μm² à R*=0.25 (figures 4.10b et 4.10c). Cela appuie 

les précédents résultats ainsi que l’aspect inhibant de la topographie aléatoire au sein de la migration. 

La paramètre JCS montre aussi une influence significative sur la migration pour les différentes 

surfaces. Sur la surface de contrôle (R*=0, points bleus), la vitesse de migration décroit avec 

l’augmentation de JCS, allant de 8.9 μm/h à 2.8 μm/h pour JCS=15.10-15kg/s², où la vitesse se stabilise 

(figure 4.10a). De la même manière, on observe une diminution de la surface de contact (figure 4.10b) 

et de l’élongation (figure 4.10c) avec l’augmentation de JCS. Ceci montre que la diminution de la force 

d’adhésion entraine un décollement de la cellule de la surface, entrainant ainsi la reprise d’une forme 

sphérique de la cellule et une diminution de sa motilité. En présence de topographie aléatoire avec un 

R*=0.15 (points orange) et 0.25 (points verts), on observe une diminution de la surface de contact ainsi 

que de l’élongation avec l’augmentation de JCS. Cependant, une évolution différente est observée pour 

la vitesse. En effet, la vitesse d’abord augmente jusqu’à JCS = 15.10-15kg/s² et atteint les valeurs 

maximales de 4.5 μm/h pour R* = 0.15 et de 3.3 μm/h pour R* = 0.25. Ensuite, la vitesse diminue jusqu’à 

une valeur finale de 2.5 μm/h dans les 2 cas. Cette augmentation initiale de la vitesse sur les surfaces 

aléatoirement rugueuses est le résultat d’une diminution initiale de l’énergie dépensée à la surface avec 

la diminution de l’adhésion, la cellule étant moins en contact par la topographie de la surface. Cependant, 

la migration au sein du médium étant moins efficace que sur la surface (pour les valeurs de R* choisies), 

une ré-augmentation de cette énergie est observée avec la diminution de la surface de contact avec la 

surface, résultant en une diminution de la vitesse de migration. 

  4.2.3.3. Surface à rainures parallèles 

Pour la surface à rainures parallèles à la direction 𝑝 de migration, les rainures sont définies par 

une largeur normalisée w* =0.5 et une profondeur normalisée d*=0.25.  

Les figures 4.11a et 4.11b présentent la morphologie adoptée par la cellule au repos. La cellule 

acquiert la forme des rainures en s’allongeant dans leur direction (figure 4.11a).   
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(a) (b) 

 
(c) 

Figure 4.11 : Morphologie de la cellule au repos sur une surface avec des 

rainures parallèles (w*=0.5 et d*=0.25) à la direction de migration p dans le 

plan (X-Y) (a) et (Y-Z) (b) et en mouvement dans le plan (X-Y) à t=2000 MCS 

(c). 

 

Lorsque la cellule commence à migrer, elle garde cette forme allongée en migrant le long des 

rainures (figure 4.11c). Même si les trajectoires observées restent rectilignes comme pour les surfaces 

lisse et aléatoirement rugueuse (figure 4.12a), celles-ci semblent subir moins de variation dans la 

direction Y. De plus, on obtient une vitesse de migration plus élevée atteignant une valeur moyenne de 

15.7 μm/h (± 0.5), soit presque le double que celle obtenue dans le cas de la surface de contrôle. Comme 

pour la surface de contrôle, les évolutions de la surface de contact ainsi que de l’élongation 
𝑎

𝑐
 affichent 

une période transitoire allant jusqu’à 2000 MCS et se stabilisant ensuite à 1800 μm² (figure 4.12b) et 

2.6 (figure 4.12c) respectivement. Cette augmentation de l’élongation de la cellule par rapport à la 

surface de contrôle valide l’alignement de la cellule dans la direction des X observé sur la surface.  
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(a) (b) (c) 

Figure 4.12 : Simulations de la migration cellulaire sur une surface avec rainures parallèles à la 

direction de migration (w*=0.5 et d*=0.25). Chaque figure montre les résultats de 10 simulations. 

La ligne en pointillée représente la valeur moyenne du paramètre étudié pour la surface de 

contrôle. (a)  Trajectoire de la cellule dans le plan (X-Y). (b) Evolution de la surface de contact. (c) 

Évolution de l’élongation 
𝑎

𝑐
. 

 

Plusieurs simulations ont été menées pour différentes valeurs de d* et deux valeurs distinctes de 

w*. Les résultats sont présentés dans la figure 4.13, avec la ligne noire représentant la valeur du 

paramètre étudié pour la surface de contrôle. 

Pour w*=0.5, on observe une augmentation de la vitesse de 11.1 μm/h (± 0.4) à 16 μm/h (± 0.5) 

(figure 4.13a). Après avoir atteint cette valeur maximale, la vitesse de migration diminue jusqu’à 6.9 

μm/h (± 0.16) à d*=0.75. Pour w*=1, le même comportement est observé, avec une vitesse maximale à 

15.7 μm/h (± 0.6) à d*=0.25 et une diminution jusqu’à 12.9 μm/h (± 0.56) à d*=0.75. En termes de 

surface de contact (figure 4.13b), une augmentation de celle-ci est observée pour les deux valeurs de 

w*, correspondant à une augmentation de l’aire de la surface, de 1482 μm² (± 27) pour d*=0.05 à 3115 

μm² (± 11) pour d*=0.75 dans le cas de w*=0.5, et de 1371 μm² (± 19) pour d*=0.05 à 1846 μm² (± 45) 

pour d*=0.75 dans le cas de w*=1. En termes d’élongation (figure 4.13c), les valeurs observées sont 

significativement plus importantes que celles obtenues dans le cas de la surface de contrôle. Pour 

w*=0.5, une faible diminution initiale est observée de 2.83 (± 0.08) pour d*=0.05 à 3.12 (± 0.07) pour 

d*=0.15, suivi ensuite par une diminution jusqu’à 2.4 (± 0.05) pour d*=0.6. Dans le cas de w*=1, 

l’élongation diminue légèrement jusqu’à 3.03 (± 0.07) pour d*=0.15. Une faible augmentation est aussi 

mesurée à partir de d*=0.5 jusqu’à 3.11 (± 0.08) pour d*=0.65. L’ensemble de ces résultats montrent 

que l’augmentation de la profondeur d* ainsi que de la largeur w* des rainures affecte le comportement 

cellulaire, en l’améliorant ou en l’inhibant.  

 

   
(a) (b) (c) 

Figure 4.13 : (a) Évolution de la vitesse de migration. (b) Évolution de la surface de contact. (c) 

Évolution de l’élongation 
𝑎

𝑐
. La ligne noire représente la valeur du paramètre étudié pour la surface 

de contrôle. 
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  4.2.3.4. Surface à rainures perpendiculaires 

Pour la surface à rainures perpendiculaires à la direction 𝑝 de migration, les rainures sont définies 

par une largeur normalisée w* =0.5 et une profondeur normalisée d*=0.15.  

La cellule au repos s’aligne avec les rainures (figure 4.14a et 4.14b). Lorsque la migration 

démarre, le comportement cellulaire observé est différent de celui observé pour la surface de contrôle et 

la surface avec rainures parallèles à la direction de migration (figure 4.14c). 

 

  

(a) (b) 

 
(c) 

Figure 4.14 : Morphologie de la cellule au repos sur une surface avec des 

rainures perpendiculaires (w*=1 et d*=0.15) à la direction de migration dans le 

plan (X-Y) (a) et (X-Z) (b) et en mouvement dans le plan (X-Y) à t=2000 MCS (c). 

 

En termes de trajectoire (figure 4.15a), la cellule conserve une trajectoire rectiligne sur la 

surface. Cependant, le mouvement est discontinu à cause du passage de la cellule d’une rainure à une 

autre. Ce même comportement est observable pour l’évolution de la surface de contact (figure 4.15b) 

qui présente un profil sinusoïdal autour de la valeur de 1600 μm². Le même profil est obtenu pour 

l’élongation a/c (figure 4.15c) autour de la valeur de 2.6.  
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(a) (b) (c) 

Figure 4.15 : Simulations de la migration cellulaire sur une surface avec rainures perpendiculaires 

à la direction de migration p (w*=1 et d*=0.15). Chaque figure montre les résultats de 10 

simulations. La ligne en pointillée représente la valeur du paramètre étudié sur la surface de 

contrôle (R*=0). (a)  Trajectoire de la cellule dans le plan (X-Y).  (b) Évolution de la surface de 

contact. (c) Évolution de l’élongation 
𝑎

𝑐
. 

 

Plusieurs simulations ont été menées pour différentes valeurs de d* (de 0.05 à 0.75) et deux 

valeurs de w* (0.5 et 1) (figure 4.16). L’évolution de la vitesse de migration sur la figure 4.16a montre 

une diminution de celle-ci avec l’augmentation de d* pour les deux valeurs de w*. Pour w*=0.5, 

l’augmentation de d* de 0.05 à 0.75 entraine une diminution de la vitesse de migration de 8.2 μm/h (± 

0.7) à 2.3 μm/h (± 0.9). Au-delà de d*=0.15, la cellule n’arrive pas à démarrer sa migration. Pour w*=1, 

on observe diminution de la vitesse de 8.2 μm/h (± 0.4) à 1.9 μm/h (± 0.3). De la même manière, au-

delà de d*=0.4, la cellule ne démarre pas sa migration. Comparée à la migration cellulaire sur la surface 

de contrôle, la vitesse de migration observée ici est significativement plus faible. De plus, les vitesses 

observées pour w*=1 sont généralement plus élevées que celles obtenues avec w*=0.5. Cela confirme 

la difficulté de la cellule à se déplacer sur la surface dans la direction p perpendiculaire à l’orientation 

des rainures, car plus d’énergie est requise. En termes de morphologie (figure 4.16b), à faible d* (≤ 0.1), 

la cellule arrive à migrer sur la surface en changeant constamment de forme lors de son passage d’une 

rainure à l’autre. Cependant, au-delà de d*=0.15 pour w*=0.5 et d*=0.35 pour w*=1, la cellule acquiert 

de manière permanente la forme de la rainure et arrête de migrer. Cette modification de morphologie a 

des effets sur la surface de contact qui augmente de 1400 μm² (± 99) pour d*=0.05 à 3034 μm² (± 24) 

pour d*=0.45 dans le cas de w*=0.5. Une diminution est alors observée à partir de cette valeur jusqu’à 

d*=0.75. Dans le cas de w*=1, une augmentation de la surface de contact est aussi observée jusqu’à 

2214 μm² (± 29) pour d*=0.35, suivie par une légère diminution. L’arrêt de l’augmentation de la surface 

de contact coïncide avec l’arrêt de la migration de la cellule, au moment où celle-ci se retrouve 

emprisonnée au sein d’une rainure. Enfin, l’élongation de la cellule a/c suit le même comportement que 

la surface de contact (figure 4.16c). En effet, pour w*=0.5, une augmentation est enregistrée jusqu’à d*= 

0.35 avec une valeur d’élongation de 5.6 (± 0.2), suivie par une faible diminution atteignant la valeur de 

4.92 (± 0.24) pour d*=0.75. De la même manière, pour w*=1, l’élongation augmente jusqu’à atteindre 

un maximum de 4.84 (± 0.25) pour d*=0.45, suivie par une diminution jusqu’à la valeur de 2.68 (± 0.56) 

pour d*=0.75. Il est à noter qu’un phénomène de fragmentation cellulaire est observée- au-delà de 

d*=0.5 pour w*=0.5, et au-delà de d*=0.65 pour w*=0.5. 
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(a) (b) (c) 

Figure 4.16 : Migration cellulaire sur une surface rainurée orientée dans le sens des X selon 

différentes valeurs de w*et d*. (a) Évolution de la vitesse de migration. (b) Évolution de la surface 

de contact. (c) Évolution de l’élongation 
𝑎

𝑐
. La ligne noire représente la valeur du paramètre étudié 

sur la surface de contrôle. 

 

  4.2.3.5. Surface à rainures sinusoïdale 

Nous analysons ici surface avec des rainures sinusoïdales parallèles à la direction de migration 

𝑝. Chaque rainure sinusoïdale est définie par une longueur d’onde normalisée λ*=0.5 et une amplitude 

normalisée A*=0.25 (suivant l’équation (12)).  

La figure 4.17 présente la morphologie de la cellule au repos sur la surface sinusoïdale (figures 

4.17a et 4.17b). La cellule s’aligne le long des rainures comme observé dans les configurations 

précédentes. Cet alignement est aussi observé lors de la mise en mouvement de la cellule (figure 4.17c). 

 

  

(a) (b) 

 
(c) 

Figure 4.17 : Morphologie de la cellule au repos sur une surface avec des 

rainures sinusoïdales parallèles à la direction de migration p (λ*=0.5 et 

A*=0.25) dans le plan (X-Y) (a) et (Y-Z) (b) et en mouvement dans le plan (X-

Y) à t=2000 MCS (c). 

 

Les résultats obtenus pour une cellule en mouvement sont similaires à ceux de la surface à 

rainures parallèles. L’ensemble des trajectoires suivent une trajectoire rectiligne, avec une vitesse de 
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migration de 11.8 μm/h (± 0.5) (figure 4.18a), supérieure à celle obtenue dans le cas de la surface de 

contrôle. En termes de surface de contact (figure 4.18b), celle-ci affiche une période transitoire 

d’environ 2000 MCS jusqu’à atteindre la valeur de 1720 μm². De même, on observe aussi une période 

transitoire pour l’élongation 
𝑎

𝑐
 de même durée jusqu’à la valeur moyenne de 2.4 (figure 4.18c), moins 

élevée que celle obtenue dans le cas de la surface à rainures parallèles à dimensions équivalentes (λ* 

=w* et A*=d*).  

   

(a) (b) (c) 

Figure 4.18 : Simulations de la migration cellulaire sur une surface à rainures sinusoïdales 

parallèles à la direction de migration p (w*=0.5 et d*=0.15). Chaque figure montre les résultats de 

10 simulations. La ligne en pointillée représente la valeur du paramètre étudié sur la surface lisse 

(R*=0). (a) Trajectoire de la cellule dans le plan (X-Y).  (b) Évolution de la surface de contact. (c) 

Évolution de l’élongation 
𝑎

𝑐
. 

 

Afin de déterminer l’influence de l’amplitude et de la longueur d’onde des rainures sinusoïdales, 

plusieurs simulations ont été menées pour différentes valeurs de A* (de 0.1 à 0.8) et deux valeurs de λ* 

(0.5 et 1). Les résultats des simulations sont présentés au sein de la figure 4.19.  

 

   
(a) (b) (c) 

Figure 4.19 : Migration cellulaire sur une surface rainurée orientée dans le sens des Y selon 

différentes valeurs de w*et d*. (a) Évolution de la vitesse de migration. (b) Évolution de la surface 

de contact. (c) Évolution de l’élongation 
𝑎

𝑐
. La ligne noire représente la valeur du paramètre étudié 

sur la surface de contrôle. 

 

Concernant la vitesse de migration (figure 4.19a), les résultats sont similaires à ceux obtenus 

pour la surface avec rainures parallèles à dimensions équivalentes (λ* =w* et A*=d*). Dans le cas de 

λ*=0.5, une augmentation initiale de la vitesse de 11.6 μm/h (± 0.4) à 15 μm/h (± 0.5) est observée pour 

A* allant de 0.1 à 0.25, respectivement. Après avoir atteint la valeur maximale, une diminution a lieu 

jusqu’à 8.1 μm/h (± 0.3) pour d*=0.8. Si on compare avec les résultats de la surface de contrôle, la 

vitesse de migration observée est supérieure pour A* allant de 0.1 à 0.7. Dans le cas de λ*=1, une 

diminution est observée pour A* allant de 0.1 à 0.4, allant de 10.6 μm/h (± 0.4) à 7.9 μm/h (± 0.14). 

Aucune différence significative est observée pour A* allant de 0.45 à 0.8. Contrairement à λ*=0.5, la 
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vitesse de migration est seulement supérieure à celle observée sur la surface de contrôle pour A* allant 

de 0.1 à 0.35. En termes de morphologie cellulaire (figure 4.19c), on observe une élongation significative 

de la cellule dans la direction des rainures, avec une augmentation de l’enveloppe externe de la cellule. 

Une faible diminution est observée pour les deux valeurs de λ*, allant de 2.92 (± 0.05) à 2.14 (± 0.05) 

pour A*=0.8 dans le cas de λ*=0.5 ; et allant de 2.75 (± 0.03) à 2.14 (± 0.05) dans le cas de λ*=0.5. Si 

l’élongation ici est plus forte que celle observée sur la surface de contrôle due à l’orientation de la 

surface, celle-ci se révèle être moins élevé que sur les surfaces rainurées à dimensions équivalentes (λ* 

=w* et A*=d*). En termes de surface de contact (figure 4.19b), une augmentation est observée pour les 

deux valeurs de λ*, atteignant 2947 μm² (± 29) pour A*=0.3 dans le cas de λ*=0.5 et 2188 μm² (± 87) 

pour A*=0.55 dans le cas de λ*=1. Au-delà de ces valeurs, aucune différence significative n’a été trouvée 

pour les deux valeurs de λ*. 

 

 4.2.4. Pertinence du modèle 

Dans cette section nous avons proposé un modèle CP 3D phénoménologique afin d’analyser 

l’influence de la topographie de la surface sur la motilité cellulaire. En particulier, nous avons quantifié 

les effets de la topographie sur la vitesse de migration, la surface de contact et la morphologie cellulaire.  

Dans le cas d’une topographie aléatoire, l’effet de la topographie, en plus d’augmenter la surface 

de contact, engendre une inhibition du mouvement, due aux obstacles créés par les élévations aléatoires 

de la surface, dépensant ainsi plus d’énergie. Ce résultat peut être comparé à l’étude de Han et al [62], 

où une diminution de la vitesse de migration est observée sur une surface rugueuse comparée à une 

surface lisse. Cependant, la rugosité dans cette étude se situe à l’échelle nanoscopique, contrairement à 

notre cas où elle se situe à l’échelle microscopique. Néanmoins, on peut supposer que de fortes variations 

d’élévations sur une longueur d’onde très faible (de l’ordre du pixel, donc du μm) semblent avoir pour 

conséquence d’inhiber la motilité cellulaire.  

La distribution de la topographie sur la surface joue un rôle important. Dans le cas de la surface 

avec rainures parallèles à la direction de migration, l’influence des rainures augmente avec leur 

profondeur. Ainsi, pour une profondeur de rainure égale allant du quart à la moitié du diamètre de la 

cellule, la vitesse de migration observée, ainsi que l’élongation de la cellule sont plus grandes que ce 

qui est observé sur la surface lisse. Cependant, pour une profondeur dépassant 0.5*D, la surface 

commence à afficher des propriétés inhibitrices en termes de motilité.  

La largeur des rainures joue aussi un rôle significatif. Pour une largeur de rainure égale à la 

dimension de la cellule (w~D), on observe que l’effet favorable de la surface est moins fort par rapport 

à une largeur de rainure de l’ordre de la moitié de la dimension de la cellule (w~0.5.D). Ceci rejoint les 

résultats d’études expérimentales, tel que l’étude de Cheng et al [60] sur la migration cellulaire au sein 

de surfaces structurées. 

Concernant l’influence de l’orientation de la surface via l’orientation des rainures dans le cas 

parallèle et perpendiculaire à la direction de migration, une influence significative a été observée. Les 

surfaces orientées perpendiculairement présente un effet inhibant sur la migration, cet effet évolue sur 

w* et d*. En effet, l’augmentation de d* ne fait qu’accentuer l’effet inhibant de la surface pour une 

orientation perpendiculaire. Au contraire, l’augmentation de w* de 0.5 à 1 diminue l’influence de la 

surface pour cette orientation. Ces résultats sont en accord avec d’autres études de la littérature, telles 

que l’étude de Cheng et al [60] ou l’étude de Dalton et al [34]. 

