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Résumé 

Un tissu conjonctif est un ensemble coopératif de cellules différenciées enchevêtrées 

dans une matrice extracellulaire (ECM). Cette dernière, particulièrement abondante, se 

compose principalement de protéines, telles que les collagènes, et d'un gel visqueux constitué 

d'eau et de protéoglycanes chargés négativement. Tous les tissus conjonctis subissent un 

renouvellement constant de leur ECM, préservant ainsi l'intégrité et les propriétés des tissus. 

Des perturbations dans le remodelage de l'ECM, en termes de composition ou de structure 

supramoléculaire, peuvent avoir un impact significatif sur l'intégrité du tissu et sur ses 

propriétés biomécaniques, entraînant ainsi des dysfonctionnements et le développement de 

pathologies. Cependant, le remodelage de l’ECM est souvent étudié par des techniques 

biochimiques standards qui ne permettent pas de fournir des informations à l’échelle 

supramoléculaire. Sonder l’organisation de l’ECM à cette échelle peut contribuer  

significativement à la compréhension de la nature des processus biologiques et 

physicochimiques impliqués dans le remodelage pathologique de l’ECM. Dans cette objectif, 

nous avons développé une approche méthodologie originale permettant la caractérisation de 

tissus biologiques par des techniques de caractérisation de surface telle que l’AFM et  l’XPS. 

Dans une première étude, l'AFM a été utilisé pour étudier l'effet de la procédure de 

réticulation UV/riboflavine sur la structure et les propriétés mécaniques de capsules d'épaule 

malades, qui sont principalement constituées de fibrilles de collagène de type I. Les résultats 

montrent que la procédure de réticulation a modifié les propriétés biomécaniques des capsules 

malades, en augmentant la rigidité des tissus sans modification de la structure et de la viabilité 

cellulaire. 

Dans une deuxième étude, nous avons étudier le remodelage de l’ECM du cartilage 

articulaire humain au cours de l’arthrose. Pour ce faire, nous avons caractérisé la composition, 

la structure et les propriétés mécaniques à différents degrés de sévérité d’arthrose par XPS et 

AFM. Les résultats ont permis de mettre en évidence deux phases : (1) une tentative de 

réparation, et (2) une dégradation irréversible du cartilage. Par ailleurs, des modifications 

structurales similaires à celles observées dans le cartilage arthrosique ont été observé sur des 

échantillons non arthrosiques traités enzymatiquement. Nos travaux ont donc permis de 

souligner le rôle central de l'équilibre homéostatique sur la progression de l’arthrose 

 Dans une troisième, un éventail de techniques de caractérisation moléculaire, 

biochimique et physicochimique a été utilisé pour déterminer la dynamique de minéralisation 

et les modifications de l’ECM au cours de la différenciation hypertrophique des chondrocytes. 

Cette étude a permis de montrer que la différenciation hypertrophique des chondrocytes 

préhypertrophiques induit un remodelage de l’ECM qui précède la minéralisation. Les analyses 

chimiques ont, par ailleurs, révélé que les minéraux nouvellement formés sont de 

l'hydroxyapatite faiblement cristallisée. La cartographie chimique révèle également la présence 

de débris cellulaires riches en phosphore. Ces derniers semblent être générés par l'apoptose 

croissante des chondrocytes. 



 

 

Abstract 

A connective tissue is a cooperative set of differentiated cells entangled in an 

extracellular matrix (ECM). The latter, which is particularly abundant, is composed mainly of 

proteins, such as collagens, and a viscous gel made up of water and negatively charged 

polysaccharides: proteoglycans. All connective tissues undergo a constant renewal of their 

ECM, thus preserving the integrity and properties of the tissue. Disturbances in ECM 

remodeling, in terms of composition or supramolecular structure, can have a significant impact 

on tissue integrity and biomechanical properties, leading to dysfunction and the development 

of pathologies. However, ECM remodeling is often studied by standard biochemical techniques 

that do not provide information at the supramolecular scale. Probing the organization of the 

ECM at this scale can contribute significantly to the understanding of the nature of the 

biological and physicochemical processes involved in pathological ECM remodeling. To this 

end, we have developed an original methodological approach allowing the characterization of 

biological tissues by surface characterization techniques such as AFM and XPS. 

In a first study, AFM was used to study the effect of the UV/riboflavin cross-linking 

procedure on the structure and mechanical properties of diseased shoulder capsules, which are 

mainly composed of type I collagen fibrils. The results show that the cross-linking procedure 

modified the biomechanical properties of the diseased capsules, increasing tissue stiffness 

without altering the structure and cell viability. 

In a second study, we investigated the remodeling of human articular cartilage ECM 

during OA. To do so, we characterized the composition, structure and mechanical properties at 

different degrees of OA severity by XPS and AFM. The results revealed 2 phases: (1) a repair 

attempt, and (2) an irreversible degradation of the cartilage. Moreover, structural modifications 

similar to those observed in osteoarthritic cartilage were observed on non-osteoarthritic samples 

treated with enzymes. Our work has thus highlighted the central role of homeostatic balance in 

the progression of OA. 

In a third study, a range of molecular, biochemical and physicochemical characterization 

techniques were used to determine the mineralization dynamics and ECM modifications during 

hypertrophic differentiation of chondrocytes. This study showed that hypertrophic 

differentiation of prehypertrophic chondrocytes induces ECM remodeling that precedes 

mineralization. Chemical analyses further revealed that the newly formed minerals are weakly 

crystallized hydroxyapatite. Chemical mapping also reveals the presence of phosphorus-rich 

cellular debris. The latter seem to be generated by the increasing apoptosis of chondrocytes. 
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Préambule 

L’organisme comprend différents niveaux d’organisation structurale allant, du plus 

élémentaire au plus complexe, c’est-à-dire de l’organisation supramoléculaire des tissus aux 

organes, voire aux systèmes fonctionnels. Le système ostéoarticulaire, charpente du corps, est 

un assemblage complexe de différents tissus conjonctifs comprenant, entre autres, des 

cartilages, des os, des muscles, des tendons, des ligaments, des capsules articulaires et des tissus 

adipeux. Un tissu conjonctif est un ensemble coopératif de cellules différenciées enchevêtrées 

dans une matrice extracellulaire (ECM). Cette dernière, particulièrement abondante, se 

compose principalement de protéines, telles que les collagènes, et d'un gel visqueux constitué 

d'eau et de protéoglycanes chargés négativement. 

Dans ce projet, un intérêt particulier est porté à l’articulation synoviale caractérisée par 

la présence d’une capsule articulaire, une enveloppe fibreuse et élastique qui contribue à la 

stabilité de l’articulation. L’ECM de la couche externe de cette dernière, appelée membrane 

fibreuse, est principalement composée de fibrilles de collagène de type I qui, orientées 

multiaxialement, confèrent à la capsule une grande résistance à la traction. Des modifications 

anormales de cette ECM à l’échelle supramoléculaire, autrement dit à la dimension de la fibrille 

de collagène, peuvent affecter le comportement mécanique de l’ensemble de la capsule 

articulaire, e.g. le degré de réticulation des fibrilles. Dans une première étude, nous avons 

étudié l’effet de la combinaison riboflavine/UV, une procédure de réticulation utilisée dans le 

traitement de troubles ophtalmiques, sur la structure et la réponse mécanique des capsules 

d’épaule issues de patients sujets à de fréquentes luxations d’épaules.  

 L’articulation synoviale se caractérise également par la présence de cartilage articulaire 

qui recouvre les extrémités osseuses encapsulées et dont la présence permet d’amortir les chocs 

mécaniques et de diminuer les frottements au cours du mouvement. Ce tissu hypocellulaire 

rigide mais souple présente une architecture stratifiée qui contribue à la réponse mécanique du 

tissu : une couche de cartilage non calcifiée repose sur une couche calcifiée. L’ECM du 

cartilage articulaire non calcifié est principalement composée de fibrilles de collagène de type 

II et d'agrégats d’agrécanes chargés négativement. L'interaction de ces deux assemblages 

supramoléculaires confère au cartilage articulaire la capacité d'agir comme un amortisseur de 

chocs mécaniques. L’ECM du cartilage articulaire calcifié contient, quant à elle, principalement 

du collagène hexagonal de type X et une grande quantité de phosphate de calcium. Cette zone 
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d’encrage entre le cartilage articulaire et l’os sous-jacent permet également une transmission 

des contraintes mécaniques et des stimuli biologiques. Des modifications anormales de l’ECM 

du cartilage articulaire à l’échelle supramoléculaire, en termes de composition et de structure, 

peuvent affecter le comportement cellulaire et mécanique de l’ensemble du tissu aboutissant, 

in fine, à sa disparition.  

 

 L’arthrose est la maladie musculosquelettique la plus fréquente. Elle se caractérise, 

notamment, par une dégradation irréversible du cartilage articulaire. Cette pathologie est la 

résultante des phénomènes mécaniques et biologiques qui déséquilibrent l’homéostasie du 

cartilage. Il convient de noter qu’il n'existe aucun traitement curatif de l'arthrose à ce jour. Par 

conséquent, des recherches actives pour le développement (1) de biomarqueurs de l'arthrose, 

permettant un diagnostic précoce et (2) un traitement curatif de l'arthrose et de ses symptômes 

associés. Pour relever ce défi, une meilleure compréhension de la physiopathologie de l'arthrose 

est donc essentielle. Dans une deuxième étude, nous avons donc étudié le remodelage de 

l’ECM du cartilage articulaire humain au cours de l’arthrose. Pour ce faire, nous avons 

caractérisé la composition, la structure et les propriétés mécaniques à différents degrés de 

sévérité d’arthrose à l’échelle supramoléculaire. 

 

 L'amincissement et la disparition du cartilage articulaire sont dus à la fois à l'érosion de 

surface et à l'avancement du front d'ossification à la profondeur du cartilage. La différenciation 

hypertrophique des chondrocytes, qui a lieu au cours de l’arthrose, est soupçonnée d’orchestrer 

le remodelage pathologique de la jonction ostéochondrale en permettant la calcification 

anormale de l’ECM du cartilage articulaire. La séquence des événements de remodelage 

conduisant à la minéralisation du cartilage au cours de la différenciation hypertrophique des 

chondrocytes articulaires n'est pas bien comprise. Dans une troisième, et dernière, étude, nous 

avons, donc, étudié la dynamique de la minéralisation et des modifications de la matrice au 

cours de la différenciation hypertrophique des chondrocytes articulaires. Dans ce but, une 

cinétique de différenciation préhypertrophique à hypertrophique de chondrocytes articulaires 

murins a été réalisée afin de suivre la minéralisation et le remodelage de l’ECM associé par des 

approches immunohistochimiques, biochimiques, moléculaires et physicochimiques. 

Ce projet interdisciplinaire résulte de la collaboration entre deux partenaires : (1) le 

Laboratoire de Réactivité de Surface (LRS), spécialisé dans l’étude et la caractérisation des 

biointerfaces par des techniques de science de surface adaptées, et qui permet de sonder 
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l’échelle supramoléculaire, et (2) l'équipe du Professeur Berenbaum du Centre de Recherche 

Saint-Antoine (CRSA), qui travaille sur les maladies ostéoarticulaires, en particulier sur 

l'arthrose. Cette dernière dispose d'une biobanque de tissus arthrosiques humains qui représente 

un atout majeur pour étudier le remodelage pathologique de l'ECM au cours de l'arthrose. Un 

modèle cellulaire in vitro permettant de suivre le remodelage de l'ECM associé à la calcification 

de la matrice a également été développé par ce partenaire. 

L'expertise complémentaire de ces deux partenaires a donc permis de développer une 

approche méthodologique originale qui apporte de nouvelles connaissances sur le remodelage 

pathologique de l’ECM des tissus ostéoarticulaires. 

Le manuscrit de cette thèse se compose de quatre chapitres abordant des objectifs allant 

de l'étude de traitements de réticulation appliqués aux capsules articulaires humaines luxées à 

la compréhension fondamentale des évènements caractéristiques du remodelage de l'ECM au 

cours de l’arthrose en utilisant à la fois des explants humains et un modèle murin in vitro.  
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Chapitre 1 

Les tissus ostéoarticulaires mésenchymateux : des 

matériaux biologiques d’intérêt 
–  

Définition du projet et stratégies adoptées 
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1.1. La matrice extracellulaire des tissus mésenchymateux : une structure 

 composite complexe 

Un tissu biologique est un ensemble de cellules ou de fibres exerçant une fonction 

définie. Cet ensemble coopératif forme une triple association, territoriale, fonctionnelle et 

biologique. Les tissus mésenchymateux désignent, quant à eux, les tissus issus du mésenchyme 

embryonnaire, un tissu se développant principalement à partir de la couche intermédiaire de 

l'embryon, le mésoderme. Ce tissu donne directement naissance à la plupart des tissus 

conjonctifs dont certains dits spécialisés tels que le cartilage et la capsule articulaire, deux tissus 

de soutien aux propriétés biomécaniques spécifiques. Contrairement aux tissus principalement 

composés de cellules, le principal constituant du tissu conjonctif est la matrice extracellulaire 

(ECM). Ce réseau dynamique tridimensionnel est principalement composé de protéines et d'un 

gel visqueux fait d'eau et de polysaccharides chargés négativement. Ces derniers sont 

majoritairement présents sous forme de protéoglycanes (PG), i.e. liés de manière covalente à 

une protéine centrale. Il convient de noter que l’ECM n'est pas seulement un support physique 

pour les cellules, mais qu'elle permet de renseigner en permanence les cellules sur leur 

environnement affectant ainsi leurs fonctions. 1,2 Les interactions cellule/matrice sont en effet 

modulées par divers facteurs de croissance et hormones stockés dans l’ECM.2 Cette dernière 

participe activement à de nombreux processus cellulaires, tels que l’adhérence, la prolifération, 

la différenciation, la migration et l’autophagie des cellules. 3–6 L’ECM joue également un grand 

rôle dans l’absorption et la répartition des contraintes comme celles engendrées par les 

mouvements de l’articulation. Ces contraintes mécaniques agissent non seulement sur l’ECM 

mais aussi sur le métabolisme des cellules. Il est, en effet, admis que ces derniers utilisent les 

signaux mécaniques pour réguler leur activité métabolique. L’homéostasie de l’ECM est donc 

influencée, d’une part, par des facteurs solubles stockés dans la matrice (hormones, vitamines, 

cytokines, facteurs de croissance) et, d’autre part, par le microenvironnement des cellules, i.e. 

hydratation et niveau de pH,7 et les contraintes mécaniques transmises par l’ECM.8 Ces diverses 

fonctions sont assurées par l'interaction des assemblages macromoléculaires de l’ECM, dont la 

composition et la structure supramoléculaire sont spécifiques à chaque tissu. Globalement, les 

protéines structurelles, telles que les fibrilles de collagène, assurent la résistance à la traction, 

tandis que les PG assurent, entre autres, l'hydratation des tissus et la diffusion des nutriments.7,9 

Dans les paragraphes suivants, nous nous focaliserons sur les composants matriciels, la 

fibrillogenèse du collagène et les processus de régulation de l’ECM. 
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1.1.1. Composition de la matrice extracellulaire 

 L’ECM se compose de trois groupes de protéines : les collagènes, les protéoglycanes et 

une grande variété de glycoprotéines.10 Ici, nous nous focalisons sur les collagènes et les 

protéoglycanes présents dans la matrice. 

 

1.1.1.1. Les différents types de collagènes présents dans l’ECM 

 Les collagènes représentent environ 30% de la masse protéique totale d’un organisme. 

La famille des collagènes comprend 28 types différents qui contiennent au moins un domaine 

à triple hélice constitué de chaines α identiques (homotrimères) ou différentes 

(hétérotrimères).11 La taille de ces dernières varie entre 662 et 3152 acides aminés.12,13 La triple 

hélice ainsi formée contient une ou plusieurs régions caractérisées par un motif répétitif Gly–

X–Y, où X et Y sont le plus souvent la proline (28%) ou l'hydroxyproline (38%).14 Avant la 

formation de la triple hélice, ces sous-unités sont modifiées par l’hydroxylation de la proline et 

de la lysine, et par la glycosylation de certains résidus d'hydroxylysine. L'étendue de cette 

dernière varie selon les types de collagène, le collagène de type IV est, par exemple, plus 

largement glycosylé que le collagène de type I et de type II.15,16 En général, la glycosylation est 

plus importante dans les collagènes de la membrane basale que dans les collagènes fibrillaires.16 

La triple hélice formée est ensuite stabilisée par :  

─ la présence de la glycine comme troisième résidu : la majorité des mutations 

dommageables concernant des gènes codant du collagène implique le remplacement 

d'un résidu Gly au sein de la triple hélice. La nature de l'acide aminé remplaçant Gly et 

l'emplacement de cette substitution peuvent avoir un impact sur la pathologie, par 

exemple l'ostéogenèse imparfaite.17,18 

─ une teneur élevée en proline et hydroxyproline : l'hydroxylation des résidus Pro en 

position Y  augmente la stabilité thermique de la triple hélice en permettant la formation 

de liaisons hydrogène assurées par l'eau entre les hydroxyprolines et les hétéroatomes 

des autres chaines.19–23 Cependant, la fréquence des hydroxyprolines dans la plupart des 

collagènes naturels est trop faible pour permettre la mise en place d'un réseau étendu de 

ponts hydriques. Les ponts d'eau ne semblent donc pas jouer un rôle déterminant dans 

la stabilité de la triple hélice. Des travaux étudiant le remplacement des hydroxyprolines 

en position Y par des résidus de (2S,4S)-4-fluoroproline (Flp)24,25 et (2S,4R)-4-

méthoxyproline (Mop)26 ont montré que la présence des hydroxyprolines en position Y 
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stabilise le collagène via un effet stéréo-électronique et non via des ponts hydriques. 

