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Role des chondrocytes hypertrophiques dans le remodelage pathologique de la jonction
ostéochondrale au cours de I'arthrose : implication du SDF-1 dans I'angiogenése

Résumé

L’arthrose est la pathologie musculosquelettique la plus fréquente et touche I’ensemble des tissus
de I’articulation. Au cours de cette pathologie, une dégradation progressive du cartilage articulaire est
observée suite a la protéolyse de sa matrice extracellulaire mais également suite a la réactivation du
processus d’ossification endochondrale. En effet, 1’articulation arthrosique est le siége d’une
différenciation hypertrophique des chondrocytes, d’une minéralisation du cartilage articulaire, d’une
angiogenése a la jonction os/cartilage et d’un remodelage pathologique de 1’0os sous-chondral.
L’angiogenése ostéochondrale pourrait jouer un role central dans la progression de la pathologie mais
les acteurs moléculaires responsables de la vascularisation du cartilage sont encore méconnus. En effet,
nous avons montré que 1’inhibition de I’angiogenése par 1’ Aflibercept, qui cible le VEGF, ne limitait
que partiellement la progression de 1’arthrose dans un modele d’arthrose post-traumatique chez le rat.
Nous pensons que la différenciation des chondrocytes de la couche profonde du cartilage, les
chondrocytes pré-hypertrophiques, en chondrocytes hypertrophiques pourrait contribuer au remodelage
de la jonction ostéochondrale.

Gréace a un nouveau modeéle de différenciation progressive de chondrocytes murins en culture
primaire qui permet 1’obtention de chondrocytes pré-hypertrophiques et hypertrophiques, nous avons
évalué le potentiel angiogénique et ostéoclastogénique des différents phénotypes chondrocytaires.
L’expression de facteurs pro-angiogéniques et ostéoclastogéniques augmentent avec la différenciation
hypertrophique des chondrocytes tandis que celle de facteurs anti-angiogéniques diminue. Nous avons
examiné le réle biologique des chondrocytes dans le remodelage de la jonction ostéochondrale en
comparant les capacités angiogéniques et ostéoclastogéniques des chondrocytes pré-hypertrophiques et
hypertrophiques. Nous avons montré que les chondrocytes hypertrophiques stimulaient davantage la
différenciation de monocytes RAW264.7 en ostéoclastes que les chondrocytes pré-hypertrophiques. A
I’aide de différents tests fonctionnels modélisant in vitro les différentes étapes du processus
d’angiogenése, nous avons évalué la capacité angiogénique des chondrocytes pré-hypertrophiques et
hypertrophiques. Par un test d’adhérence de cellules endothéliales fluorescentes aux chondrocytes en
culture, nous avons montré que les cellules HUVEC adhérent davantage aux matrices extracellulaires
de chondrocytes hypertrophiques qu’aux matrices de chondrocyte pré-hypertrophiques. Nos résultats
montrent également que les milieux conditionnés de chondrocytes hypertrophiques stimulent la
prolifération, la migration et la tubulogenese des cellules HUVEC tandis que les milieux conditionnés
de chondrocytes pré-hypertrophiques ne présentent que peu d’effets sur I’angiogenése. Nous avons
identifié le facteur SDF-1, présent dans le cartilage arthrosique et notamment au niveau des clusters de
chondrocytes hypertrophiques, comme étant a I’origine des effets pro-angiogéniques des chondrocytes
hypertrophiques et démontré son implication dans 1’angiogenése en inhibant I’axe SDF-1/CXCR4 par
1’AMD3100.

Ainsi, la différenciation hypertrophique des chondrocytes pourrait participer aux mécanismes de
remodelage de la jonction ostéochondrale au cours de I’arthrose.
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Role of hypertrophic chondrocytes in the pathological remodeling of the osteochondral
junction during osteoarthritis: involvement of SDF-1 in angiogenesis

Abstract

Osteoarthritis is the most common musculoskeletal disease and affects all tissues of the joint.
During the pathology, a progressive degradation of the articular cartilage is observed following the
proteolysis of its extracellular matrix but also following the reactivation of endochondral ossification
process. Indeed, the osteoarthritic joint is the site of hypertrophic differentiation of chondrocytes,
mineralization of articular cartilage, angiogenesis at the bone/cartilage junction and pathological
remodeling of the subchondral bone. Osteochondral angiogenesis could play a pivotal role in the
progression of the pathology but the molecular actors responsible for cartilage vascularization are still
unknown. We have shown that inhibition of angiogenesis by Aflibercept, which targets VEGF, only
partially limited the progression of osteoarthritis in a rat model of post-traumatic osteoarthritis. We
believe that differentiation of pre-hypertrophic chondrocytes, present in the deep layer of cartilage, into
hypertrophic chondrocytes may contribute to the remodeling of the osteochondral junction.

Using a new model of progressive differentiation of murine chondrocytes in primary culture,
which allows the production of pre-hypertrophic and hypertrophic chondrocytes, we evaluated the
angiogenic and osteoclastogenic potential of the different phenotypes of chondrocyte. The expression
of pro-angiogenic and osteoclastogenic factors increase with hypertrophic differentiation of chondrocyte
while that of anti-angiogenic factors decrease. We examined the biological role of chondrocytes in the
remodeling of the osteochondral junction by comparing the angiogenic and osteoclastogenic capacities
of pre-hypertrophic and hypertrophic chondrocytes. We showed that hypertrophic chondrocytes
stimulated more the differentiation of RAW264.7 monocytes into osteoclast than pre-hypertrophic
chondrocytes. Using different functional assays modelling the different steps of the angiogenic process
in vitro, we evaluated the angiogenic capacity of pre-hypertrophic and hypertrophic chondrocytes. With
an adherence assay of fluorescent endothelial cells to chondrocytes in culture, we showed that HUVEC
cells adhere more to hypertrophic chondrocyte extracellular matrices than to pre-hypertrophic
chondrocytes matrices. Our results also show that hypertrophic chondrocyte-conditioned media
stimulate HUVEC cell proliferation, migration and tube formation, whereas pre-hypertrophic
chondrocyte-conditioned media show little effect on angiogenesis. We identified the SDF-1 factor,
present in osteoarthritic cartilage and particularly in hypertrophic chondrocyte clusters, as the source of
the pro-angiogenic effects of hypertrophic chondrocytes and demonstrated its involvement in
angiogenesis by inhibiting the SDF-1/CXCR4 axis by AMD3100.

Thus, hypertrophic differentiation of chondrocytes could participate in the remodeling
mechanisms of the osteochondral junction during osteoarthritis.
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PARTIE | - ’ARTICULATION SYNOVIALE

1. Les différents types d’articulation

Une articulation est une zone de jonction entre deux extrémités osseuses. Il existe trois
principaux types d’articulation, qui se distinguent par leur structure et leur degré de mobilité
(Figure 1). Les articulations fibreuses (synarthroses) sont des articulations fixes dont les
surfaces osseuses sont unies par du tissu conjonctif. Les articulations cartilagineuses
(amphiarthroses) sont des articulations semi-mobiles grace a la présence d’une couche de
cartilage et de ligaments périphériques. Les articulations synoviales (diarthroses) se
différencient des deux autres types d’articulation par une grande mobilité et par la présence
d’une cavité articulaire délimitée par un tissu conjonctif, la capsule articulaire, dont la face
interne est la membrane synoviale. Les surfaces articulaires des articulations synoviales sont
recouvertes de cartilage, comme pour les articulations cartilagineuses. Les articulations

synoviales constituent la majorité des articulations des membres.

Articulations fibreuses |Articulations cartilagineuses| | Articulations synoviales |
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Figure 1. Les différents types d’articulations. Les articulations fibreuses et cartilagineuses sont
des articulations a mobilité réduite. Les articulations synoviales permettent des mouvements de
grande amplitude grace a la présence d’une cavité articulaire. D’apres
https://www.elsevier.com/fr-fr/connect/etudes-de-medecine/paces-ue-5-organisation-des-
appareils-et-des-systemes
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Les articulations synoviales peuvent étre classées en 6 categories différentes selon la
morphologie des surfaces articulaires et leurs possibilités de mouvements : articulation
sphéroide (énarthrose), articulation ellipsoide (condylienne), articulation en selle (par
emboitement réciproque), articulation trochléenne (ginglyme), articulation trochoide (a pivot)

et articulation plane (arthrodie) (Figure 2).

Sphéroide Ellipsoide En selle Trochléenne | Trochoide Plane
m' .\__ --I / L - " —T;
=y — 4 , q// S —
Articulation radio-|  Articulations scapulo- Articulations carpo- Articulation Articulation Articulation
carpienne humérale et coxo-fémorale |métacarpienne du pouce] huméro-ulnaire radio-ulnaire | acromio-claviculaire

Figure 2. Les différentes catégories d’articulations synoviales. Ces articulations permettent de
grands mouvements, a I’exception de ’articulation plane qui n’assure que des glissements limités.
D’apreés : https://www.elsevier.com/fr-fr/connect/etudes-de-medecine/paces-ue-5 organisation-des-
appareils-et-des-systeme

2. Structure et fonction de ’articulation synoviale du genou

Notre attention se focalisera sur I’articulation du genou qui est I’articulation synoviale la
plus grande du corps humain et préférentiellement atteinte au cours de I’arthrose. Avec la
hanche et la cheville, elle fait partie des grandes articulations portantes et est par conséquent
sujette @ de nombreuses contraintes mécaniques. Cette articulation permet la flexion et

I’extension des membres inférieurs ainsi qu’une légere rotation, indispensable a la marche.

Le genou a une organisation complexe qui met en relation trois os, le fémur, le tibia et la
rotule (patella), dans deux articulations au sein de la méme cavité articulaire : une articulation
ellipsoide bi-condylienne et une articulation trochléenne. Le fémur et la rotule forment
’articulation trochléenne fémoro-patellaire. Le fémur et le tibia forment 1’articulation bi-
condylienne fémoro-tibiale, qui se divise en deux compartiments : le compartiment fémoro-
tibial médial (interne) et le compartiment fémoro-tibial latéral (externe). Pour chaque
compartiment, la partie fémorale est appelée condyle fémoral et la partie tibiale se nomme

plateau tibial.

Les condyles fémoraux, les plateaux tibiaux et la face postérieure de la rotule sont

recouverts de cartilage hyalin. Le cartilage repose sur de I’os avec lequel il forme une unité
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fonctionnelle dont I’interface est la jonction ostéochondrale. Entre chaque condyle fémoral et
plateau tibial se trouvent les ménisques medial et latéral, structures fibrocartilagineuses en
forme de croissant dont les fonctions principales sont d’amortir les chocs et de stabiliser
I’articulation. L’articulation est maintenue par des ligaments intra-articulaires, comme les
ligaments croisés qui unissent le fémur et le tibia en se croisant au sein de la capsule articulaire,
mais également par des ligaments extra-articulaires, des muscles et des tendons. La capsule
articulaire qui délimite la cavité synoviale forme une enveloppe et assure également la stabilité
de I’articulation. Elle comprend deux couches de tissus. La capsule fibreuse correspond a sa
partie externe ; il s’agit d’un tissu résistant et flexible qui est fixé aux épiphyses tibiale et
fémorale. La partie interne est formée par la membrane synoviale qui tapisse 1’intérieur de la
capsule fibreuse et les surfaces articulaires non recouvertes de cartilage. Entre ces deux couches
se trouvent les tissus adipeux intra-articulaires : les tissus adipeux infra-patellaire ou de Hoffa,
supra-patellaire et postérieur. La cavité articulaire renferme du liquide synovial (synovie), un
liquide clair qui assure la lubrification et la nutrition des surfaces articulaires (Schiinke, Schulte,
et Schumacher 2016) (Figure 3).

Les principaux tissus de 1’articulation synoviale sont donc le cartilage, 1’0s sous-chondral

et la membrane synoviale, dont les caracteristiques seront détaillées dans ce manuscrit.
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Figure 3. Schéma de P’articulation synoviale du genou en vues parasagittale et frontale. Le
genou est une articulation complexe, composée de différents tissus : cartilage, 0os, membrane
synoviale, liquide synovial, tissus adipeux, ligaments, muscles et tendons. D’aprés : Servier Medical
Art ; https://atromedical.com/total-meniscus-replacement (modifiés)
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3. Développement de I’articulation
3.1. Embryologie du systéme squelettique
3.1.1. Formation et évolution des somites

Chez I’homme, lors de la 2°™ semaine du développement embryonnaire, le disque
embryonnaire est constitué de deux feuillets, I’épiblaste et I’hypoblaste, et devient tridermique
pendant la 3™ semaine de développement, avec la mise en place du mésoblaste intra-
embryonnaire qui sera a 1’origine de I’ensemble des éléments constitutifs du squelette. Le
mésoblaste intra-embryonnaire se différencie au 18°™ jour de développement en trois
structures, le long de 1’axe longitudinal de I’embryon : le mésoblaste para-axial, intermédiaire
et latéral. Les cellules du mésoblaste para-axial vont se condenser et se segmenter pour former
des somites, a l’origine de [’organisation segmentaire de 1’embryon. Ces organes
embryonnaires transitoires sont des amas de cellules mésoblastiques qui se répartissent de fagon
symétrique de chaque c6té de la chorde dorsale. Ce phénoméne de métamérisation se poursuit
au cours de la 4°™ semaine de développement. Chaque somite va ensuite s’individualiser et se

différencier pour former 3 régions : le dermatome, a I’origine du derme et de I’hypoderme ; le

myotome, a I’origine des muscles ; et le sclérotome, a I’origine du squelette axial (Figure 4).
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Figure 4. Etapes du développement embryonnaire. D’aprés www.embryology.ch (modifi¢)
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3.1.2. Formation du squelette axial

Le squelette axial se forme au cours de la 4°™ semaine de développement aprés migration
des cellules du sclérotome vers la région axiale de I’embryon, autour de la chorde dorsale et
I’ébauche du tube neural, formant des blocs de sclérotome séparés par du mésenchyme intra-
embryonnaire. A partir de la 5°™ semaine, il apparait au niveau de chacun de ces blocs de
sclérotome deux zones plus denses, craniale et caudale, séparées par une zone moins dense et
peu active. La partie caudale de chaque bloc va proliférer et s’accoler a la partie craniale du
bloc sous-jacent. Cette migration aboutit a la formation d’un amas cellulaire dense constituant
un corps vertébral précartilagineux. Les cellules de la zone moins dense, rempliront 1’espace

situé entre deux corps vertébraux et formeront I’ébauche du disque intervertébral (Figure 5).

A partir de la fin du 2°™ mois de développement embryonnaire, le corps vertébral se
transforme en cartilage et la chorde régresse (sauf au niveau du disque intervertébral). La
différenciation cartilagineuse s’étend progressivement aux cellules sclérotomiales ayant
entouré le tube neural qui formeront les processus costaux, a 1’origine des futures cotes.
L’ossification des vertebres se fera ensuite par un processus lent d’ossification endochondrale,
au niveau des corps vertébraux cartilagineux au cours du 3°™ mois de développement avant de

s’étendre aux autres régions (Figure 5).
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Figure 5. Formation des vertébres. D’aprés www.orthobullets.com/basic-science/9078/
embryology ; https://embryologie.medecine.parisdescartes.fr/Embryologie/Accueil/Accueil.htm
(modifiés)

22



3.1.3. Développement des membres supérieurs et inferieurs

Le développement des membres s’effectue de la 4°™ semaine jusqu’a la 8™ semaine de
développement. Les membres apparaissent sous forme de bourgeons, dans la région cervico-
dorsale pour les membres supérieurs et dans la région lombo-sacrée pour les membres
inférieurs. Chaque bourgeon est constitu¢é d’un massif cellulaire provenant du mésoblaste
latéral recouvert d’une créte ectodermique apicale. A la fin de la 5°™ semaine, la partie
proximale du bourgeon se développe, s’aplatit et forme la palette (la future main ou le futur
pied). Certaines cellules mésoblastiques se différencient en myoblastes pour former les futurs
muscles extenseurs et fléchisseurs, alors qu’au centre des membres se condensent des éléments
mésenchymateux qui se différencient en chondroblastes a D'origine des ébauches
cartilagineuses des os. Par un mécanisme d’apoptose, des sillons se creusent au niveau de la

palette pour individualiser les doigts et les orteils. Vers la 7™ semaine de développement, des

zones mésenchymateuses se mettent en place, a I’origine des futures cavités articulaires.

Au cours de la 8™ semaine de développement, les membres présentent 3 segments
(proximal, moyen et distal) qui en fléchissant entrainent la formation des coudes et des genoux,
accompagné par une rotation de 90° vers I’extérieur pour les membres supérieurs et vers
I’intérieur pour les membres inférieurs. L ossification primaire se terminera & la 12°™ semaine

de développement (Figure 6).
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Figure 6. Evolution des bourgeons des membres supérieurs. D’apres https://embryologie.
medecine.parisdescartes.fr/Embryologie/Accueil/Accueil.htm (modifié)

3.1.4. Formation des articulations synoviales

La formation des articulations synoviales débute entre la 6°™ et la 8™ semaine de
développement, avec 1’apparition d’une interzone au sein des ébauches cartilagineuses, qui
assurera la segmentation des éléments squelettiques des membres. L’interzone se met en place

suite a I’aplatissement et la condensation de certaines cellules de 1’ébauche cartilagineuse, qui
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vont acquérir un profil chondrogénique transitoire et surtout exprimer des marqueurs
spécifiques de D’interzone, comme le facteur Growth Differentiation Factor 5 (GDF-5)
(Chijimatsu et Saito 2019). Cette zone articulaire intermédiaire se partage en trois couches :
deux couches cartilagineuses au contact des ébauches adjacentes et une couche centrale de tissu

conjonctif dense.

Autour de la 8™ semaine de développement, différents phénomeénes (dégradation
enzymatique, contrainte mécanique, apoptose) conduisent a la formation au niveau de la couche
centrale de la cavité articulaire. Certaines cellules se condensent sur les versants proximal et
distal pour donner naissance au tissu synovial qui bordera la future articulation. D’autres
cellules participeront a la formation des ligaments intra-articulaires et des ménisques pour le
genou. La capsule articulaire se développe en périphérie a partir de [’enveloppe
mésenchymateuse qui entoure toute I’interzone. Apres 1’apparition de I’interligne articulaire, le
cartilage hyalin se forme au niveau des ébauches cartilagineuses. Le développement de
Iarticulation se termine a la 12°™ semaine de développement. La forme définitive de
’articulation sera déterminée par I’influence des contraintes fonctionnelles, comme les forces

musculaires (Figure 7).
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Figure 7. Morphogenése d’une articulation synoviale. D’apres (Khan et al. 2007) (modifié)
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3.2. Les processus d’ossification

L’ossification ou ostéogenese désigne 1’ensemble des processus permettant la formation,
le développement et la réparation des os du squelette. Deux mécanismes distincts permettent le
développement osseux, 1’ossification intramembraneuse qui assure le remplacement direct du
mésenchyme par de ’os et 1’ossification endochondrale qui se fait a partir d’une matrice

cartilagineuse.
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Ces deux mécanismes débutent par 1’¢laboration d’une maquette mésenchymateuse, issue
de la condensation de cellules mésenchymateuses, a I’emplacement des futures structures

0Sseuses.

Chez la souris, la condensation des cellules souches mésenchymateuses s’observe dés
E10.5, au niveau des bourgeons des membres, et se caractérise par des amas cellulaires trés
denses qui constituent des ébauches mesenchymateuses (Hata et al. 2017; Karsenty,
Kronenberg, et Settembre 2009). Durant la condensation, les cellules souches
mésenchymateuses se différencieront soit en ostéoblastes pour former directement de 1’os
(ossification intramembranaire) soit en chondrocytes pour former une matrice cartilagineuse

(ossification endochondrale).
3.2.1. Ossification intramembraneuse

Ce processus est a I’origine de la formation des os plats, des os de la face, du crane et de
la clavicule. Le tissu osseux se forme par métaplasie, ¢’est-a-dire par différenciation directe du

tissu mésenchymateux en tissu 0sseux.

Une fois les cellules souches mésenchymateuses engagées dans la lignée ostéogénique,
elles activent des facteurs de transcription comme Runt-related transcription factor 2
(Runx2/Cbfal) et Osterix (Osx/Sp7) qui régulent 1’expression de protéines, notamment le
collagéne de type I (Coll) et I'ostéocalcine (OC), qui contribuent a la différenciation en
ostéoblastes actifs (K. Nakashima et al. 2002a; Takarada et al. 2016). Ces cellules constituent
un centre d’ossification et sont responsables de la synthése d’une matrice ostéoide, le
composant organique de la matrice osseuse. L’ostéoide est principalement composée de
collagene de type | qui, lors de son dépbt, se minéralise rapidement grace a des vésicules
matricielles riches en phosphate de calcium (L. Cui et al. 2016). Un sous-ensemble de cellules
mésenchymateuses indifférenciées reste a la périphérie de 1’os et forme le périoste, une fine
membrane qui sera source de progeéniteurs squelettiques, impliqués dans la croissance osseuse

et la réparation tissulaire (Roberts et al. 2015).

A la naissance, le créne et les clavicules ne sont pas complétement ossifiés. Les derniers
os a s’ossifier sont les os plats de la face, qui atteignent leur taille adulte a la fin de

I’adolescence.
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3.2.2. Ossification endochondrale

Ce processus est quant a lui a I’origine des autres os du squelette axial (os de la base du
créne, vertebre et cotes) et du squelette appendiculaire (membres supeérieurs et inférieurs).
Contrairement a [’ossification intramembraneuse, le tissu mésenchymateux est d’abord
remplacé par une maquette cartilagineuse intermédiaire, qui sera ensuite substituée par du tissu

0sseux pour terminer la croissance osseuse (Figure 8).
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Figure 8. Etapes principales du processus de croissance des os longs par ossification
endochondrale chez ’Homme. (1) Elaboration de la maquette cartilagineuse intermédiaire par
condensation et différenciation chondrogénique de cellules souche mésenchymateuses. (2)
Croissance de la maquette cartilagineuse par prolifération des chondrocytes, initiation de la
différenciation hypertrophique et minéralisation au centre de la diaphyse. (3) Formation du centre
d’ossification primaire, avec invasion vasculaire du cartilage (4) Création d’une cavité médullaire,
croissance en longueur de I’os et formation des centres d’ossification secondaire aux épiphyses avec
la mise en place d’une plaque de croissance (5) Replacement du cartilage minéralisé par du tissu
osseux et formation du cartilage articulaire épiphysaire. (6) Ossification totale de 1’os.

a. Elaboration de la maquette cartilagineuse intermédiaire

La maquette cartilagineuse intermédiaire est élaborée a partir de cellules souches
mésenchymateuses qui se différencient en chondrocytes, par un processus appelé
chondrogenése. La chondrogenése est principalement régulée par un facteur clé, Sox9, un

facteur de transcription de la famille des facteurs SOX (Sry-related HMG bOX). L’ importance
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de ce facteur a été demontree par Bi et al. avec I’utilisation de souris chimériques, engendrées
suite a 1’injection de cellules souches embryonnaires Sox97- dans les blastocytes de souris wild-
type. Les cellules invalidées pour le géne Sox9 ne participent pas a la différenciation
chondrogénique et restent sous forme de tissu mésenchymateux indifférencié (Bi et al. 1999).
Sox9 agit en tant qu’activateur de génes spécifiques de la condensation pré-cartilagineuse
(Fal101a, Myh14, Sema3c et Sema3d) (Liu et al. 2018) et de genes codant les protéines
spécifiques de la matrice des chondrocytes, le collagéne de type II (Col2al) et I’agrécane
(Acan) (Bell et al. 1997; de Crombrugghe, Lefebvre, et Nakashima 2001). L’expression et
I’activité de Sox9 sont finement régulées au cours de la chondrogenése par de nombreuses voies
de signalisation (Kozhemyakina, Lassar, et Zelzer 2015). Cette régulation se fait en liaison avec
deux co-facteurs, Sox5 et Sox6, qui en formant un complexe avec Sox9 ciblent le promoteur
du gene Col2al, responsable de la synthese du collagéne, et régulent également les génes Fgfr3
(récepteur 3 du Fibroblast Growth Factor) et Runx2, impliqués dans la synthése des
protéoglycanes (Hata et al. 2017; Lefebvre, Li, et de Crombrugghe 1998; Smits et al. 2001). De
plus, Sox9 réprime la transcription du gene Col10al, codant le collagéne de type X, présent
dans le cartilage calcifie. Les cellules souches mésenchymateuses de la périphérie de la
maquette ne se différencieront pas en chondrocytes mais formeront le périchondre, ébauche du

futur périoste osseux.
b. La plague de croissance

La plaque de croissance (cartilage de croissance ou cartilage de conjugaison) est la
structure comprise entre les centres primaire et secondaire d’ossification (Figure 9, 10). Elle se
compose de trois zones principales : une zone de réserve, une zone proliférative et une zone
hypertrophique au contact du front d’ossification. Cette structure spécialisée et stratifiée permet
de générer des chondrocytes a forte activité mitotique qui vont synthétiser une structure
cartilagineuse, de constituer ainsi I’ébauche du futur os en se différenciant progressivement en
chondrocytes plus volumineux, de consolider cette ébauche osseuse en minéralisant la matrice,
puis de la remplacer par du tissu osseux et ainsi assurer la croissance longitudinale de 1’os, de

la période post-natale jusqu’a la fin de la puberté (Zuscik et al. 2008).
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La zone de réserve ou de repos

Les cellules souches mésenchymateuses de la zone de réserve sont sphériques et
dispersees aléatoirement dans la matrice extracellulaire. Elles expriment des protéines
matricielles comme le collagéne de type Il (Col2al(lla)), des facteurs de transcription comme
So0x9, des molécules d’adhérence comme N-cadhérine (Ncad), N-cam (Ncaml) et Tenascin

(Tnc) qui permettent 1’initialisation de la chondrogenése (Zuscik et al. 2008).

Cette zone assure plusieurs fonctions dans la plaque de croissance et contribue de maniére
importante a 1’ossification endochondrale : tout d’abord elle sert de lieu de stockage pour les
cellules souches mésenchymateuses capables de générer des nouveaux clones de chondrocytes
de la zone proliférative. De plus, elle oriente et dirige 1’alignement des chondrocytes
prolifératifs le long de 1’axe de 1’os, en favorisant la production de Indian hedgehog (Ihh), un
morphogéne. Enfin, elle régulerait négativement la différenciation terminale des chondrocytes
en produisant des facteurs inhibant 1’hypertrophie des chondrocytes, comme la Parathyroid
hormone-related protein (PTHrP) et contribuerait de cette maniére a 1’organisation stratifiée de

la plague de croissance (Abad et al. 2002).

La zone proliférative

Apres différenciation des cellules mésenchymateuses en chondrocytes, ces derniers
synthétisent une matrice extracellulaire riche en collagéne de type 1l (Col2al(llb)) et en
agrécane. Ces chondrocytes présentent une forte activité mitotique et au fur et a mesure qu’ils
proliférent et initient leur différenciation chondrocytaire, les chondrocytes s’aplatissent et
s’alignent en colonne, le long de 1’axe longitudinal de I’os. Ils expriment alors faiblement
Runx2, Osterix et le Vascular Endothelial Growth Factor (VEGF) et fortement Fgfr3 (Zuscik
et al. 2008).

La zone hypertrophigue

On distingue deux couches dans cette zone : la partie haute composée de chondrocytes en
phase de maturation, les chondrocytes pre-hypertrophiques, et la partie profonde composée de
chondrocytes hypertrophiques. Les chondrocytes de cette zone cessent de se diviser et sont

organisés en colonne, le long de 1’axe de I’os.

Les chondrocytes pre-hypertrophiques ne proliférent plus, ils s’agrandissent 1égérement

et initient leur différenciation grace a I’expression de Ihh et du récepteur de la PTHrP (Jianmei
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Li et Dong 2016). lIs expriment également FGFR3 et commencent a exprimer les facteurs de
transcription Runx2-3, Osx ainsi que Coll0al, qui contribuent a la différenciation
hypertrophique des chondrocytes et qui sont nécessaires a la minéralisation du cartilage (K.
Nakashima et al. 2002b; Yoshida et al. 2004). En revanche ils expriment faiblement le Vegfa,
Col2al, Acan et Sox9 (Zuscik et al. 2008).

Les chondrocytes continuent d’augmenter en volume avec la différenciation
hypertrophique. La différenciation hypertrophique des chondrocytes est principalement assurée
par les facteurs de transcription de la famille Runx (Runx2 et 3). Ces facteurs induisent et
controlent la différenciation hypertrophique par 1’interaction avec les protéines SMAD de la
voie des Bone Morphogenetic Protein (BMP) et activent directement la voie IHH (Yoshida et
al. 2004). La délétion de Runx2 induit un retard de I’hypertrophie des chondrocytes chez la
souris et I’absence totale de zone hypertrophique et de tissu osseux en cas de double délétion
avec Runx3, déemontrant le role clé de ces facteurs dans I’hypertrophie (Takarada et al. 2013).
A ce stade, les chondrocytes n’expriment plus Col2al, ni Sox9, qui favorise le stade prolifératif
et inhibe la maturation des chondrocytes en bloquant I’activité de Runx2 (Kozhemyakina,
Lassar, et Zelzer 2015), mais fortement Col10al et Runx2-3. lls se caractérisent également par
une expression accrue de Matrix Metalloproteinase 9 (MMP-9) et 13 (MMP-13), de la
phosphatase alcaline, de 1’ostéopontine et I’ostéocalcine. Les chondrocytes hypertrophiques
synthétisent une matrice extracellulaire riche en collagéne de type X, grace au facteur de
transcription Mef2c qui se lie au promoteur de Col10al et qui I’active. La phosphatase alcaline
favorise la minéralisation des fibres de collagéne de type X en augmentant la concentration en
phosphate inorganique et en diminuant la concentration extracellulaire en pyrophosphate qui
inhibe la minéralisation (Addison et al. 2007; Golub et Boesze-Battaglia 2007). Les
chondrocytes hypertrophiques expriment également fortement le gene codant le VEGF, qui est
un facteur clé de la morphogenése de la plaque de croissance. Le VEGF-A joue un rdle de
coordinateur de I’apoptose des chondrocytes, du remodelage de la matrice extracellulaire, de la
vascularisation du cartilage et de la formation osseuse dans la plaque de croissance (Gerber et
al. 1999). Les chondrocytes arrivent a leur stade terminal de différenciation, ils expriment alors
principalement la MMP-13, A Desintegrin And Metalloproteinase with Thrombospondin
Motifs 4 (ADAMTS-4) et VEGFA (Zuscik et al. 2008). MMP-13 et ADAMTS-4 contrdlent la
dégradation de la matrice extracellulaire du cartilage, étape précédant la minéralisation assurée
par les ostéoblastes et nécessaire a la création d’une cavité qui sera occupée par la moelle

0Ssseuse.
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Le front d’ossification

Le devenir des chondrocytes hypertrophiques terminaux n’est pas encore totalement
compris. Il semblerait que la majorité de ces cellules disparaissent par apoptose (Gibson, Lin,
et Roque 1997). En dégéneérant, les chondrocytes hypertrophiques libéreraient de grandes
quantités d’ions phosphate, ce qui favoriserait la minéralisation de la matrice extracellulaire
(Magne et al. 2003). Néanmoins, certains chondrocytes n’entreraient pas dans les voies de
I’apoptose et deviendraient des ostéoblastes par un phénoméne de transdifférenciation

(Aghajanian et Mohan 2018).

L’invasion de la maquette cartilagineuse par des vaisseaux sanguins provenant du
périchondre, est principalement assurée par le VEGFA. Ce facteur angiogenique indispensable
a la vascularisation de la plaque de croissance est synthétisé par les chondrocytes
hypertrophiques (Gerber et al. 1999). La délétion du géne codant le VEGFA entraine un retard
de la vascularisation des centres d’ossification (Haigh et al. 2000; Zelzer et al. 2002), tandis
que sa surexpression conduit a une augmentation de la masse osseuse (Maes, Goossens, et al.
2010). L’invasion vasculaire de la zone hypertrophique est primordiale au processus de
formation osseuse. En effet, celle-ci va permettre la transition du tissu cartilagineux vers un
tissu osseux, en apportant des nutriments, des précurseurs de la moelle osseuse ainsi que des
cellules ostéoprogénitrices comme des ostéoblastes et des ostéoclastes. Ainsi, lorsque les
vaisseaux sanguins pénetrent la couche profonde de la plaque de croissance, on observe une
dissolution de la matrice cartilagineuse face au front d’avancement du canal vasculaire. Les
ostéoclastes résorbent la matrice extracellulaire puis phagocytent les débris de matrice créant
ainsi des lacunes. Des ostéoblastes immatures déposent par la suite du tissu osseux riche en
collagene de type I et liberent des protéines osseuses telle que I’ostéopontine, I’ostéonectine et
des sialoprotéines. Ce tissu osseux primaire sera par la suite remplacé par du tissu osseux
définitif synthétisé par des ostéoblastes matures (Maes, Kobayashi, et al. 2010; Walzer et al.
2014).
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4, Les différents tissus de ’articulation synoviale
4.1. Le cartilage articulaire

On distingue trois types de cartilage : hyalin, fibreux et élastique. Le cartilage articulaire
est un cartilage hyalin, un tissu conjonctif hautement spécialisé d’aspect blanc, translucide, lisse
et brillant. Ce tissu recouvre les extrémités osseuses des articulations et permet, par ses
propriétés de résistance aux forces de compression et d’¢lasticité, le glissement des surfaces
osseuses entre elles, en limitant les frictions et en distribuant les contraintes mécaniques qui
s’exercent sur 1’articulation. Dans I’articulation du genou, on retrouve également du cartilage

fibreux au niveau des ménisques.

L’épaisseur du cartilage varie en fonction des articulations, mais également selon
I’intensité des contraintes mécaniques exercées sur les différentes zones de I’articulation
(Shepherd et Seedhom 1999). Les lois de Sappey (pression) et de Rouviere (surface) indiquent
que « I’épaisseur du cartilage articulaire est proportionnelle a la pression subie par unité de
surface et elle est, pour une méme pression, en raison inverse de 1’étendue des surfaces qui la
supporte ». Le cartilage le plus épais est celui de I’articulation fémoro-patellaire (avec une
épaisseur de 1’ordre de 6-7 mm) puis celui de Particulation fémoro-tibiale (de 1’ordre de 5-6

mm) tandis que 1’articulation coxo-fémorale a un cartilage plus fin (de I’ordre de 2-4 mm)
(Chevalier 1998).

Le cartilage est un tissu atypique puisqu’il n’est ni vascularisé, ni innervé et qu’il n’est
composé¢ que d’un seul type cellulaire, le chondrocyte, et d’une matrice extracellulaire riche en
eau et en macromolécules. Cette matrice représente 95% du volume du cartilage et est

synthétisée par les chondrocytes (Figure 11) (Aigner et al. 2006).

Sa nutrition est assurée par le liquide synovial qui fournit les nutriments par imbibition et
diffusion mais également par la moelle et les vaisseaux de 1’os sous-chondral, notamment pour
les zones les plus éloignées de la cavité articulaire et du liquide synovial (Bashir et al. 1997,
Malinin et Ouellette 2000; Yuze Wang et al. 2013).
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W.- ! S
Figure 11. Aspects macroscopique et histologique du cartilage articulaire humain. (A) Aspect
macroscopique de condyles fémoraux d’un genou sain. D’aprés (Aigner et al. 2006) (B) Coupe
histologique du cartilage articulaire apres coloration des protéoglycanes a la Safranine-O. (C) Zoom
sur les chondrocytes articulaires entourés de matrice extracellulaire, suite a une coloration des
noyaux a I’hématoxyline. D’apres Hill, M.A. Embryology Cartilage histology 001.jpg and 002.jpg

(modifiés).

4.1.1. Composition et structure du cartilage articulaire
a. Les chondrocytes

Le chondrocyte représente 1’'unique type cellulaire présent dans le cartilage articulaire.
C’est une cellule de forme sphérique, d’un diamétre de 30 a 40 um (Corvol 2000), contenue
dans une petite loge appelée chondroplaste et qui ne représente que 5% du volume total du
cartilage (Aigner et al. 2006). Il existe peu de contact intercellulaire direct au sein du cartilage
et les chondrocytes se caractérisent par un faible renouvellement cellulaire et par un
métabolisme quiescent (Chevalier et Richette 2005). Le chondrocyte est enchassé dans une
matrice extracellulaire dont il régule I’homéostasie a ’aide d’enzymes spécialisées dans la

synthése ou la destruction de la matrice (Figure 11, 12).

Le cartilage étant un tissu avasculaire, les chondrocytes vivent en hypoxie et privilégient
un métabolisme anaérobie. En effet, il existe un gradient de teneur en oxygéne décroissant de
la surface du cartilage vers sa profondeur (10% en surface et 1% en profondeur). Les
chondrocytes utilisent majoritairement le glucose comme substrat énergétique, afin de

synthétiser les constituants de la matrice extracellulaire (Mobasheri et al. 2002).
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Figure 12. Structure d’un chondrocyte en microscopie a
transmission électronique. Les chondrocytes ont une forme
ronde, avec un noyau sphérique excentré (N), un réticulum
endoplasmique (R), des mitochondries (M), un appareil de
Golgi développé (G), des lipides (L) et des vacuoles de
glycogéne (GL). (Grossissement x4200) (Echelle 1,7 pum).
D’apres (Marlovits et al. 2003)

b. La matrice extracellulaire

Constituants de la matrice extracellulaire

La matrice extracellulaire du cartilage est composée a 80% d’eau et environ 20% de
macromolécules qui forment un réseau tridimensionnel complexe conférant au cartilage des

propriétés de résistance aux contraintes mécaniques exercées sur 1’articulation.

Parmi ces macromolécules, les plus abondantes sont le collagéne et les protéoglycanes.
D’autres classes de molécules sont également présentes en plus petite quantit¢é comme les

glycoprotéines, les protéines non collagéniques, les lipides et les phospholipides.

L’eau est le composant majoritaire du cartilage articulaire : on en retrouve au niveau des
fibres de collagene et dans les pores de la matrice extracellulaire (Sophia Fox, Bedi, et Rodeo
2009). La teneur en eau du cartilage décroit de la superficie (80%) vers la profondeur du
cartilage (65%) (Buckwalter et Mankin 1998).

Le collagéne est la macromolécule la plus abondante des matrices extracellulaires. Dans
le cartilage, le collagéne de type Il représente la forme majoritaire (90 a 95%) mais les types
I, V, VI et XI sont également présents (Wachsmuth et al. 2006) ainsi que le type IX en plus
faible quantité. Ces collagénes minoritaires ont pour fonction principale de stabiliser les fibres
de collagene de type Il (Diab, Wu, et Eyre 1996; Han, Grodzinsky, et Ortiz 2011).

Chaque molécule de collagéne est composée de trois chaines a polypeptidiques dont
I’assemblage forme une triple hélice. Chaque chaine est formée d’un ou plusieurs domaines
collagéniques de taille variable (répétition d’un triplet d’acides aminés composé de glycine,
proline et hydroxyproline) et de domaines non collagéniques, situés aux extrémités de la

molécule ou entre deux domaines collagéniques. Les collagénes sont sécrétés par les
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chondrocytes sous forme de procollagenes. Le clivage des extrémités C- et N- terminales
permet la formation de fibrilles, suite a 1’assemblage de plusieurs molécules collagéniques,
comme c’est le cas pour les collagénes de type I, II, III, V et XI (Chevalier et Richette 2005).
Le collagéne de type Il existe sous deux formes dues a un épissage alternatif : la forme I1A, la
plus longue, exprimée par les chondrocytes dans le cartilage de croissance et la forme 1IB
exprimee principalement dans le cartilage articulaire adulte. Le réseau fibrillaire
tridimensionnel de collagene de type 1l fournit au cartilage ses propriétés de résistance aux
forces de cisaillement, qui aident a stabiliser la matrice (Maroudas et al. 1992; Sophia Fox,
Bedi, et Rodeo 2009). Le collagéne de type II n’est pas spécifique du cartilage articulaire mais
il constitue un marqueur majeur du chondrocyte. Cependant, le collagene de type Il est remplacé
par du collagéne de type X, un collagéne non fibrillaire & courtes chaines polypeptidiques, dans

le cartilage calcifié au contact de 1I’os sous-chondral.

La plus forte teneur en collagene se situe dans la couche superficielle du cartilage, puis
elle diminue progressivement avec la profondeur, jusqu’a la zone intermédiaire du cartilage. La
concentration en collagene est ensuite stable dans la couche profonde du cartilage (Yin, Xia, et
Lu 2012). L’orientation des fibres de collagéne dans le réseau tridimensionnel varie en fonction
de la profondeur et définit, avec le phénotype des chondrocytes, les différentes couches du
cartilage articulaire (Buckwalter et Mankin 1998).

Les protéoglycanes représentent la 2°™ classe de molécules la plus abondante du
cartilage. Ces molécules de haut poids moléculaire sont composées d’un tronc protéique central
appelé « core protein », sur lequel sont liées de maniére covalente 40 a 100 chaines de
glycosaminoglycanes (GAG). Ces deux éléments présentent une trés grande variabilité
structurale d’un protéoglycane a I’autre. Le cceur protéique est constitué de différents motifs
juxtaposés, déterminant le profil de glycosylation, la localisation cellulaire et certaines
capacités interactives du protéoglycane final. Les GAG sont des chaines linéaires sulfatées
composées de la répétition d’un glucide aminé (glucosamine ou galactosamine, acétylés) et un
autre ose (acide glucuronique ou acide iduronigue). On distingue les polymeres simples, ne
présentant que des résidus d’acide glucuronique le long de leur chaine (acide hyaluronique,
chondroitine sulfate), des copolymeres possédant a la fois des residus glucuroniques et
iduroniques (héparine, héparane sulfate et dermatane sulfate). Le kératane sulfate est un GAG
composé de galactose dans son motif de base (Praillet, Grimaud, et Lortat-Jacob 1998). Ces
GAG, fortement chargés négativement, permettent la rétention d’eau et sont responsables des

propriétés de compression caractérisant le cartilage (Venkatesan et al. 2005).
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La plupart des protéoglycanes existent sous forme d’agrégats associés a de I’acide
hyaluronique (GAG non sulfaté). C’est le cas des agrécanes, composés de chondroitine sulfate
et de kératane sulfate, que 1’on retrouve en abondance dans le cartilage sous forme d’agrégats
d’agrécanes. Les agrécanes sont liés par leur cceur protéique a un filament central d’acide
hyaluronique, via une proteine de liaison et forment ainsi de grands complexes qui viennent
s’insérer dans le réseau de fibres de collagene et le stabilise (Kiani et al. 2002; Roughley et
Mort 2014).

Le cartilage contient également d’autres protéoglycanes de petit poids moléculaire,
comme le biglycane, la décorine et la fiboromoduline, dont la protéine centrale posséde des
séquences riches en leucine (Praillet, Grimaud, et Lortat-Jacob 1998). Ces petits protéoglycanes
sont impliqués dans la regulation de la fibrillogenése du collagene et interviennent donc dans
I’assemblage de la matrice (Schonherr et al. 1995). lls peuvent également lier des facteurs de
croissance de type Transforming Growth factor B (TGF-f), dont ils régulent la stabilité, la
biodisponibilité et 1’activité biologique (Yamaguchi, Mann, et Ruoslahti 1990).

Contrairement au collagene, les protéoglycanes sont faiblement représentés dans la
couche superficielle du cartilage et leur concentration augmente fortement dans la couche
intermédiaire (Yin, Xia, et Lu 2012).

On retrouve également dans le cartilage des protéines non collagéniques comme les
glycoprotéines parmi lesquelles la fibronectine, les thrombospondines et les laminines. Ces
glycoprotéines peuvent se fixer au collagene de type Il et aux protéoglycanes, augmentant ainsi

la résistance de la matrice et stabilisant son architecture.

Organisation de la matrice extracellulaire

La matrice extracellulaire est organisée en 3 régions distinctes, du chondrocyte vers sa
périphérie : matrice péricellulaire (PCM), matrice territoriale (TM) et matrice extracellulaire
(ECM) (Figure 13) (Benninghoff 1925; Clarke 1974; Poole, Flint, et Beaumont 1984). Chaque
chondrocyte est entouré par une étroite matrice peéricellulaire, formant un chondron. Cette
matrice est principalement constituée de collagéne de type VI et de protéoglycanes de type
perlécane mais contient également des glycoprotéines de type laminine et des protéines non
collagéniques. Sa teneur en collagéne de type 1l est relativement faible. La matrice péricellulaire
serait impliquée dans de nombreux processus au cours du développement, du maintien et de la

dégradation du cartilage articulaire, notamment dans 1’organisation de la plaque de croissance,
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la modulation de I’activité de certains facteurs de croissance et enzymes et la transduction de
signaux biophysiques (Wilusz, Sanchez-Adams, et Guilak 2014). La matrice territoriale entoure
la matrice péricellulaire et est composée d’un réseau de fines fibres de collagéne de type II.
Cette matrice est plus épaisse que la précédente et protegerait les chondrocytes du stress
mécanique et contribuerait a la résilience du cartilage articulaire ainsi qu’a sa capacité a résister
a des charges importantes. La matrice extracellulaire ou interterritoriale est la matrice la plus
étendue et celle qui contribue le plus aux propriétés biomécaniques du cartilage articulaire.
Cette région est caractérisée par la présence de protéoglycanes et de larges fibres de collagene
de type I, IX et XI (Figure 13) (Sophia Fox, Bedi, et Rodeo 2009).
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Figure 13. Hlustration des constituants de la matrice du cartilage. Organisation de la matrice
péricellulaire, territoriale et interterritoriale des chondrocytes. D’apres (L. Han, Grodzinsky, et
Ortiz 2011)
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C. Architecture du cartilage articulaire

Le cartilage articulaire est un tissu hétérogene, organisé en différentes couches qui
different entre elles par la composition biochimique et 1’organisation de la matrice
extracellulaire mais également par le phénotype et le profil d’expression génique des
chondrocytes qui les composent. Ainsi, la densité, la forme et la taille des chondrocytes varient
en fonction de leur localisation dans le cartilage articulaire. C’est I’architecture du cartilage qui

contribue aux propriétés mécaniques de ce tissu (Figure 14).

La lamina splendens est une zone trés fine acellulaire a la surface du cartilage. Cette
zone permet I’accrochage de macromolécules présentes dans le liquide synovial et constitue
une couche protectrice pour le cartilage (Chevalier et Richette 2005). Elle contient des éléments
lubrifiants, comme la lubricine ou 1’acide hyaluronique produits par les chondrocytes et les
cellules de la membrane synoviale qui permettent des mouvements de glissement avec treés peu
de friction (Greene et al. 2011; Jay et Waller 2014; Richard F. Loeser et al. 2012a).

La couche superficielle est la couche cellulaire la plus proche de la cavité articulaire.
Cette couche représente 10 a 20% de 1’épaisseur du cartilage articulaire et est composée de
nombreux chondrocytes aplatis et de petite taille. Les fibres de collagéne sont principalement
de type Il et IX et sont organisées paralléelement a la surface articulaire. De plus, la matrice
extracellulaire est riche en fibronectine et en protéoglycanes de faible poids moléculaire
(décorine et biglycane) et pauvre en agrécanes. Cette organisation permet notamment de résister

face aux forces de cisaillement ou d’étirement qui s’exercent sur le cartilage.

La couche intermédiaire ou moyenne représente 40 a 60% de 1’épaisseur du cartilage.
Les chondrocytes sont gros et sphériques, présents en faible densité dans une matrice riche en
fibres épaisses de collagéne et en protéoglycanes. Ces fibres ont une orientation oblique et

s’entrecroisent. Cette disposition permet au cartilage de résister aux forces de compression

(Sophia Fox, Bedi, et Rodeo 2009).

Les chondrocytes des couches superficielle et intermédiaire expriment fortement des
marqueurs de différenciation chondrocytaire, comme le facteur de transcription Sox-9 et les
composants majoritaires de la matrice extracellulaire, le collagéne de type II et ’agrécane
(Zuscik et al. 2008). Ces chondrocytes seront qualifiés de chondrocytes articulaires dans la suite

de ce manuscrit.
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Dans la couche profonde ou radiale, qui constitue 30% de 1’épaisseur du cartilage, les
fibres de collagénes sont épaisses et orientées perpendiculairement a la surface articulaire. Les
chondrocytes sont disposés en colonnes ou en clusters, le long des travées des fibres de
collagene. Cette couche est la plus riche en protéoglycanes et contient une faible teneur en eau
(Sophia Fox, Bedi, et Rodeo 2009) et contribue majoritairement a la résistance aux forces de

compression qui s’exercent sur le cartilage.

Les chondrocytes de la couche profonde expriment les marqueurs de différenciation
chondrocytaire mais également des marqueurs d’hypertrophie comme Runx2, le collagéne de

type X, la phosphatase alcaline. Ces chondrocytes ont un phénotype pré-hypertrophique.

La derniére couche du cartilage est la couche calcifiée. Cette couche, qui représente 5 a
10% de I’épaisseur du cartilage, est en contact avec 1’os sous-chondral. Le cartilage calcifié est
pauvre en protéoglycanes et en collagéne qui restent orientés perpendiculairement a la surface.
Cette couche est tres différente des autres puisqu’elle est minéralisée, son contenu en cristaux
d’hydroxyapatite [Cas(PO4)3(OH)] atteint 65% du poids du cartilage calcifié (Y. Zhang et al.
2012) et elle contient des vaisseaux sanguins et des nerfs qui proviennent de 1’os sous-chondral.
Elle est séparée de la couche profonde du cartilage par une ligne de démarcation basophile et
ondulée, la «tidemark », de 10 pm visible par une coloration a 1’hématoxyline (Fawns et
Landells 1953; Gannon et Sokoloff 1999). Cette ligne délimite ainsi le front de minéralisation

de la matrice du cartilage.

Certaines fibres de collagene traversent la tidemark, suggérant un lien étroit entre
cartilage calcifié et non-calcifié (Madry, van Dijk, et Mueller-Gerbl 2010). En profondeur, la
couche calcifiée est séparée de 1’os sous-chondral par la ligne cémentante (D. B. Burr, Schaffler,
et Frederickson 1988). Contrairement a la tidemark, les fibres de collagene ne traversent pas la

ligne cémentante et n’ont pas de continuité avec les fibres de collagéne de 1’os sous-chondral.

Le cartilage calcifié contient des chondrocytes en faible nombre, arrondis et de grande
taille, qui posseédent un phénotype hypertrophique. En effet, ces chondrocytes n’expriment plus
les marqueurs de différenciation chondrocytaire Sox-9, collagéne de type Il et agrécane mais
fortement des marqueurs d’hypertrophie comme le collagéne de type X et la phosphatase
alcaline (Zuscik et al. 2008). Ces chondrocytes synthétisent une matrice extracellulaire
minéralisée et contenant une forte proportion en collagene de type X et une faible proportion
de collagene de type Il. Le cartilage calcifié représente une zone de transition entre le cartilage

articulaire non calcifié et I’os sous-chondral minéralisé.
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On appelle jonction ostéochondrale la zone comprenant la couche profonde du cartilage

articulaire, la couche de cartilage calcifié et I’os sous-chondral sous-jacent.

Ainsi, de la surface vers les zones profondes du cartilage, la densité de chondrocytes
décroit progressivement, tandis que leur volume et la proportion de protéoglycanes par rapport
au collagene augmentent (M. B. Goldring et Marcu 2009).
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Figure 14. Organlsatlon hlstologlque du cartilage. (A) Coupe histologique d’un cartilage sain
avec mise en évidence d’une organisation stratifiée en différentes couches de cartilage. (B)
Illustration de la disposition des différents phénotypes de chondrocytes au sein des différentes
couches de cartilage. D’apreés (Gadjanski et Vunjak-Novakovic 2015)

4.1.2. Homéostasie du cartilage

L’homéostasie du cartilage repose sur un équilibre entre la production et la dégradation
des composants de la matrice. Suite a différents types de stimuli, biochimiques ou mécanigues,

les chondrocytes adaptent leur métabolisme afin de réguler ’homéostasie de la matrice.

Les chondrocytes activent la synthése des composants matriciels (collagénes de type I,
VI, IX, agrécanes) par des facteurs de croissance comme I’IGF-1, les BMP et le TGF- qui ont
un réle anabolique. La dégradation des protéines de la matrice passe par la syntheése d’enzymes
matricielles, les MMP de type collagenases, gélatinases et stromélysines et les ADAMTS. Les
facteurs pro-inflammatoires interleukine-1p (IL-1p), interleukine-6 (IL-6) et Tumor Necrosis
Factor-o (TNF-a) peuvent stimuler la production de protéases et inhiber les Tissue Inhibitor of
Metalloproteinase (TIMP), qui régulent négativement I’activit¢ des MMP et ADAMTS
(Aigner, Soeder, et Haag 2006).
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a. Maintien du phénotype des chondrocytes

Le maintien des différents phénotypes de chondrocytes présents dans le cartilage
articulaire est indispensable a 1’homéostasie du tissu. Il existe un dialogue entre les
chondrocytes des differentes couches du cartilage articulaire qui assure le maintien de

I’architecture stratifiée du cartilage et qui régule sa minéralisation.

Jiang et al. ont étudié les interactions cellulaires entre les différentes populations de
chondrocytes des différentes zones du cartilage articulaire bovin (J. Jiang et al. 2008). Ils ont
ainsi montré que lorsque les couches superficielle, intermédiaire et profonde du cartilage
articulaire étaient séparées et cultivées indépendamment in vitro, la couche profonde était la
seule a présenter une activité phosphatase alcaline et une minéralisation de sa matrice accrue
en réponse a une stimulation par I’hormone thyroidienne T3. En revanche, lorsque les
chondrocytes de la couche profonde sont cultivés avec les chondrocytes de la couche
superficielle ou intermédiaire, 1’effet de I’hormone T3 sur I’activité de la phosphatase alcaline
et la minéralisation de la matrice était inhibé. Ainsi, les chondrocytes des zones superficielle et
intermédiaire agissent directement sur les chondrocytes de la zone profonde et inhibe leur
différenciation hypertrophique (J. Jiang et al. 2008). Cette régulation de I’hypertrophie est
assurée par 1’axe Thh/PTHrP. Ihh, exprimé par les chondrocytes pré-hypertrophiques de la
couche profonde du cartilage, stimule 1I’expression de PTHrP par les chondrocytes articulaires
des couches superficielle et intermédiaire, qui inhibent alors la différenciation hypertrophique

des chondrocytes pré-hypertrophiques.

Ji et al. ont récemment mis en évidence la présence de 7 populations de chondrocytes,
différentes d’un point de vue moléculaire, au sein du cartilage humain arthrosique et ont
identifié trois nouveaux phénotypes chondrocytaires, les chondrocytes effecteurs, les
chondrocytes régulateurs et les chondrocytes homéostatiques (Ji et al. 2019). Ils ont également
classés les chondrocytes hypertrophiques en deux sous-populations, le cluster A, qui exprime
des génes liés au développement du cartilage et des tissus conjonctifs et a la régulation négative
de la croissance, et le cluster B, qui exprime des genes liés a I’organisation de la matrice
extracellulaire, a 1’ossification et a la minéralisation. Une autre analyse par single-cell a
démontré une hétérogenéité cellulaire dans le cartilage de souris et a révélé la présence de 9

sous-populations de chondrocytes (Sebastian et al. 2021).
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b. Charge mécanique

La charge mécanique est un élément indispensable a ’homéostasie du cartilage. Le
cartilage absorbe et dissipe ces charges grace a une organisation spatiale des composants de la

matrice extracellulaire particuliere dans ses différentes couches.

Ainsi, de nombreuses équipes se sont intéressées aux effets bénéfiques ou délétéres d’une

charge mécanique, sur les fonctions des chondrocytes et la synthese de matrice.

Des études in vivo ont montré que 1I’immobilisation des membres inférieurs chez le
rongeur entraine des Iésions du cartilage, avec une perte de protéoglycanes associée a une
augmentation de MMP-3 et ADAMTS-5 (Leong et al. 2010). Le cartilage patellaire et tibial
subit également d’importantes modifications morphologiques, avec une diminution de son
épaisseur, volume et surface, chez des patients immobilisés pendant 7 semaines pour une
fracture de la cheville (Hinterwimmer et al. 2004). Des travaux in vitro ont montré qu’une
contrainte mécanique modérée appliquée sur des chondrocytes ou des explants de cartilage,
entrainaient I’activation de cascades de signalisation anabolique, avec une augmentation de la
synthése de GAG, d’agrécanes et de collagene de type II, un effet anti-inflammatoire avec la
suppression de cytokines (IL-1p, IL-6, TNF-a) et médiateurs pro-inflammatoires comme la
cyclooxygénase 2 (COX-2), la prostaglandine E2 (PGE>) et le monoxyde d’azote (NO),
I’augmentation des signalisations anti-inflammatoires (IL-4, IL-10) ainsi que la réduction de
’activité de protéases MMP et ADAMTS (Bader, Salter, et Chowdhury 2011; Leong et Sun
2014).

Cependant, les effets bénéfiques ou déléteres de la charge mécanique dépendent de la
durée et de la fréquence d’exposition ainsi que du type de charge. Une surcharge mécanique
peut augmenter la dégradation de la matrice extracellulaire de chondrocytes, via 1’expression
de MMP et d’IL-1P (Fujisawa et al. 1999). Une compression excessive d’explant de cartilage
induit la production de PGE> (Gosset et al. 2006), d’IL-8 (Chauffier et al. 2012) et de Nerve
Growth Factor (NGF) (Pecchi et al. 2014) ainsi qu’une augmentation de la libération des GAG
et de I’activité des MMP (Bougault et al. 2012).

Les chondrocytes détectent les stimuli mécaniques grace a des mécanorécepteurs, des
systémes senseurs des vibrations, tensions et pressions, comme les intégrines, les connexines,
les syndecans et les canaux ioniques. Comme la plupart des cellules eucaryotes quiescentes, les
chondrocytes possedent un cil primaire, organite non-motile localisé a leur surface, possédant

des propriétés sensorielles. 1l contient de nombreux mécanorécepteurs et est essentiel pour le
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traitement des informations, comme les stimulations mécaniques ou la charge osmotique
(Ruhlen et Marberry 2014). Ainsi, des altérations de la structure ou de la taille du cil primaire
entrainent des modifications dans la réponse des chondrocytes aux stimuli mécaniques (Thorpe
et al. 2016) et la déplétion du cil primaire conduit a une désorganisation du cartilage articulaire

et ’expression de marqueurs de I’hypertrophie (Chang, Ramaswamy, et Serra 2012).
C. Propriétés avasculaires du cartilage articulaire et hypoxie

Propriétés avasculaires du cartilage

Le cartilage est ’'un des rares tissus d’origine mésenchymateuse a étre dépourvu de
vaisseaux sanguins, excepté au cours de ’ossification endochondrale. Ainsi, I’apparition de
vaisseaux résulte d’une rupture de 1’équilibre de ce tissu. Le cartilage articulaire mature
conserve ses propriétés avasculaires a 1’état physiologique et possede donc une capacité de

résistance a I’invasion vasculaire.

Dans un contexte d’angiogenése tumorale, Hanahan et Folkman émettent 1’hypothése
selon laquelle I’angiogenése est régulée par un équilibre entre inducteurs et inhibiteurs de la
prolifération et de la migration des cellules endothéliales (Hanahan et Folkman 1996). Ainsi,
les cellules endothéliales alterneraient entre un état de quiescence et un état initiateur de
I’angiogenése par les effets cumulés de facteurs pro et anti-angiogéniques. Le « switch »
angiogénique, passage d’un état inactif a un état activé des cellules endothéliales, se fait par
I’augmentation des niveaux de facteurs pro-angiogéniques et/ou une diminution des niveaux de

facteurs angiostatiques.