 L’analyse de la distribution de la topographie s’est faite aussi en analysant la migration cellulaire 

sur des rainures sinusoïdales. L’ensemble des résultats montre qu’à dimensions équivalentes, la surface 

sinusoïdale agit de la même manière que la surface rainurée, mais avec une influence plus faible. Ces 

résultats sont validés par l’étude expérimentale de Cheng et al [60] où l’on observe aussi une vitesse de 
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migration plus faible ainsi qu’une élongation, plus faible le long de surfaces sinusoïdales comparée aux 

surfaces rainurées. Cela peut s’expliquer par une surface de contact plus faible ainsi qu’une distribution 

de surfaces différentes, enlevant la discontinuité des rainures. On peut donc supposer que les cellules 

seront moins sensibles à l’orientation sur ce type de surface. 

 Enfin, l’influence de la topographie sur la motilité cellulaire est modulée par l’adhésion de la 

cellule à la surface via le paramètre JCS. La plus faible valeur de JCS (i.e JCS =1.10-15kg/s² définissant une 

adhésion maximale sur la plage de valeur prise) donne la meilleure vitesse de migration avec la plus 

grande surface de contact sur la surface de contrôle. Cependant, en présence de topographie aléatoire, 

l’augmentation initiale de la vitesse de migration (pour JCS <15.10-15 kg/s²) avec la diminution de la 

surface de contact montre une diminution de l’influence de la surface sur la migration. Tout ceci met en 

avant le paramètre JCS comme facteur important qui définit la sensibilité de la cellule à la surface en 

modulant la surface de contact entre la cellule et la surface. En plus d’être validé par des résultats 

expérimentaux montrant une plus grande surface de contact sur les surfaces présentant une plus grande 

adhésion [63]–[65], ceci montre une fois de plus que la cellule s’adapte à son environnement et aux 

contraintes géométriques selon le principe de minimisation de l’énergie. 

En conclusion, les résultats obtenus sur ces surfaces sont en accord avec les résultats de la 

littérature. Cela nous permet donc de valider notre modèle et de l’utiliser pour tester l’ensemble des 

surfaces réelles présentées dans le chapitre 2.  

 

4.3. Implémentation du modèle CP pour des surfaces obtenues par 

FA SLM 

4.3.1. Modification du modèle CP 

Afin de pouvoir utiliser le modèle CP présenté en section 4.2 dans le cadre de surfaces obtenues 

par FA SLM, des modifications sont apportées au terme  𝐻𝑚𝑜𝑡𝑖𝑙𝑖𝑡é. En effet, dans le cas de surfaces 

réelles, on souhaite observer le comportement aléatoire de la cellule en termes de motilité sans une 

direction de migration fixée au préalable. Le terme 𝐻𝑚𝑜𝑡𝑖𝑙𝑖𝑡é devient donc :  

∆𝐻𝑚𝑜𝑡𝑖𝑙𝑖𝑡é =∑𝜆𝑀 (
𝑝 + �⃗�

‖𝑝 + �⃗�‖
) . 𝛿𝑟⃗⃗⃗⃗⃗

𝜎

 (4.13) 

Avec : 

𝑝 = ∑ (𝑥𝑀 − 𝑥𝐶𝑀)

𝑥𝑀∈ 𝛺𝑀 

 (4.14) 

 

où 𝑥𝑀 représente la position du site d’un point de la membrane de la cellule, 𝑥𝐶𝑀 représente la position 

du site du centre de masse de la cellule. ∆𝐻𝑚𝑜𝑡𝑖𝑙𝑖𝑡é décrit deux effets distincts : le mouvement aléatoire 

de la cellule, via le paramètre  𝑝 et la persistance, via le vecteur vitesse �⃗�.  

4.3.2. Configuration du modèle 

  4.3.2.1. Paramètres du modèle 

Afin de s’adapter à l’échelle des surfaces, des modifications ont été apportées au niveau des 

valeurs de paramètres CP. Le lattice a la forme d’un parallélépipède de dimensions 200 µm x 200 µm x 

80 pixels avec des conditions aux limites fixes. Chaque site est défini par un voxel cubique de dimension 
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2 µm x 2 µm x 2 μm et la cellule est définie par un hémisphère de rayon 20 µm. Le volume initial de la 

cellule ainsi que sa surface initiale ont été définies à 4000 µm3 et 2000 µm² respectivement afin de 

respecter l’échelle de 8 µm3 par voxel. Le paramètre 𝜆𝑀 est fixé à 4 x 10-18 kg/s²m3. Le reste des 

paramètres CP sont identiques à la configuration précédente (tableau 4.1). Un MCS est défini à 10 

secondes et le temps de simulation est de 8500 MCS, soit environ 24h. Toutes les simulations ont été 

répétées 50 fois afin d’obtenir des données consistantes et reproduisibles. Par ailleurs, les simulations 

ont été réalisées sous le logiciel open source Compucell3D, et un script python a été développé afin 

d’incorporer la version modifiée de ∆𝐻𝑚𝑜𝑡𝑖𝑙𝑖𝑡é, ainsi que pour spécifier les caractéristiques cellulaires 

et les données de surface. L’ensemble des paramètres CP utilisés lors des simulations sont définis dans 

le tableau 4.3. 

 

Description Symbole Valeur Unité 

Pas t 8500 MCS 

Température T 15 x 10-27 kg m²/s² 

Domaine lattice Ω 200 x 200 x 80 pixels 

Volume cible 

Surface cible 

V σ,0 

S σ,0 

4 x 103 

2 x 103 

µm3 µm2 

Lambda volume λV 50 x 10-9 kg/s²m3 

Lambda surface λS 15 x 10-3 kg/s²m² 

Lambda motilité λM 4 x 10-18 kg/s²m3 

Adhésion cellule/medium JCM 15 x 10-15 kg/s² 

Adhésion cellule/surface JCS 1 x 10-15 kg/s² 

Vecteur polarisation 𝑝 - - 

Tableau 4.3 : Liste des paramètres CP. 

 

  4.3.2.2. Paramètres d’évaluation 

Le déplacement de la cellule est décrit via deux paramètres : un paramètre de distance efficace 

Df et un paramètre de distance totale Dt (figure 4.20a). La distance efficace Df est définie comme la 

distance entre la position finale et la position initiale de la cellule. Cependant, le déplacement étant 

aléatoire sur la surface, ce paramètre ne permet pas de représenter avec précision la capacité de la cellule 

à migrer sur la surface. Donc la distance totale Dt, est définie comme la somme des distances parcourues 

par la cellule tous les 10 MCS. De plus, un paramètre représentant l’orientation du déplacement de la 

cellule αt tous les 10 MCS est calculé. Afin de prendre en compte l’influence de l’hétérogénéité 

topographique des surfaces sur le déplacement cellulaire, pour chaque surface 3 positions initiales de la 

cellule ont été testées (figure 4.20b).  
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(a) (b) 

Figure 4.20 : (a) Représentation graphique du déplacement efficace Df , du déplacement total Dt  et  

de l’orientation du déplacement αt  (b) Description des différentes positions initiales de simulation. 

 

La surface de contact entre la cellule et la surface est décrite via deux paramètres : la surface de 

contact effective SCE et la surface de contact projetée SCP. La surface de contact effective est définie 

comme l’aire de la cellule en contact avec la surface. La surface de contact projetée est définie comme 

l’aire de la cellule dans le plan XY (figure 4.21). Enfin, la morphologie de la cellule est caractérisée via 

le paramètre 
𝑎

𝑐
 (section 4.2.2.1).  

 
Figure 4.21 : Représentation des surfaces de contact effective SCE et projetée SCP. 

 

4.3.2.3. Surfaces analysées 

Nous analysons ici six surfaces, dont cinq sont obtenues par FA SLM (figure 4.22) comme présenté 

dans le chapitre 2. Nous rappelons leurs caractéristiques : 

• CTRL : La surface de contrôle (section 4.2.2.2) (figure 4.22a) ; 

• C0 : surface brute (90B) obtenue directement en sortie de fabrication (figure 4.22b) ; 

• C1 : surface 90B attaquée chimiquement par une solution 3% HF et 20% HNO3 pour une 

durée de 5 minutes (figure 4.22c) ; 

• C2 : surface 90B attaquée chimiquement par une solution 3% HF et 10% HNO3 pour une 

durée de 30 minutes (figure 4.22d) ; 

• C3 : surface 90B sablée avec du sable F060 (figure 4.22e) ; 

• C4 : surface 90B polie via un papier abrasif (figure 4.22f). 

Les paramètres de rugosité et de mouillabilité de chaque surface sont listés dans le tableau 4.4. Les 

surfaces de C0 à C4 sont caractérisées par l’altitude z de chaque point. Les valeurs de z pour chaque 

surface sont collectées et importées dans notre modèle CP. 
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(a) CTRL (b) C0 (c) C1 

   

(d) C2 (e) C3 (f) C4  

Figure 4.22 : Images des six surfaces étudiées. La légende en couleur représente l’altitude z de 

chaque point de la surface. 

 

 Sa (µm) St (µm) Sdr Str Sal θeau (°) 

C0 15.3 (± 1.2) 121 (± 9.6) 3.2 (± 0.17) 0.7 (± 0.2) 36.2 (± 8.2) 95 (± 3.6) 

C1 12.1 (± 2.8) 111 (± 13.3) 1.99 (± 0.21) 0.36 (± 0.17) 48 (± 15) 64 (± 8.4) 

C2 5.9 (± 0.7) 43.9 (± 4.8) 1.26 (± 0.09) 0.77 (± 0.12) 103.5 (± 32) 75.5 (± 5.5) 

C3 8.3 (± 0.4) 76 (± 1.6) 1.26 (± 0.02) 0.65 (± 0.24) 137 (± 16.9) 91.1 (± 6.5) 

C4 0.9 (± 0.2) 10.1 (± 1.1) 1.02 (± 0.01) 0.51 (± 0.12) 233.4 (± 45) 75 (± 6) 

Tableau 4.4 : Paramètres de rugosité et de mouillabilité des différentes surfaces 

 

 

 4.3.3. Résultats  

  4.3.3.1. Morphologie cellulaire 

   

La figure 4.23 montre des clichés de simulation pour les différentes surfaces à t = 8500 MCS à partir 

de la position 1. La morphologie cellulaire varie en fonction de la surface car la cellule s’adapte à son 

environnement en minimisant l’énergie dépensée. 
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(a) C0 (b) C1 (c) C2 

 

 

(d) C3 (e) C4 

Figure 4.23 : Simulation de la motilité cellulaire sur les six surfaces. Les images sont prises à 

t=8500 MCS 

 

Une analyse de l’interface cellule/surface a été réalisée via le calcul des valeurs moyennes des surfaces 

de contact et projetée (figure 4.24a) ainsi que des valeurs moyennes de l’élongation de la cellule (figure 

4.24b).  

 

 

 

 

(a) 

 

(b) 

Figure 4.24 : (a) Surface de contact et projetée pour les six surfaces analysées. (b) Élongation 

normalisée par rapport à la surface CTRL pour les six surfaces. Pour chaque valeur, la rugosité Ra 

est indiquée. 
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La surface CTRL ainsi que la surface C4 présentent une surface de contact efficace SCE 

quasiment égale à la surface projetée SCP, leurs valeurs étant respectivement de 929.9 μm² (± 4.3) et 

924.8 μm² (± 6) (figure 4.24a).  Ce résultat s’explique par la très faible présence (pour C4) ou l’absence 

de rugosité. En termes de morphologie, la cellule garde une forme hémisphérique sur les deux surfaces 

(figure 4.24b). 

En termes de morphologie sur C1 et C2, la cellule conserve une forme hémisphérique pour ces 

2 surfaces, avec aucune différence significative en termes d’élongation (figure 4.24b). La plus grande 

surface projetée est observée sur les surfaces C1 et C2, avec des valeurs respectives de 844.7 μm² (± 

8.3) et 850.5 μm² (± 9) pour SCP et de 1177.1 μm² (± 17.1) et 1085.3 μm² (± 5.3) pour SCE (figure 4.24a). 

Le but de l’attaque chimique étant de diminuer la rugosité et d’homogénéiser la surface, cet aspect 

semble donc avoir un effet sur l’interface entre la cellule et la surface, avec une augmentation de 

l’étalement cellulaire (surface projetée). Du point de vue expérimental, l’étalement de la cellule est 

corrélé à son adhésion [65], les liens adhésifs se formant sur la frontière externe de la cellule. Ainsi, la 

surface de contact d’adhésion augmente avec l’étalement cellulaire. Au sein de notre modèle, la surface 

de contact définie est la frontière entre la cellule et la surface, et diminue avec l’augmentation de 

l’étalement. Le résultat obtenu est donc contraire à la littérature. Cependant, en considérant la surface 

d’adhésion réelle (corrélée au périmètre de la surface projetée), on peut donc supposer une meilleure 

adhésion sur les surfaces C1 et C2. 

Dans le cas de C3, on observe une surface projetée SCP plus faible que pour la surface CTRL, 

avec une valeur de 757.9 μm² (± 16.6), tandis que la surface de contact efficace SCE est plus grande, avec 

une valeur de 1494.6 μm² (± 32) (figure 4.24a). On observe que la cellule montre une forme compacte 

avec une réduction de SCP, montrant la difficulté de la cellule à se déplacer sur cette surface. Ce résultat 

se reflète aussi dans les valeurs de l’élongation qui sont proches de ceux obtenus pour la surface CTRL, 

même s’ils sont significativement supérieurs figure 4.24b). 

Dans le cas de la surface C0, on observe une surface de contact SCE de 1611.9 μm² (± 37.1) et 

une surface projetée SCP de 696.1 μm² (± 7.4) (figure 4.24a). On obtient donc une surface de contact 

presque deux fois supérieure à ce qui est observée sur la surface CTRL. Cette valeur peut être expliquée 

par le fait que l’adhésion se fait non seulement via la surface sous-jacente (comme on l’observe sur les 

autres surfaces), mais aussi via la surface latérale créée par les particules de poudres. On peut donc 

supposer que la présence de cette surface latérale augmente l’adhésion de la cellule malgré le faible 

étalement. La présence de ces particules influence aussi la morphologie de la cellule, qui se fixe dans 

les interstices entre les particules. Cet effet se traduit par une élongation importante de la cellule mais 

sans différence significative par rapport à CTRL (figure 4.24b).  

 

  4.3.3.2. Déplacement cellulaire 

Dans un premier temps, la motilité cellulaire sur les différentes surfaces est étudiée en termes 

de déplacement cellulaire avec le calcul des paramètres Dt et Df.  La figure 4.25 montre les résultats de 

Df et de Dt pour chaque surface et chaque position initiale de la cellule (figure 4.21b). Pour chaque valeur 

de Df et Dt la valeur de la rugosité moyenne Sa de la surface correspondante est indiquée. Les résultats 

de Df montrent des variations significatives selon les surfaces et les positions et des observations 

similaires ont été faites pour Dt.  
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(a) Position 1 (b) Position 1 

 
 

(c) Position 2 (d) Position 2 

 

 

(e) Position 3 (f) Position 3 

Figure 4.25 : (a, c, e) Distance efficace Df, (b, d, f) Distance totale Dt. 

 

Dans le cas de la surface CTRL, la cellule présente une distance efficace Df variant entre 35.9 

μm (± 18.2) et 40.5 μm (± 7) avec aucune différence significative entre les positions initiales (figure 

4.25a, c, e). Les grandes valeurs de l’écart-type montrent que la cellule migre de manière aléatoire sur 

la surface. En termes de Dt, on observe une valeur autour de 249.9 μm (± 2.9) avec aucune différence 

significative entre les positions initiales (figure 4.25b, d, f). L’absence de différence significative entre 

les simulations indépendamment des surfaces confirme la répétabilité du comportement cellulaire sur la 

surface CTRL. De plus, à partir de Dt, on obtient une vitesse moyenne autour de 10 μm/h, en accord 

avec la littérature et nos résultats précédents (section 4.2.3.1). 
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Pour la surface C0 on trouve le Dt le plus faible, indépendamment de la position initiale, variant 

de 65.3 μm (± 8.4) à 91 μm (± 8.8) (figure 4.25b, d, f), soit entre 26% et 36% de la valeur de D t observé 

sur la surface CTRL. En termes de distance efficace Df, il se situe autour de 18.2 μm (± 41.2) (figure 

4.25a, c, e). On observe une différence significative par rapport à la surface CTRL pour les positions 

initiales 1 et 2. De plus, le faible écart-type observé par rapport à CTRL montre que la cellule parcourt 

la même distance dans chaque configuration, malgré la nature aléatoire du mouvement cellulaire. Couplé 

à la distance totale, on peut donc en déduire que la cellule se déplace peu sur cette surface, et va plutôt 

rester fixée au voisinage des particules.  

Concernant la surface C1, les déplacements observés sont plus élevés que pour C0 mais moins 

élevés que sur CTRL, avec une variation significativement selon la position initiale de la cellule. En 

position 1, on obtient un Dt de 192.7 μm (± 15) et un Df de 27.4 μm (± 25.9) (figure 4.25a, b), tandis 

qu’en position 2, on obtient un Dt de 139.5 μm (± 15) et un Df de 20.4 μm (± 8.4) (figure 4.25c, d). 

Enfin, en position 3, on obtient un Dt de 161.5 μm (± 9.7) et un Df de 27.6 μm (± 7.6) (figure 4.25e, f). 

Contrairement à Dt, aucune différence significative n’a été observée pour Df pour les différentes 

positions initiales et on se situe entre 55% et 77% des valeurs de Dt obtenues pour CTRL. Ces variations 

au niveau des résultats reflètent l’hétérogénéité de la surface et la différence de comportement en 

fonction de la position initiale de la cellule. 

Pour ce qui est de la surface C2, les résultats montrent que Dt est globalement plus important 

par rapport à C0, C1 et C3, avec cependant une faible influence de la position initiale. Le même constat 

peut être fait pour Df. En effet, pour l’ensemble des positions, on obtient un Dt moyen autour de 200 μm 

(figure 4.25b, d, f) et un Df autour de 55.9 μm (figure 4.25a, c, e). Le Dt observé sur C2 est légèrement 

inférieur par rapport à CTRL (atteignant 80% du la valeur du Dt sur C4) et aucune différence 

significative n’est observée pour le Df par rapport à CTRL. On obtient donc une homogénéité du 

comportement migratoire sur C2 avec un déplacement cellulaire proche du déplacement observé sur 

CTRL et C4. 

Ce type de comportement se retrouve aussi sur C3. Le déplacement observé est 

significativement plus faible que dans le cas des surfaces CTRL, C1 et C2, avec un Dt variant de 109.4 

μm (± 3.8) à 133.9 μm (± 4.5) (figure 4.25b, d, f) et un Df variant 19.4 μm (± 9.8) à 39.4 μm (± 9.2) 

(figure 4.25a, c, e). Similairement à C1, on observe des différences significatives selon la position de la 

cellule. Néanmoins, la distance totale Dt est globalement de 43% à 55% de la valeur de Dt sur la surface 

CTRL. 

Enfin, sur la surface C4 la cellule présente un comportement proche de la surface CTRL, avec 

un Dt moyen de 223.5 μm (± 4.5) (figure 4.25b, d, f) et un Df moyen de 44.5 μm (± 36.3) (figure 4.25a, 

c, e) et ce indépendamment la position initiale. Comparé à la surface CTRL, on se situe à 89% de sa 

valeur de Dt, et le fort écart-type observé pour Df montre un déplacement aléatoire de la cellule sur la 

surface. 