Holmgren et al. ont montré que Flp, qui ne forme pas de liaison hydrogène27, apparait 

plus stabilisant que l’hydroxyproline.24,25 Le fluor (χF ≈ 4,0) est, en effet, plus 

électronégatif que l'oxygène (χO ≈ 3,5), et un groupe fluoré (FF = 0,45) manifeste un 

effet inductif plus important qu'un groupe hydroxyle (FOH = 0,33). 

Par ailleurs, l'étude de Kotch et al. a démontré que la réduction de l'hydratation  

par méthylation des résidus d’hydroxyproline améliore de manière significative la 

stabilité de la triple hélice, démontrant le rôle mineur des ponts hydriques dans la 

stabilité de la triple hélice.26 De plus, des substitutions en position Y d’hydroxyproline 

par des résidus (2S,4S )-4-méthylproline (Mep)28 et (2S,4R)-4-mercaptoproline (Mpc)29 

ont démontré que la stabilité de la triple hélice peut également être influencée par des 

effets stériques. 

─ des liaisons hydrogène : la structure à triple hélice présente une seule liaison hydrogène 

inter-chaine N–H(Gly)⋅O=C(X) par triplet, dont la force a été estimée, par Boryskina et 

al., à  ΔG°= - 1,4 kcal/mol dans le collagène natif.30 Bien que cette dernière soit la plus 

abondante, des liaisons hydrogène Cα–H(Gly/Y)⋅O=C(X/Gly) pourraient également 

stabiliser la triple hélice.31  

─ des interactions électrostatiques impliquant la lysine et l'aspartate 32,33 et des interactions 

n→π*. Dans une interaction n→π*, un nucléophile, l’oxygène, fait don de la densité 

électronique d'un doublet solitaire à l'orbitale π vide d'un groupe carbonyle voisin.34–36 

 Tous les types de collagène contiennent au moins un domaine à triple hélice : un 

domaine large à triple hélice pour les collagènes fibrillaires, e.g. collagène de type I et II, et de 

multiples pour les autres, e.g. les collagènes associés aux fibrilles avec triple hélice interrompue 

(FACIT), les multiplexines et les collagènes membranaires. Les domaines à triple hélice 

peuvent, en effet, être intercalés entre des domaines non collagénique (NC) qui participent à 

l'assemblage structurel et confèrent des activités biologiques aux collagènes. Les NC les plus 

abondants sont de type fibronectine III, Kunitz, thrombospondine-1 et von Willebrand. Par 

ailleurs, la diversité moléculaire des chaines α et la possibilité de les combiner de manière 

alternative entraînent, pour certains types de collagène, la formation d'isoformes.  
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 Les molécules de collagène sont soumises à un degré variable de modification post-

traductionnelle et/ou de traitement protéolytique, modulant encore davantage leurs structures 

supramoléculaires et leurs propriétés de surface. 

La famille des collagènes peut être sous-divisée en fonction de la structure 

supramoléculaire adoptée (Figure 1). On en distingue 8 catégories (Table 1) : les collagènes 

fibrillaires, les FACIT collagènes, les collagènes associés aux membranes avec triple hélice 

interrompue (MACIT), les collagènes de la membrane basale, les multiplexines et les 

collagènes formant des réseaux (filaments perlés, fibrilles d'ancrage, treillis hexagonaux).  

Table 1. A brief sum up of the different collagen types 
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Figure 1. Supramolecular structures formed by collagens. Fibrillar collagens and 

FACITs fibrils: FACITs attach at the surface of fibrils with the C-terminal part 

protruding and regulate fibrillogenesis. Basement membrane and anchoring fibrils: 

formation of type IV collagen dimer occurs by the association of two protomers through 

their globular NC C-terminal domain. Dimers interact together through their N-terminal 

domains to constitute tetramers. Networks are the result of the two first steps linked to 

additional lateral interactions between the molecules. Beaded collagen: an association 

between the type VI collagen dimer and tetramer takes place inside the cells. Connection 

of tetramers leads to the formation of long filaments called “beaded filaments. 

Hexagonal networks: collagens VIII and X form hexagonal networks in Descemet's 

membrane and in hypertrophic cartilage, respectively. Multiplexin: collagens XVIII and 

XV are found in basement membrane. MACITs: The N-terminal NC domain (N-terminal 

NC) is located inside the cell, whereas the triple helix region is extracellular.  

Abbreviation: NC, non-collagenous domain. Bourgot et al. 2020 
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Les collagènes fibrillaires : I, II, III, V, XI, XXIV et XXVII 

Le collagène fibrillaire contient un large domaine à triple hélice (ca. 300 nm) constitué 

de 3 chaines polypeptides, chaines α, contenant chacune 990 à 1020 acides aminées (Figure 2). 

Cette large triple hélice, appelé procollagène, est sécrétée dans l’ECM avant d'être soumise à 

un traitement protéolytique de ses télopeptides qui correspondent aux domaines N- et C- 

terminaux.37 Les tropocollagènes obtenus s'auto-assemblent ensuite en structures 

supramoléculaires, appelées en fibrilles, avec un décalage séquentiel donnant lieu à une 

structure « gap/overlap » par le biais d’interactions intermoléculaires et de réticulations.11,38,39 

Le processus de réticulation est initiée par la conversion des résidus de lysine/hydroxylysine en 

résidus d'allysine/hydroxyallysine. Cette réaction est catalysée par la lysyl oxydase (LOX) qui 

oxyde l'amine terminal (–CH2–NH2) des résidus lysine en groupe aldéhyde (–CHO) (Figure 

3A).40 Ces derniers sont ensuite soumis à diverses opérations de condensation : la condensation 

aldolique entre 2 allysines (Figure 3B).et la condensation de la lysine/ hydroxylysine avec 

l'allysine/l'hydroxyallysine pour former des bases de Schiff.41,42 Cette dernière aboutit à la 

formation de liaisons stables, e.g. l’hydroxylysyl-pyridinoline (HP) et la lysyl-pyridinoline (LP) 

(Figure 3C).43 Ces réticulations, discutées en détail par Bielajew et al.,42 confèrent aux fibrilles 

de collagène leur stabilité et leur résistance à la traction.44–46 Les interactions inter-moléculaires 

entre les résidus de charge opposée et les interactions hydrophobes entre les résidus de 

différents tropocollagènes jouent également un rôle dans la stabilisation de la fibrille.47 En effet, 

des résidus chargés tels que Lys, Glu et Arg sont répartis de manière asymétrique le long de la 

molécule. 40 % des Gly–X–Y présentent au moins 3 charges positives ou négatives à pH =7,4, 

avec, le plus souvent, les résidus positifs en position Y et les résidus négatifs en position X.48 

Ces interactions intra- et intermoléculaires entre les tropocollagènes sont à l'origine du décalage 

séquentiel, appelé période D, caractéristique de 67 nm.39,49–55 

La plupart des fibrilles de collagène sont composées de plusieurs types de collagène et 

sont dites hétérotypiques, aussi appelé les hétéro-fibrilles. Les collagènes fibrillaires types I et 

II représentant 80 à 90 % du collagène du corps humain.56 Ces derniers sont associés aux 

collagènes de types III, V, IX et/ou XI par des réticulations qui renforcent le réseau de collagène 

et permettent sa maturation.46 Les fibrilles de collagène sont constituées de collagènes de type 

II, XI et IX ou de collagènes de type II et III dans le cartilage hyalin,57 de collagènes de type I, 

III et V dans la peau,58,59 de collagènes de type I et V dans la cornée,60 et de collagène de type 

I, III, V et XI dans l’os.61 Cependant, il reste difficile de détecter et/ou visualiser les collagène 



28 

 

présents en petite proportion, e.g. le collagène de type III associé au collagène de type I. Le 

collagène de type III contient un domaine à triple hélice légèrement plus large que le collagène 

de type I (340 vs 338 acides aminés) qui semble affecter l’assemblage en fibrille de ce dernier. 

Cependant, la détection du collagène de type III reste difficile due (1) à la faible proportion du 

collagène de type III par rapport au collagène de type I et (2) à la présence de nombreuses 

réticulations le rendant insolubles.47 Par ailleurs, il a été récemment démontré que de très faibles 

quantités de collagène de type XI (moins de 1/1000) peuvent modifier profondément 

l'organisation fibrillaire du collagène de type I. La formation de fibrilles par le collagène de 

type I pur in vitro est, en effet, remarquablement lente et incompatible avec les exigences de la 

fibrillogenèse in situ car la nucléation en l'absence de collagène de type V/XI présente une très 

forte barrière cinétique empêchant le processus d'assemblage. Ainsi, la fibrille de collagène de 

type I/XI est un composite contenant un noyau de collagène de type XI autour duquel le 

collagène de type I va croître en hétéro-fibrilles.62   

 

 

Figure 2. Collagen fibril supramolecular pathway. Three collagen α-chains associate specifically via their C-

terminal domains to form a hereto/homotrimer. The latter is characterized by N- and C-terminal propeptide 

sequences. The helical collagens are then secreted into the extracellular matrix as precursor forms, called 

procollagens, with N- and C-terminal non-collagenous domains. These domains are removed by the action of 

specific proteases, and the formed tropocollagens are assembled into dense fibrils with a characteristic a D-banding 

pattern of about 67 nm. The fibril is stabilized by covalent lysine- and hydroxylysine-derived crosslinks. In addition 

to fibrillar collagen, other ECM components, such FACIT collagen, are clinged to the surface of the microfibril and 

work to stabilize higher order structures. 
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Les FACIT collagènes : IX, XII, XIV, XVI, XIX, XX, XXI, XXII 

Les FACIT collagènes contiennent des domaines courts à triple hélice interrompus par 

des domaines courts NC et ne forment pas de fibrilles par eux-mêmes mais sont toujours 

associés à la surface des fibrilles de collagène. Le collagène de type IX est lié de manière 

covalente à la surface des fibrilles de collagène du cartilage composées principalement de 

collagène de type II,63 et les collagènes de type XII et XIV sont associés aux fibrilles contenant 

du collagène I.64,65  

Le collagène de type IX est le FACIT collagène le mieux caractérisé à ce jour. Cet 

hétérotrimère à liaison disulfure contient 3 domaines à triple hélice (COL1,2 et 3) séparés par 

4 domaines NC (NC1,2, 3 et 4, Figure 1). Le domaine N–terminal (NC4) de la chaine α1(IX) 

est un large domaine globulaire de 266 acides aminés qui contient un peptide signal de 23 

résidus.66 Le domaine NC3 de la chaine α2(IX) contient, quant à lui, un site d’attachement pour 

les chaines latérales des protéoglycanes.67,68 Par ailleurs, ce domaine est plus long de 5 résidus 

Figure 3. The mechanism of lyslyl oxidase collagen cross-linking (A) LOX catalyzes the conversion of lysine and 

hydroxylysine to lysine aldehyde and hydroxylysine aldehyde, respectively. This occurs within the telopeptide 

region of the procollagen molecules. The propeptide fragments of these molecules are then truncated to form 

tropocollagen molecules, which self-assemble and form cross-links, thereby forming collagen fibrils. Erasmus et 

al. 2020 (B) Adol condensation product of two allysine (C) For each pair of crosslinks listed below, the first 

crosslink possesses this hydroxyl group, while the second crosslink lacks this hydroxyl group. Immature, divalent 

crosslinks include: dehydro-dihydroxylysinonorleucine (DHLNL), dehydro-hydroxylysinonorleucine (HLNL) and 

dehydro-hydroxylysinonorleucine (LNL). Mature, trivalent crosslinks include: pyridinolines  also named 

hydroxylysyl-pyridinoline (PYD, HP) and deoxy-pyridinoline, also named lysyl-pyridinoline (DPD, LP); pyrrole, 

also named hydroxylysyl-pyrrole (PYL) and deoxy-pyrrole also named lysyl-pyrrole (DPL). 

“Helix” and “Telopeptide” indicate whether the precursor amino acid was from the triple-helical domain or one of 

the telopeptide domains, respectively. 
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dans la chaine α2(IX) que dans les chaines α1(IX) et α3(IX).68 Cette différence de longueur 

peut être à l’origine de la structure coudée du collagène de type IX dont le bras le plus long, 

comprenant les domaines COL1 et 2, est orienté parallèlement à la surface de la fibrille de 

collagène à laquelle le collagène de type IX est associé (Figure 1).69 La localisation du 

collagène de type IX à la surface des fibrilles de collagène de type II dans le cartilage suggère 

fortement que ce dernier est impliqué dans l’interaction de fibrilles entre elles ou avec d'autres 

composants de l’ECM telles que les petits protéoglycanes à répétition riche en leucine (SLRP), 

e.g.  les décorines, les biglycanes, les fibromodulines et les lumicanes. Ces derniers ont la 

capacité de réguler la fibrillogenèse, de la même manière que les collagènes de type V et XI 

évoqués précédemment.70–74 

Les MACIT collagènes : XIII, XVII, XXIII et XXV 

Les collagènes XIII, XVII, XXIII et XXV sont des protéines transmembranaires 

composées d'une extrémité N-terminale située à l'intérieur de la cellule, d'un domaine 

transmembranaire hydrophobe à passage unique et de plusieurs domaines à triple hélices 

extracellulaires (Figure 1).  Cet éctodomaine varie en longueur selon le type de collagène : les 

collagènes de type XIII, XXIII et XXV sont, en effet, constitués de 3 domaines à triple hélice 

tandis que le collagène de type XVII en contient 15. Par ailleurs, ces protéines collagéniques 

transmembranaires fonctionnent à la fois comme des récepteurs de surface cellulaire, via le 

domaine C-terminal, et comme des molécules extracellulaires solubles puisque leurs 

éctodomaines sont libérés de la surface cellulaire par clivage sous l’action de protéase de type 

furine. Il convient de noter que contrairement aux 3 autres types de collagène, le collagène de 

type XVII est clivé par les protéases de type ADAM. Les éctodomaines libérés se lient à d'autres 

composants de l’ECM, tels que la fibronectine et le perlécane pour le collagène XIII, l'héparine 

pour les collagènes XIII et XXIII et aux intégrines. Les éctodomaines relargués semblent donc 

contribuer à la régulation du comportement cellulaire.11,75–79  

Les collagènes de la membrane basale : IV 

Les membranes basales sont des composites constitués de plusieurs réseaux 

supramoléculaires indépendants, mais entrelacés (Figure 1). L'un de ces réseaux contient du 

collagène IV qui se présente sous plusieurs isoformes. Il existe, en effet, six gènes codant pour 

le collagène IV qui donnent naissance aux polypeptides correspondants α1(IV) à α6(IV). Les 

molécules de collagène IV s'agrègent en réseaux grâce aux interactions entre leurs domaines N-
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terminaux à triple hélice, appelés domaines 7S. À partir de ces nœuds formés par les domaines 

7S, les longues triples hélices du collagène IV s'étirent dans toutes les directions de l'espace. 

Une telle flexibilité est permise par des interruptions dans les séquences typiques (Gly–X–Y)n 

qui, contrairement aux collagènes fibrillaires, sont présentes en abondance dans les molécules 

de collagène IV. De telles interruptions créent un point de flexibilité dans une molécule 

autrement rigide et en forme de tige. À leur extrémité C, les domaines NC1 non collagéniques 

interagissent tête à tête, créant, conjointement avec les interactions 7S, de grands agrégats 

supramoléculaires ressemblant à des réseaux entrelacés. Ainsi, des réseaux hétérotypiques 

apparaissent avec des structures supramoléculaires distinctes et des propensions à subir d'autres 

réactions d'agrégation. Ces réseaux subissent un assemblage supramoléculaire supplémentaire 

en s'agrégeant latéralement en réseaux polygonaux étendus avec des tailles de maille très 

variables (Figure 1). Les suprastructures formées par diverses combinaisons d'isoformes de 

collagène IV peuvent subir d'autres interactions moléculaires avec des macromolécules 

associées à la membrane basale.62,80,81 

Les multiplexines : XV, XVIII 

Les collagènes de type XV et XVIII sont des homotrimères composés de multiples 

domaines à triple hélice et de chaines de glycosaminoglycanes. En effet, le collagène de XV et 

VXIII possèdent 9 et 10 domaines à triple hélice en plus de chaines de chondroïtine sulfate et 

d'héparane sulfate, respectivement. Ces deux types de collagènes sont donc également 

considérées comme des protéoglycanes.82,83 Par ailleurs, les domaines C-terminaux de ces deux 

collagènes sont fortement homologues et contiennent des fragments libérés par protéolyse. Ces 

fragments protéolytiques appartiennent à une nouvelle classe de molécules collectivement 

appelées matricryptines ou matrikines.84 Ces fragments (~18-30 kDa) sont également dérivés 

du domaine C-terminal des collagènes de type IV, VIII, XV et XVIII, qui sont associés aux 

membranes basales. Ces matricryptines modulent la prolifération et la migration des cellules 

endothéliales, induisent l'apoptose des cellules endothéliales, inhibent l'angiogenèse et la 

croissance tumorale et interagissent avec la surface cellulaire via les intégrines.85–87 Pour 

exemple, dans l’arthrose, la dégradation du cartilage engendre la génération de fragments de 

fibronectine qui ont un effet inflammatoire/catabolique. Les collagènes XV et XVIII sont 

présents dans les zones de la membrane basale épithéliale et endothéliale d'une grande variété 

de tissus, mais malgré leurs homologies structurelles, leurs rôles biologiques sont distincts : (1) 

Les collagènes de type XV et de type XVIII jouent, respectivement, un rôle dans les muscles et 
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l'œil et (2) seules des compensations mineures sont observées chez les souris présentant une 

déficience en collagène de type XV ou XVIII. 88  

Les collagènes en filament perlé : VI, XXVIII 

Le collagène de type VI possède des domaines globulaires N- et C-terminaux et un 

domaine central à triple hélice, de 105 nm, composé des chaines α1(VI), α2(VI) et a α3(VI) 

(Figure 1).89 Le domaine N-terminal provient presque exclusivement de la chaine α3(VI) et a 

environ deux fois la masse moléculaire du domaine C-terminal. Ce domaine est exprimé sous 

plusieurs formes différentes, ce qui donne lieu à une hétérogénéité structurelle et fonctionnelle. 