Plusieurs molécules angiogéniques sont présentes dans le cartilage comme le FGF-2
(Gonzalez et al. 1990; Twal et al. 1994), le TGF-$ (Gelb, Rosier, et Puzas 1990) et le VEGF
(Harada et al. 1994). Ces molécules agissent sur les cellules endothéliales en activant leur mise
en mouvement par chimioattraction et leur division cellulaire par mitogenése. Le cartilage serait
ainsi un tissu potentiellement « angiogénique » qui cependant maintiendrait un phénotype
« angiostatique ou anti-angiogénique » grace a la présence de molécules anti-angiogéniques
(Hiraki et al. 1997).

La résistance du cartilage a 1’invasion vasculaire a été étudiée pour la premiere fois par
I’équipe de Kuettner, avec un modele de membrane chorioallantoidienne d’embryon de poulet
sur laquelle ont été greffés différents types de tissus, dont du cartilage hyalin. Ces travaux ont

montré que le cartilage articulaire était le seul tissu, avec la cornée, a ne pas étre envahi par le
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mésenchyme vascularisé de la membrane chorioallantoidienne (Eisenstein et al. 1973) ; et que
le cartilage contenait des facteurs de faible poids moléculaire, potentiellement des inhibiteurs

de protéases, expliquant cette absence d’invasion vasculaire (Eisenstein et al. 1975).

L’équipe de Moses a mis en évidence en 1990 une protéine dérivée du cartilage bovin a
I’origine de sa résistance a I’invasion vasculaire par des tests in vitro de prolifération et de
migration de cellules endothéliales et in vivo sur des membranes chorioallantoidiennes
d’embryon de poulet. Cette protéine de 35 kDa posséde des propriétés d’inhibition des
métalloprotéases de type collagénases et inhibe la néovascularisation (M. A. Moses, Sudhalter,
et Langer 1990; Marsha A. Moses et Langer 1991; Moses, Sudhalter, et Langer 1992). Les
inhibiteurs de protéases et de métalloprotéases exercent leur activité anti-angiogénique en
bloquant la dégradation de la matrice extracellulaire, nécessaire a I’invasion vasculaire. Ainsi,
les TIMP-1, TIMP-3 et les inhibiteurs de protéases comme le Secretory Leukocyte Proteinase
Inhibitor (SLPI) et le Plasminogen Activator Inhibitor (PAI-1) sont impliqués dans le maintien
des propriétés avasculaires du cartilage (Franses et al. 2010). TIMP-1 est le plus abondant dans
le cartilage et est capable d’inhiber toutes les MMP de type collagénase. TIMP-3 joue un role
essentiel dans 1’inhibition des ADAMTS-4 et ADAMTS-5, particulierement impliqués dans la

dégradation des agrécanes.

Le processus d’angiogenese s’initiant avec la dégradation de la membrane basale des
cellules endothéliales par des enzymes protéolytiques comme les MMP, les inhibiteurs de
protéases et plus particulierement les inhibiteurs de collagénases se révélent étre de potentiels
facteurs anti-angiogéniques. D’autres étapes de I’angiogenése nécessitent également 1’action
protéolytique d’enzymes, comme la migration des cellules endothéliales dans le stroma
périvasculaire, I’élongation des bourgeons néoformés ou la formation de la lumiere du vaisseau.
De plus, la dégradation de la matrice extracellulaire du cartilage est nécessaire pour permettre
une invasion vasculaire au cours de D’ossification endochondrale. Ainsi toute molécule
interférant dans une étape de l’angiogenése est considérée comme potentiellement anti-

angiogeénique.

Quelques années plus tard, la chondromoduline-I (ChM-I), une glycoprotéine de 25 kDa,

a été identifiée et purifiée dans le cartilage bovin feetal (Hiraki et al. 1991). Cette protéine
stimulerait la prolifération des chondrocytes de la plaque de croissance et la synthése de
protéoglycanes in vitro (Hiraki et al. 1991, 1997). De plus, la ChM-I1 a été décrite comme étant
un inhibiteur de ’angiogenese, en inhibant la prolifération de cellules endothéliales et leur
agencement en structures tubulaires in vitro (Funaki et al. 2001; Hiraki et al. 1997) et in vivo
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(Shukunami et al. 1999). Au cours de I’ossification endochondrale, la ChM-I a été localisée
dans des zones avasculaires du cartilage et sa présence était significativement réduite dans le
cartilage calcifié, ou des vaisseaux sanguins sont observeés. Ainsi, la ChM-1 jouerait un réle clé
dans la régulation de I’invasion vasculaire du cartilage au cours du processus d’ossification
endochondrale (Hiraki et al. 1997). Cette glycoprotéine se retrouve également en abondance
dans la partie interne des ménisques du genou, qui est une zone avasculaire tandis qu’elle est
absente de la partie périphérique du ménisque, une zone vascularisée par le plexus capillaire
périméniscal (Fujii et al. 2013). Plusieurs études montrent que la ChM-I est également
impliquée dans le maintien de 1’homéostasie du cartilage et la stabilisation du phénotype
chondrocytaire. Elle bloquerait 1’activité catabolique induite par HIF-2a (Zhang et al. 2016) et
la différenciation hypertrophique des chondrocytes articulaires (Klinger et al. 2011). La
délétion du gene codant la ChM-I ne montre pas d’anormalités phénotypiques dans
I’ossification endochondrale ni le développement du cartilage. Cependant, les souris ChM-I"-
présentent une densité minérale osseuse augmentée accompagnée d’une diminution de la
résorption osseuse, indiquant que la ChM-I pourrait aussi étre un facteur important pour le

remodelage et le métabolisme osseux (Nakamichi et al. 2003).

Les membres de la famille des thrombospondines font également partie des composants
de la matrice extracellulaire ayant des propriétés anti-angiogéniques. Les TSP-1 et 2,
glycoprotéines trimériques de 450 kDa dont les structures en amino-acides sont trés similaires,
ont été largement décrites comme inhibant I’angiogenése (Armstrong et Bornstein 2003; Good
et al. 1990; Iruela-Arispe et al. 1999). Les autres membres de la famille des TSP (TSP-3, 4 et5
ou COMP) ne semblent pas avoir de propriétés anti-angiogéniques (Volpert et al. 1995). Dans
le cartilage murin, les TSP-1 et 2 ont été mises en évidence par immunohistochimie dans la
matrice extracellulaire de la plaque de croissance, au niveau des zones quiescentes et des zones
prolifératives, en amont de la zone hypertrophique (Tooney et al. 1998). Dans le cartilage
humain, la TSP-1 a été détectée dans la matrice péricellulaire ainsi que dans la matrice
extracellulaire des couches intermédiaire et profonde, ou les chondrocytes ont un phénotype
articulaire et pré-hypertrophique. La TSP-1 ne semble pas étre présente dans le cartilage calcifié
contenant des chondrocytes hypertrophiques (Pfander et al. 2000). Les propriétés anti-
angiogeniques des TSP-1 et 2 sont relayées par plusieurs mécanismes complexes (Patra et
Sandell 2012) et passent notamment par un de leur récepteur, le CD36 qui entraine 1’apoptose
des cellules endothéliales (Nor et al. 2000) et inhibe la migration de ces cellules ainsi que la

formation de capillaires (Huang et al. 2017).
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Les fragments de collagéne peuvent également avoir des propriétés anti-angiogéniques.
Le plus décrit est I’endostatine purifiée en 1997, a partir de milieux conditionnés de cellules
murines d’hémangioendothéliomes (O’Reilly et al. 1997). Ce fragment de 20 kDa correspond
aux acides aminés de la région C-terminale non collagénique du collagéne de type XVIII, issu
du clivage protéolytique par la cathépsine L et dans une moindre mesure par plusieurs protéases
dont la MMP-9 (Ferreras et al. 2000). L’endostatine participe aux fonctions anaboliques des
chondrocytes et permet le maintien de 1’homéostasie du cartilage (Y1 Feng et al. 2005) mais
elle est également impliquée dans la résistance a 1’invasion vasculaire. Comme la plupart des
inhibiteurs de I’angiogené¢se, I’endostatine inhibe la prolifération et la migration de cellules
endothéliales et induit leur apoptose. L’endostatine a été détectée a la fois dans la plaque de
croissance et dans le cartilage articulaire adulte, chez ’homme, la souris et le rat. De plus, dans
le fibrocartilage méniscal, la concentration en endostatine est plus forte dans la partie centrale
avasculaire du ménisque gque dans sa partie externe vasculariseé (Patra et Sandell 2012; Thomas
Pufe, Petersen, et al. 2004).

Le collagene de type Il participerait également aux propriétés avasculaires du cartilage.
En effet, I’extrémité N-terminale du procollagene de type I1B (PIIBNP), clivé par des protéases
avant incorporation du collagene dans la matrice extracellulaire, exercerait des activités anti-
angiogénique et antitumorale. Ce fragment contient un domaine de liaison aux intégrines, le
double motif RGD, qui induit la mort de cellules tumorales exprimant les intégrines aVp3 et
aVB5. Les chondrocytes exprimant tres peu ces intégrines sont protégés de 1’action du PIIBNP.
Plusieurs types cellulaires comme les ostéoclastes et les cellules endothéliales expriment les
intégrines avP3 et avBS suggérant ainsi que le PIIBNP maintiendrait le cartilage avasculaire en
empéchant I’invasion vasculaire provenant de 1’os sous-chondral (Hayashi et al. 2011; Z. Wang
et al. 2010).

Le Pigment Epithelium-Derived Factor (PEDF), également appelé serpine F1, est une
glycoprotéine de 50 kDa faisant partie de la famille des inhibiteurs des serines protéases, bien
qu’il n’inhibe pas les protéases (Becerra et al. 1995). Le PEDF est impliqué dans la régulation
de ’angiogenese au cours du développement et dans la régulation de ’homéostasie de la rétine
(K. Mori et al. 2001) ou il inhibe la prolifération et la migration de cellules endothéliales et
induit leur apoptose (Dawson et al. 1999). Dans la plaque de croissance murine, le PEDF est
principalement exprimé dans la matrice extracellulaire de la zone de réserve, de la zone
proliférative et de la couche supérieure de la zone hypertrophique, tandis qu’il est absent de la

couche profonde de la zone hypertrophique non loin des zones vascularisées (Quan et al. 2005).
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Le PEDF se lie aux GAG et aux collagénes de la matrice extracellulaire avec une forte affinité
(Meyer, Notari, et Becerra 2002).

Enfin, les protéoglycanes seraient également des potentiels inhibiteurs de I’angiogenese
(Laurence Pesesse, Sanchez, et Henrotin 2011). Une étude a montré que la diminution du
contenu en protéoglycanes de la matrice extracellulaire était associée a I’invasion vasculaire du
cartilage (Smith et al. 2003). Certains protéoglycanes se fixent a des protéines angiogéniques,
qui se retrouvent alors bloquees dans la matrice extracellulaire et ne peuvent plus exercer leur
réle pro-angiogénique. Par exemple, les perlécanes fixent le FGF-2 dans la matrice
péricellulaire des chondrocytes via I’héparane sulfate (Vincent et al. 2007) et les isoformes 189
et 206 du VEGF se lient aux protéoglycanes contenant de 1’héparine (Cohen et al. 1995),
empéchant ainsi la liaison de ces facteurs angiogéniques a leur récepteur tyrosine-kinase et
bloquant leur diffusion dans la matrice extracellulaire. Les protéoglycanes a chondroitine
sulfates inhiberaient 1’angiogené¢se, en réduisant 1’expression de MMP et la formation de
vaisseaux in vitro. Ce mécanisme passerait par I’inhibition de la phosphorylation de la Focal
Adhesion Kinase (FAK) impliguée dans la signalisation des intégrines, qui est activée au cours

de I’angiogeneése (T. Kobayashi et al. 2017).

Dans I’ensemble, la présence de nombreux facteurs anti-angiogéniques associés a la
matrice extracellulaire du cartilage permet de protéger ce tissu de 1’invasion vasculaire et de
maintenir 1’homéostasie du cartilage. Le cartilage est donc un tissu physiologiquement
hypoxique. Un déséquilibre de la balance angiogénique en faveur de protéines pro-
angiogéniques pourrait permettre le passage de vaisseaux de 1’os sous-chondral au cartilage

articulaire et rompre ’homéostasie du cartilage.

Hypoxie physiologique du cartilage

L’absence de vaisseaux sanguins engendre un environnement hypoxique au sein du
cartilage articulaire. La teneur en oxygene serait de 5 a 10% a sa surface et de moins de 1%

dans les couches profondes du cartilage (S. Zhou, Cui, et Urban 2004).

Contrairement aux tissus vascularisés qui détectent 1’hypoxie comme un signal de stress,
le cartilage articulaire est parfaitement adapté aux faibles niveaux d’oxygéne, 1’hypoxie

constituant une condition physiologique normale dans ce tissu avasculaire.

Un facteur a été identifié comme un acteur clé de ce métabolisme hypoxique, le facteur

hypoxia-inducible factor HIF-a. La protéine HIF-a est produite aussi bien en normoxie qu’en
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hypoxie. Cependant, en présence d’une quantité¢ suffisante d’oxygeéne, HIF est rapidement
dégradée par des hydrolases cytosoliques, sa demi-vie est donc assez réduite (environ 5
minutes). En quantité faible d’oxygene (5% d’oxygénation), I’hydroxylation de HIF-o est
progressivement inhibée, ainsi la protéine HIF-a n’est plus dégradée par le protéasome. HIF-a
peut alors s’accumuler dans le cytoplasme et former un dimére avec sa sous-unité 3, produite
de maniere constitutive et non sensible a Ioxygene. L’hétérodimére HIF o/ est alors
transloquée au noyau, ou il se fixera sur son élément de réponse a I’hypoxie (Hypoxia response

Element) au niveau de genes cibles, activant ainsi leur transcription.

L’hypoxie est nécessaire au maintien de I’intégrité du cartilage et cette homéostasie passe
principalement par I’action de 1’isoforme HIF-1a. Cette isoforme de 120 kDa, a été purifiée en
1995 par Wang et Semenza (G. L. Wang et Semenza 1995) et a été décrit dans le cartilage
comme un facteur essentiel pour la fonction, la survie et le maintien du phénotype des
chondrocytes (E. Schipani et al. 2001). HIF-1a entraine 1’augmentation de 1’expression et de
I’activit¢é de Sox9, conduisant a la production accrue des composants de la matrice
extracellulaire (collagéne de type II et agrécane) et a I’inhibition de geénes impliqués dans la
différenciation hypertrophique (Runx2, MMP-13, collagéne de type X, Ostérix). HIF-1a agit
également comme un facteur anti-catabolique, empéchant la dégradation du cartilage en
diminuant la production d’enzymes cataboliques comme la MMP-13 et les ADAMTS-5 et en
augmentant celle d’inhibiteurs de protéases, les TIMP-3 (Figure 15) (Thoms et al. 2013).

Figure 15. Voie de
signalisation HIF.
D’aprées (Taheem, Jell,
et Gentleman 2020)
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4.2. Le tissu 0sseux
42.1. Structure et fonctions de I’os

L’o0s est un organe complexe composé de plusieurs tissus dont le tissu osseux et la moelle

osseuse. L’os assure quatre grandes fonctions :

- une fonction de soutien de I’organisme puisqu’il permet la locomotion du corps grace

a I’insertion des muscles, tendons et ligaments ;

- une fonction de protection des organes vitaux : la cage thoracique pour le cceur et les

poumons, le créne pour le cerveau et la colonne vertébrale pour la moelle épiniére ;

- une fonction meétabolique puisqu’il régule le stock de calcium et de phosphate de
I’organisme et est impliqué dans le métabolisme énergétique par la sécrétion d’une hormone,

I’ostéocalcine ;

- une fonction hématopoiétique par la moelle osseuse qui contient des progéniteurs des

cellules sanguines.

Les os longs se divisent en trois régions : les épiphyses, les métaphyses et la diaphyse.
Les épiphyses constituent les deux extrémités de 1’os et sont recouvertes de cartilage hyalin
articulaire. La métaphyse est une zone intermédiaire entre les épiphyses et la diaphyse qui
constitue la partie médiane de I’os. Le périoste est une membrane fibreuse qui recouvre les os,

a I’exception des articulations (Figure 16).

L’o0s sous-chondral est situé sous le cartilage calcifié et fait la transition entre le tissu
cartilagineux et le tissu osseux. Il est composé de deux couches distinctes : la plaque sous-

chondrale et 1’os sous-chondral trabéculaire.

La plague sous-chondrale est un os cortical dense séparé du cartilage calcifié par la ligne
cémentante (Madry, van Dijk, et Mueller-Gerbl 2010). Cette fine plaque de 0,2 a 0,4 mm est
constituée d’ostéons, également appelé¢ systéeme de Havers, qui constituent une unité
fonctionnelle. Ces ostéons sont cylindriques (200 a 300 pum de diamétre) et se composent de 5
a 20 lamelles de tissu osseux, organisés de maniere concentrique autour d’un canal central
neuro-vasculaire de Havers, plus ou moins ouverts (50 um de diamétre en moyenne). Les
canaux de Havers renferment 1 a 2 petits vaisseaux sanguins avec un endothélium fenestré
(sinusoides) et des fibres nerveuses sans myeline, qui permettent la nutrition et la transmission

de stimuli a la plaque sous-chondrale. L’orientation des ostéons est paralléle a 1’axe longitudinal
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de I’0s et sont reliés entre eux par des canaux transversaux ou obliques de Volkmann. Dans une
lamelle, les fibres de collagéne de type | sont toutes paralleles mais les fibres des deux lamelles
adjacentes sont toujours orientées dans des directions différentes. Cette disposition renforce la
structure de I’ostéon, fournissant ainsi une grande résistance aux forces de torsion que peut

subir 1’0s.

La plaque sous-chondrale fusionne ensuite avec 1’os sous-chondral trabéculaire ou
spongieux, qui est un os plus poreux et actif que 1’os compact. Dépourvu d’ostéons, il est
constitué de travées ou trabecules osseuses qui forment une trame irréguliere. Les travées sont
reliées entre elles et entourées par du tissu adipeux et de la moelle osseuse hématopoiétique.
Les travées forment ainsi un réseau tridimensionnel dont I’orientation dépend des contraintes

mécaniques.
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Figure 16. Structure et organisation d’un os long. L’os long des membres supérieurs et inférieurs
présente a ses extrémites une épiphyse proximale et distale, formée d’os cortical ou trabéculaire et
recouvert de cartilage hyalin articulaire. La partie centrale de I’os est constituée d’os cortical,
organisé sous formes d’ostéons.
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4.2.2. Les cellules de I’os

Le tissu osseux est composé de quatre types de cellules qui produisent, résorbent,
maintiennent et organisent la matrice extracellulaire minéralisée de 1’os : les ostéoblastes, les
ostéocytes, les cellules bordantes et les ostéoclastes (Marks et Popoff 1988). Ces cellules se
regroupent en deux catégories, celles qui produisent la matrice osseuse (les ostéoblastes,
ostéocytes et cellules bordantes) et celles qui la résorbent (les ostéoclastes), assurant ainsi un
processus de remodelage de 1’0s. Elles communiquent de fagon étroite et permanente par la

sécretion de facteurs solubles ou par contact direct entre les cellules.

Les cellules osseuses trouvent leur origine dans la moelle osseuse, qui produit deux
grands groupes de cellules souches : les cellules souches de la lignée hématopoiétique qui vont
donner les cellules sanguines et immunitaires, dont la lignée monocyte-macrophage a 1’origine
des ostéoclastes et les cellules souches mésenchymateuses ou stromales, qui sont a 1’origine des
fibroblastes, adipocytes, cellules endothéliales, chondrocytes et des cellules osseuses

ostéoformatrices.
a. Les cellules d’origine mésenchymateuse

Les cellules ostéoformatrices appartiennent a la lignée ostéoblastique. D’origine
mésodermique, les progéniteurs ostéoblastiques sont les cellules souches mésenchymateuses,
présentes dans le périoste et le stroma de la moelle osseuse. Le facteur clé de la différenciation
ostéoblastique est le facteur Runx2 (Ducy et al. 1997). Ce facteur essentiel permet 1’activation
de nombreux génes exprimés par les ostéoblastes matures, comme le collagene de type I, la

sialoprotéine osseuse (BSP), I’ostéocalcine et I’ostéopontine.

La lignée ostéoblastique est composée de plusieurs types cellulaires correspondant a

différents niveaux de maturation (Figure 17).

Les pré-ostéoblastes sont les précurseurs des ostéoblastes matures. Ces cellules allongées
sont capables de se diviser mais ne synthétisent pas de matrice (Blair, Sun, et Kohanski 2007).
Elles sont généralement présentes a proximité des surfaces de formation osseuse, ou les
ostéoblastes synthétisent de 1’os (Franz-Odendaal, Hall, et Witten 2006). L’acquisition de ce
phénotype transitoire entre 1’ostéoprogéniteur et 1’ostéoblaste mature débute par la
condensation de cellules souches mésenchymateuses, grace au facteur de transcription Sox-9.
Ce facteur clé dans I’engagement vers la lignée ostéoblastique laisse ensuite place au facteur

Runx2 qui assure exclusivement la différenciation ostéoblastique. Une fois Runx2 active, les
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cellules sont définies comme des pré-ostéoblastes et vont subir une succession de
transformations avant d’acquérir un phénotype d’ostéoblastes matures, notamment grace au
facteur de transcription Osteérix. Ces transformations commencent par la prolifération des pré-
ostéoblastes qui vont exprimer la fibronectine, le collagéne de type I, les récepteurs au TGF-p
et ’ostéopontine. Ils vont ensuite quitter le cycle cellulaire pour débuter leur différenciation et
établir leur matrice extracellulaire par la production de phosphatases alcalines et de collagéne
de type 1. Enfin, les cellules produisent de 1’ostéocalcine, qui va favoriser la minéralisation de
la matrice extracellulaire. A ce stade, I’ostéoblaste prend sa forme cuboidale qui le caractérise

(Long 2011; Rutkovskiy, Stenslgkken, et Vaage 2016).

Les ostéoblastes matures sont des cellules cuboidales de 20 um de diametre, formant une
monocouche de cellules jointives le long de la matrice osseuse. Ces cellules n’ont plus la
capacité de se diviser mais présentent un cytoplasme riche en réticulum endoplasmique, en
mitochondries et un appareil de Golgi tres développé, démontrant une activité de synthese tres
importante. Leur membrane plasmique est trés riche en phosphatase alcaline, contribuant ainsi
au processus de minéralisation de la matrice osseuse. Les ostéoblastes expriment et synthétisent
de nombreuses protéines matricielles telles que le collagene de type I, la fibronectine, la
sialoprotéine osseuse, 1’ostéopontine, 1’ostéocalcine, des protéoglycanes et des facteurs de
croissance qui participent a la formation de la matrice osseuse également appelée matrice
ostéoide. Suite au dépbt de la matrice ostéoide, les ostéoblastes minéralisent cette matrice par
précipitation du calcium et d’hydroxydes de phosphate pour former des cristaux
d’hydroxyapatite. Les ostéoblastes sécreétent également un certain nombre de facteurs de
croissance et de cytokines, qui jouent un réle important dans le remodelage osseux, notamment
en régulant la différenciation et la prolifération des ostéoclastes. Les ostéoblastes peuvent
activer la résorption osseuse en sécrétant du Macrophage Colony Stimulating Factor (M-CSF)
qui stimule la différenciation des monocytes et macrophages en ostéoclastes ; mais également
du Receptor Activator of Nuclear factor k B Ligand (RANKL) qui va se fixer sur son récepteur
RANK présent a la surface des pré-ostéoclastes et favoriser leur prolifération, fusion et
activation. Au contraire, les ostéoblastes peuvent inhiber la résorption osseuse par la sécrétion
d’ostéoprotégérine, qui est un récepteur soluble de RANKL et qui va limiter sa fixation avec
son récepteur membranaire RANK et donc empécher ’activation des ostéoclastes. Ainsi, les
ostéoblastes régulent le remodelage osseux en fonction de la balance RANKL/OPG
(ostéoprotégérine) qu’ils produisent (Boyce et Xing 2008). D’autres molécules permettent

également de moduler la résorption osseuse comme le TNF-a, I’IL-1p, I’IL-6 (activation) ou
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I’IL-11 (inhibition) (Suda et al. 1999). Les ostéoblastes expriment également le récepteur a la
parathormone (PTH), qui une fois activé par son ligand entraine 1’expression de RANKL et
I’activation des ostéoclastes (Blair, Sun, et Kohanski 2007). A I’issue de la période de formation
de la matrice ostéoide, la majorité des ostéoblastes entrent en apoptose. Les ostéoblastes restants

se transforment soit en ostéocytes soit en cellules bordantes (Manolagas 2000).

Les ostéocytes sont des ostéoblastes enfouis dans la matrice osseuse minéralisée, au sein
de petites loges appelées ostéoplastes. Ce sont les cellules les plus abondantes de 1’os mature.
L’ostéoblaste va subir de nombreuses transformations avant d’acquérir un phénotype plus
quiescent. Le cytoplasme se réduit considérablement (Palumbo 1986) et forme de nombreux
prolongements cytoplasmiques, donnant une forme étoilée aux ostéocytes. Ces cellules
contiennent peu d’organites, traduisant une faible activité de synthése protéique (Knothe Tate
et al. 2004) mais renferment un cytosquelette trés développé. Les ostéocytes communiquent
entre eux, ainsi qu’avec les ostéoblastes et cellules bordantes par des jonctions communicantes
présentes sur leurs prolongements cytoplasmiques. Les marqueurs ostéoblastiques disparaissent
progressivement pour des marqueurs ostéocytaires, comme la sclérostine, qui inhibe la
prolifération et la différenciation des ostéoblastes (van Bezooijen et al. 2004); la Dental Matrix
Protein 1 (DMP-1), phosphoprotéine exprimée par les pré-ostéocytes et les ostéocytes
(Toyosawa et al. 2001) ; le CD44, glycoprotéine transmembranaire impliquée dans I’adhérence
cellules-matrice  (Hughes, Salter, et Simpson 1994) et la Matrix Extracellular
Phosphoglycoprotein (MEPE) impliquée dans la minéralisation osseuse (Nampei et al. 2004).
Les ostéocytes forment un vaste réseau et interviennent dans la transmission de signaux
mécanosensoriels, jouant ainsi un réle essentiel dans le remodelage osseux en adaptant la
formation ou la résorption de la matrice en réponse a un stress mécanique (Heino et al. 2009).
De plus, les ostéocytes sécrétent des facteurs solubles comme le RANKL, qui agiront de

maniere paracrine sur les autres cellules du tissu osseux.

Les cellules bordantes sont des cellules aplaties qui recouvrent les surfaces osseuses
inactives, non soumises aux processus de formation et de résorption. Ces cellules ont un
métabolisme quiescent mais peuvent étre réactivées sous 1’action de la PTH et redevenir des
ostéoblastes matures, constituant ainsi une source d’ostéoblastes chez 1’adulte (Dobnig et
Turner 1995; Matic et al. 2016). Les cellules bordantes joueraient un réle important dans le
remodelage osseux, en digérant le collagene non minéralisé avant la résorption de la matrice
minéralisée par les ostéoclastes et en « nettoyant » les lacunes de résorption engendrées par les

ostéoclastes (Everts et al. 2002).
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Figure 17. Différents types cellulaires de la lignée ostéoblastique. Les cellules ostéoformatrices
comprennent des pré-ostéoblastes, issus de la différenciation de cellules souches

mésenchymateuses, d’es ostéoblastes, des ostéocytes et des cellules bordantes. D’apres Servier
Medical Art.

b. Les cellules d’origine hématopoiétique

Les ostéoclastes représentent les seules cellules ostéorésorbantes. Ce sont des cellules trés
volumineuses, de 100 pm de diamétre en moyenne, pouvant contenir jusqu’a 30 noyaux. Les
ostéoclastes sont des cellules mobiles, capables de se déplacer a la surface des travées osseuses
d’un site de résorption a un autre. Ces cellules multinucléées dérivent de précurseurs circulants
appartenant a la lignée hématopoiétique monocytaire, qui colonisent la moelle osseuse. Lors de
I’initiation du remodelage osseux, les précurseurs mononucléés de la moelle osseuse sont
recrutés au niveau de la surface osseuse a resorber ou ils vont adhérer et fusionner par un
processus appelé « multinucléation », entrainant la formation d’une cellules multinucléée,
I’ostéoclaste mature (N. Takahashi et al. 2014). La différenciation des précurseurs en
ostéoclastes est donc controlée par les facteurs solubles M-CSF et RANKL secrétés par les
osteoblastes, ainsi que par le récepteur OPG qui inhibe I’interaction entre RANKL et son
récepteur RANK présent a la surface des ostéoclastes. Les ostéoclastes présentent de

nombreuses mitochondries, vacuoles et lysosomes (Figure 18).

Lorsqu’ils résorbent activement 1’0s, les ostéoclastes se caractérisent par une polarité
morphologique et fonctionnelle. On distingue alors trois domaines membranaires : la bordure
en brosse, le domaine basolatéral et la zone d’attachement. Au pole apical de la cellule se trouve

la bordure en brosse en regard de la matrice osseuse. Le pole opposé, en rapport avec le
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microenvironnement, contient de nombreux récepteurs, transporteurs et canaux ioniques
nécessaires a la fonction des ostéoclastes. La bordure en brosse est separée du pdle basolatéral
par une zone d’attachement ou « Sealing zone » contenant des intégrines de type ovfs,
impliquées dans 1’adhérence de 1’ostéoclaste a la matrice (Nakamura et al. 2007). L’ostéoclaste
délimite ainsi une zone de résorption hermétique, entre la membrane plissée et I’os, dans
laquelle sont déversés des protons (H+) grace a des pompes a protons. Cette acidité accrue
permet la dissolution de la phase minérale osseuse et s’ensuit une phase de digestion de la
matrice collagénique sous 1’effet d’enzymes protéolytiques lysosomales comme la Tartrate-
Resistant Acid Phosphatase (TRAP), diverses cathépsines dont la cathépsine K et des
métalloprotéases (MMP-9), libérées par exocytose. Au cours de la résorption osseuse,
I’ostéoclaste se déplace le long de la surface osseuse, créant une succession de lacunes de
résorption appelée lacunes de Howship, son activité alternant des phases de résorption et de
migration. Les produits de dégradation sont endocytés par la partie centrale de la bordure en
brosse des ostéoclastes et transportés gréace au trafic vésiculaire (transcytose) a travers la cellule
et sont ensuite excrétés dans le milieu extracellulaire au niveau du pdle sécrétoire basolatéral.
Les ostéoclastes se détachent ensuite de la surface résorbée suite a une augmentation du calcium
dans les lacunes de résorption. Aprés un nombre déterminé de cycle de résorption, les
ostéoclastes entrent en apoptose. Ainsi 1’apoptose des ostéoclastes serait également un

mécanisme de régulation de la résorption osseuse (Baron 2001).
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Figure 18. Différents types cellulaires de la lignée ostéoclastique. (A) Régulation de la
différenciation ostéoclastogénique par M-CSF/RANKL, jusqu’a la formation d’un ostéoclaste
mature. (B) Les cellules ostéorésorbantes sont issus de précurseurs monocytaires circulants de la
lignée hématopoiétique. (C) Création d’une lacune de Howship assurant la résorption osseuse.

4.2.3. La matrice extracellulaire de I’os

Le tissu osseux est un tissu conjonctif hautement spécialisé caractérisé par une matrice
extracellulaire minéralisée. Cette matrice est composée d’une fraction organique et d’une
fraction minérale, qui lui conferent ses propriétés de rigidité et de résistance. Les ostéoblastes

synthétisent la matrice osseuse et régulent sa minéralisation.
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a. La phase organique

La phase organique représente 30% de la matrice extracellulaire osseuse. Le collagéne de
type | est le constituant majeur de la matrice organique (90%). Cette glycoprotéine fibreuse et
rigide s’associe a des protéines non collagéniques sécrétées par les ostéoblastes, ainsi qu’a des

protéines plasmatiques et des facteurs de croissance.

Les protéines non collagéniques ne constituent que 10% du tissu organique de 1’os et 2%

du poids total de 1’os. Elles peuvent se classer en trois groupes :

Les protéines non collagéniques osseuses proprement dites, quantitativement les plus
importantes, qui font partie intégrante de la matrice osseuse, comme les protéoglycanes, les
GAG, la fibronectine, 1I’ostéonectine, les thrombospondines ou les Small Integrin-Binding
Ligand, N-linked Glycoproteins (SIBLING), qui comprennent 1’ostéopontine, les BSP, la
MEPE, la DMP-1 et la dentin sialophosphoprotein.

Les protéines plasmatiques, synthétisées dans d’autres organes et qui s’accumulent dans
I’0s a partir du plasma et des liquides interstitiels ; 1’a2-HS glycoprotéine et I’albumine sont les

plus abondantes de ces protéines adsorbées par 1’0s.

Les facteurs de croissance, dont certains ont pu étre isolés dans la matrice osseuse, comme

le TGF-p ou certains membres de la famille des IGF.

Les protéines non collagéniques participent non seulement a |’organisation
macromoléculaire du tissu osseux mais elles interviennent également dans les mécanismes de
la minéralisation — I’ostéopontine relie I’hydroxyapatite aux cellules osseuses, 1’ostéonectine a
une forte affinité pour le collagéne de type | et le calcium —; le chimiotactisme cellulaire —
I’ostéocalcine attire les monocytes, précurseurs des ostéoclastes — ou le remodelage osseux

(Thomas, Martin, et Lafage-Proust 2008).
b. La phase minérale

Cette phase représente 70% de la matrice extracellulaire osseuse. Elle est constituee
majoritairement de cristaux d’hydroxyapatite [Cas(PO4)3(OH)] (phosphate de calcium
cristallisé) et de carbonate de calcium. La minéralisation de la matrice nécessite des
concentrations adéquates en minéraux et 1’existence de sites de nucléation localisés dans des
zones particulieres des fibres de collagéne de type I, permettant la formation des cristaux

d’hydroxyapatite. Ces cristaux sont formés de petites plaques hexagonales organisées en
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lamelles sur lesquelles se répartissent les ions OH", Ca?* et PO4>. La phosphatase alcaline,
enzyme localisée dans la membrane plasmique des ostéoblastes, est responsable du clivage des
liaisons organophosphates qui libére le phosphate inorganique dans le milieu, participant ainsi

au processus de minéralisation.

L’os est le principal réservoir de minéraux de I’organisme et contient 99% du calcium,

85% du phosphate, et entre 40 et 60% du sodium et magnésium disponible.
4.2.4. Cycle de remodelage osseux

Le remodelage osseux permet le renouvellement de la matrice osseuse. Ce remodelage
est le résultat de 1’activité de multiples unités cellulaires appelées « basal multicellular unit »
(BMU), au sein desquelles agissent de maniere séquentielle et couplée dans le temps et 1’espace,
les ostéoclastes et les ostéoblastes. Un cycle de remodelage dure en moyenne 4 a 6 mois chez
I’adulte et présente différentes phases : 1’activation, la résorption, I’inversion et la formation

(Figure 19) (P. A. Hill 1998).

A D’état quiescent, la surface de la matrice osseuse est recouverte par les cellules
bordantes, qui empéchent 1’accés de la matrice aux ostéoclastes. Sous 1’action de différents
facteurs ostéorésorbants comme la PTH, la vitamine D3 et la PGE>, ces cellules se rétractent,
c’est la phase d’activation. Les précurseurs mononucléés des ostéoclastes adherent alors a la
matrice osseuse. Les ostéoblastes environnants favorisent la différenciation de ces précurseurs
en ostéoclastes matures, via la secrétion de M-CSF et de RANKL. Les ostéoclastes différenciés
vont alors résorber 1’0s ancien, lors de la phase de résorption. Cette phase se déroule en deux
étapes successives : la dissolution de la phase minérale par acidification puis la dégradation de
la matrice organique sous l’action d’enzymes, creusant une lacune de Howship. Apres
résorption du minéral osseux et de la matrice organique, les ostéoclastes se détachent, meurent
par apoptose et sont remplacés par des cellules mononucléées de type macrophagique qui vont
éliminer les résidus de matrice présents au fond de la lacune : c’est la phase d’inversion. La
derniére phase du cycle de remodelage est la phase de formation du tissu osseux, qui a lieu en
deux temps: la production d’une nouvelle matrice osseuse puis sa minéralisation. Les
précurseurs des ostéoblastes présents a proximité des sites de résorption se différencient en
osteoblastes et forment la ligne cémentante au fond de la lacune de Howship. Ils vont ensuite
apposer une nouvelle matrice osseuse, le tissu ostéoide, comblant ainsi la lacune, qui pourra
ensuite se minéraliser. Une fois la phase de formation terminée, les ostéoblastes entrent en

apoptose ou sont emmurés dans la matrice osseuse et deviennent des ostéocytes, d’autres sont
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convertis en cellules bordantes qui vont recouvrir la surface de la matrice osseuse et rester

quiescentes jusqu’a un prochain cycle de remodelage osseux.

Les vaisseaux sanguins jouent un role primordial dans le processus de remodelage osseux
(Lafage-Proust et al. 2015). Les vaisseaux apportent les précurseurs monocytaires des
ostéoclastes a la surface osseuse ou le remodelage a lieu et permettent ainsi un apport continu
en cellules progenitrices. De plus, les précurseurs ostéoblastiques pourraient également étre
recrutés au niveau des cellules circulantes (Eghbali-Fatourechi et al. 2005), différenciés a partir
de péricytes (Doherty et al. 1998) ou des cellules de la canopée qui isole le site de remodelage
de la moelle osseuse (Kristensen et al. 2014). Ainsi, de nombreux vaisseaux sanguins sont
présents a proximité des zones de remodelage osseux (Figure 19).

Les BMU de I’os trabéculaire et de 1’os cortical différent grandement dans leurs structures
et dans la maniére dont se fait la résorption et la synthése osseuse. Dans 1’0s trabéculaire, la
BMU est située a la surface des travées et est recouverte d’une couche de cellules d’origine
mésenchymateuse, appelée canopée. Des macrophages éliminent les résidus matriciels puis les
précurseurs ostéoblastiques se chargent de la synthése osseuse. Dans 1’os cortical, la BMU
s’organise sous forme de canal qui traverse 1’os, dont le centre est occupé par un vaisseau

sanguin avec des ostéoclastes présents en amont, suivis par des ostéoblastes (Figure 20).

Circulating
Pre-osteoblasts

Lining cells  New /i

BONE MARROW

/ Canopy
Osteoblasts /
/

|/ Circulating
// monocytes

* 4-Quiescence &
secondary mineralisatio
P < ‘ /

* 4-Formation & Osteoclasts

primary mineralisation

Figure 19. lllustration de la relation entre les vaisseaux sanguins et le remodelage osseux.
D’aprés (Lafage-Proust et al. 2015)

59



T Trabecular Bone
Periosteal
surface

Trabecular
surface

Intracortical surface
of Haversian canals

Figure 20. Illustration du remodelage de I’os trabéculaire et de I’os cortical. D’apres (Sims et
Martin 2014)

4.3. La membrane synoviale
4.3.1. Structure et fonction

La membrane synoviale est un tissu conjonctif lache différencié qui tapisse la face interne
de la capsule articulaire et délimite ainsi la cavité articulaire des articulations synoviales. Les
insertions de la membrane synoviale et de la capsule articulaire se rejoignent sur 1’os et se

prolongent vers le périoste (Figure 21).

La membrane synoviale assure plusieurs fonctions au sein de I’articulation, notamment
via la production du liquide synovial qui remplit la cavité articulaire. Le liquide synovial permet
la lubrification des articulations et a également un role trophique vis-a-vis du cartilage ou il
participe grandement a sa nutrition. La membrane synoviale participe également aux propriétés
mécaniques et a la stabilité de 1’articulation. De plus, elle constitue une barri¢re de filtration et
d’échange entre le sang et la cavité articulaire. Enfin elle joue un réle de défense contre les

agressions extérieures (Cantagrel et Constantin 2013).
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4.3.2. Composition de la membrane synoviale

La membrane synoviale s’organise en deux couches : une couche superficielle, 1’intima
qui forme des replis ou franges, en regard de la cavité articulaire et au contact du liquide

synovial et une couche profonde, la subintima, en contact avec la capsule articulaire.

L’intima a une épaisseur qui varie entre 20 et 40 um. Ses cellules, les synoviocytes sont
disposées en une a quatre couches. On distingue deux types de cellules, les synoviocytes de

type A et de type B.

Les synoviocytes de type A ou de type macrophagique sont les plus nombreux. Ils ont
une forme sphérique et disposent de prolongements cytoplasmiques dirigés vers la lumiere
articulaire. La densité de synoviocytes de type A en surface de I’intima varie selon la longueur
des villosités synoviales et se rassemblent préférentiellement dans la région supérieure des
villosités, elles sont moins fréquentes dans la zone moyenne et tres rares dans la région basale
des villosités (Shikichi et al. 1999). Ils ont des caractéristiques communes avec les cellules
macrophagiques : les prolongements cytoplasmiques peuvent étre assimilés a des lamellipodes,
ils contiennent un appareil de Golgi développé, des lysosomes ainsi que de nombreuses
vésicules de pinocytose, suggérant une activité macrophagique. Ces cellules sont renouvelées
constamment et exercent un réle dans I’immunité. Ils expriment les marqueurs CD68 et CD163.
IIs ont pour fonction de nettoyer les débris produits par déchirure ou usure dans 1’articulation

et participent aux réponses immunologiques en condition pathologique.

Les synoviocytes de type B ou de type fibroblastique sont moins nombreux et ont une
forme plus massive avec peu de prolongements cytoplasmiques. lls possédent moins
d’organites que les synoviocytes macrophagiques, leur appareil de Golgi est réduit, les
mitochondries, vacuoles et vésicules sont peu abondantes. Les synoviocytes de type B sont
responsables de la production du liquide synovial et de la matrice extracellulaire de 1’intima,
riche en acide hyaluronique et en collagenes de type IlI, 1V, V et VI (Kitamura et al. 1999;
Schneider et al. 2007).

En condition physiologique, la cavité articulaire contient un volume de liquide synovial
trés faible (environ 2 mL dans le genou). Le liquide synovial est composé principalement
d’acide hyaluronique et d’un dialysat du plasma sanguin, comprenant un nombre faible de

cellules immunitaires.
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La subintima est la couche située plus en profondeur, au contact de la capsule articulaire.
Cette couche contient différents types de cellules, comme des fibroblastes, des cellules
endothéliales, des mastocytes et des histiocytes, répartis dans toute son épaisseur (Dijkgraaf et
al. 1996). La subintima est innervée et trés vascularisée : on retrouve de nombreux capillaires,

a proximité de I’intima, ainsi que des artérioles, veinules et des vaisseaux lymphatiques, plus
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Figure 21. Coupe histologique de membrane synoviale. L’intima est constituée d’une fine couche
cellulaire a la bordure de la membrane synoviale, au contact du liquide articulaire présent dans la
cavité de I’articulation. Elle est composée de synoviocytes. La sous-intima, située plus en
profondeur, contient des fibroblastes et est richement vascularisée.

4.4, Les autres tissus de articulation
44.1. La moelle osseuse

La moelle osseuse est contenue dans la cavité diaphysaire des os longs et dans les travées
osseuses de I’os trabéculaire. La moelle osseuse est principalement composée de tissu
hématopoiétique et de tissu adipeux. Elle est appelée « moelle rouge » ou hématopoiétique
lorsqu’elle est principalement constituée de cellules hématopoiétiques et « moelle jaune »
lorsqu’elle est essentiellement composée de tissu adipeux intra-médullaire (Hardouin, Pansini,
et Cortet 2014).
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La moelle rouge est quasiment omniprésente a la naissance, elle est ensuite
progressivement remplacée dans le squelette appendiculaire par la moelle jaune. A 1’age adulte,
la moelle hématopoiétique se limitera au squelette axial, dans les os iliaques et au niveau des
épiphyses des os longs. Cependant, la moelle jaune peut se convertir en moelle rouge en cas de
besoins importants en cellules sanguines (Kricun 1985). La moelle osseuse rouge est le siege
de I’hématopoiése, processus qui regroupe 1’ensemble des mécanismes impliqués dans la

production des cellules sanguines a partir de progéniteurs hématopoiétiques.

Le tissu adipeux intra-médullaire (BMAT pour Bone Marrow Adipose Tissue) est un tissu
adipeux spécifique, dont 1’étude fait 1’objet d’un intérét croissant. Il présenterait des
caractéristiques communes avec d’autres dépOts de tissus adipeux mais semblerait avoir
également des caractéristiques propres le distinguant des tissus adipeux sous-cutanés et
viscéraux. En effet, ce tissu adipeux se rapproche des tissus adipeux blancs, cependant certains
marqueurs des tissus adipeux bruns, comme la protéine UCP-1, sont retrouves dans certains
tissus adipeux médullaires. Les adipocytes qui le composent sont plus petits que les adipocytes
des tissus adipeux sous-cutanés et viscéraux (Hardouin, Rharass, et Lucas 2016). Le tissu
adipeux intra-médullaire présente également un phénotype métabolique et inflammatoire
specifique. Les adipocytes de ce tissu libéreraient davantage de médiateurs inflammatoires (IL-
6, TNF-0) que le tissu adipeux viscéral dans les premiers temps de vie (Liu et al. 2011) ; et il
présenterait un profil métabolique différents de celui du tissu adipeux sous-cutané (Griffith et
al. 2009).

4.4.2. Les tissus adipeux intra-articulaires

En plus du tissu adipeux intra-médullaire, il existe au sein des articulations plusieurs
dépbts de tissu adipeux, situé en dehors de la cavité articulaire mais au sein de la capsule
articulaire, en regard de la membrane synoviale. Dans I’articulation du genou, on distingue les
tissus adipeux supra-patellaire, infra-patellaire et postérieur. Situé sous la rotule, en arriere du
tendon patellaire et en avant des condyles fémoraux et plateaux tibiaux, le tissu adipeux infra-
patellaire ou tissu adipeux de Hoffa est le plus volumineux. Comme tout tissu adipeux, le tissu
de Hoffa est richement innervé et vascularisé, composé d’adipocytes mais également d’une
fraction stromale contenant des pre-adipocytes, fibroblastes, monocytes, macrophages et
lymphocytes.

Les roles physiologiques du tissu de Hoffa restent encore peu compris mais ce tissu

semble multifonctionnel. En remplissant 1’espace articulaire antérieur lors de la flexion du
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genou, il jouerait un réle d’amortisseur (Maurel et al. 2010). Le tissu de Hoffa possede
également des propriétés endocrines: il est la source de nombreux médiateurs de
I’inflammation (IL-6, TNF-a), de facteurs pro-angiogéniques (bFGF, VEGF) (Ushiyama et al.
2003) et d’adipokines (leptine, adiponectine, visfatine) (Labusca et Zugun-Eloae 2018). Il est

également source de cellules souches mésenchymateuses (Koh et Choi 2012).
4.4.3. Les ménisques

Les ménisques sont des structures fibrocartilagineuses en forme de croissant que 1’on
retrouve exclusivement dans I’articulation du genou, interposées dans la portion périphérique
des espaces fémoro-tibiaux. On compte deux ménisques au sein du genou, qui présentent de
Iégéres différences anatomiques. Le ménisque médial est en forme de « C » et couvre 60% de
la surface articulaire du condyle médial. Le ménisque latéral est de forme plus ronde, en « O »
et couvre 80% du condyle latéral. 1l est également plus petit que le ménisque médial, plus

uniforme et mobile (Evelinger, Dufour, et Cerioli 2018).

Lors des mouvements, les ménisques se déforment et s’adaptent a la surface articulaire
afin de stabiliser I’articulation et de répartir les contraintes mécaniques que subissent le fémur
et le tibia. La répartition des charges sur les ménisques est inéquitable puisque le ménisque

médial supporte pres de 80% du poids contre 20% pour le ménisque latéral.

Les ménisques sont composés a plus de 70% d’eau, de collageéne de type I et II, de
protéoglycanes et de protéines non collagéniques, comme 1’¢élastine. Les cellules qui composent
les ménisques sont des fibrochondroblastes, cellules proches des chondrocytes, a 1’aspect

fusiforme (Makris, Hadidi, et Athanasiou 2011).

Les ménisques sont vascularisés a partir d’un plexus capillaire périméniscal. A la
naissance, ils sont entierement vascularisés puis la vascularisation diminue au cours de la
croissance. Chez I’adulte, la vascularisation résiduelle n’est plus que périphérique et ne s’étend
que sur 10 a 25% de la largeur des ménisques. On distingue alors deux régions : la région
externe, également appelée zone rouge, qui est vascularisée et innervée et la région interne ou
zone blanche qui est dépourvu de vaisseaux sanguins et de nerfs. Les capacités de régenération
des lésions étant directement liées a la vascularisation du tissu, la zone blanche avasculaire est
plus sensible aux traumatismes articulaires (Makris, Hadidi, et Athanasiou 2011; Malghem et
al. 2004).
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4.4.4. Les ligaments et tendons

Les ligaments sont des tissus conjonctifs fibreux qui relient deux structures osseuses entre
elles. lls sont formés de fibres de collagenes regroupés en faisceaux épais qui leur conférent des
propriétés biomécaniques importantes. Ils assurent ainsi la stabilité de I’articulation et empéche
sa luxation, correspondant a une perte totale de contact des surfaces articulaires. Les ligaments
sont constitués de fibroblastes, disposés de maniére longitudinale, synthétisant une matrice
extracellulaire riche en protéoglycanes et éléments fibreux (collagéne de type I, élastine et
réticuline). Au niveau du genou, il existe quatre principaux ligaments : les ligaments latéraux

externe et interne et les ligaments centraux croisés antérieur et postérieur.

Les tendons sont des tissus conjonctifs fibreux dont la fonction est de transmettre
mécaniquement les forces des muscles vers les os. Ses fibres de collageéne s’assemblent en
faisceaux épais et alignés dans I’axe longitudinal, afin d’améliorer la résistance du tendon a la
traction. Le tendon comporte principalement une matrice extracellulaire riche en collagéne de
type | (95%) et 111 (5%), des protéoglycanes et des glycoprotéines, au sein de laquelle se situent
les ténoblastes et les ténocytes. D’autres types cellulaires sont également présents en plus faible
proportion (5-10%), puisque 1’on retrouve des chondrocytes au niveau des zones d’insertion,

des cellules synoviales et endothéliales (Kaux et Crielaard 2014).
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PARTIE Il - L’ARTHROSE

1. Aspects épidémiologiques et cliniques de I’arthrose
1.1. Epidémiologie et définition

L’arthrose est la pathologie musculosquelettique la plus répandue puisqu’elle touche plus
de 300 millions de personnes dans le monde (GBD 2017 Disease and Injury Incidence and
Prevalence Collaborators 2018) et serait actuellement la quatriéme cause d’invalidité. En
France, 10 millions de personnes sont concernées par ce type de rhumatisme, soit prés de 17%
de la population, dont la moiti¢ serait symptomatique. Selon 1’Inserm, 1’arthrose concerne 65%
des personnes agées de plus de 65 ans et 80% des plus de 80 ans. D’apreés 1’Organisation
Mondiale de la Santé (OMS), entre 10 et 15% des personnes de plus de 60 ans dans le monde
aurait une arthrose, avec une prevalence 2 fois plus importante pour les femmes que pour les
hommes. En effet, 9,6% des hommes et 18% des femmes agés de plus de 60 ans souffrent

d’arthrose symptomatique (OMS).

En 1994, ’OMS et I’American Academy of Orthopaedic Surgeons ont proposé¢ une
définition officielle de cette pathologie, mettant en avant toute la complexité de 1’arthrose :
« L’arthrose est la résultante de phénomeénes mécaniques et biologiques qui déstabilisent
[’équilibre entre la synthése et la dégradation du cartilage et de ['os sous-chondral. Ce
déséquilibre peut étre provoqué par de multiples facteurs : génétiques, congeénitaux,
métaboliques ou traumatiques. L arthrose touche tous les tissus de [’articulation diarthrodiale
et se manifeste par des modifications morphologiques, biochimiques, moléculaires et
biomécaniques de la matrice cartilagineuse conduisant a un ramollissement, une fissuration,
une ulcération et une perte du cartilage articulaire, une sclérose de [’os sous-chondral associée
a la formation d’ostéophytes et de kystes sous-chondraux. Quand elle devient symptomatique,
["arthrose entraine douleur et raideur articulaire, un éventuel épanchement articulaire avec

des degrés variables d’inflammation locale. »

Ainsi, longtemps pergue comme étant uniquement la conséquence d’une usure du
cartilage due au vieillissement, 1’arthrose est maintenant considérée comme une pathologie
multi-tissulaire complexe, affectant tous les tissus de 1’articulation : le cartilage, 1’0s sous-
chondral et la membrane synoviale, mais également les ligaments, tendons et muscles (Rannou,
Sellam, et Berenbaum 2010).
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Les altérations pathologiques se développent sous 1’action de facteurs biochimiques,

métaboliques et/ou mécaniques qui engendrent la dégradation de 1’articulation.
1.2. Prévalence

L’arthrose peut affecter toutes les articulations, aussi bien portantes comme le genou
(gonarthrose), la hanche (coxarthrose), le rachis cervical et lombaire (arthrose vertébrale) que
non portantes comme les articulations interphalangiennes (arthrose digitale). Certaines
articulations comme 1’épaule, la cheville, le coude ou le poignet sont néanmoins plus rarement

atteintes.

La prévalence de la maladie varie en fonction de sa localisation. L’arthrose vertébrale est
la plus fréquente, 75% des personnes agées entre 65 et 75 ans ont une atteinte cervicale et 70%
une atteinte lombaire, mais elle reste le plus souvent silencieuse. L’arthrose digitale est la
deuxiéme localisation la plus fréquente (60%) et se traduit par des déformations irréversibles
douloureuses, notamment lors de poussées arthrosiques. Elle touche préférentiellement les
femmes puisque 70% des femmes agées de 70 ans souffrent de cette atteinte, contre 50% des
hommes du méme age (N. Arden et Nevitt 2006). La gonarthrose et la coxarthrose concernent
respectivement 30% et 10% des personnes agées entre 65 et 75 ans, mais représentent les formes

les plus invalidantes (Figure 22).
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Figure 22. Radiographie d’une articulation du genou arthrosique. (A) Articulation saine. (B)
Arthrose avancée, présentant une réduction de I’interligne, une sclérose de 1’os sous-chondral et la
formation d’ostéophytes. (C) Arthrose sévére avec un glissement des surfaces articulaires
aboutissant a un mauvais alignement des membres.
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1.3. Diagnostic

Le diagnostic de I’arthrose se fait par des examens clinique et radiologique de
I’articulation. La douleur est I’'un des symptomes les plus importants chez les sujets atteints
d’arthrose. Elle se manifeste principalement lors de la mise en mouvement de I’articulation
touchée et s’atténue ou disparait lors de sa mise en repos. L’arthrose peut également engendrer

des raideurs, notamment matinales, qui s’estompent rapidement.

La classification de Kellgren-Lawrence permet d’évaluer I’arthrose radiologique (Figure
23). Cette échelle, comprise entre 0 et 4, détermine la sévérité de ’atteinte, en prenant en
compte des paramétres radiologiques tels que 1’apparition d’un pincement de I’interligne
articulaire, reflétant I’amincissement du cartilage et augmentant ainsi la proximité entre les
extrémités osseuses ; la présence d’ostéophytes, excroissances 0SSeuses qui peuvent apparaitre
en marge de I’articulation et la condensation de 1’0s sous-chondral avec apparition de kystes,

témoins d’un remodelage osseux pathologique.

Kellgres:-oL:Nrence Stades radiologiques de la gonarthrose
Stade 0 Radiographie normale
Stade 1 Ostéophyte de signification douteuse
Stade 2 Ostéophyte net sans modification de l'interligne articulaire
Stade 3 Ostéophyte net et diminution de l'interligne articulaire
Stade 4 Pincement séveére de l'interligne articulaire et sclérose de l'os sous-chondral

Figure 23. Classification de Kellgren-Lawrence. Cette classification permet d’évaluer
radiologiquement le stade de développement de la gonarthrose.

Il existe cependant une discordance entre les atteintes radiologiques et les symptémes
cliniques rendant la prise en charge tardive des patients. En effet, une étude comparant trois
indicateurs d’arthrose du genou (observation radiologique, douleur au genou et diagnostic par
un médecin) a montré que seulement 47% des gonarthroses radiologiques modeérées a séveres
étaient symptomatiques et que 61% avaient fait I’objet un diagnostic par un médecin. De plus,
seulement 15% des personnes ayant des douleurs au genou présentaient une gonarthrose

radiologique (Hannan, Felson, et Pincus 2000).
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1.4. Traitements

La prise en charge de I’arthrose englobe plusieurs mesures pharmacologiques et non
pharmacologiques, qui visent a améliorer la qualité de vie des patients et a diminuer le handicap
physique causé par la douleur et la perte de fonction des articulations. Ces mesures ne
permettent toutefois pas de guérir de cette pathologie, puisqu’il n’existe a ce jour aucun

traitement curatif de 1’arthrose.

Les mesures non pharmacologiques incluent principalement des régles hygiéno-
diététiques qui préviendront ou limiteront certains facteurs de risque liés a I’arthrose. La
pratique d’une activité physique associée a une bonne hygiéne alimentaire préserve la mobilité
des articulations, renforce les structures musculaires et tendineuses qui la maintiennent, régule
I’homéostasie du cartilage et limite la prise de poids. Ces mesures peuvent étre complétées par

des ortheses, dispositifs médicaux visant a soutenir, stabiliser ou immobiliser I’articulation.

Lorsque ces mesures ne sont pas suffisantes, une approche pharmacologique, adaptée a
chaque patient, est proposée. Le paracétamol est largement recommandé comme antalgique de
premiere intention, bien que son efficacité soit discutée (Leopoldino et al. 2019; Miceli-Richard
et al. 2004). Les anti-inflammatoires non stéroidiens (AINS) administrés par voie orale sont
utilisés en cas de poussée inflammatoire, a faible dose et le plus brievement possible pour éviter
les désordres cardiovasculaires, rénaux et digestifs. Les injections intra-articulaires de
corticoides, comme la cortisone, sont utiles pour traiter localement I’inflammation et réduire
les effets systémiques, avec cependant une durée d’action tres variable. Les injections d’acide
hyaluronique lubrifient 1’articulation et restaurent la viscoélasticité du liquide synovial, de

maniere temporaire (Bannuru et al. 2019; Sellam et al. 2020).

Lorsque ces différentes approches ne suffisent plus a soulager le patient et en cas de
handicap sévere, une prise en charge chirurgicale avec la pose d’une prothése est proposée.
L’articulation arthrosique, principalement le genou ou la hanche, est remplacée (de manicre
partielle ou totale) par une articulation artificielle, améliorant nettement la qualité de vie du
patient. Son efficacité est cependant limitée a une quinzaine d’années et parfois relative puisque
20% des patients conservent des douleurs chroniques suite a une pose de prothése totale du
genou (Beswick et al. 2012). Chaque année, 150 000 protheses de hanche et 80 000 prothéses

de genou sont posées en France selon la Haute Autorité de Santé.
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1.5. Facteurs de risque

L’arthrose est une pathologie complexe et hétérogéne qui possede de nombreuses
composantes, déterminées a la fois par les caractéristiques propres de chaque patient et par les
causes des Iésions articulaires. Il n’existe donc pas une arthrose mais différents phénotypes
d’arthrose qui présentent différents mécanismes physiopathologiques. L’ implication de chaque
tissu (cartilage, os sous-chondral, membrane synoviale) est variable en fonction des patients et
entraine des manifestations différentes de la pathologie. La compréhension des mécanismes
physiopathologiques intervenant au cours de ces différents phénotypes d’arthrose est nécessaire

afin de développer des thérapeutiques adaptées a la pathologie.