  4.3.3.3. Orientation de déplacement 

La surface joue aussi un rôle sur la direction de migration de la cellule qui est mesurée via le 

paramètre αt. Pour chaque surface, les mesures des αt pour trois simulations aléatoires ont été prises, 

puis regroupées au sein d’un graphique où les αt sont regroupées par tranche de 10°. Les résultats sont 

présentés au sein de la figure 4.26. 
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(a) CTRL 

   
(b) C0 

   
(c) C1 

   
(d) C2 

   
(e) C3 
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(f) C4 

Figure 4.26 : Répartition des orientations de migration αt tout le long de la simulation en fonction 

des surfaces. Les résultats affichés correspondent à trois simulations différentes pour chaque 

surface, en position 1. 
 

Les résultats obtenus pour la surface CTRL (figure 4.26a) montrent des orientations partielles 

selon toutes les directions. On peut donc supposer que la cellule n’affiche aucune direction préférentielle 

sur C0. La même conclusion peut être faite pour les surfaces C2, C3 et C4 (figure 4.26d, e, f).  

 

Concernant la surface C0, on observe un grand nombre d’orientation partielle αt dans la plage 

de valeur [150° - 200°], et ce pour l’ensemble des simulations en position 1 (figure 4.26b). En observant 

l’état de surface pour la position 1, cette plage d’orientation correspond à des zones sans particules. 

Couplé au faible déplacement de la cellule sur C0, on peut donc supposer que cette direction 

préférentielle est due à la présence des particules, n’autorisant le mouvement que dans certaines 

directions. Ces mêmes observations sont retrouvées en position 2 et 3. Ainsi, on peut supposer que ces 

orientations vont dépendre des particules à proximité. 

 

 Les résultats de la section 2.3 du chapitre 2 montrent que la surface C1 présente une anisotropie 

topographique. Sur les données d’altitude surface de C1 (figure 4.22c), cette anisotropie se traduit par 

orientation de la surface selon la direction ~ [-10° - 160°]. Qualitativement, si des orientations semblent 

ressortir de la migration sur les intervalles [180° - 225°] et [0° - 45°] (figure 4.26c), aucune ne semble 

suivre les angles de -10° et 160°. On peut donc supposer que la topographie locale autour de la cellule 

est prédominante devant l’anisotropie globale de la surface. 

 

 4.3.4. Discussion  

L’application des données 3D des surfaces SLM au modèle CP unicellulaire nous a permis de 

mettre en avant l’influence des différents états de surfaces sur la motilité cellulaire. On définit la surface 

CTRL comme surface de référence. Une migration longue est définie arbitrairement par Dt >0.5*Dt, Ref 

(avec Dt, Ref la distance totale sur la surface CTRL) tandis qu’une migration courte est définie par Dt 

≤0.5*Dt, Ref.  

La surface C0 donne la plus faible motilité avec la cellule au voisinage des particules. La 

migration au sein de cette surface est courte, voire inexistante car elle se stoppe au niveau des particules. 

En effet, la cellule présente une adhésion préférentielle au niveau des particules, se retrouvant piégée 

entre celles-ci. Ces observations sont en accord avec les observations de la morphologie des hMSCs sur 

la surface C0 (section 3.3), celles adhérant préférentiellement au voisinage des particules plutôt que sur 

les zones de la surface sans particules. Cette adhésion préférentielle au voisinage d’une zone de plus 

grande adhésion disponible est aussi observée dans la littérature avec comme exemple l’étude de Arcizet 

et al [66] sur la motilité cellulaire au sein de microstructures 3D composées de piliers. Nos essais 

expérimentaux ont montré une surface projetée significativement plus faible que les autres surfaces, 

avec une valeur d’environ 2203 μm², et une élongation moyenne autour de 2.5 (figure 3.25 au sein de la 

section 3.3). Bien que la surface projetée simulée soit plus faible et qu’aucune élongation n’ait été 
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observée sur la cellule, on obtient bien néanmoins la valeur de surface projetée la plus faible sur C0 

numériquement. On peut ajouter que les particules dans notre modèle ne sont pas sphériques, mais plutôt 

cylindriques voir coniques dû au scan vertical de la surface par laser. Cette différence va avoir un impact 

sur les différences de comportements que l’on observe sur les essais expérimentaux. Cependant, le 

niveau de détails des surfaces est suffisant pour assumer la faible (voir absente) motilité cellulaire sur 

cette surface. 

Les résultats montrent l’existence d’une relation entre Ra et Dt, avec l’augmentation de Dt 

suivant la diminution de Ra. Cependant, chaque surface étant différente topographiquement, la réduction 

de la surface à Ra n’est pas forcément pertinente. Afin de faire une comparaison efficace de l’état de 

surface, une première comparaison peut être faite entre C0, C1, C2 et CTRL (ou C4), celles-ci 

correspondant aux mêmes topographies de surfaces, mais atténuées grâce à l’attaque chimique. 

L’atténuation de l’amplitude de topographie suit le sens suivant : C0 → C1 → C2 → CTRL (ou C4). 

Suivant ce sens, on observe bien une augmentation de la distance de migration et de la dispersion avec 

l’atténuation de la topographie, suivi par une diminution de la surface de contact. De plus, à partir de la 

surface C2, on se situe dans la cadre de la migration longue tandis que pour C1 et C0, on se situe dans 

le cadre de la migration courte. L’atténuation de la surface a aussi un effet sur la direction de migration, 

avec l’influence la plus forte sur la surface C1, et aucune orientation particulière au niveau de C2. Dans 

ce cas, on peut donc supposer que l’attaque chimique effectuée sur la surface C0 permet théoriquement 

(sous l’hypothèse que l’adhésion local ne soit pas affectée) d’améliorer la motilité de la cellule, avec la 

topographie C2 présentant la meilleure motilité (en excluant C4 et CTRL). En termes de données 

morphologiques, les résultats numériques suivent la même tendance que les résultats expérimentaux. 

Les plus grandes surfaces projetées sont mesurées pour C1, C2 et C4, avec pour valeur 5207 μm², 7978 

μm² et 8604 μm² (figure 3.25 au sein de la section 3.3). De la même manière que C0, les résultats 

numériques suivent la même tendance, avec cependant des résultats plus faibles. Cette différence vient 

principalement de la non prise en compte de dynamiques internes permettant de maximiser l’étalement 

de la cellule. L’élongation cellulaire suit la même logique avec les résultats numériques et 

expérimentaux s’alignent sur une absence de différence significative entre C1, C2 et C4.  

Une autre comparaison peut être faite entre C0, C3, et CTRL (ou C4). La surface C0 a été sablée 

afin d’homogénéiser la surface et enlever les particules présentes à la surface, donnant la surface C3. La 

comparaison de C0 et C3 montre une amélioration de la motilité avec un plus grand Dt. De plus, aucune 

orientation spécifique de migration ne semble ressortir. Cependant, comparée à CTRL (ou C4), la 

motilité de la cellule est faible, étant dans le cas d’une migration courte avec une faible dispersion. En 

termes de morphologie, des différences significatives sont observées entre les résultats numériques et 

les résultats expérimentaux. Les résultats numériques montrent une surface projetée plus grande que la 

surface C0, avec une morphologie hémisphérique et aucune élongation. Les résultats expérimentaux 

montrent une faible surface projetée, avec une valeur d’environ 3060 μm² (figure 3.25 au sein de la 

section 3.3) avec une forme en fil et une forte élongation atteignant la valeur de 3.35. Cette différence 

montre que d’autres aspects, autre que la topographie à l’échelle microscopique, interviennent au sein 

de l’environnement cellulaire. Une des raisons de cette différence est la présence de topographie 

submicroscopique non prise en compte dans le modèle numérique à cause d’un problème d’échelle. 

D’autres mécanismes intracellulaires peuvent aussi intervenir, venant altérer la nature et la morphologie 

de la cellule.   

 

4.4. Conclusions 

Le modèle de migration proposé ici a pour but d’étudier la motilité cellulaire selon différents 

types de topographies. En effet, la motilité cellulaire se définit comme étant la capacité de la cellule à 

se déplacer sur un substrat solide et elle intervient au sein de nombreux phénomènes biologiques, tel 
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que la migration cellulaire durant la cicatrisation, la migration cellulaire de tumeurs métastases, ou le 

remodelage du tissu. La compréhension des facteurs du micro-environnement gouvernant la motilité 

cellulaire est un aspect critique pour les biomatériaux non-cellularisés afin de permettre une invasion 

cellulaire rapide. Cela passe non seulement par l’attachement des cellules à la surface, mais aussi par 

leur déplacement le long de cette dernière. Nous avons donc décidé d’étudier ce dernier point selon les 

propriétés surfaciques. 

Pour cela, nous avons adopté un modèle CP phénoménologique reposant le comportement 

cellulaire sur le principe de minimisation de l’énergie de la cellule et de son environnement. Au sein du 

modèle, la cellule est considérée comme une entité homogène, fusionnant ainsi le cytoplasme (dont le 

comportement élastique est régi par le paramètre λV), la membrane (dont le comportement élastique est 

régit par le paramètre λS). Les interactions avec l’environnement extérieur sont régies par des termes 

énergétiques d’adhésions tels que JCS (énergie d’adhésion entre la cellule et la surface) et JCM (énergie 

d’adhésion entre la cellule et le médium). Enfin, le mouvement cellulaire est défini par une énergie de 

motilité fournie à la cellule sous la forme d’un terme de motilité λM. 

Les résultats ont montré qu’un comportement cellulaire reposant sur le principe de minimisation 

de l’énergie permet de reproduire des comportements cellulaires de motilité, en particulier selon la 

topographie de la surface. L’étude des surfaces créées numériquement a montré l’importance de facteurs 

tels que les dimensions de la surface, l’orientation par rapport à la migration et l’énergie d’adhésion sur 

la migration cellulaire. La comparaison par rapport aux données expérimentales de la littérature a permis 

de valider les différents comportements observés ainsi que de mettre en évidence des différences 

significatives entre le modèle et l’expérience dues à des facteurs externes et internes non prises en 

compte. Cependant, les résultats permettent de justifier la validité de ce modèle phénoménologique sur 

l’influence géométrique de la topographie. 
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Ce chapitre présente un modèle numérique de prolifération cellulaire, basé sur la méthode CP, 

prenant en compte l’influence de la rugosité. 

5.1. Implémentation du modèle CP  

 5.1.1. Modèle CP 

  5.1.1.1. La méthode CP 

Le modèle de prolifération s’appuie sur celui développé pour la migration unicellulaire (chapitre 

4) et sur les travaux de Kabla et al [1] et de Li et al [2] sur la prolifération de cellules cancéreuses. Le 

domaine de simulation Ω est composé d'un réseau maillé en 2D de m site identiques. Chaque site est 

défini par un centroïde xi ∈ ℝ 2 et par un label prenant la forme d'une valeur entière σ(xi) ∈ N. Chaque 

site voisin à xi est identifié par xi’. Chaque sous-groupe σ est associé à un type τ : τ=E pour l’extérieur, 

τ =C pour les cellules. A chaque pas de Monte Carlo (MCS), le modèle réalise un calcul énergétique de 

la tentative de copie d’un index xi à son voisin xi’ aléatoirement. Cette tentative génère une différence 

nette énergétique ΔH entre l'état avant copie et l'état après copie, suivant l’équation (2) du chapitre 4. La 

validation de cette copie se fait selon une fonction d’acceptation de Boltzmann, définie par l’équation 

(3) dans le chapitre 4.  

Dans le cas de la prolifération, nous considérons cinq fonctions cellulaires, chacune décrite via 

un Hamiltonien : l’énergie d’adhésion Hadhésion entre les cellules et leur environnement (i.e. substrat, 

médium ou cellule), l’énergie due à l’extension de la cellule Hextension, l’énergie due à l’alignement avec 

l’orientation de la surface Horientation, l’énergie de cohésion Hcohésion interne à chaque cellule et l’énergie 

Hmotilité liée à la motilité cellulaire. 

  5.1.1.2. Hamiltonien d’adhésion 

L’Hamiltonien d’adhésion a été défini dans l’équation (5) au sein du chapitre 4. Dans le cas spécifique 

de la prolifération, le terme 𝐽𝜎,𝜎′ peut avoir deux formes différentes :  

• 𝐽𝐶𝐸 représentant l’adhésion entre les cellules et l’environnement, constitué par la surface et le 

médium. 

• 𝐽𝐶𝐶 représentant l’adhésion entre les cellules. Afin de favoriser les interactions entre les cellules 

et l’extérieur de la population (composé d’une combinaison entre le médium et le substrat), on 

définit JCC > JCE. 

  5.1.1.3. Hamiltonien de cohésion 

Contrairement au cas unicellulaire où les variations de surface et de volume étaient prises en 

compte, dans le cas de la prolifération seules les variations de surface sont calculées via l’Hamiltonien  

∆𝐻𝑐𝑜ℎé𝑠𝑖𝑜𝑛 : 

𝐻𝑐𝑜ℎé𝑠𝑖𝑜𝑛 =∑𝜆𝑆(𝑆𝜎 − 𝑆𝜎,0)²

𝜎

 (5.1) 

 

Avec 𝜆𝑆 la rigidité de la cellule, 𝑆𝜎 et 𝑆𝜎,0 la surface actuelle et cible de chaque cellule respectivement. 

𝑆𝜎,0 varie durant les différentes phases du cycle cellulaire, cet aspect qui sera décrit plus en détail dans 

la section 5.1.2.  
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  5.1.1.4. Hamiltonien de motilité 

Afin de prendre en compte la persistance du mouvement de chaque cellule, ainsi que l’énergie 

allouée à chaque cellule pour lui permettre de se déplacer, un terme de motilité 𝐻𝑚𝑜𝑡𝑖𝑙𝑖𝑡é est défini par : 

𝐻𝑚𝑜𝑡𝑖𝑙𝑖𝑡é =∑−𝜆𝑀 . (
𝑝 + 𝑣𝜎⃗⃗⃗⃗⃗

‖𝑝 + 𝑣𝜎⃗⃗⃗⃗⃗‖
) . 𝛿𝑟𝜎
⃗⃗ ⃗⃗ ⃗⃗ ⃗

𝜎

 (5.2) 

 

avec 𝜆𝑀 le coefficient de motilité, 𝑣𝜎⃗⃗⃗⃗⃗ le vecteur vitesse de la cellule σ, 𝑝 le vecteur polarisation et 𝛿𝑟⃗⃗⃗⃗⃗ le 

déplacement du centre de masse (CM) de la cellule σ créé par la tentative de copie. La cellule conserve 

un mouvement aléatoire et en jouant sur 𝜆𝑀, la probabilité d’acceptation est modifiée, avec un impact 

sur la vitesse moyenne ainsi que sur la direction de la cellule. Une étude de migration collective a été 

réalisée via ce terme dans l’annexe A.2.4. Dans le cadre de la seule prolifération, le vecteur polarisation 

est généralement pris nul (𝑝 =0).  

  5.1.1.5. Hamiltonien d’extension 

Lors du déplacement d’une cellule, celle-ci va sentir son environnement et se déplacer selon la 

nature de celui-ci. Cette détection de l’environnement est réalisée par des extensions cytoplasmiques de 

différentes natures (filopode, pseudopode…). La prise en compte de la topographie dans notre modèle 

repose donc sur ce comportement, ainsi que sur d’autres études modélisant les interactions entre la 

cellule et le substrat [3], [4]. Au sein de notre modèle, nous supposons que pour pouvoir adhérer sur un 

site, la cellule va appliquer une déformation à sa membrane afin de pouvoir adhérer au site du substrat 

(MEC + surface). Cette déformation engendre une force associée dépendante de la forme de la cellule 

ainsi que de la topographie de la surface ; la cellule répond à cette force en adaptant sa morphologie.  

On suppose que la MEC ainsi que la surface constituent une seule et même entité sous la forme 

d’un solide indéformable. En supposant qu’un élément i d’une cellule σ (i ∈ Ωσ l’ensemble des sites 

composant la cellule σ) tire sur les autres éléments j ∈ Ωσ de la même cellule avec une force 

proportionnelle à la distance 𝑑𝑖𝑗, on est capable d’obtenir la force �⃗�𝜎,𝑖 (force d’extension de la cellule σ 

estimée au site i) au niveau de chaque élément i ∈ Ωσ, sous la forme : 

�⃗�𝜎,𝑖 = [
𝐹𝜎,𝑖,𝑥
𝐹𝜎,𝑖,𝑦

] (5.3) 

 

Avec, 𝐹𝜎,𝑖,𝑥  la composante selon X de  �⃗�𝜎,𝑖 et 𝐹𝜎,𝑖,𝑦 la composante selon Y de  �⃗�𝜎,𝑖, prenant 

respectivement la forme de : 

𝐹𝜎,𝑖,𝑥 = 𝜇. (1 + 𝐾𝜇. |𝑧𝑖 − 𝑧̅|).∑𝑑𝑖𝑗,𝑥
𝑗

    𝑎𝑣𝑒𝑐    𝑑𝑖𝑗,𝑥 = 𝑥𝑖 − 𝑥𝑗  

𝑥𝑘  étant la composante selon X d’un site k ∈ Ωσ quelconque. 

(5.4) 

 

et, 

𝐹𝜎,𝑖,𝑦 = 𝜇. (1 + 𝐾𝜇. |𝑧𝑖 − 𝑧̅|).∑𝑑𝑖𝑗,𝑦
𝑗

    𝑎𝑣𝑒𝑐    𝑑𝑖𝑗,𝑦 = 𝑦𝑖 − 𝑦𝑗  

𝑦𝑘 étant la position selon l’axe Y d’un site k ∈ Ωσ quelconque.   

(5.5) 
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où 𝜇 représente la tension de la membrane par unité de longueur, 𝐾𝜇 un coefficient d’élasticité de la 

membrane selon l’axe Z, zi l’altitude de site i et 𝑧̅ l’altitude moyenne de la cellule σ (calculé par la 

moyenne des altitudes des sites composant la cellule). Dans le cas où le site i appartient à l’extérieur 

(τ=E), �⃗�𝜎,𝑖 = 0⃗⃗. Les résultantes de ces forces sont orientées vers le centroïde de la cellule et elles sont 

proportionnelles à la distance du centroïde. Afin de pouvoir prendre en compte la 3ème dimension au 

niveau du site i, le calcul de la force à chaque élément a été modifiée afin de prendre en compte 

l’élévation z, via le terme (1 + 𝐾𝜇. |𝑧𝑖 − 𝑧̅|). Dans la suite de l’étude, le terme de force d’extension �⃗�𝜎,𝑖 

appliqué à un site quelconque i d’une cellule quelconque σ sera nommé �⃗�𝜎. La figure 5.1 montre le 

champ de �⃗�𝜎 pour deux configurations de surfaces : sans topographie (figure 5.1a et b) et topographie 

aléatoire (figure 5.1c et d). 

  
(a) (b) 

  
(c) (d) 

Figure 5.1 : Distribution des forces d’extension à deux cas : cellule sur une surface sans 

topographie (a et b) et cellule sur une surface avec une topographie aléatoire (c et d). (a) et (c) 

montrent les sites composant la cellule avec leurs élévations ; (b) et (d) donne l’estimation des 

forces d’extension 𝐹𝜎⃗⃗ ⃗⃗  au niveau de chaque site de la cellule. 

 

Les forces d’extension ainsi engendrées afin d’adhérer à un site sont alors calculées et prennent 

la forme d’une force compressive. De ce fait, la copie de pixel est donc pénalisée par l’augmentation de 

la variation d’élévation. Cet hamiltonien 𝐻𝑒𝑥𝑡𝑒𝑛𝑠𝑖𝑜𝑛 prend la forme suivante : 

𝐻𝑒𝑥𝑡𝑒𝑛𝑠𝑖𝑜𝑛 =∑∑[𝑔(𝑥, 𝑥′). 𝜆𝑒. (�⃗� − 𝑥′⃗⃗⃗ ⃗) . 𝐹𝜎(𝑥),𝑥⃗⃗ ⃗⃗ ⃗⃗ ⃗⃗ ⃗⃗ ⃗⃗ ⃗⃗ ]

𝑥′𝑥

 (5.6) 

 

Avec 

𝑔(𝑥, 𝑥′) = {
−1    𝑒𝑛 𝑒𝑥𝑡𝑒𝑛𝑠𝑖𝑜𝑛
1    𝑒𝑛 𝑟é𝑡𝑟𝑎𝑐𝑡𝑖𝑜𝑛

 (5.7) 
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�⃗� − 𝑥′⃗⃗⃗ ⃗ représente la direction de la copie (qui est donc opposée à la direction de création du pixel), λe 

définit un module mécanique, et 𝐹𝜎(𝑥),𝑥⃗⃗ ⃗⃗ ⃗⃗ ⃗⃗ ⃗⃗ ⃗⃗ ⃗⃗  définit la force générée lors de l’extension de la cellule vers du 

site x où la tentative de copie d’index est appliquée. 