Dans un premier temps, cet hétérotrimère s’autoassemble pour former un dimère par 

l'association latérale et antiparallèle de deux monomères, qui sont décalés de 30 nm et dont les 

domaines C-terminaux interagissent avec les domaines à triple hélice (Figure 1). Ces 

interactions sont stabilisées par des liaisons disulfure près des extrémités de la région overlap.90 

Les hélices superposées des deux monomères forment une grosse perle dans la région centrale.91 

Dans un deuxième temps, les dimères s’alignent 2 à 2 en cohérence pour former des tétramères 

avant d’être sécrétés(Figure 1).92 Ces derniers s'assemblent de manière extracellulaire en 

filaments perlés (perles de 25 nm espacée de 100 nm),93–95 en fibrilles à large bande et en treillis 

hexagonaux par interactions bout à bout et divers degrés d'associations latérales(Figure 1). Le 

collagène de type VI est un composant ubiquitaire des tissus conjonctifs, souvent enrichi dans 

les régions péricellulaires où il interagit avec un large éventail de molécules extracellulaires, 

notamment les collagènes de types I, II, IV et XIV, la glycoprotéine associée aux microfibrilles 

(MAGP-1), le perlécane, la décorine, le biglycane, l'hyaluronane, l'héparine et la fibronectine, 

ainsi que les intégrines et le protéoglycane de surface NG2. Par exemple, le biglycane et la 

décorine se lient au même site à triple hélice près de l'extrémité N–terminale.96 Les interactions 

du biglycane avec le tétramère induisent la formation d’un réseau hexagonal plutôt qu’un 

filament perlé.97 En revanche, la décorine, qui se lie au même site, est moins efficace pour 

induire la formation d’un réseau hexagonal. Dans le cartilage, l'expression du biglycane est 

enrichie dans l'environnement péricellulaire tandis que la décorine est enrichie dans la matrice 

territoriale. A l’instar des fibrilles, la présence des SLRP influence donc la structure 

supramoléculaire du collagène de type VI qui s’assemble donc différemment dans les matrices 

adjacentes ayant des fonctions différentes.62,96,97  Des changements anormaux dans l'expression 

des SLRP pourraient donc modifier la structure du collagène de type VI spécifique à chaque 

matrice et pourrait conduire à un remodelage pathologique de l’ECM. Par ailleurs, la décorine 
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ou le biglycane associés au collagène VI peuvent former des complexes avec la matriline-1 qui 

assurent, dans la matrice du cartilage,  les interactions entre le collagène de type VI, les fibrilles 

hétérotypiques de collagène de type II/IX/XI et les agrégats d'agrécanes.98 

Le collagène VI peut également interagir avec les cellules qu’il entoure et ainsi 

influencer leur migration, leur différenciation et leur prolifération/apoptose. Cela implique 

aussi un ou plusieurs rôles dans le développement de matrices extracellulaires spécifiques aux 

tissus, dans les processus de réparation et dans le maintien de l'homéostasie tissulaire.  

Les collagènes en fibrilles d'ancrage : VII 

Le collagène de type VII comprend un large domaine à triple hélice (424 nm) interrompu 

par des domaines non collagéniques. Cet homotrimère possède une petite région globulaire 

éliminée pendant l'assemblage (domaine C–terminal) à une extrémité et une structure tridentée 

à l'autre extrémité (domaine N–terminal).  Ces derniers se chevauchent pour former des dimères 

antiparallèles qui s'associent latéralement pour former des fibrilles d'ancrage. La formation de 

ponts disulfure intermoléculaires stabilise cet assemblage. Le collagène de type VII a pour 

fonction de renforcer la jonction dermo-épidermique.12,92,99–101 

Les collagènes en réseau hexagonal : VIII et X 

Les collagènes de type VIII et X s'assemblent pour former des treillis hexagonaux dans 

les tissus (Figure 1). Ces collagènes sont étroitement liés avec des structures protéiques 

comparables.89,102 Le collagène de type VIII est un homo- ou hétéro-trimère de chaines α1(VIII) 

et α2(VIII) possédant une région à triple hélice de 135 nm de long, avec une région globulaire 

à l'extrémité C-terminale et une région globulaire plus petite à l'extrémité N–terminale.103,104 

Les triples hélices présentent des interruptions aux mêmes positions dans les chaines α1(VIII) 

et α2(VIII). Le collagène de type VIII est un composant majeur des cellules endothéliales 

vasculaires et de la membrane de Descemet, qui sépare l'endothélium cornéen du stroma. Cette 

molécule présente des interruptions aux mêmes positions dans les chaines α1(VIII) et 

α2(VIII).105,106 Le collagène X, quant à lui, est homotrimère à liaison disulfure et localisé 

uniquement dans le cartilage calcifié. Sa structure moléculaire est similaire à celle du collagène 

de type VIII, notamment ses domaines à triple hélice et globulaires C–terminale.107 Les 

molécules de collagène de type VIII et X forment un tétraèdre par l'interaction de quatre 

molécules qui s'assemblent, ensuite, en treillis hexagonaux tridimensionnels.108 



34 

 

1.1.1.2. Les différents types de protéoglycanes présents dans l’ECM 

 

 Les PG sont constitués de glycosaminoglycanes (GAG) anioniques sulfatés liés de 

manière covalente à un squelette protéique central. Les GAG sont de longues chaines de 

polysaccharides non ramifiées de disaccharides répétitifs, souvent sulfatés, formés par l'acide 

uronique et soit la N-acétylglucosamine, soit la N-acétylgalactosamine.109 Quatre classes 

principales de GAG sont connues : l'acide hyaluronique, le sulfate de chondroïtine et le sulfate 

de dermatane, l'héparane sulfate/héparine et le kératane sulfate. Le sulfate de chondroïtine (CS), 

le sulfate de kératane (KS), le sulfate de dermatane (DS) et le sulfate d'héparane (HS) sont les 

principaux GAG sulfatés constitutifs des PG.110–112  

 

 Les PG ont des rôles à la fois structurels et biologiques, car ils sont responsables de la 

résistance à la compression et de l'hydratation des tissus et servent également à piéger les 

facteurs de croissance dans l'ECM.113 La classification des PG est basée sur leur localisation et 

leurs fonctions biologiques (Table 2).114 
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Table 2. Location and composition of the different types of proteoglycans. 

Asterisk indicates small leucine-rich proteoglycans 



36 

 

Le PG intracellulaire  

 Le serglycine favorise la sécrétion de régulateurs inflammatoires, la croissance et le 

développement des tumeurs.115–117  

Les PG de surface cellulaire  

 Les PG de surface cellulaire jouent un rôle plus direct dans la coordination de la 

signalisation, car ils agissent comme des corécepteurs via la liaison de ligands.118,119 Les 

syndécanes, PG transmembranaires, se composent d’un noyau protéique transmembranaire à 

passage unique comprenant un éctodomaine, une région transmembranaire et un domaine 

intracellulaire.120,121 Ces PG contiennent également des chaines HS et CS attachées à leur 

éctodomaine. Leonova et al. a montré que l'état désordonné de l’éctodomaine des syndécanes 

leur permet d'interagir avec une variété de protéines et de ligands, ce qui enrichit leur fonction 

biologique.122 Les syndécanes sont impliqués dans plusieurs fonctions biologiques, e.g. 

l’adhérence, la prolifération et la migration cellulaire.121,123,124 Les glypicanes sont quant à eux 

des protéoglycanes composés de chaines de HS et liés à la membrane plasmique par une ancre 

GlycosylPhosphatidylInositol (GPI). Contrairement aux syndécanes, l'attachement de leurs 

chaines HS est situé près de leur région juxtamembranaire. Cela permet aux trois chaines HS 

linéaires de couvrir une grande partie de la surface de la membrane plasmique, présentant ainsi 

divers morphogènes et facteurs de croissance qui les lient dans une configuration active à leurs 

récepteurs correspondants. Par ailleurs, les glypicanes sont clivés par (1) des endoprotéases et 

(2) des lipases. Les protéases de type convertases telles que les furines, clivent, en effet, 

l'éctodomaine des glypicanes. Ce clivage endoprotéolytique génère deux sous-unités qui sont 

ensuite liées par des liaisons disulfures. Les lipases extracellulaires clivent, quant à elles, l’ancre 

GPI des glypicanes libérant la molécule de la membrane plasmique.114 

Les PG péricellulaires 

 Les PG péricellulaires incluent les collagènes multiplexines (collagène de type XVIII et 

XV) ainsi que le perlécane et l'agrine. Ces derniers sont principalement associés à la surface 

des cellules et peuvent faire partie de la membrane basale ou être présents dans la matrice 

péricellulaire. 114,125,126 Leurs charges négatives élevées leur permettent de se lier à d'autres 

protéines de l’ECM, par exemple les facteurs de croissance, et de réguler ainsi de nombreux 

processus cellulaires, y compris la croissance, l'adhérence et la migration cellulaires.125,127–130 
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Les PG extracellulaires 

Les PG, appelés hyaléctanes, qui se lient aux lectines et à l’acide hyaluronique, et les 

petits PG riches en leucine (SLRP) sont, tous deux, présents dans l’ECM où ils interagissent 

avec plusieurs composants matriciels.  

Les hyaléctanes  

Les hyaléctanes comprennent quatre PG : le versicane, l’agrécane, le brévicane et le 

neurocane. Les hyaléctanes se caractérisent par une structure à trois domaines : un domaine N-

terminal qui se lie à l’acide hyaluronique, un domaine central composé de GAG anioniques 

sulfatés et une région C-terminale qui se lie aux lectines.131 L'acide hyaluronique, ou 

hyaluronane, est un polysaccharide qui n’est pas un protéoglycane mais qui est capable 

d’interagir avec eux. L'interaction entre la protéine centrale des protéoglycanes et l'acide 

hyaluronique est stabilisée par la présence d'une protéine de liaison qui interagit avec les deux 

molécules.132 L'acide hyaluronique est constitué d'unités disaccharidiques uniques répétées, à 

savoir l'acide D-glucuronique et la D-N-acétylglucosamine.133,134 Dans des conditions 

physiologiques normales, l’acide hyaluronique est constitué de 2 000 à 25 000 disaccharides, 

ce qui correspond à un polymère linéaire d'une longueur de 2 à 25 µm et d'un poids moléculaire 

d'environ 106 à 107 Da.134  

L'agrécane, comme son nom l'indique, a la propriété de s'agréger avec l'hyaluronane en 

grands complexes supramoléculaires (> 200 MDa).135 Les agrécanes sont liés à l’acide 

hyaluronique par un module de liaison constitué de 2 domaines globulaires, G1 et G2. Le 

domaine G1 présente la même structure qu’une molécule de liaison. Une protéine de liaison 

participe, par ailleurs, à la stabilisation du complexe G1-hyaluronane. Les domaines G1 et G2 

sont séparés par une région interglobulaire sensibles aux protéases impliquées dans la 

dégradation de l’agrécane dans un contexte physiologique, i.e. homéostasie de l’ECM, et 

pathologique, e.g. l’arthrose. Le domaine G3 situé dans la région C-terminale permet, quant à 

elle, à l’agrécane de se lier aux sucres simples tels que le galactose présent sur le collagène de 

type II. Le domaine G3 interagit également avec les tenascines, les fibulines et les glycolipides 

sulfatés. Ainsi, l'agrécane peut relier et interconnecter divers constituants de la surface cellulaire 

et de l’ECM.114,136 La protéine centrale des agrécanes contient des chaines KS (30-40%) et CS 

(60-70%) chargés négativement. Ces derniers permet aux agrécanes de retenir de grande 

quantité d’eau, offrant ainsi au tissu une résistance à la compression grâce à leur densité de 

charge fixe et à leur pression osmotique élevée.137 Les agrécanes sont essentiellement présents 
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dans le cartilage articulaire. On les retrouve également en petite quantité dans le cerveau, l’œil 

et la moelle épinière. 

Le versicane, comme son nom l'indique, possède des fonctions très variées et est localisé 

dans une grande variété de tissu. Il est notamment impliqué dans la régulation, l’adhérence, la 

migration, la prolifération et la différenciation cellulaire ainsi que l’inflammation. Ce PG 

également connu sous l’appellation, PG-M, présente une structure similaire à l’agrécane à 

quelques expressions près : la région N-terminale comprend un seul domaine globulaire et la 

protéine centrale contient uniquement des chaines CS. Par ailleurs, ce domaine central riche en 

CS est divisé en deux domaines épissés alternativement, appelés CSα et CSβ. À la suite de 

l'épissage, 4 isoformes peuvent être générées, i.e. V0, V1, V2 et V3.114,138 

Les SLRP 

Les SLRP désignent la plus grande classe de PG. Ces petites PG peuvent agir à la fois 

comme constituants structurels et comme molécules de signalisation. Ils contrôlent les 

propriétés spatiales des tissus puisqu'ils régulent la fibrillogenèse du collagène et immobilisent 

les facteurs de croissance dans l’ECM.114 Les SLRP interagissent aussi avec les PG, les 

cytokines, les récepteurs tyrosine kinases (RTK) et les Toll-like receptors (TLR), régulant ainsi 

des processus vitaux comme le développement embryonnaire, l'homéostasie, la migration, la 

prolifération, l'angiogenèse, l'immunité innée, l'apoptose et l'autophagie.139 Parmi les membres 

les plus étudiés de cette famille sont la décorine, le lumicane, la fibromoduline et le 

biglycane.140–143  

Par ailleurs, les 18 membres du SLRP sont regroupés en cinq classes : Cette 

classification est basée sur plusieurs considérations telles que la conservation et l'homologie au 

niveau des protéines et du génome et l'organisation chromosomique.114,144 (Figure 4) 

Figure 4. Classification of o human SLRP numbered 

and color-coded by Iozzo and Schaefer, 2015. 
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1.1.2. Influence des différents composés l’ECM sur la fibrillogenèse du collagène 
 

Dans cette section, un intérêt particulier est accordé à la fibrillogenèse du collagène de 

type II dans le cartilage articulaire. 

 

Les fibrilles de collagène trouvées dans le cartilage sont des fibrilles hétérotypiques 

constituées de filaments centraux de collagène de type XI entourés de fibrilles de collagène de 

type II (∼90% de la masse de collagène) ainsi que du FACIT collagènes de type IX localisé au 

niveau de la couche externe des fibrilles. Ces deux types de collagène contrôlent le diamètre 

des fibrilles de collagène et assurent les interactions entre les fibrilles de collagène et les autres 

composants de l’ECM tels que les SLRP.145,146 En effet, les domaines NC1 et NC3 du FACIT 

collagène type IX contiennent des résidus cystéinyl impliqués dans la formation de liaisons 

disulfure inter-chaines. Eyre et al. ont mis en évidence la présence de liaisons covalentes entre 

(1) le domaine NC1 du collagène de type IX et le domaine N-terminal du collagène de type II 

(réaction d’une hydroxyallysine avec une hydroxylysine) et (2) la chaine α3(IX) du domaine 

COL2 du collagène de type IX et le domaine C-terminal du collagène de type II.147–151 Des 

liaisons entre (1) le domaine NC1, plus particulièrement le domaine C-terminal de la chaine 

α3(IX), et la chaine α1(IX) du domaine COL2 et entre (2) la chaine α3(IX) du domaine COL2 

et le domaine N-terminal de la chaine α1(IX) du domaine COL2 ont également été identifiées 

entre deux collagènes de type IX. Ces interactions semblent participer à la stabilisation du 

réseau de collagène de type II.147 L'étude de Budde et al. a démontré que les souris déficientes 

en collagène de type IX (KO Col9a1) présentent un cartilage articulaire avec des fibrilles de 

collagène de type II plus larges que celles des souris « contrôle » (un diamètre moyen de 68.7 

nm versus 61.9 nm).152  

Le collagène de type IX assure également les interactions entre les fibrilles de collagène 

et les autres composants de l’ECM via (1) son domaine NC4 qui fournit des sites d'interaction 

avec d'autres composants de l’ECM comme la protéine de la matrice oligomérique du cartilage 

(COMP, thrombospondine-5),146,153 la fibronectine,145 la fibromoduline et l'ostéoadhérine,154 

(2) son domaine COL3 qui assure les interactions avec la matriline-3.155 Les COMP 

interagissent avec plusieurs composants de l’ECM, notamment les collagènes de type I, II et 

IX, les matrilines et la fibronectine. Hecht et al. ont montré que les mutations des COMP 

engendrent une diminution de la sécrétion de collagène de type IX et de matriline-3 dans la 

matrice entrainant une désorganisation de l’ECM.156 L’étude menée par Nicolae et al sur des  
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souris KO matrilin-3 a, quant à elle, démontré que cette protéine module la fibrillogenèse du 

collagène dans le cartilage. Une déficience matriline-3 engendre, en effet, une augmentation le 

diamètre des fibrilles de collagène, démontrant que cette dernière est impliquée dans le contrôle 

de la croissance latérale des fibrilles.157 Les COMP semblent, quant à elles, catalyser la 

formation des fibrilles en favorisant l'association précoce des molécules de collagène, ce qui 

entraîne une augmentation de la vitesse de fibrillogenèse et une organisation plus distincte.158 