Les facteurs prédisposant au développement de 1’arthrose sont multiples, certains sont
intrinséques a chaque individu et ne peuvent étre modifiés, d’autres peuvent étre modulés afin

de réduire leur impact.
1.5.1. Les facteurs de risques non modifiables
a. Le vieillissement

Le vieillissement est le principal facteur de risque d’arthrose, toute articulation
confondue. Si seulement 3% des personnes dgées de moins de 45 ans ont des signes d’arthrose,

ce pourcentage atteint 65% pour les plus de 65 ans et 80% pour les plus de 80 ans.

Le vieillissement induit au sein des tissus de I’articulation des modifications cellulaires
et biochimiques contribuant a son remodelage pathologique. Dans le cartilage, celles-ci sont a
I’origine de I’acquisition d’un profil chondrocytaire sénescent ou SASP (Senescence-associated
secretory phenotype), caractérisé par un profil sécrétoire pro-inflammatoire et pro-catabolique
(Jeon et al. 2018). Le cartilage sénescent est caractérisé par une diminution de la réponse des
chondrocytes aux facteurs de croissance comme 1’insulin-like growth factor (IGF-I) ralentissant
la production de composants matriciels (R. F. Loeser et al. 2000), une altération de la qualité
des protéoglycanes de la matrice extracellulaire, une diminution de la teneur en eau du cartilage
et un avancement de la tidemark vers la superficie du cartilage induisant ainsi un amincissement
du cartilage non calcifié (David T. Felson et Zhang 1998). Des plus, 1’élimination des
chondrocytes sénescents issus de tissus de patients arthrosiques diminue 1’expression de
marqueurs inflammatoire et de senescence et previent le développement de la pathologie dans

un modele murin (Jeon et al. 2017).
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La formation et I’accumulation de produits de glycation avancés (Advanced glycation
end products) ou « AGE » fragilisent le cartilage en modifiant ses propriétés biomécaniques,
notamment en activant un phénotype pro-catabolique et pro-inflammatoire des chondrocytes et
en altérant la structure du collagéne de la matrice (Richard F. Loeser et al. 2012b; Verzijl et al.
2002). Les AGE ont également un effet délétere sur la membrane synoviale en induisant un
profil pro-dégradatif des synoviocytes fibroblastiques (Steenvoorden et al. 2006). Le processus
de vieillissement cellulaire affecte également les cellules osseuses comme les ostéocytes
puisqu’il engendre des modifications de la densité, morphologie et structure des lacunes
ostéocytaires, ces changements réduisant la capacité de 1’os a répondre au stress mécanique

(Busse et al. 2010; Richard F. Loeser et al. 2012b).

Le vieillissement induit également des altérations des tissus avoisinants comme une
augmentation de la laxité des ligaments périarticulaires, une faiblesse musculaire ainsi qu’une
diminution de la proprioception, rendant les articulations moins stables et plus sujettes aux
fractures (David T. Felson et Zhang 1998; Litwic et al. 2013).

b. Le genre

Il existe une différence dans la prévalence de I’arthrose entre les hommes et les femmes.
Avant I’age de 50 ans, la prévalence de la maladie semble plus importante chez les hommes
que chez les femmes, puis elle s’inverse pour devenir plus forte chez les femmes ménopausées
et augmente avec 1’age (van Saase et al. 1989). Les femmes sont davantage touchées par
I’arthrose digitale des mains et des pieds, et du genou, avec une sévérité de la gonarthrose
radiographique plus importante que chez les hommes (Srikanth et al. 2005). Les hormones
sexuelles féminines comme 1’cestrogéne joueraient un role protecteur et la carence hormonale
suite a la ménopause serait un facteur prédisposant au développement de I’arthrose. Les
récepteurs aux cestrogénes sont présents dans les différents tissus de I’articulation (cartilage, os
sous-chondral, membrane synoviale, muscles et ligaments) et notamment au niveau des
chondrocytes ou ils engendrent suite a leur activation une augmentation de la production de
protéoglycanes, une diminution intracellulaire de médiateurs inflammatoires comme NF-«B,
INOS, COX-2 et les ROS et ou ils régulent le calcium intracellulaire (Roman-Blas et al. 2009).
Néanmoins, ’efficacité d’un traitement hormonal substitutif reste controversee (Cirillo et al.
2006; Nevitt et al. 2001).

D’autres facteurs pourraient expliquer la prédisposition des femmes a développer de

I’arthrose, comme la différence de structure osseuse, I’alignement des membres, la laxité des
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ligaments ainsi que la diminution du volume de cartilage articulaire par rapport aux hommes
(Johnson et Hunter 2014).

C. Les facteurs génétiques, épigénétiques et ethniques

Des facteurs génétiques sont également impliqués dans 1’apparition et 1’évolution de
I’arthrose. L hérédité serait ainsi impliquée dans 39% des gonarthroses radiologiques (Spector
et al. 1996) et 60% des coxarthroses radiologiques (MacGregor et al. 2000) chez les femmes
(\Valdes et Spector 2009), indépendamment des facteurs environnementaux connus. Ryder et
al. ont ainsi répertorié plus de 80 mutations de genes ayant un role dans la physiopathologie de
I’arthrose (Ryder et al. 2008). La plupart de ces mutations affectent des genes liés au
métabolisme et a I’homéostasie des tissus de ’articulation (Musumeci et al. 2015). Ainsi, des
altérations du géne codant pour la MGP (Matrix Gla Protein) augmentent le risque de
développer une arthrose digitale (den Hollander et al. 2017) et celles sur le gene codant pour la
COMP augmentent le risque de coxarthroses (Styrkarsdottir et al. 2017). D’autres mutations,
sur les genes codant le collagéne de type Il (Col2al), le collagéne de type IX (Col9al, a2 et a3)
et I’ostéoprotégérine (Tnfrsfl1b), semble étre impliquées dans des formes précoces d’arthroses
(Aury-Landas et al. 2016). Des différences épigénétiques ont été observées au niveau des
chondrocytes de personnes saines et arthrosiques. Les genes codant le TNF-a, le connective
tissue growth factor et la chiomiokine CX3CL1, présentent des hypométhylations au niveau des
chondrocytes articulaires de patients arthrosiques (Zhao et al. 2017) et les déméthylations des
génes MMP-13 et IL-1B conduisent a leur surexpression dans le cartilage arthrosique (K.
Hashimoto et al. 2013).

Les ¢études s’intéressant a I’origine ethnique des patients arthrosiques ont montré que la
population afro-américaine développe moins d’arthrose digitale que la population caucasienne,
mais présente un risque deux fois plus grand de développer une gonarthrose (Nelson et al.
2011). Des différences d’alignement des genoux expliqueraient également la forte prévalence
de D’arthrose tibio-fémorale latérale chez la population chinoise, comparée a la population
caucasienne (Harvey et al. 2008). Ainsi, le mauvais alignement des membres inférieurs, comme
lors de la dysplasie des hanches, du varus ou du valgus, peut mener a une arthrose précoce. La
répartition des charges modifiée entraine des forces de compression plus importantes sur
certaines zones de |’articulation, compartiment médial ou latéral, causant pres de 4 fois plus
d’arthrose chez les individus présentant un varus et 5 fois plus chez ceux présentant un valgus
(Sharma et al. 2010).
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1.5.2. Les facteurs de risques modifiables
a. Surpoids, obésité et syndrome métabolique

A D’échelle mondiale, la prévalence de I’obésité a presque triplé depuis 1975, faisant de
I’obésité un probléme de santé publique majeur (OMS). Plusieurs études ont montré le lien
entre la surcharge pondérale et 1’arthrose. L’étude de la cohorte Rotterdam a montré que les
individus ayant un indice de masse corporelle (IMC) > 27 kg/m?, présentaient un risque
multiplié par 3,3 de développer une gonarthrose (Reijman et al. 2007). Ce risque est augmenté
de 15% par point d’IMC supplémentaire (Sellam et Berenbaum 2011). Une autre étude a
effectué un suivi de 1854 personnes entre 1994 et 2004 et a répertorié une augmentation de
I’incidence de la gonarthrose mais pas de la coxarthrose chez les individus ayant un IMC > 30
kg/m? (Grotle et al. 2008). Enfin, une étude de cohorte suédoise ayant inclus 27960 participants,
répartis en 4 groupes selon leur IMC, a montré que les individus présentant I’'IMC le plus ¢élevé
(30,1 kg/m? en moyenne) étaient 8 fois plus susceptibles de développer une gonarthrose sévére,
par rapport au groupe présentant I’IMC le plus faible (Lohmander et al. 2009). Dans le cas de
I’arthrose digitale, le surpoids et I’obésité augmentent le risque d’arthrose radiologique des
mains d’environ 20% (L. Jiang et al. 2016; Yusuf et al. 2010). Les facteurs mécaniques liés a
la charge pondérale n’expliquent pas les atteintes observées au niveau des articulations non
portantes interphalangiennes. Ainsi, 1’association entre obésité et troubles métaboliques
intégrés au syndrome métabolique rend compte d’une étiologie plus complexe de 1’arthrose. Le
profil sécrétoire du tissu adipeux participe a une inflammation de bas grade qui soutient le
développement de I’arthrose. Les acides gras libres comme 1’acide palmitique s’accumulent
dans les tissus articulaires et exercent un effet pro-inflammatoires et pro-cataboliques (S. Kim
et al. 2017). Certaines adipokines, comme la leptine et I’adiponectine sont également produites
par les tissus articulaires et ont démontré des effets pro-inflammatoires et pro-cataboliques sur
les chondrocytes et la membrane synoviale (Gomez et al. 2011). La visfatine a également été
impliquée dans I’inflammation de 1’articulation arthrosique. Cette adipokine est produite par
tous les tissus de I’articulation, notamment par la membrane synoviale (Laiguillon et al. 2014).
L’hyperglycémie et I’insulino-résistance liés au diabete de type Il sont associés a la prévalence
de I’arthrose. L’accumulation excessive d’ AGE et I’augmentation du stress oxydant participent
a la dégradation des tissus articulaires (Oren et al. 2011; Vaamonde-Garcia et al. 2017). La
dysbiose du microbiote intestinal observée dans I’obésité et le syndrome métabolique
pourraient également jouer un rdle dans I’arthrose, en modifiant les taux d’endotoxines et de
cytokines dans le sang, accélérant la dégradation du cartilage, I’hypertrophie des chondrocytes
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et la formation d’ostéophytes (Schott et al. 2018). L hypertension artérielle, une comorbidité
fréquente chez les patients présentant une gonarthrose, constitue également un facteur de risque

important dans la progression de I’arthrose (Ching et al. 2021).
b. Les traumatismes articulaires

Les antécédents traumatiques au niveau des articulations augmentent le risque
d’apparition de D’arthrose. La pratique d’activités sportives intenses ou répétitives a été
identifiée comme potentiel facteur prédisposant a la survenue d’une arthrose post-traumatique
(G. Jones et al. 2003; Showery et al. 2016). Ainsi, les traumatismes articulaires multiplient par
5 le risque de développer une coxarthrose et par 4 celui d’une gonarthrose (Richmond et al.
2013). Les blessures articulaires, comme la rupture des ligaments croisés antérieurs qui
s’accompagne souvent de 1ésions du cartilage, de 1’os sous-chondral, des ligaments collatéraux
et du ménisque, conduisent a une arthrose précoce dans les 10 ans suivant la lésion (Slauterbeck
et al. 2009).

2. Physiopathologie de I’arthrose

L’arthrose est une pathologie complexe, qui affecte tous les tissus de I’articulation. Elle
se caractérise principalement par une dégradation du cartilage, un remodelage de I’os sous-
chondral et une inflammation de la membrane synoviale (Figure 24). Les interactions
fonctionnelles entre les différents tissus de I’articulation sont trés développées ce qui résulte en

une déstructuration de toute 1’articulation si un des tissus est 1ésé.
2.1. Modifications du cartilage articulaire
2.1.1. Modifications histologiques

Un stress excessif sur le cartilage, qu’il soit d’origine mécanique ou biochimique, altere
les fonctions des chondrocytes articulaires et les active de fagon anormale. Ainsi cette activation
chondrocytaire entraine la perte de I’homéostasie du cartilage, soit un déséquilibre de la balance
anabolisme/catabolisme en faveur a une dégradation de la matrice extracellulaire, sous I’effet

de protéases (MMP et ADAMTS).
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Le cartilage arthrosique perd son aspect blanc, lisse et translucide. Aux stades précoces
de la maladie, il devient rugueux et des microfissures apparaissent au niveau de sa couche
superficielle. Progressivement, les lésions s’agrandissent et le cartilage s’érode, laissant
apparaitre 1’os sous-chondral a des stades tardifs de la maladie (Aigner et al. 2006; Chevalier
1998). Ainsi, le cartilage arthrosique perd de son épaisseur, due a une érosion du cartilage a sa
surface et d’un avancement du front de minéralisation en profondeur, conduisant a
I’amincissement du cartilage jusqu’a sa disparition (Figure 24).

A

Articulation saine Articulation arthrosique

Cartilage articulaire _ Néoangiogenése et neurogenése

Ligament __ _— Dégradation du cartilage

Membrane synoviale
Inflammation de la membrane synoviale

Formation d’ostéophytes

Os sous-chondral

| Remodelage pathologique de I’os sous-chondral
Moelle osseuse —

Figure 24. Atteintes des différents tissus de Darticulation arthrosique. (A) Aspect
macroscopique du cartilage articulaire des condyles fémoraux du genou a un stade précoce (gauche)
et tres avancé (droite). D’apres (Aigner et al. 2006) (B) Illustration des modifications tissulaires
liées a I’arthrose. L’arthrose caractérise principalement par une dégradation du cartilage articulaire,
une inflammation de la membrane synoviale et un remodelage pathologique de la jonction
ostéochondrale. D’aprés (X. L. Yuan et al. 2014)

En condition physiologique, les chondrocytes sont des cellules quiescentes qui se divisent
peu. Suite a leur activation, ils vont initier un changement phénotype pro-catabolique. Ils vont
alors proliférer, ce qui donne lieu a D’apparition de plusieurs amas cellulaires appelés
« clusters » (Chevalier 1998). Ces chondrocytes entreront ensuite en apoptose, laissant des
espaces vides au sein de la couche moyenne du cartilage. En profondeur, on observe un
avancement du cartilage calcifié, visible par la duplication de la tidemark, vers la surface
articulaire. Parallélement, des structures vasculaires et nerveuses apparaissent a la jonction
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ostéochondrale, en provenance de 1’os sous-chondral. Des fissures sont également visibles entre
le cartilage calcifié et I’os sous-chondral. Ces différentes modifications macroscopiques sont
visibles en histologie et peuvent étre évaluées grace a un score semi-quantitatif établi par
Mankin et al. qui permet d’établir une échelle de sévérité des atteintes du cartilage humain

(Figure 25) (Mankin et al. 1971).

Clusters de
chondrocytes
hypertrophiques

Chondrocytes pré-hypertrophiques

— Tidemark

gndrocyt hypertrophlques
Chenal
vasculaire

Figure 25. Coupes histologiques d’un cartilage sain et arthrosique aprés coloration a la
Safranine-O. Le cartilage sain (droite) est organisé en différentes couches successives caractérisées
par un phénotype de chondrocytes (chondrocytes articulaires, pré-hypertrophiques et
hypertrophiques). L’organisation stratifiée du cartilage est totalement perturbée au cours de
I’arthrose. Les chondrocytes proliférent, se regroupent en clusters de chondrocytes hypertrophiques.
Des fissures et une érosion de la surface articulaire sont présentes ainsi qu’un avancement de la
tidemark, preuve de la minéralisation du cartilage. Une vascularisation du cartilage, normalement
avasculaire est également observée. D’apres (Richard F. Loeser et al. 2012b)

2.1.2. Modifications cellulaires et matricielles

Lors de I’initiation des processus arthrosiques, un stress mécanique ou biochimique sera
responsable de la dégradation de la matrice extracellulaire. En réponse aux facteurs
inflammatoires, les chondrocytes proliférent et forment des clusters. Les chondrocytes des
clusters du cartilage arthrosique expriment des marqueurs de 1’hypertrophie, comme le
collagéne de type X (von der Mark et al. 1992), la phosphatase alcaline (Kirsch, Swoboda, et
Nah 2000), I’ostéocalcine (Pullig, Weseloh, Ronneberger, et al. 2000), la MMP-13 (Billinghurst
et al. 1997) et Runx2 (Orfanidou et al. 2009), ainsi que des marqueurs de la sénescence comme
pl6, p53 et p21 (R. F. Loeser 2009). lls acquierent un phénotype pro-catabolique et produisent
des protéases de la famille des MMP et des ADAMTS. Les chondrocytes expriment les MMP-
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1, 3, 8,9 et 13. La MMP-13 est une protéase de type collagénase qui joue un réle majeur dans
la dégradation des fibres de collagéne de type Il (M. Wang et al. 2013). Son expression est
activée notamment par 1I’IL-1f et le TNF-a, dont les concentrations augmentent au cours de
I’arthrose (Vincenti et Brinckerhoff 2002). La MMP-3 est la protéase la plus exprimée par le
cartilage aux stades précoces d’arthrose et clive les protéoglycanes de type agrécanes (Bau et
al. 2002). Les ADAMTS-4 et 5 sont également fortement exprimées et dégradent 1’agrécane
(Little et al. 2007; Sandy et Verscharen 2001). De plus, les concentrations d’inhibiteurs de
protéases matricielles, les TIMP, et plus particulierement TIMP-3, diminuent dans le cartilage

arthrosique ce qui contribue a la dégradation du cartilage (Morris, Cs-Szabo, et Cole 2010).

Afin de compenser ce désequilibre de la balance homéostasique, des processus
d’anabolisme vont se mettre en place pour réparer le tissu. Cependant, la tentative de réparation
du cartilage endommagé conduit a la formation d’une matrice de moins bonne qualité,
composée de protéines matricielles différentes de celles produites par les chondrocytes d’un
cartilage sain. Certains chondrocytes arthrosiques peuvent subir une dédifférenciation et
retrouver certaines caractéristiques des stades précoces du développement. Ils expriment ainsi
la forme feetale du collagene de type 11, le collageéne de type IIA, le collagene de type I et 111
(Sandell et Aigner 2001).

Ainsi, cette tentative de réparation ne sera pas suffisante pour restaurer la matrice initiale
du cartilage et les processus inflammatoires et pro-cataboliques vont progressivement dépasser
les processus anaboliques. Parallelement, les modifications de la matrice diminuent les
capacités de résistance du cartilage aux contraintes mécaniques, pouvant conduire a la nécrose

des chondrocytes restants (Aigner et Kim 2002).

Les débris cartilagineux issus de la protéolyse de la matrice du cartilage alors présents
dans la cavité articulaire peuvent activer les autres types cellulaires de 1’articulation, notamment
les synoviocytes et macrophages de la membrane synoviale et jouer le role de signaux d’alarmes
en se fixant sur les Toll-like Récepteur (TLR) (Marion Millerand, Berenbaum, et Jacques 2019;
Sellam et Berenbaum 2010). Ainsi, I’activation des cellules de la membrane synoviale engendre
une réponse a 1’origine des modifications de la membrane synoviale. Les synoviocytes et
macrophages de la membrane synoviale participent également a la dégradation du cartilage
articulaire. lls synthétisent des facteurs pro-inflammatoires, comme du PGE>, des cytokines
pro-inflammatoires (IL-1p, IL-6, IL-8, TNF-a) et des radicaux libres (NO, dérivés de I’oxygéne
ROS), ainsi que des facteurs pro-cataboliques, comme les MMP-2, 9 et 13 et des ADAMTS,
responsables de la protéolyse de la matrice, aggravant le phénotype catabolique des
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chondrocytes et participent ainsi a un cercle vicieux d’amplification du processus dégradatif
(Gosset et al. 2008).

Au niveau de la couche profonde du cartilage articulaire, les chondrocytes pré-
hypertrophiques se différencient vers un phénotype hypertrophique, responsable de la synthése

d’une matrice extracellulaire calcifiée.

2.1.3. Mise en évidence de la différenciation hypertrophique des

chondrocytes dans le cartilage arthrosique

A T’instar des mécanismes de réparation tissulaire, comme ceux observés suite aux
fractures osseuses, faisant intervenir des processus de chondrogenése et d’ossification, le
cartilage arthrosique est également le si¢ge d’une réactivation de 1’ossification endochondrale
(Zuscik et al. 2008). Cette réactivation se caractérise par une récapitulation des différents
éveénements ayant lieu au cours de 1’ossification endochondrale, soit le remodelage de la matrice
extracellulaire du cartilage par des protéases, la différenciation hypertrophique des
chondrocytes, 1’invasion vasculaire a la jonction ostéochondrale, la minéralisation du cartilage

avec un avancement et la duplication de la tidemark et la formation de tissu osseux.

Les mécanismes précis de la physiopathologie de I’arthrose ne sont pas encore élucidés.
L’étiologie treés diverse de I’arthrose suggere qu’il existerait plusieurs mécanismes menant a la
destruction du cartilage et a sa perte de fonction. La différenciation hypertrophique des
chondrocytes constituerait un de ces mécanismes en jouant un role dans I’initiation et la
progression de la dégradation du cartilage, comme c’est le cas dans la plaque de croissance au
cours de 1’ossification endochondrale (Dreier 2010a; P. M. van der Kraan et van den Berg
2012).

a. Calcification du cartilage articulaire

La calcification du cartilage articulaire puis son ossification est la résultante de la
différenciation hypertrophique des chondrocytes. Passé 1’dge de 60 ans, le nombre de tidemark
augmente dans le cartilage humain, indiquant une calcification du cartilage articulaire (D. B.
Burr et Schaffler 1997; Lane et Bullough 1980). L’épaisseur du cartilage calcifié n’augmente
pas pour autant, il devient méme plus fin avec 1’age, en cause le remplacement du cartilage

calcifié par du tissu osseux par le processus d’ossification endochondrale.
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Fuerst et al. (M. Fuerst et al. 2009) ont montreé la présence de calcifications dans ses 120
échantillons de cartilages arthrosiques humains, avec une corrélation positive de la calcification
de la matrice du cartilage et de la sévérité des Iésions arthrosiques. De plus, les chondrocytes
arthrosiques présentent une forte corrélation entre leur capacité a produire du phosphate de
calcium in vitro et I’étendue des zones minéralisées observées dans le cartilage arthrosique des
donneurs (M. Fuerst et al. 2009; Martin Fuerst et al. 2010). Cependant, d’autres études ont
conclu que la calcification du cartilage arthrosique était plutdt liée a 1’age des patients plutot
qu’a I’arthrose elle-méme (Mitsuyama et al. 2007). Cette conclusion est basée sur 1’observation
qu’aucune augmentation du niveau de calcification du cartilage est observée entre les stades
modérés et séveres d’arthrose. Ainsi, la calcification du cartilage serait un phénomeéne précoce
dans la physiopathologie de 1’arthrose et n’évoluerait pas davantage dans les stades tardifs de
la maladie. L’4ge constitue le principal facteur de risque de I’arthrose et n’exclut pas des

mécanismes sous-jacents qui associeraient calcifications et 1ésions du cartilage.
b. Marqueurs de I’hypertrophie dans le cartilage arthrosique humain

Au cours de I’arthrose, les chondrocytes articulaires enclenchent une différenciation
hypertrophique comme c’est le cas au cours de 1’ossification endochondrale au niveau de la
plaque de croissance (Dreier 2010a). Le collagene de type X et la MMP-13 sont les marqueurs

de ’hypertrophie les plus utilisés pour identifier les chondrocytes hypertrophiques.

Le collagéne de type X est détecté dans le cartilage humain arthrosique, au niveau des
clusters de chondrocytes hypertrophiques. Le gene Col10al, codant le collagene de type X,
n’est pas exprimé dans le cartilage articulaire sain et son expression (ARNm et protéines) est
augmentée dans le cartilage arthrosique (Hoyland et al. 1991; von der Mark et al. 1992),
notamment a proximité des lésions (Tchetina, Squires, et Poole 2005). Cependant des disparités
dans sa localisation ont été observées, avec une expression de COL10AL plus importante dans
les zones moins dégradées (Fukui, lkeda, et al. 2008; Fukui, Miyamoto, et al. 2008) et certains
auteurs ne décelent pas d’augmentation de COL10A1 dans le cartilage arthrosique (Brew et al.
2010), ce qui pourrait confirmer que le changement phénotypique des chondrocytes vers

I’hypertrophie ne représente qu’un des mécanismes de la pathologie.

La MMP-13 ou collagénase-3 voit son expression augmenter par 40, entre un cartilage
sain et un cartilage arthrosique. Certains auteurs ont montré que bien qu’il n’y ait pas
d’augmentation d’expression de COL10A1, I’expression de MMP-13 était accrue dans le

cartilage arthrosique (Aigner et al. 2001; Brew et al. 2010), ce qui semble indiquer que

79



I’expression du collagene de type X et de la MMP-13 sont découplées et que I’expression de la

MMP-13 pourrait étre due a d’autres mécanismes que I’hypertrophie chondrocytaire.

L’expression d’autres geénes augmente dans le cartilage arthrosique, par rapport a un
cartilage sain, comme 1’ostéopontine (Pullig, Weseloh, Gauer, et al. 2000), 1’ostéocalcine
(Pullig, Weseloh, Ronneberger, et al. 2000), Indian Hedgehog (Tchetina, Squires, et Poole
2005), Runx2 (Orfanidou et al. 2009), VEGFA (Pfander, Kortje, et al. 2001), B-caténine (Zhu
et al. 2009), I’alcaline phosphatase (Goyal et al. 2010).

Les chondrocytes hypertrophiques de la plaque de croissance subissent également une
apoptose, préalable au dépot de tissu osseux. L’apoptose des chondrocytes pourrait ainsi étre
considérée comme un marqueur de I’hypertrophie dans le cartilage arthrosique. En effet, les
chondrocytes arthrosiques humains présentent un fort marquage TUNEL et expriment des
marqueurs de 1’apoptose comme I’annexine I1 et V (Kirsch, Swoboda, et Nah 2000), la caspase-
3 (Sharif et al. 2004), BCL-2 et FAS (H. A. Kim et al. 2000). De plus, I’utilisation d’inhibiteurs
de caspases réduit considérablement la sévérité des lésions du cartilage dans des modéles

expérimentaux d’arthrose (D’Lima et al. 2006).
C. Marqueurs de I’hypertrophie dans des modeles animaux d’arthrose

La présence de marqueurs de 1’hypertrophie des chondrocytes a également été décrite
dans plusieurs modeles animaux d’arthrose. Les souris STR/Ort développent une arthrose
spontanée et présentent des caractéristiques assez similaires avec les patients arthrosiques,
notamment des ¢léments liés a la réactivation du processus d’ossification endochondrale,
comme un phénotype chondrocytaire hypertrophique avec I’expression des marqueurs
collagéne de type X et MMP-13 (Staines et al. 2016). Des marqueurs de I’hypertrophie ont
également été détectés au niveau du cartilage du cochon d’Inde Hartley arthrosique, comme la
transglutaminase-2 (J. L. Huebner et al. 2009) ou la MMP-13 (Burton et al. 2005). Dans un
modele d’arthrose spontanée chez un grand mammifere, le cheval, on retrouve également des

marqueurs de 1’apoptose au niveau du cartilage arthrosique (D. Y. Kim et al. 2003).

Davantage de données sont disponibles avec des modéeles d’arthroses induites, ot on
retrouve une augmentation des marqueurs de I’hypertrophie chez différentes espéces. Chez la
souris arthrosique, I’expression de MMP-13 et de collagene de type X est augmentée, suite a la

déstabilisation de I’articulation par transsection du ligament ménisco-tibial (Kamekura et al.
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2005). On retrouve ces mémes résultats chez le rat, apres transsection des ligaments croisés

antérieurs (Appleton et al. 2007) ou le mouton apres ménisectomie médiale (Ghosh et al. 1991).
d. Régulation de I’hypertrophie des chondrocytes dans I’arthrose

L’hypertrophie des chondrocytes au cours de 1’arthrose est régulée par de multiples
facteurs. Runx2 constitue le principal facteur de transcription impliqué dans la chondrogenése
et la différenciation hypertrophique des chondrocytes (Hecht et al. 2007; X. Wang et al. 2004).
11 régule I’expression du collagéne de type X en se fixant sur son promoteur, au niveau d’une
séquence répetée nommeée HY box (« hypertrophy box ») (Higashikawa et al. 2009). Runx2 est
fortement exprimé dans le cartilage arthrosique humain et dans des modeles animaux
(Higashikawa et al. 2009; Kamekura et al. 2006; X. Wang et al. 2004). Les souris hétérozygotes
déficientes pour Runx2 (Runx2*") (Kamekura et al. 2006) présentent, suite & 1’induction d’une
arthrose post-traumatique, une dégradation du cartilage limitée et une diminution de

I’expression de collagene de type X et de MMP-13, par rapport aux souris WT arthrosiques.

Le facteur de transcription Hypoxia-inducible factor 2-alpha (HIF-2a) est également
fortement exprimé dans le cartilage arthrosique humain et dans des mod¢les murins d’arthrose
(T. Saito et al. 2010; S. Yang et al. 2010). HIF-2a est impliqué dans la régulation de la
différenciation hypertrophique des chondrocytes lors de 1’ossification endochondrale. HIF-2q,
codé par le gene EPASL (endothelial PAS domain protein-1), est un activateur important du
géne Coll10al (T. Saito et al. 2010) et il active également I’expression de MMP-13 et du VEGF,
via son interaction avec des €léments de réponses a I’hypoxie sur les promoteurs de ces genes.
Les souris hétérozygotes pour Epasl (Epas1*) montrent une résistance au développement de
I’arthrose (T. Saito et al. 2010) tandis que la surexpression de Epasl dans les chondrocytes
entraine la destruction du cartilage (S. Yang et al. 2010). Ainsi, HIF-2a induit la destruction du
cartilage en favorisant la différenciation hypertrophique des chondrocytes et en régulant
I’expression d’enzymes cataboliques comme les MMP-1, 3,9, 12 et 13, ’ADAMTS-4, Ptg2 et
Nos2 (S. Yang et al. 2010). Zhang et al. ont montré que la chondromoduline participait au
maintien du phénotype articulaire dans le cartilage sain, en inhibant la translocation nucléaire
de HIF-2a (X. Zhang et al. 2016) ainsi sa diminution dans le cartilage arthrosique pourrait

conduire a I’activation de la voie de HIF-2a.

La voie Wnt/B-caténine est également impliquéee dans les altérations du cartilage induites
par la différenciation hypertrophique des chondrocytes (Zhu et al. 2009). La surexpression de

la B-caténine entraine 1’augmentation d’expression de marqueurs de 1’hypertrophie comme
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MMP-13, I’alcaline phosphatase, 1’ostéocalcine et le collagene de type X par les chondrocytes
articulaires tandis que son inhibition conduit a I’apoptose des chondrocytes (Zhu et al. 2008).
La signalisation Wnt favorise la dégradation du cartilage, en augmentant ’activité de Runx2

(Y.-F. Dong et al. 2006; Guo et al. 2009).

La voie Ihh participe également a la différenciation hypertrophique des chondrocytes dans
le cartilage arthrosique, en induisant I’expression des marqueurs de I’hypertrophie, collagéne
de type X et MMP-13 (F. Wei et al. 2012). Ihh est exprimé dans le cartilage arthrosique et son
expression est corrélée a la sévérit¢ de I’arthrose, a 1’expression des marqueurs de
I’hypertrophie et a la taille des chondrocytes (F. Wei et al. 2012). La délétion de Ihh dans le
cartilage de souris Col2a1-CreER™ ;1hh" conduit & un développement modéré de I’arthrose et
a une diminution d’expression des marqueurs de I’hypertrophie, comparé aux souris

arthrosiques controles (J. Zhou et al. 2014).

Les facteurs pro-inflammatoires présents dans 1’articulation arthrosiques, comme 1’IL-8,
les protéines S100 ou les facteurs de la voie NF-«B, participent et accélérent I’hypertrophie des
chondrocytes (Cecil et al. 2005; Cecil et Terkeltaub 2008; Olivotto et al. 2008).

Ainsi, il semblerait que de nombreux stimuli entrainent la différenciation hypertrophique
des chondrocytes au cours de I’arthrose, ou Runx2 jouerait un réle central. La voie de
différenciation des chondrocytes semble étre inexorablement celle de I’hypertrophie, a moins
qu’elle ne soit inhibée comme c’est le cas dans le cartilage articulaire sain, par des mécanismes
finement régulés. L’arthrose est une pathologie principalement liée a 1’dge qui serait donc
associee a la perte de nombreux systemes de régulation dans le cartilage dont celui de
I’inhibition de la différenciation hypertrophique des chondrocytes (P. M. van der Kraan et van
den Berg 2012).

2.2. Modifications de ’os sous-chondral

L’implication de 1’0os sous-chondral dans la physiopathologie de I’arthrose a longtemps
été considérée comme secondaire a la dégradation du cartilage et le résultat d’une adaptation
de I’articulation. Il est maintenant établi que 1’0s sous-chondral constitue un acteur majeur du
développement de I’arthrose (Funck-Brentano et Cohen-Solal 2015) et que ses altérations
pourraient étre concomitantes voir méme précéder celles observées dans le cartilage (Carlson

et al. 1994). Des modifications de la structure, de 1’activité et du phénotype des cellules sont
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observées au niveau de 1’os sous-chondral arthrosique, aux stades précoce et tardif de la

pathologie.

Au cours de I’arthrose, 1’0os sous-chondral est le si¢ge d’un profond remodelage
pathologique en réponse aux stress mécaniques et biochimiques qu’il subit. Les altérations
osseuses comprennent des anomalies du remodelage osseux, avec in fine une augmentation de
I’épaisseur de la plaque sous-chondrale — la sclérose de la plaque sous-chondrale — et la
modification architecturale de 1’0os trabéculaire sous-chondral, le développement
d’excroissances osseuses en marge de ’articulation — les ostéophytes — et la formation de
1ésions cedémateuses et de kystes sous-chondraux. Ainsi, ces altérations osseuses arthrosiques
sont le résultat de modifications spatiales et temporelles que subit 1’os sous-chondral au cours

du développement et de la progression de la pathologie.
2.2.1. Modifications histologiques
a. Anomalies du remodelage de I’0s sous-chondral

Le remodelage osseux est un processus essentiel a I’homéostasie osseuse mais il est altéré
au cours de I’arthrose, suite a un déséquilibre entre la formation osseuse — assurée par les
ostéoblastes — et la résorption de 1’os — assurée par les ostéoclastes, avec des anomalies
quantitatives de la masse osseuse mais également qualitatives de la minéralisation. Des
observations récentes ont démontré que 1’arthrose est associée a une perte osseuse précoce due
a une augmentation du remodelage osseux, suivie d’un lent renouvellement du tissu osseux,
conduisant a la densification de la plaque sous-chondrale aux stades tardifs de la maladie tandis
que I’os trabéculaire reste ostéopénique (David B. Burr et Gallant 2012; S. R. Goldring et
Goldring 2016).

Les modifications structurales de 1’os sont visibles chez les patients arthrosiques grace a
des techniques d’imagerie dont la scintigraphie osseuse proposée en 1993 par Dieppe et al.
comme marqueur predictif des modifications structurales observées dans 1’arthrose (Dieppe et
al. 1993). Cette méthode permet d’évaluer le métabolisme osseux, grace a I’absorption de
diphosphonates marqués par un radiotraceur, et ainsi d’observer des altérations du remodelage
osseux avant 1’apparition de 1ésions du cartilage (Buckland-Wright 2004). Des biomarqueurs
de résorption osseuse urinaires ou seriques, comme les fragments de collagéne de type |

(télopeptides C- et N- terminaux), sont corrélés positivement avec la progression de la
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gonarthrose radiologique (Bettica et al. 2002), le pincement articulaire et la formation

d’ostéophytes (Janet L. Huebner et al. 2014).

Stade précoce de la maladie

Des études menées sur différents modeles animaux d’arthrose, comme le chien et le lapin,
ont montré un remodelage osseux accru aux stades précoces de la maladie conduisant a une
résorption de 1’os sous-chondral (Figure 26). Ainsi, dans deux modéles canins d’arthrose, le
premier consistant a effectuer des 1ésions du cartilage articulaire sans endommager 1’os sous-
chondral et le second — plus sévere — de transsection du ligament croisé antérieur (ACLT),
I’épaisseur de la plaque sous-chondrale était réduite apres quelques semaines (Sniekers et al.
2008). Sniekers et al. ont également montré que la résorption osseuse était associée a la
dégradation du cartilage articulaire. En revanche, des modifications de densité de 1’os
trabéculaire n’ont été observées que dans le modéle d’arthrose sévere, ou la fraction de volume
osseux (volume osseux/volume total) et 1’épaisseur des trabécules sont fortement réduites
(Sniekers et al. 2008). L’amincissement de la plaque sous-chondrale est également associé a
une dégradation accrue du cartilage chez le lapin arthrosique. L’induction d’une ostéoporose,
par stimulation du remodelage osseux et de la perte osseuse, avant induction de 1’arthrose
augmente considérablement les 1ésions du cartilage, suggérant ’implication du remodelage
osseux dans les atteintes du cartilage (Bellido et al. 2010). De méme, 1’ostéoporose pourrait

contribuer a la progression de I’arthrose chez les patients (Chu et Yu 2019).

Ce remodelage osseux accru au stade précoce d’arthrose peut entrainer des modifications
de la forme de I’articulation et de la transmission des charges prédisposant a la perte progressive

du cartilage (David B. Burr et Gallant 2012).

Stade tardif de la maladie

La résorption osseuse est suivie d’un lent remaniement avec un découplage entre
formation et résorption osseuse en faveur d’une synthése accrue de matrice ostéoide conduisant
a un épaississement de la plaque sous-chondrale. Cette augmentation de volume osseux conduit
a une rigidité mécanique et une sclérose sous-chondrale (B. Li et Aspden 1997). La sclérose
sous-chondrale est un événement tardif qui ne concerne que la plague sous-chondrale, 1’0s

trabéculaire restant ostéopenique (Figure 26) (David B. Burr et Gallant 2012).

La sclérose est une des caractéristiques principales de I’arthrose et un des mécanismes

participant a 1’aggravation de la pathologie en augmentant le stress sur le cartilage (Radin et

84



Rose 1986). Les patients arthrosiques présentent une augmentation de 15% de la densité osseuse
et 30% du volume osseux par rapport aux sujets sains (N. K. Arden et al. 1996; Hannan et al.
1993), accompagné d’une baisse de la minéralisation osseuse (Grynpas et al. 1991). La matrice
ostéoide nouvellement formée est constituée d’un important ratio de collagene de type I a-
1/collagéne de type I a-2, ce qui entraine un défaut de minéralisation (Couchourel et al. 2009).
Cette augmentation de la synthése de collagéne diminue fortement le ratio calcium/collagéne,

contribuant au défaut de minéralisation de I’os (Mansell et Bailey 1998).

85



Femur

Synovium

Articular
cartilage

Calcified
cartilage

Tibia

attrition
Cyst

Disease progression

Normal knee

Healthy osteochondral unit

Chondrocyte
Articular cartilage
Cartilage matrix
Tidemark
Calcified cartilage

} Cortical plate

Early OA t Chondrocyte
Devélopment of —Eo=s =~ "7 mToT T e TRT s e e s ness oty metabolic activity and
surface fibrillations release of NO, ROS,
DAMPs, alarmins, and

1 Water proinflammatory
content and swelling cytokines and
of the cartilage matrix chemokines
1 Cortical ——
bone porosity 1 Cortical plate
and subchondral
bone remodelling
| Proteoglycan fammae— oo
content and
disruption of the
collagen network
1 Cortical plate <[
thickness

J alterations in
S architecture

|
|
'
'
[l
4
D
i
I
[l
|
|

Fissuring and
fragmentation : : 2
of the matrix ) > —— Osteophyte formation

Bone cyst formation

Expansion of the calcified
cartilage into the
articular cartilage

Duplication of the
tidemark

Vascularization and
innervation of
calcified cartilage

Disruption of the
osteocyte
cannalicular network

Chondrocyte Apoptotic osteocyte

cluster Anbotsiis
Chondrocyte chondrocyte

hypertopty New bone formation at the
osteochondral junction

Figure 26. Evolution de la jonction ostéochondrale au cours de P’arthrose. D’apres (S.
Goldring et Goldring 2016).



b. Anomalie de la vascularisation osseuse

L’ostéogenése est un processus essentiel pour le maintien du systéme squelettique. En
effet, la rupture de I’homéostasie osseuse est au cceur de plusieurs pathologies comme
I’ostéoporose et 1’arthrose. Au cours du développement embryonnaire du squelette,
I’ostéogeneése est étroitement liée a I’angiogenése (Kronenberg 2003). Dans 1’embryon, les
condensations mesenchymateuses puis les chondrocytes hypertrophiques expriment le VEGFA,
principal régulateur de 1’angiogenése, et ligand du récepteur VEGFR2 (Eshkar-Oren et al.
2009). Le VEGFA contréle la morphogenese de la plaque de croissance, le remodelage du
cartilage et I’invasion vasculaire au cours de 1’ossification endochondrale (Gerber et al. 1999;
Maes et al. 2004; Maes, Goossens, et al. 2010). Ainsi, 1’0s est un tissu hautement vascularisé,

contenant un vaste réseau vasculaire composé de larges vaisseaux et de capillaires.

Les vaisseaux de I’os sont constitués de cellules endothéliales spécialisées qui présentent
des propriétés morphologiques, moléculaires et fonctionnelles spécifiques. Kusumbe et al. ont
identifié un sous-type particulier de vaisseaux sanguins présents dans 1’os cortical et
trabéculaire, a proximité de la plaque de proximité et au niveau du périoste et de I’endoste de
la diaphyse (Kusumbe, Ramasamy, et Adams 2014). Ces vaisseaux ont été nommeés vaisseaux
de type H, en raison de leur forte expression pour CD31 et pour I’Endomucine (Emcn). Les
vaisseaux H (CD31"Emcn") sont organisés en colonnes, parallélement a la longueur de 1’os et
sont interconnectés entre eux. En revanche, les vaisseaux sinusoidaux de la diaphyse, qui
forment un réseau dense et ramifié dans la cavité médullaire, présentent une faible expression
de CD31 et Emcn. Ces vaisseaux (CD31'°Emcn'®) sont appelés vaisseaux de type L. Les
vaisseaux H présentent un arrangement dense de cellules ostéoprogénitrices, exprimant des
facteurs comme Osterix, qui favorise la différenciation ostéoblastique (K. Nakashima et al.
2002b). Des ostéoprogéniteurs exprimant Runx2 et le collagéne de type | sont également
retrouvés en étroite relation avec les vaisseaux H de la métaphyse et de 1’endoste (Kusumbe,
Ramasamy, et Adams 2014). En revanche, les vaisseaux de type L ne présentent pas

d’ostéoprogéniteurs a proximité (Figure 27) (Peng et al. 2020).
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En condition arthrosique, le nombre de vaisseaux de type H augmente significativement
dans I’os sous-chondral. Cette néo-angiogenése est associée a la formation d’ilots ostéoides, a
la sclérose de I’0s sous-chondral et a la formation de kystes et d’ostéophytes (Lu et al. 2018).
De plus, une invasion vasculaire est observée dans le cartilage arthrosique, normalement
avasculaire. Ces vaisseaux sanguins proviennent de 1’os sous-chondral. Ainsi, au cours de la
progression de ’arthrose, les vaisseaux H de I’os sous-chondral progressent jusqu’au cartilage
articulaire ou ils pourraient contribuer a la progression de la pathologie. En effet, des vaisseaux
H liberent des protéases comme MMP-2, MMP-9 et MMP-14, qui favorise la résorption de la
matrice du cartilage et donc sa dégradation (Romeo et al. 2019). Lu et al. ont observé une
augmentation de vaisseaux H dans 1’os sous-chondral de souris arthrosiques. Dans un systéme
ou mTORCL1 est active, les chondrocytes articulaires favorisent la formation de vaisseaux de

type H, en réponse a une stimulation par I’L-1p, via la production de VEGF (Lu et al. 2018).
C. Ostéophytes

Les ostéophytes font partie des principales caractéristiques radiologiques de 1’arthrose.
Ces excroissances osseuses recouvertes d’une structure fibrocartilagineuse apparaissent aux
bords de I’articulation. Ils peuvent se former des le début du développement de 1’arthrose et
sont visibles avant le pincement de I’interligne articulaire. IIs peuvent avoir un impact clinique
trés important en étant source de douleurs et de perte de fonction de I’articulation (Peter M. van

der Kraan et van den Berg 2007a).
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La formation d’un ostéophyte résulte de la récapitulation du processus d’ossification
endochondrale et débute par la prolifération des cellules souches mésenchymateuses du périoste
au niveau des marges de I’articulation. Ces cellules se différencient ensuite en chondrocytes qui
vont déposer une matrice extracellulaire riche en agrécanes. L’ostéophyte reste recouvert d’une
couche de cellules fibroblastiques pendant son développement, qui contribuent a la croissance
de I’ostéophyte par chondrogenése. Les chondrocytes au centre de 1’ostéophyte se différencient
en chondrocytes hypertrophiques aboutissant au dépdt d’une matrice osseuse puis a la formation
de cavités médullaires. Un ostéophyte complétement développé est intégré a 1’os sous-chondral,
conserve une couche fibreuse externe et sa surface est recouverte de cartilage, en continuité
avec le cartilage articulaire (Peter M. van der Kraan et van den Berg 2007a). La production
locale de facteurs de croissance comme le TGF-p et BMP-2 est impliquée dans ce mécanisme
(van Beuningen et al. 1998). Ainsi, I’injection intra-articulaire de TGFB-1 ou d BMP-2 induit
la formation d’ostéophytes (Bakker et al. 2001; van Beuningen et al. 1998) et I’inhibition de
TGFpB-1 réduit drastiquement leur formation dans des modéles murins (Scharstuhl et al. 2002).
Les facteurs IGF-1 et bFGF sont également détectés dans les ostéophytes (Okazaki et al. 1999;
Uchino et al. 2000). Il a été montré que la formation d’ostéophytes est accompagnée par la
pénétration de vaisseaux sanguins dans les couches profondes du cartilage, comme c’est le cas
dans la plaque de croissance lors du processus d’ossification endochondrale. Les chondrocytes
hypertrophiques des ostéophytes expriment le VEGF, qui régule la vascularisation de
’ostéophyte (S. Hashimoto et al. 2002).

Les ostéophytes se forment dans des zones ou s’ appliquent de fortes charges mécaniques,
laissant supposer que des facteurs mécaniques seraient également impliqués dans leur
développement. Certaines études semblent montrer que les ostéophytes participent a la
stabilisation de I’articulation. En effet, le sectionnement des ostéophytes chez les patients
arthrosiques présentant un varus-valgus augmente 1’instabilité de I’articulation (Pottenger,
Phillips, et Draganich 1990). De plus, la taille des ostéophytes ne serait pas corrélée a la

progression de la gonarthrose chez les patients (D. T. Felson et al. 2005).
d. (Edémes médullaires et kystes sous-chondraux

Les cedémes médullaires ou BML pour « bone marrow lesion » regroupent un ensemble
d’anomalies histologiques caractérisées par une nécrose osseuse, une fibrose de la moelle
osseuse et une infiltration de cellules inflammatoires (Zanetti et al. 2000). L’origine de ces

Iésions reste encore mal connue. Le stress mécanique a été mis en avant, notamment parce que
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ces lésions apparaissent sur des zones de contraintes lors des troubles de I’alignement des
membres inférieurs (David T. Felson et al. 2003). De plus, a un stade avanceé de coxarthrose,
ces lésions correspondraient & des microfractures a différents stades de cicatrisation, associées
a de la fibrose ou de la nécrose de la moelle osseuse (Taljanovic et al. 2008). Ainsi, les cedémes
médullaires refleteraient une activation du remodelage osseux, avec une augmentation de la
densité osseuse, un épaississement de la plaque sous-chondrale et une augmentation du nombre,
du volume et de 1’épaisseur des trabécules. Ces anomalies du remodelage osseux sont associées
a une augmentation de la vascularisation de I’os sous-chondral, & une nécrose et une fibrose de
la moelle osseuse ainsi qu’a des 1ésions cartilagineuses plus séveres (Funck-Brentano et Cohen-
Solal 2015). Les cedémes médullaires pourraient évoluer en kystes sous-chondraux (Crema et
al. 2010). Les kystes sous-chondraux correspondent & des cavités présentes dans 1’os sous-
chondral, qui contiennent des fragments d’os nécrotiques avec des cellules mortes et entourées

d’une couche de tissu conjonctif fibreux (Pouders et al. 2008).
2.2.2. Modifications cellulaires et matricielles
a. Activité ostéoblastique

Les ostéoblastes de 1’os sous-chondral subissent différentes modifications au cours de
I’arthrose, qui vont entrainer 1’acquisition d’un phénotype altéré (Hilal et al. 1998). Une analyse
par microarray a révélé que 1’os sous-chondral arthrosique présentait un profil d’expression
génique différent de 1’os sous-chondral ostéoporotique et sain. Ces génes différentiellement
exprimés sont impliqués dans la fonction des ostéoblastes, des ostéocytes et des ostéoclastes,
principalement la voie WNT et TGF-$ (Hopwood et al. 2007).

En réponse au stress mécanique, les ostéoblastes acquiérent un phénotype sclérotique,
caractérisé par une activité sécrétoire accrue par rapport aux ostéoblastes non sclérotiques. Ce
phénotype sclérotique présente une augmentation de la synthese de facteurs de croissance
(VEGF, TGF-B1), de cytokines inflammatoires (IL-6, IL-8), d’enzymes matricielles (MMP-13,
phosphatase alcaline) et de protéines matricielles (ostéocalcine, ostéopontine) (Sanchez et al.
2008). Le réle du stress mécanique dans les modifications de 1’os sous-chondral a été confirmé
in vivo dans un modele murin, ou la compression cyclique des genoux favorise la sclérose de la
plaque sous-chondrale, la perte osseuse de 1’os trabéculaire et la formation d’ostéophytes (Ko
et al. 2013).
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b. Activité ostéoclastique

L’activation des ostéoclastes au cours de 1’arthrose conduit a une résorption accrue
survenant aux stades précoces de la pathologie, notamment via la sécrétion de RANKL par les
osteoblastes, les ostéocytes mais également par les synoviocytes arthrosiques (Karsdal et al.
2014). Une étude récente a montré que 1I’implication des pré-ostéoclastes dans 1’angiogenése
de I’0s sous-chondral, par une sécrétion accrue de PDGF-BB, contribuant au développement de
I’arthrose (Su et al. 2020).

2.3. Remodelage de la membrane synoviale

Au cours de D’arthrose, la membrane synoviale est activée par des fragments
cartilagineux, issus de la protéolyse de la matrice extracellulaire du cartilage, libérés dans la
cavité articulaire. La membrane synoviale, dont une des fonctions est la défense et la réponse
immunitaire intra-articulaire, va recruter des cellules de I’'immunité innée et adaptative et
déclencher une réponse inflammatoire, afin d’éliminer ces débris matriciels (Sellam et
Berenbaum 2010). Cette inflammation est dite de bas-grade, en comparaison avec d’autres
rhumatismes dont la composante inflammatoire est beaucoup plus importante, comme la
polyarthrite rhumatoide. La membrane synoviale inflammatoire va libérer des cytokines
(interleukines, chimiokines, lipides bioactifs, ROS) et des protéases (MMP, ADAMTS) qui
vont aggraver la réponse inflammatoire et la protéolyse du cartilage.

2.3.1. Modifications histologiques

Histologiquement, la membrane synoviale inflammatoire est le si¢ge d’une hyperplasie
et une hypertrophie de sa couche superficielle, I’intima, associée a une fibrose et une néo-
angiogenese de sa couche profonde, la subintima. L hyperplasie de 1’intima est principalement
causée par le recrutement de cellules immunitaires et notamment de monocytes, macrophages,
lymphocytes T et B et mastocytes, en réponse a la sécrétion de chimiokines, cytokines et
molécules d’adhérence comme V-CAM et E-sélectine par les cellules résidentes de la
membrane synoviale (de Lange-Brokaar et al. 2012; Sellam et Berenbaum 2010). La membrane
synoviale est aussi le si¢ge d’une néo-angiogenése, sous ’effet de facteurs pro-angiogéniques,
qui participe a son inflammation. La densité vasculaire de la subintima est corrélée a
I’inflammation synoviale mais pas aux lésions du cartilage, ni a I’angiogenése ostéochondrale
avec laquelle elle constitue deux mécanismes physiopathologiques différents (Walsh et al.

2007b). Le liquide synovial sera également altéré en conditions arthrosique avec un poids
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moléculaire et une concentration en acide hyaluronique diminués, affectant la lubrification et

I’intégrité du cartilage (Figure 28) (Scanzello et Goldring 2012).
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Figure 28. Coupes histologiques de la membrane synoviale saine et arthrosique. Les coupes
sont colorées a 1I’hématoxyline et a 1’éosine (A) Membrane synoviale saine. (B) Membrane
synoviale arthrosique, avec présence d’une hyperplasie (fleche), d’une fibrose (*) et d’infiltrations
de cellules moonucléaires périvasculaires (double fleche). D’aprés (Scanzello et Goldring 2012)

2.3.2. Modifications cellulaires

Les synoviocytes de type A jouent leur role de cellules phagocytaires et s’activent apres
détection des débris de la MEC et des alarmines du liquide synovial. La détection des signaux
de dangers est réalisée grace a des récepteurs impliqués dans la reconnaissance de facteurs
inflammatoires et de signaux d’alarmes, les PRR (Pathogen Recognition Receptors) de type
TLR, RAGE ou NLR, présents a la surface des synoviocytes de type A et B. L’activation des
PRR des synoviocytes macrophagiques par I'IL-1B et le TNF-o activent des voies de
I’inflammation comme NF-kB et MAPK (Liu-Bryan et Terkeltaub 2015).

Le nombre de synoviocytes macrophagiques augmente au cours de 1’arthrose. Ils sont une
des principales sources de TNF-o et d’IL-1B. Les cultures de membranes synoviales
arthrosiques déplétées en synoviocytes macrophagiques ne produisent plus de TNF-a ni d’IL-
1B. Ces cytokines produites localement vont activer les autres cellules immunitaires ainsi que
les synoviocytes fibroblastiques et induire a leur tour la production de cytokines inflammatoires
(IL-6, IL-8 et MCP-1), de protéases (MMP-1, 3, 9 et 13) ainsi que de monoxyde d’azote et de
PGEZ2 dans la cavité articulaire (Bondeson et al. 2006; D. Han et al. 2020). In vivo, la déplétion
des synoviocytes de type A protége de 1’arthrose induite par injection de collagénase dans

I’articulation (Blom et al. 2007).
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Sous I’effet du stress inflammatoire, les synoviocytes produisent des facteurs pro-
angiogéniques, favorisant 1’angiogenése locale et la production de TGF-B qui va induire la
formation d’ostéophytes (Bakker et al. 2001). Le tissu synovial est trés vascularisé
physiologiquement afin d’apporter nutriments et oxygene au cartilage. La densité vasculaire
augmente nettement dans la membrane synoviale arthrosique, suite a la production de
nombreux facteurs pro-angiogéniques, comme le VEGF et son inducteur HIF-1a, par les
synoviocytes macrophagiques (Giatromanolaki et al. 2003; Haywood et al. 2003).
L’angiogenese contribue fortement au maintien d’une inflammation chronique au sein du tissu
synovial, par exemple en produisant des molécules d’adhérence au niveau des nouveaux
vaisseaux qui facilite D’infiltration de cellules immunitaires. Ainsi [’inflammation et
I’angiogenése sont deux mécanismes qui s’entretiennent mutuellement au sein du tissu synovial

(Figure 29) (Bonnet et Walsh 2005).
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Figure 29. Réle de la membrane synoviale dans la physiopathologie de I’arthrose. D’apres
(Sellam et Berenbaum 2010)

2.4. Modifications des autres tissus de ’articulation
2.4.1. Tissu adipeux de Hoffa

Le role bénéfique ou délétere du tissu adipeux de Hoffa dans 1’arthrose du genou est sujet
a de nombreux débats (L.-F. Jiang, Fang, et Wu 2019; Zapata-Linares et al. 2021). Il aurait des
effets protecteurs, notamment grace a sa localisation qui permet d’augmenter la surface de la
membrane synoviale et donc d’améliorer la lubrification de ’articulation (Ding et al. 2013).

Han et al. ont montré que le volume du tissu de Hoffa était corrélé positivement avec 1’ épaisseur
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du cartilage, I’age des sujets mais pas avec leur IMC. Le volume du tissu de Hoffa est également
négativement corrélé avec la présence d’ostéophytes et d’cedéme médullaires (W. Han et al.
2014). Le tissu de Hoffa serait également source de facteurs bénéfiques comme la leptine qui
contribue a la synthese de protéoglycanes et de collagene de type Il et de cellules souches
mésenchymateuses qui blogueraient la sécrétion de médiateurs inflammatoires par la membrane

synoviale et les chondrocytes arthrosiques (Manferdini et al. 2013).

Cependant le tissu de Hoffa pourrait contribuer a la physiopathologie de I’arthrose, en
sécrétant de grandes quantités de facteurs inflammatoires et d’adipokines, comme I’IL-6,
I’adiponectine, la PGE>, la PGF2a et la visfatine (Bastiaansen-Jenniskens et al. 2013; Eymard
et al. 2014; Klein-Wieringa et al. 2011). Le r6le de la leptine est néanmoins ambigu puisque
plusieurs équipes ont montré son réle pro-catabolique sur le cartilage arthrosique (Koskinen et
al. 2011). L’inflammation du tissu de Hoffa contribuerait également grandement aux douleurs
associées a la gonarthrose (Ballegaard et al. 2014; Belluzzi et al. 2019). En effet, au cours de
I’arthrose, le tissu de Hoffa est la cible d’une infiltration de cellules inflammatoires, d’une
fibrose et d’une augmentation de sa vascularisation (Eymard et al. 2017; Klein-Wieringa et al.
2011).

2.4.2. Tissu adipeux intra-médullaire

Le tissu adipeux intra-médullaire ou BMAT pourrait également participer a la
pathophysiologie de ’articulation arthrosique, puisqu’il est en étroite collaboration avec le tissu
osseux qui subit un profond remodelage au cours de la maladie. Le BMAT est impliqué dans
d’autres pathologies ou I’homéostasie osseuse est rompue comme 1’ostéoporose (Jiao Li et al.
2020), cependant il reste peu étudié dans un contexte d’arthrose. Les adipocytes de la moelle
osseuse favoriseraient la résorption de 1’0s, en bloquant la différenciation ostéoblastique de
cellules souches mésenchymateuses (Abdallah 2017) et en favorisant la différenciation des

ostéoclastes a partir des cellules souches hématopoiétiques (Muruganandan et Sinal 2014).