  5.1.1.6. Hamiltonien d’orientation 

La carte de la polarisation de la surface est réalisée afin de pouvoir prendre en compte la capacité 

d'une cellule à percevoir son environnement et adapter son comportement.  

 

 
(a)  (b) 

Figure 5.2 : Démarche afin de déterminer l’orientation locale de la surface. (a) Calcul de 

l’orientation de la surface au niveau d’un site x. (b) Carte des vecteurs orientation d’une surface.  

 

Pour cela, on calcule un vecteur orientation 𝑝𝑥,0 en chaque site x de la surface via une comparaison de 

proche en proche (voir la figure 5.2a), sous la forme :  

𝑝𝑥,0⃗⃗ ⃗⃗⃗⃗ ⃗⃗ = ∑ |𝑧(𝑥′) − 𝑧(𝑥)|. (�⃗� − 𝑥′⃗⃗⃗ ⃗)

𝑥′∈Ω′

 (5.8) 

Avec Ω’ l’espace des sites voisins à x, x’ un site voisin quelconque de x, z(x) l’altitude du site x et z(x’) 

l’altitude du site x’. A partir de ce vecteur 𝑝𝑥,0⃗⃗ ⃗⃗⃗⃗ ⃗⃗ , on obtient le vecteur polarisation 𝑝𝑥⃗⃗⃗⃗⃗ via une rotation de 

90°. 

𝑝𝑥⃗⃗⃗⃗⃗ = [
𝑐𝑜𝑠 (

𝜋

2
) −𝑠𝑖𝑛 (

𝜋

2
)

𝑠𝑖𝑛 (
𝜋

2
) 𝑐𝑜𝑠 (

𝜋

2
)
] . 𝑝𝑥,0⃗⃗ ⃗⃗⃗⃗ ⃗⃗  (5.9) 

 

Ce vecteur 𝑝𝑥⃗⃗⃗⃗⃗ est alors injecté dans un terme énergétique 𝐻𝑜𝑟𝑖𝑒𝑛𝑡𝑎𝑡𝑖𝑜𝑛 qui va comparer la 

direction de copie �⃗� − 𝑥′⃗⃗⃗ ⃗ à la direction de polarisation 𝑝𝑥⃗⃗⃗⃗⃗  du site x : 

𝐻𝑜𝑟𝑖𝑒𝑛𝑡𝑎𝑡𝑖𝑜𝑛 =∑𝜆𝑜 . (�⃗� − 𝑥′⃗⃗⃗ ⃗) . 𝑝𝑥⃗⃗⃗⃗⃗

𝑥,𝑥′

 (5.10) 

 

Avec 𝜆𝑜 un coefficient d’orientation, représentant la sensibilité du modèle à l’orientation locale de la 

surface. Les données d’élévation z utilisées au sein du modèle sont importées de données de surfaces 

réelles obtenues par scans profilométriques (voir le chapitre 2). 
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 5.1.2. Implémentation de la prolifération  

La prolifération cellulaire est régie par le cycle de vie cellulaire, composé de deux phases 

majeures : l’interphase et la mitose. L’interphase se décompose en 3 sous-phases : (i) la phase G1 où la 

cellule croît et prépare la synthèse de l’ADN, (ii) la phase S où la cellule synthétise de l’ADN et (iii) la 

phase G2 où la cellule continue de croître et se prépare à la mitose [5]. Une quatrième phase existe, la 

phase M de mitose qui consiste en la création de deux cellules filles identiques à la cellule mère 

d’origine. Après cette phase, une phase G0 à lieu pendant laquelle la cellule devient inactive [5]. 

 
Figure 5.3 : Cycle cellulaire modifié modélisé au sein de notre modèle. 

 

Pour notre modèle, le cycle cellulaire est approximé par deux phases principales : la croissance 

de la cellule (G1) et la mitose (M) (figure 5.3). Durant les phases de croissances G1 et G2, les cellules 

augmentent leurs volumes en produisant des macromolécules et des organelles, en se préparant à la 

duplication de l’ADN et la mitose. Dans notre modèle, ce phénomène est décrit par une augmentation 

incrémentale des surfaces 𝑆𝜎 et 𝑆𝜎,0 et un timer (adaptée du modèle de Li et al [2]) (figure 5.4). Après 

un pas de prolifération φ, le ratio entre la surface cible et la surface actuelle est calculé et une probabilité 

𝑃𝑐𝑟𝑜𝑖𝑠𝑠𝑎𝑛𝑐𝑒  est définie à partir de ce ratio : 

𝑃𝑐𝑟𝑜𝑖𝑠𝑠𝑎𝑛𝑐𝑒 (
𝑆𝜎,0
𝑆𝜎
) =

{
 

 
0.5, 𝑆𝜎 > 𝑆𝜎,0

5.5 − 5 ∗
𝑆𝜎
𝑆𝜎,0

, 1 ≤
𝑆𝜎,0
𝑆𝜎

≤ 1.1

0, 𝑎𝑢𝑡𝑟𝑒𝑚𝑒𝑛𝑡

 (5.11) 

 

Ainsi, la croissance est défavorisée dans le cas où la surface de la cellule est inférieure à la 

surface cible, signe que la cellule σ est compressée et que donc elle ne peut pas croître. Une fois la 

probabilité acceptée, la surface est augmentée de 5 pixels par rapport à la surface cible initiale et φ 

revient à sa valeur initiale. Cette augmentation de 5 pixels garantit une augmentation n’affectant pas le 

comportement de la cellule σ. 



 

172 

 

 
Figure 5.4 : Description de l’algorithme de croissance cellulaire et de mitose. 𝑆𝜎,0,𝑖𝑛𝑖𝑡𝑖𝑎𝑙 définit la 

surface cible défini à l’état initial dans le modèle ; φ0 définit le pas de prolifération à l’état initial 

dans le modèle 

 

Une fois que la cellule σ a atteint une surface supérieure ou égale à deux fois la surface initiale, 

la croissance s’arrête et la mitose démarre. La mitose est ici modélisée par une division de la cellule en 

deux cellules σ et σ‘ de surface égale, selon l’axe d’orientation de la cellule σ. Cet axe d’orientation est 

obtenu en approximant la cellule par une ellipse et en calculant l’orientation de son grand axe. Enfin, le 

pas de prolifération des deux cellules est défini à dix fois sa valeur initiale afin de modéliser la phase 

G0 de repos des cellules. 

 

5.2. Résultats 

 5.2.1. Paramètres du modèle 

Dans cette partie, les paramètres CP ont été étudiés afin de déterminer leur influence sur la 

prolifération cellulaire. Le lattice est un carré de dimensions 500 µm x 500 µm avec des conditions aux 

limites fixes (i.e. les frontières délimitant l’environnement sont considérées comme des murs 

infranchissables). Chaque site définit un carré de dimension 2.5 µm x 2.5 µm et chaque cellule a une 

forme initiale d’un cube de 15 pixels, formant une surface cible de 225 pixels, soit 1405 µm². La 

température T est fixée à 2.5 x 10-27 kg/m²s² ; JCE et JCC sont égaux à 4 x 10-15 kg/s² et 5 x 10-15 kg/s² 

respectivement ; 𝜆𝑆 est fixé à 1 x 10-3 kg/s²m² et 𝜆𝑀 est fixé à 0.125 x 10-18 kg/s²m3 ; les paramètres de 

détection de la topographie 𝜇 , 𝐾𝜇, 𝜆𝐹 et 𝜆𝑜 prennent respectivement 1 Pa/μm, 0.25 μm-1, 0.01 kg/s².Pa.m 

et 20 kg/s².m afin de garantir la détection de la rugosité par la cellule. Un MCS est égal à 4 min et le 

temps de simulation est de 3000 MCS, soit environ 7 jours. L’ensemble des paramètres du modèle sont 

définis dans le tableau 5.1. Une étude de sensibilité a été réalisée afin de choisir les paramètres et de le 

comparer au modèle unicellulaire 3D du chapitre 4 ; les résultats sont présentés au sein de l’annexe A.2. 
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Description Symbole Valeur Unité 

Pas t 3000 MCS 

Température T 2.5 x 10-27 kg m²/s² 

Domaine lattice Ω 200 x 200 pixel 

Surface cible à l’état initial Sσ,0 225 (1405) pixel (µm²) 

Lambda surface λS 50 x 10-9 kg/s²m3 

Lambda motilité λM 0.125 x 10-18 kg/s²m3 

Lambda extension λe 0.01 kg/s².Pa.m 

Lambda orientation λo 20 kg/s².m 

Adhésion cellule/cellule JCC 5 x 10-15 kg/s² 

Adhésion cellule/extérieur JCE 4 x 10-15 kg/s² 

Force unitaire μ 1 Pa. μm-1 

Coefficient d’élévation Kμ 0.25 μm-1 

Pas de prolifération φ 10 - 

Table 5.1 : Paramètres du modèle CP 

 

Afin de caractériser la prolifération cellulaire, les paramètres suivants sont mesurés : le nombre 

de cellules ; l’aire de la population de cellules. Dans le cas d’une surface avec une topographie structurée 

(rainure…), la morphologie de la population est aussi mesurée via son élongation, calculée via 

l’approximation de la population par une ellipse et l’estimation du petit axe et du grand axe. 

  5.2.1.1. Analyse de l’énergie de contact avec l’extérieur 

La figure 5.5 montre la morphologie (a) et l’aire de la population de cellules (b) pour trois 

différents paramètres d’adhésion à l’extérieur (JCE =2, 4 et 7 kg.s-2) sous la forme de courbes de 

moyennes et d’écart-types obtenues pour 10 simulations. Les résultats montrent que les cellules 

présentant le JCE le plus faible croîssent plus rapidement que les autres. La montée en escalier observée 

sur les courbes de croissance vient de la phase G0 de 100 MCS appliquée aux cellules après la phase de 

de mitose. La littérature nous dit qu’un MEC riche avec une meilleur absorption du substrat améliore la 

réponse cellulaire, dont la prolifération [6]. Au sein de notre modèle, une meilleure communication entre 

la cellule et l’extérieur se traduit par un JCE plus faible, favorisant énergétiquement la croissance 

cellulaire avec une réduction de la compression des cellules. 
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(i) JCE=2 (ii) JCE =4 (iii) JCE =7 

(a)  

 
(b)  

Figure 5.5 : Résultats des simulations de prolifération cellulaire pour différentes valeurs de JCE. (a) 

Morphologie de la population de cellules selon les différentes valeurs de JCE à t=3000 MCS. (b) 

Courbes de croissance cellulaire sur une période de 3000 MCS pour différentes valeurs de JCE. 

 

Les résultats présentés dans la figure 5.6 vont dans ce sens, avec le plus faible JCE engendrant la 

plus forte croissance cellulaire en aire ainsi qu’en nombre de cellules. On peut ajouter que cette 

observation est soutenue par la figure 5.5.a.i, avec le cluster de cellules affichant une forme plus « éclatée 

» à faible JCE tandis qu’une forme circulaire est observée pour des valeurs importantes de JCE. 
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(a)  (b)  

Figure 5.6 : Evolution de la prolifération cellulaire selon JCE. (a) Aire totale de la population de 

cellule à t=3000 MCS. (b) Nombre de cellules à t=3000 MCS. 

 

Ces résultats montrent que l’énergie d’adhésion JCE agit comme une énergie compressive qui, 

en fonction de sa valeur, favorise ou non la prolifération cellulaire. 

 

  5.2.1.2. Analyse de la rigidité cellulaire 

Les résultats présentés dans la figure 5.7 donnent l’évolution de la morphologie de la population 

de cellules ainsi que les courbes de croissance pour trois différentes valeurs de rigidité cellulaires (λS 

=1, 5 et 10 10-9 kg/s²m3). Les résultats montrent une prolifération cellulaire plus faible pour les clusters 

de cellules ayant un faible λS par rapport à ceux présentant un grand λS. De plus, une plus grande 

variation de l’aire est observée pour un plus faible λS. En termes de morphologie, la population de 

cellules garde une forme circulaire quel que soit la valeur de λS. 
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(i) λS=1 (ii) λS =5 (iii) λS =10 

(a)  

 
(b)  

Figure 5.7 : Résultats des simulations de prolifération cellulaire pour différentes valeurs de λS. (a) 

Morphologie de la population de cellules selon les différentes valeurs de λS à t=3000 MCS. (b) 

Courbes de croissance cellulaire sur une période de 3000 MCS pour différentes valeurs de λS 

 

On retrouve les mêmes résultats sur la figure 5.8, avec un plus grand λS donnant une aire de 

cluster plus importante ainsi qu’un nombre de cellules plus élevé. D’un point de vue expérimental, bien 

que de nombreuses études ont montré l’effet bénéfique d’une forte rigidité du substrat sur la prolifération 

cellulaire, l’influence de la rigidité de la cellule elle-même n’est pas quelque chose de vraiment étudié 

à ma connaissance. Cependant, des modèles de tumeurs ont montré une prolifération moins importante 

lorsque la population de cellules est soumise à une compression. Au sein de notre modèle, les cellules 

avec un plus grand λS sont moins soumises à la compression et vont donc suivre plus précisément leur 

aire cible, permettant la mise en place de la mitose. Ce phénomène fut aussi étudié par J. Li et al [2] et 

ils arrivèrent au même conclusion. On peut aussi ajouter que le terme de cohésion cellulaire, géré par la 

rigidité cellulaire λS, est le terme d’ordre 1 au sein du modèle CP car il est responsable du maintien à 

une aire constante de la cellule. Ainsi, ce terme prend le pas sur l’ensemble des autres comportements 

cellulaires. 
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(a)  (b)  

Figure 5.8 : Evolution de la prolifération cellulaire selon la rigidité cellulaire λS. (a) Aire totale de 

la population de cellule à t=3000 MCS. (b) Nombre de cellules à t=3000 MCS. 

 

  5.2.1.3. Analyse de la motilité cellulaire 

Les résultats présentés dans la figure 5.9a ainsi que dans la figure 5.9b montrent l’évolution de 

la morphologie de la population de cellules ainsi que la courbe de croissance cellulaire pour différentes 

valeurs de motilité cellulaire (λM =0, 0.125, 0.25, 1, 5, 10 10-18 kg/s²m3). Les résultats montrent une 

absence d’incidence de la motilité cellulaire pour une faible valeur de λM (λM <1). Cependant, pour des 

valeurs de grandes valeurs de λM (λM ≥1), on observe une baisse de la croissance cellulaire avec un 

éclatement de la population. 

   
(i) λM=0 (ii) λM =0.125 (iii) λM =0.25 

   
(iv) λM=1 (v) λM =5 (vi) λM =10 

(a)  
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(b)  

Figure 5.9 : Résultats des simulations de prolifération cellulaire pour différentes valeurs de λM. (a) 

Morphologie de la population de cellules selon les différentes valeurs de λM à t=3000 MCS. (b) 

Courbes de croissance cellulaire sur une période de 3000 MCS pour différentes valeurs de λM  

 

La figure 5.10 valide ces observations, avec notamment une diminution du nombre de cellules. 

Cependant, avant cette diminution, une augmentation du nombre de cellules est observée par rapport à 

λM =0 malgré aucune différence significative au niveau de la surface totale. En supposant que l’on se 

situe au moment où les cellules entrent en mitose, on suppose qu’un plus grand λM favorise le phénomène 

de mitose. 

  
(a)  (b)  

Figure 5.10 : Evolution de la prolifération cellulaire selon λM. (a) Aire totale de la population de 

cellule à t=3000 MCS. (b) Nombre de cellules à t=3000 MCS. 

 

En accord avec J. Li et al [2], on pourrait supposer que, lorsque la motilité est faible, les 

cellules sont plus en contact les unes avec les autres, induisant une compétitivité ainsi qu’une 

compression à l’intérieur de la population. Au contraire, les cellules ayant une forte motilité se 

retrouveraient diffusées, avec donc moins de compétition afin de pouvoir croître. Cependant, notre 

modèle montre que cela n’est pas le cas, avec une prolifération plus importante sur les cellules les 

moins mobiles.  
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  5.2.1.4. Analyse de l’extension cellulaire 

La figure 5.11 présente la morphologie (a) et les courbes de croissance (b) de la population de 

cellules pour différentes valeurs de λe (λe =0.01, 0.1 et 1). En termes de morphologie, le cluster de 

cellules garde une forme circulaire à faible valeur de λe (λe =0.01). Cependant, à plus grande valeur de 

λe (λe =0.1), la population adopte une forme plus rigide avec des frontières linéaires entre les cellules. 

Ces formes adoptées ne sont pas naturelles et témoignent d’une limite énergétique importante du 

système. Pour une grande valeur de λe (λe =1), le système est fixe avec aucun mouvement cellulaire ainsi 

qu’une prolifération. Ces résultats sont validés par les différentes courbes de croissance, montrant une 

croissance importante pour les clusters affichant un λe faible.  

   
(a) λe =0.01 (b) λe =0.1 (c) λe =1 

(a)  

 
(b)  

Figure 5.11 : Résultats des simulations de prolifération cellulaire pour différentes valeurs de λe. (a) 

Morphologie de la population de cellules selon les différentes valeurs de λe à t=3000 MCS. (b) 

Courbes de croissance cellulaire sur une période de 3000 MCS pour différentes valeurs de λe  

 

Les résultats présentés au sein de la figure 5.12 valident les observations précédentes, avec 

notamment une baisse de l’aire du cluster (a) ainsi que du nombre de cellules (b) en fonction de λe. Le 

paramètre λe peut donc être défini comme la capacité d’extension cytoplasmique de la cellule, définie 

par la création de filopodes et de lamellipodes. Une grande valeur de λe inhibe l’extension cytoplasmique 

de la cellule, réduisant sa capacité à adhérer au substrat. Dans le cas d’un λe faible (λe~0.01), l’extension 

cytoplasmique est favorisée, favorisant une adhésion avec l’environnement et donc la prolifération 

cellulaire.   
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(a)  (b)  

Figure 5.12 : Evolution de la prolifération cellulaire selon λe. (a) Aire totale de la population de 

cellule à t=3000 MCS. (b) Nombre de cellules à t=3000 MCS. 

 

5.2.2. Etude de surface de référence 

Au sein de cette partie, la prolifération cellulaire a été testée sur différentes topographies de 

surface. La configuration de simulation suit celle définie au sein de la section 5.2.2, i.e. un lattice prend 

la forme d’un carré de longueur 500 µm x 500 µm avec une population initiale composée d’une seule 

cellule qui prolifère. Seul le temps de simulation a été modifié, pour atteindre une durée totale de 4000 

MCS, correspondant à une durée d’environ 11 jours. Les paramètres CP sont ceux définis au sein du 

tableau 5.1. 

  5.2.2.1. Surface avec une topographie aléatoire 

Une étude de la prolifération cellulaire sur une surface avec topographie aléatoire a été réalisée. 

Cette surface est définie selon l’équation (4.9) définie dans la section 4.2.2.2, prenant aléatoirement une 

valeur d’altitude dans l’intervalle [0 ; R] avec R l’altitude maximale. 