Le collagène de type IX, la COMP et la matriline-3 semblent donc agir de concert et jouer un 

rôle majeur dans le maintien du réseau fibrillaire de collagène de type II. Les SLRP telles que 

les décorines, les fibromodulines les lumicanes et les biglycanes présentes dans l’ECM en 

petites concentrations, interagissent également avec les fibrilles de collagène en régulant leur 

diamètre ainsi que leur interaction avec les autres composants de la matrice.98,145,159–167 Bien 

que leur fonction exacte et leur mode d’interaction soient encore mal connus, leur implication 

dans la fibrillogenèse du collagène de type I, II et/ou III est un fait établi dans la 

littérature.71,96,144,168–173 En effet, tous les modèles de déficience en SLRP présentent une 

régulation dysfonctionnelle du diamètre des fibrilles et une structure altérée des fibrilles de 

collagène.70,170,174,175 Les décorines et les biglycanes appartiennent, tous deux, aux SLRP de 

catégorie I tandis que les lumicanes et les fibromodulines appartiennent à la classe II. Les SLRP 

de la même classe ont une action compétitive puisqu’ils interagissent avec la fibrille de 

collagène par le même site d’interaction.176,177 A titre d’exemple, les souris déficientes en 

décorine présentent une augmentation de l’expression du biglycane, suggérant une 

compensation fonctionnelle entre ces deux SLRP.174 Les souris déficientes en lumicane et 

fibromoduline présentent une fréquence anormalement élevée de fibrilles de petit et de grand 

diamètre, indiquant un dérèglement de la formation et de la maturation des fibrilles de collagène 

de type I.178 Le rôle des lumicanes dans la fibrogènes du collagène de type II n’a pas encore été 

étudié tandis que la fibromoduline interagit avec les collagènes de type I et II à triple 

hélice.169,179 Dans le cartilage, la quantité de fibromoduline est en corrélation avec la taille des 

fibrilles de collagène.179 Les souris déficientes en fibromoduline présentent également des os et 

des dents sous-minéralisés,178,180 révélant un rôle de la fibromoduline à la fois dans la 

fibrillogenèse du collagène et dans la minéralisation. Outre leur rôle dans la formation et 

l’organisation des fibrilles de collagène, les biglycanes et les décorines, les deux SLRP les plus 

abondantes du cartilage, interagissent avec le collagène non fibrillaire de type VI dont ils 

influencent aussi l’assemblage.   
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1.1.3. Le remodelage de l’ECM 

Les composants structurels de l’ECM présentent une grande longévité in vivo souvent 

mesurée en année par opposition à celle des protéines intracellulaires qui n’est souvent que de 

quelques heures. A titre d’exemple, les collagènes de types I et II dans la peau humaine, le 

cartilage articulaire et le disque intervertébral présentent des demi-vies de 15, 95 et 117 ans, 

respectivement.181,182 Toutefois, l’ECM est sujette à un remodelage constant au cours duquel 

les composants sont synthétisés, modifiés ou dégradés. La composition et la structure de l’ECM 

étant à l’origine des propriétés fonctionnelles de l’ECM, tout changement dans l’homéostasie 

de l’ECM affecte les propriétés biochimiques, biophysiques et biomécaniques de la matrice. Il 

est bien connu que la synthèse des composants de l’ECM et des enzymes dégradatives est en 

corrélation positive avec la modification de la charge mécanique.183,184 Autrement dit, 

l'augmentation de la charge mécanique tend à accroître à la fois la production cellulaire et 

l'élimination des constituants structurels.185,186 

Les propriétés biomécaniques de l'ECM sont étroitement contrôlées par la composition 

et la concentration spécifiques des composants de l’ECM, ainsi que par des modifications post-

sécrétion, e.g. la réticulation du collagène. Le collagène est, en effet, sujet à deux type de 

réticulation : (1) les réticulations régulées enzymatiquement telles que celles régulées par les 

LOX et les transglutaminases (Figure 6)187–190et (2) les réticulations régulées non 

enzymatiquement qui se produisent généralement par glycation ou à la suite d’une hause de la 

concentration en PG. 98,191,192 Les réticulations non enzymatiques participent à la rigidification 

de l’ECM mais dans une plus faible mesure que celles catalysées par les LOX.193 Compte-tenu 

de la durée de vie des collagènes, l’effet de la glycation sur la réticulation est important. La 

glycation est le processus par lequel les lysines ou les hydroxylysines du collagène hélicoïdal 

réagissent avec des sucres comme le glucose ou le ribose pour former du glucosépane et de la 

Figure 5. Schematic illustration of the involvement of FACIT collagen type IX, matrilin, COMP and SLRPs 

in the regulation collagen type II fibrillogenesis.  
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pentosidine par la réaction de Maillard. Ces liaisons croisées sont connues sous le nom de 

produits finaux de glycation avancée (AGE, Figure 6). Ces derniers sont associés au 

vieillissement et à des états pathologiques.194 Il convient de noter que toutes les protéines sont 

sujettes à la glycation. 

 

Les cellules sécrètent des enzymes dégradatives, telles que l'héparanase, les 

hyaluronidases, les matriptases, diverses protéases à sérine et à thréonine et la superfamille des 

métzincines qui sont des de métalloenzymes à zinc. Cette famille comprend les 

métalloprotéinases matricielles (MMP), les désintégrines et métalloprotéinases (ADAM), les 

ADAM à motifs thrombospondine (ADAMTS), responsables de la dégradation protéolytique 

des composants de l’ECM.195 On recense chez les mammifères 24 MMP, 40 ADAM et 19 

ADAMTS.196–199 Alors que tous les ADMATS sont présentes chez l’homme, seules 23 MMP 

et 21 ADAM y ont été identifiées.200 Les MMP sont pour la plupart synthétisées et sécrétées 

sous forme d'enzymes inactives et restent dans un état latent jusqu'à subir une activation 

catalytique par diverses protéases telles que les sérine protéases, e.g. la plasmine.201 Cette 

activation peut également être réalisé par d’autres MMP déjà actives comme les MMP 

transmembranaires. Il convient de noter que certaines MMP, (MMP-11, 27 et 

transmembranaires), sont activées avant la sécrétion par des enzymes de type furine.202 

Contrairement aux MMP, l’activation catalytique des ADAM se produit principalement avant 

la sécrétion au niveau intracellulaire.203–205 Les ADAMTS, quant à elles, peuvent être sécrétées, 

à la fois, sous une forme inactive ou active.206,207 L’activité protéolytique de ces protéases est 

régulée par des inhibiteurs endogènes dont les inhibiteurs tissulaires des métalloprotéinases 

(TIMP).195,208,209 Les TIMP, petites protéines de 21-28 kDa au nombre de 4 (TIMP1 à 4), se 

lient au site actif des métalloprotéinases dans un rapport stœchiométrique de 1:1, empêchant la 

liaison de celles‐ci à leurs substrats. D’un point de vue fonctionnel, les MMP constituent le 

principal groupe d'enzymes responsables de la dégradation du collagène et des autres protéines 

Figure 6. Schematic representation of enzymatic and non-enzymatic collagen crosslinking. (A,B) mature crosslinks 

(trivalent) mediated by LOX: Pyridinoline (PYD) /Deoxy-Pyridinoline (DPYD) and Pyrrololine (PYL)/Deoxy-

Pyrrololine (DPL), respectively (more detail in Figure 3) (C,D) AGE products: Pentosidine and glucosepane, 

respectively.TG: Transglutaminase. 
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de l’ECM telles que l'élastine et la gélatine. Les MMP contribuent également à la libération 

d'une multitude de cytokines stockées dans l’ECM.201,208,210 Sur la base de leur structure 

primaire et de leur spécificité vis-à-vis de certains substrats protéiques, les MMP peuvent être 

classées en 6 groupes.  

─ les matrilysines (MMP-7 et 26) spécifiquement exprimées par les cellules cancéreuses 

d’origine épithéliale dégradent la fibronectine et la gélatine211,212 

─ les collagénases interstitielles (MMP-1, 8 et 13) dégradent les collagène fibrillaire en 

collagène dénaturé (gélatine) qui sera par la suite dégradé par les gélatinase213 La MMP-

13 est la principale protéase du collagène de type II. 

─ les stromélysines (MMP-3, 10 et 11) clivent de nombreux glycoprotéines et 

protéoglycanes202 

─ les gélatinase (MMP-2 et 9) qui dégradent principalement la gélatine et les collagènes 

de type IV et V214 

─ les MMP transmembranaires (MMP-14, 15, 16, 17, 24 et 25) capables de se lier à la 

membrane cellulaire, dégradent de nombreux composants de l’ECM dont les facteurs 

de croissance. Ces protéases participent également à l’activation catalytique des autres 

MMP.215 

─ le groupe hétérogène (MMP-12, 18, 19, 20, 21, 23, 27 et 28) qui regroupe les MMP les 

plus récemment découvertes, dont leur rôle sont encore mal connu. 

Les ADAM clivent et libèrent des facteurs solubles comme les chimiokines,216 assurent 

la libération de protéines associées à la membrane dans leurs formes actives (comme le TNF-

α)217 ou régulent l'expression des gènes par la génération de molécules qui agissent 

potentiellement comme des facteurs de transcription après protéolyse intramembranaire et 

translocation vers le noyau.216 Les ADAMTS sont classées en fonction de leurs substrats de 

clivage au sein de l'ECM. Ces substrats comprennent les protéoglycanes, les N-pro-peptides du 

procollagène, la protéine de la matrice oligomérique du cartilage (COMP) et des substrats 

inconnus ou " orphelins ".206 Un groupe d'enzymes ADAMTS (ADAMTS-1, -4, -5, -8, -9, -15 

et -20) peut cliver l'agrécane, le versicane, le brévicane et le neurocane.218–221 
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1.2. Le système ostéoarticulaire : une unité d'intérêt pour l'étude des tissus

 conjonctifs spécialisés 

Le système ostéoarticulaire, structure de soutien du corps, est un assemblage complexe 

de divers tissus conjonctifs, notamment des cartilages, des os, des muscles, des tendons, des 

ligaments, des capsules articulaires et des tissus adipeux. Une articulation désigne la jonction 

entre deux extrémités osseuses et permet le mouvement et la flexibilité du corps. Il existe trois 

types d'articulations, classées en fonction de leur structure et de leur degré de mobilité.222,223 

(Figure 7) 

─ Les articulations fibreuses immobiles, également appelées synarthroses, où les os 

sont maintenus ensemble structurellement par un épais tissu conjonctif fibreux riche en fibres 

de collagène. Ce type d'articulation se rencontre notamment au niveau de la suture coronale 

entre les os frontal et pariétal afin de maintenir les os du crâne ensemble et protéger le 

cerveau.224 

─ Les articulations cartilagineuses semi-mobiles, 

également nommées amphiarthroses, où les os sont reliés par 

un cartilage hyalin ou fibrocartilage. Le cartilage hyalin, très 

souple et élastique, se trouve entre certains os de la cage 

thoracique, tandis que le fibrocartilage, plus résistant mais 

moins souple, compose les disques intervertébraux de la 

colonne vertébrale.225 

─ les articulations synoviales librement mobiles, ou 

diarthroses, où les os reliés sont confinés dans une cavité 

remplie de liquide synovial. Ce liquide agit comme un 

lubrifiant visqueux réduisant la friction entre les os. Les 

articulations synoviales sont les plus abondantes du corps et 

peuvent être subdivisées en six types selon la morphologie des 

surfaces articulaires et le degré de mouvement.226 (Table 3) . 

 

  

Figure 7. Different types of body joint 
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 Dans le présent travail, notre attention se focalisera sur la capsule articulaire et le 

cartilage articulaire, deux tissus conjonctifs souple de l'articulation synoviale. Leur structure et 

leur composition sont décrites en détail ci-dessous (Figure 8). 

Table 3. Different types of body synovial joint classified in function of their motion degree 
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1.2.1. La capsule articulaire 

 Comme le montre la Figure 8,  la capsule articulaire est la structure qui délimite et 

maintient la cavité synoviale de l'articulation. En association avec les ligaments et les tendons, 

la capsule articulaire stabilise et protège l'articulation en limitant son amplitude de mouvement 

et en répartissant la charge biomécanique.227,228   Cette enveloppe sert également d'attache à la 

membrane synoviale, un tissu conjonctif lâche hautement vascularisé et innervé impliqué dans 

la production du liquide synovial, un ultrafiltrat de plasma sanguin contenant de l'acide 

hyaluronique, des lipides, de la lubricine et d'autres produits des chondrocytes. 229,230 Ce 

lubrifiant contribue à la résistance aux forces de cisaillement et de compression générées par le 

mouvement tout en permettant la nutrition des cartilages articulaires avasculaires par pression 

osmotique.231 

La membrane synoviale, partie interne de la capsule, est divisée en deux couches, 

l'intima et la sous-intima (Figure 9). L'intima, qui est en contact avec le liquide synovial, est 

composée de synoviocytes de type A (de type macrophagique) et de type B (de type 

fibroblastique). Les premiers ont pour fonction de nettoyer les débris produits résultant de 

l'usure de l'articulation et participent aux réponses immuno-inflammatoires en condition 

pathologique tandis que les seconds produisent le liquide synovial ainsi que les composants de 

l’ECM.232 Par ailleurs, la sous-intima comporte différents types de cellules, dont des 

Figure 8. General illustration of the synovial joint structure. The latter comprise different tissues such 

as joint capsule, articular cartilage and bone. 
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fibroblastes, des cellules endothéliales et des mastocytes, reparties dans une ECM abondante. 

Cette dernière se compose de fibronectine, de laminine, de protéoglycanes, de collagènes de 

type III, IV, V, avec une petite quantité de type I et d’acide hyaluronique dont la concentration 

diminue à mesure qu’on progresse dans la sous-intima.232–236 

 

L'ECM de la capsule articulaire, qui correspond à la couche externe, est principalement 

composée de fibrilles de collagène de type I (83% des collagènes présents) organisés en fibres 

orientées multiaxialement qui confèrent à ce tissu ses propriétés biomécaniques. La résistance 

à la traction du tissu dépend, en effet, du diamètre moyen des fibrilles et des liaisons 

intermoléculaires, e.g. les réticulations, entre les fibrilles qui empêchent les glissements sous 

charge. 237–241 L'ECM comprend également de petites quantités de collagène de type III (17% 

des collagènes présents) et de protéoglycanes de type dermatane sulfate.237,238  

1.2.2. Le cartilage articulaire 

Le cartilage est un tissu conjonctif avasculaire et aneural, contenant un unique type de 

cellules, les chondrocytes, qui sont enchevêtrées dans une ECM hautement hydratée riche en 

protéoglycanes et en fibrilles de collagène. Cette dernière est produite, organisée et entretenue 

par les chondrocytes. On distingue trois types de cartilage : hyalin, fibreux et élastique. Cette 

classification est basée sur la présence d'élastine ou du type de collagène majoritaire, type I ou 

II, dans l'ECM. Il est important de noter que le cartilage comprend 13 autres types de collagène 

Figure 9. Joint capsule structure: TEM images of collagen fibrils 

present in the joint capsule tissue that surrounds the knee (Magnified 

140000x, Thermo Fischer image gallery), Photomicrographs of  the 

synovial membrane (c.f. Bresnihan et al.) 
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présents en proportion mineure (≤ 10% du collagène présent dans le cartilage) dans l’ECM, i.e. 

du collagène de type III, IV, V, VI, IX, X, XI, XII, XIII, XIV, XVI, XXII et XXVII. Bielajew 

et al. ont établi une classification de ces derniers en fonction de leur rôle dans le cartilage 

(Tableau 1).42 

   

  

Tableau 1. The collagen subtypes of cartilage. Abbreviation: E, elastic cartilage; F, fibrocartilage; H, hyalin 

cartilage; PCM, pericellular matrix; TM, territorial matrix; ECM refers to interterritorial matrix also named 

extracellular matrix (c.f. Bielajew et al.) 
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 Le cartilage fibreux, ou fibrocartilage, localisé dans les ménisques, les disques 

intervertébraux (annulus fibrosus) et les sites d’insertion des ligaments, tendons et des capsules 

articulaire, se compose essentiellement de fibres de collagène de type I orientées dans la 

direction de la force de traction exercée sur le tissu. L’organisation de ces fibres en couches 

denses confère au fibrocartilage une haute résistance à la traction et à la déformation, ce qui en 

fait le plus résistant des types de cartilage. Par ailleurs, les chondrocytes sont présents de 

manière disperse entre les fibres de collagène et orientés dans le sens de la force exercé sur les 

fibres de collagène. Le cartilage élastique, riche en fibres élastiques et en chondrocytes est très 

résistant et hautement flexible. Ces fibres sont essentiellement composées d’élastine, chaine 

polypeptidique très hydrophobe ca. 1000 fois plus flexibles que les fibrilles de collagènes de 

type I et II également présentes dans le tissu. On retrouve le cartilage élastique dans l’oreille 

externe, les ailes du nez et l’épiglotte. Le cartilage hyalin, type de cartilage le plus abondant 

dans le corps humain, est un tissu hypocellulaire essentiellement composé de fibrilles de 

collagène de type II. Ce cartilage est présent au niveau du nez, des côtes, du larynx, de la trachée 

et des bronches. Il est aussi celui retrouvé aux extrémités des os dans les articulations 

synoviales.42,242–247 

Le cartilage articulaire est lisse avec une épaisseur moyenne de 2 à 4 mm chez l’Homme. 