Chez les patients ostéoporotiques, la résorption osseuse s’accompagne d’une
augmentation de [’adiposit¢ médullaire. Les tétes fémorales de patients arthrosiques
contiennent de grande quantité de lipides, particuliérement de 1’acide arachidonique -précurseur
de PGE2- comparé aux patients ostéoporotiques (Plumb et Aspden 2004). Li et al. ont montre
que le volume du BMAT était augmenté chez les femmes ménopausées atteintes d’arthrose et

d’ostéoporose (G. Li et al. 2017).
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2.4.3. Meénisques et ligaments

Les ménisques sont trés fréquemment atteints dans 1’arthrose et peuvent étre a la fois la
cause de I’apparition et la conséquence de la progression de la pathologie. Les lésions des
ménisques sont soit de type traumatique soit de type dégénératif (Martin Englund, Guermazi,
et Lohmander 2009). Les lésions traumatiques surviennent généralement chez des individus
jeunes en raison d’un traumatisme articulaire au cours duquel le ménisque se retrouve coincé
entre le plateau tibial et le condyle fémoral, d( a des forces mécaniques excessives. Le ménisque
se fend alors en deux, a la verticale, parallelement ou perpendiculairement aux fibres de
collagene. Ces déchirures conduisent souvent a une ménisectomie et sont associées a un risque
accru de développer une gonarthrose 15 a 22 ans plus tard (M. Englund et Lohmander 2004;
Fairbank 1948). Les Iésions dégénératives sont quant a elles plutbt associées aux sujets agés,
avec la présence de fibrillations et de fissures dues a la dégradation du ménisque. L’étude de la
cohorte de Framingham a montré que 82% des gonarthroses radiologiques présentaient des
Iésions du ménisque (Martin Englund et al. 2008). Les modifications macroscopiques de la
morphologie des ménisques sont positivement corrélées aux altérations du cartilage
arthrosiques (Pauli et al. 2011). Le fibrocartilage méniscal subit de nombreuses altérations au
cours de I’arthrose, semblables aux altérations observées dans le cartilage articulaire, comme
la dégradation de la matrice, la fibrillation du tissu, le passage d’un phénotype fibroblastique a
un phénotype chondrocytaire, la prolifération des cellules avec la formation de clusters et la
calcification du tissu (Pauli et al. 2011). L’opération chirurgicale de déstabilisation du ménisque
médial associée ou non a une méniscectomie est d’ailleurs fréquemment utilisée dans les
modeles murins pour induire une arthrose post-traumatique (Glasson, Blanchet, et Morris
2007).

Les lésions des ligaments croisés antérieurs (LCA) sont relativement fréquentes chez les
individus pratiquant des sports impliquant des pivotements des genoux. L’incidence de
I’arthrose post-traumatique suite a des lésions des ligaments croisés antérieurs atteint 87% (Friel
et Chu 2013; Shelbourne et Stube 1997). Les mécanismes responsables du développement et
de la progression de I’arthrose suite a des 1ésions du LCA sont multifactoriels. Le traumatisme
initial déstabilise toutes les structures intra-articulaires et entraine des dommages au cartilage
et a I’os sous-chondral dans prés de 90% des cas (Nishimori et al. 2008). Outre le traumatisme
initial, la perte d’'un LCA fonctionnel conduit a des modifications des charges qui s’exercent
sur le cartilage et les ménisques, augmentant le risque de lésions sur ces tissus. Ainsi, des lésions

du LCA combinées a des atteintes du cartilage et des ménisques augmentent le risque de
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développer de I’arthrose post-traumatique (Oiestad et al. 2010). Cependant les lésions du LCA
ne sont pas uniquement associées a I’arthrose post-traumatique. Sur 360 patients présentant une
gonarthrose symptomatique, 22,8% présentaient une rupture totale du LCA et seulement la
moitié d’entre eux avaient signalé une blessure au genou (C. L. Hill et al. 2005). La transsection
des ligaments croisés antérieurs est également fréquemment utilisée comme mode¢le d’arthrose

post-traumatique.
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PARTIE Il - L’UNITE FONCTIONNELLE
CARTILAGE / OS SOUS-CHONDRAL

Le cartilage articulaire et 1’os sous-chondral sont deux acteurs majeurs contribuant a
I’apparition, au développement et a la progression de 1’arthrose. Ces deux tissus forment une
unité fonctionnelle au sein de 1’articulation qui permet d’assurer le maintien de son homéostasie
(Goldring et Goldring 2016; Lories et Luyten 2011). Ainsi, le changement des propriétés
mécaniques ou biochimiques de 1’un de ces deux tissus peut modifier les propriétés et donc
I’homéostasie de ’autre. Le remodelage pathologique de 1’os sous-chondral contribue donc au
développement d’un environnement défavorable pour 1’articulation, aggravant la dégradation

du cartilage au cours de I’arthrose.

1. Interactions fonctionnelles entre le cartilage articulaire et I’os sous-chondral
1.1. Les différents types d’interactions fonctionnelles entre le cartilage et I’os
1.1.1. Interactions mécaniques

L’altération des propriétés mécaniques de 1’os sous-chondral se répercute sur les capacités
d’amortissement de 1’articulation et conduit a un stress mécanique anormal au niveau du
cartilage. Une ¢étude réalisée chez le mouton a démontré que I’augmentation de la rigidité
osseuse par I’introduction d’un cylindre métallique dans la plaque sous-chondrale, donc a
proximité du cartilage, entrainait une augmentation des contraintes mécaniques d’environ 50%
dans la couche profonde du cartilage, alors que le cylindre ne provoque aucune réponse du
cartilage lorsqu’introduit dans 1’os trabéculaire (Brown et al. 1984). Une autre étude a montré
que I’application d’une charge compressive cyclique sur des articulations de souris pendant 6
semaines induisait un épaississement de la plague sous-chondrale associé a des altérations du
cartilage, notamment des fibrillations, une perte de protéoglycanes et un amincissement (Ko et
al. 2013). Dans un mode¢le murin d’ostéogenése imparfaite, une fragilité osseuse due a une
mutation du géne codant le collagéne de type I, provoque la dégradation progressive du
cartilage (Blair-Levy et al. 2008). L haploinsuffisance de GDF-5 chez la souris Gdf5 (Bp-J/+)
conduit a des altérations de la densité minérale osseuse et a une désorganisation du réseau de
collageéne, qui contribueraient au développement d’une instabilité de I’articulation au cours de
la marche et ainsi a D’apparition d’une arthrose (Daans, Luyten, et Lories 2011).

Au contraire, dans des modéles expérimentaux d’arthrose, [’administration de composés
b b
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pharmacologiques qui inhibent le remodelage osseux, tels que I’alendronate chez le rat (Hayami
et al. 2004), I’ostéoprotégérine chez la souris (Kadri et al. 2008), la calcitonine chez le lapin
(Papaioannou et al. 2007) ou le chien (EI Hajjaji et al. 2004), a un effet chondroprotecteur en
limitant les atteintes du cartilage. Enfin, des observations cliniques confirment le lien existant
entre la dégradation du cartilage et le remodelage pathologique de 1’0s sous-chondral, puisque
des altérations de la structure de 1’os sous-chondral sont associées a des lésions du cartilage des
régions adjacentes (Buckland-Wright 2004; Neogi et al. 2009).

1.1.2. Interactions biochimiques

De nombreuses études mettent en évidence la présence d’une interaction biochimique
physiologique entre le cartilage articulaire et 1’os sous-chondral, a travers le cartilage calcifié,
via un ensemble de molécules solubles qui participent a la communication entre ces différents

tissus de 1’articulation.

Dans les années 1950, le cartilage calcifié et la tidemark étaient considérés par certains
comme une barriére imperméable qui empéchait tout transfert de molécules entre le cartilage
articulaire et 1’os sous-chondral, proposant que la nutrition du cartilage était principalement
assurée par le liquide synovial (Collins 1949; Maroudas et al. 1968). Ces études ont été remise
en question par une étude de 1962 montrant que le cartilage était perméable aux colorants
cationiques, indiquant que le passage de molécules au travers de la matrice du cartilage
dépendait de la charge des molécules (Brower, Akahoshi, et Orli¢ 1962). Depuis, des études
réalisées avec des agents de contraste et des molécules fluorescentes ont démontré que de
nombreuses molécules pouvaient diffuser au travers du cartilage articulaire, non seulement par
la surface articulaire mais également par le cartilage calcifié¢, depuis 1’os sous-chondral. Ainsi,
Bashir et al. ont démontré in vivo grace a I’IRM que le gadopentétane (Gd-DTPAZ), administré
en intraveineuse, pénétrait les couches profondes du cartilage par la vascularisation sous-
chondrale (Bashir et al. 1997). La diffusion de molécules de petites tailles (inférieure a 400 Da)
entre 1’os et le cartilage a été¢ évaluée dans un modele d’explant de cartilage équin a 1’aide de
traceurs fluorescents et a révélé que le cartilage calcifié était bien perméable aux solutés de
petits poids moléculaires, en particulier a proximité de la tidemark. Cependant, cette diffusion
était 5 fois moins rapide que dans le cartilage non calcifié. De plus, une charge positive des
solutés facilitait leur diffusion dans la matrice anionique du cartilage calcifié (Arkill et Winlove
2008). Pan et al. ont également démontré in vivo et ex vivo que de nhombreuses molécules

diffusaient au travers de I’interface os-cartilage chez la souris et que cette diffusion était assurée
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par des zones non minéralisées au sein du cartilage calcifié (Pan et al. 2009). Quelques années
plus tard, Pan et al. montraient que cette diffusion était accélérée dans des modéles murins
d’arthrose, et suggéraient que cette interaction fonctionnelle entre 1’os et le cartilage était
augmentée, par la diminution de 1’épaisseur de I’0os et du cartilage mais également par
I’apparition de structures vasculaires permettant cette interaction (Pan et al. 2012). Une autre
étude rapportait une augmentation de la conductance hydraulique a la jonction ostéochondrale
avec la progression de 1’arthrose humaine. Cette forte conductance faciliterait le transport de
facteurs de croissance, de cytokines, de nutriments et d’enzymes et modifierait les propriétés

mécaniques du cartilage (Hwang et al. 2008).

Ainsi, de nombreuses études soulignent la présence d’une interaction fonctionnelle
biochimique a I’état physiologique entre le cartilage articulaire et 1’os sous-chondral (Lories et
Luyten 2011). En effet, lorsque le cartilage est séparé de 1’0s par une structure imperméable, il
dégénere (Malinin et Ouellette 2000). En condition pathologique, le remodelage de 1’0s sous-
chondral excessif conduirait a la libération de médiateurs solubles qui pourraient atteindre le
cartilage articulaire et participer a I’initiation et a la progression de I’arthrose (Lajeunesse et
Reboul 2003). En effet, les ostéoblastes arthrosiques produisent 1’Hepatocyte Growth Factor
(HGF) qui diffuse jusqu’au cartilage, ou on le détecte par immunohistochimie dans les couches

profondes du cartilage arthrosique humain (Guévremont et al. 2003).

Différents systemes de co-cultures entre ostéoblastes et chondrocytes démontrent
I’implication des cellules osseuses dans les modifications du cartilage arthrosique. Une
premiere étude de co-culture de cellules osseuses arthrosiques et d’explants de cartilage sains a
montré que les ostéoblastes arthrosiques causaient la perte des protéoglycanes du cartilage,
alors que des ostéoblastes sains n’avaient aucun effet sur le métabolisme du cartilage in vitro
(Westacott et al. 1997). Ces résultats suggerent que des médiateurs solubles sont sécrétés par
les ostéoblastes arthrosiques et qu’ils peuvent induire directement la dégradation du cartilage.
Plus réecemment, Sanchez et al. montraient que les ostéoblastes issus des zones scléreuses de
I’0s sous-chondral présentaient un profil d’expression génique en culture primaire différents
des ostéoblastes des zones non scléreuses des mémes patients arthrosiques (Sanchez et al. 2008)
et qu’ils affectaient le phénotype des chondrocytes in vitro, notamment en inhibant 1’expression
d’agrécane, de Sox9 et de Col2 et augmentant 1’expression de protéases comme la Mmp3 et 13
(Sanchez et al. 2005a, 2005b). Les chondrocytes arthrosiques stimulent également la
différenciation des ostéoblastes, contrairement aux chondrocytes sains qui 1’inhibent (Prasadam

et al. 2010). Notre équipe a identifié le rble de la proteéine 14-3-3¢ soluble (Priam et al. 2013),
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une alarmine produite par les ostéoblastes murins soumis a un stress mécanique, dans
I’acquisition d’un phénotype inflammatoire et catabolique des chondrocytes, des synoviocytes
et des macrophages (M. Millerand et al. 2020; Priam et al. 2013).

1.2. Les vecteurs des interactions biochimiques entre le cartilage et I’os

La communication entre le cartilage et I’os est assurée par différents vecteurs qui facilitent
le passage de signaux biologiques d’un tissu a I’autre. Au niveau de la jonction ostéochondrale,
les vecteurs des interactions peuvent étre de plusieurs types. Des zones de contact direct entre
le cartilage articulaire et 1’0os sous-chondral existent, des microfissures peuvent se former a
I’interface de ces deux tissus et des chenaux vasculaires provenant de 1’os sous-chondral

peuvent s’introduire dans le cartilage calcifié et former une voie de passage.
1.2.1. Les contacts directs

La jonction ostéochondrale se révéle étre une zone plus complexe que celle décrite
jusqu’a présent. La tidemark, qui délimite une frontiére entre le cartilage articulaire non calcifié
et le cartilage calcifié, ne constitue pas une ligne droite mais plutdt une structure
tridimensionnelle complexe qui suit les prolongements du cartilage non calcifié. Ainsi, il a pu
étre observé dans un contexte physiologique, que des portions de cartilage non calcifié
plongeaient fréquemment au travers du cartilage calcifié pour atteindre I’os et ses cavités
médullaires (Lyons et al. 2006). Ces zones de contact direct entre le cartilage articulaire et 1’os
sous-chondral et sa moelle osseuse augmentent la diffusion de fluides entre les deux
compartiments et pourraient participer a la nutrition du cartilage et a son métabolisme (Figure
30).
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Figure 30. Représentation de la jonction ostéochondrale avec des zones de contacts entre le
cartilage et I’os sous-chondral. D’aprés (Lyons et al. 2006)
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1.2.2. Les microfissures

Les microfissures représentent une séparation physique de la matrice minéralisée a un
niveau microscopique. D’une largeur moyenne d’environ 50 a 100 um, en coupe transversale,
et d’une longueur de 200 a 400 pm (Mohsin, O’Brien, et Lee 2006), les microfissures restent
difficiles a visualiser en microscopie et nécessitent des techniques invasives. Les microfissures
peuvent survenir dans 1’os trabéculaire, la plaque corticale sous-chondrale et dans le cartilage
calcifie. La présence de microfissures a été montrée dans le cartilage calcifié de personnes agées
et de patients arthrosiques alors qu’elles ne sont que pas décrites chez des individus jeunes et
sains (S. Mori, Harruff, et Burr 1993; Sokoloff 1993). L’apparition de microfissures au cours
du vieillissement des articulations et/ou dans un contexte arthrosique suggere que les
microfissures sont liées aux contraintes mécaniques excessives subies par 1’articulation (David
B. Burr et Radin 2003) et seraient des sites d’initiation du remodelage osseux (Figure 31) (S.
Mori, Harruff, et Burr 1993; Verborgt, Gibson, et Schaffler 2000).

Cartilage articulaire

Tide mark
Cartilage calcifié

Figure 31. Microfissures a la jonction
ostéochondrale. Coupe histologique du
cartilage mettant en évidence la présence de
microfissures traversant le cartilage calcifié.
D’aprés (Sokoloff 1993)

Micro-fissures

Plaque osseuse
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1.2.3. Les chenaux vasculaires ou resorption pits

En 1953, Trueta et Harrison décrivaient I’anatomie vasculaire de la téte fémorale humaine
saine et ont observé la présence de chenaux vasculaires provenant de 1’os sous-chondral en
contact avec la partie profonde du cartilage calcifié (Trueta et Harrison 1953). La plaque sous-
chondrale et les chenaux vasculaires la traversant ont été davantage décrits par Clark a partir de
prelévements de genoux et de hanches de cadavres humains, de chiens et de lapins (Clark 1990).
Ces chenaux vasculaires forment un cylindre étroit de 10 a 30 pm de diamétre, s’étendent dans

toutes les directions et contiennent un a deux vaisseaux sanguins. Les chenaux sont entourés
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par des lamelles concentriques d’os, formant une gaine autour du chenal vasculaire (Figure
32). Néanmoins, certains chenaux sont décrits comme étant « ouvert » a leur extréemité, le
vaisseau sanguin faisant ainsi face a une cavité au sein du cartilage calcifié, contenant des
cellules non vasculaires (Clark 1990). Ces structures s’apparentent aux canaux de Havers que

I’on retrouve au niveau des ostéons de 1’os cortical (Sims et Martin 2014).

Les chenaux vasculaires participent a 1’apport de nutriments de 1’os vers le cartilage
articulaire (Malinin et Ouellette 2000) ou pres de 50% du glucose, de 1’oxygeéne et des besoins
en eau sont fournis par la vascularisation ostéochondrale (Imhof et al. 2000). Lane et al. ont
montré que les chenaux vasculaires se concentraient dans les zones de fortes contraintes
mécaniques et ont constaté que la vascularisation sous-chondrale de la téte fémorale augmentait
autour de 60-70 ans (Lane, Villacin, et Bullough 1977). Harrison et al. ont également observés
une augmentation de la vascularisation fémorale chez des patients arthrosiques (Harrison,
Schajowicz, et Trueta 1953). Ces données suggerent un lien entre le stress mécanique et
I’augmentation des communications entre 1’0os et le cartilage ainsi que le réle de la

vascularisation du cartilage dans la prévalence de I’arthrose.

Shibakawa et al. utilisent le terme de « resorption pits» pour évoquer les chenaux
vasculaires. En effet, les chenaux vasculaires contiennent divers types cellulaires mononucléés
et polynucléés qui expriment de nombreux facteurs comme la vimentine, la chaine o du
récepteur de la vitronectine (VNR- a), les MMP-1, MMP-3, MMP-13, BMP-2 et BMP-4. Des
ostéoclastes, cellules polynucléaires positives pour le marquage TRAP et exprimant le VNR-a,
sont présents a la surface interne des resorption pits, et expriment des métalloprotéases. Des
cellules d’origine mésenchymateuse, positives a la vimentine, sont également présentes,
expriment BMP2 et BMP4 et pourraient constituer des précurseurs ostéoblastiques. Les
ostéoclastes présents participeraient au remodelage de la matrice osseuse et cartilagineuse et
par conséquent a la progression des chenaux vasculaires dans le cartilage. De plus, des
terminaisons nerveuses et des cellules adipeux sont présentes dans ces structures (Shibakawa
et al. 2005).
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Figure 32. Chenaux vasculaires a la jonction ostéochondrale. Photographies mettant en évidence
des chenaux vasculaires a différentes phases de résorption. (A) Phase résorptive. Les chenaux
vasculaires sont dits « actifs » et pénétrent le cartilage calcifié. (B) Phase de synthése osseuse.
Présence d’un chenal vasculaire dans le cartilage calcifié, entouré par des ostéoblastes. (C) Phase
de synthése osseuse. Présence d’un chenal vasculaire dans le cartilage calcifié, dans une structure
d’ostéon. (D) Phase inactive. Présence d’un chenal vasculaire entourés par du tissu osseux mature.
D’apres (Lane et Bullough 1980)

2. Réactivation pathologique de ’ossification endochondrale au cours de I’arthrose
2.1. L’angiogenése ostéochondrale au cours de I’arthrose
2.1.1. Implication de D’angiogenése ostéochondrale dans [’arthrose
humaine

Le cartilage arthrosique est le siege d’une invasion vasculaire. En effet, les chenaux
vasculaires ou resorption pits présents dans 1’os sous-chondral et le cartilage calcifié en
condition physiologique, dépassent la tidemark et envahissent le cartilage articulaire dans un
contexte arthrosique. Le cartilage arthrosique perdrait alors sa capacité de résistance a
I’invasion vasculaire (Fenwick, Gregg, et Rooney 1999). La vascularisation ostéochondrale
devient donc pathologique et participe aux processus de dégradation de la matrice du cartilage
(Figure 33). Shibakawa et al. ont observé une perte de la coloration Safranine-O autour des
chenaux vasculaires qui pénétrent le cartilage articulaire arthrosique, indiquant une perte des
protéoglycanes et donc une dégradation de la matrice extracellulaire (Shibakawa et al. 2005).
La perte des propriétés avasculaires du cartilage arthrosique a été étudié dans un modele in vivo
de membrane chorioallantoidienne d’embryon de poulet par Fenwick et al., ou une perte du
contenu en protéoglycanes et le dép6t de collagene de type X sont observées en présence d’un

systéeme vasculaire actif a proximité (Fenwick, Gregg, et Rooney 1999). Les prélevements de
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cartilage sains ne sont pas envahis par les vaisseaux sanguins de la membrane
chorioallantoidienne, indiquant que la perte des propriétés avasculaires du cartilage est a
I’origine de I’invasion vasculaire des prélévements arthrosiques. Enfin, il a été démontré que la
densité de chenaux vasculaires traversant la tidemark étaient corrélée positivement a la sévérité
de I’arthrose (Shibakawa et al. 2005). Dans une étude centrée sur I’angiogenése de la membrane
synoviale et de la jonction ostéochondrale dans un contexte arthrosique, Walsh et al. ont
constaté que 60% des patients présentaient une vascularisation du cartilage articulaire, contre
seulement 20% des individus contréles. Ils ont également montré que la densité des chenaux
vasculaires a la jonction ostéochondrale augmentait avec la sevérité des atteintes du cartilage et
du score clinique de I’arthrose. En revanche, aucune corrélation entre 1’angiogenese de la
jonction ostéochondrale et I’angiogenese synoviale n’a été décelée. Ces deux mécanismes

pathologiques sont donc indépendants 1’un de 1’autre.
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Figure 33. Mise en évidence du réle des chenaux vasculaires dans la dégradation du cartilage.
Coupes histologiques de cartilage sains et arthrosiques. (A) Jonction ostéochondrale saine ne
présentant pas de chenaux vasculaires. (B) Jonction ostéochondrale saine présentant un chenal
vasculaire dans le cartilage calcifié, mais n’atteignant pas la tidemark. (C) Jonction ostéochondrale
arthrosique montrant la présence d’un chenal vasculaire qui traverse la tidemark et qui atteint le
cartilage articulaire. (D) L’invasion du cartilage articulaire est associée a une dégradation de la
matrice extracellulaire du cartilage, visible par une perte de la coloration rouge des protéoglycanes.
D’aprés (Shibakawa et al. 2005)

Zhang et al. ont étudié le niveau d’expression de nombreuses cytokines et protéines liées
a I’angiogenése et ont ainsi pu démontrer une régulation a la hausse de facteurs pro-
angiogeniques et une régulation a la baisse de facteurs anti-angiogéniques par le cartilage
arthrosique. En effet, a un stade avancé d’arthrose, 1’expression des protéines pro-
angiogéniques (VEGFA, PDGF AA, TGF-a), de leurs récepteurs (VEGFR2, VEGFR3,
PDGFRa, NGFR), d’interleukines (IL-1p, 11-6, TNF-a), de chimiokines (SDF-1, IP-10), de
molécules d’adhérence (PECAM-1, VE-cadhérine) et de MMP (MMP-9, MMP-13) est

significativement augmentée alors que I’expression de facteurs anti-angiogéniques, comme la
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chondromoduline-1, les thrombospondines, 1’angiopoiétine-like 4 et les TIMP1-2 est
significativement diminuée (X. Zhang et al. 2016; Xufang Zhang, Crawford, et Xiao 2016).
Ainsi, le cartilage arthrosique est le siége d’un déséquilibre de la balance angiogénique qui
pourrait expliquer 1’apparition de structures vasculaires dans ce tissu, qui a I’état physiologique

en est dépourvu.

Le VEGF constitue le médiateur de I’angiogenése le plus étudié, et est responsable de
I’angiogenése de nombreux tissus et organes. Il a notamment ¢ét¢ impliqué dans la
vascularisation de la plaque de croissance, au cours de 1’ossification endochondrale (Y.-Q.
Yang et al. 2012). Les chondrocytes expriment le VEGF en réponse a 1’hypoxie et le facteur
HIF-1a, sous I’effet d’un stress mécanique de compression ou de cisaillement, a des cytokines
pro-inflammatoires (IL-1, IL-17, TNF-a), du stress oxydant (monoxyde d’azote, ROS) (M.
Murata, Yudoh, et Masuko 2008). L’activation des voies de signalisation de 1’angiogenése
conduit a I’expression de médiateurs cataboliques entrainant la dégradation de la matrice du

cartilage ainsi que la formation d’ostéophytes.

Bien qu’avasculaire, le cartilage sain est une source de VEGF, qu’il soit soluble
(isoformes 121 et 165 du VEGF) ou matriciel (isoforme 189), comme le cartilage arthrosique.
Cependant, les récepteurs VEGFR1 et VEGFR2 du VEGF ne sont retrouvés que dans le
cartilage arthrosique (Enomoto et al. 2003; Pfander, Kortje, et al. 2001; T. Pufe et al. 2001).
Une augmentation du nombre de chondrocytes VEGF* est observée dans les stades tardifs
d’arthrose (Pfander, Kortje, et al. 2001). Enomoto et al. ont montré que des explants de cartilage
arthrosique libéraient 3 fois plus de VEGF que des explants de cartilage sain et que la
stimulation des chondrocytes arthrosiques par le VEGF entrainait 1’expression de MMP-1 et
MMP-3. Ainsi, le VEGF exercerait également un réle catabolique (Enomoto et al. 2003). Pufe
et al. ont confirmé ce réle catabolique en montrant que le VEGF induisait la sécrétion de MMP-
1, MMP-3 et MMP-13 et diminuait 1’expression de TIMP-1 et TIMP-2, par des chondrocytes

immortalisés (Thomas Pufe, Harde, et al. 2004).

Les chenaux vasculaires contiennent des vaisseaux sanguins mais également des fibres
nerveuses sensorielles et sympathiques (Suri et al. 2007). Ces fibres nerveuses expriment le
facteur de croissance NGF, suggérant un lien entre 1’angiogenése ostéochondrale et la douleur
associée a l’arthrose (Walsh et al. 2010). De plus, Bonnet et Walsh ont montré que
I’inflammation et I’angiogenése s’entretenaient mutuellement au sein des tissus de I’articulation

arthrosique (Bonnet et Walsh 2005).
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Les chenaux vasculaires assurent la communication entre le cartilage calcifié et 1’os sous-
chondral en permettant le passage de signaux d’un tissu a I’autre. L’apparition de ces structures
dans le cartilage articulaire pourrait contribuer a la dégradation du cartilage et a sa
minéralisation, en favorisant le passage de molécules inflammatoires et cataboliques produites

par 1’os sous-chondral arthrosique, qui auraient un effet délétere sur le cartilage.

2.1.2. Implication de l’angiogenése ostéochondrale dans des modéles

animaux d’arthrose

La vascularisation du cartilage est également observée dans des modeles animaux
d’arthrose. Pan et al. ont analysé la vascularisation de la jonction ostéochondrale dans deux
modeles murins d’arthrose et ont constaté une augmentation du nombre de vaisseaux dans le
cartilage calcifié, a proximité de la tidemark de 100% dans le modéle d’arthrose liée au
vieillissement et de 50% et dans le mod¢le d’arthrose post-traumatique de déstabilisation du

ménisque médial (DMM), par rapport a des souris contréles (Pan et al. 2012).

Dans un autre mod¢le d’arthrose post-traumatique de transsection du ménisque médial
chez le rat (Mapp et al. 2008), une angiogenese ostéochondrale et synoviale est observée,
comparables aux observations faites dans la gonarthrose de patients (Walsh et al. 2007b). Ces
modifications de la jonction ostéochondrale et de la membrane synoviale ont lieu & des stades
précoces du développement de I’arthrose, suggérant que 1’angiogenese pourrait contribuer a

I’initiation de la pathologie.

Cela a été confirmé par Saito et al. qui ont évalué I’activité angiogénique de 1’0s sous-
chondral, du cartilage et de la membrane synoviale au cours de la progression de I’arthrose dans
un mod¢le de transsection des ligaments croisés antérieurs (ACLT) chez le lapin. L’activité
angiogénique de 1’os sous-chondral atteint un pic maximal dans le stade précoce a intermédiaire
d’arthrose et diminue ensuite a un niveau normal dans les stades tardifs de 1’arthrose. L’activité
angiogénique du cartilage n’a pas montré de variation au cours de la progression de I’arthrose.
Ainsi, I’augmentation de I’invasion vasculaire ayant été décelée suite a I’augmentation de
I’activité angiogénique osseuse au stade intermédiaire de la pathologie, suggére un réle de I’os

sous-chondral dans la vascularisation ostéochondrale (M. Saito et al. 2012).

La chondromoduline-1 est un facteur anti-angiogénique fortement exprimé dans le
cartilage articulaire sain et est impliquée dans le maintien des propriétés avasculaires du

cartilage. Son expression diminue dans le cartilage arthrosique de rat, tandis que 1’expression
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du VEGF, de la MMP-9 et MMP-13 augmente. Ces résultats suggérent que la perte de la ChM-
1 dans les couches profondes du cartilage pourrait étre en partie a I’origine de I’invasion

vasculaire observée au cours de 1’arthrose (Hayami et al. 2003).

2.1.3. Stratégies thérapeutiques ciblant I’angiogenese dans des modeéles

animaux d’arthrose

Des thérapies ciblant 1’angiogenese pourraient réduire les symptomes associés a
I’arthrose et limiter la sévérité des lésions des différents tissus arthrosiques. Différentes
stratégies thérapeutiques ont permis de mieux comprendre les mécanismes de 1’angiogenese
ostéochondrale et pourrait contribuer au développement de moyens thérapeutiques ciblés.
Hamilton et al. ont recensé différentes études ciblant spécifiquement le VEGF mais également
d’autres facteurs pro-angiogéniques et anti-angiogéniques dans des modeles animaux
d’arthrose, de polyarthrite rhumatoide, d’atteintes ostéochondrales ou uniquement des atteintes
du cartilage (Hamilton et al. 2016). Parmi ces études, nous nous sommes particuliérement
intéressés a celles inhibant le VEGF, les facteurs angiostatiques comme la TSP-1 et la

chondromoduline-1. L’inhibition du TGF-p sera également abordée.
a. Inhibiteurs du VEGF

L’utilisation de Bevacizumab (Avastin®), un anticorps monoclonal dirigé contre le
VEGF, dans le traitement de I’arthrose post-traumatique induite par transsection des ligaments
croisés antérieurs chez le lapin a montré d’importances ameéliorations au niveau de ’articulation
1ésée. En effet, I’administration par voie intraveineuse de Bevacizumab réduit significativement
la dégradation du cartilage articulaire, la formation d’ostéophytes, I’inflammation de la
membrane synoviale et de la douleur associée a ces différentes lésions (Nagai et al. 2014). Les
lapins traités par le Bevacizumab présentent une diminution d’expression de genes cataboliques
par la membrane synoviale (MMP-13, ADAMTS-5), une diminution d’expression de Runx2 au
niveau de I’os sous-chondral ainsi que qu’une augmentation d’expression de 1’agrécane, du
collagene de type 1l et de la chondromoduline-1 par les chondrocytes du cartilage articulaire,
par rapports aux lapins non traités. L’administration du Bevacizumab localement, par voie intra-
articulaire, présente les mémes bénéfices sur la membrane synoviale, le cartilage et 1’0s sous-
chondral et réduit également la douleur. De plus, la plus faible dose administrée en intra-

articulaire se révele étre plus efficace que la plus forte dose utilisée en intra-veineuse.
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D’autres équipes ont également montré les bénéfices du Bevacizumab. L’anticorps
monoclonal administré en intra-articulaire chez le lapin diminue fortement I’inflammation de
la membrane synoviale. Une réduction de I’angiogenése et I’hyperplasie synoviale sont
observés ainsi qu’une diminution d’expression de VEGF et de MMP-1 dans le cartilage (W. Li
et al. 2019a). Plus récemment, 1’administration de Bevacizumab a permis de réduire la
dégradation du cartilage et les changements de la membrane synoviale liées a I’arthrose.
L’administration intra-articulaire chez le lapin induit une diminution d’expression de MMP-13
au niveau du cartilage, et une augmentation de la production de collagéne de type Il et
d’agrécanes (Vadala et al. 2014).

L’utilisation d’un récepteur-leurre se liant au VEGF a également permis de réduire la
progression de 1’arthrose dans un modéle de rat arthrosique (Matsumoto et al. 2009). En effet,
la transplantation de cellules souches musculaires exprimant le récepteur soluble du VEGF,
sFlt-1, ainsi que BMP-4, directement dans I’articulation limitent la formation d’ostéophytes et
prévient la dégradation du cartilage. Des effets bénéfiques sur la chondrogenése ont également

été démontrés.

L’inhibition du VEGF par un lentivirus (VEGF small hairpin RNA, shRNA) administré
directement dans ’articulation retarde la progression de I’arthrose dans un modele de rat
arthrosique. L’utilisation du lentivirus augmente la différenciation chondrogénique et protége
les chondrocytes de I’hypertrophie induite par le TNF-o (Xufang Zhang, Crawford, et Xiao
2016).

b. Facteurs anti-angiogéniques

La thrombospondine-1 est une glycoprotéine présente dans les articulations, ou elle est
exprimée et produite par les chondrocytes. La TSP-1 est un inhibiteur de la prolifération et de
la migration de cellules endothéliales et favorise I’apoptose de ces cellules (Paul Bornstein
2009). Le niveau d’expression de la TSP-1 est significativement diminué dans le cartilage a un
stade avancé d’arthrose (Pfander et al. 2000). Cette glycoprotéine inhibe la signalisation du
VEGF en se liant directement au facteur angiogénique, en rentrant en compétition avec lui pour
les sites de liaison des protéoglycanes a héparane sulfate et en interagissant avec le récepteur
CDA47 (Gupta et al. 1999; Kaur et al. 2010). L’injection intra-articulaire d’un vecteur adénoviral
codant la TSP-1 (AdTSP-1) entraine une diminution de la dégradation du cartilage, de la
formation d’ostéophytes, de la densité des vaisseaux synoviaux et de I’inflammation de la

membrane synoviale, dans un modéle d’arthrose chez le rat (Hsieh et al. 2010).
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La chondromoduline-1 est une glycoprotéine présente dans le cartilage, qui régule
I’invasion vasculaire du cartilage au cours de 1’ossification endochondrale (Shukunami et al.
1999). Une étude dans un modéle d’arthrose a démontré que 1’invasion vasculaire du cartilage
arthrosique avait lieu au niveau sites présentant une diminution de ChM-1 et une augmentation
de VEGF (Hayami et al. 2003).L’injection intra-articulaire d’un lentivirus (LV-ChM-1) retarde
la progression de I’arthrose, en inhibant 1’activité catabolique assurée par HIF-2ao (X. Zhang et

al. 2016).
C. Inhibition du TGF-p

Zhen et al. ont montré que une augmentation des niveaux de TGF-B1 dans 1’os sous-
chondral de souris arthrosiques. Ces concentrations élevées de TGF-B1 entrainent la formation
de clusters de cellules mésenchymateuses nestine™ et une synthése accrue osseuse qui conduira
a une sclérose de 1’os (Zhen et al. 2013). L’inhibition de la signalisation du TGF-B1 chez des
souris KO pour le récepteur de type Il du TGF-B spécifiquement au niveau des cellules

mésenchymateuses nestine* réduit le développement de 1’arthrose.

Cui et al. se sont intéressés aux effets de I’halofuginone dans la progression de I’arthrose
et la formation des vaisseaux H. lls ont ainsi démontré que ce composé atténuait la dégradation
du cartilage et les dommages de 1’0os sous-chondral. La perte des protéoglycanes et la
calcification du cartilage étaient significativement réduites par 1’halofuginone, suite a
I’induction d’une arthrose post-traumatique par ACLT chez le rat. L’halofuginone diminue
¢galement I’expression de collagene de type X, de MMP-13 et d’ADAMTS-5 et augmente celle
de ’agrécane, du collagene de type II et de la lubricine. Les auteurs ont mis en évidence que le
blocage de ’angiogenese des vaisseaux H était a 1’origine des améliorations de I’halofuginone

sur la progression de ’arthrose (Z. Cui et al. 2016).

Ainsi, ces différentes ¢tudes démontrent les bénéfices de la mise en place d’une stratégie

thérapeutique visant I’angiogenese sur les différents tissus de ’articulation.
2.2. L’ostéoclastogenése au cours de I’arthrose

L’invasion des chenaux vasculaires dans la matrice du cartilage calcifié et du cartilage
articulaire nécessitent une résorption matricielle. De maniére interessante, les chenaux
vasculaires présentent des similarités avec les structures responsables du remodelage de 1’os

cortical. Ainsi, les chenaux vasculaires contiennent des cellules chargées de résorber les
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matrices, des vaisseaux sanguins qui permettent le passage de molécules, entourés par des

ostéoblastes qui synthétisent une matrice osseuse.

Les chondrocytes du cartilage pourraient donc interagir avec les cellules contenues dans
les chenaux vasculaires, afin de favoriser I’angiogenése ostéochondrale. Ainsi, un dialogue

entre chondrocytes et ostéoclastes serait un prérequis pour 1’invasion vasculaire du cartilage.

2.2.1. Communication entre chondrocytes et ostéoclastes au cours de

I’arthrose

La communication entre chondrocytes et ostéoclastes est principalement assurée par des
médiateurs biochimiques qui diffusent de I’os sous-chondral vers le cartilage, ou inversement,
par les zones de contacts direct entre ces deux tissus, les microfissures ou les chenaux
vasculaires (Figure 34). Au cours de I’ossification endochondrale, les précurseurs des
ostéoclastes sont recrutés dans la zone hypertrophique de la plaque de croissance par les
vaisseaux du périchondre et participent au remodelage de la matrice du cartilage et a la
formation du centre d’ossification primaire. Les ostéoblastes mais également les chondrocytes
régulent la différenciation des ostéoclastes par le complexe RANKL/OPG (B. Wang et al.
2015). Dans la polyarthrite rhumatoide, il a été décrit, grace a une technique de tracking in vivo
des précurseurs des ostéoclastes CX3CR1", que les pré-ostéoclastes parvenaient jusqu’au
cartilage inflammatoire par les vaisseaux sanguins, se différenciaient en ostéoclastes matures
et favorisaient la destruction du cartilage (Hasegawa et al. 2019). De plus, des données récentes
ont mis en évidence la capacité qu’ont les ostéoclastes a dégrader les différents tissus de la
jonction ostéochondrale, 1’0s sous-chondral et le cartilage calcifié, mais également le cartilage

articulaire via des processus dépendant du type de matrice a résorber (Lofvall et al. 2018).
a. Régulation des chondrocytes par les ostéoclastes

Les facteurs de croissance, libérés suite a la résorption de la matrice osseuse, régulent le
métabolisme des chondrocytes et participent a la dégradation du cartilage. Zhang et al. ont
constaté que I’expression du TGFBI par les ostéoclastes était augmentée suite a un stress
mécanique. De plus, ils ont observé une surmortalité des chondrocytes par apoptose, suite a une
co-culture avec des osteoclastes (R.-K. Zhang et al. 2018). Ainsi, le TGFB1 provenant de 1’os
sous-chondral pourrait diffuser jusqu’au cartilage ou étre transporté via les vaisseaux sanguins
et affecter le métabolisme des chondrocytes. L’IGF-1, également libéré par 1’os, pourrait jouer

un rdle chondroprotecteur. L’IGF-1 favorise 1’expression de Col2al et inhibe I’expression et
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I’activité de la MMP-13 dans un modele de chondrocytes de rat (M. Zhang et al. 2009). Le
cartilage arthrosique accumule également des ions calcium et phosphates provenant de 1’os
sous-chondral et forment un complexe qui favorise la production de MMP-13 par les
chondrocytes (Jung et al. 2018). Les pre-ostéoclastes et ostéoclastes matures favorisent

¢galement I’hypertrophie des chondrocytes via la formation d’exosomes (J. Dai et al. 2020).
b. Régulation des ostéoclastes par les chondrocytes

Les cellules de 1’0os sous-chondral peuvent étre exposées aux cytokines pro-
inflammatoires produites par les chondrocytes arthrosiques. Des contraintes mecaniques
entrainent une augmentation d’expression de I’IL-1p par des chondrocytes en culture primaire
(Fujisawa et al. 1999). La production d’IL-1f conduit a I’expression de RANKL par les
ostéoblastes et induit donc indirectement la formation des ostéoclastes (J. Dai et al. 2020). Une
production excessive de TNF-a et d’IL-6 a été détectée au niveau des chondrocytes, dans un
modele d’arthrose de déstabilisation du ménisque médial (Pearson et al. 2017). Le TNF-a induit
la différenciation des ostéoclastes en activant NF-kB et la protéine c-Jun (K. Kobayashi et al.
2000), mais également en stimulant 1’expression de RANKL par les ostéoblastes (Lam et al.
2000). L’application d’un stress mécanique au niveau de 1’articulation temporomandibulaire
entraine une augmentation du nombre de chondrocytes VEGF" et RANKL™ dans le cartilage
calcifié. En paralléle, le nombre d’ostéoclastes TRAP™ augmente dans la plaque sous-chondrale
située juste sous la couche de cartilage calcifié (Tanaka et al. 2005). De plus, a ’aide d’un test
de chimiotactisme dans un systéme de « chambre de Boyden », RANKL et VEGF favorisent la
migration et attirent les ostéoclastes, via la phosphorylation de ERK1/2 (Henriksen et al. 2003).
HMGBL1 est exprimée par les chondrocytes arthrosiques et est détectée autour des chondrocytes
in vivo (Aulin et al. 2020). Le développement osseux de souris déficientes pour HMGB1
spécifiqguement dans les chondrocytes hypertrophiques de la plague de croissance montre une
interruption du processus d’ossification endochondrale due a un retard dans I’invasion de
précurseurs des ostéoclastes, au niveau du centre primaire d’ossification (Taniguchi et al. 2007).
La présence de chondrocytes présentaient des caractéristiques de cellules apoptotiques dans le

cartilage arthrosique est associée a la sévérité de 1’arthrose (Musumeci et al. 2011).

Ainsi, la mise en évidence d’interactions fonctionnelles entre les chondrocytes et les
osteoclastes de 1’os sous-chondral suggére un réle des chondrocytes dans la résorption requise

a I’invasion vasculaire.
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Figure 34. Communication entre les chondrocytes et les ostéoclastes dans un contexte
d’arthrose. De multiples facteurs sont produits au niveau de 1’os sous-chondral et transitent
jusqu’au cartilage articulaire par les chenaux vasculaires, ou ils réguleront le metabolisme des
chondrocytes. D’apres (W. Hu et al. 2020)
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HYPOTHESE DE TRAVAIL

Nous pensons que la différenciation des chondrocytes en profondeur du cartilage, les
chondrocytes pre-hypertrophiques en chondrocytes hypertrophiques, qui a lieu au cours de
I’arthrose, pourrait jouer un role orchestrateur dans le remodelage de la jonction ostéochondrale,

et notamment la vascularisation du cartilage.

En effet, le r6le de la différenciation hypertrophique des chondrocytes a été démontré
dans I’invasion vasculaire de la plaque de croissance au cours de 1’ossification endochondrale.
Au cours de I’arthrose, on observe différents événements analogues a ceux décrit dans ce
processus. Ainsi, la dégradation et la minéralisation du cartilage, la différenciation
hypertrophique des chondrocytes et la vascularisation du cartilage résulterait d’une réactivation

du processus d’ossification endochondrale.

A ce jour, peu d’étude se sont intéressées au lien pouvant exister entre la différenciation
hypertrophique des chondrocytes et 1’angiogenése ostéochondrale au cours de 1’arthrose.
Pesesse et al. ont évalué la capacité angiogenique de chondrocytes hypertrophiques de patients
arthrosiques et ont montré une stimulation de la migration et de 1’adhérence de cellules
endothéliales en réponse a une stimulation par des milieux conditionnés de chondrocytes
hypertrophiques arthrosiques. Les auteurs ont mis en évidence des facteurs angiogéniques,

comme la BSP, comme étant a ’origine des effets pro-angiogéniques des chondrocytes.
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OBJECTIFS

Le remodelage de la jonction ostéochondrale dont fait partie [’angiogenese
ostéochondrale pourrait jouer un role central dans la progression de 1’arthrose, cependant les

acteurs moléculaires responsables de la vascularisation du cartilage sont encore méconnus.

Nous pensons que la différenciation des chondrocytes de la couche profonde du cartilage,
les chondrocytes pré-hypertrophiques, en chondrocytes hypertrophiques pourrait contribuer au

remodelage de la jonction ostéochondrale.
Ainsi les objectifs de ce travail de thése ont éte :

- De montrer que le ciblage de I’angiogenése ostéochondrale limite la progression de

I’arthrose dans un modéle d’arthrose post-traumatique chez le rat.

- D’étudier le potentiel angiogénique et ostéoclastogénique de chondrocytes pré-
hypertrophiques et de chondrocytes hypertrophiques, issus d’un nouveau modele de

différenciation progressive de chondrocytes, développé au sein du laboratoire.

- D’évaluer et de comparer le role biologique de ces chondrocytes a 1’aide de différents

tests fonctionnels d’ostéoclastogenése et d’angiogenese.

- D’identifier les molécules impliquées dans la différenciation hypertrophiques des
chondrocytes, 1’angiogeneése et le remodelage de la jonction ostéochondrale, afin de

les cibler spécifiquement.
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MATERIELS ET METHODES
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MATERIELS D’ETUDE

1. Collection et préparation des prélévements de tissus humains arthrosiques

L’ensemble des protocoles utilisant des prélévements d’origine humaine a été validé par
le comité de protection des personnes (CPP) lle de France V (17/11/2015) et du comité
consultatif sur le traitement de I’information en matiére de recherche (CCTIRS) (16/09/2016).

1.1. Inclusion des patients

Les prélevements de genoux humains arthrosiques proviennent de patients, homme ou
femme de tout age, opérés pour une pose de prothése totale de genou (PTG) dans le cadre d’une
gonarthrose symptomatique dans le service d’orthopédie de I’hopital Saint-Antoine (AP-HP) et
a la clinique des Maussins-Nollet (Paris). Les patients ont apporté leur consentement écrit la
veille de I’opération apres avoir été informés sur 1’utilisation des tissus recueillis et les objectifs

de I’équipe de recherche.
1.2. Dissection des tissus et préparation des échantillons

Les prélevements sont conservés dans du phosphate-buffered saline (PBS) a 4°C, jusqu’a
récupération et utilisation, généralement le lendemain de I’intervention chirurgicale. Différents
tissus sont récoltés par le chirurgien : les plateaux tibiaux médial et latéral, les condyles
fémoraux médial et latéral, les ménisques médial et latéral, de la membrane synoviale, du tissu
adipeux de Hoffa. Le recueil de ces échantillons de patients arthrosiques alimente la biobanque

« BioJoint » de notre équipe de recherche.

Pour les analyses biochimiques, les tissus osseux et cartilagineux provenant des plateaux
tibiaux et des condyles fémoraux sont disséqués et incubés dans du milieu RPMI1640 sans
rouge phenol (Sigma-Aldrich), supplémenté en pénicilline (100 U/mL) et streptomycine (100
pg/mL) (PS) a 6 mL de milieu par gramme de tissu frais, pendant 24h a 37°C. Au bout de 24h,
les tissus sont congelés a -80°C et les surnageant sont centrifugés (3000 g pendant 3 minutes),

aliquotés puis conservés a -80°C.

Des carottes histologiques d’un diamétre de 8 mm sont également effectuées au centre
des quatre compartiments ostéo-cartilagineux (plateau tibiaux et condyle fémoraux, médial et

latéral) afin de recueillir pour chacun une couche de cartilage articulaire, de cartilage calcifié et
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d’os sous-chondral (Figure 35). Les tissus sont fixés dans du paraformaldéhyde (PFA) a 3,7%
(dilution dans du PBS) pendant 24h puis décalcifiés dans une solution d’acide éthyléne diamine
tétra-acétique (EDTA) (VWR, 20302.293) a 14% (dilution dans de I’eau) ajustée a un pH 7,4,
pendant 4 & 6 semaines a 4°C. Les bains d’EDTA sont changés tous les deux jours, jusqu’a
décalcification complete des tissus. La décalcification est jugée totale lorsque les parties
osseuse et cartilagineuse du prélévement sont mous. Les prélévements sont conservés dans une
solution d’éthanol 70% (dilution dans de I’eau) jusqu’a leur inclusion en paraffine. Des coupes
d’une épaisseur de 5 um sont réalisées a I’aide d’un microtome a rotation Leica RM2135 (Leica
Biosystems) selon I’axe frontal des échantillons, afin d’obtenir des coupes comprenant le
cartilage articulaire, calcifié et ’os sous-chondral. Les lames sont séchées & 37°C pendant 24h

puis conservés a température ambiante et a I’obscurité.

ggndyle"fémoral
hal,

.
g ”
pe
'y -
4% A
A R

Figure 35. Prélévements d’un genou humain arthrosique issu d’un patient opéré pour une
pose de prothése totale du genou (PTG). Des tissus osseux et cartilagineux des plateaux tibiaux
et des condyles fémoraux sont récupérés pour effectuer des analyses biochimiques. Des carottes au
centre de chaque compartiment sont réalisées pour effectuer des analyses histologiques.
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2. Induction de I’arthrose chez le rat et injection d’une molécule anti-angiogénique

L’ensemble des expériences réalisées chez le rat dans cette étude est effectué selon des
protocoles approuvés par le Comité d’Ethique en expérimentation animale n°5 Charles Darwin

de la région lle-de-France.
2.1. Conditions d’hébergement des animaux

Dans cette étude, le modele expérimental utilisé est le rat (Rattus norvegicus) adulte male
agé de 10 semaines, provenant de chez Charles River France. Les animaux sont hébergés au
sein de la plateforme d’hébergement et d’expérimentation animale (PHEA) du centre de
recherche Saint-Antoine et une période d’acclimatation d’une semaine est effectuée avant
utilisation des animaux. Les animaux sont hébergés dans les conditions standard A1 EOPS
(Exempt d'Organismes Pathogénes Spécifiques) du CRSA (autoclave et sas chimique en

barriére) avec :
- Hébergement en portoirs ventilés en pression positive (2-4 rats/cage)
- Salle d’hébergement en surpression
- Cycle nycthémere de 12h (8h-20h jour/20h-8h nuit)
- Hygrométrie de 55% (+/- 10%)
- Température comprise entre 20°C et 24°C

- Change litiere/abreuvement/nourriture deux fois par semaine et vérification quotidienne

par les techniciens de la PHEA

- Enrichissement du milieu : briquette en bois et/ou sopalin
2.2. Modéle d’arthrose post-traumatique

Le modéle d’induction de 1’arthrose utilisé dans cette étude est le modéle de
déstabilisation du ménisque médial (DMM) accompagné d’une méniscectomie partielle. Ce
modele d’arthrose de référence (Kadri et al. 2008; Kamekura et al. 2005) développé initialement
chez la souris est classiqguement utilisée chez le rat (lijima et al. 2014). Il permet d’induire une
arthrose post-traumatique des 4 semaines post-chirurgie et consiste a déstabiliser le ménisque
médial par section du ligament ménisco-tibial médial et par méniscectomie partielle.

L’opération est réalisée sur les genoux droits de rats males agés de 10 semaines. L’intervention
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est pratiquée par un chirurgien orthopédique, habilité a pratiquer la chirurgie sur le petit animal.
Cette procédure est classée comme modérée. Nous avons évalué I’arthrose induite 8 semaines

post-chirurgie.

L’analgésie pré-opératoire est prise en charge par ’administration intra-péritonéale de
buprénorphine (Buprecare®) (0,05mg/kg), une demi-heure avant I’intervention. Les animaux
sont anesthésiés par inhalation d’un mélange d’isoflurane (Aerane®, Baxter) dans 1’air ambiant
a 4% avec un débit de 300 mL/min pour induire 1’anesthésie puis a 1,5-2,5% pour maintenir
I’endormissement. La profondeur de 1’anesthésie est vérifiée par I’absence de réflexe de retrait
suite au pincement des coussinets plantaires. La procédure est poursuivie uniquement quand
I’animal est sous narcose profonde (absence de conscience, myorelaxation). Les animaux sont
placés sur un tapis chauffant tout au long de I’anesthésie. La patte postérieure droite est rasée,
désinfectée a I’alcool puis a la bétadine avant I’incision. L’intervention est effectuée sous
microscope optique. L’incision cutanée est longitudinale, au bord médial du ligament patellaire
dont le relief est visible a travers la peau. L’aileron patellaire médial est sectionné, ainsi qu’un
millimétre du tenon quadricipital entre le vaste médial et le vaste intermédiaire. La rotule est

luxée en externe, genou en extension.

La déstabilisation du ménisque médial est réalisée en sectionnant le ligament ménisco-
tibial médial antérieur et le ligament collatéral médial. La méniscectomie partielle est réalisée
en résequant la partie antérieure du ménisque médial. La rotule est ensuite replacée dans sa
position initiale, et sa stabilité est vérifiée en mobilisant I’articulation. Chez le rat, la rotule est
instable et se reluxe lorsque le genou est en extension, des points de fils résorbable (PDS) sont
donc ajoutés entre les deux chefs du quadriceps, au sommet de I’aileron patellaire médial. La
peau est ensuite suturée par des points de fils résorbable d’Ethilon 5/0 (Ethicon) et une goutte
de colle (SurgiBond Tissue Adhesive, IMS Global Medical) est déposée sur la suture pour
terminer 1’opération. Le genou gauche est laissé intact. Cette intervention dure moins de 5

minutes par animal (Figure 36).

La douleur post-opératoire est prise en charge par I’administration intra-péritonéale de
buprénorphine (0,05 mg/kg) toutes les 8-12h durant 24-48h. Une gelée hydratante (GelDiet®
Recovery) est mise a disposition, ainsi que de croquettes directement dans la cage, afin de
faciliter leur réhydratation post-chirurgicale. Les animaux sont suivis quotidiennement par
I’équipe de la PHEA avec une attention particuliére concernant 1a cicatrisation de la plaie, le
comportement, la prise alimentaire des animaux. Les rats sont pesés chaque semaine pour suivre
I’évolution du poids des animaux. Les rats sont placés en stabulation standard pendant 8
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semaines apres 1’acte chirurgical. Les critéres d’arrét en cours d’expérimentation, également
appelés points limites, ont été définis dans les cas ou un animal montre des signes de douleurs
ne pouvant étre soulagées par des analgésiques, si un animal présente des signes de troubles
respiratoires visibles, un aspect géneral dégradé (téte penchée, poils hérissés, dos vouté) ou un

comportement anormal (isolement, agressivité, troubles de la marche).

Figure 36. Etapes schématiques de réalisation d’une déstabilisation du ménisque médial chez
le rat. (A) Apres avoir effectué un abord para-patellaire médial, le ligament patellaire est incisé sur
son versant médial. (B) La rotule est luxée en externe, exposant ’articulation du genou. Le ligament
ménisco-tibial antérieur, fixant la corne antérieure du ménisque médial au tibia, et le ligament
collatéral médial sont sectionnés. (C) La corne antérieure du ménisque est mobilisée et sa moitié
antérieure est réséquée.

2.3. Injection systémique d’une molécule anti-angiogénique

Une injection systémique d une molécule anti-angiogénique est réalisée chaque semaine

sur toute la durée de I’expérimentation, afin d’inhiber 1’angiogenése ostéochondrale.

Les rats sont separés en deux groupes, chaque rat étant identifié par un code couleur
dessiné sur la queue (marquage au feutre non invasif). Une solution d’Aflibercept (Zaltrap®,
Sanofi) a 8 mg/mL (dilution dans du NaCl 0,9%) ou de solution contr6le de NaCl (0,9%) est
injectée en intra-péritonéale a 12,5 mg/kg sur animal vigile, par simple contention, une fois par

semaine pendant 8 semaines (Figure 37). La premiere injection est réalisée 5 jours post-DMM.
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2.4, Injection de tétracycline, sacrifice des animaux et prélevement des tissus

Les animaux sont injectés en intra-péritonéale avec une solution de tétracycline (Sigma-
Aldrich, T3383) a 3,75 mg/mL (dilution dans du PBS) a 6,66 pL/g sur animal vigile, par simple

contention, 7 jours et 2 jours avant le sacrifice (Figure 37).

A 8 semaines post-DMM, les rats sont sacrifiés par prélevement sanguin en
intracardiaque. Les animaux sont préalablement anesthésiés par inhalation d’un mélange
d’isoflurane dans I’air ambiant a 4% avec un débit de 300 mL/min pour induire I’anesthésie
puis a 1,5-2,5% pour maintenir I’endormissement. La profondeur de I’anesthésie est vérifiée
par I’absence de reflexe de retrait suite au pincement des coussinets plantaires. La procédure
est poursuivie uniquement quand 1’animal est sous narcose profonde. La paroi thoracique est
ensuite ouverte, le diaphragme est sectionné puis un prélévement sanguin intracardiaque est
réalisé a I’aide d’une aiguille insérée dans le ventricule gauche du cceur de ’animal. Un volume
de 2 mL en moyenne est prélevé entrainant la mort de I’animal par exsanguination. La mort de
I’animal est confirmée par I’observation de I’absence de battement cardiaque pendant au moins

une minute et le début de rigidité cadavérique.

Les pattes postérieures droites et gauches sont prélevées. La peau et les muscles sont
enlevés pour ne garder que le genou. Les échantillons sont ensuite rincés a 1’eau pour enlever
les résidus de poils puis fixés dans une solution de PFA 3,7% pendant 48h a 4°C. Les tissus
sont ensuite décalcifiés dans une solution d’EDTA a 14% pendant 6 a 8 semaines a 4°C. Les
bains d’EDTA sont changés tous les deux jours, jusqu’a décalcification compléte du
prélevement. La décalcification est jugée totale lorsque le genou est devenu mou. Les
prélévements sont conservés dans une solution d’éthanol 70% jusqu’a leur inclusion en
paraffine. Les genoux de rats sont inclus en paraffine, face médiale tournée vers le fond de la
cassette en plastique. Des coupes d’une épaisseur de 5 pm sont réalisées a I’aide d’un
microtome a rotation Leica RM2135 (Leica Biosystems) selon 1’axe sagittal des échantillons,
afin d’obtenir des coupes comprenant les plateaux tibiaux et condyles fémoraux médiaux. Les
coupes sont conservées a partir du moment ou le ménisque se sépare en deux structures de
forme triangulaire. Trois a quatre coupes sont déposées sur chaque lame, 25 a 30 lames sont
collectées par échantillon. Les lames sont séchées a 37°C pendant 24h puis conservées a

température ambiante et a 1’obscurité.
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Figure 37. Schéma du protocole expérimental. Des rats Lewis agés de 10 semaines subissent une
déstabilisation du ménisque médial et une méniscectomie partielle sur leur genou droit, afin
d’induire une arthrose post-traumatique. Une injection en intra-péritonéale (IP) d’Aflibercept
(Zaltrap®) a 12,5 mg/kg ou de solution contr6le NaCl (0,9%) est effectuée 1 fois par semaine
pendant 8 semaines. Deux injections de tétracycline en intra-péritonéale sont effectuées 7 et 2 jours
avant le sacrifice des animaux. Apres sacrifice, les pattes postérieures sont récupérées pour une
analyse histologique.