La figure 5.13 présente la morphologie prise par la population de cellules (a) ainsi que 

l’évolution de son aire (b) en fonction des différentes valeurs de R. Les résultats montrent que la 

population est d’autant plus importante que la valeur de R est faible, signe qu’une grande rugosité a pour 

effet de diminuer la croissance cellulaire. 
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(i) R=0 μm (ii) R=4 μm (iii) R=9 μm 

(a)  

 
(b)  

Figure 5.13 : Résultats des simulations de prolifération cellulaire pour différentes valeurs de R. 

(a) Morphologie de la population de cellules selon les différentes valeurs de R à t=4000 MCS. (b) 

Courbes de croissance cellulaire pour différentes valeurs de R.   

 

La figure 5.14 montre l’évolution de cette croissance cellulaire pour différentes valeurs de R. 

L’augmentation de R coïncide avec la diminution de l’aire totale du cluster (figure 5.14a) ainsi que du 

nombre total de cellules composant le cluster (figure 5.14b). Aucune élongation spécifique n’est 

observée pour les différentes valeurs de R (figure 5.14c). En termes de courbes de croissance, l’écart-

type de l’aire du cluster diminue avec l’augmentation de la valeur de R. Cela montre une compression 

plus forte exercée sur le cluster. 
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(a)  (b)  

 
(c)  

Figure 5.14 : Evolution de la prolifération cellulaire sur une surface aléatoirement rugueuse 

suivant une augmentation du paramètre R (en μm). (a) Aire totale de la population de cellule à 

t=4000 MCS. (b) Nombre de cellules à 4000 MCS. (c) Elongation de la population de cellule à 

t=4000 MCS. 

 

En comparant par rapport aux résultats observés pour le modèle unicellulaire, une corrélation 

semble exister entre la motilité cellulaire et la prolifération cellulaire. On suppose donc que ces deux 

mécanismes cellulaires sont affectés de la même manière par la rugosité, avec une inhibition de la 

migration ainsi que la prolifération cellulaire sur ce type de surface. Cela met donc en avant l’effet 

inhibant de l’amplitude de la rugosité. 

  5.2.2.2. Surface rainurée : influence de la profondeur 

Une étude de prolifération sur une surface rainurée a été réalisée. Cette surface suit l’équation 

(4.10) et (4.11) définie dans la section 4.2.2.2, avec une rainure définie par sa largeur w et sa profondeur 

d. Au sein de cette partie, la largeur w a été fixée à 20 µm et 4 différentes valeurs de profondeur d ont 

été choisies : 5, 10, 15, et 20 µm. Pour chaque surface, les simulations ont été appliquées sur des rainures 

orientée à 0° ainsi qu’à 90°. De plus, une simulation de référence avec une surface sans topographie (i.e. 

d=0) a aussi été réalisée. 

La figure 5.15 montre l’évolution de la morphologie de la population (a) ainsi que les courbes 

de croissances (b) pour différentes valeurs de d (5, 10, 20 µm). En termes de courbes de croissance, 

aucune différence significative n’a été observée pour les différentes valeurs de d. Cependant, des 

différences significatives sont observées en termes de morphologie du cluster de cellules. En effet, une 

élongation des cellules avec les rainures est observée pour les trois valeurs de d. Cette élongation 

augmente avec la profondeur des rainures, avec les cellules s’alignant avec les rainures selon 

l’augmentation des rainures. 
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(i) d=5 μm (ii) d=10 μm (iii) d=20 μm 

(a)  

 
(b)  

Figure 5.15 : Résultats des simulations de prolifération cellulaire pour différentes valeurs de d. (a) 

Morphologie de la population de cellules selon les différentes valeurs de d à t=4000 MCS. (b) 

Courbes de croissance cellulaire pour différentes valeurs de d 

 

La figure 5.16 montre l’évolution de la prolifération au sein de la population de cellules, sous la 

forme de l’aire du cluster (a), du nombre de cellules qui composent le cluster (b) ainsi que l’ élongation 

du cluster (c). En termes de croissance, les résultats rejoignent les résultats précédents avec aucune 

différence significative en termes d’aire de population ainsi qu’en termes de nombre de cellules. 

Cependant, une augmentation d’élongation est observée avec une profondeur d jusqu’à 15. Cet arrêt 

d’élongation est dû à l’environnement de simulation, avec les cellules arrivant aux limites du cadre selon 

l’axe x, ne donnant aux cellules que la migration selon y.  
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(a)  (b)  

 
(c)  

Figure 5.16 : Evolution de la prolifération cellulaire sur une surface rainurée en fonction de d (en 

μm). (a) Aire totale de la population de cellule à t=4000 MCS. (b) Nombre de cellules à 4000 MCS. 

(c) Elongation de la population de cellule à t=4000 MCS.  

 

  5.2.2.3. Surface rainurée : influence de la largeur 

De la même manière que la section précédente, une étude de prolifération sur une surface 

rainurée a été réalisée, en faisant varier la largeur des rainures w. La profondeur d a été fixée à 10 µm et 

4 différentes valeurs de largeur w ont été choisies : 5, 10, 15, 20 µm. De plus, une simulation de référence 

avec une surface sans topographie (i.e. d=0) a aussi été réalisée. 

La figure 5.17 montre l’évolution de la morphologie de la population de cellules (a) ainsi que 

les courbes de croissances (b) pour différentes valeurs de w (5, 10, 20 µm). En termes de courbes de 

croissance, on obtient un comportement proche de celui qui a été observé avec une profondeur variable 

avec aucune différence significative en termes d’évolution de l’aire de cluster de cellules. Cependant, la 

morphologie diffère selon les valeurs de w. Pour w=5 µm, donc inférieure à la dimension de la cellule, 

la population affiche une forme semi circulaire, reflétant une faible influence des rainures sur la 

population. Cependant, pour w=10, donc du même ordre de grandeur que la cellule, la population de 

cellules s’aligne avec les rainures, avec une prolifération dans le sens des cellules. Pour w=20 µm, donc 

supérieur à la dimension de la cellule, la population de cellule se regroupe au sein d’une rainure, 

s’alignant donc avec la surface. Cependant, durant la croissance de la population, on observe des zones 

où les cellules se regroupent afin de franchir la rainure, aboutissant à une élongation moins importante 

ainsi qu’à la morphologie observée au sein de la figure 5.17.iii.  
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(i) w=5 μm (ii) w=10 μm (iii) d=20 μm 

(a)  

 
(b)  

Figure 5.17 : Résultats des simulations de prolifération cellulaire pour différentes valeurs de w. (a) 

Morphologie de la population de cellules en fonction de w à t=4000 MCS. (b) Courbes de 

croissance cellulaire pour différentes valeurs de w.   

 

La figure 5.18 montre l’évolution de la prolifération au sein du cluster, sous la forme de l’aire 

du cluster (a), du nombre de cellules qui composent le cluster (b) ainsi que l’élongation du cluster (c). 

En termes de croissance, les résultats rejoignent les résultats précédents avec aucune différence 

significative en termes de l’aire de cluster ainsi qu’en termes de nombre de cellules. En termes 

d’élongation, on remarque bien l’augmentation de l’élongation de la population avec la surface jusqu’à 

la valeur de w=15 µm où aucune différence significative n’est observée par la suite. Si cet arrêt 

d’élongation peut être dû à l’environnement de simulation, cette observation rejoint aussi l’hypothèse 

d’une élongation moins importante avec l’augmentation de la largeur des rainures au-delà de la 

dimension des cellules. 
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(a)  (b)  

 
(c)  

Figure 5.18 : Evolution de la prolifération cellulaire sur une surface rainurée en fonction de w. (a) 

Aire totale de la population de cellule à t=4000 MCS. (b) Nombre de cellules à 4000 MCS. (c) 

Elongation de la population de cellule à t=4000 MCS. 

 

Les résultats obtenus numériquement sur la surface rainurée rejoignent les observations faites 

au sein de l’étude de la littérature de Braber et al [7] de prolifération de cellules sur des structures 

rainurées microscopiques, de dimensions proches de celles simulées. Les résultats montrent peu de 

différences significatives en termes de proliférations entre les différentes géométries de rainures. Au 

contraire, dans le cadre d’études de surfaces structurées à l’échelle nanoscopiques [8]–[10], une 

influence significative des dimensions des rainures est observée sur la croissance cellulaire. On peut 

donc supposer qu’à l’échelle microscopique, les rainures agissent comme une contrainte géométrique et 

la population de cellules s’adapte à cette contrainte géométrique afin de pouvoir proliférer. 

 

5.2.3. Etude de surfaces SLM 

  5.2.3.1. Configuration de simulation 

Notre modèle a pour but de comprendre la prolifération de hMSCs sur les différentes surfaces 

fabriquées par FA SLM. La configuration de simulation est celle définie dans la section 5.2.3. 

Cependant, quelques changements ont été apportés. Le lattice a pour forme d’un carré de longueur 1 

mm x 1 mm ; la population initiale est composée de 9 cellules formant un carré de 3 cellules de côté ; la 

durée de simulation est de 4000 MCS, correspondant à une durée d’environ 11 jours. Les paramètres 

CP sont ceux listés dans le tableau 5.1.  

Les surfaces étudiées reprennent les données profilométriques de la section 4.3.3 (voir figures 

4.22) sur une aire plus grande de 1 mm² (dans le plan X-Y) (voir figure 5.19). Afin de prendre en compte 
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les hétérogénéités éventuelles, trois scans profilométriques ont été réalisés pour chaque surface et chacun 

de ces scans a été simulé 5 fois. 

   
(a) CTRL (b) C0 (c) C1 

   
(d)  C2 (e) C3 (f) C4 

Figure 5.19 : Morphologie de référence pour chaque surface étudiée. Chaque pixel des images 

correspond à un carré de côté 2.5 μm.  

 

  5.2.3.2. Résultats des différentes surfaces 

La surface CTRL montre une prolifération qui affecte la morphologie de la population. En effet, 

celle-ci affiche une forme allongée différente de la forme circulaire reflétant habituellement une 

minimisation de l’énergie. Cette forme s’explique par la synchronisation de la mitose au sein de la 

population (figure 5.20). En effet, la prolifération cellulaire démarre au même moment pour l’ensemble 

des cellules, avec donc une synchronisation de la mitose avec les cellules filles créées poussant les unes 

sur les autres pour revenir à un état d’équilibre. 

 
Figure 5.20 : Déformation de la population cellulaire due à la mitose 

 



 

188 

 

Ce phénomène ne semble être observé que lorsque le cluster atteint une certaine taille ainsi que pour des 

cellules composées d’un grand nombre d’éléments. L’insertion d’un terme aléatoire permettrait de 

remédier à cet aspect. Cependant, la prolifération cellulaire au sein de l’étude in vitro se fait selon des 

paliers, signe que la mitose se passe au même moment au sein du cluster. 

La figure 5.21 montre la morphologie de la population de cellules sur les différentes surfaces à 

t= 4000 MCS. Le cluster de cellules sur la surface C0 (figure 5.21b) montre une forme allongée orientée 

dans la direction Y. On peut ajouter que le cluster semble croître préférentiellement dans la direction de 

la surface, présentant moins de particules le long de cette direction. Par rapport aux résultats 

expérimentaux (figure 3.33 section 3.3.3), on observe aussi un alignement de la population de hMSCs 

avec la surface. Cependant, la prolifération se déroule en trois dimensions avec la formation de multiples 

couches, non modélisables au sein de notre modèle. La surface C1 montre une croissance initiale 

perpendiculaire à l’orientation de la surface, suivie par une croissance dans toutes les directions (figure 

5.21c). Ce type de croissance est contraire à ce que l’on peut anticiper, et peut s’expliquer par le fait que 

localement, la surface apparaît comme plane. Les cellules ne semblent pas sentir l’orientation de la 

surface, aboutissant à un déplacement selon un minimum de rugosité local. Expérimentalement, la 

population de hMSCs à J4 a acquis la forme d’une ellipse orientée dans le sens de la surface (figure 3.33 

section 3.3.3). Cela vient donc contredire les résultats obtenus numériquement. La surface C2 et C3 

affichent un cluster de cellules de la forme circulaire tout le long de la croissance cellulaire (figure 5.21d 

et 5.21e). Tout comme la surface C1, on observe des zones aplaties au niveau de la zone externe du 

cluster, coïncidant avec les élévations de surface observée. Ces formes circulaires peuvent être 

retrouvées expérimentalement à J4 sur la figure 3.33 (section 3.3.3), bien que la population de cellules 

ne soit pas monocouche. La population de cellules sur la surface C4 affiche une forme non circulaire 

(figure 5.21f). En effet, tout comme sur la surface CTRL, la synchronisation de la mitose sur la surface 

génère la forme observée. Cependant, la forme observée est significativement différente de la forme de 

la population à J4 dans la figure 3.33 (section 3.3.3), où l’on observe une forme plus ou moins circulaire.  

   

(a) CTRL (b) C0 (c) C1 

   
(d) C2 (e) C3 (f) C4 

Figure 5.21 : Morphologie pris par la population de cellules selon les différentes surfaces après un 

temps de simulation de 4000 MCS 
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La figure 5.22 décrit l’évolution de l’aire du cluster ainsi que du nombre de cellules composant 

le cluster pour une durée de 4000 MCS selon les différentes surfaces. 

Les résultats observés pour la surface C0 montrent que les cellules prolifèrent à la surface malgré 

la présence de rugosité de grande amplitude. Cependant, la courbe de croissance est la plus faible en 

termes d’aires ainsi que de nombre de cellules, avec une forte variabilité au niveau des résultats. Cette 

variabilité a pour origine l’état de surface de C0, avec une répartition hétérogène des particules à la 

surface. Cette hétérogénéité se voit particulièrement en termes de nombre de cellules, avec de fortes 

variations entre les différents échantillons de C0 à chaque étape de doublement de population. D’un 

point de vue général, en comparant par rapport à la surface CTRL, on observe une plus grande durée de 

la phase transitoire de doublement, signe que les mitoses des cellules composant le cluster n’arrivent 

pas au même moment. Ceci vient donc appuyer l’hypothèse d’une prolifération en monocouche difficile 

sur la surface C0. 

Les résultats de C1 et C3 montrent la présence de prolifération et des similarités concernant 

l’évolution de l’aire du cluster ainsi que du nombre de cellules composant le cluster. En étudiant 

l’évolution de nombre de cellules, la phase transitoire de doublement de population semble être plus 

longue que celle observée sur la surface contrôle, en particulier pour C1. Combiné à la plus lente 

croissance de l’aire du cluster et en comparant par rapport à la surface contrôle, on peut donc supposer 

que la rugosité agit comme un frein à la croissance cellulaire.  

La surface C4 est définie par une surface polie où la rugosité à l’échelle microscopique fut 

retirée. En comparant par rapport à la surface contrôle, de légères baisses en termes d’aires de cluster 

ainsi qu’en termes de nombre de cellules sont observées. Bien que plus compacte, la morphologie du 

cluster ne montre pas de différence significative. Tout ceci montre une influence de la rugosité sur la 

prolifération cellulaire, même pour une rugosité submicroscopique. Cette influence semble provenir de 

la non consistance des traces du polissage à la surface. 

En considérant la surface CTRL et C4 comme des surfaces de référence, C2 donne les meilleurs 

résultats en termes de prolifération cellulaire. En termes de courbes de croissance, l’aire du cluster de 

cellules est proche de celle observée sur la surface CTRL. Il en va de même pour la courbe de 

doublement de population, qui suit la courbe contrôle avec un certain retard. La rugosité présente à la 

surface a pour effet de ralentir la croissance du cluster. 
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(a)  

 
(b)  

Figure 5.22 : Evolution de la prolifération cellulaire sur les six différentes surfaces. (a) Courbe de 

croissance de l’aire du cluster de cellules pour les six différentes surfaces. (b) Courbe de 

l’évolution du double de population pour les six différentes surfaces. 

 

Les résultats montrent l’influence significative de la topographie de le surface sur la 

prolifération cellulaire, similairement aux résultats obtenus pour la motilité cellulaire. En effet, l’étude 

de l’influence géométrique de la rugosité à l’échelle microscopique sur la motilité cellulaire a montré 
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de meilleurs résultats en termes de dispersion ainsi que d’expansion cellulaire (i.e. surface projetée) sur 

les surfaces les moins rugueuses. Si les résultats de la prolifération cellulaire ne montrent pas d’influence 

significative de la motilité cellulaire, on observe en revanche une augmentation de la prolifération avec 

une diminution de l’amplitude de la rugosité de surface et une augmentation de la longueur d’onde de 

la surface. Néanmoins, ces résultats ne s’appliquent qu’aux surfaces que l’on a testées numériquement. 

La figure 5.23 montre la comparaison entre les données numériques et les données 

expérimentales de prolifération cellulaire. Les données expérimentales mesurent l’activité métabolique 

de la population de cellules, dépendant donc du nombre de cellules présentes au sein de la population. 

Les données expérimentales correspondent aux résultats de prolifération des hMSCs en milieu de 

prolifération (figure 3.14 de la section 3.2.3.3). Afin de faciliter la comparaison, les résultats du pool 1 

et du pool 2 ont été combinés et moyennés dans la figure 5.23c. 

Ainsi, une première comparaison est faite entre les données expérimentales et l’évolution du 

nombre de cellules obtenu via le modèle numérique. Les données expérimentales semblent corréler avec 

les résultats numériques, avec un maximum de nombre de cellules obtenues pour C4 et C2. C0, C1 et 

C3 donnent des résultats similaires à J11 avec des valeurs se situant autour de 50% de la surface CTRL. 

Les résultats pour ces trois surfaces sont bien inférieurs à ce que l’on observe sur les données 

expérimentales et cette valeur de 50% révèle que l’on se situe probablement durant la phase de 

doublement de population. Pour avoir plus de précision, l’évolution de l’aire du cluster de cellules est 

étudiée. Les résultats sont bien plus proches des données expérimentales par rapport à l’évolution du 

nombre de cellules. Les maximums sont obtenus pour C4 et C1, comme observé expérimentalement. 

Ces maximums sont suivis par les surfaces C1 et C3 avec aucune différence significative. Comparé aux 

expériences, C3 présente des plus grandes valeurs expérimentalement, pouvant s’expliquer par la non 

prise en compte de rugosité submicroscopique présente à la surface, affectant probablement 

l’attachement au substrat (voir chapitre 2). C1 semble observer un comportement similaire à 

l’expérimental. Pour finir, les résultats numériques obtenus pour la surface C0 sont bien inférieurs à ce 

qui est observé sur les données expérimentales, avec ~ 40% de différences par rapport au contrôle sur 

les simulations tandis que cette différence est de l’ordre de moins de 10% en expérimental. Cette 

différence notable vient probablement de l’approche en monocouche prise dans le modèle numérique, 

tandis que de la prolifération en multicouche a été observé au microscope confocal sur la surface C0 

(voir chapitre 3).  
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(a) Nombre de cellules durant la simulation (b) Aire du cluster 

 
(c) Résultats expérimentaux de la prolifération 

Figure 5.23 : Comparaison entre les résultats numériques et les résultats expérimentaux selon les 

différentes surfaces. 

 

Les résultats numériques semblent suivre le même comportement que les résultats 

expérimentaux. Cependant, le manque de validité des résultats expérimentaux ne permet pas de 

confirmer les résultats du modèle numérique. 

 

5.3. Discussion 

 5.3.1. Apport du modèle CP multicellulaire 

L’objectif de cette étude est de proposer un modèle numérique permettant de prendre en compte 

l’effet de la rugosité sur la prolifération cellulaire. 