Son rôle principal est de réduire la friction et de résister à des charges importantes pendant le 

mouvement.248. Les chondrocytes qui ne représentent que 4% du poids 248–250 du cartilage 

articulaire se caractérisent par un faible renouvellement cellulaire et par un métabolisme 

quiescent. Ils assurent la production et l’organisation des composants de l'ECM.251,252 Il 

convient de noter que les chondrocytes utilisent majoritairement le glucose comme substrat 

énergétique.253 Par ailleurs, ces cellules hautement spécialisées vivent en hypoxie et privilégient 

un métabolisme anaérobie. En effet, il existe un gradient de teneur en oxygène décroissant en 

fonction de la profondeur du cartilage (5% en surface et 1% en profondeur).254–257 Par ailleurs, 

les chondrocytes présentent une morphologie, un phénotype et une organisation/densité 

différents selon leur localisation dans le cartilage (Figure 10). Il existe en effet un continuum 

phénotypique des chondrocytes, de la surface du cartilage articulaire à la jonction 

ostéochondrale, qui correspond à une succession de stades de différenciation différents vers le 

stade terminal hypertrophique. Aussi, dans la zone la plus profonde du cartilage non calcifié, 

les chondrocytes présentent un phénotype préhypertrophique (Prehyp) tandis que dans le 

cartilage calcifié, les chondrocytes sont hypertrophiques (Hyp). La structure et la composition 

de la matrice synthétisée varient donc avec l'organisation zonale.248  
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1.2.2.1. Le cartilage articulaire non calcifié 

L’ECM du cartilage articulaire non calcifié contient une quantité importante d'eau (65-

85% en poids), et est principalement composée de fibrilles de collagène de type II (environ 20-

30% en poids) et d'agrégats chargés négativement (environ 10-15% en poids) organisés en un 

réseau tridimensionnel particulier. 248,249,258 Plusieurs autres familles de molécules sont 

également présentes en plus faible proportions comme par exemple les lipides, les 

phospholipides, les protéines non collagéniques dont font parties notamment les glycoprotéines. 

D'autres collagènes tels que les types I, III, IV, V, VI, IX, XI et XIV sont également présents, 

mais en très faible concentration.259–261 

Le collagène de type II est sécrété par les chondrocytes sous la forme de tropocollagènes 

solubles composés de trois chaines alpha 2 identiques (triple hélice). Les tropocollagènes s'auto-

assemblent en fibrilles par un processus de régulation cellulaire. Les agrécanes, les 

Figure 10. Osteochondral junction organization and composition 
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protéoglycanes les plus abondants dans le cartilage, sont constitués de GAG sulfatés anioniques, 

le sulfate de chondroïtine et le sulfate de kératane, liés de manière covalente à un squelette 

protéique central. Les agrécanes n'existent que sous forme d'agrégats au sein de l’ECM, c'est-

à-dire qu'ils sont attachés de manière non covalente à une autre longue chaine de GAG, l'acide 

hyaluronique, via une "protéine de liaison" pour former un agrégat d'agrécanes plus grand.262 

L'interaction de ces deux assemblages supramoléculaires, les fibrilles de collagène et les 

agrécanes, confère au cartilage articulaire les remarquables propriétés biomécaniques requises 

pour le mouvement de l'articulation.248 L'architecture stratifiée du cartilage articulaire semble 

également jouer un rôle majeur dans l'absorption et la dissipation des chocs mécaniques.259,263–

265   

Organisation stratifiée du cartilage articulaire 

 Le cartilage articulaire est organisé en différentes couches successives qui diffèrent 

entre elles en termes de composition, d’organisation de l’ECM mais également par le phénotype 

et le profil d’expression génique des chondrocytes qui les composent. 

La zone superficielle  

La zone superficielle est la couche supérieure du cartilage articulaire, en contact avec la 

cavité articulaire remplie de liquide synovial. Cette zone, qui représente 10 à 20 % de l'épaisseur 

du cartilage articulaire, est caractérisée par la présence d'une grande proportion de petits 

chondrocytes aplatis et de fines fibrilles de collagène densément tassées, alignées parallèlement 

à la surface du cartilage articulaire. Cette organisation des fibrilles permet de diminuer les 

frictions et les contraintes de cisaillement lors du mouvement. Cette zone riche en eau et en 

collagène de type II contient également divers composants participant à la lubrification de 

l’articulation. Il est intéressant de noter que la zone la plus externe de la zone superficielle, qui 

est en contact direct avec le liquide synovial, est acellulaire et semble être principalement 

composée de fibrilles hétérotypique de collagène de type I et III, de lubricine, de décorine, de 

biglycane, d’asporine, de ténacine-C, de perlécane, de thrombospondin-4 et d'HA. 259,263–274   

La zone intermédiaire 

 La zone intermédiaire fait référence à la couche moyenne du cartilage articulaire, qui 

représente 40 à 60 % de son épaisseur. Cette zone est caractérisée par une plus faible densité de 

cellules de forme ronde et une orientation aléatoire des fibrilles de collagène de type II. Les 

chondrocytes de cette couche expriment une grande quantité de collagène de type II et 



52 

 

d’agrécane. Le mimécane et la trombospondine-1 semble, par ailleurs être plus présents dans 

l’ECM de cette zone. Fonctionnellement, la zone intermédiaire est la première couche 

impliquée dans la résistance aux forces de compression. 259,266,268–270,274–276 

La zone profonde 

 La zone profonde correspond à la couche la plus profonde du cartilage articulaire et 

représente 30% de son épaisseur. Dans la zone profonde, les chondrocytes sont organisés en 

colonnes le long des fibrilles de collagène orientés, tous deux, perpendiculairement à la 

tidemark, ligne de démarcation basophile entre la zone profonde et le cartilage calcifié. Cette 

organisation des fibrilles de collagène de type II semble conférer à la zone profonde une plus 

grande résistance aux forces de compression. La zone profonde du cartilage articulaire est, par 

ailleurs, enrichie en agrécane, fibromoduline, matrix gla protein (MGP), ostéopontine et 

ostéonectine (protéine SPARC).274 Ces quatre protéines sont impliquées dans la régulation de 

la minéralisation.178,180,277–281 

 

 Il est à noter que le diamètre des fibrilles de collagène de type II augmente de la zone 

superficielle à la zone profonde du cartilage articulaire, de même que la teneur en 

aggrécane.259,266,269,270,282 Changoor et al. ont en effet mesuré un diamètre moyen de 55.8 ± 9.4 

nm, 87.5 ± 1.8 nm et 108.2 ± 1.8 nm en zone superficielle, intermédiaire et profonde à partir de 

cartilage articulaire humain analysé par microscopie à balayage (SEM).283 La composition et 

l'organisation du cartilage articulaire, en termes de fibrilles de collagène et d'agrécane, varient 

donc avec la profondeur du cartilage tout comme les propriétés mécaniques,159,284–289 e.g. le 

module élastique augmente de 0.52±0.05 MPa à 1.46±0.11 MPa chez le lapin et de 0.08±0.04 

MPa à 1.14±0.44 MPa chez le bovin.159,160 Ce gradient permet d’optimiser la réponse du 

cartilage aux contraintes mécaniques engendrées lors des mouvements. Il est également 

nécessaire à la diffusion dans le cartilage des nutriments nécessaires aux chondrocytes et au 

maintien de leur métabolisme.290–297 

Bien que le cartilage articulaire s’organise en différentes couches qui présentent de 

différences en termes de phénotypes chondrocytaires, d’organisation des fibres de collagène et 

de composition matricielle, il est à noter que certaines protéines comme la décorine et le 

biglycane ne semblent pas avoir une concentration qui varie selon la zone du cartilage 

articulaire considérée.274 
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Organisation radiale du cartilage articulaire selon la distance aux chondrocytes  

  La matrice du cartilage peut également être subdivisée en trois régions définies en 

fonction de la distance radiale des chondrocytes (Figure 12) : la région péricellulaire (PCM), 

territoriale294 et interterritoriale. Bien qu’il soit établi que la matrice présente un gradient de 

composition, de structure et de réponse biomécanique, la définition/distinction entre la matrice 

PCM et territoriale varie selon les études. La PCM du cartilage articulaire discutée ici fera 

référence à la matrice péricellulaire et territoriale (2 à 4 µm d’épaisseur) tandis que l’ECM se 

référera à la matrice interterritoriale. En effet, bien qu’il soit admis qu’il y ait une variation 

radiale de la composition et de l’organisation de la matrice, la délimitation entre la zone 

péricellulaire et territoriale ne fait pas l’objet d’un consensus dans la littérature.  

 

 La PCM se distingue de l'ECM par sa composition, sa structure et ses propriétés 

biomécaniques.298–301 La PCM semble contenir des collagènes de types IV, VI et IX,302–304 des 

perlécanes,305–307 des hyaluronanes,308,309 des monomères d'agrécanes,310 des biglycanes,311 des 

decorines,312 des fibronectines313, des laminines314 et d'autres protéines non collagéniques 

comme les matrilines et la COMP.  Ces macromolécules semblent conférer à la PCM entourant 

les cellules la capacité de transduire des signaux biomécaniques et biochimiques aux 

chondrocytes.260,273,298,300,315–319 Ce microenvironnement permet également de protéger les 

chondrocytes pendant la charge de compression. Peters et al. ont en effet démontré que le 

collagène de type VI, localisé exclusivement dans la PCM, joue un rôle fonctionnel important 

puisqu’il protège les chondrocytes du stress environnant et les empêche ainsi d’entrer en 

apoptose.320 En effet, l’étude réalisée par Alexopoulos et al. sur des souris KO col6a1 a 

démontré que cette déficience engendre une diminution des deux tiers du module élastique de 

la PCM.319 Darling et al. ont montré, par analyse AFM (spectroscopie de force), que le module 

élastique de l’ECM est significativement plus élevé que celui mesuré dans la PCM dans les 

tissus humains, porcins et murins, e.g. 306 ± 133 kPa versus 104 ± 51 kPa chez l’humain.318 

Bien que la valeur du module de Young varie selon l’espèce étudiée, la technique d’analyse 

utilisée et des conditions expérimentales, cette tendance est également observée dans la 

littérature via l’utilisation d’autres techniques d’analyse telles que par aspiration à la 

micropipette.166,167,294,298,301,319,321–323  

 Il est intéressant de noter que la structure et la composition de la PCM semblent 

également lui conférer une résistance à la dégradation enzymatique. L’étude de Wilusz et 

Guilak utilisant une digestion ciblée avec l'aggrécanase-1 (ADAMTS-4), la hyaluronidase 
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bactérienne et la chondroïtinase ABC a démontré que les propriétés mécaniques de la PCM 

présentent une résistance élevée à la digestion ciblée d’agrécane, malgré des altérations 

significatives des propriétés de l’ECM.324 Cette résistance peut être une propriété importante 

de la PCM puisqu’elle permet le transport des enzymes des chondrocytes vers l'ECM et donc 

l’homéostasie de cette dernière tout en préservant la structure et les propriétés de la PCM. 

 

 La PCM est également le lieu où les composants matriciels nouvellement synthétisés 

s’autoassemblent. Comme évoqué précédemment le collagène de type II est sécrété sous forme 

de tropocollagènes avant d'être soumis à un traitement protéolytique de ses télopeptides37 Les 

tropocollagènes matures s'auto-assemblent ensuite en fibrilles sous l’influence entre autres du 

collagène de type IX, des SLRP, de la matrilines 3 et de la COMP. 

 

 Yingst et al. y ont constaté la présence de fines fibrilles de collagène nouvellement 

sécrétées.325 Une augmentation du diamètre des fibrilles de collagène en fonction de la distance 

aux chondrocytes est observée. En effet, les chondrocytes sont encastrés dans la PCM/matrice 

territoriale riche en fines fibrilles de collagène de type II (20 nm) orientées parallèlement à la 

surface des chondrocytes (Figure 11).289,298,325,326 Lorsqu’on s’éloigne des cellules (matrice 

interterritoriale), le diamètre des fibrilles augmente (jusqu’à 500 nm).325,327  

 

 

Figure 11. Helium ion microscopy images of PCM baskets that house cartilage cells within the collagen network 

(A). The interior layer of collagen that surrounds the cell (B) is a microfibrular mesh that differs in morphology 

from the banded collagen fibrils more distant from the cell (background, ECM). (c.f. Vanden Berg-Foels et al.) 
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 Il convient de noter que la composition globale de la matrice du cartilage articulaire n'est 

pas encore complètement élucidée en raison de sa complexité et de son hétérogénéité, i.e. la 

fonction et le mode d’interaction de l’ensemble des composants. 

 

 

1.2.2.2. Le cartilage calcifié 

La zone la plus profonde du cartilage qui représente 3-10% de l'épaisseur du cartilage 

correspond à la couche intermédiaire entre le cartilage articulaire non calcifié, et l'os sous-jacent 

minéralisé et vascularisé. Contrairement au cartilage non calcifié, le cartilage calcifié est 

vascularisé et innervé ; les vaisseaux sanguins et les nerfs proviennent de l'os sous-chondral. 328 

Le cartilage calcifié est séparé de la couche profonde du cartilage non calcifié par une ligne de 

démarcation basophile, appelée tidemark, qui délimite le front de minéralisation de la matrice 

cartilagineuse.329,330 L’ECM du cartilage calcifié contient principalement du collagène 

hexagonal de type X et une grande quantité d’hydroxyapatite (HAP), qui représente 65 % de 

son poids.331,332 Les analyses menées par diffraction à rayon X  (XRD) par Zhang et al. sur les 

cartilage calcifiés humains, ont révélé que l’HAP est très faiblement cristallisé. On y trouve 

également une faible proportion de collagène de type II (20%).331 En outre, le cartilage calcifié 

est caractérisé par la présence d'une petite proportion de gros chondrocytes ronds, présentant 

un phénotype hypertrophique (Hyp).275 

 

Figure 12. Organization and composition of the matrix according to the radial distance from the chondrocytes 
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1.3. La luxation et l'arthrose : deux affections ostéoarticulaires très rependues 

 impliquant un remodelage pathologique de l'ECM. 

 

Tous les tissus conjonctifs de l'articulation synoviale subissent un renouvellement 

constant de leur ECM, préservant ainsi l'intégrité et les propriétés des tissus. Des perturbations 

dans le remodelage de l'ECM, en termes de composition ou de structure supramoléculaire, 

peuvent entraîner des troubles des tissus conjonctifs. Nous nous concentrons ici sur la luxation 

des articulations et l'arthrose. 

1.3.1. La luxation d’épaule 

  La luxation désigne le déplacement anormal d’un des os formant une articulation, 

autrement dit l’os sort de sa position habituelle et glisse hors de l'articulation. L’os peut 

également rester partiellement en contact ; cette dislocation partielle est appelée subluxation. 

La luxation d'une articulation se caractérise par une douleur intense et peut entraîner un 

gonflement, une contusion, une déformation de l'articulation et une immobilité. Les épaules 

sont les articulations les plus mobiles du corps, ce qui en fait les articulations les plus 

fréquemment luxées avec ~50 % de toutes les luxations articulaires majeures.333,334 

 

 L'épaule est une articulation synoviale composée de trois os, à savoir l'humérus, 

l'omoplate et la clavicule (Figure 13). Même si l'épaule est anatomiquement constituée de 

quatre articulations, à savoir l'articulation glénohumérale, l'articulation acromio-claviculaire, 

l'articulation scapulothoracique et l'articulation sternoclaviculaire, l'articulation de l'épaule fait 

communément référence à l'articulation glénohumérale. L'articulation glénohumérale est une 

articulation à rotule, c'est-à-dire que la tête de l'humérus (rotule) est contenue dans la cavité 

glénoïde de l'omoplate. 
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Les luxations de l'épaule peuvent donc se produire dans de nombreuses directions 

(Figure 14). 334La luxation vers l'avant, connue sous le nom de luxation antérieure, est la plus 

fréquente et représente plus de 95% de toutes les luxations de l'épaule.334 Ce type de luxation, 

dans lequel la tête de l'humérus est forcée hors de la glène vers l'avant, se produit lorsque le 

bras est étendu avec une violente rotation externe en abduction. 

 

 

  

Figure 13. Illustration of the shoulder joint anatomy. The glenohumeral joint is structurally a ball-and-socket joint 

which involves the humeral head with the glenoid cavity of the scapula. This joint, which is the most mobile joint 

of the human body, is stabilized by joint capsule, tendon muscle and labrum (meniscus of the shoulder). 

Figure 14. Representation of the different types of shoulder dislocation 
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 Même si le traumatisme est la cause la plus fréquente des luxations, celles-ci peuvent 

également être favorisées par l'affaiblissement des ligaments, tendons, muscles et capsule 

articulaire qui maintiennent l'articulation en place.335 Cet affaiblissement peut avoir pour 

origine : 

─ L'hérédité, par exemple, certaines personnes naissent avec des ligaments plus lâches et 

plus sujets aux blessures que ceux d'autres personnes.336 

─ La maladie, par exemple (1) le syndrome d'Ehlers-Danlos, une maladie héréditaire rare du 

tissu conjonctif qui rend les articulations anormalement souples en raison de défauts 

génétiques dans la biosynthèse des composants de la ECM, par exemple des mutations dans 

les gènes codant pour les collagènes de type I, III et VI. (2) Le syndrome de Marfan, qui 

affaiblit la capsule et les ligaments autour de l'articulation. Ce syndrome est causé 

principalement par des mutations dans le gène codant la fibrilline1 (FBN1).337,338 Ce gène 

produit la protéine fibrilline, qui joue un rôle important dans l'incorporation de l'élastine 

dans les fibres élastiques.339 Il convient de noter que d’autres mutations peuvent gènes 

peuvent être impliqués telles que des mutations du gène codant le récepteur 2 du TGF-β 

(TGFBR2). Les TGF-β sont des facteurs de croissance qui régulent un large éventail de 

processus cellulaires, notamment la prolifération, l'arrêt du cycle cellulaire, l'apoptose, la 

différenciation et la formation de la matrice extracellulaire. La mutation du récepteur de 

TGF-β provoque donc une défaillance des voie de signalisation et entraîne le 

développement de ce syndrome.340,341 

─ Les activités physiques, par exemple les activités sportives ou professionnelles, qui 

provoquent une usure répétée et/ou une surutilisation des articulations. 