3. Cultures et différenciations cellulaires

L’ensemble des expériences in vitro réalisées dans cette étude est effectué selon des
protocoles approuvés par le Comité d’Ethique en expérimentation animale n°5 Charles Darwin

de la région lle-de-France.
3.1. Culture et différenciation de chondrocytes murins
3.1.1. Culture primaire de chondrocytes articulaires immatures murins

Des souriceaux C57BL/6J (élevage Janvier-Labs) agés de 5 a 6 jours sont disséqueés afin
de prélever les genoux et les tétes fémorales (Bougault et al. 2012; Gosset et al. 2008). Les
prélevements sont rincés au PBS puis soumis a des digestions enzymatiques par la libérase
(Roche, 5401127001) a 37°C (deux digestions de 45 min a 0,52 unité Wiinsch/mL et une
digestion sur la nuit a 0,13 unité Wiinsch/mL) dans du milieu de culture DMEM (Dulbecco’s
Modified Eagle Medium) (Sigma-Aldrich) a 1 g/l de glucose, de la pénicilline (100 U/mL),
streptomycine (100 pg/mL) et L-glutamine (4 mM) (Sigma-Aldrich). Le lendemain, les
chondrocytes articulaires immatures (iIMAC) sont isolés des débris matriciels par passages
successifs dans des pipettes de 25, 10, 5 mL et pipette Pasteur puis par filtration sur tamis
cellulaire (100 pm). Les iMAC sont ensuite ensemencés a une densité cellulaire de 40 000
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cellules par puits (plague 12 puits) dans 1 mL de milieu DMEM PS/Glu supplémenté avec 10%
de sérum de veau feetal (SVF) (milieu 1) (Gibco, A3160802). Les cellules sont cultivées dans
ce milieu de croissance a 37°C dans une atmosphére comprenant 95% d’humidité et 5% de

COo,. Le milieu de culture est changé tous les deux jours, jusqu’a confluence.
3.1.2. Modele de différenciation hypertrophique de chondrocytes

Les iMAC sont cultivés pendant 7 jours en milieu de croissance jusqu’a confluence. lls
sont ensuite cultivés dans un milieu de différenciation pré-hypertrophique (milieu n°2) pendant
28 jours. Ce milieu est composé de DMEM-HamF12 (Ham’s F-12 Nutrient Mixture) (Sigma-
Aldrich) a 4,5 g/l de glucose, SVF (5%), pénicilline (100 U/mL), streptomycine (100 pg/mL),
L-glutamine (4 mM), insuline (5 pg/mL) — transferrine (5 pg/mL) — sodium sélénite (5 ng/mL)
(ITS) (Sigma-Aldrich, 11074547001), hormone tri-iodo-L-thyronine (T3) (50 ng/mL) (Sigma-
Aldrich, T6397) et extemporanément de 1’acide L-ascorbique (vitamine C) (40 pg/mL) (Sigma-
Aldrich, A4544). Les chondrocytes obtenus au bout de 28 jours de culture dans le milieu n°2
sont qualifiés de chondrocytes pré-hypertrophiques (Prehyp). Les chondrocytes pré-
hypertrophiques sont ensuite cultivés dans un milieu de différenciation hypertrophique (milieu
n°3) pendant 42 jours, constitué¢ d’un milieu de différenciation pré-hypertrophique supplémenté
extemporanément en B-glycérophosphate (10 mM) (Sigma-Aldrich, G9422), acide rétinoique
(vitamine A) (100 nM) (Sigma-Aldrich, R2625) et 1,25-dihydroxyvitamine D3 (10 nM)
(Sigma-Aldrich, D1530). La différenciation des chondrocytes pré-hypertrophiques en
chondrocytes hypertrophiques est réalisée a 37°C en atmosphére comprenant 95% d’humidité
et 3% de COa. Les chondrocytes obtenus au bout de 42 jours de différenciation sont qualifiés

de chondrocytes hypertrophiques (Hyp) (van Eegher et al. 2021).

A la fin de chaque stade de différenciation (pré-hypertrophique et hypertrophique), des
cultures de cellules sont arrétées pour réaliser des milieux conditionnés. Deux types de milieux
conditionnés sont engendrés selon le type de milieu de culture utilisé. Un premier milieu
conditionné est réalisé dans un milieu ECGM2 (Endothelial Cel Growth Medium) (PromoCell,
C-22011) supplémenté en pénicilline (100 U/mL), streptomycine (100 pg/mL) et L-glutamine
(2 mM) et un second milieu conditionné est réalisé dans un milieu DMEM 1 g/l de glucose
supplémenté en pénicilline (100 U/mL), streptomycine (100 pg/mL) et L-glutamine (2 mM).
Les chondrocytes sont rincés deux fois au PBS puis incubés dans 1 mL de milieu ECGM2 ou
DMEM décrit précédemment pendant 24h, selon leurs conditions de culture usuelles. Apres

incubation, les milieux conditionnés sont récupérés, centrifugés a 2500 rpm pendant 5 min,
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aliquotés et conservés a -80°C. Les cellules utilisées pour générer les milieux conditionnés sont
rincées deux fois au PBS avant extraction des ARN totaux et des protéines cellulaires et
matricielles. Les lysats cellulaires sont conservés a -80°C. D’autres cultures de chondrocytes
sont fixées au PFA 3,7% pendant 15 min, rincées deux fois au PBS puis conserveées a -20°C ;

ou bien utilisées directement pour d’autres expériences décrites ultérieurement.
3.2. Culture et différenciation de monocytes murins

La culture, la différenciation des monocytes et la détection des ostéoclastes ont été
effectuées dans I'unité de recherche BIOSCAR — Biologie de 1’0s et du cartilage (U1132) de

1’hépital Lariboisiére (Paris) par notre collaborateur, le Dr Eric Hay.

Des monocytes murins de la lignée RAW 264.7 sont ensemencés a une densité cellulaire
de 57 000 cellules/cm2 dans des chambres de culture Labtek a 1 ou 8 compartiments dans
respectivement 2 mL et 400 pL par compartiment de milieu de culture cMEM sans rouge
phénol (Gibco) supplémenté en pénicilline (100 U/mL), streptomycine (100 pg/mL), L-
glutamine (2 mM) et 10% de SVF (Hyclone, SH30071.03). Les monocytes sont cultivés a 37°C
dans une atmospheére comprenant 95% d’humidité et 5% de CO». Une fois que les cellules sont
confluentes, soit 24h aprés ensemencement, les monocytes sont différenciés en ostéoclastes
dans du milieu aMEM supplémenté en pénicilline (100 U/mL), streptomycine (100 pg/mL), L-
glutamine (2 mM), 5% de SVF et RANK-L (100 ng/mL) pendant 5 jours. Un milieu controle
sans RANKL est utilisé pour vérifier la différenciation ostéoclastogénique assurée par ce
facteur. Les capacites de différenciation ostéoclastogénique des chondrocytes pré-
hypertrophiques et hypertrophiques ont été évaluées en utilisant les milieux conditionnés (en
DMEM) de chondrocytes, supplémenté avec 5% de SVF. A T’issu de la différenciation, les
cellules différenciées dans les Labtek 8 compartiments sont fixées au PFA 3,7% pour effectuer
un comptage des ostéoclastes et les cellules différenciées dans les Labtek 1 compartiment sont

lysées pour extraire les ARN totaux.
3.3. Culture de cellules endothéliales humaines

Des cellules endothéliales humaines HUVEC (Human Umbilical Vein Endothelial Cell,
PromoCell) sont cultivées dans du milieu ECGM2 (Endothelial Cell Growth Medium 2,
PromoCell, C-22011) supplémenté en pénicilline (100 U/mL), streptomycine (100 pg/mL), L-
glutamine (2 mM) (1% PS/Glu) et mix complémentaire (25,2 pL/mL de milieu). Aprés ajout

du mix complémentaire, le milieu de culture contient les facteurs suivants : SVF (0,02 mL/mL),
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Epidermal Growth Factor (humain recombinant) (5 ng/mL), Basic Fibroblast Growth Factor
(humain recombinant) (10 ng/mL), Insulin-like Growth Factor (R3 IGF-1) (20 ng/mL),
Vascular Endothelial Growth Factor 165 (humain recombinant) (0,5 ng/mL), acide ascorbique
(1 pg/mL), héparine (22,5 pg/mL) et hydrocortisone (0,2 pg/mL). Les cellules endothéliales
sont cultivées dans ce milieu de culture dit complet, a 37°C dans une atmosphere comprenant

95% d’humidité et 5% de CO.. Les cellules endothéliales sont utilisees a maximum passage 7.
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METHODES D’ANALYSE

1. Tests fonctionnels d’angiogenése

1.1. Adhérence de cellules endothéliales aux matrices extracellulaires de

chondrocytes

Des cellules HUVEC en culture sont incubées avec de la calcéine-AM (1 puM)
(Invitrogen, C3099) a 37°C pendant 1h. Les cellules HUVEC sont ensuite détachées
(trypsine/EDTA), centrifugées a 1200 rpm pendant 5 min puis resuspendues a une
concentration finale de 25000 cellules/mL dans du milieu de culture complet. Des cultures de
chondrocytes pré-hypertrophiques et hypertrophiques sont rincées au PBS, puis 1 mL de
solution de cellules endothéliales est déposé sur chaque puits de chondrocytes. Chaque
condition est réalisée en duplicat. Des concentrations croissantes de cellules HUVEC (0, 2500,
5000, 10000, 20000 et 40000 cellules/mL) sont déposees dans des puits vides afin de réaliser
une gamme. Les cellules endothéliales et chondrocytaires sont incubées a 37°C dans une
atmosphére comprenant 95% d’humidité et 5% de CO2 pendant 4h. Aprés 4h, les cellules non
adhérentes sont retirées par lavage au PBS. L’adhérence des cellules endothéliales marquées a
la calcéine est détectée par spectrophotométrie (longueur d’onde émission/excitation 535
nm/485 nm). L’auto-fluorescence des chondrocytes est retranchée a chacun des puits.
L’adhérence des cellules endothéliales aux matrices de chondrocytes est calculée grace a la

gamme d’adhérence des cellules endothéliales sur puits vide de culture cellulaire.

1.2. Prolifération de cellules endothéliales en réponse a une stimulation par des

milieux conditionnés de chondrocytes

Les cellules HUVEC sont ensemencées a 4000 cellules/puits dans une plaque 96 puits
avec 100 pL de milieu de culture complet et incubées sur la nuit. Le lendemain, les cellules
sont mises a jeun avec 100 pL de milieu dit controle négatif (ECGM2, 1% PS/Glu, 2% de SVF
décomplémenté) pendant 4h. Les cellules HUVEC sont ensuite stimulées avec 100 pL de
milieux conditionnés de chondrocytes pré-hypertrophiques ou hypertrophiques (supplémentés
avec 2% de SVF décomplémenté ou 2% de mix complémentaire), de milieux controle négatif
ou de milieu de culture complet, qui servira de contréle positif, pendant 48h. La prolifération
cellulaire est détectée par incorporation de I’EAU (5-ethynyl-2’-deoxyuridine), sur les 4
derniéres heures de I’expérience (EAU HTS kit, Baseclick, BCK-HTS555). Aprés 44h de
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stimulation, 100 uL d’EdU (2uM) est ajouté a chaque puits. Au bout de 48h de stimulation, les
cellules sont fixées au PFA 3,7% et perméabilisées au Triton 0,5%. Une solution cocktail est
ensuite déposée dans chaque puit et incubée 30 min a température ambiante et a 1’obscurité.
Les cellules sont ensuite marquées au DAPI (dilution 1/2000°™ dans PBS) pendant 15 min a
température ambiante et a 1’obscurité. Chaque puits est ensuite photographi¢ au microscope
optique Olympus 1X83 (objectif x10). Un comptage des cellules EdU-positives et DAPI-

positives est ensuite réalisé a I’aide du logiciel CellSens Dimension.

1.3. Migration de cellules endothéliales en réponse a une stimulation par des

milieux conditionnés de chondrocytes

Les cellules HUVEC sont ensemencées a 100000 cellules/puits dans une plaque 24 puits
avec 1 mL de milieu complet. A confluence, les cellules sont incubées avec de la mitomycine
C (Sigma-Aldrich, M4287) (5 pg/mL) pendant 1h a 37°C, pour bloquer la prolifération
cellulaire. En parall¢le, les cellules sont incubées ou non avec de I’AMD3100 (Sigma-Aldrich,
239820) (10pg/mL), pour bloquer le récepteur CXCR4. Une fente verticale est réalisée au
centre de chaque puits, en grattant le fond du puits a 1’aide d’un céne de 200 pL. Aprés lavage
au PBS, les cellules sont stimulées avec 400 pL de milieux conditionnés pré-hypertrophiques
ou hypertrophiques, de milieu contréle négatif (ECGM2, 1% PS/Glu) ou de milieu de culture
complet qui servira de contrdle positif. Chaque condition est réalisée en duplicat. La migration
des cellules HUVEC au niveau de la fente est observée pendant 24h. 3 a 4 champs par puits
sont photographiés toutes les 30 min pendant 24h, au microscope optique Olympus 1X83
(objectif x10). Le surface de la fente au cours de I’expérience est calculée a I’aide du logiciel

ImageJ.

1.4, Formation de tubules sur Matrigel en réponse a une stimulation par des

milieux conditionnés de chondrocytes

Le Matrigel (sans rouge phénol et réduit en facteur de croissance, Corning, 356231) est
décongelé dans la glace, a 4°C sur la nuit. Un volume de 11 puL de Matrigel est déposé dans le
compartiment inférieur de chaque puits d’une plaque 15 puits p-slide Angiogenesis (ibidi,
81506). Le Matrigel est incubé dans une chambre humide a 37°C pendant 1h pour
polymérisation. Les cellules HUVEC en culture sont incubées ou non avec de I’AMD3100
(Sigma-Aldrich, 239820) (10ug/mL) pendant 1h a 37°C, pour bloquer le récepteur CXCRA4.
Les cellules HUVEC sont ensuite detachees (trypsine/EDTA), centrifugées a 1200 rpm pendant
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5 min puis resuspendues a une concentration finale de 300000 cellules/mL dans du milieu
conditionné de chondrocytes pré-hypertrophiques ou hypertrophiques, du milieu contrdle
négatif (ECGM2, 1% PS/Glu) ou de milieu de culture complet qui servira de contrdle positif.
Chaque condition est réalisée en duplicat. La formation de tubules sur Matrigel est observée
pendant 22h. Quatre champs par puits sont photographiés toutes les 1h pendant 22h, au
microscope optique Olympus 1X83 (objectif x10). Une segmentation des images (cellules/bruit
de fond) est réalisée a I’aide du logiciel Ilastik, pour obtenir un squelette du réseau de tubules.
La longueur totale du réseau de tubules et le nombre de jonctions sont calculés a 1’aide du plugin

Angiogenesis Analyzer du logiciel ImageJ (Figure 38).
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Figure 38. Analyse de la formation de tubules sur Matrigel. Pour chaque puits, 4 photos sont
prises toutes les heures pendant 22 heures. Chaque photo est analysée séparément puis la moyenne
de chaque paramétre pour les 4 photos est calculée. (A) Image en contraste de phase prise par le
microscope 1X83. (B) Segmentation de I’image par le logiciel Ilastik (bruit de fond en noir et tubules
en blanc). (C) Analyse de I'image segmentée par le plugin Angiogenesis Analyzer du logiciel
Imagel. La longueur totale du réseau et le nombre de jonctions sont les parametres utilisés pour
évaluer la formation de tubules.

2. Analyses moléculaires, biochimiques et histologiques
2.1. Analyses moléculaires
2.1.1. Extraction des ARN totaux et rétro-transcription (RT)

La lyse des cellules et I’extraction des ARN totaux sont réalisées selon le protocole
RelisaPrep™ RNA Cell Miniprep System de Promega. Aprés 2 ringages au PBS, les cellules
sont lysées par un tampon BL-T (Guanidine thiocyanate (4 M), Tris (0,01 M) pH 7,5 et 1-
Thioglycérol (1%)). La concentration et la pureté des ARN extraits sont estimées par le
spectrophotomeétre Nanodrop a 260 nm. Les ARN totaux (500 ng) sont utilisés comme matrice
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afin d’obtenir de I’ADN complémentaire (ADNc) grace au kit Omniscript de Qiagen (tampon
1X, dNTP (0,5 mM), oligodT (1 uM) et enzyme RT (4U). Le volume réactionnel final de 20
pL est incubé 50 min a 37°C et 15 min a 70°C. L’ ADNc est conservé a -20°C.

2.1.2. PCR quantitative en temps réel (QPCR)

Les niveaux d’expression des transcrits d’intérét sont quantifiés par qPCR grace au kit
Go Taq gPCR Master Mix de Promega. Les mesures sont réalisées par le LightCycler96 de
Roche selon le programme d’amplification présenté ci-dessous (Figure 39). Les échantillons
sont déposeés en duplicat pour chaque géne étudié. Les sequences des amorces utilisées sont
listées dans le tableau ci-dessous (Figure 40, 41). L’expression relative des transcrits est
normalisée par le niveau d’expression du géne de ménage Hypoxanthine
PhosphoRibosylTransférase (HPRT) murin ou du géne de ménage ARN ribosomique 18S (18S)
humain, selon 1’origine murine ou humaine des cellules. L’expression relative des transcrits est

déterminée par la méthode AACt.

Dénaturation (1 cycle) 95°C pendant 5 minutes

Dénaturation (95°C pendant 10 secondes)

Amplification (40 cycles) Hybridation des amorces (60°C pendant 15 secondes)
Elongation (72°C pendant 10 secondes)
Fusion (1 cycle) 95°C pendant 10 secondes puis 60°C pendant 30 secondes
Refroidissement (1 cycle) 40°C pendant 30 secondes

Figure 39. Protocole d’amplification par qPCR (LightCycler96).

Géne (murin) Sens (5°-37) Anti-sens (5°- 3%) fTJ;i(ch(;
Acan CAGAGTTAGTGGAGGGTGTGA AGACCCTGGGAAGTTTGT 60°
Adamts4 GGCAAGGACTATGACGC TCAGCCCAAGGTGAGTG 60°
Adamts5 TCAGCCACCATCACAGAA CCAGGGCACACCGAGTA 60°
Angptl4 GGGACCTTAACTGTGCCAAG GAATGGCTACAGGTACCAAACC 60°
Bmp2 AGATCTGTACCGCAGGCACT GTTCCTCCACGGCTTCTTC 60°
Bmp4 GAGGAGTTTCCATCACGAAGA GCTCTGCCGAGGAGATCA 60°
Ccl2 GATGATCCCAATGAGTAGGCT TTCTGATCTCATTTGGTTCCGA 60°
Ccl4 GCCCTCTCTCTCCTCTTGCT GGAGGGTCAGAGCCCATT 60°
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Cer5 GACTGCCAACAGGGAAGAAC CCCCAAGTTCTGCTGACTCT 60°
Chm1 AGAAGCAATTGAAGTCAACGAT AGCGAGTTCTCTTCGTAGTTAG 60°
Col2al GGCAACAGCAGGTTCACATA ATGGGTGCGATGTCAATAAT 60°

Col10al GATGCCGCTTGTCAGTG TAAAGATACCAGATCTTGGGTCG 60°

Csfir GCTACTGCTGTTGCTGCTCTT TTGCCTTCGTATCTCTCGATG 60°
Cxcl12 TGAGAACATGCCTAGATTTACCC TCATGGCAAGATTCTGGCTTA 60°
Cxcré GTGGTGTTTCAATTCCAGCATATAA GCAGGCAAAGAAAGCTAGG 60°
Cxcr? AGAAGATGGTACGCCGTGTT ATCAGGCAGGGACACAAAGA 60°

Fgfb CCTTGCTATGAAGGAAGATGGAC AGTTTATACTGCCCAGTTCG 60°

Hprt AGGACCTCTCGAAGTGT ATTCAAATCCCTGAAGTACTCAT 60°

Ihh CACCTTCAGTGATGTGCTTATTT GGGCTGCTGGTTCTGTA 60°

11-34 ACAAGAACCGGCTTCAGTACA CCCTCATAAGGCACAGCAAT 60°
Mmp3 TGAAAATGAAGGGTCTTCCGG GCAGAAGCTCCATACCAGCA 60°
Mmp13 GATGGCACTGCTGACATCAT TGTAGCCTTTGGAACTGCTT 60°

Opg ATCAGAGCCTCATCACCTT CTTAGGTCCAACTACAGAGGAAC 60°

Ostéocalcine GGTGTCCCCACTTTTCCTCC GACCACTCCAGCACAACTCC 60°

Ostéomoduline

TTCCAAGGAATTTGGAACATCT

TGTTAAATGGTGATGGTGTACTGG

60°

Ostérix CCTCAGTTCTTCTCTCTTTGTC AACGGCAAATAGGATTGGG 60°
Rankl TGAAGACACACTACCTGACTCCTG CCACAATGTGTTGCAGTTCC 60°
Runx2 ATTCATCCTGACTCCCTCT CTACCACACACAAACAATAAATAGC | 60°
Snorc TGCTCATCTCTGGGGTCCT GGCAATTCAATAGGCTCGTT 60°
Sox9 AACGCACATCAAGACGG GGCTGTAGTGAGGAAGGTT 60°
Sphk1 TCCATACCTGGTTCATGTGC ACAGAAAACACGCCCCTCT 60°
Tofbl GCGGTGCTCGCTTTGTA CTGTGTGAGATGTCTTTGGTT 60°
Tnap GAATCGGAACAACCTGACT CCTGGTCCATCTCCACT 60°
Tspl GCTGGCAATGCACCTTCTAA TAAAGGCCGAGTGCTGAC 60°
Vegfa CTGCTGTGGACTTGTGTTG ATGGGTTTGTCGTGTTTCT 60°
Vegfc GCACAGGTTACCTCAGCAAGA GTAAACATCCAGTTTAGACATGCAC | 60°
Vegfr2 TTTGGCAAATACAACCCTTCAGA GCAGAAGATACTGTCACCACC 60°
Vegfr3 TGTCACCTTCGACTGGGATT TGCTGGAGAGTTCTGTGTGG 60°

Figure 40. Séquences des amorces murines (sens et anti-sens) utilisées en qPCR.

131




Géne ] T° de
. Sens (5°-3°) Anti-sens (5°- 3’) ]
(humain) fusion
183 GCAATTATTCCCCATGAACG GGGACTTAATCAACGCAAGC 60°
Cxcrd CTGTGAGCAGAGGGTCCAG ATGAATGTCCACCTCGCTTT 60°
Vegfr2 TGAGCATGGAAGAGGATTCTG CTCTTTCGCTTACTGTTCTGC 60°

Figure 41. Séquences des amorces humaines (sens et anti-sens) utilisées en qPCR.

2.2. Analyses biochimiques
2.2.1. Dosage protéique

Les concentrations de protéines totales présentes dans les milieux conditionnés de
chondrocytes sont déterminées a I’aide du kit Bio-Rad Protein Assay, basée sur la méthode de
Bradford. La réaction colorimétrique est mesurée par spectrophotométrie a 590 nm. Le dosage

est standardisé par rapport a une gamme d’albumine (Bovine Serum Albumine BSA).
2.2.2. Enzyme-Linked ImmunoSorbent Assay (ELISA)

Les concentrations de protéines spécifiques présentes dans les milieux conditionnés de
chondrocytes et dans les échantillons humains sont déterminées par ELISA. Le PIGF-2, VEGF-
A, SDF-1a (humain et murin), CCL4, PDGF-BB, RANK-L et IL-34 murins ont été dosés par
les kits Quantikine® ELISA de R&D Systems. Le VEGF-C a été dosé par les kits RayBiotech
et Cloud-Clone Corp.

2.2.3. Angiogenesis array

Un criblage de 53 protéines liées a 1’angiogenése a été réalis€é a partir des milieux
conditionnés de chondrocytes, avec le kit Proteome Profiler™ Mouse Angiogenesis Array de
R&D Systems. La détection simultanée de multiples facteurs dans un échantillon donné repose
sur une technique d’immunodétection de type « sandwich ». Les milieux conditionnés ont été
mélangés avec un cocktail d’anticorps de détection biotinylés pendant 1h a température
ambiante, puis incubés toute une nuit a 4°C sur des membranes de nitrocellulose sur lesquelles
ont été fixées des anticorps de capture dirigés contre des protéines cibles spécifiques (un
anticorps dirigé contre une protéine cible par pair de spot). Les protéines capturées sont

visualisées par chimioluminescence. La quantité relative de chaque protéine est déterminée en
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calculant le pourcentage de densité de pixel du spot d’intérét par rapport a un spot contrdle. Un

spot est considéré comme détectable lorsque son pourcentage de densité de pixel est > 5%.
2.3. Analyses histologiques
2.3.1, Coloration Safranine-O/Fast Green et score OARSI

La coloration Safranine-O/Fast Green est une coloration histologique qui permet colorer
en rouge les GAG et protéoglycanes (le cartilage) et en bleu/vert le collagéne (1’0s). Cette
coloration effectuée sur les coupes de genoux de rat est essentielle pour déterminer le degré
d’arthrose des animaux a I’issu du protocole expérimental. La sociét¢ OARSI (OsteoArthritis
Research Society International) a développé une méthode d’évaluation histologique de
I’arthrose (score OARSI) basée sur 6 grades, qui reflétent la profondeur de la 1€sion du cartilage,
et sur 4 stades, qui traduisent 1’étendue des 1ésions arthrosiques sur la surface de ’articulation

(Figure 42) (Pritzker et al. 2006).

Pour évaluer le degré d’arthrose des genoux de rats a 1’issu du protocole expérimental,
des coupes histologiques de pattes de rats sont chauffées a 60°C pendant 15 min puis
déparaffinées dans 3 bains successifs de xyléne pendant 3 min suivis de différents bains
d’éthanol a des concentrations décroissantes (éthanol absolu, 95% et 70%) pour enfin terminer
dans plusieurs bains d’eau distillée. Les coupes sont d’abord colorées a I’hématoxyline pendant
5 min, pour marquer les noyaux cellulaires, puis au Fast Green 0,02% pendant 1 min. Les
coupes sont ensuite colorées a la Safranine-O 1% pendant 1h. Les coupes sont ensuite
déshydratées avec différents bains d’éthanol a des concentrations croissantes (95% et 100%)
puis plongées dans des bains de xyléne avant d’étre montées entre lame et lamelle en résine
Eukitt®.

Pour chaque patte de rat, trois lames sont colorées et scorées. Ces trois lames représentent
3 profondeurs différentes de coupe dans I’échantillon (début, milieu et fin de zone de coupe).
La moyenne des scores des trois lames est calculée pour évaluer le score OARSI de
I’échantillon. Le score de chaque coupe a été déterminé a I’aveugle, par deux expérimentateurs

différents.
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Table Il

OA cartilage histopathology grade assessment—advanced grading methodology

Grade (key feature)

Subgrade (optional)

Associated criteria (tissue reaction)

Grade 0: surface intact,

cartilage intact
Grade 1: surface intact

Grade 2: surface
discontinuity

Grade 3: vertical
fissures

Grade 4: erosion
Grade 5: denudation

Grade 6: deformation

No subgrade

1.0 Cells intact
1.5 Cell death

2.0 Fibrillation through superficial zone
2.5 Surface abrasion with matrix loss
within superficial zone

3.0 Simple fissures
3.5 Branched/complex fissures

4.0 Superficial zone delamination
4.5 Mid zone excavation

5.0 Bone surface intact
5.5 Reparative tissue surface present

6.0 Joint margin osteophytes

6.5 Joint margin and central osteophytes

Intact, uninvolved cartilage

Matrix: superficial zone intact,

edema and/or fibrillation

Cells: proliferation (clusters), hypertrophy
Reaction must be more than

superficial fibrillation only

As above

+ Discontinuity at superficial zone

+ Cationic stain matrix depletion (Safranin
O or Toluidine Blue) upper 1/3 of cartilage
(mid zone)

+ Disorientation of chondron columns

As above

+ Cationic stain depletion (Safranin O or
Toluidine Blue) into lower 2/3 of cartilage
(deep zone)

+ New collagen formation (polarized light
microscopy, Picro Sirius Red stain)

Cartilage matrix loss, cyst formation within
cartilage matrix

Surface is sclerotic bone or reparative tissue
including fibrocartilage

Bone remodelling. Deformation of articular
surface contour (more than osteophyte
formation only)

Includes: microfracture and repair

I. Grade = depth progression into cartilage.

B o Table V
~ TablelV OA score—semi-quantitative method
OA cartilage histopathology—stage assessment
Grade Stage

Stage % Involvement
(surface, area, St 82 S3 S4
YORRRS) G1 1 2 3 4
Stage 0 No OA activity seen G2 2 4 6 8
Stage 1 <10% G3 3 6 9 12
Stage 2 10-25% G4 4 8 12 16
Stage 3 25-50% G5 5 10 15 20
Stage 4 >50% G6 6 12 18 24

Stage = extent of joint involvement.

Figure 42. Méthode d’analyse du score histologique OARSI adapté au rat. Ce score s’évalue
sur les plateaux tibiaux et les condyles fémoraux, séparément. (A) Evaluation du « grade » de
chaque compartiment. La nature des 1ésions du cartilage et de 1’os est évaluée sur une échelle de 0
a 6. (B) Evaluation du « stage » des lésions. L’étendue des 1ésions est évaluée sur une échelle de 0
a 4. (C) Le score OARSI final représente le produit du « grade » et du « stage ». Ce score est
compris entre 0 et 24. D’apres (Pritzker et al. 2006)

Score = grade X stage.

2.3.2. Marquage TRAP

La mise en évidence des ostéoclastes se fait par la détection histochimique des
phosphatases acides tartrates résistantes (TRAP). Les phosphatases posseédent une activité
catalytique spécifique des liaisons esters phosphoriques et peuvent agir sur différents substrats
en fonction des conditions employées (pH acide ou basique). La détection enzymatique des
phosphatases acides s’effectue a pH acide en utilisant comme substrat le naphtol AS-TR
(Sigma-Aldrich, N6125). La réaction est réalisée avec une concentration déefinie en acide

tartrique, qui est un inhibiteur de la réaction enzymatique, et en substrat. L activité phosphatase

134



acide des ostéoclastes étant insensible a cet inhibiteur, cela permet de visualiser de fagon

specifique les ostéoclastes.

Apreés fixation des cellules, les lames Labtek sont incubées pendant 20 minutes a 37°C
dans une solution (pH 5) composée : d’acétate de sodium anhydre, d’eau distillée, d’acide
acétique (solution tampon acétate 0,1 M acide), de sodium nitrite, d’eau distillée, de
pararosaniline (complexe se fixant au substrat), de naphtol AS-TR, de diméthylformamide
(substrat de la réaction), de mangané¢se sulfate (stabilisateur) et d’acide tartrique (inhibiteur de
la réaction). Une contre-coloration au vert de méthyle (1%) est ensuite effectuée. Les
ostéoclastes sont ainsi colorés en rouge et observés directement en microscopie optique. Cing
champs par puits ont été compté. Les cellules TRAP-positives et multinuclées (nombre de

noyaux > 3) sont considérées comme €tant des ostéoclastes.
2.3.3. Marquage TUNEL

Le marquage TUNEL (Terminal deoxynucleotideyl transferase (TdT) dUTP Nick-End
Labeling) a été congu pour détecter les cellules apoptotiques qui subissent une dégradation
importante de I’ADN au cours des dernicres étapes de I’apoptose. Cette méthode se base sur la
détection des cassures des brins d’ADN, par marquage des extrémités 3> — OH libres avec des

nucléotides modifiés, au cours d’une réaction enzymatique.

Ce marquage a été effectué sur cellules fixées, selon le protocole In Situ Cell Death
Detection Kit, Fluorescein de Roche (11 684 795 910). Les cellules apoptotiques ou les corps

apoptotiques sont observés au microscope et comptés manuellement.
2.3.4. Immunohistochimie

Des coupes histologiques de genoux humains et murins sont chauffées a 60°C pendant 15
min puis déparaffinées dans 3 bains successifs de xyléne pendant 3 min suivis de différents
bains d’éthanol a des concentrations décroissantes (€éthanol absolu, 95% et 70%) pour enfin
terminer dans plusieurs bains d’eau distillée. Un démasquage des sites antigéniques est effectué,
selon DI’anticorps primaire utilisé. Les lames sont ensuite incubées avec une solution de
péroxyde d’hydrogene (H202) (a 3% pendant 30 min pour les coupes humaines et a 6% pendant
1h pour les coupes murines) a température ambiante et a 1’obscurité, afin de bloquer les
péroxydases endogenes des tissus. Les lames sont incubées dans une solution de blocage
pendant 1h (TBST, BSA 3%, Triton 0,2%) avant d’étre incubées avec un anticorps primaire

(dilué dans la solution de blocage) sur la nuit a 4°C. Un contrble est réalisé, avec une
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immunoglobuline du méme isotype et a la méme concentration finale que 1’anticorps primaire
¢tudié. Le lendemain, I’anticorps secondaire biotinylé (Vectastain® Universal Quick Kkit,
Peroxydase, R.T.U., PK-7800) est incubé a température ambiante pendant 10 min. Le complexe
péroxydase/streptavidine (Vectastain® Universal Quick kit, Peroxydase, R.T.U., PK-7800) est
déposé sur les coupes, pendant 5 min. La solution de révélation de la péroxydase par le 3,3'-
diaminobenzidine tetrahydrochloride (DAB) (DAB Substrate Kit, Peroxidase (HRP), with
Nickel, (3,3'-diaminobenzidine), SK-4100) est incubé sur les coupes jusqu’a 1I’obtention d’une
coloration brune. La réaction est stoppée par des bains d’cau distillée. Une contre-coloration a
I’hématoxyline est effectuée pendant 30 secondes, rincée a 1’eau courante puis abondamment
lavée a I’eau distillée. Enfin, les coupes sont déshydratées avec différents bains d’éthanol a des
concentrations croissantes (95% et 100%) puis plongées dans des bains de xyléne avant d’étre

montées entre lame et lamelle en résine Eukitt® (Figure 43, 44).

Anticorps Fournisseur . R Concentration Conditions du
o o Espece/lsotype Controle . ]
primaire (référence) finale démasquage
R&D Systems . . Trypsine/EDTA
VEGF Chevre/Polyclonal | 1gG chévre 5 pg/mL .
(AF564) (20 min 37°C)
Abcam . ) Trypsine/EDTA
VEGFR3 Lapin/Polyclonal 1gG lapin 2 pg/mL .
(ab27278) (20 min 37°C)

Figure 43. Conditions expérimentales des immunohistochimies sur coupes murines.

Anticorps Fournisseur . Concentration Conditions du
o o Espece/lsotype Controle ) ;
primaire (référence) finale démasquage
Chaleur (30 min
Abcam ) ) 90°C) dans Citrate
SDF-1 Lapin/Polyclonal 1gG lapin 1 pg/mL )
(ab9797) de sodium 10 mM,
pH6
Santa Cruz 10G2b Chaleur (30 min
. . . g9 .
Runx2 Biotechnologies | Souris/Monoclonal . 2 pug/mL 90°C) dans Tris 10
souris
(sc-101145) mM pH9, EDTA
Chaleur (30 min
90°C) dans Tris 10
CD31 Dako (M0823) | Souris/Monoclonal | 1gG1 souris 12,8 pg/mL mM pH9, EDTA
1mM, 0,05% Tween
20

Figure 44. Conditions expérimentales des immunohistochimies sur coupes humaines.
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3. Analyses statistiques

Les analyses statistiques ont été réalisées avec le logiciel GraphPad Prism (version 5.0).
Dest tests de normalité sont préalablement effectués pour vérifier la distribution des données

(tests Kolmogorov-Smirnov, D’ Agostino et Pearson, Shapiro-Wilk).

Des tests appariés ont été réalisés pour comparer deux variables dépendantes
(chondrocytes différenciés issus de la méme mise en culture). Les données sont jugées

statistiquement significatives pour des valeurs de p inférieures a 0,05.

La heatmap a été réalisée a partir du langage de programmation R (version 4.1.1) et de
I’interface Rstudio (version 1.4.1717). Les données issues du Proteome Profiler™ Mouse
Angiogenesis Array (densité de pixel pour chaque protéine pour chaque type de milieu
conditionné) ont été analysees en utilisant le package CRAN pheatmap 1.0.12. Un clustering
hiérarchique est effectué par colonne (protéine) et par ligne (milieu conditionn¢) a 1’aide d’une
distance euclidienne et d’une méthode de WardD2. L’échelle représente la densité de pixel de
chaque protéine dans les différents milieux conditionnés utilisés. Les protéines hautement

exprimees sont en rouge et les protéines faiblement exprimées sont en bleu.
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RESULTATS
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1. Evaluation de I’impact de I’inhibition de ’angiogenése dans le développement de

I’arthrose post-traumatique
1.1. Evaluation histologique de la sévérité de I’arthrose

Dans un premier temps, nous avons évalué 1’effet de 1’inhibition de ’angiogenése, par
I’Aflibercept, dans la progression de 1’arthrose chez le rat. L’arthrose est induite
chirurgicalement, sur les pattes arriére droites de rats adultes, par déstabilisation du ménisque
médial (DMM) et ménisectomie particlle. Le modele d’arthrose par DMM est couramment
utilisé dans des modeles murins (Kadri et al. 2008; Kamekura et al. 2005) et entraine des lésions
du cartilage et un remodelage pathologique de 1’0os sous-chondral (lijima et al. 2014). La
déstabilisation du menisque médial induit une élévation du stress mécanique dans le
compartiment médial, modifiant la distribution des contraintes dans toute 1’articulation. Aprés
DMM et ménisectomie partielle (DMM + ménisectomie), 1’Aflibercept (Zaltrap®) est
administré en intra-péritonéale pour une diffusion par voie systémique, jusqu’a I’articulation,

une fois par semaine pendant 8 semaines.

La sévérité de 1’arthrose est évaluée par un score histologique (score OARSI allant de 0
a 24), 8 semaines post-chirurgie. Chez les rats contrdle, la DMM + ménisectomie engendre une
arthrose avancée, visible par une augmentation importante du score OARSI, passant d’une
moyenne de 2,5 pour les plateaux tibiaux des pattes gauches a un score d’en moyenne 19,6 pour
les plateaux tibiaux des pattes droites. De plus, parmi les 7 rats contrdle, 2 présentent un score
maximal de 24 sur les plateaux tibiaux (Figure 45 A). Les atteintes des condyles fémoraux
semblent moins séveres, puisque le score OARSI passe d’une moyenne de 1,4 pour les pattes
gauches a un score d’en moyenne 13,3 pour les pattes opérées, et qu’aucun score n’atteint la
valeur maximale (Figure 45 B). L’arthrose est marquée par une dégradation importante du
cartilage articulaire, avec un amincissement de son épaisseur et/ou des zones totalement érodées
laissant apparaitre 1’os sous-chondral. Celui-ci est le siége d’un profond remodelage. Des
ostéophytes en marge de I’articulation sont également visibles (Figure 45C). La DMM +
ménisectomie induit donc une arthrose sévere sur les plateaux tibiaux et une arthrose modérée

sur les condyles fémoraux des rats contrOle.

Chez les rats injectés en Aflibercept, la DMM + méniscectomie conduit également a une
augmentation du score OARSI, passant d’en moyenne 1,5 sur les pattes gauches a en moyenne
13,0 sur les pattes droites pour les plateaux tibiaux (Figure 45 A) et d’en moyenne 2,2 pour les

pattes non operées a en moyenne 9,1 pour les pattes opérées concernant les condyles fémoraux
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(Figure 45 B). De plus, aucun score n’atteint la valeur maximale que ce soit pour les plateaux
tibiaux que les condyles fémoraux. L’augmentation du score OARSI par la DMM +
méniscectomie est donc plus faible lorsque les rats sont traités a 1’ Aflibercept, que lorsqu’ils
sont traités par une solution contréle de NaCl. Le cartilage articulaire est 1égérement érodé dans
sa couche superficielle, avec 1’apparition de fibrillations et/ou de fissures mais n’est pas
totalement dénudé. De plus, aucun remodelage osseux n’est observé dans 1’os sous-chondral.
Des ostéophytes sont néanmoins présents mais sont moins développés que chez les rats controle
(Figure 45 C). Ainsi, I’Aflibercept limite les atteintes du cartilage, avec des lésions moins
profondes et moins étendues, empéche le remodelage pathologique de I’os sous-chondral et

réduit le développement des ostéophytes.

L’inhibition de I’angiogenése par 1’Aflibercept, qui agit comme un récepteur-leurre
captant le VEGFA, le VEGFB et le PIGF et les empéchant de se fixer sur leurs récepteurs
VEGFR, permet donc de ralentir la progression de I’arthrose chez le rat, suite a une

déstabilisation du ménisque médial et une méniscectomie partielle, sans toutefois 1’inhiber

totalement.
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Figure 45. Evaluation du degré d’arthrose chez les rats traités a 1’Aflibercept. (A) Score
OARSI des plateaux tibiaux et (B) des condyles fémoraux des pattes gauches et droites des rats
contrdles et traités a 1’ Aflibercept. La patte droite a subi une déstabilisation du ménisque médial
(DMM) et une méniscectomie partielle (men.). La patte gauche est laissée intacte. Le score OARSI
est compris entre 0 et 24. (C) Images representatives des coupes histologiques colorées a la
Safranine-O/Fast Green. PT : plateau tibial, CF : condyle fémoral, M : ménisque, * : ostéophyte,
téte de fleche : remodelage osseux. (n=7) (Objectif x4)
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1.2. Implication des chondrocytes hypertrophiques dans [Pinhibition de

I’angiogenése

Les chondrocytes hypertrophiques, présents dans le cartilage calcifié, produisent du
VEGF, comme le montre I’'immunomarquage du VEGF sur les coupes histologiques de rats
traités ou non par 1’Aflibercept (Figure 46). Les pattes droites opéréees (DMM +
méniscectomie) de rats contr6le montrent davantage de chondrocytes VEGF" dans le cartilage
calcifie que les pattes gauches non opérées des rats contréle (Figure 46 A- D). Cette
augmentation de la quantité de cellules VEGF" entre les pattes opérées et non opérées n’est pas

observée chez les rats traités a I’ Aflibercept (Figure 46 E- H).

Les vaisseaux sanguins de la jonction ostéochondrale présentent un phénotype de
vaisseaux de type H, contrairement aux vaisseaux de la diaphyse qui présentent un phénotype
de vaisseaux de type L. Les vaisseaux H expriment fortement le VEGFR3, contrairement aux
vaisseaux L. De plus, le récepteur au VEGFC est retrouvé en quantité importante dans la partie
distale des vaisseaux H, au plus proche de la jonction ostéochondrale, tandis qu’il est peu
présent dans les vaisseaux H en colonne (Langen et al. 2017). Nous avons donc détecté la
présence de chenaux vasculaires par un immunomarquage de VEGFR3. Ainsi, des chenaux
vasculaires, traversant la tidemark peuvent étre observés sur les coupes histologiques des pattes
arthrosiques des rats contrdle, tandis qu’aucun chenal vasculaire atteignant le cartilage

articulaire n’est observé sur les pattes non arthrosiques des rats contrdle (Figure 46 1, J).

Lorsque les rats sont traités a 1’ Aflibercept, peu de vaisseaux VEGFR3" traversant la
tidemark sont observés (Figure 46 L). Notons que certains clusters de chondrocytes sont
également VEGFR3" au niveau du cartilage articulaire arthrosique des rats controle (Figure 46
K). Néanmoins, un comptage précis du nombre de cellules VEGF" et des chenaux vasculaires
VEGFR3" est nécessaire pour confirmer I’inhibition de 1’angiogenése ostéochondrale par
I’Aflibercept et I'implication des chondrocytes hypertrophiques dans 1’angiogenese du

cartilage.

Ainsi, nous avons montré que 1’Aflibercept limitait la sévérité de I’arthrose induite
chirurgicalement dans un mod¢le de rat. Cependant, I’arthrose n’est pas totalement inhibée par
I’ Aflibercept, puisque les pattes opérées présentent un score OARSI significativement plus
élevé que les pattes non opérées. Ainsi, le VEGF ne constituerait pas le seul médiateur impliqué
dans I’angiogenese et malgré son inhibition, d’autres facteurs pourraient intervenir et favoriser

I’angiogenese pathologique a la jonction ostéochondrale.
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Contréle gauche VEGFR3

Figure 46. Expression de VEGF et de VEGFR3 a la jonction ostéochondrale des pattes de rats.
Immunohistochimies de VEGF (A-H) et de VEGFR3 (I-L) sur des coupes de genoux gauche et
opérés (DMM + méniscectomie) de rats traités ou non a 1’Aflibercept. Les chondrocytes
hypertrophiques sont positifs au VEGF (B, D, F et H). Aucun marquage n’est observé dans sur les
coupes incubées avec un 1gG contréle (A, C, E et G) (Objectif x4). Les chenaux vasculaires sont
détectés par I’immunomarquage du VEGFR3 (I, J, K et L) (Objectif x10). Cart : cartilage ; CC :
cartilage calcifié ; Os : os sous-chondral ; Téte de fléche : marquage positif pour VEGF, fléche :
marquage positif pour VEGFR3 au niveau des chenaux vasculaires. * : marquage positif pour
VEGFR3 au niveau des chondrocytes ; ligne rouge : tidemark séparant le cartilage articulaire du
cartilage calcifié ; ligne bleue : ligne cémentante séparant le cartilage calcifi¢ de 1’os sous-chondral.

Afin de mieux comprendre les mécanismes responsables de 1’angiogenése ostéochondrale
et d’étudier I’implication des chondrocytes de la jonction ostéochondrale dans la vascularisation
pathologique du cartilage, nous avons utilisé un modele murin de différenciation progressive
de chondrocytes articulaires en chondrocytes hypertrophiques. Ce modele in vitro permet
d’investiguer le role des chondrocytes dans la physiopathologie de I’arthrose et d’identifier des
potentielles cibles impliquées dans I’angiogenése ostéochondrale, qui pourront étre par la suite

cribler sur le modéle in vivo d’arthrose.
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2. Caractérisation moléculaire des chondrocytes hypertrophiques issus d’un nouveau

modeéle de différenciation progressive

2.1. Modeles in vitro de différenciation hypertrophique de chondrocytes :

données bibliographiques

De nombreux modeéles cellulaires de chondrocytes hypertrophiques ont été mis au point
depuis plusieurs dizaines d’années. Ces modeles in vitro ont été développés pour pouvoir
étudier le devenir des chondrocytes de la plaque de croissance, les mécanismes de la croissance
osseuse et de la minéralisation du cartilage au cours de 1’ossification endochondrale. Ces
différents modéeles de différenciation hypertrophique de chondrocytes, qu’ils soient issus de
cultures primaires ou de lignées, spontanés ou induits par un stress inflammatoire, une structure
en tridimensionnelle ou d’autres facteurs favorisant 1I’hypertrophie, ne suffisent cependant pas
pour étudier la transition phénotypique des chondrocytes de la couche profonde du cartilage
articulaire aux chondrocytes hypertrophiques du cartilage calcifié. En effet, bien que ces
modeles aboutissent a 1’obtention de chondrocytes hypertrophiques, selon différents critéres de
caractérisation, trés peu passent par [’acquisition d’un phénotype transitoire pré-

hypertrophique.

Les premiers modeles de chondrocytes hypertrophiques ont été développés a partir de
culture primaire de chondrocytes de cartilage de croissance isolés des cotes de rats ou de lapins,
ou isolés de 1I’épiphyse tibial de poulets. Shimomura et al. ont montré que les chondrocytes de
la plaque de croissance, une fois cultivés puis transplantés dans la cavité intrapéritonéale de rats
hotes, possédaient un potentiel ostéogénique important, par rapport a des chondrocytes
quiescents (Shimomura, Yoneda, et Suzuki 1975). Jikko et al. ont montré que les chondrocytes
de la plaque de croissance se minéralisaient fortement in vitro en association avec la
différenciation terminale des chondrocytes (Jikko et al. 1993). En plus de I’induction d’une
matrice minéralisée, Wu et al. caractérisent le contenu protéique de la matrice extracellulaire et
montrent que I’hypertrophie des chondrocytes est associée a une synthese de collagéne de type
X (L. N. Wu et al. 1989). Ces premiers mode¢les de différenciation induite par 1’ajout d’acide
ascorbique dans les milieux de culture, ont permis a leurs auteurs d’obtenir des chondrocytes
dont I’hypertrophie était principalement identifiée par la minéralisation des cultures cellulaires
et la synthése de collagene. Les chondrocytes isolés du cartilage de croissance sans distinction
des différentes zones et donc des différents stades de différenciation existants ne sont pas

compatibles avec une caractérisation précise des différents phénotypes de chondrocytes.
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Un mod¢le d’hypertrophie obtenu a partir d’une lignée cellulaire chondrogénique murine,
la lignée ATDC5 (Shukunami et al. 1997) issue d’un tératocarcinome (Atsumi et al. 1990)
permet 1’obtention de chondrocytes hypertrophiques sous forme de nodules, sans ajout d’acide
ascorbique ou de B-glycérophosphate au milieu de culture. Ainsi, aprés induction d’une
différenciation chondrogénique par un milieu de culture enrichi en insuline/transferrine/sodium
sélénite (ITS), les chondrocytes acquierent spontanément un phénotype hypertrophique,
notamment grace a une teneur en CO; passant de 5 a 3%. Les chondrocytes de la lignée ATDC5
initient la minéralisation de leur matrice sans apport de facteurs favorisant 1’hypertrophie et
font partie des modeles de choix pour I’étude des mécanismes moléculaires de la différenciation
hypertrophique et 1’ossification endochondrale (G. Wang et al. 2004). Néanmoins, un modele
de différenciation hypertrophique basé sur de la culture primaire s’avére nécessaire pour

pouvoir répondre a de nombreuses questions de physiopathologie.

D’autres modéeles de différenciation se basent sur des cultures primaires de chondrocytes,
soumis & des stress inflammatoires pour induire I’hypertrophie. Ainsi, I’IL-1f ou le TNF-a sont
utilisés pour induire I’expression de marqueurs de 1’hypertrophie, comme la MMP-13, la
phosphatase alcaline et le collagéne de type X et I’inhibition d’expression de marqueurs
chondrocytaires comme le collagéne de type II ou I’agrécane (M. B. Goldring et al. 2011).
Cependant, ces chondrocytes ne minéralisent pas leur matrice extracellulaire. Ainsi, s’ils
acquierent un phénotype décrit comme « hypertrophic-like », ils ne sont pas réellement

considérés comme engagés dans la voie de I’hypertrophie.

Des modeéles de cultures de chondrocytes plus complexes ont été établis, notamment des
systéemes de culture en trois dimensions, afin de recréer un environnement plus conforme au
microenvironnement des chondrocytes dans le cartilage. Les chondrocytes peuvent étre cultivés
en culot (Yahara et al. 2016), dans des gels d’agarose (Hunter, Holmyard, et Pritzker 1993), de
collagéne (Chaipinyo, Oakes, et van Damme 2002), des billes d’alginate (L. Pesesse et al. 2013)
ou des matrices synthétiques appelées « scaffold » (Sun, Wang, et Kaplan 2011). Ces cultures
tridimensionnelles présentent un avantage par rapport a la culture en monocouche, qui est de
maintenir le phénotype différencié des chondrocytes en favorisant un contenu en collagene de
type Il et en GAG (T. Takahashi et al. 2007). En effet, la dédifférenciation des chondrocytes en
culture conventionnelle, résultant en I’acquisition d’un phénotype « fibroblast-like », est un
phénomeéne connu depuis de nombreuses années, qui rend la culture de chondrocytes plus
complexe qu’avec un autre type cellulaire moins sujet a la perte de son phénotype différencié

(Mayne et al. 1976). Néanmoins, bien que la culture 3D, en culot ou dans des billes d’alginate,
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permette de redifférencier des chondrocytes dédifférenciés grace a un important potentiel
chondrogénique, la culture en monocouche reste plus efficace pour atteindre 1’hypertrophie

chondrocytaire (Caron et al. 2012).

Des modeles d’hypertrophie utilisant des cellules souches ont également été proposés.
Des cellules souches mésenchymateuses en culot, isolées a partir de moelle osseuse de fémur
de patients, sont préalablement différenciées en chondrocytes grace a un milieu chondrogénique
riche en acide ascorbique, dexaméthasone et TGF[, puis différenciées en chondrocytes
hypertrophiques, grace a de I’hormone T3 et du B-glycérophosphate (Mueller et Tuan 2008).
Ces chondrocytes produisent une matrice extracellulaire minéralisée et expriment des
marqueurs de I’hypertrophie chondrocytaire. Cependant, la présence de cellules présentant un
phénotype « fibrocartilage-like » dans les cultures, visible par une expression en collagene de
type 1, indigue une infiltration de cellules périphériques de type fibroblastique, entourant les

culots cellulaires.

Enfin, un modele de différenciation hypertrophique de chondrocytes articulaires isolés a
partir de tétes fémorales de rats a été mis au point il y a quelques années (Filip et al. 2015). Les
chondrocytes cultivés en monocouche dans un milieu chondrogénique contenant de la
transferrine et du sodium sélénite, sont différenciés en chondrocytes hypertrophiques grace a
I’ajout d’insuline et d’acide ascorbique dans le milieu de culture. Cependant, I’hypertrophie des
chondrocytes n’a été étudiée que par qPCR et aucune donnée sur I’état de minéralisation n’est

disponible (Filip et al. 2015).

Ces différents modeles ont contribué a la compréhension des mécanismes régulant la
différenciation des chondrocytes au cours de ’ossification endochondrale. Ils ont également
permis d’étudier la différenciation hypertrophique des chondrocytes dans un contexte
pathologique comme [I’arthrose. Cependant, ces modeles présentent des limites et des
inconvénients qui rendent leur utilisation incompatible avec une caractérisation moléculaire ou
fonctionnelle précise des phénotypes de chondrocytes du cartilage. C’est pourquoi il
apparaissait nécessaire de développer un nouveau modele de différenciation hypertrophique de
chondrocytes, afin d’étudier de manicre plus précise les différents phénotypes chondrocytaires
et ainsi pouvoir mettre en évidence des acteurs moléculaires impliqués dans le remodelage de
la jonction ostéochondrale. Ce nouveau modéle de différenciation progressive de chondrocytes
articulaires murins se base sur une caractérisation moléculaire précise des différents phenotypes

de chondrocytes induits mais également sur 1’acquisition d’une minéralisation de la matrice
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extracellulaire au stade terminal de différenciation, indispensable pour identifier le phénotype

hypertrophique.

Ce modcle a fait I’objet de nombreuses années de travail au sein de notre laboratoire de
recherche. L’ optimisation de son protocole expérimental a fait partie du travail de these de
Sandy van Eegher et sa caractérisation, notamment de sa matrice extracellulaire est au cceur de
projets de these actuel et a venir. A mon arrivée au laboratoire, je me suis familiarisée a ce
modele en contribuant a sa caractérisation, en réalisant des gPCR et des ELISA pour la
finalisation de I’article scientifique présentant le mode¢le. J’ai par la suite appliqué ce modele et
réalisé de nombreuses cultures de chondrocytes hypertrophiques afin de le caractériser d’un
point de vue fonctionnel et de mieux comprendre 1’implication des différents phénotypes de

chondrocytes dans le remodelage de la jonction ostéochondrale.

2.2. Etude du profil d’expression génique des chondrocytes issus d’un nouveau

modele de différenciation progressive

2.2.1. Validation de I’utilisation d’un nouveau modéle de différenciation de

chondrocytes

L’article relatant le développement de ce nouveau modele de différenciation de
chondrocytes murins et sa caractérisation moléculaire a été publié cette année dans le journal
« Osteoarthritis & Cartilage » (van Eegher et al. 2021). Ce modele repose sur la culture de
chondrocytes articulaires immatures, les iIMAC, dans un milieu chondrogénique (milieu n°1)
pendant 7 jours, selon un protocole préalablement mis au point par notre équipe (Gosset et al.
2008; Salvat et al. 2005) et sur la différenciation progressive des iMAC en chondrocytes pré-
hypertrophiques (Prehyp) pendant 28 jours, grace a un milieu de différenciation n°2, puis en
chondrocytes hypertrophiques (Hyp), en continuant la culture pendant 42 jours, dans un milieu
de différenciation n°3 (Figure 47 A). Ainsi, ce modeéle permet d’obtenir trois phénotypes de

chondrocytes en 77 jours de culture.

Ce modele de différenciation progressive se base sur une analyse transcriptomique
(Figure 47 B-N) ainsi que sur 1’état de minéralisation de la matrice extracellulaire (Figure 47
O-P) des différents phénotypes de chondrocytes induits avec les trois milieux de culture. Les
chondrocytes articulaires immatures présentent un phénotype caractéristique des chondrocytes
articulaires, marqué par I’expression de marqueurs chondrocytaires comme Col2al, Acan, Sox9

et Chml et par 1’absence quasi-totale d’expression de marqueurs de [’hypertrophie

149



chondrocytaire, tels que Tnap, Runx2, ostéerix, Col10al, Mmp13 et ostéocalcine. Les iMAC
montrent également une faible activité phosphatase alcaline et aucun signe de calcification de
la matrice. La culture des iMAC dans les milieux de différenciation n°2 puis n°3 induit une
diminution progressive de 1’expression des marqueurs chondrocytaires Col2al, Acan, Sox9 et
Chml. A I’inverse, I’expression en ARNm des marqueurs de 1’hypertrophie Tnap, Runx2,
ostérix, Mmp13 et ostéocalcine est stimulée par la culture avec le milieu de différenciation n°2.
L’expression en ARNm de Runx2, Coll0al et ostéocalcine augmente encore apres culture des
cellules dans le milieu de différenciation n°3. L’activité phosphatase alcaline suit le profil
d’expression de la Tnap et est augmentée par la culture dans les milieux n°2 et n°3. Par contre,
la calcification de la matrice extracellulaire n’a été observée qu’avec les cellules cultivées dans
le milieu 3. Les cellules cultivées dans le milieu n°2 expriment a la fois des marqueurs
chondrocytaires et des marqueurs de 1’hypertrophie chondrocytaire et ne minéralisent pas leur
matrice extracellulaire. Elles expriment également des marqueurs de chondrocytes pre-
hypertrophiques comme Ihh, Snorc et ostéomoduline, et ont tendance a exprimer ces deux
derniers marqueurs de maniére plus importante que les iIMAC et les chondrocytes obtenus apres

culture en milieu n°3.

Ainsi, ce modéle permet de différencier progressivement des iMAC en chondrocytes
hypertrophiques avec le passage par un phénotype intermédiaire de chondrocytes pré-
hypertrophiques. Nous nous intéressons particulierement a la derniere étape de différenciation,

le passage du phénotype pré-hypertrophique au phénotype hypertrophigue.
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Figure 47. Caractérisation du profil d’expression génique de marqueurs chondrocytaires et
de différenciation hypertrophique des chondrocytes issus du modéle de différenciation
progressive. (A) Protocole expérimental du modéle de différenciation progressive. (B-E)
Expression génique de marqueurs chondrocytaires. (F-H) Expression génique de marqueurs pré-
hypertrophiques. (I-N) Expression génique de marqueurs de 1’hypertrophie. L’expression relative
de chaque gene est exprimée comme I’induction d’expression par rapport aux iMAC, dont
I’expression est normalisée a 1 (n=6). (O) Mesure de I’activité enzymatique de la phosphatase
alcaline (n=8) et images représentatives. (P) Quantification de la minéralisation des matrices
extracellulaires de chondrocytes aprés coloration au rouge d’Alizarine (n=12) et images
représentatives. D’apres (van Eegher et al. 2021) (modifiés).
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2.2.2. Expression génique de facteurs impliqués dans le remodelage de la

jonction ostéochondrale

Afin d’approfondir la caractérisation du modéle de différenciation et plus
particulierement le passage du stade pré-hypertrophique au stade hypertrophique, les signatures
transcriptomiques des chondrocytes pré-hypertrophiques et des chondrocytes hypertrophiques

ont été explorées par des méthodes génomiques a haut débit.