Une des premières observations faites à l’aide du modèle est l’apparition d’un comportement 

collectif lors de la prolifération. Les résultats ont montré que ce comportement collectif prend effet 

durant la mitose pour une population importante (cela est cependant spécifique au modèle) ainsi que 

pour des topographies de surface anisotropes. En effet, pour des topographies de surface affichant une 
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longueur d’onde proche des dimensions de la population, une réorganisation du cluster est observée avec 

un alignement selon la topographie de la surface. Cela s’observe aussi sur les surfaces SLM avec une 

adaptation de la morphologie de la population selon la rugosité présente. Cette précédente information 

permet d’en venir à l’autre apport du modèle numérique : la mise en évidence de l’influence significative 

géométrique de la rugosité ainsi que de l’orientation de la surface sur la prolifération cellulaire. Comme 

on l’a vu précédemment, la longueur d’onde à une influence significative sur la morphologie prise durant 

la prolifération cellulaire. Il en est de même pour l’amplitude de la rugosité, ainsi que pour sa répartition 

(i.e. anisotropie). Dans le cas d’une forte anisotropie, le modèle numérique montre que le cluster de 

cellules adapte sa morphologie afin de conserver son taux de prolifération. Cependant, dans le cas d’une 

rugosité sans aucune anisotropie, le cluster de cellules est incapable de conserver son taux de 

prolifération, aboutissant à une diminution de croissance cellulaire. Bien que n’étant pas le but de cette 

étude, le modèle numérique permet aussi de modéliser les paramètres internes de la cellules, tels que la 

rigidité cellulaire et la motilité intrinsèque de la cellule. Ces paramètres ont une influence plus ou moins 

importante sur la prolifération cellulaire, en montrant que des variations au niveau de la cellule se 

répercutent sur l’ensemble de la population. Enfin, l’un des plus grands avantages de ce type de modèle 

CP modifié est la possibilité d’incorporer des données de surfaces réelles au sein du modèle CP afin de 

voir l’influence de différentes rugosités sur la croissance cellulaire. Notre analyse a permis de mettre en 

lumière l’effet significatif de la surface brute C0 ainsi que l’efficacité des différents traitements de 

surface. Des disparités de résultats par rapport à l’approche expérimentale soulignent les limites du 

modèle. Cependant, les résultats obtenus permettent d’obtenir une tendance selon les différentes 

surfaces. 

 5.3.2. Validation et limitations du modèle 

L’implémentation de l’influence géométrique de la rugosité sur différents processus cellulaires 

via un mécanisme mécanique de détection de topographie couplé à un mécanisme de détection 

d’orientation a permis de mettre en lumière les différents comportements de prolifération observés selon 

la surface étudiée. 

Cependant, malgré tout ceci, notre modèle CP modifié n’est pas validé pour l’instant. Le premier 

point venant contredire la consistance du modèle est la prolifération des cellules sur la surface CTRL 

sans topographie. Si du point de vue quantitatif (aire, nombre de cellules…), les résultats suivent un 

comportement retrouvé expérimentalement, la forme obtenue est loin de la morphologie sphérique 

observée habituellement. On peut remarquer cette différence aussi pour les simulations des surfaces 

SLM. De plus, de nombreux points du modèle viennent limiter son champ d’application. La première 

limitation réside dans l’échelle de rugosité minimale prise en compte. En effet, le nombre d’éléments 

composant une cellule impose une restriction sur l’échelle de rugosité appliquée au modèle dans le plan 

(X-Y). Or, la littérature nous dit que les échelles submicroscopiques et nanoscopiques ont une influence 

significative sur la réponse cellulaire [11]–[15]. Notre échelle d’étude étant limitée au μm, on a donc 

une sous-estimation de l’influence de la rugosité, observée par exemple sur la surface C3 avec la non 

prise en compte d’une partie de la rugosité. Une deuxième limitation est la prise en compte de la rugosité 

d’un point de vue purement géométrique. En effet, l’influence de la rugosité sur la réponse cellulaire ne 

se limite pas seulement à la topographie, mais aussi à un aspect énergétique avec les forces d’adhésion 

de la cellule via l’adsorption de la surface, ainsi que les changements de propriétés chimiques apportés 

par la rugosité. Tous ces éléments jouent sur différents mécanismes cellulaires internes tels que 

l’adhésion de la cellule ou sa rigidité par exemple. Concernant l’adhésion cellulaire au substrat, nous 

avons supposé une adhésion totale entre la cellule et le substrat. Etant donnée l’influence de la 

topographie sur l’adhésion, cette hypothèse peut être objet de discussion. Pour notre étude, nous avons 

fait le choix de nous concentrer sur l’aspect géométrique seulement, que l’on a supposé prédominant au 

niveau d’étude microscopique que l’on considère. Enfin, une troisième limitation est l’approche 

monocouche en deux dimensions. Au sein de ce modèle, nous avons privilégié une approche en deux 
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dimensions afin de simplifier le modèle et de réduire les temps de calcul. Les caractéristiques 3D de la 

surface sont cependant perdues avec cette approche. Ceci est d’autant plus vrai dans le cas d’une surface 

présentant une forte rugosité, comme C0 par exemple, où la mise en place d’une prolifération en 

multicouche est observée. Cette différence entraîne une surévaluation de l’effet pénalisant de la rugosité 

sur certaines surfaces. 

5.4. Conclusion 

Le but de cette étude était de développer un modèle numérique permettant de prendre en compte 

l’effet de la rugosité sur la prolifération cellulaire. A partir de scans profilométriques, la rugosité de la 

surface a été importée au sein d’une modèle CP modifiée de prolifération cellulaire. Des paramètres 

énergétiques, sous la forme de fonctions hamiltoniens, permettent de prendre en compte l’effet des 

différences d’élévations créées par la rugosité sur l’adhésion de la cellule ainsi que sur son orientation. 

Le modèle de prolifération cellulaire n’a pas pu être validé pour le moment. Cependant, il a 

permis de mettre en lumière l’influence significative de la géométrie de la rugosité sur la prolifération 

cellulaire, ainsi que de prédire dans une certaine mesure l’évolution de cette prolifération sur les surfaces 

C0, C1, C2, C3 et C4. Cette prédiction se limite cependant à de la rugosité à l’échelle de la cellule, et 

ne permet pas de prendre en compte directement toute rugosité à l’échelle submicroscopique et 

nanoscopique. Par ailleurs, la limitation à un aspect monocouche limite l’efficacité prédictive du modèle, 

surtout sur des surfaces où l’aspect 3D de la surface peut exacerber la création de multicouche.  

On peut tout de même conclure que la présence d’une rugosité non structurée de même 

dimension que la cellule est à éviter afin de maximiser la prolifération cellulaire, d’où l’intérêt de 

topographies à l’échelle submicroscopiques afin d’améliorer le comportement cellulaire. 
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6.1. Les résultats acquis 

Le travail de thèse réalisé a pour objectif d’améliorer la compréhension de l’ostéointégration de 

surfaces de TA6V obtenues par fabrication additive SLM. 

L’étude des états de surfaces obtenues par FA SLM a été réalisée et l’évolution de la rugosité 

en fonction de l’angle de fabrication d’éprouvettes SLM a été caractérisée. En plus de la rugosité, la 

mouillabilité a aussi été caractérisée à l’aide d’un banc de mouillabilité. Les résultats ont montré la 

présence de différents types de rugosité sur la surface selon la paramétrie machine et l’inclinaison de 

fabrication. Parmi ces différentes natures, la rugosité de type III, constituée de particules de poudres de 

TA6V non fondues enkystées dans la surface, est la rugosité la plus forte observée sur la surface SLM. 

Celle-ci évolue avec l’inclinaison, avec un maximum de particules à 90° (C0), et a une influence 

significative sur la mouillabilité des surfaces. Afin de faire disparaitre la rugosité de type III ainsi que 

de réduire la rugosité sur les surfaces SLM, deux traitements de surfaces ont été envisagés : le sablage 

et le polissage chimique. Le sablage a été étudié pour 3 différents types de sables avec pour paramètres 

de sortie la rugosité et la mouillabilité. Les résultats du sablage ont montré la disparition de la rugosité 

de type III pour une taille de sable supérieure ou égale à 200 μm. Cependant, la disparition de cette 

rugosité s’est accompagnée par l’apparition d’une rugosité submicroscopique importante combinée à 

une rugosité microscopique plus grande. La sablage F60 donne la plus faible rugosité de l’ensemble des 

sables (C3). Le polissage chimique a été étudié pour 3 différentes solutions de polissage ainsi que pour 

5 différents temps d’immersion. Les paramètres de sortie ont été définis par la rugosité, la mouillabilité 

ainsi que la perte de matière. Les résultats du polissage chimique ont montré la disparition de la rugosité 

de type III pour l’ensemble des solutions de polissage de 5 min à 30 min, ainsi que l’exhibition de 

propriétés hydrophiles. En prenant la surface polie par papier abrasif comme référence (C4), la 

composition (10% HF, 10% HNO3) est celle qui se rapproche le plus. Malgré ces excellents résultats en 

termes de rugosité et de mouillabilité, la composition (10% HF, 10% HNO3) n’a pas été considérée due 

à la force de réaction et la trop grande perte de matière. Le groupe de paramètre (3% HF, 10% HNO3, 

30 min) (C2) donne la plus faible rugosité et des propriétés hydrophiles, malgré des pertes matières de 

l’ordre de 200 μm.  Le groupe de paramètre (3% HF, 20% HNO3, 10 min) (C1) donne la plus forte 

hydrophilicité et des pertes matières de l’ordre de 100 μm, malgré une forte rugosité ~9 μm.   

La biocompatibilité des différentes surfaces (C0, C1, C2, C3 et C4) a été caractérisée via des 

tests de cytocompatibilité, référencés au sein de la norme ISO 10993-5. Les études de cytotoxicité ont 

permis de montrer l’absence de toxicité significative pour l’ensemble des matériaux. Les tests 

d’adhésions n’ont pas pu être menés à terme et les résultats actuels n’ont pas montré de différences 

nettes entre les différentes surfaces. De la même manière, les tests de prolifération n’ont pas non plus 

pu être menés à terme. Cependant, C3 semble montrer une prolifération moins efficace que sur les autres 

surfaces, montrant l’aspect inhibant de la rugosité à l’échelle submicroscopique. L’évaluation des 

propriétés ostéoinductrices des surfaces n’a pas pu être réalisée. L’étude de la morphologie cellulaire au 

microscope à fluorescence a apporté plus d’informations sur les comportements des hMSCs sur les 

surfaces. Les plus grands étalements cellulaires sont observés sur C4 et C2, signe de bonnes interactions 

entre les hMSCs et les surfaces. L’anisotropie de C1 a montré une influence directe sur l’orientation des 

hMSCs tandis que la surface C3 présente de mauvaises interactions avec les hMSCs. L’ensemble des 

résultats semble montrer que la rugosité est un facteur important déterminant la réponse cellulaire.  

Au regard de ces observations, un modèle numérique visant à prédire l’effet de la rugosité sur 

le comportement cellulaire a été développé. Pour cela, deux approches ont été testées : (i) une étude 

unicellulaire de la migration cellulaire en trois dimensions en fonction de la topographie de la surface ; 

(ii) une étude de la prolifération cellulaire en deux dimensions en fonction de la topographie de la 

surface. Ces deux approches sont basées sur la méthode Cellular Potts, qui utilise le principe de 

minimisation de l’énergie de la cellule. Le modèle de migration met en avant l’influence significative 

des différents paramètres de la topographie sur la migration cellulaire, en particulier l’amplitude et la 
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fréquence spatiale semble jouer un rôle critique. Le modèle de prolifération basé sur la topographie de 

la surface montre des résultats similaires aux résultats expérimentaux, venant appuyer l’influence 

significative de la topographie sur la réponse cellulaire. Au regard des résultats numériques, l’aspect 

inhibiteur de la topographie est mis en avant dans le cas de topographie non structurée du même ordre 

de grandeur que la cellule. Cependant, d’autres observations expérimentales non retrouvées dans le 

modèle empêchent la validation de celui-ci dans sa forme actuelle.  

6.2. Les perspectives 

Les résultats expérimentaux et numériques obtenus dans cette thèse permettent donc une 

meilleure compréhension des interactions entre les cellules et la surface durant l’ostéointégration. 

Cependant, d’autres études sont nécessaires afin de prendre en compte les autres propriétés surfaciques, 

ainsi que d’analyser l’aspect ostéoinducteur des surfaces. Voici quelques propositions : 

1. Finalisation des tests biologiques. Les tests biologiques de cytocompatibilité (adhésion et 

prolifération) n’ont pas pu être validés statistiquement à cause de l’utilisation de seulement deux 

pools de cellules. Afin de conclure l’étude de biocompatibilité, il est important de finaliser ces 

tests. Il est prévu d’obtenir les résultats d’ici la soutenance. L’autre source d’investigation a 

réalisé est la minéralisation des différentes surfaces afin de caractériser leur propriétés 

ostéoinducteur. Les tests au rouge Alizarin n’ont pas pu être réalisés due à la forte réactivité des 

surfaces. Il serait intéressant de déterminer un autre protocole afin de mesurer la présence de 

minéralisation. 

2. Prise en compte de l’ensemble des angles de fabrication. Au sein de notre étude, nous nous 

sommes concentrés exclusivement sur des surfaces en « upskin ». Cependant, les surfaces en 

« downskin » sont connues pour afficher une rugosité beaucoup plus importante. Il serait 

intéressant de déterminer la réponse cellulaire sur ces surfaces, notamment par l’utilisation du 

modèle numérique à partir de scans. Il serait aussi intéressant de déterminer l’influence des 

différents traitements de surfaces sur celles-ci. 

3. Limite du modèle numérique. Notre modèle numérique ne se limite qu’à l’aspect géométrique 

de la rugosité de surface. Il serait intéressant de prendre en compte les autres propriétés 

surfaciques, telles que l’adsorption de la surface ou sa rigidité. Une autre limite de notre modèle 

est l’aspect monocouche de la prolifération cellulaire. Or, nos observations expérimentales ont 

montré l’existence de prolifération en multicouche. Il serait intéressant de prendre cet aspect 

dans notre modèle.  
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A.1. Analyse préliminaire de la rugosité selon les paramètres de la 

machine SLM 

 

L’analyse a montré l’importance de la rugosité de type III sur les surfaces brutes SLM, engendrant de 

l’hydrophobicité et potentiellement obstacle aux comportements cellulaires. Il serait donc intéressant de 

déterminer si cette rugosité peut être modifiée par un changement des paramètres de fabrication. 

Plusieurs études ont analysé l’influence des paramètres de fabrication sur l’état de surface (voir le 

chapitre 1) [27], [33], [34]. Cependant, selon l’inclinaison de fabrication de la pièce, la rugosité de 

surface peut être contrôlée par les paramètres définissant les surfaces externes de la pièce. Ces surfaces 

définissent les frontières de chaque couche lasée. Dans ces études, seuls les paramètres de fabrication 

par défaut sont pris en compte ; la gestion de la stratégie de passage du laser n’est pas analysée. Cela 

rend la comparaison délicate et nécessite une étude complémentaire. L’étude présentée ici est une étude 

préliminaire, qualitative, de l’influence des paramètres du contour sur l’état de surface observé. Plus 

précisément, l’objectif est d’analyser l’influence des paramètres de fabrication des contours sur une 

surface 90B. Le choix de la surface 90B permet de se concentrer sur la rugosité de type III. 

A.1.1. Protocole expérimental. 

Des éprouvettes cylindriques de diamètre 11.2 mm et d’épaisseur 3 mm ont été fabriquées via la machine 

de FA SLM 280, par couche d’épaisseur 50 μm dans la direction z, donc verticalement, avec une distance 

de passage de 0.08 mm. Cette orientation a été choisie afin de minimiser la rugosité de type II. La 

fabrication de chaque couche suit la même méthodologie que ce qui a été décrit précédemment. La zone 

interne définissant le cœur de la couche est produite avec les paramètres par défaut de la machine, une 

puissance laser de 275 W et une vitesse de passage de 760 mm/s. La zone externe de la couche, définie 

par deux bords et un contour interne, est définie par des couples différents de puissance et de vitesse de 

passage, citées dans le tableau A.1. Il est noté qu’un couple optimal (puissance, vitesse) = (100 W, 350 

mm/s) a déjà été élaboré pour optimiser les propriétés mécaniques et le comportement thermomécanique 

du bain de fusion. Au sein de cette étude, nous avons choisi de modifier ce couple en faisant varier de 

50% ces deux paramètres afin de déterminer le comportement topographique de la surface (tableau A.1). 

L’ensemble des échantillons cylindriques a été fabriqué sur un plateau unique, avec des supports placés 

entre les échantillons et le plateau afin de faciliter le détachement des éprouvettes. Enfin, aucun post 

traitement thermique n’a été appliqué aux pièces (excepté un nettoyage) car il a été prouvé que la 

rugosité ainsi que les porosités externes n’étaient pas affectées par les traitements thermiques.  

Pour chaque couple de paramètres, deux échantillons ont été fabriqués. Cela ne permet pas d’élaborer 

des données statistiquement significatives. Cependant, chaque échantillon comportant deux surfaces, le 

nombre de mesures effectuées par groupe est de quatre et donne ainsi une tendance. 

 Puissance (W) Vitesse (mm/s) Densité énergétique (kJ/mm3) 

C1 50 175 71 

C2 100 175 142 

C3 150 175 214 

C4 50 350 35 

C5 100 350 71 

C6 150 350 107 

C7 50 525 23 

C8 100 525 47 

C9 150 525 71 

Tableau A.1 : Paramètres de fabrication de la frontière externe de l’échantillon 
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Les résultats sont analysés par les mesures de la rugosité et la mouillabilité des surfaces. Par ailleurs, 

des clichés des surfaces brutes sont pris à l’aide d’un microscope électronique à balayage. Les résultats 

ont été analysés statistiquement via un test de Kruskal Wallis, accompagné par un test de corrélation de 

Spearman. Pour chacun des deux tests, une hypothèse nulle est analysée et validée via un p-value p 

seuillé à 0.05. 

 A.1.2. Résultats 

A.1.2.1. Clichés du microscope électronique à balayage 

Les surfaces observées varient selon les paramètres de fabrication (figure A.1 et figure A.2). La surface 

de référence choisie est la surface C5, obtenue avec les paramètres par défaut pour une fabrication avec 

une épaisseur de couche de 50 μm. L’état de surface observé est comparable à celui observé sur les 

surfaces fabriquées avec une épaisseur de couche de 30 μm. 

   
(a) C1 (b) C2 (c) C3 

   
(d) C4 (e) C5 (f) C6 

   
(g) C7 (h) C8 (i) C9 

Figure A.1 : Etat de surface en fonction des différents paramètres de fabrication 

 

Sur l’ensemble des morphologies analysées, les surfaces C1, C4 et C7 présentent les plus grandes 

hétérogénéités. En particulier, la figure A.1 montre que C4 et C7 présentent des creux au sein de la 

surface tandis que la surface C1, sous les particules, présente une surface accidentée. Cela laisse 

supposer une mauvaise jonction entre chacune des couches, liée à une densité énergétique trop faible (≤ 

71 kJ/mm3). C1 présente la même densité énergétique que la surface de référence C5, qui elle présente 
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une bonne jonction entre les couches. Cependant, la puissance ainsi que la vitesse associée à C1 sont 

deux fois plus faibles, ce qui peut expliquer une jonction moins stable due à des phénomènes 

thermomécaniques. De la même manière, C8 semble présenter des jonctions inter couches hétérogènes, 

probablement dues à une densité énergétique faible. Concernant la rugosité de type III, la densité de 

particules semble être plus importante visuellement (on semble observer moins de particules 

partiellement fusionnées dans la surface). Pour les surfaces présentant de fortes densités d’énergie (C2, 

C3 et C6), les images présentent des jonctions stables, avec des traces de cordons de fusion plus 

homogènes. La densité de particules semble être moins élevée, sans que cela ne puisse être prouvé. Cela 

peut venir d’un bain de fusion à température plus élevée, résultant en la fusion de plus de particules 

avoisinant le bain de fusion. Pour C3 produite avec la plus grande densité d’énergie, la surface semble 

présenter une meilleure homogénéité avec des jonctions uniformes selon une ligne ainsi que ce qui 

semble être une plus faible densité de particules. Enfin, concernant la surface C9 produite avec la plus 

grande puissance laser et la plus grande vitesse de passage tout en affichant la même densité énergétique 

que C5, on remarque la présence nette des jonctions entre chaque couche avec une topographie en forme 

de vague au niveau des jonctions entre chaque couche (similaire à ce que présente la figure A.2). On 

peut supposer que la forte puissance et vitesse affecte la forme du bain de fusion (latéralement), ce qui 

se reflète sur la topographie observée. 