─ L'âge, par exemple le ramollissement des ligaments et des capsules articulaires lié à l'âge, 

entraîne un nombre accru de blessures causées par des traumatismes à faible énergie ou par 

l'utilisation des articulations.342 

 

 La stabilité de l'articulation glénohumérale est avant tout assurée par la capsule 

articulaire qui s'étend de l'omoplate à l'humérus. Cette stabilité est renforcée par la présence de 

tendons, ligaments et muscles. Pour rappel, l’ECM de la capsule articulaire externe est 

principalement composée de fibrilles de collagène de type I à orientation multiaxiale qui lui 

confère sa rigidité et sa résistance à la traction. Par conséquent, l'altération de la structure et de 

la composition de l’ECM au niveau supramoléculaire, c'est-à-dire l'altération de la structure 

fibrillaire du collagène de type I, peut entraîner un ramollissement de la capsule articulaire et 

donc une instabilité de l'articulation.343 Le maintien de la structure des fibrilles est assuré par 
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les réticulations décrites dans les sections précédentes et remodelage de l’ECM). Ces 

réticulations déterminent les propriétés élastiques des fibrilles de collagène. Les travaux 

scientifiques étudiant ce lien ont pour objet d’étude du tendon.344 Des modifications de type 

Ehlers-Danlos sont observées chez les souris déficientes en décorine et en biglycane,345 ainsi 

que chez les souris déficientes en lumicane et en fibromoduline.346 En effet comparées aux 

souris « contrôle », les souris déficientes en lumicane et fibromoduline présentent un 

dérèglement de la formation et de la maturation des fibrilles de collagène de type I qui résultent 

en une diminution de la rigidité des tendon de 61%, p<0.001.178 L'expression altérée des SLRP 

a également été observée dans le syndrome de Marfan.347 

   

 Les instabilités de l'articulation glénohumérale sont les troubles les plus fréquents chez 

les jeunes sportifs. Les luxations de l'articulation de l'épaule sont presque systématiquement 

associées à des troubles de la capsule articulaire. Rodeo et al.348 ont rapporté que la luxation 

modifie la structure supramoléculaire de l’ECM de la capsule articulaire. Des différences 

significatives dans les caractéristiques des fibrilles de collagène (réticulation, diamètre, densité 

des fibrilles, composition en acides aminés) entre les capsules d'épaule saines et luxées ont été 

montrées. Il convient de noter que les procédures chirurgicales ne peuvent pas traiter 

efficacement l'instabilité articulaire. Des traitements alternatifs modifiant l'ensemble de l’ECM 

de la capsule articulaire ont donc été développés : 

─ la capsulorrhaphie thermique dont l'efficacité ne peut être confirmée,349,350 

─ la rétraction thermique qui induit des complications rares mais néfastes et dont le manque 

d'études cliniques pertinentes l'a rendu moins populaire.351 

  

Une description détaillée de ces traitements est fournie dans les références citées. 

 

A ce jour, il existe donc un réel besoin non satisfait pour traiter efficacement l'instabilité de 

l'épaule. 
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1.3.2.  L’arthrose 

  L'arthrose est la maladie musculosquelettique la plus fréquente, touchant environ 528 

millions de personnes dans le monde et constituant le 15ème  handicap mondial.352–354  Si 

l'arthrose est liée au vieillissement, elle est également associée à divers facteurs de risque 

comme l'obésité,355 la sédentarité, une prédisposition génétique356 telle que la mutation du gène 

codant pour le collagène de type II et de type IX,357 la densité osseuse, les mauvaises géométries 

articulaires comme les genu valgum et varum,358–360 les traumatismes articulaires361–363 et le 

genre.364–366 Il convient de noter que l'arthrose augmente d'environ 1,55 la mortalité des 

personnes souffrant d'une perte de mobilité.352 A ce jour, il n'existe aucun traitement curatif de 

l'arthrose. En effet, la prise en charge de la maladie se concentre uniquement sur le soulagement 

de la douleur avec des injections intra-articulaires d’acide hyaluronique, de corticostéroïdes et 

la prescription d'anti-inflammatoires non stéroïdiens (AINS).367 Au stade terminal de la 

maladie, le seul traitement est de procéder à une chirurgie de remplacement de l'articulation et 

uniquement pour les articulations les plus grandes comme le genou ou la hanche. L'arthrose est 

déjà l'un des problèmes de santé les plus coûteux et sa prévalence augmente en raison du 

vieillissement de la population et de l'épidémie d'obésité.352  Par conséquent, il existe une 

recherche active pour le développement (1) de biomarqueurs de l'arthrose, permettant un 

diagnostic précoce et (2) un traitement curatif de l'arthrose et de ses symptômes associés. Pour 

relever ce défi, une meilleure compréhension de la physiopathologie de l'arthrose est donc 

essentielle.  

 

 L'arthrose concerne toutes les articulations du corps (Figure 15) et affecte l'ensemble 

des tissus articulaires.368  Il convient de noter que la prévalence de la maladie varie en fonction 

de sa localisation et que plusieurs localisation peuvent être atteinte en même temps. L’arthrose 

vertébrale, digitale, du genou (gonarthrose) et de la hanche (coxarthrose) représentent 

respectivement ca. 70-75%, 60%, 30% et 10% des personnes âgées entre 65 et 75 ans. 

Contrairement à l’arthrose vertébrale qui reste souvent silencieuse, la gonarthrose et la 

coxarthrose représentent les formes les plus invalidantes. 367 
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Au cours de l’arthrose, le cartilage articulaire s'érode progressivement jusqu'à exposer 

l'os sous-chondral. L'amincissement et la disparition du cartilage articulaire sont dus à la fois à 

l'érosion de surface et à l'avancement du front d'ossification à la profondeur du cartilage.369 

Outre cette dégradation irréversible du cartilage articulaire, il existe un remodelage 

pathologique de l'os sous-chondral qui inclut une sclérose et la formation d’ostéophytes en 

marge de l’articulation et une inflammation modérée de la membrane synoviale (Figure 16).  

 

Nous nous concentrerons ici sur le remodelage pathologique du cartilage.  

 

 

Figure 15. Frequency of osteoarthritis according to joint location 
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Le chondrocyte, le seul type de cellules du cartilage, est responsable du développement, 

de l'entretien et de la réparation de l’ECM. Cependant, l'activité métabolique et la survie des 

chondrocytes dépendent fortement des conditions chimiques et mécaniques environnantes. On 

assiste au cours de l’arthrose à un déséquilibre métabolique. Dans les premiers stades de la 

maladie, les chondrocytes prolifèrent et forment des clusters afin de s'adapter au 

microenvironnement changeant.257,370 Cette première phase est également caractérisée par une 

Figure 16. Illustration of joint tissue changes associated with osteoarthritis: (A) Macroscopic appearance 

of the articular cartilage of the knee femoral condyles at an early (left) and advanced (right) OA stage (B) 

Joint tissue modifications (C) Osteochondral junction remodeling. D’après Aigner et al. 2006 and 

Mahjoub et al. 2012 
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augmentation de la production de composants de l'ECM en réponse aux lésions du cartilage. 

Cependant, la tentative de réparation du cartilage endommagé conduit à la formation d’une 

matrice de moins bonne qualité, composée de composants matriciels différents de ceux produits 

par les chondrocytes en condition physiologique. En effet, l'analyse des agrécanes provenant 

du cartilage arthrosique montre un modèle de sulfatation du CS similaire à ceux observés dans 

le cartilage non mature,371 ce qui suggère la présence de chondrocytes immatures qui expriment 

la forme fœtale du collagène de type II et des agrécanes.372,373 Ces chondrocytes aux phénotypes 

altérés proviendraient de la prolifération et de la différenciation des cellules progénitrices 

initialement présentes dans le cartilage articulaire.374 La tentative de réparation n’est donc pas 

efficace et le déséquilibre métabolique va progressivement tourner en faveur d'événements 

cataboliques.375 La production d'enzymes dégradant la matrice, telles que les protéases MMP 

et ADAMTS, entraîne la dégradation des principaux composants de l'ECM. Les fibrilles de 

collagène de type II et les agrégats d'agrécane semblent, en effet, être principalement dégradés 

au cours de l'arthrose par, respectivement, les MMP-13 et les ADAMTS4 et ADAMTS5. 

L’acide hyaluronique est quant à lui sensible aux hyaluronidases, des hydrolases de type 

endoglycosidase qui clivent l’acide hyaluronique en oligosaccharides plus petits.376 Par ailleurs, 

les fibrilles de collagène de type II et les agrécanes subissent tous deux des modifications par 

des espèces réactives de l'oxygène (ROS) qui peuvent entraîner une fragmentation des chaines 

protéiques. Les débris de cartilage résultant de la protéolyse des composants de l'ECM sont 

ensuite libérés dans le liquide synovial de la cavité articulaire. A titre d’exemple, le clivage des 

protéines centrales des agrécanes génèrent 2 fragments : l’un qui réside dans l’ECM en restant 

attaché à la chaine d’acide hyaluronique et l’autre qui diffuse dans l’ECM.262 De plus 

l’endommagement du réseau fibrillaire de collagène de type II accélère ce relargage.377 La 

présence de tels débris dans le liquide synovial peut activer les synoviocytes et les macrophages 

de la synovie qui, à leur tour, vont produire des facteurs pro inflammatoires et pro 

cataboliques.378,379 Ces facteurs sont connus pour amplifier le processus de dégradation du 

cartilage. La production de protéases, telles que MMP-13 et ADAMTS4, est également associée 

à une maturation inappropriée des chondrocytes, de type hypertrophique. Le cartilage 

arthrosique est en effet caractérisé par de profondes modifications phénotypiques des 

chondrocytes, qui incluent une dédifférenciation en fibroblastes caractérisée par l’expression 

de collagène de type I, III et V et une différenciation hypertrophique.372,373,380–382 L'expression 

de plusieurs marqueurs caractérisant les chondrocytes hypertrophiques est observée dans le 

cartilage de l'arthrose, notamment l'ALP, l'ostéocalcine, Runx2 et le collagène de type X.383–387 

En condition physiologique, les chondrocytes hypertrophiques sont situés dans le cartilage 
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calcifié. Leur présence dans le cartilage non calcifié arthrosique est associée à la minéralisation 

de la matrice.383,388,389 De plus, une avancée du front de calcification, révélée par la duplication 

de la tidemark, qui délimite le cartilage non calcifié du cartilage calcifié, est une caractéristique 

du cartilage arthrosique dans sa partie profonde.390,391 Elle correspond en effet au remplacement 

progressif du cartilage non calcifié et calcifié par de l'os selon un mécanisme biologique 

similaire au processus d’ossification endochondrale. La vascularisation accrue de l'interface 

os/cartilage et la sclérose de la plaque osseuse sous-chondrale plaident également pour la 

réactivation pathologique de ce processus de développement de l'os long dans l'arthrose.392–396  

 Il convient de noter que l’'ECM confère au cartilage articulaire les propriétés 

biomécaniques requises pour le mouvement de l'articulation. Ainsi, toute altération de la 

composition et de la structure de l’ECM affecte les propriétés mécaniques du cartilage 

articulaire, rendant ce dernier moins résistant aux contraintes mécaniques. Au cours de 

l’arthrose, on assiste à un épaississement et une rigidification des fibrilles de collagène.397–400 

Wen et al. ont montré que le module élastique des fibrilles de collagène de type II de la zone 

superficielle augmente de 2.65±0.31 GPa à 3.11±0.91 GPa et de 3.70±0.44GPa à 5.64±1.10 

GPa dans la zone profonde.399 La PCM est également sujette à des changements structuraux et 

biochimiques au cours de l’arthrose.401 Il convient de noter que dans un 1er temps, la PCM 

s’élargit en raison de l’augmentation de la biosynthèse des composants de l’ECM, notamment 

du collagène de type VI. Cependant la structure de ce dernier est altérée ce qui contribue à un 

gonflement anormal.402–405 Ces changements structuraux sont associés à un changement des 

propriétés biomécaniques de la PCM. L’étude d’Alexopoulas et al. a révélé que les PCM isolées 

de cartilage humain arthrosique présentent des modules de Young inférieurs de 30 à 40 % à 

celles des PCM isolées à partir de tissus sains.166,319 La rigidification de la PCM a également 

était observée in situ par Wilutz et al. sur des cartilage humain sain et arthrosique.401 Ces 

altérations de la PCM modifient la réponse des chondrocytes aux médiateurs solubles et aux 

protéines de l’ECM.320,406,407 Ces modifications chimiques, structurelles ou mécaniques du 

microenvironnement des chondrocytes peuvent conduire à leur nécrose/apoptose.408–411  

 

 Il existe donc un lien réciproque entre les chondrocytes, l’ECM du cartilage et les 

propriétés biomécaniques, ce qui entraîne un cercle vicieux de dégradation du cartilage au cours 

de l'arthrose. À ce jour, le lien de causalité entre ces différents protagonistes n'est toujours pas 

élucidé. 
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1.4. Caractérisations physico-chimiques et mécaniques de l'ECM en tant que 

 structure biologique 

 
 Comme cela a été décrit précédemment, l'ECM des tissus conjonctifs est très complexe, 

que ce soit en termes de composition ou de structure. L'organisation et l’interaction des 

assemblages supramoléculaires de l’ECM confère au tissu ses multiples fonctions. L’ECM est 

sujette à un constant remodelage. Bien que les changements dans la composition et la structure 

de l'ECM soient considéré comme décisifs, les mécanismes moléculaires impliqués dans ce 

remodelage ne sont pas encore complètement élucidés. Un changement mineur dans 

l’organisation supramoléculaire du tissu peut engendrer des modifications majeures de sa 

fonction entraînant ainsi des dysfonctionnements et le développement de pathologies, e.g. la 

luxation et l'arthrose. La caractérisation des tissus à l’échelle supramoléculaire apparait donc 

cruciale pour déchiffrer les événements de remodelage que subit l’ECM, et leur impact en 

termes de composition, d'organisation supramoléculaire et de réponse mécanique. 

 

 Des nombreux travaux ont permis la caractérisation des tissus musculosquelettiques à 

travers un éventail de techniques biochimiques, physicochimiques et mécaniques.  

 

 Les procédures traditionnellement utilisées pour l'analyse de la composition de l'ECM, 

sont basées sur des méthodes biochimiques telles que les analyses protéomiques. Ces dernières 

permettent l’identification et la quantification des protéines présentent dans l’ECM.  

  

 La teneur en hydroxyproline est fortement corrélée à la teneur en collagène. Le dosage 

de l'hydroxyproline est donc fréquemment utilisé pour quantifier le collagène dans les 

échantillons biologiques. Cependant, cette méthode ne permet pas de distinguer les différents 

types de collagène et les autres protéines contenant de l’hydroxyproline, telles que l’élastine.412 

En effet, bien que la teneur en hydroxyproline varie entre les différents types de collagène, le 

dosage de l’hydroxyproline ne permet pas de les distinguer les uns des autres. Ces derniers 

peuvent être identifiés et quantifiés grâce à leurs interactions spécifiques avec des anticorps 

dans des techniques comme le western blot (WB), l’immunohistochimie, le RIA 

(radioimmunoassay) ou l’ELISA (Enzyme-linked immunosorbent assay. Cependant, ces 

analyses semblent être limitées par la spécificité des anticorps, leur disponibilité. 
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 D’autres techniques biochimiques semi quantitatives telles que la chromatographie et la 

spectrométrie de masse sont également utilisées pour l'analyse de la composition des tissus 

biologiques.413–421 Les techniques de spectrométrie de masse permettent notamment 

l'identification et la quantification des différents types de collagène et des différentes 

réticulations.422–424 Ces dernières sont également identifiables et quantifiables par 

chromatographie, notamment par chromatographie en phase liquide haute performance avec 

détecteur de fluorescence (HPLC-FLD).425,426 Bien que toutes ces techniques permettent la 

séparation et l'identification de protéines spécifiques, elles nécessitent toutes la digestion des 

tissus. Cette dernière peut être source de dommages et/ou de perte de matériel biologique 

limitant l'accès à des informations pertinentes sur la composition de l'ECM et sa structure. Une 

alternative pour éviter la digestion des tissus et d’utiliser des techniques de caractérisation 

physicochimique. Ces analyses in situ nous renseignent sur l’organisation supramoléculaire des 

tissus et donnent accès à des information complémentaires à celles obtenues par analyses 

biochimiques. Il convient de noter que la liste des techniques de caractérisation 

physicochimique citées dans cette section n’est pas exhaustive. L’objectif, ici, est de fournir 

une idée globale des différentes techniques de caractérisation appliquées aux tissus biologiques. 