En ne prenant en compte que les genes différentiellement exprimés entre les chondrocytes
pré-hypertrophiques et les chondrocytes hypertrophiques, avec un « fold change » supérieur a
1,3 et une p-value inférieure a 0,05, cette analyse microarray a identifié 5308 génes
différentiellement exprimés entre les deux derniers stades de différenciation. Parmi ces génes,
2338 étaient surexprimés par les chondrocytes pré-hypertrophiques et 2970 par les
chondrocytes hypertrophiques (Figure 48 A). Une analyse globale ciblée sur les grandes
fonctions et les pathologies reliées I’arthrose montre que les chondrocytes hypertrophiques,
contrairement aux chondrocytes pré-hypertrophiques, activent plusieurs grandes fonctions,

comme celles li¢es a la différenciation osseuse, a I’angiogenese et a la dégradation des tissus

Figure 48 B).
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Figure 48. Caractérisation transcriptomique du génome entier des chondrocytes pré-
hypertrophiques et hypertrophiques issus du modele de différenciation progressive. Résultats
de I’analyse des génes différentiellement exprimés entre les chondrocytes pré-hypertrophiques et
hypertrophiques (A) Vulcano plot des données du microarray. Chaque point représente un géne
donné suivant sa p-value (-log10) et son « fold change » (log2) (n=8). (B) Fonctions ou pathologies
lies a I’arthrose représentées dans le modele de différenciation. Les fonctions dont le Z-score est
inférieur a -2 sont prédites comme étant inhibées, tandis que les fonctions avec un Z-score supérieur
a 2 sont prédites comme étant activées. D’aprés (van Eegher et al. 2021) (modifiés).
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Les résultats apportés par 1’analyse transcriptomique par microarray semblent montrer
que la différenciation des chondrocytes pré-hypertrophiques en chondrocytes hypertrophiques
induit une forte dérégulation transcriptionnelle, dont une augmentation des voies associées au

remodelage osseux et a I’angiogenese.

Ces données sont en adéquation avec des données obtenues par une analyse
transcriptionnelle par gPCR. En effet, au cours de la derniére étape de différenciation de notre
modele, de nombreux genes liés au remodelage de la jonction ostéochondrale sont surexprimés.
Ainsi, le passage du stade pré-hypertrophique au stade hypertrophique s’accompagne d’une
expression accrue de protéases matricielles (Mmp3) (Figure 49 A), de facteurs liés aux
ostéoblastes (Bmp2 et Bmp4) (Figure 49 B), de facteurs liés aux ostéoclastes (ratio Rankl/Opg,
Ccl2 et Ccl4) (Figure 49 C), de facteurs pro-angiogéniques (Vegfa, Vegfc, Cxcl12, Sphkl et
bFGF) (Figure 49 D) et d’une diminution de facteurs anti-angiogéniques (Chml et Angptl4)
(Figure 49 E). Cependant, certains génes ne sont pas dérégulés (Mmp13, Adamts4, Adamts5
et TgfB1) entre le stade pré-hypertrophique et hypertrophique des chondrocytes (Figure 49 A,
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Figure 49. Expression génique de facteurs liés au remodelage de la jonction ostéochondrale.
L’expression relative de chaque géne est exprimée comme I’induction d’expression par rapport aux
chondrocyte pré-hypertrophiques, dont I’expression est normalisée a 1 (n=6 a 12). (A) Expression
génique de protéases matricielles. (B) Expression génique de facteurs liés aux fonctions des
ostéoblastes. (C) Expression génique de facteurs liés a ’activité des ostéoclastes. (D) Expression
génique de facteurs pro-angiogeniques. (E) Expression génique de facteurs anti-angiogéniques.
D’apres (van Eegher et al. 2021) (modifiés).
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En conclusion, ce modeéle de différenciation hypertrophique de chondrocytes murins en
culture primaire génere trois phénotypes distincts de chondrocytes, les iMAC, les chondrocytes
pré-hypertrophiques et les chondrocytes hypertrophiques, que 1’on peut comparer aux
chondrocytes des zones superficielle et intermédiaire pour les chondrocytes iIMAC, aux
chondrocytes de la zone profonde du cartilage articulaire pour les chondrocytes pré-
hypertrophiques et, pour les chondrocytes hypertrophiques, aux chondrocytes du cartilage
calcifié et a ceux devenant hypertrophiques dans les cartilages arthrosiques. L’acquisition d’un
phénotype intermeédiaire, le stade pré-hypertrophique, dissemblable des phénotypes articulaire
et hypertrophique, est novateur puisqu’il n’a jamais été décrit dans d’autres modéeles in vitro.
Ainsi, ce modele récapitule 1I’expression séquentielle des génes caractérisant la différenciation

chondrocytaire puis hypertrophique.

De plus, I’expression de facteurs impliqués dans des processus de remodelage tissulaire
varie selon le stade de différenciation des chondrocytes. Les chondrocytes hypertrophiques
expriment davantage certains facteurs favorisant 1’ostéoclastogenése et 1’angiogeneése, que les
chondrocytes pré-hypertrophiques. Ainsi, la différenciation des chondrocytes pré-
hypertrophiques en chondrocytes hypertrophiques pourrait conférer aux chondrocytes une
activité angiogénique et ostéoclastogénique, leur donnant un réle orchestrateur dans les

remodelages tissulaires pathologiques qui ont lieu au cours de I’arthrose.

Un des objectifs de mon travail de thése a donc été d’étudier le role biologique des
chondrocytes hypertrophiques dans le remodelage de la jonction ostéochondrale en
caractérisant d’un point de vue fonctionnel les chondrocytes pré-hypertrophiques et
hypertrophiques. Plusieurs aspects du remodelage de la jonction ostéochondrale ont été étudiés,
comme |’angiogenese ostéochondrale et la résorption osseuse nécessaire a I’invasion
vasculaire. Ce travail a consisté a comparer les capacités angiogénique et ostéoclastogénique
des chondrocytes pré-hypertrophiques et hypertrophiques afin de mieux comprendre leurs réles
dans le remodelage de la jonction ostéochondrale. Pour cela, j’ai réalis¢é des milieux
conditionnés de chondrocytes pré-hypertrophiques et hypertrophiques afin de stimuler d’autres
types cellulaires avec des facteurs produits et sécretes par les chondrocytes. Les matrices
extracellulaires des chondrocytes ont également été utilisées afin d’étudier le role des facteurs

produits par les chondrocytes mais stockés dans leur matrice.
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3. Caractérisation fonctionnelle de la conséquence de la différenciation

hypertrophique des chondrocytes pré-hypertrophiques
3.1. Stimulation de I’ostéoclastogenése par les chondrocytes hypertrophiques

Les chondrocytes hypertrophiques présentent un profil génique suggérant qu’ils
pourraient participer a la dégradation du cartilage mais également a la résorption osseuse

observée a des stades précoces d’arthrose et nécessaire a 1’invasion vasculaire.

Afin de déterminer I'implication potentielle des chondrocytes dans le processus de
résorption osseuse induite par les ostéoclastes, nous nous sommes intéressés au réle des
chondrocytes dans la différenciation de monocytes en ostéoclastes. Les résultats présentés ci-
dessous font suite & une collaboration que nous avons initiée avec le Dr Eric Hay de "unité de

recherche BIOSCAR — Biologie de 1’os et du cartilage (U1132) de I’hopital Lariboisiére (Paris).

Au cours de ces expériences d’ostéoclastogenese, des monocytes de la lignée murine
RAW 264.7 ont été différenciés en ostéoclastes suite a une stimulation par du RANKL ou par
des milieux conditionnés de chondrocytes pré-hypertrophiques et hypertrophiques. Les
ostéoclastes sont des cellules géantes multinuclées caractérisées par une activité enzymatique
des phosphatases acides tartrates résistantes (TRAP). L’évaluation de I’ostéoclastogenése
induite par les chondrocytes a donc été évaluée par un comptage des cellules multinuclées
positives au marquage TRAP. Le facteur RANKL est utilisé ici comme contréle positif de
différenciation ostéoclastogénique et permet de différencier en moyenne 5,8% des monocytes,
contre 0% si les monocytes ne sont pas stimulés avec du RANKL. Les milieux conditionnés de
chondrocytes n’ont pas été supplémentés en RANKL mais avec 5% de SVF afin d’éviter la
mortalité cellulaire. Les milieux conditionnés de chondrocytes pré-hypertrophiques présentent
une activité ostéoclastogénique comparable a celle du RANKL, avec 5,2% de monocytes
différenciés en ostéoclastes. Les chondrocytes hypertrophiques possedent également une
activité ostéoclastogenique, cependant celle-ci est nettement supérieure a I’activité des
chondrocytes pré-hypertrophiques, mais également a celle du RANKL, avec 9,3% de

monocytes différenciés en ostéoclastes (Figure 50 A, B).
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Figure 50. Différenciation de monocytes RAW 264.7 en ostéoclastes, suite a une stimulation
par des milieux conditionnés de chondrocytes. (A) Pourcentage de cellules multinuclées TRAP-
positives (ostéoclastes) suite a une stimulation par un contrdle négatif, du RANKL (100 ng/mL), ou
des milieux conditionnés de chondrocytes pré-hypertrophiques et hypertrophiques. (n=5) (B)
Images représentatives de la différenciation de monocytes en ostéoclastes. Les tétes de fléches
rouge indiquent I’emplacement d’un ostéoclaste. 5 champs par puits ont été photographiés et
compteés (objectif x20).

Pour conclure, nous observons une différence dans la réponse ostéoclastogénique des
monocytes aux milieux conditionnés de chondrocytes pré-hypertrophiques et hypertrophigues.
Les deux milieux conditionnés favorisent la différenciation des monocytes en ostéoclastes,
néanmoins les monocytes se différencient davantage en ostéoclastes lorsqu’ils sont stimulés
avec des milieux conditionnés de chondrocytes hypertrophiques. L’effet des milieux
conditionnés de chondrocytes hypertrophiques est d’ailleurs 1,6 fois supérieur a I’effet induit
par le RANKL, suggérant que les milieux conditionnés de chondrocytes hypertrophiques
contiennent du RANKL en plus fortes concentrations et/ou d’autres facteurs supplémentaires,
qui en combinaison ou non avec RANKL, seraient a 1’origine des effets observés sur la

différenciation ostéoclastogénique des monocytes.

Les chondrocytes pré-hypertrophiques et hypertrophiques produisent et sécretent donc
des médiateurs qui ont une action biologique, notamment dans la différenciation
ostéoclastogénique. Avec la différenciation hypertrophique des chondrocytes, cet effet

ostéoclastogénique est renforcé. Ainsi, les chondrocytes hypertrophiques contribueraient
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davantage a la résorption osseuse, nécessaire a la progression des chenaux vasculaires dans les

matrices minéralisées, que les chondrocytes pré-hypertrophiques.
3.2. Régulation de I’angiogenese par les chondrocytes hypertrophiques
3.2.1. Mécanismes de I’angiogenése : donneées bibliographiques

La formation et le développement du systeme vasculaire constituent un processus
complexe hautement régulé, ayant lieu au cours de I’embryogenése mais également lors de la
vie post-natale et adulte, qui résulte de plusieurs phénomenes successifs : la vasculogenese et

I’angiogenese (Pepper 2000).

Au cours du développement embryonnaire, la formation du systeme cardiovasculaire
débute par la vasculogenése. Ce processus donne naissance a un réseau primitif de structures
vasculaires par différenciation de cellules endothéliales in situ, a partir de précurseurs
mésenchymateux, les angioblastes. Brievement, des cellules souches mésenchymateuses
dérivées du mésoderme se différencient en hémangioblastes, a 1’origine des cellules souches
hématopoiétiques et des angioblastes. Les angioblastes acquierent par la suite un profil artériel
ou veineux par des régulations d’expression de génes et de facteurs hémodynamiques et

s’organisent en vaisseaux sanguins primitifs intra ou extra-embryonnaire (E. A. V. Jones,

le Noble, et Eichmann 2006).

L’angiogenése désigne 1’ensemble des mécanismes moléculaires et cellulaires
nécessaires a la formation de nouveaux vaisseaux a partir de vaisseaux préexistants.
L’angiogenese permet de complexifier le réseau primitif et ainsi d’établir un réseau vasculaire
mature et fonctionnel. Plusieurs types d’angiogenése ont été décrits, comme 1’angiogenése par
intussusception et 1’angiogenése par bourgeonnement ou « sprouting angiogenesis » (Figure
51 A, B) (Adams et Alitalo 2007; Treps et Gavard 2015). L’angiogenése par bourgeonnement
consiste en une succession d’étapes finement régulées d’activation, de migration et de
prolifération des cellules endothéliales en réponse a des stimuli du microenvironnement, avec
la mise en place d’un bourgeon vasculaire qui migre et s’étend dans une matrice extracellulaire
interstitielle. Les différentes étapes de ce processus sont régulées par des signaux pro-
angiogeniques et anti-angiogeniques qui garantissent la formation de vaisseaux fonctionnels.
La molécule la plus importante dans le contréle de la morphogenése des vaisseaux sanguins est
le VEGFA, qui fait partie d’'une grande famille de molécules qui régulent I’angiogen¢se,

incluant le PIGF, le VEGFB, le VEGFC et le VEGF-D.
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Figure 51. Comparaison des différents modes d’angiogenése. (A) L’angiogenése par
bourgeonnement ou « sprouting angiogenesis » implique la formation d’une cellule spécifique, la
« tip cell » présentant des filopodes, en réponse a un gradient de VEGFA. En amont, des « stalk
cells » proliferent pour allonger le nouveau bourgeon vasculaire. La signalisation Notch dans la tip
cell inhibe la formation d’autres tip cells. (B) L’angiogenése par intussusception passe par la
prolifération de cellules endothéliales, en réponse a des niveaux élevés de VEGFA, conduisant a la
séparation d’un vaisseau en deux structures vasculaires. D’apres (Hendriks et Ramasamy 2020)

a. Mécanismes de I’angiogenése par bourgeonnement

La sélection des « tip cells » et des « stalk cells »

La premiére étape de 1’angiogenése correspond a I’activation et a la sélection de cellules
endothéliales, qui assureront I’initiation de la formation d’un nouveau vaisseau sanguin (Figure

52).

Les péricytes sont des cellules périvasculaires, principalement localisées autour des
microvaisseaux (capillaire, artériole, veinule), qui stabilisent les vaisseaux et contribuent a leur
quiescence. Suite a un signal pro-angiogénique libéré par des cellules en hypoxie ou
inflammatoires, les péricytes se détachent de la membrane basale qu’ils partagent avec les
cellules endothéliales de la paroi vasculaire. En réponse a I’angiopoiétine-2 (Ang-2), les
péricytes dégradent donc la membrane basale grace a la production de MMP. Les cellules
endothéliales perdent alors leurs jonctions adhérentes, augmentant ainsi la perméabilité
vasculaire (Figure 52 A) (Carmeliet et Jain 2011). Afin de former un nouveau vaisseau,
certaines cellules endothéliales de la paroi d’un vaisseau préexistant se différencient soit en
« tip cells » ou cellules de front soit en « stalk cells » ou cellules de soutien. Les tip cells se
situent a I’extrémité du bourgeon endothélial et vont diriger la croissance du bourgeon vers la
source du signal angiogénique, assurer le guidage du nouveau vaisseau ainsi que son
anastomose avec d’autres vaisseaux adjacents. Les tip cells sont caractérisees par la présence
de nombreux filopodes et par un phénotype migratoire. Les stalk cells sont présentes en amont

du front de migration ou elles assurent 1’allongement et la stabilisation du vaisseau en
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formation. Elles se caractérisent par un phénotype prolifératif et possedent moins de filopodes
que les tip cells. Les stalk cells assurent la formation de jonctions matures entre les cellules

endothéliales du vaisseau, le dépot d’une lame basale et la formation d’une lumiére.

Les voies Notch et VEGF sont essentielles pour I’acquisition et le maintien des
phénotypes des tip cells et des stalk cells (Phng et Gerhardt 2009). La stimulation du récepteur
VEGFR2 par le VEGF a la surface des tip cells conduit a I’augmentation de la transcription du
gene codant DII4 (Delta-like ligand 4) par les tip cells. La protéine DII4, un ligand de la voie
Notch, présente a la surface des tip cells va alors interagir avec son récepteur Notchl présent a
la surface des stalk cells adjacentes. L activation de la voie Notch dans les stalk cells entraine
I’augmentation de I’expression du récepteur VEGFR1 qui séquestre le VEGF environnant et la
diminution de I’expression du VEGFR2 a la surface des stalk cells, empéchant ainsi la
migration et le bourgeonnement des stalk cells (Jakobsson et al. 2010). Ce mécanisme permet
donc que seules les tip cells puissent répondre au signal pro-angiogénique et empéche une

ramification anarchique des vaisseaux en formation.

La migration et le guidage cellulaire

Suite a leur activation et sélection, les tip cells vont assurer le guidage du vaisseau en
migrant dans la matrice extracellulaire environnante selon un gradient de VEGF vers le front
hypoxique (Figure 52 B) (Gerhardt et al. 2003). Les tip cells acquierent de nombreuses
protrusions membranaires de type filopodes qui sont hautement dynamiques et qui sont
impliquées dans la migration des cellules, tandis que les stalk cells assurent 1’¢longation du
bourgeon endothélial. Les tip cells expriment a leur surface des récepteurs a des molécules de
guidage cellulaire, comme les sémaphorines, les éphrines et les nétrines, qui induisent les
mécanismes d’attraction ou de répulsion similaires a ceux impliqués dans la croissance axonale.
La fixation de Nétrine-1 sur son récepteur UNC5B présent a la surface des tip cells conduit a
un signal répulsif, tout comme la fixation de Sémaphorine-3 sur le récepteur Plexine D1 (Adams
et Eichmann 2010; Larrivée et al. 2009).

L’adhérence des cellules endothéliales a la matrice extracellulaire environnante est
indispensable pour la prolifération, la migration et la survie des cellules endothéliales (Senger
et Davis 2011). L’adhérence des cellules endothéliales, par un réseau d’intégrines présentes a
leur surface, a la matrice extracellulaire est nécessaire pour I’activation des voies de
signalisation Erk/MAP kinase impliquées dans la prolifération et I’angiogenése (Short, Talbott,

et Juliano 1998). L’adhérence a la matrice participe également a la survie des cellules

159



endotheliales, en inhibant leur apoptose (Aoudjit et Vuori 2001). La migration des cellules
endothéliales est également dépendante de leur adhérence & une matrice et notamment de ses
constituants (Perruzzi et al. 2003).

La fusion des bourgeons et la formation de la lumiére

Suite a la prolifération des stalk cells, a 1’élongation du bourgeon vasculaire et au guidage
par les tip cells, deux bourgeons vasculaires vont entrer en contact par les filopodes de leurs tip
cells, fusionner ensemble par anastomose et former un vaisseau connecté (Figure 52 C). Cette
interaction entraine la formation de la lumiere du vaisseau. Plusieurs mécanismes permettent
I’¢laboration de la lumiere du vaisseau, comme la formation et la fusion de larges vacuoles par
pinocytose (Kamei et al. 2006). L’adhérence cellulaire a la matrice est egalement necessaire
pour la formation de la lumiere du vaisseau, puisque la vacuolisation des cellules endothéliales
repose sur une interaction entre intégrine Bl et matrice extracellulaire (Zovein et al. 2010).

L’expansion de la lumiére se fait ensuite mécaniquement par la rétractation du cytosquelette.

La maturation et le flux sanguin

La derniére étape du processus d’angiogenese par bourgeonnement est la maturation du
vaisseau et I’établissement d’un flux sanguin (Figure 52 D). La maturation du vaisseau permet
le rétablissement d’une barriére endothéliale. La voie de signalisation de 1‘angiopoiétine-1
(Ang-1) et de son récepteur Tie2 induit le renforcement des jonctions entre les cellules
endothéliales ainsi que leur quiescence (Gavard, Patel, et Gutkind 2008). Un gradient de PDGF-
B (Platelet-Derived Growth Factor-B) et de TGF- B1 induit parallélement le recrutement de
péricytes, ainsi que le dépot d’une nouvelle lame basale, assurant ainsi la maturation finale d’un
vaisseau fonctionnel. Les cellules endothéliales et les péricytes interagissent ensemble et
inhibent mutuellement leur prolifération et migration afin de stabiliser le vaisseau (Chiaverina
et al. 2019).
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Figure 52. Schéma des principales étapes de I’angiogenése par bourgeonnement. (A) En
réponse a des variations locales en facteurs de croissance, les cellules endothéliales sont activées et
de différencient en « tip cells » ou en « stalk cells ». Les cellules endothéliales se dissocient de leur
lame basale et des cellules murales. (B) Aprés dégradation de la matrice extracellulaire interstitielle,
les tip cells migrent selon le gradient de concentration des facteurs de croissance dans le
microenvironnement. Le vaisseau néoformé ne stabilise apres dépot d’une lame basale et le
recrutement de péricytes. (C) La lumiére du vaisseau se forme et celui-ci s’anastomose avec un
autre vaisseau. (D) La perfusion du vaisseau néoformé par le flux sanguin contribue a sa stabilité.
D’apres (Adams et Alitalo 2007)

b. L’angiogenése de I’os

L’angiogeneése joue un role prépondérant dans la régulation du développement osseux
puisqu’elle est couplée a I’ostéogeneése (Hendriks et Ramasamy 2020; Kusumbe, Ramasamy,
et Adams 2014; Ernestina Schipani et al. 2009) et a la chondrogenése (Gerber et al. 1999).

Plusieurs éléments indiquent un mécanisme de croissance des vaisseaux sanguins propre
au tissu osseux (Figure 53). Une étude utilisant de la microscopie électronique a balayage de
« corrosion cast » (moulage vasculaire) décrit des vaisseaux possédant des bourgeons non
différenciés ainsi que des vaisseaux se divisant en deux lors de I’invasion vasculaire du cartilage
articulaire, suggérant que deux formes d’angiogenese, I’angiogenese par bourgeonnement et
I’angiogenése par intussusception, sont utilisées dans le développement osseux (Skawina et al.
1994). Les études menées par Trueta et Morgan ont révélé la présence de structures tubulaires

disposées en colonne avec des boucles interconnectées dans la région metaphysaire des os longs
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(Trueta et Morgan 1960). Des techniques d’imagerie a haute résolution des vaisseaux H de la
métaphyse indiquent la présence de structures en colonne formant un renflement a leur
extrémité que 1’on pourrait qualifier de « protrusions bourgeonnantes », qui participent a la
croissance des vaisseaux (Ramasamy et al. 2014). A I’instar des vaisseaux formés lors de
I’angiogenese par bourgeonnement, ces protrusions présentent une lumiere, un flux sanguin
actif et des filopodes qui projettent jusqu’a la matrice calcifiée du cartilage entourant les
chondrocytes hypertrophiques (Ramasamy et al. 2016). La croissance de ces vaisseaux sanguins
se fait par anastomose de deux protrusions pour former une nouvelle boucle. Des ostéoclastes
spécifiques, les VAO (vessel-associated osteoclast), ne présentant pas d’activité de résorption,
sont associés aux vaisseaux et sont impliquées dans 1’anastomose des vaisseaux H au cours de

I’angiogenése du tissu osseux (Romeo et al. 2019).

Bone Angiogenesis

type H vessels- vascular front

Figure 53. L’angiogenése du tissu osseux. L’angiogenese des vaisseaux H de 1’os a lieu suite a
I’anastomose de structures en colonne avec un renflement a leur extrémité, formant ainsi une arche.
Les cellules endothéliales proliferent pour former des nouvelles protrusions, en direction d’un
gradient de VEGFA. D’aprées (Hendriks et Ramasamy 2020)

Afin d’évaluer les capacités angiogéniques des chondrocytes, différents tests fonctionnels
d’angiogenése in vitro ont été mis au point. Les propriétés angiogéniques des matrices
extracellulaires de chondrocytes ou plut6t des facteurs produits par les chondrocytes et stockés
dans leur matrice extracellulaire, ont ét¢ examiné par un test d’adhérence de cellules
endothéliales sur des matrices extracellulaire de chondrocytes en culture. Le role des facteurs
produits et sécrétés par les chondrocytes a eté déterminé grace a différents tests fonctionnels,
utilisant des milieux conditionnés de chondrocytes. Des tests de prolifération, de migration et
de formation de tubules sur Matrigel de cellules endothéliales, en réponse a une stimulation par
des milieux conditionnés de chondrocytes permettent de comparer les capacités angiogéniques
de différents phénotype chondrocytaire et ainsi d’évaluer 1’implication des cellules du cartilage

dans la vascularisation de la jonction ostéochondrale.
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3.2.2. Roles des facteurs stockés dans la matrice extracellulaire des

chondrocytes

Le cartilage articulaire mature est un tissu dépourvu de vaisseaux sanguins, qui résiste a
I’invasion de vaisseaux présents a proximité, dans le cartilage calcifi¢ et provenant de 1’os sous-
chondral. Ces propriétés avasculaires seraient maintenues dans le cartilage grace a la présence
de nombreux facteurs qui limitent la prolifération, la migration ou la formation de vaisseaux,
au sein de la matrice du cartilage. Néanmoins, des vaisseaux sanguins provenant de 1’os sous-
chondral pénetre le cartilage calcifié en condition physiologique. Le cartilage calcifié serait
donc permissif a I’invasion vasculaire alors que le cartilage articulaire résisterait a cette
invasion vasculaire. Au cours de I’arthrose, certains vaisseaux sanguins dépassent la tidemark
et participent a la dégradation du cartilage. Cette vascularisation du cartilage est pathologique

et résulterait d’une perte de la résistance a 1’invasion vasculaire.

Ainsi, les cellules endothéliales tapissant les parois des vaisseaux présents au niveau des
chenaux vasculaires pourraient étre au contact de la matrice du cartilage. Des zones de contact
directs entre 1’0s sous-chondral et le cartilage articulaire souligne la proximité que pourraient
entretenir les vaisseaux sanguins et la matrice extracellulaire du cartilage. Le cartilage
articulaire et le cartilage calcifié sont des tissus qui permettent le passage de molécules au
travers de leur matrice vers les tissus environnants. Les facteurs angiogéniques et angiostatiques
pourraient également étre ancrés dans la matrice et jouer un role localement. De plus, la matrice
péricellulaire des chondrocytes est composée de collagene de type VI, de protéoglycanes a
héparane sulfate comme les perlécanes ainsi que de glycoprotéines de type laminines, qui
pourraient constituer une matrice d’ancrage des cellules endothéliales. En effet, les perlécanes
sont des constituants des lames basales et des matrices extracellulaires des cellules
endothéliales, qui participent a I’angiogenese en favorisant 1’adhérence, la prolifération et la

migration des cellules endothéliales (Jakobsson et al. 2006; Segev, Nili, et Strauss 2004).

Afin d’étudier I’interaction cellule/matrice entre les cellules endothéliales et les matrices
extracellulaire de chondrocytes, un test fonctionnel d’adhérence a été mis au point. Ce test a
pour but d’évaluer la capacité d’adhérence de cellules endothéliales directement aux matrices
extracellulaires de chondrocytes et de mettre en avant des facteurs contenus dans les matrices
de chondrocytes qui pourraient avoir un réle biologique dans la vascularisation de la jonction

ostéochondrale.
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a. Mise au point de la technique d’adhérence

La technique d’adhérence a demandé une optimisation afin de pouvoir répondre aux

différentes particularités que présente notre modéle de différenciation chondrocytaire.

Dans un premier temps, notre modele de différenciation hypertrophique a été mis en place
dans certaines conditions de culture qu’il fallait respecter, notamment pour obtenir des
chondrocytes bien différenciés avec un phénotype hypertrophique qui minéralise correctement
sa matrice extracellulaire. Ainsi, les chondrocytes iMAC sont ensemencés dans des puits d’une
plaque 12 puits (surface de 3,8 cm2) et différenciés séquentiellement en chondrocytes pré-
hypertrophiques et hypertrophiques, sans interruption ou repiquage possible. Les chondrocytes
aux phénotypes d’intérét (pré-hypertrophique et hypertrophique) sont donc obtenus en deux
temps, a 6 semaines d’intervalle. La technique d’adhérence se réalisant sur cellules vivantes, il
a donc fallu évaluer ’adhérence des cellules endothéliales sur les matrices pré-hypertrophiques
puis I’adhérence des cellules endothéliales sur les matrices hypertrophiques et enfin comparer
les résultats obtenus pour chacun des phénotypes chondrocytaires. C’est pourquoi une gamme
d’adhérence de cellules endothéliales a été réalisée dans des puits laissés vides dans chaque
plaque de culture utilisée pour la réalisation de cette technique. Cette gamme d’adhérence
permet de quantifier le pourcentage d’adhérence des cellules endothéliales aux matrices
chondrocytaires, par rapport a 1’adhérence de ces mémes cellules a un support habituel de
culture et dans les mémes conditions. Les pourcentages d’adhérence sont ensuite comparés
entre eux pour évaluer les capacités de chaque type de matrice dans 1’adhérence de cellules

endothéliales.

Dans un second temps, pour pouvoir évaluer ’adhérence d’un type cellulaire sur autre
type cellulaire, dont les caractéristiques morphologiques sont pourtant hautement dissemblables
lorsque cultivés séparément, la distinction entre les deux doit se faire facilement une fois les
cellules mises en contact. Ainsi, afin de distinguer les cellules endothéliales des chondrocytes
dans les puits de culture, les cellules endothéliales ont été préalablement rendues fluorescentes
par un marquage a la calcéine. Ce colorant cellulaire est classiqguement utilisé pour déterminer
la viabilité cellulaire. Dans les cellules vivantes, la calcéine-AM non fluorescente est convertie
en calcéine fluorescente verte, apres hydrolyse d’ester acétoxyméthylique par des estérases
intracellulaires. La présence de cellules HUVEC adhérentes a leur support est donc détectable

par microscopie ou par spectrophotométrie, a une longueur d’onde de 535 nm/485 nm.
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Des cellules HUVEC en culture sont incubées avec de la calcéine-AM (1uM) pendant 1h
a 37°C (Figure 54 A). Un nombre croissant de cellules HUVEC fluorescentes est ensemencé
dans des plaques de culture 12 puits et incubé a 37°C pendant 2h, 4h et 24h. Les cellules non
adhérentes sont enlevées des puits par tapotage et ringage. L.’adhérence des cellules au support
en plastique a été déterminée par fluorescence. La détection de la fluorescence des cellules pour
déterminer le nombre de cellules adhérentes au puits est une technique valide, comme en
témoignent les courbes d’étalonnage présentant un coefficient de Spearman autour de 1. On
observe que les cellules HUVEC présentent une fluorescence qui diminue en intensité avec le
temps d’incubation. Leur fluorescence est maximale a 2h d’incubation, puis elle décroit apres
4h et 24h d’incubation. Néanmoins, malgré une baisse d’intensité de fluorescence, le nombre
de cellules est toujours quantifiable apres 4h et 24h d’adhérence (Figure 54 B). Des HUVEC
fluorescentes (25000 cellules/puits) ont été ensemencées sur des matrices de chondrocytes et
incubées pendant 2h, 4h et 24h a 37°C. Le pourcentage d’adhérence des HUVEC aux matrices
est évalué et aprés 2h d’incubation 27% des cellules se sont fixées a la matrice chondrocytaire.
Le pourcentage d’adhérence augmente aprés 4h d’adhérence pour atteindre 55% puis décroit a
42% apres 24h d’adhérence (Figure 54 C).
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Figure 54. Mise au point de la technique d’adhérence de cellules endothéliales. (A) Cellules
HUVEC en culture aprés incubation avec la calcéine-AM (1um) (objectif x10). (B) Courbe
d’étalonnage de la fluorescence des cellules endothéliales en fonction de la densité cellulaire

d’ensemencement aprés 2h, 4h et 24h d’incubation. (C) Pourcentage d’adhérence de cellules
endothéliales a une matrice chondrocytaire aprés 2h, 4h et 24h d’incubation. (n=3)
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Ainsi, pour les expériences d’adhérence de cellules endothéliales sur matrices
extracellulaires de chondrocytes, les cellules HUVEC fluorescentes sont ensemencées (25000
cellules/puits) sur les chondrocytes en culture puis incubées pendant 4h. Les cellules non
adhérentes sont détachées et la détection de la fluorescence des HUVEC est effectuée par
spectrophotométrie. L’auto-fluorescence des chondrocytes est retranchée a la fluorescence des
HUVEC.

b. Evaluation de I’adhérence de cellules endothéliales aux matrices de

chondrocytes

L’adhérence de cellules endothéliales sur deux types de matrices a été évaluée, les
matrices des chondrocytes pré-hypertrophiques et des chondrocytes hypertrophiques. Apres 4h
d’adhérence, en moyenne 61% des cellules HUVEC ensemencées ont adhéré aux matrices pré-
hypertrophiques, contre 87% en moyenne aux matrices de chondrocytes hypertrophiques
(Figure 55 A, B).
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Figure 55. Adhérence de cellules endothéliales sur des matrices extracellulaires de
chondrocytes. (A) Pourcentage d’adhérence de cellules endothéliales aux matrices de chondrocytes
pré-hypertrophiques et hypertrophiques apres 4h d’incubation. (n=8) (B) Images représentatives de
I’adhérence des cellules endothéliales au support habituel de culture et aux matrices de
chondrocytes pré-hypertrophiques et hypertrophiques. (Objectif x10).

Pour conclure, nous observons une différence dans 1’adhérence des cellules endothéliales
selon le type de matrice utilisée comme support. Les cellules endothéliales sont capables
d’adhérer aux deux types de matrices de chondrocytes, néanmoins elle adhérent davantage
lorsqu’elles ont des matrices hypertrophiques comme support. L’adhérence des cellules
HUVEC est 1,4 fois supérieure aux matrices hypertrophiques qu’aux matrices pré-
hypertrophiques, suggérant que les matrices hypertrophiques contiennent plus de facteurs qui
favoriseraient cette adhérence et/ou moins de facteurs qui empécheraient cette adhérence, que
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les matrices pré-hypertrophiques. Les matrices different également par leur état de
minéralisation, les matrices de chondrocytes hypertrophiques sont minéralisées, contrairement
aux matrices des chondrocytes pré-hypertrophiques, ce qui pourrait expliquer I’adhérence plus

importante aux matrices hypertrophiques.
3.2.3. Roles des facteurs sécrétés par les chondrocytes

Le cartilage articulaire et le cartilage calcifi¢ sont en étroite relation avec 1’0s sous-
chondral, avec qui ils interagissent, par le biais de différents vecteurs de communication décrits
précédemment. Les chondrocytes pourraient donc produire des molécules qui transiteraient
jusqu’a ’os sous-chondral et stimuleraient I’angiogenése ostéochondrale. Plusieurs tests
fonctionnels d’angiogenése in vitro ont donc été mis au point afin d’évaluer et de comparer
I’activité angiogénique des chondrocyte pré-hypertrophiques et hypertrophiques. Ces différents
tests fonctionnels miment in vitro les grandes étapes du processus d’angiogenése. Ces tests sont
communément utilisés pour démontrer le rble pro-angiogénique de molécules candidates
(Stryker et al. 2019).

a. Prolifération de cellules endothéliales en réponse a une stimulation

par des milieux conditionnés de chondrocytes

Une des premieres étapes du processus d’angiogenése est la prolifération des cellules
endothéliales, en réponse a un signal pro-angiogénique. Pour modéliser cette étape, un test de
prolifération de cellules endothéliales, en réponse a une stimulation par des milieux

conditionnés de chondrocytes a été effectue.

Nous avons évalué deux aspects, un aspect pro-angiogénique des chondrocytes
hypertrophiques mais également 1’aspect anti-angiogénique des chondrocytes pré-
hypertrophiques. Ainsi, le test de prolifération a été effectué dans deux conditions
expérimentales différentes. La premiére a consisté a utiliser des milieux conditionnés de
chondrocytes pré-hypertrophiques et hypertrophiques, avec une faible quantité de serum et sans
ajout de facteurs de croissance afin de visualiser les capacités pro-angiogéniques des
chondrocytes et de les comparer selon le phénotype chondrocytaire. Ainsi, les milieux
conditionnés ont été supplémentés extemporanément avec 2% de SVF. L’ajout de sérum a
faible dose reste néanmoins indispensable pour eviter une mortalité des cellules endothéliales.
La deuxieme condition expérimentale vise a mettre en évidence une capacité anti-angiogenique

des milieux conditionnés. Ces derniers ont donc été supplémenté extemporanément avec 2% de
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mix complémentaire, qui est utilisé pour cultiver les cellules endothéliales. Ce mix contient 2%
de sérum mais également des facteurs de croissance (Epidermal Growth factor, Basic Fibroblast
Growth Factor, Insulin-like Growth Factor, VEGF) qui favorisent la prolifération cellulaire.

La prolifération des cellules endothéliales est évaluée apres 48h de stimulation par les
milieux conditionnés de chondrocytes, par incorporation de I’EdU, sur les 4 dernicres heures
de I’expérimentation. Un comptage des cellules totales (marquées au DAPI) et des cellules

prolifératives (marquées a I’EdU) est effectué (Figure 56 D).

En condition basale de faible prolifération, c’est-a-dire sans ajout de facteurs de
croissance, lorsque les cellules endothéliales HUVEC sont stimulées avec des milieux
conditionnés de chondrocytes pré-hypertrophiques et hypertrophiques, on observe une
augmentation du nombre total de cellules avec les deux types de milieux, par rapport au contrdle
négatif (Figure 56 A, gauche). Les milieux conditionnés de chondrocytes hypertrophiques
semblent entrainer une légere augmentation du nombre total de cellules par rapport aux milieux
conditionnés pré-hypertrophiques (p=0,0645). Cette tendance se confirme si on observe le
nombre de cellules prolifératives. En effet, les milieux conditionnés de chondrocytes pré-
hypertrophiques et le contrdle négatif présentent des taux semblables de cellules EdU*. En
revanche, les milieux conditionnés de chondrocytes hypertrophiques induisent une
augmentation du nombre de cellules prolifératives, par rapport au contrdle négatif mais

également pat rapport aux milieux conditionnés pré-hypertrophiques (Figure 56 B, gauche).

En condition basale de forte prolifération, c’est-a-dire avec ajout de facteurs de
croissance, les milieux conditionnés de chondrocytes pré-hypertrophiques et hypertrophiques
présentent un important taux de prolifération, par rapport a la condition basale de faible
prolifération. On constate que les deux types de milieux conditionnés entrainent une
augmentation du nombre de cellules totales plus modérée qu’avec le contréle positif (Figure
56 A, droite). De plus, lorsque I’on s’intéresse aux cellules prolifératives, I’augmentation de la
prolifération est encore plus moderée. Ainsi, les milieux conditionnés pré-hypertrophiques et
hypertrophiques présentent une certaine capacité d’inhibition de la prolifération, par rapport au
contréle positif. Une différence significative entre les deux types de milieux conditionnés est
observée, avec une capacité d’inhibition de la prolifération plus marquée pour les milieux
conditionnés de chondrocytes pré-hypertrophiques que pour ceux des chondrocytes
hypertrophiques (Figure 56 B, droite). Cette différence dans le nombre de cellules

prolifératives ne s’explique pas par une mortalité accrue des cellules endothéliales, puisque les
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milieux conditionnés pré-hypertrophiques et hypertrophiques entrainent le méme nombre de

corps apoptotiques dans chacune des conditions expérimentales (Figure 56 C).

Pour conclure, ce premier test fonctionnel démontre un réle complexe des chondrocytes
dans la prolifération de cellules endothéliales. Les chondrocytes pré-hypertrophiques et
hypertrophiques induisent tous deux une augmentation du nombre total de cellules mais seuls
les chondrocytes hypertrophiques entrainent une augmentation du nombre de cellules
prolifératives. Le nombre de cellules totales refletent la prolifération cellulaire sur les 48h
d’expérimentation, tandis que le nombre de cellules prolifératives n’a été¢ évalué que sur la
période d’incorporation de I’EdU, c’est-a-dire, les 4 derniéres heures de prolifération. Les
chondrocytes hypertrophiques présenteraient donc un effet plus marqué a long terme, avec des
cellules qui seraient davantage engagées dans un processus de division et de prolifération
cellulaire lorsqu’elles sont stimulées par ces milieux de chondrocytes hypertrophiques, plutét
que par les milieux de chondrocytes pré-hypertrophiques. Les chondrocytes hypertrophiques
sécrétent done des facteurs angiogéniques dont I’action serait plus longue ou plus forte que les

facteurs secrétés par les chondrocytes pré-hypertrophiques.

Les chondrocytes présentent également une capacité anti-angiogénique, puisqu’ils
induisent une diminution du nombre total de cellules, comparé au milieu positif. La différence
du nombre de cellules prolifératives entre nos deux types de milieux conditionnés indique que
les chondrocytes pré-hypertrophiques possédent une capacité d’inhibition de I’angiogenése plus
importante que les chondrocytes hypertrophiques.

Dans I’ensemble, ce premier test fonctionnel de prolifération de cellules endothéliales
montre que les chondrocytes pré-hypertrophiques et hypertrophiques présentent des capacités
angiogéniques différentes selon les conditions expérimentales, avec un rdle pro-angiogénique
des chondrocytes hypertrophiques et un réle davantage anti-angiogénique des chondrocytes
pré-hypertrophiques. Ces premiers résultats sont en faveur de notre hypothése de déséquilibre
de la balance angiogenique avec la différenciation hypertrophique des chondrocytes.
Cependant, ce test doit étre complété par d’autres tests fonctionnels qui modélisent d’autres
étapes du processus d’angiogenese, comme la migration cellulaire ou la formation de tubules,
afin d’obtenir des informations sur d’autres aspects du processus d’angiogenése, que la

prolifération des cellules.
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Figure 56. Prolifération et mortalité de cellules endothéliales en réponse aux milieux
conditionnés de chondrocytes. (A) Comptage des cellules totales DAPI* et (B) des cellules
prolifératives EdU", suite a 48h de prolifération en réponse a une stimulation par des milieux
conditionnés de chondrocytes pré-hypertrophiques et hypertrophiques, supplémenté ou non en
facteurs de croissance. Le nombre de cellules dans chaque condition est rapporté a la moyenne du
contréle négatif (n=10 pour les conditions sans facteurs de croissance) (n=7 pour les conditions
avec facteurs de croissance). (C) Nombre de corps apoptotiques TUNEL" (n=7). (D) Images
représentative des cellules endothéliales suite a 48h de prolifération et apres marquage DAPI, EAU
et TUNEL. (Objectif x10).
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b. Migration de cellules endothéliales en réponse a une stimulation par

les milieux conditionnés de chondrocytes

La migration des cellules endothéliales en réponse a un signal pro-angiogénique fait partie
des étapes clés du processus d’angiogenése. Pour modéliser cette étape, un test de migration de
cellules endothéliales, de type « wound healing » également appelé « scratch assay » a été
élaboré pour déterminer si les chondrocytes produisent et sécretent des facteurs stimulants ou
non la migration de cellules endothéliales.

Dans ce test fonctionnel, une fente est réalisée mécaniquement dans une monocouche de
cellules endothéliales. Cette fente est assimilée a une blessure, puisqu’elle est effectué¢e en
grattant la surface du tapis cellulaire et donc arrache une partie des cellules de leur support. En
réponse a cette blessure et sous 1’action de facteurs pro-angiogéniques, les cellules endothéliales
vont proliférer et migrer pour « cicatriser » la blessure, ¢’est-a-dire combler la zone acellulaire.
Ainsi, des phénomenes de prolifération cellulaire sont entrepris, il est donc nécessaire d’exclure
ces phénomenes prolifératifs afin de n’observer que la migration cellulaire. Dans ce test de
migration cellulaire, de la mitomycine C est incubée avec les cellules endothéliales avant la
réalisation de la fente acellulaire afin de bloquer la prolifération cellulaire. Apres avoir réalisé
une fente au centre de chaque puits, les cellules endothéliales sont stimulées avec les milieux
conditionnés de chondrocytes. Les milieux conditionnes ne sont pas supplémentés en sérum,
car I’ajout de sérum entraine une forte migration des cellules endothéliales (résultats non
montrés). La migration est observée par microscopie pendant une période de 24h. Des
photographies de la colonisation de la fente au cours du temps sont prises (Figure 57 A) et la
surface de la fente est calculée (Figure 57 B). L’aire sous la courbe de la cinétique de fermeture
de la pente permet d’analyser la migration des cellules sur 24h d’une maniere globale (Figure
57 C). Trois temps ont été sélectionnés afin de déterminer la capacité de migration a un stade

précoce, intermédiaire et avancé de la migration.

Lorsque les cellules sont stimulées avec un milieu basal sans sérum ni facteurs de
croissance (contrdle négatif), les cellules endothéliales ne migrent pas pour combler la zone
acellulaire et la surface de la fente est maintenue & 100% de la surface initiale. Lorsque les
cellules sont stimulées avec un milieu basal supplémenté en sérum et en facteurs de croissance
(contréle positif), la migration des cellules endothéliales est optimale puisque la fermeture de
la fente s’initie trés rapidement et que la surface de la fente diminue progressivement avec le

temps pour étre totalement refermée au bout de 24h (Figure 57 D). Lorsque les cellules
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endotheliales sont stimulées avec les milieux conditionnés de chondrocytes pre-
hypertrophiques et hypertrophiques, on observe des niveaux intermédiaires de migration. Les
milieux conditionnés de chondrocytes pré-hypertrophiques permettent la migration de cellules
endothéliales au travers de la zone acellulaire, néanmoins, la fente ne se referme pas totalement
et cela quel que soit le milieu conditionné de chondrocytes pré-hypertrophiques utilisés (Figure
57 D). En effet, pres de 70% de la fente demeure non colonisée par les cellules endothéliales
au bout de 24h. Lorsque les cellules endothéliales sont stimulées avec des milieux conditionnés
de chondrocytes hypertrophiques, on constate une migration plus importante qu’avec les
milieux conditionnés pré-hypertrophiques. L’aire sous la courbe de la cinétique de fermeture
de la fente plus faible avec les milieux hypertrophiques qu’avec les milieux pré-
hypertrophiques, indiquant un effet globalement différent de nos deux types de milieux. Six
heures aprés avoir effectué la fente, on n’observe pas de différence entre les milieux
conditionnés de chondrocytes, mais la différence s’observe a 15h et 24h de migration. Ainsi, la
migration induite par les chondrocytes hypertrophiques est nettement plus importante que celle
induite par les chondrocytes pré-hypertrophiques. Notamment, on constate que trois milieux
conditionnés de chondrocytes hypertrophiques sur six entrainent une fermeture quasi-totale de

la fente au bout de 24h de migration.

Pour conclure, les cellules endothéliales répondent a la stimulation par des milieux
conditionnés de chondrocytes en migrant a travers une zone acellulaire, mais cette réponse est
plus importante lorsque les cellules sont stimulées par des milieux de chondrocytes
hypertrophiques. Ces milieux sont capables de refermer totalement la fente ou de fermer pres
de 50% de sa surface alors que les milieux pré-hypertrophiques ne comblent jamais 1’espace
vide de cellules. Ainsi, les chondrocytes hypertrophiques pourraient sécréter un plus grand
nombre de médiateurs ayant un role dans la migration, ou en plus forte quantité. A I’inverse,
les chondrocytes pré-hypertrophiques pourraient sécréter moins de facteurs impliqués dans la
migration cellulaire, ou en quantité plus faible. Notons qu’une absence de migration a travers
la zone acellulaire, comme c’est le cas avec le controle négatif, ne signifie pas que les cellules
sont inertes. Les cellules effectuent des mouvements et ne sont pas statiques, néanmoins ces

mouvements se font dans un périmeétre tres restreint.
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Figure 57. Migration de cellules endothéliales en réponse aux milieux conditionnés de
chondrocytes. (A) Images représentatives de la fermeture de la fente a Oh, 6h, 15h et 24h de
migration. (Objectif x10). (B) Cinétique de la fermeture de la zone acellulaire (fente) en réponse a
une stimulation de 24h par des milieux conditionnés de chondrocytes pré-hypertrophiques et
hypertrophiques. Les valeurs sont représentées en pourcentage de la surface de la fente a T0. (C)
Aire sous la courbe de la cinétique de fermeture de la fente (n=5). (D) Fermeture de la fente apres
6h, 15h et 24h de migration des cellules endothéliales.
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C. Formation de tubules sur Matrigel des cellules endothéliales en

réponse a une stimulation par les milieux conditionnés de chondrocytes

Le test de formation de tubules permet d’étudier 1’étape critique de la formation et de
I’allongement des bourgeons vasculaires a 1’origine des nouveaux vaisseaux sanguins. La
capacité des chondrocytes pré-hypertrophiques et hypertrophiques a promouvoir la

tubulogenése a donc été évaluée grace a ce test fonctionnel en deux dimensions.

La tubulogenese relie des vaisseaux sanguins nouvellement formés au réseau vasculaire
préexistant, au travers d’une matrice extracellulaire. Ainsi, pour modéliser ce processus in Vitro,
les cellules endothéliales sont placées sur une matrice de membrane basale commerciale, le
Matrigel®. Cette préparation est issue du sarcome murin d’Engelbreth-Holm-Swarm (EHS),
une tumeur riche en protéines de matrice extracellulaire. Ses principaux composants sont la
laminine, le collagéne de type IV, I’entactine et des protéoglycanes a héparane sulfate. Une fois
polymerisé, le Matrigel sert de substrat aux cellules endothéliales, qui pourront ensuite former

des tubules plus ou moins ramifiés en présence de cytokines ou de facteurs de croissance.

Dans ce test fonctionnel, les cellules endothéliales sont suspendues dans une solution de
stimulation puis déposées sur une matrice polymérisée de Matrigel. Les milieux conditionnés
de chondrocytes testés ne sont pas supplémentés en sérum, car I’ajout de sérum entraine une
formation de tubules trés importante. La tubulogenese est observée par microscopie pendant
une période de 22h. Des photographies de la formation de tubules au cours du temps sont prises
(Figure 58 G) et la longueur totale du réseau ainsi que le nombre de jonctions formées est
analysé (Figure 58 A, D). L’aire sous la courbe des cinétiques permet d’analyser la
tubulogenése sur 22h d’une maniére globale (Figure 58 B, E). Trois temps ont été sectionnés
afin de déterminer la capacité de formation de tubules a un stade précoce, intermédiaire et

avancé de la tubulogenése.

Lorsque les cellules sont stimulées avec un milieu basal sans sérum ni facteurs de
croissance (contrble negatif), les cellules endothéliales ne forment aucun tubule, seulement
quelques segments trés courts. La longueur totale du réseau et le nombre de jonctions ne
dépassent pas respectivement en moyenne 7% et 5% du réseau induit par le contréle positif. Le
contr6le positif, un milieu basal supplémenté en sérum et en facteurs de croissance, induit une
forte tubulogenése au cours du temps, avec un pic maximal a 8h pour la longueur totale du
réseau et 6h pour le nombre de jonctions. Ces tubules se forment rapidement puisque des 2h

d’expérimentation, on observe la formation de petits segments ramifiés. Aprés 6 a 8h
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d’expérimentation, les tubules induits par le controle positif se fragmentent petit a petit,
entrainant une diminution progressive de la longueur totale du réseau et du nombre de jonctions.
Des niveaux intermédiaires de tubulogenése sont observés apres stimulation avec les milieux
conditionnés de chondrocytes pré-hypertrophiques et hypertrophiques. Les milieux
conditionnes pré-hypertrophiques induisent une faible tubulogenése, avec une longueur totale
du réseau et un nombre de jonction qui ne deviennent statistiquement différents du contréle
négatif qu’au bout de 22h d’expérimentation. Les milieux conditionnés de chondrocytes
hypertrophiques permettent la formation de tubules plus longs et plus ramifiés que les milieux

conditionnes de chondrocytes pré-hypertrophiques, et cela dés 2h d’expérimentation.

Pour conclure, les cellules endothéliales répondent a la stimulation par des milieux
conditionnés de chondrocytes en formant des tubules plus ou moins denses et ramifiés au sein
de la matrice de Matrigel, et les milieux conditionnés de chondrocytes hypertrophiques
présentent une capacité angiogéenique supérieure aux milieux conditionnés de chondrocytes pré-

hypertrophiques.
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Figure 58. Formation de tubules sur Matrigel ou angiogenese en 2 dimensions de cellules
endothéliales en réponse aux milieux conditionnés de chondrocytes. (A) Images représentatives
de la formation du réseau de tubules a Oh, 2h, 8h et 22h. (Objectif x10). (B) Cinétique de la longueur
totale du réseau de tubules en réponse a une stimulation de 24h par des milieux conditionnés de
chondrocytes pré-hypertrophiques et hypertrophiques. Les valeurs sont représentées en pourcentage
de la longueur maximale de tubules formés. (C) Aire sous la courbe de la cinétique de longueur
totale du réseau (D) Longueur totale du réseau de tubules a 2h, 8h et 22h. (E) Cinétique du nombre
de jonctions du réseau de tubules. Les valeurs sont représentées en pourcentage du nombre maximal
de jonctions formées (F) Aire sous la courbe de la cinétique de nombre de jonctions du réseau (G)
Nombre de jonctions du réseau de tubules a 2h, 8h et 22h. (n=5).
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Ces résultats confirment notre hypothése selon laquelle les chondrocytes acquiérent un
potentiel de remodelage ostéoclastogénique et angiogénique au cours de leur différenciation
hypertrophique et qu’ils présentent des propriétés pro-ostéoclastogéniques et pro-
angiogeniques associées au phénotype hypertrophique. Ainsi, les chondrocytes
hypertrophiques stimulent davantage la différenciation de monocytes en ostéoclastes que les
chondrocytes pré-hypertrophiques. Les cellules endothéliales adhérent davantage aux matrices
extracellulaires de chondrocytes hypertrophiques qu’aux matrices pré-hypertrophiques. Les
chondrocytes hypertrophiques stimulent la prolifération de cellules endothéliales mais
présentent également une action inhibitrice de la prolifération, qui reste cependant moins forte
que I’action inhibitrice des chondrocytes pré-hypertrophiques. Enfin, les chondrocytes
hypertrophiques favorisent la migration de cellules endothéliales et la formation de tubules

denses et ramifiés.

Le passage du stade pré-hypertrophique au stade hypertrophique est associée a
I’acquisition de fonctions pro-ostéoclastogénique et pro-angiogéniques, indiquant que les
chondrocytes hypertrophiques pourraient étre impliqués dans le remodelage de la jonction
ostéochondrale observé au cours de D’arthrose et ainsi participer a la progression de la

pathologie.

Cependant, les facteurs moléculaires responsables des effets observés sur les monocytes
et les cellules endothéliales ne sont pas encore identifiés. Les chondrocytes expriment
différentiellement plusieurs génes impliqués dans le remodelage et pourraient donc produire a
des taux variables des facteurs ostéoclastogéniques, pro-angiogéniques et anti-angiogéniques,
a ’origine des effets observés. Un des objectifs de ma thése a été d’identifier et de mettre en

évidence ces facteurs impliqués dans le remodelage de la jonction ostéochondrale.
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4, Identification des facteurs impliqgués dans les effets observés dans

P’ostéoclastogenese et I’angiogenése

La caractérisation moléculaire des chondrocytes issus du modele de différenciation
progressive a montré une dérégulation transcriptionnelle au cours de la différenciation
hypertrophique des chondrocytes. Ainsi, au cours de la derniere étape de différenciation de
notre modele, de nombreux génes impliqués dans le remodelage de la jonction ostéochondrale
sont surexprimés, notamment des protéases matricielles (Mmp3), des facteurs liés aux
osteoblastes (Bmp2 et Bmp4), des facteurs liés aux ostéoclastes (ratio Rankl/Opg, Ccl2 et Ccl4),
de facteurs pro-angiogéniques (Vegfa, Vegfc, Cxcl12, Sphkl et bFGF).

Afin d’identifier des cibles moléculaires impliquées dans le remodelage pathologique de
la jonction ostéochondrale et plus particulierement dans la vascularisation du cartilage, une

étude du sécrétome des chondrocytes pré-hypertrophiques et hypertrophiques a été effectuée.

4.1. Etude du sécrétome des chondrocytes issus d’un modele de différenciation

progressive de chondrocytes murins

Des milieux conditionnés ont donc été sélectionnés pour une étude du sécrétome des
chondrocytes pré-hypertrophiques et hypertrophiques, a 1’aide d’un « Proteome Profiler
Angiogenesis Array ». Cette méthode semi-quantitative permet de cibler simultanément 53
protéines liées a 1’angiogenése, avec un rble pro-angiogénique ou anti-angiogénique, dans
différents échantillons et ainsi de mettre en évidence de potentielles cibles impliquées dans

I’angiogenese ostéochondrale.

Parmi les 53 protéines ciblées, seules 14 protéines ont été détectées dans les milieux
conditionnés de chondrocytes. Les milieux conditionnés de chondrocyte pré-hypertrophiques
et hypertrophiques contiennent les mémes protéines mais a des niveaux variables de détection
(Figure 59 A, B, C). Certaines protéines sont décrites comme ayant un réle pro-angiogénique,
comme IGFBP-2 (Azar et al. 2011), CXCL12 (également appele SDF-1) (Deshane et al. 2007),
ostéopontine (J. Dai et al. 2020), NOV (Lin et al. 2003), pentraxine-3 (Presta et al. 2018), MMP-
3 (Rundhaug 2005), VEGF (Carmeliet 2005) et MCP-1 (Hong, Ryu, et Han 2005). D’autres en
revanche sont décrites comme ayant un réle anti-angiogénique, comme serpine E1 (PAI-1) (J.
Wu et al. 2015), thrombospondine-2 (P. Bornstein 2001), serpine F1 (PEDF) (Cai et al. 2006),
endostatine (collagéne de type XVIII) (Thomas Pufe, Petersen, et al. 2004) et TIMP-1 (Reed et
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al. 2003). IGFBP-3 est décrit comme ayant a la fois un rble pro-angiogénique et anti-

angiogénique (Bach 2015).

On constate que les 4 protéines presentes en plus grande quantité dans les milieux pré-
hypertrophiques sont les méme que dans les milieux hypertrophiques : IGFBP-2, SDF-
1/CXCL12, serpine E1 (également appelé PAI-1) et ostéopontine. De méme, les 3 protéines
présentes en plus faible quantité sont les mémes dans les 2 types de milieux : endostatine,
TIMP-1 et MCP-1 (également appelé Ccl2). De maniére intéressante, le VEGF ne fait pas partie
des protéines présentes en plus forte quantité dans I'un ou ’autre des milieux conditionnés
(Figure 59 A, B). On observe une diminution de la quantité de IGFBP-2, serpine E1 (PAI-1),
pentraxine-3 et serpine F1 (PEDF), ainsi qu’une augmentation de la quantité de SDF-1,
ostéopontine, MMP-3 et IGFBP-3 avec la différenciation hypertrophique (Figure 59 C).

Néanmoins, ces différences sont ne semblent pas importantes.