   
(a) C1 (b) C2 (c) C3 

   
(d) C4 (e) C5 (f) C6 

   
(g) C7 (h) C8 (i) C9 

Figure A.2 : Etat de surface des différents paramètres de fabrication 

 

A.1.2.2. Effet des paramètres machine sur la rugosité de surface 

Les valeurs des paramètres de rugosité de chaque surface sont répertoriées au sein du tableau A.2. La 

première chose que l’on remarque est que les surfaces C4 et C7 présentent les plus grandes valeurs de 

rugosité (Sa, Sq, St et Sdr) avec un Ssk négatif, lié au creux présent dans la surface, alors que C2, C3 et C6 
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présentent de plus faibles valeurs (avec un Ssk positif) par comparaison avec la surface de référence C5. 

De plus, on observe que C1, C5, et C9 affichent des valeurs de rugosités similaires (avec un p>0.05 pour 

Sa, Sq et St). Une hypothèse peut être faite à partir de l’ensemble des résultats : plus la densité énergétique 

est élevée, plus l’amplitude de la rugosité diminue. Cependant, cette hypothèse ne peut pas être vérifiée 

ici. 

 Sa Sq St Ssk Sdr 

C1 14.7 (± 4.3) 19.2 (± 5.9) 145.6 (± 17) 1.59 (± 0.45) 2.78 (± 0.25) 

C2 12.5 (± 1.1) 16.5 (± 1.8) 122.6 (± 10) -0.071 (± 0.12) 3.11 (± 0.1) 

C3 13.1 (± 2.3) 16.6 (± 3.1) 107.3 (± 9) 0.35 (± 0.2) 2.98 (± 0.12) 

C4 22.1 (± 5.1) 33.7 (± 9.2) 187.5 (± 25) -0.89 (± 0.3)  3.43 (± 0.26) 

C5 15.1 (± 1.8) 19.2 (± 3.6) 134.3 (± 11) 0.26 (± 0.2) 3.15 (± 0.14) 

C6 14.8 (± 1.6) 19 (± 2.8) 120.9 (± 9.5) 0.58 (± 0.24) 3.12 (± 0.11) 

C7 19.3 (± 3.9) 23.9 (± 8.1) 149.9 (± 16) -0.083 (± 0.17) 2.93 (± 0.15) 

C8 12.1 (± 1.7) 15.8 (± 1.5) 115.3 (± 12) 0.39 (± 0.18) 2.72 (± 0.14) 

C9 15.9 (± 2.5) 19.5 (± 2.9) 129.8 (± 10.6) 0.59 (± 0.16) 2.98 (± 0.09) 

Tableau A.2 : Paramètres de rugosité en fonction des paramètres machine 

 

La figure A.3 décrit les évolutions de Sa et St en fonction de la puissance du laser et de la vitesse de 

passage. Concernant l’influence de la puissance du laser, Sa et St montrent une diminution de la rugosité 

avec l’augmentation de la puissance ; l’influence n’est pas significative entre 100 W et 150 W (p<0.05) 

dans le cas de 175 mm/s et 350 mm/s. Dans le cas de la vitesse de 525 mm/s, après une diminution 

initiale à 100 W, on observe une augmentation de la rugosité à P=150 W. Concernant l’influence de la 

vitesse de passage, on observe un comportement différent : pour les puissances laser de 50W et 100W, 

on observe une augmentation de la rugosité jusqu’à 350 mm/s, suivie d’une diminution. Dans le cas 

d’une vitesse de passage de 525 mm/s, on observe une augmentation constante de la rugosité. On observe 

aussi que les plus grandes rugosités sont obtenues pour P=50 W. 
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(a)  (b)  

  
(c)  (d)  

Figure A.3 : Evolution de Sa et St en fonction des différents paramètres de fabrication SLM. Les 

graphes représentent les valeurs moyennes des paramètres. (a) Sa en fonction de la puissance. (b) St 

en fonction de la puissance. (c) Sa en fonction de la vitesse de passage. (d) St en fonction de la 

vitesse de passage.  

 

A.1.2.3. Relation entre mouillabilité et rugosité de surface 

Les valeurs des angles de contact ainsi que de l’énergie de surface sont répertoriées au sein du tableau 

A.3. La surface C5 présente un angle de contact θeau légèrement plus faible et une énergie de surface 

ϒapp plus élevée que ceux obtenus sur 90B avec une épaisseur de couche de 30 μm. Les plus faibles θeau, 

et donc les plus grands ϒapp, sont observées pour les surfaces C1, C4 et C7 tandis que les plus grandes 

valeurs de θeau sont observées pour C3, C6, et C8. Contrairement à ce qui a pu être observé pour la 

rugosité, on observe une augmentation de θeau (et donc une diminution de ϒapp) en passant de C1 à C5 à 

C9. Si les plus faibles valeurs de θeau sur C5 et C7 peuvent être expliquées par les creux présents à la 

surface, on observe néanmoins une augmentation de θeau avec la puissance du laser.  

 θeau θdiiodo ϒapp 

C1 84.1 (± 6.9) 37 (± 6.5) 52.2 (± 4.2) 

C2 88.3 (± 3.1) 36.5 (± 3.5) 49.2 (± 3.1) 

C3 93.4 (± 4.5) 40.8 (± 3.1) 44.5 (± 2.2) 

C4 82.3 (± 7.7) 36 (±4.5) 54.9 (± 5.2) 

C5 92.1 (± 4.5) 36.3 (±2.5) 49.5 (± 3.11) 

C6 96.3 (± 3.24) 41.3 (±3.9) 44.8 (± 2.4) 

C7 77.9 (± 4.02) 34.3 (± 5.3) 58.5 (± 3.11) 

C8 96.3 (± 3.3) 35.8 (± 3.5) 44.4 (± 2.1) 

C9 99.3 (± 3) 40 (± 2.2) 41.4 (± 1.8) 

Tableau A.3 : Mesures de l’angle de contact et de l’énergie de 

surface en fonction des paramètres machine   
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Afin de vérifier cette hypothèse, θeau et ϒapp ont été tracés en fonction de la puissance laser et de la vitesse 

de passage sur la figure A.4. On observe une augmentation significative de θeau, accompagnée par une 

diminution significative de ϒapp, de 50 W à 150 W pour toutes les vitesses de passage. Aucune influence 

significative de la vitesse de passage ne semble ressortir. Ces résultats semblent donc supporter 

l’hypothèse de l’influence de la puissance du laser, bien que cette hypothèse ne soit pas validée ici. 

  
(a)  (b)  

  
(c)  (d)  

Figure A.4 : Evolution de θapp et de ϒapp selon les différents paramètres de fabrication SLM. Les 

graphes représentent les valeurs moyennes des paramètres. (a) θapp en fonction de la puissance. (b) 

ϒapp en fonction de la puissance. (c) θapp en fonction de la vitesse de passage. (d) ϒapp en fonction de 

la vitesse de passage. 

 

Cette étude a été réalisée sur des éprouvettes fabriquées avec des paramètres de fabrication 

entrainant ainsi une densité énergétique de 71 kJ/mm3 pour une épaisseur de couche de 0.05 mm 

contrairement à la valeur de 138.9 kJ/mm3 obtenue pour une épaisseur de couche de 0.03 mm (utilisée 

dans la phase principale de l’étude). Cette différence ne permet pas une comparaison directe avec les 

paramètres que l’on utilise dans notre étude mais les résultats obtenus nous renseignent sur l’évolution 

de la rugosité. Concernant la topographie de la surface, si l’on observe une évolution de l’état de surface 

avec les paramètres machine, aucune différence significative majeure ne semble ressortir quant à la 

densité de particules présentes à la surface. L’influence principale ressort sur la stabilité du bain de 

fusion, qui affecte les paramètres mécaniques et structuraux de la pièce. Ainsi, la rugosité qui nous 

intéresse ici étant celle de type III, une réduction de celle-ci par la modification des paramètres machine 

ne semble pas être possible au sein de l’intervalle de valeurs considéré. En termes de mouillabilité, les 

paramètres de fabrication semblent avoir une influence, la puissance du laser notamment, sans que ceci 

soit statistiquement prouvé. Malgré ces résultats, on remarque que changer les paramètres de contour et 

les stratégies de passage entraine potentiellement une modification de la structure du matériau au sein 

d’une partie spécifique de la couche. Notre étude se limitant à l’analyse de l’état de surface externe et 

non aux propriétés mécaniques de l’ensemble de la pièce (considérées d’ordre 1 lors de l’élaboration 
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d’une pièce), les paramètres retenus lors de l’élaboration des pièces resteront les paramètres supposés 

donner les meilleures performances mécaniques.  

A.2. Modèle CP multicellulaire 

 

 A.2.1. Diagramme de fonctionnement du modèle 

 

 
Figure A.5 : Diagramme de fonctionnement du modèle CP de prolifération 
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 A.2.2. Etude de sensibilité unicellulaire 

 

Une étude de sensibilité a été menée afin de choisir les valeurs de paramètres au sein du modèle.  

Le lattice prend la forme d’un carré de longueur 150 pixels x 150 pixels avec des frontières non-

périodiques. Chaque site définit un carré de dimension 2.5 µm x 2.5 µm et chaque cellule prend la forme 

initiale d’un carré de côté 15 pixels, soit un volume de 225 pixels. Le lattice initial est composé d’une 

cellule placée sur la moitié gauche de l’environnement, et laissée à migrer avec une polarisation dans le 

sens des x pour une durée de 2000 MCS. L’ensemble des paramètres du modèle sont définis dans le 

tableau A.4. 

Description Symbole Valeur Unité 

Pas t 2000 MCS 

Température T 2.5 x 10-27 kg m²/s² 

Domaine lattice Ω 150 x 150 pixel 

Surface cible Sσ,0 225 (1405) pixel (µm²) 

Lambda surface λS 50 x 10-9 kg/s²m3 

Lambda motilité λM 0.125 x 10-18 kg/s²m3 

Lambda extension λe 0.01 kg/s².Pa.m 

Lambda orientation λo 20 kg/s².m 

Adhésion cellule/cellule JCC 5 x 10-15 kg/s² 

Adhésion cellule/extérieur JCE 4 x 10-15 kg/s² 

Force unitaire μ 1 Pa. μm-1 

Coefficient d’élévation Kμ 0.25 μm-1 

Pas de prolifération φ 10 - 

Tableau A.4 : Paramètres du modèle CP 

 

Les paramètres de sortie du modèle se définissent par la distance parcourue, l’aire moyen de la cellule 

durant la simulation ainsi que la force maximale estimée sur la cellule durant la simulation. 

A.2.2.1. Influence de l’adhésion JCE.  

L’adhésion de la cellule à l’extérieur prend la forme d’une énergie compressive appliquée sur la cellule, 

limitant la croissance de celle-ci vers l’extérieur. Cela se traduit par une diminution de la vitesse avec 

l’augmentation de JCE. Au niveau de l’aire de la cellule, la diminution observée avec l’augmentation de 

JCE vient conforter cette idée de compressibilité apportée par le médium, tout comme la diminution des 

forces d’extension. 

   
(a)  (b)  (c)  

Figure A.6 : Influence de JCE sur différentes propriétés cellulaires. (a) Vitesse moyenne de 

migration ; (b) Aire moyen de la cellule ; (c) Force d’extension moyen estimée. 
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A.2.2.2. Influence de la température T et de la rigidité cellulaire λS 

En termes de température T, tout comme le modèle unicellulaire 3D, l’influence ici suit l’augmentation 

en T, avec une augmentation de la vitesse, une plus grande liberté sur l’aire, et une augmentation des 

forces d’extension estimées. La rigidité de la cellule va significativement influencer le comportement 

cellulaire et compose le terme énergétique le plus important de l’Hamiltonien global du système, celui-

ci régissant la cohésion de la cellule. La rigidité représente donc au sein de notre modèle le degré de 

liberté accordé à la cellule pour pouvoir varier son volume (ici son aire) par rapport à un volume de 

référence (ici une aire de référence). De la même manière que dans le modèle unicellulaire 3D, une 

augmentation de cette rigidité s’accompagne d’une diminution de la vitesse de migration cellulaire, avec 

une aire plus proche de l’aire de référence, et donc une force d’extension plus forte. 

   

(a)  (b)  (c)  

Figure A.7 : Influence de T et λS sur différentes propriétés cellulaires. (a) Vitesse moyenne de 

migration ; (b) Aire moyen de la cellule ; (c) Force d’extension moyen estimée. 

 

A.2.2.3. Influence de la motilité cellulaire λM 

La motilité représente l’énergie allouée à la cellule afin de permettre son mouvement. Ainsi, une 

augmentation de cette énergie doit avoir pour influence d’augmenter la motilité de la cellule et de réduire 

l’énergie dépensée. Cela se voit sur nos simulations avec une augmentation de la vitesse de migration 

avec l’augmentation de λM. Concernant l’aire et les forces d’extension estimées, bien que non 

démontrées statistiquement, une augmentation des deux paramètres semble être observée. 

   
(a)  (b)  (c)  

Figure A.8 : Influence de λM sur différentes propriétés cellulaires. (a) Vitesse moyenne de 

migration ; (b) Aire moyen de la cellule ; (c) Force d’extension moyen estimée. 

 

A.2.2.4. Influence du paramètre d’extension cellulaire λe  

Concernant l’hamiltonien d’extension cellulaire, l’étude a été réalisée sur une surface plane. Le 

paramètre λe a été varié de 0 à 0.8 avec un pas de 0.01.  
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(a)  (b)  (c)  

Figure A.9 : Influence de λe sur différentes propriétés cellulaires. (a) Vitesse moyenne de 

migration ; (b) Aire moyen de la cellule ; (c) Force d’extension moyen estimée. 

 

En termes de forces d’extension, on observe une diminution de ces forces avec l'augmentation du 

paramètre λe. Cependant, cette diminution reflète une rigidification de la cellule, qui tente de diminuer 

la valeur maximale de ces forces de tractions en diminuant son aire. Ainsi, cette rigidification se traduit 

par une diminution significative de la vitesse de migration cellulaire. Comme le montre la figure, la 

valeur maximale de force d’extension obtenue correspond à la valeur minimale de force permettant le 

déplacement de la cellule. Au-dessus de cette valeur, la cellule ne peut pas bouger. Concernant 

l’évolution de l’aire de la surface, on remarque que celle-ci reste stable jusqu’à une valeur seuil où les 

valeurs d’aires commencent à fortement variées.  

 

A.2.2.5. Influence du paramètre de détection d’orientation λO  

Afin d’étudier l’influence de l’orientation, une surface rainurée a été modélisée (w=10 et d=10) avec 

une orientation parallèle (en orange) et perpendiculaire (en bleu) à la direction de migration.  

   
(a)  (b)  (c)  

Figure A.10 : Influence de λo sur différentes propriétés cellulaires. (a) Vitesse moyenne de 

migration ; (b) Aire moyen de la cellule ; (c) Force d’extension moyen estimée. 

 

En termes de vitesse de migration, on observe une différence claire entre l’orientation parallèle et 

l’orientation perpendiculaire, et cela même pour un λO=0. Cependant, cette différence semble maximale 

pour λO=20. Concernant l’aire et les forces d’extension estimées, aucune différence significative ne 

semble être observée.  

 

 A.2.3. Migration unicellulaire sur des surfaces de référence 

Dans le but de comparer le comportement migratoire du modèle CP modifié 2D au modèle de 

migration unicellulaire 3D présenté dans le chapitre 4, des simulations de migrations cellulaires sur 

différentes surfaces ont été réalisées.  

Le lattice est un carré de dimensions 500 µm x 500 µm avec des conditions aux limites fixes 

(i.e. les frontières délimitant l’environnement sont considérées comme des murs infranchissables). 
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Chaque site définit un carré de dimension 2.5 µm x 2.5 µm et chaque cellule a une forme initiale d’un 

cube de 15 pixels, formant une surface cible de 225 pixels, soit 1405 µm². La température T est fixée à 

2.5 x 10-27 kg/m²s² ; JCE et JCC sont égaux à 4 x 10-15 kg/s² et 5 x 10-15 kg/s² respectivement ; 𝜆𝑆 est fixé 

à 1 x 10-3 kg/s²m² et 𝜆𝑀 est fixé à 0.125 x 10-18 kg/s²m3 ; les paramètres de détection de la topographie 𝜇 

, 𝐾𝜇, 𝜆𝐹 et 𝜆𝑜 prennent respectivement 1 Pa/μm, 0.25 μm-1, 0.01 kg/s².Pa.m et 20 kg/s².m afin de garantir 

la détection de la rugosité par la cellule. Un MCS est égal à 4 min et le temps de simulation est de 2000 

MCS, soit environ 6 jours. A l’état initial, cinq cellules régulièrement espacées sont placées à gauche de 

l’environnement et elles sont mises en mouvement dans la direction 𝑝 comme décrit via le terme 

∆𝐻𝑚𝑜𝑡𝑖𝑙𝑖𝑡é. Toutes les simulations ont été répétées 10 fois afin d’obtenir des données consistantes et 

reproduisibles. Tous les paramètres du modèle et leurs valeurs sont reportés dans le Tableau A.5. 

 

Description Symbole Valeur Unité 

Pas t 2000 MCS 

Température T 2.5 x 10-27 kg m²/s² 

Domaine lattice Ω 200 x 200 (500 x 500)  pixel (µm) 

Surface cible Sσ,0 225 (1405) pixel (µm²) 

Lambda surface λS 50 x 10-9 kg/s²m3 

Lambda motilité λM 0.125 x 10-18 kg/s²m3 

Lambda extension λe 0.01 kg/s².Pa.m 

Lambda orientation λo 20 kg/s².m 

Adhésion cellule/cellule JCC 5 x 10-15 kg/s² 

Adhésion cellule/extérieur JCE 4 x 10-15 kg/s² 

Force unitaire μ 1 Pa. μm-1 

Coefficient d’élévation Kμ 0.25 μm-1 

Vecteur polarisation 𝑝 [
1
0
] - 

Tableau A.5 : Paramètres du modèle CP 

 

  A.2.3.1. Topographie aléatoirement rugueuse 

La surface d’étude suit l’équation (4.9) définie dans la section 4.2.2.2, prenant aléatoirement 

une valeur d’altitude au sein d’un intervalle [0 ; R] avec R l’altitude maximale. La surface plane est 

définie par une surface sans topographie (théoriquement lisse). 

Le figure A.11 présente les valeurs des vitesses moyennes de migration en fonction de la valeur 

de R.  On observe bien une décroissance de la vitesse de migration par rapport à la surface plane, bien 

que les grands écart-types montrent une hétérogénéité au niveau de la migration. 
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(a) (b) 

 
(c) 

Figure A.11 : Résultats des simulations de migration sur une topographie aléatoirement rugueuse. 

(a) Simulation de migration a t=1500 MCS sur surface plane (R=0) ; (b) Simulation de migration a 

t=1500 MCS pour R=5 µm ; (c) Valeurs des vitesses moyennes de migration. La barre orange 

donne la valeur de la vitesse de migration sur la surface plane. 

 

  A.2.3.1. Topographie en rainure orientée parallèle 

Cette surface suit l’équation (4.10) définie dans la section 4.2.2.2, avec une rainure définie par 

sa largeur w et sa profondeur d. La largeur de la rainure w est fixée à 20 µm et sa profondeur est 

variable. De plus, une simulation de référence avec une surface plane a aussi été réalisée. 