 

1.4.1. La microcopie avec marquage 

 Il existe de nombreuses techniques d’imagerie qui, en association aux techniques 

histochimiques, permettent (1) de visualiser la morphologie globale des tissus et (2) d’identifier 

des composants de l’ECM. A titre d’exemple, une coloration à la Safranin O permet de mettre 

en évidence la présence de GAG, le vert lumière permet une coloration du collagène, l’huile 

rouge O et le rouge alizarine colorent, respectivement, les lipides neutres et le précipité de 

calcium tissulaire. Ces colorations histologiques permettent de renseigner sur la distribution des 

composés au sein de l’ECM dans un état physiologique et pathologique : l’intensité de la 

coloration étant corrélée à la teneur du composé coloré. La coloration à la Safranin O/Fast Green 

des sections histologiques de cartilage articulaire sain et arthrosique a permis de mettre en 

évidence les différentes modifications pathologiques de l’organisation du cartilage (Figure 17). 

Mankin et al. ont établi une grille d’évaluation permettant de déterminer un score semi 

quantitatif de ces modifications. Ce score, appelé score de Mankin, varie de 0 (sain) à 14 

(arthrose sévère) et permet d’estimer la sévérité des atteintes du cartilage humain.427 En plus de 

l’architecture globale du tissu, une coloration permet également de renseigner sur l’organisation 

du collagène. L’orientation des fibrilles peut, en effet, être mise en évidence par une coloration 
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au rouge Sirius, également appelée picrosirius, qui augmente la biréfringence des fibrilles de 

collagène visualisées sous microscope à lumière polarisée (Figure 18).428–431 Il convient de 

noter que le rouge picrosirius colore également d'autres composants de la matrice, tels que la 

tenascine et l'amyloïde.432,433 De plus, les colorations histologiques des tissus permettent 

uniquement de mettre en évidence les différentes familles de composants (protéines, glucides, 

lipides, ADN…) et non de différencier deux composés d’une même famille.  

 

 

Figure 18. Polarized light images of picrosirius red stained porcine articular cartilage 

sections. (A) Distinct ECM collagen alignment was observed through the tissue depth. 

Scale bar = 200 mm (B) Collagen alignment in the PCM was highly variable site-to-site 

and complicated by edge effects associated with circular cell-sized voids. Scale bar = 50 

mm. Mc Leod et al. 2013 

Figure 17. Safranin O/Fast Green staining of human osteochondral junction: 

GAGs are stained in red and proteins in green. CC: Calcified cartilage. Personal 

collection 
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 L'immunohistochimie (IHC) et l'immunofluorescence (IF) permettent un marquage 

ciblé des différents types de collagène par la liaison d'anticorps.434–439 Cependant, 

l’immunomarquage présente trois limitations majeures : (1) la spécificité et la disponibilité des 

anticorps utilisés (2) la quantification de l'intensité du signal qui peut ne pas être fiable. Il est à 

noter que la concentration locale de la molécule d'intérêt doit être suffisante afin que le signal 

ne soit pas trop diffus et soit donc exploitable. (3) Ces analyses renseignent sur la présence d’un 

composant d’intérêt mais ne fournissent aucune information fiable sur son organisation 

supramoléculaire.  

 

1.4.2. La microscopie électronique  

 La microscopie électronique est largement utilisée pour étudier la structure de l'ECM à 

l’échelle cellulaire et supramoléculaire. Cette technique permet d'obtenir des images à haute 

résolution de la structure des tissus en utilisant des électrons comme source de rayonnement. 

En raison de leurs très courtes longueurs d'onde, la résolution optimale atteignable pour les 

images de microscopie électronique est meilleure de plusieurs ordres de grandeur que celle 

générée par un microscope optique. Il existe deux principaux types de microscopie 

électronique : la microscopie électronique à balayage (SEM) et la microscopie électronique à 

transmission (TEM) qui génèrent tous deux des images contrastées. Il convient de noter que les 

échantillons doivent passer par de nombreuses étapes de préparation avant de pouvoir être 

visualisé par SEM ou TEM. En effet, contrairement au microscope optique, l'imagerie 

électronique nécessite une condition de vide pour effectuer l'analyse de la structure. 

 

 Le contraste de l'image formée au SEM résulte de la détection d'électrons secondaires 

provenant de la surface de l'échantillon. Ces derniers sont produits par l'interaction des électrons 

Figure 19. (A) TEM section of rat Achilles tendon. Transversally sectioned tendon 

including plurimodal collagen fibrils (top) and unimodal fibrils of paratenon 

(bottom). Scale bar = 1µm (B) SEM images of rat Achilles tendon sheat. Scale bar 

= 10µm. Franchi et al. 2006 



69 

 

incidents avec les atomes présents à la surface de l'échantillon. La détection des électrons émis 

à un angle rasant spécifique permet de reconstituer une image très contrastée de la topographie 

du tissu qui donne une impression visuelle en trois dimensions.44,440,441 La SEM a notamment 

été utilisée par Changoor et al. pour mesurer le diamètre des fibrilles de collagène dans le 

cartilage articulaire humain normal et dégradé (Figure 20).283 Il convient de noter que 

l'imagerie par SEM nécessite un revêtement métallique de la surface, généralement en or, afin 

de rendre l’échantillon biologique conducteur. Cette fine couche conductrice inhibe l'effet de 

charge, réduit les dommages thermiques et améliore le signal des électrons secondaires 

nécessaire à la génération de l'image. 

 

 Le contraste de l'image formée en TEM est dû aux collisions inélastiques rencontrées 

par les électrons incidents lorsqu'ils traversent l'échantillon pour générer une image de 

projection. Il est à noter que l'imagerie TEM nécessite de nombreuses étapes de préparation de 

l’échantillon. En effet, les sections des tissus analysés doivent être suffisamment fines pour 

transmettre suffisamment d'électrons pour former une image avec une perte d'énergie minimale, 

i.e. moins de c.a. 150 nm. Par ailleurs, les tissus biologiques sont principalement composés 

d'éléments de densités électroniques similaires. Il est donc nécessaire de traiter les tissus avant 

Figure 21. TEM of postnatal tendon. (A) A 

tendon fibroblast flanked by D-periodic 

collagen fibrils, Scale bar = 500 nm. (B) 

Enlarged view of (A) showing fibril D-periods. 

Scale bar = 100 nm. (C) Tendon sectioned 

transversely to the long axis of the tissue. Scale 

bar = 1 μm. (D) Enlarged view of (c) showing 

near-circularity of fibril profiles. Scale bar = 200 

nm. Starborg et al. 2013 

Figure 20. SEM images of normal cartilage from the superficial, transitional and deep zones. Scale bar = 500µm. 

Changoor et al. 2011 
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analyse par un agent contrastant, e.g. coloration négative à l’acétate d’uranyle, pour renforcer 

les faibles variations locales de densité et donner un contraste détectable. L'imagerie TEM peut 

ainsi révéler les détails les plus fins de la structure interne des tissus, tels que la structure et 

l'organisation des fibrilles de collagène.343,377,440,442–446 La TEM a notamment été utilisée par 

Starborg et al. pour visualiser l’organisation 3D des fibrilles de collagènes dans différents tissus 

conjonctifs dont les tendons humains et murins (Figure 21). Dans cette étude, la haute 

résolution des images TEM a permis de visualiser les périodicités du collagène et de mesurer 

la taille des fibrilles, i.e. leur diamètre apparent.446  

 

 Il convient de noter que la TEM offre une résolution spatiale plus élevée que la SEM 

(grossissement: 50 versus 2 millions de fois), ce qui permet de visualiser la structure fine des 

composants de l'ECM, e.g. la structure des fibrilles de collagène.447–449 Par ailleurs, le 

développement de méthodes d'analyse d'image permet la quantification des paramètres 

morphologiques du collagène visualisé par imagerie TEM.450,451 Il est intéressant de noter que 

la microscopie électronique peut être utilisée en association avec un immunomarqueur 

(nanoparticules d’or revêtues d’anticorps) pour détecter et visualiser l'emplacement de 

molécules d’intérêt, e.g. la fétuine A,452 et distinguer différents types de collagène, e.g. les types 

XIII, XV et XXVII.453–455 La SEM et la TEM peuvent également être couplées à la 

spectroscopie de rayons X à dispersion d'énergie (EDX), ce qui permet de renseigner sur la 

composition élémentaire des échantillons analysés, e.g. la nature du minéral présents dans les 

tissus calcifiés.388,456,457 Il convient de noter que l’EDX permet également un suivi des processus 

de minéralisation dans les tissus via le ratio Ca/P.456–459  

  

1.4.3. La microscopie sans marquage  

 D’autres techniques d'imagerie ne nécessitant pas de marquage telles que la microscopie 

par génération de second harmonique,460–467 la microscopie de polarisation à base de cristaux 

liquides,468 et la microscopie en lumière polarisée à transmission,469 sont également utilisées 

pour examiner l'architecture et l'organisation du collagène, e.g. l’orientation des fibrilles de 

collagène. Des méthodes d’analyse d’image incluant les transformations de fourrier, des filtres 

gaussiens et de fréquences sont, par ailleurs, appliquées pour mettre en évidence cette 

orientation et extraire des informations quantitatives à partir des images obtenues.470–472 En 

revanche, ces techniques présentent souvent des limites en termes de résolution spatiale ou de 

spécificité biochimique. 
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1.4.4. La spectroscopie vibrationnelle  

 Les techniques spectroscopiques vibrationnelle, telles que la spectroscopie infrarouge 

(IR) et la spectroscopie Raman sont également utilisées pour caractériser la structure du 

collagène fibrillaire. et discriminer les différents types de collagène.473–478 Par exemple, 

Belbachir et al. ont démontré que les spectres IR des collagènes de type I, III, IV et V présentent 

des bandes d’absorption discriminantes.475 La spectroscopie IR et Raman permettent également 

de caractériser l'ECM des tissus musculosquelettiques tels que le cartilage et l’os.473,479–487 La 

spectroscopie IR a, par exemple, été utilisée par Spalazzi et al. pour étudier la distribution des 

protéoglycanes, des minéraux, et du collagène ainsi que l'orientation de ce dernier, à l’interface 

entre un tissu mou (les ligaments) et un tissu dur (l’os).488 Camacho et al. ont, quant à eux, 

identifié les absorbances spectrales qui proviennent du collagène et des PG et visualisé la 

distribution de ces derniers en fonction de la profondeur dans le cartilage articulaire bovin 

(Figure 22).484 Cependant l’imagerie en IR est de faible résolution. Contrairement à la 

spectroscopie IR, le Raman permet la génération d’image à haute résolution de tissus hydratés 

tels que le cartilage articulaire. Bergholt et al. ont, en effet, développé une approche d'imagerie 

par spectroscopie Raman qui a permis l’étude de la distribution et de l'orientation des principaux 

composants de l'ECM du cartilage articulaire, i.e. l’eau, le collagène et les GAG (Figure 23).473  

Figure 22. FTIR images of collagen and proteoglycan in bovine articular cartilage. (A) The collagen image 

was created based on the area of the amide I absorbance, and the images of the proteoglycan/collagen ratio 

were created based on the area of the 960–1185 cm-1 absorbance ratioed to the area of the (B) 1338 cm-1 and 

(C) amide I absorbances. The scale shows the range of the integrated area for each color. Camacho et al. 2000 
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Figure 23. Raman spectroscopic imaging of articular cartilage. (A) Univariate Raman spectroscopy images of 

articular cartilage showing the band intensity associated with H2O (3400 cm−1), GAG (1410 cm−1), collagen (1245 

cm−1), cytoplasm (1345 cm−1), DNA (795 cm−1), apatite (960 cm−1), and the overlay. Scale bar = 50 μm. (B) High-

resolution (~0.3 μm) Raman spectroscopy image of chondrocytes and pericellular matrix obtained by imaging the 

GAG (1410 cm−1), cytoplasm (1345 cm−1), and DNA (795 cm−1) against collagen (1245 cm−1). Scale bar = 3 μm. 

(C) Representative Raman spectra measured from articular cartilage with marked signatures for specific tissue 

components. Bergholt et al. 2016 

  

  

 Ces techniques de spectroscopies vibrationnelles permettent de fournir des informations 

pertinentes sur la distribution spatiale des éléments de l’ECM. En revanche, ces techniques 

présentent une limitation commune : elles ne peuvent sonder les changements que de manière 

semi-quantitative. A titre d'exemple, la spectroscopie Raman n'est pas en mesure de fournir des 

informations biochimiques spécifiques et quantifiables tandis que la quantification des aires des 

bandes IR permet d'avoir une indication sur la proportion relative d'une molécule par rapport à 

une autre mais pas sur sa concentration dans le tissu d'intérêt.  
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1.4.5. La spectroscopie de photoélectrons à rayons X 

 La spectroscopie photoélectronique à rayons X (XPS) offre une analyse chimique 

quantitative directe des échantillons analysés. Bien que l’XPS soit particulièrement pertinente 

pour explorer les interfaces d'intérêt biologique,489,490 y compris les biomatériaux,491–493 les 

couches de protéines absorbées et les micro-organismes,494,495 elle n'a jamais été utilisée, à notre 

connaissance, pour la caractérisation des tissus biologiques mous.  

 

Principe général 

 L’XPS est une technique quantitative qui est couramment utilisée pour fournir la 

composition élémentaire de la surface d'un matériau. Il est à noter que tous les éléments peuvent 

être détectés à l'exception de l'hydrogène et de l'hélium. Cette technique d’analyse est basée sur 

le principe de photoémission. Comme le montre la Figure 24A, l’XPS implique des mesures 

d'énergie cinétique des photoélectrons émis par la surface proche (1-10 nm) sous irradiation. 

En effet, les atomes de surface irradiés par les rayons X éjectent des électrons de cœur, i.e. des 

électrons des niveaux K et L, avec une certaine énergie cinétique. Ces électrons photoémis 

subissent des collisions inélastiques avec les atomes de l'échantillon lorsqu'ils se déplacent vers 

la surface. À chaque collision inélastique, leur énergie cinétique diminue. Seuls ceux provenant 

de la surface proche, i.e. < 10 nm, ne subissent pas de collision inélastique et contribuent donc 

aux pics (Figure 24). Le libre parcours moyen inélastique, λ, dépend de l'énergie cinétique de 

l'électron photoémis et la densité de la matrice. La contribution à l'intensité diminue 

exponentiellement avec la profondeur : 63 % du signal provient d'une couche d'épaisseur égale 

à λcosθ, 86 % d'une couche d'épaisseur 2λcosθ, 95 % d'une couche d'épaisseur 3λcosθ, avec θ 

l’angle entre le détecteur et la normal à la surface. Le libre parcours moyen inélastique étant 

généralement compris entre environ 1,5 et 3,3 nm, l’XPS sonde une couche superficielle dont 

l'épaisseur peut atteindre 3λ cosθ, c.a. environ 5-10 nm. En fonction de la profondeur, certains 

électrons photoémis qui subissent une collision inélastique atteignent également le détecteur 

mais avec une énergie cinétique plus faible. Ils contribuent ainsi au fond du spectre. De plus, 

dans le cas d'un matériau isolant, tel qu'un tissu biologique, la photoémission d'électrons depuis 

la surface de l'échantillon crée une charge positive sur la surface de l'échantillon. L'attraction 

de la surface chargée diminue donc l'énergie cinétique de l'électron émis, ce qui entraîne un 

élargissement des pics. Pour surmonter cet effet de charge, un canon à électrons de faible 

énergie est utilisé pour neutraliser la surface et maintenir une charge de surface relativement 

stable durant l’analyse. Les électrons émis sont ensuite collectés par un analyseur 
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hémisphérique. Le nombre d'électrons éjectés est représenté en fonction de leur énergie 

cinétique, ce qui donne un spectre d'énergie des photoélectrons (Figure 24B). En fait, les 

électrons de différentes énergies suivent des chemins différents à travers le détecteur, ce qui 

permet de les différencier en fonction de leur énergie cinétique. Chaque élément présente ainsi 

des pics caractéristiques dans le spectre XPS qui peuvent être traduits en énergie de liaison. 

Cette dernière est déterminée selon l'équation de conservation de l'énergie : EB = EAl - (EK + 

Фw) avec EAl = hν = 1486,6 eV, EK l'énergie cinétique mesurée par le détecteur et Фw la fonction 

de travail de l'instrument. Cette dernière correspond à l'énergie minimale requise pour amener 

un électron du niveau zéro d'attraction par l'échantillon à l'entrée de l'analyseur hémisphérique.  

 

 La composition élémentaire et l'identification et l'environnement chimique d'un élément 

peuvent être obtenues à partir de la mesure exacte de la position des pics et de leurs séparations 

en énergie de liaison, EB (Figure 24B). L'intensité des pics enregistrés permet de quantifier les 

éléments de surface et les environnements chimiques. Comme l'énergie de liaison des 

photoélectrons est influencée par la densité électronique, les déplacements de la position du pic, 

EB, reflètent des changements dans l'environnement chimique de l’élément d’intérêt. La 

décomposition des pics permet, ainsi, de fournir des informations sur la nature chimique des 

composés organiques et offre une certaine sélectivité dans l'analyse des tissus biologiques.  
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Instrumentation 

Pour l'analyse XPS, l'échantillon est monté sur un support adapté permettant de 

l’introduire successivement d’une chambre d'introduction à la chambre d'analyse (10-10 Pa, 

Figure 24C). Pour certains équipements, il existe une chambre intermédiaire adjacente aux 

deux chambres citées. La réalisation de l'analyse sous ultra-haut vide (UHV) permet d'éviter la 

collision des électrons photoémis avec des molécules de gaz qui peuvent réduire leur énergie 

cinétique. Dans ce travail, la source de rayons X est une anode d'aluminium, Al. L'émission de 

rayons X Kα utilisés, qui correspond à une énergie de 1486.6 eV, résulte du processus de 

relaxation de l'atome d'Al sous le bombardement d'électrons. Ce processus de relaxation 

Figure 24. Schematic illustration of XPS analysis (A) The photoemission of electron from the near surface. XPS probe a surface 

layer with a thickness up to 3λ cosθ, i.e. about 5-10 nm. (B) XPS spectrum. C 1s peak decomposition and assignment of the 

components to chemical functions (C) Schematic diagram of the components of an XPS Instrument 
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implique deux électrons, l'un est retiré du niveau 1s, également appelé coquille K, tandis que 

l'autre subit une transition du niveau 2p au niveau 1s, également appelée transition Kα. Ces 

rayons passent ensuite dans un monochromateur qui permet d’isoler et de produire une radiation 

à 1486.6 eV. Le spot de rayons X qui en résulte irradie une surface d’environ 1 mm de diamètre 

et pénètre l'échantillon sur une épaisseur d'environ 1µm sans atténuation appréciable.  