Une représentation « heat map » avec un clustering hiérarchique a été réalisée afin de
mettre en évidence des liens possibles entre les différentes protéines ciblées et les milieux
conditionnés de chondrocytes pré-hypertrophiques et hypertrophiques utilisés. Ainsi, pour
chaque protéine présente dans les différents milieux (pré-hypertrophique ou hypertrophique,
issus de 3 cultures), un code couleur est attribué selon le niveau de quantification de la protéine
d’intérét. Cette représentation met en avant un certain degré de similarité entre les milieux
conditionnés de chondrocytes hypertrophiques des cultures 1 et 2, ainsi qu’entre les milieux
conditionnés de chondrocytes pré-hypertrophiques 1 et 2 (Figure 59 D). Il est donc possible de
différencier nos deux types de milieux conditionnés en fonction de leur contenu en protéines
liées a I’angiogenése. Les milieux pré-hypertrophiques et hypertrophiques présentent donc une
signature spécifique. Néanmoins, les milieux conditionnés issus de la culture 3 ne semblent pas

répondre de la méme maniére et ne se classe pas avec les autres milieux conditionnés.

Cette étude du sécrétome par Proteome Array est une méthode semi-quantitative qui doit
étre complétée par une étude plus fine, notamment par des techniques plus précises, comme
I’ELISA. En effet, cette méthode ne met pas en avant de réelles différences entre les milieux

pré-hypertrophiques et hypertrophiques.
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Figure 59. Criblage de protéines liées a I’angiogenése sécrétées par les chondrocytes pré-
hypertrophiques et hypertrophiques. Criblage de 53 protéines liées a l’angiogenése par
immunodétection. La quantité de chaque protéine est déterminée en calculant le pourcentage de
densité de pixel du spot d’intérét par rapport & un spot contréle. Un spot est considéré comme
détectable lorsque son pourcentage de densité de pixel est > 5%. Sur 53 protéines ciblées, seules 14
sont détectées dans tous les échantillons. (A) Histogramme des protéines présentes dans les milieux
conditionnés de chondrocytes pre-hypertrophiques et (B) hypertrophiques et images des membranes
de nitrocellulose utilisées pour la détection des protéines. (C) Comparaison des quantifications des
protéines présentes dans les milieux conditionnés de chondrocytes. (D) « Heat map » codée a 1’aide
du logiciel Rstudio, représentant les protéines présentes dans les milieux conditionnés de
chondrocytes pré-hypertrophiques et hypertrophiques issus de 3 cultures. Le clustering hiérarchique
est effectué par colonne (protéine) et par ligne (milieu conditionné). (n=3)
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Nous avons donc détecté la présence de plusieurs facteurs pro-angiogéniques et pro-
ostéoclastogéniques par ELISA, afin d’obtenir une quantification plus précise des protéines

dérégulées au cours de la différenciation hypertrophique (Figure 60 A, B).

Le Proteome Array montrait que le VEGF était une des protéines pro-angiogéniques
présentes en plus faible quantité, néanmoins une forte concentration de VEGFA a été décelée
dans les milieux pré-hypertrophiques et hypertrophiques, avec respectivement en moyenne 2,5
pg/ug de protéines et 3,2 pg/ug de protéines. Certains milieux conditionnés présentent de tres
fortes concentrations pouvant atteindre jusque 9,2 pg/ug et 12,1 pg/pg dans les milieux pre-
hypertrophiques et hypertrophiques. Cependant, il ne semble pas avoir une augmentation de la
sécrétion de VEGFA avec la différenciation hypertrophique.

Les résultats du Proteome Array sont confirmés pour la protéine SDF-1. Nous retrouvons
SDF-1 en grande quantité dans les milieux conditionnés de chondrocytes, avec en moyenne 1,9
pg/ug de protéines pour les milieux pré-hypertrophiques et 4,7 pg/ug de protéines pour les
milieux hypertrophigues. Nous observons également une sécrétion accrue de SDF-1 dans les
milieux hypertrophiques, avec 2,5 fois plus de SDF-1 dans les milieux conditionnés
hypertrophiques que les milieux conditionnés pré-hypertrophiques. Notons que CD26 (ou
Dipeptidyl peptidase-4 DPPIV), une enzyme qui clive et inactive SDF-1, n’est pas détectée

dans les milieux conditionnés pré-hypertrophiques et hypertrophiques.

La protéine PIGF fait partie des 53 protéines ciblées par le proteome array, cependant elle
n’était pas détectable dans nos milieux conditionnés. Nous retrouvons des résultats similaires
par ELISA puisque les quantités de PIGF mesurées dans les milieux conditionnés sont trés

faibles, en moyenne 0,06 pg/jg de protéines dans les deux types de milieux.

Les concentrations d’autres protéines liées a 1’angiogenése ont été mesurées dans les
milieux conditionnés, comme le VEGFC et le PDGF-BB, mais les concentrations de ces

protéines sont pratiquement indétectables (résultats non montrés).

Enfin, nous nous sommes également intéressés a des facteurs impliqués dans la fonction
des ostéoclastes, qui n’étaient pas ciblés par le Proteome Array. Bien qu’une augmentation
importante de I’expression de Rankl et notamment du ratio Rankl/Opg était observée, RANKL
n’a pu étre décelé dans les milieux conditionnés de chondrocytes (résultats non montrés). Nous
n’avons pas constaté d’augmentation de la sécrétion d’IL-34 avec la différenciation

hypertrophique, en revanche, la sécrétion de CCL4 augmente d’un facteur 5 avec la
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différenciation des chondrocytes, puisqu’on détecte en moyenne 0,9 pg/ug de protéines dans

les milieux pré-hypertrophiques et 5,0 pg/ug de protéines dans les milieux hypertrophiques.

Pour conclure, I’ensemble de ces résultats indique que bien que la régulation
transcriptionnelle de génes impliqués dans ’angiogenese soit différente entre les chondrocytes
pré-hypertrophiques et les chondrocytes hypertrophiques, peu de molécules analysées se
trouvent en concentration différente dans les milieux conditionnés de chondrocytes pré-

hypertrophiques et hypertrophiques.
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Figure 60. Expression protéique de facteurs liés au remodelage de la jonction ostéochondrale
par les chondrocytes issus du modéle de différenciation. Dosage de protéines par ELISA a partir
des milieux conditionnés de chondrocytes pré-hypertrophiques et hypertrophiques. La quantité de
facteurs dosés (pg) en rapportée a la quantité de protéines totales de chaque échantillon (ug). (A)
Expression de facteurs liés a I’angiogenése : VEGFA (n=28-29), SDF-1 (n=30) et PIGF (n=17-18).
(B) Expression de facteurs liés a 1’ostéoclastogenese : IL-34 (n=7) et CCL4 (n=7).

Néanmoins, nous avons identifié une cible potentielle, le facteur SDF-1, qui est retrouvé
en plus grande quantité dans les milieux conditionnés de chondrocytes hypertrophiques que
dans les milieux pré-hypertrophiques, et cela avec deux techniques de détection. SDF-1 pourrait
étre impliqué dans le remodelage de la jonction ostéochondrale et a été décrit pour avoir des
effets pro-angiogénique mais également pro-osteoclastogénique. De plus, les monocytes et
cellules endothéliales stimulées par les milieux conditionnés de chondrocytes expriment le
récepteur CXCR4 de SDF-1 (résultat non montré). L’autre récepteur de SDF-1, CXCR7, n’étant

pas exprimés par ces deux types cellulaires (résultats non montrés).
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4.2. Mise en évidence du r6le de SDF-1 dans le remodelage de la jonction

ostéochondrale
4.2.1. L’axe SDF-1/CXCR4 dans I’arthrose : données bibliographiques

Stromal cell-derived factor 1 (SDF-1), egalement connu sous le nom de CXC motif
chemokine ligand 12 (CXCL12) est un membre de la famille des chimiokine CXC. SDF-1 est
une cytokine de 10 kDa impliquée dans la régulation de nombreux processus physiologiques
de nombreux tissus et cellules. SDF-1 et ses récepteurs sont largement distribués dans
I’organisme, faisant de SDF-1 une molécule pléiotrope. SDF-1 est notamment synthétisé par
les cellules souches mésenchymateuses de la moelle osseuse, les ostéoblastes, les cellules

endothéliales et les chondrocytes.

Il existe 6 isoformes de SDF-1 chez ’homme, SDF-1a étant la principale. SDF-1
reconnait 2 récepteurs a 7 domaines transmembranaires couplés aux protéines G, les récepteurs
CXC chemokine receptor type 4 et 7 : CXCR4 et CXCRY7. Les roles biologiques de SDF-1
seraient principalement assurés par 1’activation de CXCR4, qui régule notamment les voies de
signalisation PI3K/Akt, ERK1/2, B-arrestine, JAK/STAT et NF-kB. CXCR7 est quant a lui
principalement impliqué dans la régulation de la concentration extracellulaire de SDF-1 en
internalisant le complexe CXCR7/SDF-1 pour qu’il soit dégradé par la voie B-arrestine (Figure
61). CXCR4 a été décrit pour la premiére fois en 1996, lorsqu’il est identifié en tant que
cofacteur permettant la fusion du virus de I’'immunodéficience humaine de type 1 (VIH-1) avec

ses cellules cibles (Y. Feng et al. 1996).

SDF-1 est principalement connu pour son rdle dans le maintien des cellules souches
mésenchymateuses et hématopoiétiques dans la moelle osseuse et le recrutement de cellules
souches mésenchymateuses lors d’une blessure mais ce facteur participe également au
développement embryonnaire et a 1’ossification endochondrale ainsi qu’au métabolisme des
chondrocytes en régulant la prolifération et la mort des chondrocytes (Bragg et al. 2019; J. Li
etal. 2021).
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Figure 61. Schéma des différentes voies de signalisation impliquant I’axe SDF-1/CXCR4. La
liaison de SDF-1 (CXCL12) a son récepteur CXCR4 entraine I’activation de différentes voies de
signalisation, conduisant a la survie, la prolifération cellulaire, le chimiotactisme, 1’augmentation
de calcium intracellulaire et la transcription de genes. D’apres (Cojoc et al. 2013)

a. SDF-1 et ossification endochondrale

Il a été démontré que SDF-1 jouait de multiples roles au cours de 1’embryogenése, en
participant notamment a la lymphopoiése, au maintien de la niche hématopoiétique, a la
formation du septum ventriculaire du cceur, a la migration des neurones du cervelet et de
I’hippocampe, a la structure du systeme vasculaire intestinal et a la migration des cellules

musculaires squelettiques des membres (Garcia-Andrés et Torres 2010).

Au cours de lossification endochondrale, SDF-1 régule la différenciation
chondrogénique induite par BMP-2 et favorise la prolifération et la maturation des chondrocytes
(Guang, Boskey, et Zhu 2012; G.-W. Kim et al. 2015). L’axe SDF-1/CXCR4 jouerait également
un role clé dans I’hypertrophie des chondrocytes de la plaque de croissance et la transition d’un

tissu cartilagineux vers un tissu osseux (L. Wei et al. 2010). Le récepteur CXCR4 est
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principalement exprimé par les chondrocytes hypertrophiques, tandis que SDF-1 est exprimé
dans la moelle osseuse adjacente. Wei et al. ont démontrés que la transfection de CXCR4 dans
des chondrocytes pré-hypertrophiques augmentait I’expression de marqueurs de 1’hypertrophie,
Runx2, MMP-13 et collagene de type X, en réponse au SDF-1. Ces résultats suggerent que
SDF-1, produit par les cellules de la moelle osseuse, diffuse jusqu’a la plaque de croissance oU
il favorise la différenciation hypertrophique et donc la croissance osseuse (L. Wei et al. 2010).
Murata et al. confirment ces résultats et montrent que les embryons de souris SDF-17-
présentent des humérus plus court que les embryons de souris wild-type, notamment di a une
zone hypertrophique réduite chez les souris SDF-17". En analysant le cytosquelette d’actine, ils
ont pu montrer que celui-ci était interrompu chez les souris SDF-17". L ajout de SDF-1 restaure
la fonctionnalité cellulaire indiquant que SDF-1 pourrait réguler la polymérisation de I’actine

et stimuler la croissance osseuse via I’hypertrophie des chondrocytes (K. Murata et al. 2012).
b. SDF-1 et métabolisme des chondrocytes

Dans des éetudes ex vivo, Kim et al. ont démontré que SDF-1 favorisait I’expression de
cycline D1 par la voie Erk1/2 et NF-«B et donc la prolifération des chondrocytes (G.-W. Kim
et al. 2015). Cependant, d’autres travaux ont montré que I’inhibition de SDF-1, via la
transfection de MiR-31 dans une lignée de chondrocytes humains, accélérait la prolifération des
chondrocytes (Y. Dai et al. 2019).

SDF-1 régule également différents processus de mort cellulaire, la nécrose, I’apoptose et
I’autophagie, bien que les mécanismes précis par lesquels il agit ne sont pas encore totalement
élucidés. Wei et al. ont montré que des concentrations élevées de SDF-1 (> 200 ng/mL)
conduisaient a la mort des chondrocytes, via I’activation de la voie MAPK/p38, en promouvant
la libération d’HMGBI1 (High Mobility Group Box Chromatin Protein 1), un marqueur de
nécrose cellulaire (L. Wei et al. 2006). Gao et al. ont prouvé que SDF-1 favorisait I’apoptose
des cellules terminales de la plaque de croissance, en utilisant un antagoniste de CXCR4, le
peptide T140, qui en inhibant ’axe SDF-1/CXCR4 diminue I’expression de la protéine pro-
apoptotique Bax, et augmente 1’expression de la protéine anti-apoptotique Bcl-2 (Gao et al.
2020).
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C. SDF1 et ostéoclastogenése

SDF-1 régule également les étapes initiales de 1’ostéoclastogenese (Figure 62). L’équipe
d’Osdoby a démontré que SDF-1 augmentait la survie et la migration des cellules de la lignée
RAW264.7, via une augmentation de la production de MMP-9 (Wright et al. 2005; Yu et al.
2003). Des études similaires ont montré qu’en présence de SDF-1, M-CSF et RANKL
stimulaient la production de MMP-9, TRAP, RANK et cathepsine K par les ostéoclastes et
augmentaient leur capacité de résorption (Zannettino et al. 2005). Contrairement a d’autres
chimiokines qui exercent leurs effets sur des ostéoclastes matures, SDF-1 semble étre
nécessaire durant les phases précoces de 1’ostéoclastogenese. En effet, I’expression de CXCR4
par les précurseurs monocytaires diminuent progressivement au cours de la maturation des

ostéoclastes (Grassi et al. 2003; Zannettino et al. 2005).

Le r6le de SDF-1 dans le remodelage osseux pathologique a été démontré dans la
polyarthrite rhumatoide. Les études de Grassi et al. ont révélé que des taux élevés de SDF-1
dans les tissus synoviaux et osseux étaient corrélés a une perte 0sseuse causeée par un
recrutement accru et une activation des ostéoclastes aux sites inflammatoires (Grassi et al.

2004).
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Figure 62. Schéma de la différenciation et de I’activation ostéoclastogénique de précurseurs
monocytaires. Les cellules osseuses produisent plusieurs cytokines, dont M-CSF et RANKL qui
stimulent la différenciation de cellules progénitrices en ostéoclastes et assurent leur maturation en
ostéoclastes fonctionnels. SDF1 (CXC12) agit a différents stades précoces de la différenciation
ostéoclastogénique. D’aprés (Gronthos et Zannettino 2007)
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d. SDF-1 et arthrose

Dans I’articulation arthrosique, de grandes quantités de SDF-1 se retrouvent dans le
liquide synovial. La concentration de SDF-1 dans le liquide synovial de patients arthrosiques
(>200 ng/mL) est 3 fois plus élevée que celle d’individus sains (<100 ng/mL) (Kanbe,
Takagishi, et Chen 2002). De plus, ces fortes concentrations sont corrélées a la sévérité de
I’arthrose radiologique (Xu et al. 2012). SDF-1 est produit par les synoviocytes fibroblastiques
de la membrane synoviale et ses récepteurs CXCR4 et CXCR?7 sont exprimés a la surface des
chondrocytes (S. W. Jones et al. 2006; Kanbe, Takagishi, et Chen 2002; L. Wei et al. 2010). En
se liant a CXCR4 sur les chondrocytes, SDF-1 active la signalisation Erk ce qui résulte a
I’augmentation de 1’expression de MMP-13, qui contribue a la dégradation de la matrice du
cartilage (Chiu et al. 2007).

SDF-1 participe également aux processus arthrosiques impliquant 1’os sous-chondral. Des
quantités élevées de SDF-1 sont également retrouvées dans 1’os sous-chondral de patients
arthrosiques (Y. Chen et al. 2017). Lisignoli et al. ont démontré que SDF-1 induit la
prolifération d’ostéoblastes chez les patients arthrosiques ainsi qu’une augmentation du
collagene de type | (Lisignoli et al. 2006), conduisant a une densité osseuse accrue, une
augmentation du métabolisme de 1’0s sous-chondral et la formation d’ostéophytes (P. Li et al.
2016). En isolant des cellules de moelle osseuse murines, Goto et al. ont étudié 1’axe SDF-
1/CXCR4 en présence de RANKL et de M-CSF. IIs ont constaté qu’en éliminant les cellules
CXCR4*/CD45 en présence de RANKL, I’ostéoclastogenése était fortement affectée (Goto et
al. 2016).

e. Stratégies thérapeutiques ciblant SDF-1 dans ’arthrose

L’axe SDF-1/CXCR4 et son role dans I’arthrose, ainsi que d’autres pathologies de
’articulation, font ’objet de nombreuses recherches. Aprés avoir montré 1’augmentation de
CXCR4 et de SDF-1 dans I’arthrose, de nombreuses études ont étudié les effets de 1’inhibition
de I’axe SDF-1/CXCR4 dans I’apparition de la pathologie. Parmi les inhibiteurs, I’AMD3100
et le T140 sont les plus couramment utilisés. Ces deux inhibiteurs ont été approuvés pour une
utilisation chez I’homme dans le traitement du VIH et du cancer, le T140 faisant également
partie du traitement des pathologies inflammatoires chroniques. Apres induction d’une arthrose
post-traumatique chez la souris par transsection du ligament croisé antérieur (ACLT), Dong et
al. ont administré de I’AMD3100 via une mini-pompe osmotique délivrant une dose de 180 ug

d’AMD3100 par jour. En utilisant des techniques de u-CT, ils ont constaté que le traitement
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par I’AMD ralentissait la progression de la perte osseuse chez les souris ACLT (Y. Dong et al.
2016). Wei et al. ont montré des résultats similaires chez le cochon d’inde Hartley, ou
I’AMD3100 améliorait considérablement les dommages du cartilage ainsi que les niveaux de
SDF-1, GAG, MMP et IL-1p dans le liquide synovial (Fangyuan Wei et al. 2012). De plus, les
souris ACLT traitées a I’AMD3100 ont montré une réduction du nombre de cellules CXCR4+
et TRAP+ présentes dans 1’os sous-chondral et une atténuation de la dégradation du cartilage,
notamment par une réduction de 1’expression de MMP-13 (Y. Dong et al. 2016). Thomas et al.
ont démontré par immunohistochimie que I’expression de MMP-13, aprés DMM chez les souris
traitées a I’AMD3100, diminuait significativement par rapport aux souris DMM traitées au PBS
(Thomas et al. 2015). Un autre inhibiteur de CXCR4, le peptide T140, exerce les mémes effets
protecteurs. L’administration de T140 par mini-pompe osmotique diminue I’expression de
MMP-3, MMP-9 et MMP-13 et augmente 1’expression de collagéne de type II et d’agrécane
(K. Wang et al. 2017).

L’équipe de Cui s’est également intéressée a 1’axe SDF-1/CXCR4 dans les interactions
entre le cartilage articulaire et 1’os sous-chondral dans un contexte arthrosique (Qin et al. 2019).
Qin et al. ont rapport¢ que 1’augmentation de SDF-1 dans 1’os sous-chondral de souris
arthrosiques induisait une détérioration osseuse due a un recrutement accru de cellules souches
mésenchymateuses et d’ostéoclastes. Cette détérioration fait suite a une résorption osseuse
excessive, visible par un élargissement de la cavité de la moelle osseuse. Ils suggerent que SDF-
1 transite du I’os sous-chondral jusqu’au cartilage articulaire, ou il entraine une dégradation de
la matrice du cartilage. Ces différents effets sont annulés suite a I’inhibition de I’axe SDF-
1/CXCR4 par ’AMD3100 administré via une pompe osmotique, aussi bien de maniére
systémique que localement dans 1’os sous-chondral, chez la souris et le rat (Qin et al. 2019).
Plus récemment, 1’équipe de Cui a étudi¢ le role de I’axe SDF-1/CXCR4 dans le remodelage
de I’os sous-chondral arthrosique en s’intéressant particuliérement aux vaisseaux. Ainsi, Qin et
al. ont mis en évidence 1’implication de SDF-1 dans 1’angiogenése pathologique de 1’0s sous-

chondral, via la formation de vaisseaux H (Figure 63) (Qin et al. 2021).
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Figure 63. Schéma des différents évenements pathologiques régulés par SDF-1 dans
I’arthrose. (A) Les synoviocytes fibroblastiques libérent du SDF-1 dans la cavité articulaire. De
fortes concentrations de SDF-1 peuvent entrainer la mort des chondrocytes. (B) SDF-1 favorise la
différenciation hypertrophique des chondrocytes et augmente la production de MMP-13, qui
dégrade le collagéne de la matrice extracellulaire du cartilage. (C) SDF-1 régule la signalisation de
Runx2 des chondrocytes, conduisant & une augmentation de 1’activit¢ d’enzymes cataboliques
comme ’ADAMTS-5. (D) SDF-1 favorise la prolifération des ostéoblastes et participe a la sclérose
de I’os et a la formation d’ostéophyte, par une augmentation de 1I’expression de collageéne de type
1. (E) SDF-1 recrute des cellules immunitaires périphériques CXCR4+ a la membrane synoviale,
conduisant a une inflammation. D’apres (J. Li et al. 2021).

4.2.2. Mise en évidence de la présence de SDF-1 dans des tissus humains

arthrosiques

Nous nous sommes intéressés a I’expression de SDF-1 dans I’arthrose humaine. Pour cela
nous avons acceés grace a notre Biobanque BioJoint a des tissus humains (os, cartilage,

membrane synoviale, tissu adipeux intra-articulaire) provenant de patients arthrosiques.

Les tissus osseux et cartilagineux provenant de plateaux tibiaux et de condyles fémoraux
de patients arthrosiques liberent du SDF-1. En moyenne, 115,0 pg/mL de SDF-1 est retrouvé
dans les milieux conditionnés d’os et 411,3 pg/mL de SDF-1 dans les milieux conditionnés de

cartilage, soit 3,5 fois plus (Figure 64).

Ainsi, le cartilage de patients arthrosiques est une source majeure de SDF-1, plus
importante que le tissu osseux arthrosique, et pourrait contribuer a la progression de la

pathologie.
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_ — Figure 64. Expression protéique de SDF-1 dans des tissus humains
fg,m *+* arthrosiques. Dosage par ELISA de SDF-1 dans de I’os et du cartilage
2 BT issus des condyles fémoraux et des plateaux tibiaux de patients
i 0o ) %ﬁﬁ: arthrosiques. (n=41-49)

Os Cartilage

Dans le cartilage, SDF-1 est détecté en surface (Figure 65 B, C, E), au sein d’agrégats
de chondrocytes (Figure 65 B, C) et en profondeur dans les chenaux vasculaires du cartilage
calcifie et atteignant la tidemark (Figure 65 A, B). Les chenaux vasculaires contiennent des
vaisseaux, repérés par lI’immunomarquage positif pour CD31 (Figure 65 G), et des
ostéoblastes, qui expriment le facteur de transcription Runx2 (Figure 65 1). Certains
chondrocytes du cartilage calcifié montrent une immunoréactivité pour SDF-1 (Figure 65 A,

astérix).
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Figure 65. Expression de SDF-1 dans des tissus humains arthrosiques. Immunohistochimies de
SDF-1 sur des coupes d’os et de cartilage de patients arthrosiques. SDF-1 est localisé en surface (B,
C, E), dans les chenaux vasculaires (A) ainsi que dans les clusters de chondrocytes (B, C). Les
vaisseaux sont détectés par un marquage positif CD31 (G) et les ostéoblastes par un marquage
positif Runx2 (I). Aucun marquage n’est observé dans les lames controles (D, F, H, J). Cart :
cartilage ; CC : cartilage calcifié ; Os : os sous-chondral. Téte de fleche : chenaux vasculaires, fleche
: tidemark. (Objectif x200)

Ainsi, le cartilage arthrosique libere de grandes quantités de SDF-1 qui pourrait diffuser
jusqu’a I’os sous-chondral, agir au niveau des vaisseaux de la jonction ostéochondrale et
promouvoir I’angiogenése ostéochondrale. Les chondrocytes hypertrophiques, qui produisent
du SDF-1, pourraient ainsi étre des acteurs majeurs de la vascularisation pathologique du

cartilage au cours de I’arthrose.

192



4.3. Evaluation de P’impact de Iinhibition de I’axe SDF-1/CXCR4 sur

I’angiogenése

Qin et al. ont récemment révélé I’implication de I’axe SDF-1/CXCR4 dans I’angiogenése
ostéochondrale dans un contexte arthrosique. Apres avoir montré que SDF-1 favorisait la
prolifération, la migration et la tubulogenese de cellules endothéliales HUVEC, et que ces effets
étaient inhibés par I’AMD3100, ils ont démontré que I’AMD3100 diminuait significativement
le nombre de vaisseaux CD31MEmcn", jusqu’a un niveau comparable aux souris non
arthrosiques (Qin et al. 2021).

Ainsi, SDF-1 se révéle étre une cible prometteuse dans I’é¢tude de 1’angiogenése
ostéochondrale au cours de I’arthrose. Nous avons donc étudié I’impact de I’inhibition de 1’axe
SDF-1/CXCR4, par ’AMD3100, dans ’activité angiogénique assurée par les chondrocytes
hypertrophiques.

4.3.1. Effets de Dinhibition de I’axe SDF-1/CXCR4 dans Iactivité
angiogénique des chondrocytes

a. Inhibition de ’axe SDF-1/CXCR4 et migration cellulaire

Le test fonctionnel de migration de cellules endothéliales ou « scratch assay » a été
effectué en incubant les cellules endothéliales avec de I’AMD3100 pendant 1h a 37°C, avant la
réalisation de la fente.

On retrouve des résultats similaires aux résultats précédents avec les milieux conditionnés
de chondrocytes. Le milieu basal supplémenté en facteurs de croissance (contrble positif)
stimule la migration des cellules endothéliales et permet une fermeture progressive de la fente.
Au bout de 24h, 82% de la fente est colonisée par des cellules endothéliales. Le milieu basal
sans sérum ni facteurs de croissance (contrdle négatif) ne permet pas la fermeture de la fente,
puisque la surface de la fente ne descend jamais en dessous de 100%. En revanche, celle-ci a
tendance a s’élargir légerement au cours de I’expérimentation. Les milieux conditionnés de
chondrocytes hypertrophiques stimulent la migration de cellules endothéliales, puisque la
surface de la fente diminue progressivement, passant de 82% a 43% de la surface initiale, a 6h
et 15h de migration (Figure 66 A, B, C).

L’AMD3100 ne semble pas affecter la migration des cellules endothéliales en réponse a

la stimulation par les milieux contrdle négatif et positif. En effet, les courbes de cinétique de
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fermeture de la fente se superposent pratiquement (Figure 66 A). En revanche, 1’inhibition de
I’axe SDF-1/CXCR4 par I’AMD3100 semble affecter la migration des cellules endothéliales
en réponse a la stimulation par les milieux conditionnés de chondrocytes hypertrophiques. En
effet, la migration cellulaire est totalement inhibée, et atteint des niveaux comparables au

contréle négatif. Ces premiers résultats demandent cependant a étre complétes.

Ainsi, les milieux conditionnés de chondrocytes hypertrophiques ne présentent plus
d’effet migratoire sur les cellules endothéliales lorsque 1’axe SDF-1/CXCR4 est inhibé. Les

chondrocytes hypertrophiques exercent donc leur effet pro-angiogénique et plus

particulierement leur effet migratoire via la sécrétion de SDF-1.
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Figure 66. Migration de cellules endothéliales en réponse aux milieux conditionnés de
chondrocytes hypertrophiques, apres inhibition de I’axe SDF-1/CXCRA4. (A) Cinétique de la
fermeture de la zone acellulaire (fente) en réponse a une stimulation de 24h par des milieux
conditionnés de chondrocytes hypertrophiques, avec ou sans inhibition de I’axe SDF-1/CXCR4 par
I’AMD?3100. Les valeurs sont représentées en pourcentage de la surface de la fente a TO. (B) Aire
sous la courbe de la cinétique de fermeture de la fente. (C) Fermeture de la fente apres 6h, 15h et
24h de migration des cellules endothéliales (n=2)
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b. Inhibition de I’axe SDF-1/CXCR4 et formation de tubules sur
Matrigel

Le test fonctionnel de formation de tubules ou angiogenése en deux dimensions a été
effectué en incubant les cellules endothéliales avec de I’AMD3100 pendant 1h a 37°C, avant

utilisation.

Dans cette série d’expériences, nous retrouvons une induction de la formation de tubules
grace a la stimulation par un milieu basal supplémenté en sérum et en facteurs de croissance
(contréle positif), avec un pic de tubules qui apparait plus tot que lors de la précedente serie
d’expériences avec les milieux conditionnés (4h contre 8h). Le milieu positif entraine une
tubulogenése (longueur totale et nombre de jonctions du réseau) plus importante que le milieu
basal seul (contr6le négatif), que ce soit a 6h, 15h ou 22h. Cependant, le contrdle négatif
entraine une tubulogenése qui n’¢était pas observée auparavant (Figure 67 A, B, C). Les milieux
conditionnés de chondrocytes hypertrophiques induisent également une tubulogenese, avec un
pic entre 6 et 8h. Néanmoins, pas de différence significative n’est observée avec le controle
négatif. Sur ’ensemble de la cinétique de tubulogenese, I’AMD3100 n’affecte pas la formation
de tubules des cellules endothéliales, que 1’on analyse la longueur totale ou le nombre de
jonctions du réseau, en réponse a une stimulation par le contréle négatif ou positif. En revanche,
la tubulogenése induite par les milieux conditionnés de chondrocytes hypertrophiques est
significativement réduite lorsque 1’axe SDF-1/CXCR4 est inhibé (Figure 67 B, E). En effet,
lorsque I’on analyse la longueur totale du réseau, on observe une diminution de la taille du
réseau de tubules aprés stimulation par les milieux conditionnés de chondrocytes
hypertrophiques sous 1’effet de I’AMD3100 a 8h et 22h (Figure 67 C). La diminution de la
tubulogenese induite par les chondrocytes hypertrophiques est observée a 2h, 8h et 22h sous
I’effet de I’AMD3100, lorsque 1’on analyse le nombre de jonctions du réseau (Figure 67 F).
Une différence sur la longueur totale du réseau et le nombre de jonctions est observée a 2h entre
le contrdle positif avec et sans inhibition de CXCR4, mais cette différence disparait a 8h et 22h.
En revanche, une différence sur le nombre de jonctions est observée a 2h, 8h et 22h, entre le

contr6le négatif avec et sans inhibition de CXCR4 (Figure 67 C, F).

Pour conclure, malgré une tubulogenése basale élevée, les milieux conditionnés de
chondrocytes hypertrophiques ne présentent plus d’effet angiogénique lorsque I’axe SDF-
1/CXCR4 est inhibé. Les chondrocytes hypertrophiques exercent donc leur effet pro-

angiogenique inducteur de structures tubulaires, principalement via la sécrétion de SDF-1.
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Figure 67. Formation de tubules sur Matrigel ou angiogenéese en 2 dimensions de cellules
endothéliales en réponse aux milieux conditionnés de chondrocytes, apreés inhibition de I’axe
SDF-1/CXCR4. (A) Cinétique de la longueur totale du réseau de tubules en réponse a une
stimulation de 24h par des milieux conditionnés de chondrocytes hypertrophiques, avec ou sans
inhibition de ’axe SDF-1/CXCR4. Les valeurs sont représentées en pourcentage de la longueur
maximale de tubules formés. (B) Aire sous la courbe de la cinétique. (C) Longueur totale du réseau
de tubules a 2h, 8h et 22h. (D) Cinétique du nombre de jonctions du réseau de tubules. Les valeurs
sont représentées en pourcentage du nombre maximal de jonctions formées (E) Aire sous la courbe
de la cinétique de nombre de jonctions du réseau (F) Nombre de jonctions du réseau de tubules a
2h, 8h et 22h. (n=6)
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CONCLUSIONS ET DISCUSSION
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CONCLUSION GENERALE

L’ensemble des résultats présentés dans ce manuscrit de thése permet de mieux
comprendre les mécanismes physiopathologiques régissant 1’angiogenése ostéochondrale au

cours de ’arthrose.

Notre équipe a mis au point un nouveau modéle de différenciation progressive de
chondrocytes articulaires en chondrocytes hypertrophiques, qui peut étre utilisé pour
investiguer les facteurs régulant la différenciation hypertrophique des chondrocytes ou bien les
conséquences de la différenciation hypertrophique sur des processus physiologiques ou

pathologiques.

Gréace a ce modeéle cellulaire, nous avons pu approfondir la caractérisation de la transition
phénotypique des chondrocytes pré-hypertrophiques en chondrocytes hypertrophiques et
étudier les conséquences de cette différenciation sur la transcription de génes cibles et sur
différents processus qui ont lieu a la jonction ostéochondrale au cours de D’arthrose,
I’angiogenese et I’ostéoclastogenese. Ainsi, ce travail de thése a permis de mettre en avant le
réle des chondrocytes hypertrophiques dans les événements pathologiques qui ont lieu a

I’interface os/cartilage.
Pour résumer, ce travail a montré que :

- La différenciation des chondrocytes pré-hypertrophiques en chondrocytes
hypertrophiques est associée a une dérégulation transcriptionnelle, favorisant le remodelage

osseux et I’angiogenese.

- Les chondrocytes hypertrophiques possedent un potentiel angiogénique et

ostéoclastogénique que 1I’on a détaillé a ’aide tests fonctionnels in vitro.

- Les chondrocytes hypertrophiques sécrétent des facteurs qui favorisent davantage la
differenciation de monocytes en ostéoclastes que les facteurs sécrétes par les chondrocytes pré-
hypertrophiques.

- Les cellules endothéliales adherent mieux aux matrices extracellulaires de chondrocytes

hypertrophiques qu’aux matrices pré-hypertrophiques.
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- Les chondrocytes pré-hypertrophiques et hypertrophiques secrétent des facteurs qui
limitent la prolifération de cellules endothéliales, mais que cette limitation est moins forte pour

les chondrocytes hypertrophiques.

- Les chondrocytes hypertrophiques sécretent des facteurs qui favorisent davantage la
prolifération de cellules endothéliales que les facteurs libérés par les chondrocytes pré-

hypertrophiques.

- Les chondrocytes hypertrophiques sécréetent des facteurs qui favorisent la migration de

cellules endothéliales.

- Les chondrocytes sécretent des facteurs qui favorisent la tubulogenese de cellules

endothéliales.

- Les chondrocytes sécrétent des facteurs pro-angiogéniques et pro-ostéoclastogeniques,

comme SDF-1 qui constitue notre cible d’intérét

- SDF-1 est libéré en grande quantité par le cartilage arthrosique et qu’il est produit par
les chondrocytes du cartilage et du cartilage calcifié arthrosique, et qu’on le retrouve au niveau

des chenaux vasculaires.

- Les chondrocytes hypertrophiques assurent leur effet pro-angiogénique via la sécrétion
de SDF-1.

200



DISCUSSION ET PERSPECTIVES

L’angiogenése ostéochondrale comme cible thérapeutique de 1’arthrose

Le cartilage articulaire est un tissu non innervé et non vascularisé, contrairement a la
grande majorité des tissus de 1’organisme, grace a une capacité de résistance a 1’invasion de
vaisseaux présents dans 1’os sous-chondral et le cartilage calcifié, a 1’état physiologique. Cette
résistance a I’angiogeneése est possible par la présence de plusieurs facteurs anti-angiogéniques
associés a la matrice extracellulaire du cartilage articulaire. Au cours de 1’arthrose, le cartilage
perd cette faculté de résistance a I’angiogenése et des chenaux vasculaires traversant la tidemark
pour « envahir » le cartilage articulaire peuvent étre observés. Ainsi, des chenaux vasculaires,
absents dans le cartilage articulaire sain, progressent de 1’os sous-chondral jusqu’au cartilage
articulaire. Le terme « d’invasion vasculaire » sous-entend que le cartilage deviendrait le siége
d’une vascularisation qui se propagerait dans toute la matrice du cartilage articulaire.
Cependant, le nombre de vaisseaux arrivant au cartilage reste limité. En effet, en moyenne 10-
20 vaisseaux/mm2 sont observés a la jonction ostéochondrale dans des modeles animaux
d’arthrose (Qian et al. 2021; M. Saito et al. 2012). Chez les patients arthrosiques, le nombre de
vaisseaux a la jonction ostéochondrale est inferieur & 10/mm (Fransés et al. 2010; Walsh et al.
2007a). Néanmoins, le nombre de vaisseaux traversant la tidemark est corrélé a la sévérité de
la pathologie (Walsh et al. 2007a). Ainsi, il serait plus juste de parler de « pénétration

vasculaire » que de réelle invasion de vaisseaux sanguins.

Nous avons montré que l’injection systémique d’Aflibercept dans un modele de rat
arthrosique limitait la sévérité de 1’arthrose, en limitant les Iésions du cartilage, le remodelage
de I’os sous-chondral et le développement d’ostéophytes. L’ Aflibercept (Zaltrap®), également
connu sous le nom de VEGF-TRAP, est utilisé en 2°™ ligne du traitement du cancer colorectal
métastatique résistant, en association avec des chimiothérapies. L’ Aflibercept est une protéine
de fusion recombinante de 115 kDa qui se compose d’une partie des récepteurs 1 et 2 du VEGF
ainsi que d’un fragment Fc d’immunoglobuline humaine. L’ Aflibercept agit alors comme un
récepteur-leurre a haute affinité empéchant la fixation du VEGFA, VEGFB, PIGF1 et PIGF2 a
leurs récepteurs VEGFRI et 2 présents a la surface des cellules endothéliales. L’ Aflibercept
cible donc davantage de facteurs angiogéniques que le Bevacizumab (Avastin®), qui est un
anticorps monoclonal anti-VEGFA. Bien que le VEGFB ait un role négligeable dans la

croissance de vaisseaux sanguins, il est impliqué dans le maintien et la stabilité des vaisseaux

201



sanguins ainsi que dans la survie des differents types cellulaires associes aux vaisseaux (cellules
endothéliales, péricytes, cellules musculaires lisses) (X. Li et al. 2009). Son implication dans la
physiopathologie de I’arthrose n’a cependant pas été demontrée. Le PIGF, identifié pour la
premiére fois dans le placenta humain, est un facteur angiogénique exprimé dans de nombreux
organes, dont le tissu osseux. Le PIGF est impliqué dans le remodelage osseux au cours de la
réparation suite a une fracture (Maes et al. 2006). Le role protecteur de 1’Aflibercept dans
I’arthrose n’avait encore jamais ét¢ démontré. Néanmoins, le Bevacizumab a montré son
efficacité dans le traitement de I’arthrose, dans des modéles animaux, en inhibant I’angiogenése

synoviale et ostéochondrale (W. Li et al. 2019b; Nagai et al. 2014).

Notre hypotheése est que la différenciation hypertrophique des chondrocytes constitue un
des moteurs de I’angiogenése ostéochondrale, a travers un déséquilibre de la balance
angiogenique. Notre modele in vitro de différenciation hypertrophique nous a permis
d’investiguer différentes cibles potentielles impliquées dans le remodelage de la jonction
ostéochondrale. Dans notre mod¢le cellulaire, nous n’avons pas observé de différences entre
les quantités de VEGF et de PIGF sécrétées entre les chondrocytes pré-hypertrophiques et
hypertrophiques. Ainsi, d’autres facteurs, dont I’expression et la sécrétion sont dérégulées avec
la différenciation hypertrophique des chondrocytes, pourraient étre impliqués dans le
remodelage de la jonction ostéochondrale.

D’autres cellules que les chondrocytes hypertrophiques pourraient également assurer un
role dans 1’angiogenése ostéochondrale, comme les ostéoblastes, les cellules souches
mésenchymateuses ou les adipocytes médullaires. En effet, I’ostéogenése et I’angiogenese sont
deux phénomenes couplés au cours du développement embryonnaire du squelette (Kusumbe,
Ramasamy, et Adams 2014; Neag, Finlay, et Naylor 2021). Les ostéoblastes sont une source
majeure de facteurs angiogéniques, dont le VEGF est le principal représentant, et sont en étroite
relation avec les vaisseaux H (K. Hu et Olsen 2016; Sivan, De Angelis, et Kusumbe s. d.; Ying
Wang et al. 2007; Yuan et al. 2014). Martinez et al. ont montré une diminution de la sécrétion
du VEGEF par les ostéoblastes avec 1’age, suggérant un role de ces cellules osseuses dans les
défauts de vascularisation observés chez les sujets agés (Martinez et al. 2002). Une autre étude
a montré que les osteoblastes de sujets sains et de patients arthrosiques et ostéoporotiques
exprimaient et sécrétaient du VEGF et que les milieux conditionnés d’ostéoblastes arthrosiques
induisaient une forte réponse angiogénique (Neve et al. 2013). Les cellules souches
mésenchymateuses participent également a la vascularisation de 1’os (Duffy et al. 2009; Watt

et al. 2013). Ces cellules progénitrices favorisent I’angiogenése et I’ostéogenése via la sécrétion
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d’exosomes chez le rat ostéoporotique (Qi et al. 2016). Les cellules souches mésenchymateuses
stabilisent les nouveaux vaisseaux sanguins (W. C. W. Chen et al. 2013) et produisent de
nombreux facteurs pro-angiogéniques et ostéoclastogéniques, qui placent les cellules souches
mésenchymateuses au cceur de nouvelles stratégies thérapeutiques (Bronckaers et al. 2014;
Nassiri et Rahbarghazi 2014). De plus, Xie et al. ont montré que 1’activation de la signalisation
FAK des cellules souches mésenchymateuses favorisait la formation de vaisseaux H, via la
sécrétion de PDGF-BB par les pré-ostéoclastes (Xie et al. 2014). En effet, une sécrétion accrue
de PDGF-BB est observée par les pré-ostéoclastes mononucléaires de la moelle osseuse de 1’os
sous-chondral, activant la signalisation PDGFR-f des péricytes impliqués dans la formation de
néovaisseaux (Su et al. 2020). Plus récemment, Hu et al. ont montré que les cellules souches
mésenchymateuses de 1’os sous-chondral de souris arthrosiques stimulait I’angiogenése in vitro
et que cet effet était inhibé par 1’ajout d’un anticorps anti-VEGF (Y. Hu et al. 2020). Des
adipocytes et pré-adipocytes sont présents dans la moelle osseuse et pourrait contribuer a la
vascularisation de la jonction ostéochondrale. Les adipocytes produisent des facteurs pro-
angiogéniques et anti-angiogéniques, parmi lesquels le PIGF, FGF2, Ang-2, I’angiostatine,
I’endostatine, des thrombospondines, de I’IGF, ainsi que le VEGF, suggérant qu’ils pourraient
¢galement réguler I’angiogenése (Christiaens et Lijnen 2010). Le role des adipokines a été
rapporté dans des cancers osseux, ou elles favorisent I’angiogenése mais également
I’ostéoclastogenéese (Shin et Koo 2020). L’apeline est une adipokine qui a été décrite comme
impliquée dans 1’angiogenése de la membrane synoviale arthrosique, en stimulant I’expression

de VEGF par les synoviocytes fibroblastiques (Y.-H. Wang et al. 2020).

Dans notre modéle de rat arthrosique, nous avons observé un important remodelage de
I’0s sous-chondral, visible par une désorganisation de la plaque sous-chondrale et par la
présence d’un marquage des protéoglycanes. La fibrose de 1’0s sous-chondral a été décrite dans
de nombreuses études chez des patients arthrosiques (Donell 2019; Loef et al. 2018).
Cependant, nous n’avons pas ¢tudié plus en détail ces anomalies de I’os sous-chondral. Avant
le sacrifice, nous avons injecté de la tétracycline aux rats contrble et Aflibercept, a 5 jours
d’intervalle, afin de quantifier la formation osseuse durant cet intervalle. En effet, la tétracycline
est utilisée dans 1I’étude des pathologies osseuses, pour mettre en évidence des défauts de
minéralisation et refléte 1’activité des ostéoblastes dans le processus de calcification (Fallon et

Teitelbaum 1982).

Nous avons également observé la formation d’excroissances osseuses en marge de

I’articulation, appelées ostéophytes. La formation des ostéophytes resulte de la récapitulation
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du processus d’ossification endochondrale et met en jeu les cellules souches mésenchymateuses
du périoste. Roelofs et al. ont récemment montré que les cellules progénitrices a 1’origine de la
formation des ostéophytes dérivent des cellules Gdf5", c’est-a-dire des cellules de I’interzone
embryonnaires impliquées dans la formation des articulations synoviales. Bien que les
osteophytes se développent généralement a proximité du cartilage articulaire, les chondrocytes
du cartilage ne participent pas a I’apparition des ostéophytes. En effet, cette étude démontre
I’implication de progéniteurs du périoste Sox9* et de progéniteurs de la membrane synoviale
Prg4*. Ces derniers seraient impliqués dans la formation du cartilage a la surface des
ostéophytes mais pas a la partie osseuse des ostéophytes. En revanche, les progéniteurs nestine”,
Leptine-récepteur™ et Gremlin-1" ne semblent pas contribuer a la formation des ostéophytes
(Roelofs et al. 2020). Plusieurs études suggerent que les ostéophytes seraient mis en place
comme un mécanisme d’adaptation du squelette, servant a stabiliser ’articulation arthrosique
en augmentant la surface du cartilage (Peter M. van der Kraan et van den Berg 2007b).
L’angiogenése et I'inflammation de la membrane synoviale sont étroitement liées dans
I’articulation arthrosique (Bonnet 2005; Haywood et al. 2003). Un épaississement de la
membrane synoviale a été observé dans notre modele de rat arthrosique, cependant nous
n’avons pas investigué le role de I’ Aflibercept dans I’angiogenese synoviale. Néanmoins, avec
I’administration systémique de I’ Aflibercept, nous pouvons nous attendre a une réduction de
I’angiogenese synoviale, comme c’est le cas avec le Bevacizumab qui réduit I’hyperplasie et le
nombre de cellules VEGF" de la membrane synoviale (W. Li et al. 2019b; Nagai et al. 2014).
Une analyse histomorphométrique des ostéophytes mais également de la membrane synoviale

pourrait compléter notre étude de 1’inhibition de I’arthrose par 1’ Aflibercept.

Notre étude de I’inhibition de 1’angiogenése ostéochondrale a été compliquée par la
présence de péroxydases endogenes dans la moelle osseuse. En effet, malgré une inhibition des
péroxydases endogenes avec 6% d’H20. pendant 1h, la moelle osseuse des pattes de rats
présente une forte immunoréactivité, occultant le marquage de différents marqueurs
endothéliaux, comme CD34. Nous avons détecté la présence de chenaux vasculaires par la
présence du récepteur VEGFR3 (également connu sous le nom de Flt4), exprimé par les
vaisseaux H, néanmoins un comptage précis des chenaux vasculaires traversant la tidemark doit
étre effectué pour évaluer I’inhibition de 1’angiogenése ostéochondrale. De manicre
intéressante, les clusters de chondrocytes présents dans le cartilage articulaire des rats controle
présentent un marquage positif pour VEGFR3. L’expression de ce récepteur dans le cartilage

arthrosique a été peu etudié mais une étude a montré que les chondrocytes arthrosiques présents

204



a la surface du cartilage arthrosique de patients exprimaient ce récepteur au niveau de leur
cytoplasme et de la surface de leur membrane (Shakibaei et al. 2003). Le VEGF-C, un des
ligands de VEGFRS, est détecté dans la membrane synoviale arthrosique et pourrait atteindre
le liquide synovial puis diffuser dans le cartilage articulaire et cibler les chondrocytes
(Paavonen et al. 2002).

Enfin, nous avons choisi le rat comme modéle animal d’arthrose. Le choix d’un modéle
murin autre que la souris s’est fait car nous souhaitons évaluer les effets de 1’inhibition de
I’angiogenése ostéochondrale dans la progression de I’arthrose, en injectant nos molécules
d’intérét directement dans 1’os sous-chondral. Pour cela, des billes d’alginate contenant nos
inhibiteurs d’intérét seront implantées localement dans 1’os sous-chondral du compartiment
tibial de rats lors de la chirurgie visant a déstabiliser le ménisque, suite a la réalisation du canal
a I’aide d’une aiguille au travers du cartilage. Cette méthode a ét¢ utilisée par Zhen et al. afin
d’inhiber la signalisation TGF-p dans I’os sous-chondral et atténuer la sévérité de I’arthrose
chirurgicalement induite (Z. Cui et al. 2016; Zhen et al. 2013). Les billes d’alginate permettent
une diffusion lente et continue de molécules directement dans le compartiment osseux, au plus
pres des cellules cibles, les cellules endothéliales des vaisseaux H. Parmi les cibles potentielles,
nous souhaitons injecter localement dans 1’os sous-chondral de I’ Aflibercept afin comparer les
effets locaux et les effets systémiques mais également de I’AMD3100, pour cibler I’axe SDF-
1/CXCR4 dans I’angiogenése ostéochondrale, et du MAZ51, un antagoniste du VEGFR3, pour

cibler spécifiguement les vaisseaux H.

Nous souhaitons également évaluer la progression de 1’arthrose induite par DMM dans
un modele de souris conditionnel knout-out inductible pour SDF-1 dans les chondrocytes
hypertrophiques. Ces souris sont obtenues suite au croisement de souris exprimant la Cre
recombinase liée au récepteur aux cestrogenes sous le controle du promoteur du collagéne 10
(Col10-Cre®R") et de souris Sdf-1"". Ainsi la délétion de Sdf-1 dans les chondrocytes
hypertrophiques est inductible suite a un traitement au tamoxifene. La sévérité de 1’arthrose et
I’angiogenese ostéochondrale sera évaluée par histologie, a 1’aide du score OARSI et
d’immunomarquages des vaisseaux sanguins, le remodelage de 1’os sous-chondral sera examiné

par histomorphométrie et uCT.
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Le modeéle de différenciation hypertrophique des chondrocytes

L’arthrose se caractérise par des modifications cellulaires, dont une différenciation
hypertrophique des chondrocytes, conduisant a une minéralisation du cartilage articulaire. La
différenciation hypertrophique des chondrocytes au cours de 1’arthrose résulterait d’une
réactivation du processus d’ossification endochondrale et pourrait jouer un réle important dans
la dégradation du cartilage articulaire et dans le remodelage pathologique de 1’os sous-chondral
(Dreier 2010b; Singh et al. 2019). Ainsi, I’identification de facteurs produits par les
chondrocytes hypertrophiques et impliqués dans les 1ésions du cartilage et de 1’os arthrosiques

permettrait la mise en place de nouvelles stratégies thérapeutiques.

Nous avons développé au sein du laboratoire un nouveau modeéle de différenciation
progressive de chondrocytes hypertrophiques afin de mieux comprendre les mécanismes
physiopathologiques régulant la transition phénotypique des chondrocytes et de mettre en
évidence des molécules impliquées dans le remodelage de la jonction ostéochondrale. Ce
modéle permet 1’obtention de chondrocytes pré-hypertrophiques et hypertrophiques a partir de
chondrocytes articulaires murins iIMAC. Le développement de ce modeéle repose sur une
caractérisation fine du profil d’expression génique des chondrocytes et sur la capacité de
minéralisation de la matrice extracellulaire des chondrocytes. En plus des iMAC et des
chondrocytes hypertrophiques, notre modéle fournit un troisieme phénotype de chondrocytes,
les chondrocytes pré-hypertrophiques, qui expriment des niveaux intermédiaires de marqueurs
chondrocytaires et de I’hypertrophie. Néanmoins, ce phénotype pré-hypertrophique correspond
a une population spécifique de chondrocytes, qui expriment des marqueurs de chondrocytes
pré-hypertrophiques, comme snorc et ostéomoduline (Belluoccio et al. 2010; Heinonen et al.
2011). La présence de différentes populations de chondrocytes moléculairement distinctes a été
mise en évidence dans le cartilage humain arthrosique. Ji et al. ont ainsi décrit sept populations

différentes, dont des phénotypes pré-hypertrophiques et hypertrophiques (Ji et al. 2019).

Nos résultats montrent que la transition entre le phénotype pré-hypertrophique et le
phénotype hypertrophique est associée a une dérégulation transcriptionnelle, en faveur a des
mécanismes impliqués dans 1’angiogenese, 1’ostéoclastogenese et la différenciation
hypertrophique des chondrocytes. Ainsi, I’expression de plusieurs génes pro-angiogéniques et
pro-ostéoclastogéniques augmente avec la différenciation hypertrophique. C’est le cas de SDF-
1 qui stimule I’angiogenése en recrutant des précurseurs endothéliaux (Zheng et al. 2007) et en

favorisant la prolifération, migration et tubulogenése des précurseurs endothéliaux (Cun et al.
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2021) et de cellules endotheliales (Kuhlmann et al. 2005). SDF-1 augmente également la
production et la sécrétion de VEGF par les cellules hématopoiétique CXCR4+ (Kijowski et al.
2001). De plus, le VEGF et le bFGF induisent une ¢lévation de 1’expression de CXCR4, le
principal récepteur de SDF-1, au niveau des cellules endothéliales humaines, accentuant
davantage le role pro-angiogénique de SDF-1 (Salcedo et al. 1999). Enfin, SDF-1 pourrait
favoriser 1’ostéoclastogenése en activant 1’expression de RANKL (H.-R. Kim et al. 2014).
CCL4 fait partie des chimiokines dont 1’expression est augmentée avec I’acquisition du
phénotype hypertrophique des chondrocytes. CCL4 a été décrite pour étre impliquée dans la
dégradation des disques intervertébraux en facilitant 1’infiltration de macrophages (Z. Li et al.
2017). Cette chimiokine, libérée par les ostéoblastes, rétablit ’homéostasie des cellules souches
hématopoiétiques durant I’activation de la moelle osseuse. Elle est également impliquée dans
la migration et la viabilité des pré-ostéoclastes (Lee et al. 2018). Le réle de CCL4 dans
I’arthrose demeure peu étudié. La sphingosine kinase 1, est une enzyme qui permet la formation
de la sphingosine phosphate 1, impliquée dans 1’angiogenése (Nagahashi et al. 2012) mais
¢également dans 1’ostéoclastogenese (Ryu et al. 2006). Cherifi et al. ont montré récemment que
le sécretome des ostéoclastes augmente 1’expression de Mmp3 et Mmp13 des chondrocytes et
d’explants de cartilage et que cet effet était inhibé par le JTEO13, un inhibiteur du récepteur de
la sphingosine phosphate 1. L’activit¢ de la sphingosine kinase 1 augmente avec
I’ostéoclastogenése, ainsi que son expression dans 1’os sous-chondral de souris arthrosiques
(Cherifi et al. 2021).

Nous nous sommes intéressés au sécrétome des chondrocytes, puisque nous avons évalué
le role biologique des chondrocytes sur I’angiogenese et 1’ostéoclastogenése, en utilisant
principalement des milieux conditionnés de chondrocytes. Pour cela, nous avons effectué une
étude par deux techniques de détection, une détection semi-quantitative avec le Proteome
Profiler Angiogenesis Array ciblant simultanément un grand nombre de facteurs liés a
I’angiogenese et une détection quantitative par ELISA ciblant spécifiquement nos protéines
d’intérét. Avec le Proteome Array, nous avons détecté¢ 14 protéines liées a I’angiogenese dans
les milieux pré-hypertrophiques et hypertrophiques de chondrocytes. Parmi ces protéines,
certaines sont decrites comme ayant un role pro-angiogénique (ostéopontine, SDF-1, MCP-1,
Pentraxin-3, IGFBP-2, IGFBP-3, NOV, MMP-3 et VEGF) et d’autres comme étant anti-
angiogeéniques (serpine E1, serpine F1, thrombospondine-2, endostatine, IGFBP-3 et TIMP-1).
Peu de variations ont été observées entre les protéines présentes dans les milieux conditionnés

de chondrocytes pré-hypertrophiques et hypertrophiques. Néanmoins, nous constatons que
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SDF-1 fait partie des protéines produites en plus grande quantité. En complément de 1’analyse
du sécrétome, une analyse des protéines liées a 1’angiogenése contenues dans les lysats
cellulaires de chondrocytes permettrait d’évaluer la présence de facteurs pro-angiogéniques ou
anti-angiogéniques produits et stockés dans les matrices extracellulaires de chondrocytes. En
effet, les protéines anti-angiogéniques sont essentiellement matricielles comme les
thrombospondines, mais également la serpine E1/F1, ’endostatine et la TIMP-1. Néanmoins,
la confirmation du Proteome Array par une technique quantitative comme I’ELISA se révele
étre nécessaire pour évaluer les concentrations de protéines stockées et/ou sécrétées par les

chondrocytes.

Tous ces ¢léments confirment 1’acquisition d’un potentiel angiogénique et
ostéoclastogénique avec la différenciation hypertrophique des chondrocytes, que nous avons
par la suite vérifié d’un point de vue fonctionnel a I’aide de différents tests d’ostéoclastogenése

et d’angiogenése in vitro.

Le role pro-ostéoclastogénique des chondrocytes

L’os sous-chondral arthrosique est le siége d’un remodelage pathologique, suite a un
découplage entre la synthése et la résorption osseuse. Au stade précoce de 1’arthrose, la
résorption accrue de 1’0s, assurée par les ostéoclastes, conduit a un amincissement de la plaque
sous-chondrale accompagné d’une baisse de sa densité. Différentes études ont montré
I’implication de la résorption osseuse et des ostéoclastes dans I’initiation et la progression de
I’arthrose. La méniscectomie chez la souris conduit a une importante dégradation du cartilage
en 6 semaines. Lorsque ces souris sont traitées a 1’OPG, un puissant suppresseur de la résorption
osseuse et du remodelage osseux, le volume de 1’os sous-chondral augmente considérablement,
mais la détérioration du cartilage est évitée. Ainsi, I’interaction de I’OPG avec RANKL inhibe
la différenciation des ostéoclastes et conduit a une diminution du score OARSI et du
pourcentage de cellules ADAMTS-4" et ADAMTS-5" (Kadri et al. 2008). RANKL est un
facteur essentiel a la différenciation ostéoclastogénique des précurseurs monocytaires, a la
fonction de résorption de 1’os et a la survie des ostéoclastes (T. Nakashima, Hayashi, et
Takayanagi 2012). RANKL est fortement exprimé et produit par les ostéocytes, les osteoblastes
mais également les chondrocytes. L’expression de RANKL, en ARNm, en protéine ainsi que

le ratio RANL/OPG sont augmentés dans le cartilage de patients arthrosiques (Upton et al.
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2012), suggérant que les chondrocytes pourraient jouer un réle dans le recrutement des

ostéoclastes et donc dans le remodelage de 1’os dans un contexte d’arthrose.

Aprés avoir montre que la différenciation hypertrophique des chondrocytes était associée
a une expression accrue de facteurs ostéoclastogéniques, nous avons évalué la capacité de
différenciation ostéoclastogénique des chondrocytes pré-hypertrophiques et hypertrophiques.
La différenciation des monocytes de la lignée RAW?264.7 en ostéoclastes est induite par une
forte concentration de RANKL. Nous avons montré que les deux phénotypes de chondrocytes
présentaient une capacité d’induction de 1’ostéoclastogenese, sans apport exogene de RANKL,
avec un effet supérieur pour les chondrocytes hypertrophiques. Ces résultats sont en accord
avec I’hypothese selon laquelle les chondrocytes hypertrophiques participeraient au remodelage
de la jonction ostéochondrale. Shibakawa et al. ont suggéré que les chondrocytes sécrétaient
des facteurs chimiotactiques, favorisant la formation des resorption pits, comme par exemple
des chimiokines telles que CCL5 (RANTES), CCL2 (MCP-1) et MIP (Macrophage
Inflammation Protein), ainsi que le VEGF (Shibakawa et al. 2005).