La figure A.12 présente les valeurs des vitesses moyennes de migration en fonction de la 

profondeur de rainure d.  On observe l’augmentation de la vitesse de migration jusqu’à un maximum à 

d=5 µm, suivi par une légère diminution. 
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(a) (b) 

Figure A.12 : Résultats des simulations de migration sur une surface rainurée avec une profondeur 

variable d. (a) Simulation de migration a t=1500 MCS ; (b) Valeurs des vitesses moyennes de 

migration. La barre orange donne la valeur de la vitesse de migration sur la surface plane. 

 

Le groupe suivant de simulations fixe la profondeur d à 10 µm et fait varier la largeur de rainure 

w. La figure A.12 présente les valeurs des vitesses moyennes de migration en fonction de la largeur de 

rainure w.  On observe une inhibition de la migration à faible valeur de w suivi par une favorisation de 

la migration passée d=20 µm. 
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(a) (b) 

 
(c) 

Figure A.13 : Résultats des simulations de migration sur une surface rainurée avec une largeur 

variable w. (a) Simulation de migration a t=1500 MCS pour w=4 µm ; (b) Simulation de migration 

a t=1500 MCS pour w=20 µm ; (c) Valeurs des vitesses moyennes de migration. La barre orange 

donne la valeur de la vitesse de migration sur la surface plane. 

 

  A.2.3.2. Topographie en rainure orientée perpendiculaire 

Un groupe de simulations sur une surface rainurée perpendiculaire à la direction de migration 

est réalisé. Cette surface suit l’équation (4.11) définie dans la section 4.2.2.2, avec une rainure définie 

par sa largeur w et sa profondeur d. La largeur de la rainure w est fixée à 20 µm et sa profondeur est 

variable. De plus, une simulation de référence avec une surface plane a aussi été réalisée. 

La figure A.14 présente les valeurs des vitesses moyennes de migration en fonction de la 

profondeur de rainure d.  On retrouve bien une diminution de la vitesse de migration avec l’augmentation 

de d.  
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(a) (b) 

Figure A.14 : Résultats des simulations de migration sur une surface rainurée avec une profondeur 

variable d. (a) Simulation de migration a t=1500 MCS ; (b) Valeurs des vitesses moyennes de 

migration. La barre orange donne la valeur de la vitesse de migration sur la surface plane. 

 

Le groupe suivant de simulations fixe la profondeur d à 10 µm et fait varier la largeur de rainure w. La 

figure A.15 présente les valeurs des vitesses moyennes de migration en fonction de la largeur de rainure 

w.  On observe une plus faible vitesse de migration par rapport à la surface plane. Cependant, 

l’augmentation de w semble diminuer cette inhibition. 
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(a) (b) 

 
(c) 

Figure A.15 : Résultats des simulations de migration sur une surface rainurée avec une largeur 

variable w. (a) Simulation de migration a t=1500 MCS pour w=4 µm ; (b) Simulation de migration 

a t=1500 MCS pour w=20 µm ; (c) Valeurs des vitesses moyennes de migration. La barre orange 

donne la valeur de la vitesse de migration sur la surface plane. 

 

Globalement, les résultats obtenus évoluent de la même manière que ceux provenant du modèle 

de migration unicellulaire 3D (voir section 4.2.3). Cependant, les écarts observés sont beaucoup moins 

grands dans le cas du modèle 2D, créant une différence entre les résultats observés et ceux du modèle 

3D du chapitre 4. Cela peut s’expliquer par l’approche adoptée. En effet, au sein du modèle de migration 

3D, la topographie de la surface est représentée physiquement (en prenant l’exemple d’un mur, la cellule 

ne peut pas traverser le mur et doit le contourner). Au contraire, au sein de notre modèle 2D, la 

topographie prend la forme d’un seuil énergétique à passer (en reprenant l’exemple du mur, la cellule 

doit fournir une certaine énergie pour passer le mur. Cependant, l’intégration de l’aspect aléatoire dans 

le comportement de la cellule peut engendrer dans de rares cas le franchissement de cette barrière 

énergétique malgré une impossibilité physique).    
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 A.2.4. Modèle CP de migration collective 

Cette annexe décrit nos travaux sur la migration collective. Le modèle utilisé pour simuler la 

migration collective reprend celui du chapitre 5.  

 A.2.4.1. Modification du modèle CP 

D’après la littérature, lors de la migration collective d’une population, des cellules dites 

« leaders » initient le mouvement de l’ensemble de la population, et différents modes de migration 

peuvent être créés selon les caractéristiques des cellules et de leur environnement [1]. Cela a été étudié 

par Rausch et al [2] qui montrent que la création de variations locales de courbure au niveau du périmètre 

de la population créées géométriquement avaient pour effet d’induire la création de cellules leaders. Cet 

aspect est repris dans notre modèle en créant deux types cellulaires : τ =F pour les cellules dites suiveuses 

et τ =L pour les cellules dites meneuses. L’énergie totale de la cellule repose toujours sur la modélisation 

de cinq mécanismes cellulaires, sous la forme : 

𝐻 = 𝐻𝑎𝑑ℎé𝑠𝑖𝑜𝑛 +𝐻𝑐𝑜ℎé𝑠𝑖𝑜𝑛 +𝐻𝑚𝑜𝑡𝑖𝑙𝑖𝑡é +𝐻𝑒𝑥𝑡𝑒𝑛𝑠𝑖𝑜𝑛 + 𝐻𝑜𝑟𝑖𝑒𝑛𝑡𝑎𝑡𝑖𝑜𝑛 (A.1) 

 

Cependant, Hadhésion et Hmotilité ont été modifiés afin de prendre en compte les deux types cellulaires. 

Concernant Hadhésion, garde la même forme que celle défini pour le modèle de prolifération (voir 

section 2.2.1.1). Cependant, le terme 𝐽𝜎,𝜎′ prend 5 formes différentes :  

• 𝐽𝑀𝐸 représentant l’adhésion entre les cellules meneuses et l’extérieur 

• 𝐽𝑆𝐸 représentant l’adhésion entre les cellules suiveuses et l’extérieur 

• 𝐽𝑀𝑀 représentant l’adhésion entre les cellules meneuses 

• 𝐽𝑆𝑆 représentant l’adhésion entre les cellules suiveuses 

• 𝐽𝑀𝑆 représentant l’adhésion entre les cellules meneuses et les cellules suiveuses 

Concernant la motilité cellulaire, la forme de Hmotilité reste la même (voir section 2.2.1.3). La 

différence entre les cellules meneuses et suiveuses est définie par le vecteur 𝑝. Les cellules meneuses 

initient le mouvement de la population de cellule, et sont donc défini par le vecteur polarisation 𝑝. Les 

cellules suiveuses vont être guidées pour les cellules meneuses, et vont donc être définies par un vecteur 

polarisation nulle (𝑝 =0). Afin de déterminer le vecteur polarisation des cellules meneuses, on a défini 

pour chaque cellule un paramètre de périmètre libre, correspondant à l’ensemble des pixels i ∈ M en 

contact avec l’extérieur, M définissant l’espace des sites composant le périmètre de la cellule (figure 

A.16). Ainsi, en définissant 𝑝𝑖⃗⃗⃗⃗  comme le vecteur entre le centroïde (COM) de la cellule et le site i, on 

définit alors 𝑝  par : 

𝑝 = ∑  𝑝𝑖⃗⃗⃗⃗

𝑖 ∈ 𝑀 

 (A.2) 
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Figure A.16 : Calcul du vecteur polarisation. 

 

Par ailleurs, afin de déterminer le moment où une cellule passe de type meneuse (τ=L) au type suiveuse 

(τ=F) (et inversement), on s’est défini un terme paramètre de contact rS (pourcentage de périmètre 

cellulaire en contact avec le médium) définit entre 0 (complètement entourée de cellules) et 1 (en contact 

avec aucunes cellules). Ainsi, on s’est donc défini : 

𝜏 = {
𝐹    𝑠𝑖 𝑟𝑠 ≤ 0.5 
𝐿    𝑠𝑖 𝑟𝑠 > 0.5

 (2) 

 

  A.2.4.2. Simulation de la migration collective 

Les paramètres du modèle de migration collective sont définis dans le tableau A.7.  

Description Symbole Valeur Unité 

Température T 2.5 x 10-27 kg m²/s² 

Surface cible Sσ,0 225 (1405) pixel (µm²) 

Lambda surface λS 50 x 10-9 kg/s²m3 

Lambda motilité λM 0.125 x 10-18 kg/s²m3 

Lambda extension λe 0.01 kg/s².Pa.m 

Lambda orientation λo 20 kg/s².m 

Adhésion 

meneuse/extérieur 

JME 4 x 10-15 kg/s² 

Adhésion 

suiveuse/extérieur 

JSE 4 x 10-15 kg/s² 

Adhésion meneuse / 

meneuse 

JMM 5 x 10-15 kg/s² 

Adhésion suiveuse / 

suiveuse 

JSS 5 x 10-15 kg/s² 

Adhésion meneuse / 

suiveuse 

JMS 1 x 10-15 kg/s² 

Force unitaire μ 1 Pa. μm-1 

Coefficient d’élévation Kμ 0.25 μm-1 

Pas de prolifération φ 10 - 

Tableau A.7 : Paramètres du modèle CP. 
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Dans un premier temps, le comportement migratoire d’une population de cellules menée par une 

cellule meneuse a été étudié. Pour cela, un lattice carré est défini de dimensions 625 µm x 625 µm avec 

des conditions aux limites fixes (i.e. les frontières délimitant l’environnement sont considérées comme 

des murs infranchissables). Chaque site définit un carré de dimension 2.5 µm x 2.5 µm avec 1 MCS 

correspondant à 4 minutes. A l’état initial, une population de 9 cellules (8 suiveuses en rouge et une 

meneuse en noire dans la figure A.17) est placée au centre du lattice, puis est laissée à migrer pour 3000 

MCS.  L’algorithme de changement entre cellule meneuse et suiveuse (défini via rs) est désactivé afin 

de garder une seule cellule meneuse. 

La figure A.17 montre les résultats de la simulation sur une surface sans topographie. La 

population de cellules se réorganise avec des mouvements de rotation afin de suivre la cellule suiveuse 

durant la migration. De plus, les résultats de la simulation ont montré un détachement de la cellule 

meneuse dans le cas où le vecteur 𝑝 est fixé dans une direction. Cela permet donc de supposer que la 

cellule meneuse s’adapte aussi aux cellules suiveuses afin de permettre la migration. 

   
(a) t=0 MCS (b) t=1500 MCS (c) t=3000 MCS 

Figure A.17 : Migration cellulaire créée par une cellule suiveuse. 

 

 Dans un deuxième temps, des essais de migration collective d’une population de cellules sur 

différentes surfaces ont été réalisés. Un lattice carré est défini de dimensions 1 mm x 1 mm est défini 

suivant les mêmes conditions que précédemment, avec un temps de simulation de 4000 MCS. Une 

population initiale de 4 cellules suiveuses est laissée à proliférer jusqu’à remplir un cercle de rayon 190 

µm (phase 2, figure A.18). La prolifération est alors arrêtée et les cellules sont laissées à migrer sur la 

surface (phase 3, figure A.18). L’algorithme de changement entre cellule meneuse et suiveuse (défini 

via rs) est activé afin d’initier la création de cellules suiveuses, et donc la migration. 

s 

Figure A.18 : Description des différentes phases de simulation. 
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L’étude de la migration collective selon les différentes surfaces est toujours en cours. Cependant, les 

résultats préliminaires montrent une absence de migration collective en présence de rugosité, due à la 

méthodologie adoptée. La figure A.19 montre des exemples de simulation de migration collective sur la 

surface plane (surface sans topographie) et sur les surfaces C0, C1, et C2 (surfaces définies dans la 

section 5.2.4.1). Sur la surface plane (figure A.19a, b), on observe l’apparition de filaments de cellules, 

guidés par des cellules meneuses, migrant vers l’extérieur. De plus, des mouvements de rotations 

apparaissent au sein de la population. Sur les autres surfaces (figure A.19c-h), aucune migration n’est 

observée, malgré la présence de cellules meneuses et indépendamment de la valeur de la rugosité à la 

surface. On observe aussi aucun mouvement intercellulaire au sein de la population, mouvement 

essentiel à l’établissement d’un comportement collectif.  On suppose que l’hétérogénéité de la surface 

perturbe le mouvement des cellules les unes par rapport aux autres. Cela vient donc empêcher 

l’établissement d’un mouvement collectif, et donc le déplacement des cellules meneuses.  

Plus d’études doivent être menées afin d’étudier cet aspect. 

  
(a) (b) 

  
(c) (d) 
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(e) (f) 

  
(g) (h) 

Figure A.19 : Résultats des simulations de migration collective selon les différentes surfaces. (a-b) ; 

surface plane ; (c-d) surface C0 ; (e-f) surface C1 ; (g-h) surface C2. La colonne de gauche donne 

l’état de la simulation en phase 2 et la colonne de droite donne l’état de la simulation à t=4000 

MCS. 
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Glossaire 
 

OI Ostéointégration 

MEC Matrice extracellulaire 

hMSC Cellule mesenchymateuse humaine 

UFR Unité fonctionnelle de remodelage  

TA6V Ti-6Al-4V 

SLA Sandblasted with Larged grits and Acid etched 

FA Fabrication additive 

CAO Conception assistée par ordinateur 

SLM Selective Laser Melting (Fusion Laser Selective) 

0B Surface brute fabriquée avec une inclinaison de 0° 

10B Surface brute fabriquée avec une inclinaison de 10° 

30B Surface brute fabriquée avec une inclinaison de 30° 

60B Surface brute fabriquée avec une inclinaison de 60° 

90B Surface brute fabriquée avec une inclinaison de 90° 

S310 Surface brute fabriquée avec une inclinaison de 90° et attaquée chimiquement 3% HF 10% 

HNO3  

S320 Surface brute fabriquée avec une inclinaison de 90° et attaquée chimiquement 3% HF 20% 

HNO3  

S1010 Surface brute fabriquée avec une inclinaison de 90° et attaquée chimiquement 10% HF 10% 

HNO3  

P5 Surface polie par abrasion et attaquée chimiquement 3% HF 10% HNO3 5 min 

P10 Surface polie par abrasion et attaquée chimiquement 3% HF 10% HNO3 10 min 

P15 Surface polie par abrasion et attaquée chimiquement 3% HF 10% HNO3 15 min 

P20 Surface polie par abrasion et attaquée chimiquement 3% HF 10% HNO3 20 min 

P30 Surface polie par abrasion et attaquée chimiquement 3% HF 10% HNO3 30 min 

0AC Surface brute fabriquée avec une inclinaison de 0° et attaquée chimiquement 3% HF 10% HNO3 

30 min 

30AC Surface brute fabriquée avec une inclinaison de 30° et attaquée chimiquement 3% HF 10% 

HNO3 30 min 

60AC Surface brute fabriquée avec une inclinaison de 60° et attaquée chimiquement 3% HF 10% 

HNO3 30 min 
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90AC Surface brute fabriquée avec une inclinaison de 90° et attaquée chimiquement 3% HF 10% 

HNO3 30 min 

S20 Surface sablée avec un sable de type F20 

S60 Surface sablée avec un sable de type F60 

S360 Surface sablée avec un sable de type F360 

C0 Surface brute fabriquée avec une inclinaison de 90° 

C1 Surface brute fabriquée avec une inclinaison de 90° et attaquée chimiquement 3% HF 20% HNO3 5 

min 

C2 Surface brute fabriquée avec une inclinaison de 90° et attaquée chimiquement 3% HF 10% HNO3 

30 min 

C3 Surface sablée avec un sable de type F60 

C4 Surface polie par abrasion 

PTFE Polytetrafluoroethylene 

BSA Bovine Serum Albumine 

PFA Paraformaldehyde 

CP Cellular Potts 

MCS Monte Carlo Step 

CTRL Surface numérique avec une élévation z=0 μm sur l’ensemble de la surface 
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II 

 

Influence de la rugosité de surfaces Ti-6Al-4V obtenues par fabrication 

additive SLM sur l'ostéointégration : Évaluation in vitro et in silico 

L’ostéointégration définit la connexion entre l’os et l’implant et permet de garantir son bon 

fonctionnement. Cette connexion osseuse est régie, entre autres, par les propriétés surfaciques de 

l’implant, qui influencent la réponse cellulaire ainsi que la croissance osseuse. Parmi les différentes 

propriétés, la rugosité de la surface peut modifier de façon significative différents processus cellulaires 

(i.e. migration, adhésion, prolifération...) intervenant durant la croissance. La fabrication additive (FA) 

« Selective Laser Melting » (SLM) est un procédé innovant apportant de nombreux avantages dans le 

domaine biomédical. Cependant, les pièces obtenues par FA SLM présentent un état de surface très 

rugueux qui affecte la réponse cellulaire et l’ostéointégration. L’utilisation de ce procédé pour une 

application biomédicale nécessite donc de comprendre l’effet de la rugosité sur la biocompatibilité. Cette 

thèse présente une méthodologie expérimentale et numérique permettant d’évaluer l’influence de la 

rugosité de surfaces obtenues par FA SLM sur le comportement cellulaire. La rugosité et la mouillabilité 

d’éprouvettes SLM brutes ont été caractérisées par des observations au microscope, au profilomètre et 

au banc de mouillabilité. De plus, plusieurs traitements de surfaces (i.e. attaque chimique et sablage) ont 

été appliqués afin de rechercher une amélioration de la biocompatibilité des surfaces. Des tests 

biologiques de cytocompatibilité ainsi que l’analyse de la morphologie cellulaire ont permis de valider 

la biocompatibilité des surfaces SLM brutes et des surfaces modifiées. Cependant, les tests n’ont pas 

permis de mettre en évidence un traitement préférentiel des surfaces qui assure une amélioration 

significative de la biocompatibilité. Dans un deuxième temps, un modèle numérique discret de migration 

et prolifération cellulaires a été développé pour quantifier l’influence de la rugosité à l’échelle 

microscopique sur les activités cellulaires. Les résultats ont montré un rôle important des paramètres 

topographiques sur la migration ainsi que la prolifération cellulaire. 

 

Influence of the roughness of Ti-6Al-4V surfaces obtained by additive 

manufacturing SLM on osseointegration: in vitro and in silico evaluation 

Osseointegration defines the connection between the bone and the implant and it ensures the proper 

functioning of the implant. Such a connection is governed, among others, by the surface properties of 

the implant, which influence the cells response. Surface roughness can significantly modify different 

cellular processes (i.e. migration, adhesion, proliferation…) occurring during growth. Additive 

manufacturing (FA) "Selective Laser Melting" (SLM) is an innovative process bringing many 

advantages in the biomedical field. However, samples obtained by FA SLM exhibit a very rough surface 

which affects cellular response and osseointegration. Therefore, the use of this process for a biomedical 

application requires the understanding of the effects of roughness on biocompatibility. This thesis 

presents an experimental and numerical methodology allowing to evaluate the influence of roughness 

of surfaces obtained by FA SLM on the cellular behavior. The roughness and the wettability of raw 

SLM surfaces were characterized by microscopic, profilometer and wettability observations. In addition, 

several surface treatments (i.e. chemical etching and sandblasting) have been applied in order to seek an 

improvement in the biocompatibility of the surfaces. Biological cytocompatibility tests as well as 

analysis of cell morphology have validated the biocompatibility of raw SLM surfaces and modified 

surfaces. However, the tests did not show a preferential treatment of the surfaces which ensures a 

significant improvement in biocompatibility. In parallel, a discrete numerical model of cell migration 

and proliferation has been developed to quantify the influence of roughness at the microscopic scale on 

cellular activities. The results have shown an important role of topographic parameters on migration as 

well as cell proliferation.

 