Dans notre modele cellulaire, malgré une régulation a la hausse du géne codant RANKL,
nous n’avons pas détecté de RANKL dans les milieux conditionnés de chondrocytes pré-
hypertrophiques ou hypertrophiques. Ainsi, le RANKL ne serait pas a 1’origine des effets
observés dans 1’ostéoclastogenése. D’autres facteurs en revanche pourraient expliquer I’effet
ostéoclastogénique important des chondrocytes hypertrophiques. Les chimiokines CCL4,
également connue sous le nom de MIP-1B, et CXCLI12 sont fortement exprimées par les
chondrocytes hypertrophiques et sont retrouvés dans les milieux conditionnés de chondrocytes
hypertrophiques. De plus, les monocytes de la lignée RAW?264.7 expriment les récepteurs de
ces chimiokines, le récepteur CCR5 de CCL4 et un des récepteurs de SDF-1, le CXCR4.

Afin de confirmer I’implication de ces deux chimiokines dans les effets pro-
ostéoclastogéniques des chondrocytes hypertrophiques, nous souhaitons réaliser ces
expériences d’ostéoclastogenése en présence d’antagonistes spécifiques de nos molécules
cibles. Nous envisageons également d’utiliser des chondrocytes déficients pour SDF-1 obtenus
par transfection de chondrocytes de souris Sdf-1"" par un adénovirus exprimant la Cre
recombinase. La capacité ostéoclastogénique des milieux conditionnés de chondrocytes
déficients pour SDF-1 serait évaluée et comparée aux effets ostéoclastogéniques de

chondrocytes WT.
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Le rble pro-angiogénigue des chondrocytes

Peu d’études se sont intéressées au lien pouvant exister entre la différenciation
hypertrophique des chondrocytes et I’angiogenése ostéochondrale au cours de 1’arthrose.
L’¢quipe de Yves Henrotin a recherché le lien entre le phénotype hypertrophique des
chondrocytes présents dans le cartilage arthrosique et I’angiogenése de la jonction
ostéochondrale (L. Pesesse et al. 2013). Pour cela, Pesesse et al. ont cultivé des chondrocytes
arthrosiques humains dans des billes d’alginate pour induire leur hypertrophie et ont évalué
I’effet de milieux conditionnés de chondrocytes arthrosiques non-hypertrophiques et
hypertrophiques sur la migration, 1’invasion et I’adhérence de cellules endothéliales. Ils ont
ainsi montré que les chondrocytes arthrosiques hypertrophiques stimulaient la migration,
I’invasion et I’adhérence de cellules HUVEC et ont identifi¢ la BSP (bone sialoprotein) comme
principal facteur pro-angiogénique a 1’origine de ces effets. La BSP est une protéine de la
famille des SIBLINGS qui est exprimée par les ostéoblastes matures, les ostéoclastes et les
chondrocytes hypertrophiques de la plague de croissance (Malaval, Aubin, et Vico 2009). La
BSP est impliquée dans les mécanismes de minéralisation, puisque son interaction avec le
collagéne favorise la nucléation des cristaux d’hydroxyapatite (Baht, Hunter, et Goldberg
2008), mais ¢galement dans 1’attachement cellulaire grace a son domaine RGD (Arg-Gly-Asp)
(Byzova et al. 2000). Bellahcéne et al. ont démontré I’implication de la BSP dans I’angiogenése
en montrant que la BSP assurait 1’attachement de cellules endothéliales et leur migration via
I’interaction de sa séquence RGD avec les récepteurs avB3 des intégrines des cellules

endothéliales (Bellahcéne et al. 2000).

Cependant, les chondrocytes arthrosiques non-hypertrophiques sont issus de
chondrocytes arthrosiques en culture primaire, ils présentent donc initialement un phénotype
pathologique et pourraient produire des facteurs pro-angiogéniques. De maniére intéressante,
I’expression du VEGF n’est pas augmentée avec I’hypertrophie des chondrocytes dans leur

modele.

Notre modele cellulaire permet d’obtenir des chondrocytes pré-hypertrophiques et
hypertrophiques et donc d’évaluer et de comparer les capacités angiogéniques de chacun des
phénotypes de chondrocytes. Par ailleurs, nous avons également observé une augmentation de

la transcription de la BSP avec la différenciation hypertrophique des chondrocytes.
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L’adhérence des cellules endothéliales aux matrices extracellulaire de chondrocytes

Dans un premier test fonctionnel d’angiogenése, nous avons évalué 1’adhérence de
cellules endothéliales aux matrices extracellulaires de chondrocyte et avons montré que les
matrices de chondrocytes hypertrophiques favorisaient 1’adhérence des HUVEC. Les matrices
de chondrocytes hypertrophiques pourraient constituer un support d’ancrage des cellules
endothéliales. En effet, dans notre modéle cellulaire, les chondrocytes iIMAC sont cultivés
jusqu’a confluence puis différenciés successivement en chondrocytes pré-hypertrophiques et
hypertrophiques. Ainsi, la proportion de cellules chondrocytaires et de matrice extracellulaire
ne reflete pas le tissu cartilagineux, ou la matrice occupe 95% du volume total et les
chondrocytes uniquement 5%. Dans notre modéle cellulaire, la matrice des chondrocytes ne
correspondrait pas a la matrice extracellulaire des chondrocytes du cartilage mais plutét a la
matrice péricellulaire et territoriale des chondrocytes du cartilage. De plus, des études a
1’échelle nanométrique par microscopie a force atomique ont montré que les chondrocytes issus
de notre modéle étaient entiérement enchassés dans leur matrice. Ainsi, I’adhérence de cellules

endothéliales constitue bien une adhérence cellule/matrice et non une adhérence cellule/cellule.

La matrice peéricellulaire des chondrocytes du cartilage possede des propriétés
biochimiques et biomécaniques différentes de la matrice extracellulaire des chondrocytes. La
matrice péricellulaire est principalement composée de collagéne de type VI, de perlécanes, des
protéoglycanes a héparane sulfate présents dans les membranes basales et de laminines. Les
perlécanes peuvent interagir avec une grande variété de protéines et de molécules présentes
dans la matrice extracellulaire (Farach-Carson et al. 2014), comme le facteur WARP, un
membre de la famille des von Willebrand factor A domain, découvert en 2002 (Allen et al.
2006; Fitzgerald, Tay Ting, et Bateman 2002). De maniere intéressante, les perlécanes sont des
composants majeurs de la membrane basale des cellules endothéliales, ou ils permettent
I’interaction des péricytes avec la matrice environnante afin de stabiliser le vaisseau
(Gustafsson et al. 2013). Les perlécanes jouent notamment un role important dans 1’angiogenése
tumorale (X. Jiang et Couchman 2003). Les cellules tumorales pourraient sécréter des
perlécanes pour fournir un socle d’ancrage aux vaisseaux sanguins pendant 1’expansion
tumorale puis favoriser la croissance de la tumeur en modulant Pactivité de facteurs
angiogeniques. En effet, de nombreux facteurs pro-angiogéniques, comme le VEGF et le FGF-
2, mais également anti-angiogéniques interagissent avec les héparanes sulfates. Au cours de
’ossification endochondrale, les perlécanes sont présents dans la partie calcifiée de la plaque

de croissance, séparant le tissu osseux vascularisé du cartilage avasculaire. Les perlécanes sont
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également trouvés en abondance dans les zones pré-hypertrophique et hypertrophiques,
suggérant qu’ils pourraient étre impliqués dans les phénomeénes de vascularisation du cartilage

(Farach-Carson et al. 2014).

La matrice péricellulaire des chondrocytes est altérée avec ’arthrose, au niveau de sa
structure mais également de sa composition. Poole et al. ont montré que les changements dans
la distribution du collagéne et des protéoglycanes de la matrice péricellulaire précedait la
prolifération des chondrocytes et la formation de clusters (Poole, Matsuoka, et Schofield 1991).
Le collagene de type VI est augmenté dans la matrice péricellulaire des chondrocytes
arthrosiques (Arican et al. 1996) et a été décrit comme facteur favorisant 1’angiogenése dans un
contexte tumoral (P. Chen, Cescon, et Bonaldo 2013). En condition pathologique, le cartilage
articulaire présente une diminution de I’expression de la plupart des laminines. Néanmoins, la
chaine a4 de la laminine présente une forte expression dans le cartilage arthrosique, au niveau
des clusters de chondrocytes hypertrophiques (F. Fuerst et al. 2011). Gonzalez et al. ont montré
que le domaine G de la chaine a4 de la laminine est un ligand spécifique de haute affinité pour
les hétérodimeres avp3 et a3pB1 d’intégrines avec qui il coopére pour assurer une interaction

cellules endothéliale/chaine 04 de la laminine et ainsi favoriser la croissance vasculaire.

Ainsi, des compositions différentes des matrices extracellulaires de chondrocytes pré-
hypertrophiques et hypertrophiques pourraient expliquer les variations obtenues dans
I’adhérence des cellules endothéliales. Une étude plus précise de la composition et de la
structure des matrices extracellulaires de chondrocytes est nécessaire afin de mieux comprendre
les différences observées. Des facteurs anti-angiogéniques seraient également stockés dans la
matrice extracellulaire des chondrocytes pré-hypertrophiques, comme 1’angiopoiétine-like 4
(ANGPTL4) qui pourrait empécher 1’adhérence des cellules endothéliales (Cazes et al. 2006).
ANGPTLA4 se lie aux protéoglycanes a héparane sulfate des matrices. Ainsi, afin d’investiguer
le role des facteurs liés aux protéoglycanes a héparane sulfate dans I’adhérence des cellules
endothéliales, notamment ANGPTLA4, nous envisageons d’effectuer ces expériences avec des
matrices de chondrocytes dépourvues de facteurs liant les héparane sulfate. Pour cela, une forte
concentration d’héparine est ajoutée sur les matrices de chondrocytes afin de les libérer des
facteurs liés aux héparane sulfate, qui passeraient de la matrice au milieu extracellulaire. La
capacité d’adhérence des cellules endothéliales aux matrices de chondrocytes pre-
hypertrophiques et hypertrophiques, préalablement traitées ou non a I’héparine, sera ainsi

évaluée.
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La prolifération et la migration des cellules endothéliales induites par les chondrocytes

Dans un second test fonctionnel d’angiogenése, nous avons évalué la prolifération de
cellules endothéliales en réponse aux milieux conditionnés de chondrocytes pré-
hypertrophiques et hypertrophiques et avons montré que les chondrocytes hypertrophiques
exercaient a la fois un réle pro-angiogénique et anti-angiogénique, selon les conditions
expérimentales. Lorsque la prolifération basale n’est pas induite, c’est-a-dire sans ajout de
facteurs de croissance exogéne, les chondrocytes hypertrophiques stimulent la prolifération de
cellules HUVEC. Lorsque la prolifération basale est induite par un ajout de facteurs de
croissance exogene, les chondrocytes hypertrophiques présentent une capacité¢ d’inhibition de
la prolifération, néanmaoins cette inhibition est plus faible que celle induite par les chondrocytes
pré-hypertrophiques. Ces résultats montrent que les chondrocytes produisent et sécretent a la
fois des facteurs pro-angiogéniques et anti-angiogéniques et que 1’activité des chondrocytes
repose sur une balance angiogénique qui favorisent ou non in fine la prolifération cellulaire.
Ainsi le passage du phénotype pré-hypertrophique au phénotype hypertrophique est associé a
un « switch » de la balance angiogénique en faveur d’un réle pro-angiogénique. Des tests de
prolifération de cellules HUVEC, préalablement traitées a I’AMD3100, en réponse aux milieux
conditionnés de chondrocytes ont été effectués afin de cibler I’axe SDF-1/CXCR4. Cependant,
aucun effet de ’AMD3100 n’a été observé dans la prolifération cellulaire. Ainsi, SDF-1 ne
semble pas €tre a I’origine des effets observés dans la prolifération des cellules HUVEC. Le
réle de SDF-1 dans la prolifération a pourtant été démontré par de nombreuses équipes.
Cependant, la courte demi-vie de SDF-1 et le temps long d’expérimentation du test de

prolifération (48h) pourrait expliquer I’absence d’inhibition de la prolifération par I’AMD3100.

Nous avons également étudié la migration de cellules endothéliales en réponses aux
milieux conditionnés de chondrocytes pré-hypertrophiques et hypertrophiques et avons montré
les chondrocytes hypertrophiques favorisaient la migration des cellules HUVEC. Nous avons
identifié SDF-1 comme molécule potentiellement a I’origine des effets pro-angiogeniques
exercés par les chondrocytes. Le role de SDF-1 dans la migration des cellules HUVEC a été
démontré par Kuhlmann et al. (Kuhlmann et al. 2005). Nous avons donc évalué I’implication
de SDF-1, comme facteur produit et sécrété par les chondrocytes hypertrophiques, dans la
migration de cellules endothéliales, en inhibant I’axe SDF-1/CXCR4 par I’AMD3100. Lorsque
les cellules endothéliales sont préalablement traitées a I’AMD3100, la migration induite par les
chondrocytes hypertrophiques est totalement inhibée. Ainsi, SDF-1 se révele étre le principal

facteur impliqué dans la migration des cellules endothéliales.
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Des expériences de migration de cellules endothéliales dans un systeme de « chambre de
Boyden » pourrait compléter nos résultats. En effet, nous avons observé un effet sur la
migration des cellules endothéliales et aimerions montrer un effet chimiotactique des
chondrocytes hypertrophiques. Ainsi, des cellules endothéliales seraient ensemencées dans un
insert de culture, qui sera placé dans un puits contenant des chondrocytes en culture. Les cellules
endothéliales seraient alors capables de migrer a travers les pores de la membrane de
polycarbonate de I’insert, en réponse a un stimulus chimioattractant produit par les
chondrocytes situés dans le compartiment inférieur. L’inhibition de I’axe SDF-1/CXCR4 par
I’AMD3100 permettra alors d’évaluer le role de SDF-1 dans la chimioattraction des cellules
endothéliales. Des expériences d’invasion cellulaire, avec un insert préalablement coaté avec
du Matrigel, permettraient également de mieux modéliser la migration des cellules

endothéliales au sein d’une matrice extracellulaire.

La tubulogenése des cellules endothéliales induite par les chondrocytes

Enfin, le dernier test fonctionnel d’angiogenése utilisé est un test de tubulogenése de
cellules endothéliales en réponse aux milieux conditionnés de chondrocytes hypertrophiques et
nous avons montré que les chondrocytes hypertrophiques favorisaient la formation de structures
pseudo-tubulaires par les cellules HUVEC. Nous avons également évalué 1’implication du
SDF-1 produit et sécrété par les chondrocytes dans ces effets, en inhibant I’axe SDF-1/CXCR4
par ’AMD3100. Ainsi, nous avons montré que SDF-1 était également impliqué dans la
formation de tubules induite par les chondrocytes hypertrophiques. Le r6le angiogénique de
SDF-1 a été démontré avec ’utilisation de test fonctionnel en trois dimensions (Strasser,
Kaminker, et Tessier-Lavigne 2010). La formation de structures tubulaires autour de billes de
Cytodex placées dans un gel de fibrine permet 1’obtention de tubules ramifiés présentant une
veritable lumiére (Nehls et Drenckhahn 1995). En effet, le test de formation de tubules sur
Matrigel est un test en deux dimensions qui permet la formation de pseudo-tubules présentant
une lumiére « lumen-like » (Montafiez et al. 2002). Le test en trois dimensions serait plus
représentatif de la morphogenése des tubules in vivo, puisqu’il récapitule les différentes étapes
du processus d’angiogenese. Ainsi, un test fonctionnel en trois dimensions permet d’observer
la prolifération et la migration des cellules endothéliales, le bourgeonnement du vaisseau avec
une cellule tip cell en amont, la formation d’une lumicre, la croissance du vaisseau ainsi que la

formation de ramifications qui peuvent s’anastomoser entre elles.
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Enfin, ces différents tests fonctionnels d’angiogenese pourraient étre réalisés en utilisant
des milieux conditionnés des chondrocytes déficients pour SDF-1, obtenus par transfection de
chondrocytes de souris Sdf-1"M par un adénovirus exprimant la Cre recombinase. Ainsi, la
capacité de prolifération, migration et de formation de tubules des chondrocytes déficients pour
SDF-1 serait évaluée et comparée aux effets induits par des chondrocytes WT, afin de

démontrer I’implication de SDF-1 dans le processus d’angiogenése.
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Objectives: We hypothesize that chondrocytes from the deepest articular cartilage layer are pivotal in
maintaining cartilage integrity and that the modification of their prehypertrophic phenotype to a hy-
pertrophic phenotype will drive cartilage degradation in osteoarthritis.
Design: Murine immature articular chondrocytes (iMACs) were successively cultured into three different
culture media to induce a progressive hypertrophic differentiation. Chondrocyte were phenotypically
characterized by whole-genome microarray analysis. The expression of IL-34 and its receptors PTPRZ1
and CSF1R in chondrocytes and in human osteoarthritis tissues was assessed by RT-qPCR, ELISA and
immunohistochemistry. The expression of bone remodeling and angiogenesis factors and the cell
response to IL-1B and IL-34 were investigated by RT-qPCR and ELISA.
Results: Whole-genome microarray analysis showed that iMACs, prehypertrophic and hypertrophic
chondrocytes each displayed a specific phenotype. IL-1f8 induced a stronger catabolic effect in pre-
hypertrophic chondrocytes than in iMACs. Hypertrophic differentiation of prehypertrophic chondrocytes
increased Bmp-2 (95%CI [0.78; 1.98]), Bmp-4 (95%CI [0.89; 1.59]), Cxcl12 (95%CI [2.19; 5.41]), CCL2 (95%CI
[3.59; 11.86]), Mmp 3 (95%CI [10.29; 32.14]) and Vegf mRNA expression (95%CI [0.20; 1.74]). Microarray
analysis identified IL-34, PTPRZ1 and CSFR1 as being strongly overexpressed in hypertrophic chon-
drocytes. IL-34 was released by human osteoarthritis cartilage; its receptors were expressed in human
osteoarthritis tissues. IL-34 stimulated CCL2 and MMP13 in osteoblasts and hypertrophic chondrocytes
but not in iMACs or prehypertrophic chondrocytes.
Conclusion: Our results identify prehypertrophic chondrocytes as being potentially pivotal in the control
of cartilage and subchondral bone integrity. Their differentiation into hypertrophic chondrocytes initiates
a remodeling program in which IL-34 may be involved.

© 2020 Osteoarthritis Research Society International. Published by Elsevier Ltd. All rights reserved.

Introduction

Osteoarthritis (OA) is characterized by the irreversible degra-
dation of cartilage, which is associated with a pathological
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the proteolysis of the cartilage extracellular matrix by chondrocyte-
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secreted proteases'. The degradation observed in the deep zone of
articular cartilage is explained by an endochondral ossification-like
process at the cartilage/bone interface’ #, which involves the hy-
pertrophic differentiation of chondrocytes, the calcification and the
vascularization of the extracellular matrix followed by the
replacement of cartilage with bone.

While chondrocytes are the unique cell type present within
cartilage, different chondrocyte phenotypes exist, depending on
the type of cartilage and on the chondrocyte localization within
cartilage. Articular cartilage is organized in different layers from the
surface until the subchondral bone. The phenotype of chondrocytes
differs upon the layer considered”. Chondrocytes from the deepest
articular cartilage layer of non-calcified cartilage display an inter-
mediate phenotype between that of the chondrocytes of the sur-
face layers and that of the chondrocytes found in the calcified
cartilage, which are hypertrophic. They indeed express molecules
that characterize both surface layer chondrocytes and hypertrophic
chondrocytes, including type Il and type X collagens® . They also
express Thh and osteomodulin as prehypertrophic chondrocytes
from the growth plate cartilage® .

Cartilage degradation in OA results in chondrocyte phenotypic
modifications. We hypothesize that the chondrocytes from the
deepest articular cartilage layer play a crucial role in maintaining
cartilage integrity and that the modification of their prehyper-
trophic phenotype to a hypertrophic phenotype will drive cartilage
degradation in OA. In the present study, we developed a model of
progressive differentiation of murine immature articular chon-
drocytes (iMACs) into hypertrophic chondrocytes, and this model
includes an intermediate prehypertrophic state. Here, we show that
the differentiation of prehypertrophic chondrocytes into hyper-
trophic chondrocytes shifts chondrocytes towards an OA-inducing
phenotype. This phenotype is associated with an increased
expression of IL-34, a recently discovered cytokine that could be
involved in both cartilage and bone integrity.

Materials and methods

See supplementary information for detailed Material and
methods.

Collection of osteoarthritis human samples

Human OA knee explants (n = 33) obtained from patients un-
dergoing total knee joint replacement surgery were dissected, as
described .

Immunohistochemistry

Immunohistochemistry was performed with a mouse mono-
clonal antibody against PTPRZ1 (clone 12/RPTPb, BD Transduction
Laboratories; dilution 1:50) and a rabbit polyclonal antibody
against CSF-1R (H-300, Santa Cruz Biotechnology; dilution 1:50) as
the primary antibodies. The R.T.U. Vectastain kit (Vector) was used
for detection, followed by counterstaining with Mayer's hematox-
ylin. Irrelevant control antibodies (Dako) were incubated at the
same concentration to assess nonspecific staining.

Primary culture of murine osteoblasts and articular chondrocytes

Osteoblasts and iMACs were isolated and cultured, as described
in14—16 and supplementary information. Prehypertrophic chon-
drocytes were obtained by culturing iMACs for 28 days in culture
medium 2 (DMEM/HAM-F12 medium supplemented with fetal calf
serum (5%), penicillin (100 U/mL), streptomycin (100 pg/mL), L-
glutamine (4 mM), ascorbic acid (40 pg/mL), insulin-transferrin-

sodium selenite (1%) and triiodo-L-thyronine (50 ng/mL)). Chon-
drocytes were further cultured for 42 days in medium 2 supple-
mented with B-glycerophosphate (10 mM), retinoic acid (100 nM)
and 1,25-dihydroxyvitamin D3 (10 nM) (Medium 3) to obtain
hypertrophic chondrocytes. All cultures were performed in stan-
dard conditions with the exception of the last differentiation step,
performed in 3% CO,/95% air. At the end of the culture, cells were
serum-starved for 24 h and stimulated by recombinant human IL-
1B (1 ng/mL) or murine IL-34 (3, 30 and 100 ng/mL) for 24 h.
Conditioned media were kept, centrifuged and stored at —20°C.
Cells were either fixed in 3.7% paraformaldehyde (PFA) or used for
mRNA or protein extraction.

The experimental design for the cell culture study is shown in
Fig. S1.

Primary culture of human articular chondrocytes

Human chondrocytes were isolated from the less damaged areas
of OA cartilage from patients who underwent total knee arthro-
plasty. Their hypertrophic differentiation was performed according
to Yahara et al.".

Microarray analysis

mRNA expression profiling was performed using SurePrint G3
Mouse Gene Expression v2 8 x 60 K Microarray (G4852B, Agilent
Technologies) and SurePrint Mouse miRNA Microarray Kit v21
8 x 60 K (G4859C, Agilent Technologies). For mRNA profiling, probe
labeling and 60 mer-oligonucleotide microarray hybridization were
performed according to the manufacturer's instructions'®. An Agi-
lent scanner and Feature Extraction 11.5.1.1 software (Agilent
Technologies) were used to obtain the raw microarray data for both
analyses.

Statistical analysis

We used repeated measures one-way ANOVA to compare
iMACs, prehypertrophic and hypertrophic chondrocytes. Paired t-
tests were used to compare prehypertrophic to hypertrophic
chondrocyte gene expression observations and gene or protein
comparison in OA patients. For the IL-18 and IL-34 stimulation
study, we used Dunnett's post hoc test. The analyses were per-
formed using GraphPad Prism 7 (GraphPad Software Inc., San
Diego, CA, USA).

Results

Model of the progressive differentiation of murine immature
articular chondrocytes into prehypertrophic and hypertrophic
chondrocytes

To study the consequences of the hypertrophic differentiation of
chondrocytes in OA cartilage, we established an in vitro model of
the progressive differentiation of iMACs into prehypertrophic and
hypertrophic chondrocytes. iMACs displayed the typical phenotype
of articular chondrocytes, characterized by the expression of
Col2a1, Acan, Chm 1 and Sox 9 and by the almost complete absence
of the expression of the hypertrophic chondrocyte markers Runx 2,
Osterix, MMP-13, Col10al and Tnap (n = 6) (Fig. 1(B)—(E) and I-M).
iMACs also showed weak alkaline phosphatase activity and no
evidence of matrix calcification (Fig. 10 and P). Culturing the iMACs
in Medium 2 then in Medium 3 induced progressive decreases in
the mRNA expression of Acan, Col2al, Sox9 and Chmil
[Fig. 1(B)—(E)]. Inversely, the mRNA expression of the hypertrophic
markers Runx2, Osterix, Mmp 13, osteocalcin and Tnap was
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mean expression levels.

stimulated by culture in Medium 2 (Fig. 1I-N). The mRNA expres-
sion of Runx2, Col10al and osteocalcin further increased after the
culture in Medium 3. Consistent with the increased mRNA
expression of Tnap, the activity of alkaline phosphatase was
strongly stimulated by culture in Medium 2 and Medium 3 (Fig. 10).
Significant calcification of the chondrocyte cultures was only
observed when cells were cultured in Medium 3 (Fig. 1P). Cells
cultured in Medium 2 expressed both iMAC and hypertrophic
chondrocyte markers and did not mineralize their matrix. They also
expressed the markers of prehypertrophic chondrocytes Ihh, Snorc

Hypertrophic chondrocyte differentiation markers assessed in iMACs differentiated into pre-
hypertrophic and hypertrophic chondrocytes. A) Model of progressive hypertrophic differentiation of
iMACs. iIMACs isolated from the femoral heads and the knees of newborn mice were cultured for 7 days in
Medium 1. Confluent iIMACs were then cultured for 28 days in Medium 2 to obtain prehypertrophic
chondrocytes and for an additional 42 days for prehypertrophic to hypertrophic phenotype changes. B—N)
Gene expression pattern of articular chondrocyte markers (B—E), prehypertrophic markers (F—H) and
hypertrophic markers (I—N) in iIMACs, prehypertrophic chondrocytes and hypertrophic chondrocytes from
six independent cell cultures. The results are expressed as fold expression compared to those of iIMACs,
whose mMRNA expression was set to one for each culture. O) Measurement of alkaline phosphatase activity
associated with iIMACs, prehypertrophic chondrocytes and hypertrophic chondrocytes (n = 8). Lower
panels, representative photomicrographs of the cytochemical determination of phosphatase alkaline ac-
tivity in iIMACs, prehypertrophic chondrocytes and hypertrophic chondrocytes. P) Quantification of chon-
drocyte culture mineralization by alizarin red staining (n =
photomicrographs of alizarin red staining of iIMACs, prehypertrophic chondrocytes and hypertrophic
chondrocytes. Only hypertrophic chondrocytes showed positive alizarin red staining. Bars indicate the
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12). Lower panels, representative

and Osteomodulin [Fig. 1(F)—(H)]. Moreover, they expressed higher
mRNA levels of Snorc and Osteomodulin than iMACs and hyper-
trophic chondrocytes. Thus, iMACs progressively became pre-
hypertrophic and hypertrophic after culture in Medium 2 and
Medium 3.

To further characterize our model of progressive hypertrophic
differentiation of iMACs, the transcriptomic signatures of iMACs,
prehypertrophic and hypertrophic chondrocytes were explored by
high-throughput genomic methods (n = 8). A two-dimensional
PCA of the genes expressed revealed that all displayed globally
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distinct gene expression patterns (Fig. S2(B)), which were also
confirmed by their distinct clustering patterns (Fig. S2(C)). Inter-
estingly, prehypertrophic and hypertrophic chondrocytes showed a
homogenous clustering pattern of gene expression, indicating that
they displayed a specific molecular phenotype, different from iMAC
phenotype.

The most variable genes identified by PCA (top 5,000 ranked by
decreasing standard deviation) accounted for 40% and 17% of the
total gene expression variability in the principal component (PC) 1
and PC2 groups, respectively. Genes positively correlated with PC1
displayed an upregulation across the differentiation process. The
number of genes positively correlated with PC2 was more
restricted, and those were of particular interest to characterize
prehypertrophic cells since they were more specifically associated
with this group of cells.

The repeated spotted probes and the probes targeting the
same gene were not averaged but were analyzed for similar
expression. We identified 8,121 differentially expressed (DE)
genes (9306 DE probes, at false discovery rate (FDR)-adjusted p-
value < 0.05 & |Fold Change (FC)|>1.3) between iMACs and hy-
pertrophic chondrocytes (4,311 and 3,810 genes overexpressed
in hypertrophic chondrocytes and iMACs, respectively),
including markers of articular and hypertrophic chondrocytes
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(Table S1). The specific part of this signature represented 1,467
genes (1768 DE probes, 809 and 959 overexpressed in hyper-
trophic chondrocytes and iMACs, respectively) [Fig. 2(A)]. We
found 6,829 DE genes (7,744 probes) between prehypertrophic
chondrocytes and iMACs (3,601 and 3,228 overexpressed in
prehypertrophic chondrocytes and iMACs, respectively)
(Table S1), while 1023 DE probes were specific to this contrast
(540 and 483 overexpressed in prehypertrophic chondrocytes
and iMAGCs, respectively) [Fig. 2(B)]. Finally, 5,308 genes (6,220
probes) were DE between the hypertrophic and prehypertrophic
chondrocytes (2,970 and 2,338 genes overexpressed in hyper-
trophic and prehypertrophic chondrocytes, respectively)
(Table S1). Eight hundred nine genes (1002 DE probes) were
specific to differences between hypertrophic and prehyper-
trophic chondrocytes (626 and 376 probes overexpressed in
hypertrophic and prehypertrophic chondrocytes, respectively)
[Fig. 2(C)]. Hypertrophic chondrocytes were thus molecularly the
most different from other cells.

Together, these results show that our culture model allows a
progressive differentiation of the iMACs into prehypertrophic and
hypertrophic chondrocytes, each displaying a specific molecular
phenotype.
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Whole-genome transcriptomic characterization across iMAC differentiation processes into hyper-
trophic chondrocytes. Results from differential analysis of gene expression in the chondrocytes. Signa-
tures of differentially expressed genes (DEG) identified between A) hypertrophic vs articular chondrocytes
(n = 8 in each group), B) prehypertrophic vs articular (n = 8 in each group), C) and hypertrophic vs pre-
hypertrophic chondrocytes (n = 8 in each group). A Venn diagram compares the signatures obtained. Each
comparison is illustrated by a hierarchical clustering (correlation distance on genes and Euclidean distance
on samples). Volcano plots present the log2-fold changes and the significance of each gene for the three
comparisons. Gene and probe numbers differ due to repeated spotting and/or missing annotations.
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Prehypertrophic to hypertrophic differentiation shifts chondrocytes
towards an OA-inducing phenotype

Inflammatory factors, such as IL-1f, alter the phenotype of
chondrocytes that adopt OA-like catabolic features. As expected, IL-
18 downregulated the expression of Col2al by iMACs
(Padj = 0.0454, 95%CI [-1.41;-0.00], n = 6), whereas it strongly
upregulated the mRNA expression of 11-6 (Padj = 0.0016, 95%CI
[1.01; 2.60], n = 6) and Mmp 13 (Padj = 0.0483, 95%CI [0.62; 2.14],
n = 6) [Fig. 3(A), (C) and (D)]. IL-1p also induced a similar catabolic
phenotype in prehypertrophic and hypertrophic chondrocytes
[Fig. 3(A)—(D)]. However, prehypertrophic chondrocytes appeared
more sensitive to IL-1p than did iMACs since IL-1f led to a 2.0-fold,
4.1-fold and 1.8-fold lower expression of Col2al, Acan and Chm 1
(n = 6), respectively and to a 131.7-fold higher expression of [1-6, as
compared to iMACs [Fig. 3(A)—(C)]. In addition, IL-1B also stimu-
lated the expression of Vegf and repressed those of Tsp 1 and Chm1
by prehypertrophic and hypertrophic chondrocytes (n = 6), while
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neither Vegf nor Tsp1 expression was regulated by IL-1f in iMACs
[Fig. 3(E)—(G)].

To evaluate whether the shift from prehypertrophic to hyper-
trophic chondrocytes mimicked OA-related osteochondral remod-
eling, we performed analysis focused on molecular functions
involved in OA (Fig. S2(D)). Hypertrophic chondrocytes, in contrast
to prehypertrophic chondrocytes, displayed activated functions
related to bone differentiation, angiogenesis and deterioration/
damage of connective tissues. Accordingly, the mRNA expression of
the bone remodeling factors BMP-2 (2.38-fold, 95%CI [0.78; 1.98]
for the difference in means), BMP-4 (2.25-fold, 95%CI [0.89; 1.59]
for the difference in means), CXCL12 (4.80-fold, 95%CI [2.19; 5.41]
for the difference in means), CCL2 (8.73-fold, 95%CI [3.59; 11.86] for
the difference in means) and OPG (1.75-fold, 95%CI [0.13; 1.37] for
the difference in means) was increased when prehypertrophic
chondrocytes became hypertrophic [Fig. 3(I) and (J)]. They also
tended to overexpressed Rankl mRNA, as compared to prehyper-
trophic chondrocytes (22.5-fold, 95%CI [-4.32; 47.43] for the
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G) iIMACs, prehypertrophic chondrocytes and hypertrophic chondrocytes from six independent cell cultures
were stimulated by IL-1f (1 ng/mL) for 24 h, and the mRNA expression of Col2a1 (A), Acan (B), II-6 (C),
Mmp 13 (D), Vegf (E), Tsp 1 (F) and Chm 1 (G) was determined. H—K) Phenotypic transition of pre-
hypertrophic to hypertrophic chondrocytes induces the expression of factors involved in OA. Prehyper- 6‘steoarthritis

trophic and hypertrophic chondrocytes from six to 12 independent cell cultures were assessed for the
mRNA expression of matrix proteases (H), osteoblast (I) and osteoclast activity (J) and angiogenic/
angiostatic factors (K). Data are expressed as fold expression compared to those in unstimulated control
cells, whose mRNA expression was set to one for each culture (A—G), or to that in prehypertrophic
chondrocytes (H—K). Bars indicate the mean expression levels.
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difference in means) [Fig. 3(J)]. Hypertrophic chondrocytes
expressed more Vegf (1.97-fold, 95%CI [0.203; 1.74] for the differ-
ence in means) and Mmp 3 mRNAs (22.21-fold, 95%CI [10.29;
32.14]) for the difference in means) and less the angiostatic factors
Chm 1 (-5.99-fold, 95%CI [-0.93;-0.73]) for the difference in
means) and Angptl4 than prehypertrophic chondrocytes (—1.65-
fold, 95%CI [-0.68;-0.10]) for the difference in means) [Fig. 3(H) and
(K)]. In contrast, neither TgfB1 nor Mpm13, Adamts4 and Adamts5
mRNAs were modulated by the switch from prehypertrophic to
hypertrophic differentiation [Fig. 3(H) and I].

Overexpression of IL-34 by hypertrophic chondrocytes

Hypertrophic differentiation of chondrocytes may contribute to
OA via the release of factors with autocrine and paracrine tissue
remodeling activity. We focused the analysis on ccl, cxcl cytokines/
chemokines and ILs, for which expression was upregulated with
chondrocyte hypertrophy (Table S2). Seven cytokines/chemokines
were overexpressed by hypertrophic chondrocytes, especially in
relation to prehypertrophic chondrocytes. Among them, only
CXCL12 and IL-34 have their receptors (CXCR4, PTPRZ1 and CSF1R)
also upregulated, suggesting that they may act in an autocrine loop
(Table S2). Interestingly, Ptrpz1 was the most overexpressed gene
during the hypertrophic differentiation of chondrocytes (72.1-fold
increased expression compared to iMACs), just after Mmp 3. In
contrast, the levels of Cxcr7, the second receptor of CXCL12, were
unchanged.

Since the involvement of IL-34 in OA is unknown, we next
focused our investigation on its expression in OA. Consistent with
the microarray analysis, RT-qPCR confirmed the overexpression of
11-34, Ptprz1 and Csfir in hypertrophic chondrocytes (n = 6)
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[Fig. 4(A)—(C)]. Both I11-34 and Ptprz1 mRNA levels increased pro-
gressively during the hypertrophic differentiation of chondrocytes,
whereas the increase in the expression of Csflr mRNA was
observed during the conversion of iMACs to prehypertrophic
chondrocytes. Concentrations of IL-34 in both cell supernatants and
cell lysates also increased with iMAC hypertrophic differentiation
[Fig. 4(D) and (E)]. Similar results were also observed during the
hypertrophic differentiation of human chondrocytes. Their hyper-
trophic differentiation was associated with a decrease in the mRNA
levels Sox 9 and aggrecan, an increase in those of TNAP and MMP-
13, and the presence of areas of calcification within the extracel-
lular matrix (Fig. S3). Human hypertrophic chondrocytes also
showed an increase in IL-34 mRNA expression (Padj = 0.011, 95%CI
[0.22; 1.17], n = 7) and in IL-34 concentration in cell supernatant
(Padj = 0.0013, 95%CI [0.89; 2.08], n = 6) and cell lysates
(Padj = 0.0282, 95%CI [0.27; 3.17], n = 6) [Fig. 4(F)—(H)].

IL-34 was also released by human OA cartilage, regardless of
whether it originated from articular cartilage or from the thin
cartilage layer covering osteophytes [Fig. 5(A)]. However, cartilage
from osteophytes released higher amounts of IL-34 than OA artic-
ular cartilage (P = 0.0368, 95%CI [23.43; 506.40]). OA tissues also
expressed PTPRZ1 and CSF1R [Fig. 5(B)]. Within articular cartilage,
positive immunostaining for PTPRZ1 and CSFIR was mainly
detected in the chondrocytes of the deeper area of the cartilage or
in clusters of chondrocytes, although not all isolated chondrocyte
or chondrocyte clusters were positive (Fig. 5(B), panels a—f). A more
intense immunostaining was observed within the bone and was
associated with osteoblasts, osteocytes and cells present in vascular
channels, including vessels and mesenchymal stromal cells. A
similar positive immunostaining pattern was observed within
osteophytes (Fig. 5(B), panels g—l). Chondrocytes, osteoblasts,
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Increased expression of IL-34 and IL-34 receptors with chondrocyte hypertrophic differentiation. A-
E) mRNA expression of 11-34 (A), Ptprz1 (B) and Csfir (C) in iMACs, prehypertrophic chondrocytes and
= 6) was determined. C-D) IL-34 protein levels were quantified by ELISA in
cell conditioned medium (n = 7) (D) and cell lysates (n = 6) (E) of iMACs, prehypertrophic chondrocytes and
hypertrophic chondrocytes. F—H) The IL-34 mRNA expression (n = 7) (F) and protein levels (n = 6) in
chondrocyte conditioned medium (G) and cell lysates (H) were determined in human control and hyper-
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Expression of IL-34 and IL-34 receptors in OA. A) IL-34 secreted by articular (n = 14 different donors)
and osteophyte cartilages (n = 6 different donors) from OA patients was measured in tissue conditioned
media by ELISA. B) Paraffin sections (5 pm) of OA cartilage bone interface (a—f) and osteophytes (g—I)
(n = five to eight different donors) were stained for CSF1R (a, b, g and h), PTPRZ1 (d, e, j and k) or with
irrelevant antibodies as negative controls (c, f, i and ). CSF1- and PTPRZ1-positive staining are observed at
the osteochondral junction (a, b, d and e). Chondrocytes near the tidemark express both the IL-34 receptors 6‘ T .,
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CSF1R and PTPRZ1. Within the bone, CSF1R- and PTPRZ1-positive staining is associated with osteo-
blasts and vascular channels. Similar staining was observed for both CSF1R and PTPRZ1 within osteo-
phytes (g, h, j and k). Chondrocytes, osteoblasts, osteocytes and bone marrow cells showed positive
staining. In addition, mesenchymal cells of the fibrous tissue at the osteophyte surface were positive for
PTPRZ1. Panels b, e, h and k show higher magnification views of the delimited areas of panels a, d, g and j,
respectively. Cartilage and bone are delimited by dotted lines. Bo: bone, Cart: cartilage, CC: calcified
cartilage. Bars = 200 um (a, d, g and j) or 50 um (b, c, e, f, h, i, k and ).
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osteocytes and bone marrow cells were positive for both CSF1R and
PTPRZ1. In addition, mesenchymal cells of the fibrous tissue, which
often covered the osteophyte surface, were also positive for PTPRZ1
immunostaining (Fig. 5(B), panels j and k).

IL-34 increases the remodeling potential of hypertrophic
chondrocytes and osteoblasts

We next determined the chondrocyte (n = 7) and osteoblast
response (n = 5) to IL-34. No effect of IL-34 on iMACs and pre-
hypertrophic chondrocytes was observed (data not shown). In
contrast, both hypertrophic chondrocytes and osteoblasts were
sensitive to IL-34 stimulation. A dose-dependent increase in the
mRNA expression of Ccl2, Cxcl12 and Mmp 13 by hypertrophic
chondrocytes was observed in response to IL-34 [Fig. 6(A)—(C)].
This was associated with a dose-dependent increase in the release
of CCL2 and MMP-13 (P = 0.0360 and P = 0.0489 for CCL2 and
MMP-13, respectively) [Fig. 6(E) and (F)]. No increase in MMP-3
expression and release was observed [Fig. 6(D) and (G)]. Similarly,
IL-34 tended to stimulate the expression of Ccl2 (P = 0.0911), Mmp
3 (P = 0.129), Mmp13 (P = 0.141) and Tnfa (P = 0.1301), by

osteoblasts [Fig. 7(A)—(D)]. Consistently, IL-34 stimulated the
release of CCL2 (P = 0.0005), MMP-3 (P = 0.0085) and MMP-13
(P=0.0052) by IL-34 in a dose-dependent manner [Fig. 7(G)—I]. IL-
34 induced also a dose-dependent decrease in the mRNA expres-
sion of both Pedf (P = 0.0084) and Ptprz1 (P = 0.0917) by osteo-
blasts [Fig. 7(E) and (F)]. IL-34 had no observable effect on the
mRNA expression of Vegf, Rankl and Csflr in both hypertrophic
chondrocytes and osteoblasts (data not shown).

Discussion

OA is characterized at the cellular level by deep phenotypic
modifications of cells from the different joint tissues. Notably, there
is a hypertrophic differentiation of chondrocytes leading to the
accumulation of calcified depots within cartilage'® and an
advancement of the mineralization front in the deeper part of the
cartilage. Hypertrophic differentiation of chondrocytes during OA is
thought to play an important role in cartilage disappearance and
subchondral bone remodeling®®?!. Therefore, the identification of
molecular factors produced by hypertrophic chondrocytes and
involved in cartilage and bone damage in OA could be of
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therapeutic interest. However, no current model of chondrocyte
hypertrophic differentiation is able to lead such investigations.
None use articular chondrocytes to obtain hypertrophic chon-
drocytes able to calcify their matrix. Either they do not provide
sufficient quantities of hypertrophic chondrocytes or are based on
cell lines rather than primary cultures.

Thus, developing such a model that combines all these features
represents a real need and a great challenge. Here, we have
developed an original model of progressive articular chondrocyte
hypertrophic differentiation and identified the recently discovered
IL-34 as a factor with putative osteochondral remodeling activity.

Our model of chondrocyte hypertrophic differentiation was
achieved starting with primary cultures of iMACs. Calcification was
only observed after culturing iMACs successively in Medium 1,
Medium 2 and then in Medium 3. In addition, only a faint expres-
sion of osteocalcin, Osterix and Tnap was observed in the iMAC
cultures, suggesting that matrix calcification was not due to
contamination of cultures by osteoblasts. Although a trans-
differentiation of some chondrocytes into osteoblast-like cells
during the culture time cannot be totally ruled out, we consider
that the features we observed are attributable to hypertrophic
chondrocytes rather than osteoblast-like cells since the expression
of Col10al, a specific marker of hypertrophic chondrocytes, was
strongly increased during the culture time.

Chondrocyte hypertrophy is generally only determined by the
combination of an increased expression of some hypertrophic
markers with the decreased expression of chondrocyte
markers®>~2°. Nevertheless, in addition to these criteria, matrix
calcification appears necessary to ascertain that chondrocytes
reach hypertrophy. Indeed, chondrocytes cultured in Medium 2
never calcified, although they showed a mRNA expression of

IL-34 {ngfmL)

IL-34 (ngfmL)

Increased remodeling potential of hypertrophic chondrocytes in response to IL-34. Hypertrophic
chondrocytes (n = 7) were stimulated by increasing concentrations of IL-34 before RT-qPCR analysis of the
mRNA expression of Cxcl12 (A), Ccl2 (B), Mmp 3 (C) and Mmp 13 (D). The release of CCL2 (E), MMP-3 (F)
and MMP-13 (G) into cell conditioned medium in response to increased concentrations of IL-34 was

6steoarthritis
andCartilage

hypertrophic markers. The current published culture models of
hypertrophic differentiation reaching matrix calcification include
primary cultures of chondrocytes isolated from limb buds and
growth plate, ATDC5 cells and mesenchymal stem cells
(MSCs)?° 30, However, neither ATDC5 cells nor MSCs are chon-
drocytes, and despite the similarities between chondrocytes from
growth plates and articular cartilage, they have distinct molecular
phenotypes®' 3. These models are therefore not suitable for
studying hypertrophic articular chondrocytes. Yahara et al. also
reported matrix calcification with cultures of articular chon-
drocytes'”. Pellet cultures of human OA articular chondrocytes
expressed hypertrophic markers and showed calcifications'” (and
this study). However, only sparse calcifications were observed,
suggesting that only a subset of chondrocytes reach hypertrophy.
Nevertheless, this model appears useful to validate our results
obtained with iMACs.

In addition to iMACs and hypertrophic chondrocytes, our model
provides insight into a third chondrocyte phenotype, which we
considered as prehypertrophic chondrocytes considering its gene
expression pattern. This chondrocyte population expressed inter-
mediate levels of chondrocyte and hypertrophic markers compared
to those expressed in iMACs and hypertrophic chondrocytes, and
they did not calcify their matrix. These cells also expressed known
prehypertrophic markers, including snorc and osteomodulin®>*,
whose expression was stronger than that in both iMACs and hy-
pertrophic chondrocytes. The prehypertrophic phenotype corre-
sponded to a specific population of chondrocytes showing a
homogeneous molecular pattern, as revealed by PCA of the
microarray results. The whole genome transcriptomic analysis
indeed revealed that two phenotypically distinct populations of
chondrocytes were obtained from iMACs. We characterized them
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as prehypertrophic and hypertrophic chondrocytes based on their
gene expression pattern and their ability to calcify or not their
extracellular matrix. Investigating other features, including the cell
shape and the composition and the organization of the extracel-
lular matrix, would be of interest to validate prehypertrophic and
hypertrophic states.

The presence of several populations of cells with molecularly
distinct phenotypes within articular cartilage has recently been
described in human OA cartilage®>>°. Ji et al. characterized seven
different chondrocyte populations, including prehypertrophic and
hypertrophic chondrocytes>®. Their results suggest that prehyper-
trophic chondrocytes localized in the deeper part of articular
cartilage play an important role in OA progression. Here, we show
that prehypertrophic chondrocytes is the most sensitive chon-
drocyte population to an inflammatory stimulus. Inflammatory
stress is a hallmark of OA, and IL-1f induced a more potent global
response by prehypertrophic chondrocytes than by iMACs and
hypertrophic chondrocytes. In addition, the prehypertrophic to

Ccl2 (A), Mmp 3 (B), Mmp 13 (C), Tnfa. (D), Pedf (E) and Ptprz1 (F). The release of CCL2 (G), MMP-3 (H)
and MMP-13 (J) into cell conditioned medium in response to increased concentrations of IL-34 was

and Cartilage

hypertrophic differentiation of chondrocytes is associated with an
increase in the bone remodeling and angiogenic potential of
chondrocytes, as evaluated by their molecular pattern. Functional
studies will be needed to ascertain the increased potential for tissue
remodeling of hypertrophic chondrocytes.

The microarray analysis for cytokines/chemokines overex-
pressed with chondrocyte hypertrophic differentiation and able to
act in an autocrine and paracrine manner highlighted the recently
discovered IL-34 3. RT-qPCR results confirmed this increased
mRNA expression, and we also showed that murine and human
chondrocytes produced IL-34 at higher rates when chondrocytes
were hypertrophic. In OA, hypertrophic chondrocytes are localized
within articular cartilage and osteophytes, where they are sus-
pected to play a major role in the pathological remodeling of the
osteochondral junctions. Both articular and osteophytic cartilages
from OA patients released IL-34. A differential transcriptomic
analysis of articular and osteophytic cartilage from paired OA pa-
tients revealed a higher expression of genes with functions in
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terminal chondrocyte differentiation by osteophytic cartilage®®.
Interestingly, we found that osteophytic cartilage released higher
amounts of IL-34 than articular cartilage. In addition, PTRZ1 was
among the most upregulated genes in osteophytic cartilage
compared to its gene expression in articular cartilage®®. Both
osteophytic and articular cartilages showed positive immuno-
staining of PTPRZ1. In particular, OA cartilage PTPRZ1-positive
chondrocytes were preferentially located in the deeper zone of
joint cartilage or in the chondrocyte clusters, the two areas where
hypertrophic chondrocytes are usually found”!°. Osteoblasts and
osteocytes of the subchondral bone also express PTPRZ1, as
described®?, as well as cells present in vascular channels, including
vessels and mesenchymal stromal cells. We found a similar
expression pattern for CSF1R, whose the expression by bone cells
and the increased expression in OA cartilage has been already re-
ported by others*?4!,

Considering the expression of IL-34 and its receptors by cells of
the cartilage/subchondral bone interface, IL-34 may act as a para-
crine and autocrine factor on cartilage and bone cells in OA. IL-34 is
indeed a known osteoclastogenesis factor*>*> and has been re-
ported to stimulate angiogenesis**. Its biological activity on both
chondrocytes and osteoblasts has never been investigated. Neither
iMACs nor prehypertrophic chondrocytes responded to IL-34
stimulation. This may be explained by the differential expression of
IL-34 receptors on iMACs, prehypertrophic and hypertrophic
chondrocytes. However, the involvement of other molecular part-
ners differentially produced by the phenotypically distinct chon-
drocytes cannot be excluded as IL-34 displays some of its biological
activities independently to Ptprz1 and Csflr. It may also bind to
other cytokines to form heteromeric cytokines*>*®. In hypertrophic
chondrocytes and osteoblasts, IL-34 stimulated the mRNA expres-
sion and the release of some tissue remodeling factors, especially
the mRNA expression of Cxcl12 in hypertrophic chondrocytes, the
secretion of CCL2 and MMP-13 by hypertrophic chondrocytes and
osteoblasts and the release of MMP-3 by osteoblasts. Although IL-
34 did not stimulate VEGF expression, it may indirectly induce
angiogenesis by stimulating the expression of CXCL12 and by
inhibiting that of the angiostatic factor PEDF. In addition to its re-
ported direct action on osteoclastogenesis and angiogenesis*’ 4,
IL-34 may thus indirectly stimulate these two processes by acting
on hypertrophic chondrocytes and osteoblasts. Cartilage-derived
IL-34 may also explain the positive association between IL-34
concentration in synovial fluid and the radiographic and symp-
tomatic severity of knee OA*’. Further studies are needed to explore
the specific role of IL-34, especially on human hypertrophic chon-
drocytes and osteoblasts, and more precisely that of hypertrophic-
derived IL-34 in OA.

Some limitations emerge from our study. They include the
characterization of our model of iMAC hypertrophic differentiation,
which would be enriched with the study of the cell shape and the
extracellular matrix composition and organization. Functional
studies are also needed to ascertain the increased potential for
tissue remodeling of hypertrophic chondrocytes and the role of IL-
34.

To conclude, we have developed a new model of articular
chondrocyte hypertrophic differentiation, which allows obtaining
three molecularly distinct populations: iMACs, prehypertrophic
chondrocytes and matrix calcifying hypertrophic chondrocytes.
Our results support the hypothesis that the phenotypic alterations
of prehypertrophic chondrocytes in articular cartilage are critical
for the loss of cartilage homeostasis observed in OA. The pre-
hypertrophic to hypertrophic differentiation of chondrocytes
induced the expression of a subset of genes, which together may
favor the pathological remodeling of cartilage and bone, as
observed in OA. Notably, the increased production of IL-34 by

hypertrophic chondrocytes could act locally on hypertrophic
chondrocytes and osteoblasts to indirectly stimulate osteoclasto-
genesis and angiogenesis. Therefore, according to the tissue
remodeling potential of the recently discovered IL-34, further in-
vestigations are needed to determine whether IL-34 could be tar-
geted in OA and/or may be used as a synovial biomarker to
determine the severity of OA.
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Roéle des chondrocytes hypertrophiques dans le remodelage pathologique de la jonction
ostéochondrale au cours de I'arthrose : implication du SDF-1 dans I'angiogenése

Résumé

L’arthrose est la pathologie musculosquelettique la plus fréquente et touche I’ensemble des tissus
de I’articulation. Au cours de cette pathologie, une dégradation progressive du cartilage articulaire est
observée suite a la protéolyse de sa matrice extracellulaire mais également suite a la réactivation du
processus d’ossification endochondrale. En effet, 1’articulation arthrosique est le siége d’une
différenciation hypertrophique des chondrocytes, d’une minéralisation du cartilage articulaire, d’une
angiogenése a la jonction os/cartilage et d’un remodelage pathologique de 1’os sous-chondral.
L’angiogenése ostéochondrale pourrait jouer un role central dans la progression de la pathologie mais
les acteurs moléculaires responsables de la vascularisation du cartilage sont encore méconnus. En effet,
nous avons montré que 1’inhibition de I’angiogenése par 1’ Aflibercept, qui cible le VEGF, ne limitait
que partiellement la progression de 1’arthrose dans un modele d’arthrose post-traumatique chez le rat.
Nous pensons que la différenciation des chondrocytes de la couche profonde du cartilage, les
chondrocytes pré-hypertrophiques, en chondrocytes hypertrophiques pourrait contribuer au remodelage
de la jonction ostéochondrale.

Gréace a un nouveau modeéle de différenciation progressive de chondrocytes murins en culture
primaire qui permet 1’obtention de chondrocytes pré-hypertrophiques et hypertrophiques, nous avons
évalué le potentiel angiogénique et ostéoclastogénique des différents phénotypes chondrocytaires.
L’expression de facteurs pro-angiogéniques et ostéoclastogéniques augmentent avec la différenciation
hypertrophique des chondrocytes tandis que celle de facteurs anti-angiogéniques diminue. Nous avons
examiné le réle biologique des chondrocytes dans le remodelage de la jonction ostéochondrale en
comparant les capacités angiogéniques et ostéoclastogéniques des chondrocytes pré-hypertrophiques et
hypertrophiques. Nous avons montré que les chondrocytes hypertrophiques stimulaient davantage la
différenciation de monocytes RAW264.7 en ostéoclastes que les chondrocytes pré-hypertrophiques. A
I’aide de différents tests fonctionnels modélisant in vitro les différentes étapes du processus
d’angiogenése, nous avons évalué la capacité angiogénique des chondrocytes pré-hypertrophiques et
hypertrophiques. Par un test d’adhérence de cellules endothéliales fluorescentes aux chondrocytes en
culture, nous avons montré que les cellules HUVEC adhérent davantage aux matrices extracellulaires
de chondrocytes hypertrophiques qu’aux matrices de chondrocyte pré-hypertrophiques. Nos résultats
montrent également que les milieux conditionnés de chondrocytes hypertrophiques stimulent la
prolifération, la migration et la tubulogenese des cellules HUVEC tandis que les milieux conditionnés
de chondrocytes pré-hypertrophiques ne présentent que peu d’effets sur I’angiogenése. Nous avons
identifié le facteur SDF-1, présent dans le cartilage arthrosique et notamment au niveau des clusters de
chondrocytes hypertrophiques, comme étant a I’origine des effets pro-angiogéniques des chondrocytes
hypertrophiques et démontré son implication dans 1’angiogenése en inhibant I’axe SDF-1/CXCR4 par
1’AMD3100.

Ainsi, la différenciation hypertrophique des chondrocytes pourrait participer aux mécanismes de
remodelage de la jonction ostéochondrale au cours de I’arthrose.
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Role of hypertrophic chondrocytes in the pathological remodeling of the osteochondral
junction during osteoarthritis: involvement of SDF-1 in angiogenesis

Abstract

Osteoarthritis is the most common musculoskeletal disease and affects all tissues of the joint.
During the pathology, a progressive degradation of the articular cartilage is observed following the
proteolysis of its extracellular matrix but also following the reactivation of endochondral ossification
process. Indeed, the osteoarthritic joint is the site of hypertrophic differentiation of chondrocytes,
mineralization of articular cartilage, angiogenesis at the bone/cartilage junction and pathological
remodeling of the subchondral bone. Osteochondral angiogenesis could play a pivotal role in the
progression of the pathology but the molecular actors responsible for cartilage vascularization are still
unknown. We have shown that inhibition of angiogenesis by Aflibercept, which targets VEGF, only
partially limited the progression of osteoarthritis in a rat model of post-traumatic osteoarthritis. We
believe that differentiation of pre-hypertrophic chondrocytes, present in the deep layer of cartilage, into
hypertrophic chondrocytes may contribute to the remodeling of the osteochondral junction.

Using a new model of progressive differentiation of murine chondrocytes in primary culture,
which allows the production of pre-hypertrophic and hypertrophic chondrocytes, we evaluated the
angiogenic and osteoclastogenic potential of the different phenotypes of chondrocyte. The expression
of pro-angiogenic and osteoclastogenic factors increase with hypertrophic differentiation of chondrocyte
while that of anti-angiogenic factors decrease. We examined the biological role of chondrocytes in the
remodeling of the osteochondral junction by comparing the angiogenic and osteoclastogenic capacities
of pre-hypertrophic and hypertrophic chondrocytes. We showed that hypertrophic chondrocytes
stimulated more the differentiation of RAW264.7 monocytes into osteoclast than pre-hypertrophic
chondrocytes. Using different functional assays modelling the different steps of the angiogenic process
in vitro, we evaluated the angiogenic capacity of pre-hypertrophic and hypertrophic chondrocytes. With
an adherence assay of fluorescent endothelial cells to chondrocytes in culture, we showed that HUVEC
cells adhere more to hypertrophic chondrocyte extracellular matrices than to pre-hypertrophic
chondrocytes matrices. Our results also show that hypertrophic chondrocyte-conditioned media
stimulate HUVEC cell proliferation, migration and tube formation, whereas pre-hypertrophic
chondrocyte-conditioned media show little effect on angiogenesis. We identified the SDF-1 factor,
present in osteoarthritic cartilage and particularly in hypertrophic chondrocyte clusters, as the source of
the pro-angiogenic effects of hypertrophic chondrocytes and demonstrated its involvement in
angiogenesis by inhibiting the SDF-1/CXCR4 axis by AMD3100.

Thus, hypertrophic differentiation of chondrocytes could participate in the remodeling
mechanisms of the osteochondral junction during osteoarthritis.
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