Pour permettre la séparation des électrons photoémis et leur comptage individuel par le 

détecteur, les électrons passent à travers un analyseur hémisphérique, qui consiste en deux 

hémisphères concentriques entre lesquels une différence de potentiel V est appliquée. Pour un 

réglage donné de la différence de potentiel, seuls les électrons ayant une énergie égale à 

l'énergie de passage atteignent le détecteur, ce qui permet d’améliorer la résolution des spectres 

obtenus. 

Traitement des données 

Chaque élément donnera un spectre unique. Pour les surfaces d’intérêt biologique, les 

pics suivants sont généralement observés sur les spectres à balayage large : O1s, N1s et C1s. 

Le spectre de chaque élément présente un épaulement en arrière-plan à faible énergie cinétique, 

c'est-à-dire à haute énergie de liaison, en raison de la contribution des photoélectrons qui 

s'échappent de la surface après avoir subi des collisions inélastiques aléatoires. Pour atteindre 

une sensibilité suffisante et améliorer le rapport signal/bruit, il est souvent nécessaire de balayer 

de manière répétitive les pics qui doivent être analysés en détail. La position du pic sur l'échelle 

d'énergie permet d'identifier l'élément présent à la surface de l'échantillon tandis que l'intensité 

du pic reflète la concentration de cet élément. Cependant, pour obtenir la valeur absolue de 

l'énergie de liaison des pics XPS de l'échantillon, la valeur de l'énergie de charge doit être 

déterminée et déduite. Ici, tous les pics sont calibrés selon la composante C1s due au carbone 

uniquement lié au carbone, C-(C,H), en considérant une position de pic à une énergie de liaison 

de c.a. 284,8 eV. L'utilisation de cette valeur de référence permet effectuer une comparaison 

quantitative entre les différents échantillons. Un léger décalage de la position des pics d'un 

même élément reflète les changements des groupes chimiques dans lesquels l'élément considéré 

est impliqué. En effet, l'énergie de liaison d'un électron dépend également de son environnement 

chimique. Il apparaît sur la Figure 24B que chaque liaison du carbone avec l'oxygène déplace 

la position C1s vers une énergie élevée. L'énergie de liaison est en effet plus élevée lorsque la 

densité électronique diminue. Cette dernière résulte à la fois de l'état d'oxydation et de la nature 

des atomes liés. En conséquence, la décomposition du pic C 1s fournit des informations sur la 
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nature chimique des composés organiques et offre une certaine sélectivité dans l'analyse, i.e. 

une discrimination entre les contaminants et les composés d'intérêt. 

L’analyse XPS fournit des informations quantitatives pertinentes sur la composition 

élémentaire de la surface. Cependant, il est nécessaire de procéder à une décomposition des pics 

fiable pour quantifier les différentes contributions de chaque liaison chimique. Dans cet 

objectif, deux points sont à considérer :  

─ La taille de l’échantillonnage : il est, en effet, primordial de travailler sur un nombre 

d'échantillons statistiquement significatif de manière à ce que les ensembles de spectres 

puissent être comparés de manière fiable. La décomposition des pics peut être réalisée en 

imposant des contraintes raisonnables (la largeur à mi-hauteur FWHM, la position des 

composantes et la distance entre elles…). La méthodologie développée ici est basée sur 

l'approche utilisée pour les bio-surfaces et adaptée aux interfaces (bio)organiques-

inorganiques.489,492,496,497 

─ La prise en compte de la pertinence chimique des données spectrales, qui peut être 

intéressante à trois niveaux différents : guider la décomposition des pics en sélectionnant 

des contraintes adéquates, valider la décomposition et l'identification des composants, et 

exprimer les informations nouvellement générées en termes chimiques appropriés. La 

cohérence des données spectrales, générées par la quantification élémentaire, la 

décomposition et l'estimation de certains composés spécifiques, e.g. le collagène, peut être 

évaluée au moyen de corrélations statistiques simples si un nombre significatif 

d'échantillons est disponible. 

 La spectroscopie XPS renseigne sur la composition élémentaire de l'ECM située en 

extrême surface, c'est-à-dire à une profondeur maximale de c.a. 10 nm. Il est à noter que la 

composition fournie peut différer de celle de l'ensemble du tissu en raison, par exemple, de la 

présence d'une contamination en surface. Bien qu'inévitable, la contamination peut être 

contrôlée et estimée.498  Les données générées par les analyses de surface peuvent donc différer 

de celles obtenues par une analyse en profondeur et ne pas être parfaitement comparables aux 

données recueillies déjà décrites dans la littérature. Des études complémentaires concernant la 

structure et les propriétés mécaniques de l'ECM doivent donc être réalisées à l’échelle 

nanométrique afin d'être raisonnablement liées à la composition de l'ECM déterminée par 

l'analyse XPS. 
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1.4.6. La microscopie à force atomique 

La microscopie à force atomique (AFM) est un microscope à sonde locale, inventé par 

Binnig et al. en 1986,499 qui permet d'observer la topographie des surfaces. Cette technique de 

microscopie en champ proche consiste à balayer la surface de l’échantillon à l’aide d’une pointe 

qui, par l’intermédiaire des interactions établies, détecte les différentes propriétés 

topographiques de la surface.  

Ce microscope permet d'effectuer des mesures précises et non destructives à l'échelle 

nanométrique, ce qui permet d'accéder aux propriétés topographiques, électriques, 

magnétiques, chimiques, optiques et mécaniques de la surface d'un échantillon sur une vaste 

plage de températures et dans divers environnements, à savoir l'air, les liquides ou l'ultra-haut 

vide. La possibilité d’effectuer des mesures dans des environnements liquides et à température 

ambiante fait de l'AFM un outil puissant pour sonder les systèmes biologiques.  

L'AFM est réalisée à l'aide d'une pointe (sonde) fixée à un levier microfabriqué en 

nitrure de silicium (Si3N4) et dont le rayon de courbure peut varier de quelques nanomètres à 

quelques dizaines de nanomètres. Ainsi, en AFM la résolution latérale (en x, y) dépend du rayon 

de courbure de la pointe, et est de l'ordre du nanomètre, alors que la résolution spatiale (en z) 

est de l'ordre du dixième de nanomètre. Un faisceau laser focalisé sur le levier permet de suivre 

la position de la pointe par rapport à la surface par l’intermédiaire de la position du laser dans 

une photodiode (Figure 25A). Pendant l'analyse, l'échantillon se déplace grâce à un scanner 

céramique piézoélectrique qui contrôle la position latérale (x, y) et verticale (z) de la pointe. 

Comme le montre la Figure 25A, le mouvement de ce dernier est mesuré en suivant la position 

du faisceau laser, réfléchis via le levier puis un miroir, dans une photodiode.  

L'AFM peut être utilisée en imagerie ou en spectroscopie de force, en fonction de 

l'application spécifique requise.  

 

Imagerie 

En imagerie, on peut distinguer (Figure 25B) : 

(1) le mode contact, dans lequel la pointe est en contact permanent avec la surface de 

l’échantillon avec une force d’appui maintenue constante durant le balayage, 

(2) le mode intermittent, dans lesquels le cantilever oscille à une fréquence donnée, 

comme, par exemple, dans le mode Tapping ® (~ fréquence de résonnance) ou le mode peak 

force tapping ® (< fréquence de résonance).  
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Il convient de noter que le mode contact peut conduire à une détérioration de 

l’échantillon ou à une déformation des images (mouvement de friction). Le mode intermittent 

permet de résoudre ce problème puisque la pointe est en contact intermittent avec la surface de 

l‘échantillon. Dans les différents travaux menés dans le cadre de ce projet de thèse, aucune 

différence notable n’a été observée en termes de qualité d’image entre le mode contact et 

intermittent. L’ensemble des échantillons a donc été imagé en mode contact en raison de la 

stabilité de la mesure qu’offre ce mode.500,501 

 

  

Figure 25. Schematic illustration of AFM analysis (A) Instrumentation (B) Imaging mode (C) 

Force spectroscopy mode 
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Spectroscopie de force 

 Pendant la mesure mécanique en mode spectroscopie de force, la pointe de la sonde 

AFM est approchée et retirée de la surface de l'échantillon (Figure 25C). En effet, le scanner 

piézoélectrique, sur lequel est monté l’échantillon, est déplacé de haut en bas à un emplacement 

(x,y) donnée en appliquant une tension. Les courbes de force et de distance sont ensuite 

enregistrées en surveillant la déviation verticale du cantilever (d) en fonction du déplacement 

vertical du scanner piézoélectrique (z). On obtient une courbe brute qui est un tracé de la tension 

de la photodiode en fonction de la position du scanner. En utilisant les corrections appropriées, 

cette courbe peut être convertie en force-distance. 

 

 Tout d'abord, la tension peut être convertie en une déviation du cantilever en utilisant la 

pente de la courbe dans la région où la pointe et l'échantillon sont en contact. Ensuite, la 

déviation du cantilever est convertie en une force (F) en appliquant la loi de Hooke : F = ─ k . 

d, où F est la force, k est la constante de raideur du cantilever et d est la variation de la déviation 

du cantilever. La courbe peut être corrigée en traçant F en fonction de la séparation pointe-

échantillon, (z-d). La distance de séparation zéro est déterminée comme la position de la partie 

linéaire verticale de la courbe dans la région de contact. 

 

 On peut distinguer différentes parties dans une courbe force-distance ; un exemple 

typique obtenu pour une surface indéformable est illustré dans Figure 25C : A distance de 

l’échantillon , les forces subies par la pointe sont nulles (1) et le cantilever n'est pas dévié. 

Lorsque la pointe s'approche de la surface, le cantilever peut se courber vers le haut en raison 

des forces répulsives jusqu'à ce que la pointe entre en contact avec la surface de l'échantillon 

(2). Lorsque ces forces d'attraction dépassent la constante de raideur du cantilever additionné 

au gradient des forces de répulsion, la pointe entre en contact avec l'échantillon. 

 

 La phase d'approche de la courbe force-distance peut être utilisée pour mesurer les 

forces de surface, comprenant les forces de Van der Waals et les forces électrostatiques, de 

solvatation, d'hydratation etc.502 

 

 Une fois que la pointe est en contact avec la surface, elle peut être poussée dans la 

surface de l'échantillon avec une certaine force, provoquant une déviation du cantilever et une 

augmentation de la force de contact répulsive (3). Les propriétés viscoélastiques de 

l'échantillon, telles que le module d'élasticité, peuvent être étudiées. Lorsque le cantilever se 
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rétracte de la surface, la pointe reste en contact avec la surface en raison des forces d'adhérence 

(4). À une certaine distance, la force du cantilever sera suffisante pour les surmonter et la pointe 

se libérera (5). 

 

 Pour une mesure quantitative du module élastique, la constante de ressort du cantilever 

doit être calibrée. Dans ce cas, la méthode du bruit thermique est appliquée pour la calibration. 

Le spectre de bruit thermique est un tracé des fluctuations du cantilever en fonction de la 

fréquence. Les fluctuations thermiques du cantilever sont dues à l'environnement. La plus 

grande amplitude sera observée autour de la fréquence de résonance du cantilever. En effet, 

pour une température donnée, cette amplitude ne dépend que de la constante de raideur du 

cantilever. La courbe de résonance thermique peut donc être ajustée à une fonction de Lorentz, 

ce qui permet de calculer la constante de raideur.  

 

 La déflexion du cantilever est directement proportionnelle à la force d'interaction pointe-

échantillon. Lorsque la déviation du cantilever est connue en unités de longueur, il est facile de 

la convertir en unités de force. La force dans les interactions moléculaires est généralement 

comprise entre 10-9 et 10-12 N. Les données d'une expérience sont souvent affichées sous la 

forme d'un simple graphique x-y. Les positions de hauteur pour l'approche ou la rétraction de 

la pointe et de l'échantillon sont indiquées dans le graphique. Les positions de hauteur pour 

l'approche ou la rétraction du cantilever sont indiquées par l'axe des x et la propriété du 

cantilever qui est mesurée est l'axe des y.  

  

 Ces vingt dernières années, l’AFM est devenue une technique phare et couramment 

utilisée pour caractériser les tissus musculosquelettiques tels que le tendons, l’os et le cartilage 

399,503–510  Par exemple, de nombreux auteurs ont utilisé l’AFM pour étudier le cartilage 

articulaire porcin, murin et humain.401,509–511 Cependant il existe une grande disparité dans les 

résultats obtenus sur un même tissu. En effet, plusieurs paramètres peuvent influencer les 

mesures du module d'Young :  

- La nature de l’échantillon : Darling et al, ont mesuré la rigidité in situ de la PCM et de 

l'ECM du cartilage articulaire humain, porcin et murin. Cette étude a démontré une 

variation intraespèce du module élastique identique mais une variabilité interespèce de 

l’élasticité, i.e. 306±133 kPa, 81±19 kPa et 197±92 kPa mesurés respectivement sur les 

échantillons humains, porcin et murin. Par ailleurs, l’état physiologique du tissu, e.g. 

l’âge, peut également influencer la mesure des propriétés mécaniques.509,512 
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- La préparation de l’échantillon influence également la mesure des propriétés 

mécaniques. Par exemple, les réticulations créées lors de la fixation des tissus au 

paraformaldéhyde rigidifient le tissu. Un même tissu analysé « frais » ou après 

congélation directe ne présentera pas les même propriétés mécaniques qu’un tissu fixé. 

- Les dimensions de la pointe AFM utilisée : Lors d’une étude menée sur le cartilage 

articulaire porcin, Stolz et al. ont démontré que le module élastique mesuré dépendait 

fortement de la taille et de la forme de la pointe utilisée lors de l’analyse : la pointe 

nanométrique mesurent un module de Young 100 fois plus faible que la pointe 

micrométrique (pointe possédant une microbille en borosilicate à son extrémité)510 . 

- La zone et la direction d’analyse : Le module élastique mesuré peut également dépendre 

de la localisation à l’intérieur même de l’articulation, e.g. Wilutz et al. ont montré une 

diminution au cours de l’arthrose de 45% (p=0.003) du module de Young de l’ECM du 

cartilage articulaire provenant du condyle médial tandis qu’aucune différence entre le 

cartilage sain et arthrosique n’a été observée dans le condyle latéral.401 Par ailleurs, le 

cartilage étant un tissu anisotrope, la direction utilisée pour les mesures d’élasticité 

affecte grandement les valeurs du module de Young obtenues comme le montre les 

études de Jurvelin et al. et Mc Leod et al.431,513 Jurvelin et al. ont, en effet, montré que 

le module élastique mesuré parallèlement à la surface est supérieur à celui mesuré 

perpendiculairement à celle-ci (1.237±0.486 MPa versus 0.845±0.383 MPa). L’étude 

menée par Mc Leod et al., a permis de démontrer que le module d’élasticité est, en effet, 

influencé par l’orientation des fibrilles de collagène. En zone superficielle et profonde, 

les modules élastiques mesurés dans la direction des fibrilles de collagène, i.e. mesurés 

respectivement parallèlement à la surface et perpendiculairement à la tidemark, sont 

significativement plus grands que ceux mesurés perpendiculairement à l'orientation des 

fibrilles. La zone intermédiaire qui sert de transition structurelle, i.e. orientation 

aléatoire des fibrilles, ne présente pas de variation significative du module élastique 

entre les différentes directions d'analyse. 

 

 En conclusion, L’AFM est un outil puissant qui permet à la fois (1) d’accéder à la 

structure supramoléculaire des composants de l’ECM et de (2) déterminer les propriétés 

mécaniques associées à ces structures. Cependant, cette caractérisation à haute résolution 

nécessite la mise en place d’un protocole expérimental rigoureux afin d’obtenir des 

informations quantifiables fiables, reproductibles et comparables. 
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1.5. Objectif de l'étude et stratégies d'investigation : une approche 

 interdisciplinaire pour une meilleure compréhension du vivant 

 
 L'ECM de la capsule et du cartilage articulaire est complexe tant dans sa composition 

que dans sa structure. Les propriétés biomécaniques essentielles au bon fonctionnement de ces 

tissus résultent de l'interaction subtile entre les composants de l'ECM à travers des assemblages 

supramoléculaires. Le remodelage de l’ECM apparait critique pour le développement et la 

progression des affections ostéoarticulaires. En effet, de petites variations en termes de 

composition et de structure peuvent induire un impact significatif sur l'intégrité du tissu et ses 

propriétés, entraînant ainsi des dysfonctionnements, e.g. les luxation de l’épaule, et le 

développement de pathologies, e.g. l’arthrose. Le remodelage de l’ECM est souvent étudié par 

des techniques biochimiques standards, e.g. histochimie, qui ne permettent pas de fournir des 

informations à l’échelle supramoléculaire. Nous pensons que l’utilisation des techniques de 

caractérisation de surface pour l’analyse des tissus biologiques, à l’échelle supramoléculaire, 

pourrait contribuer à une meilleure compréhension de la nature des processus biologiques et 

physicochimiques impliqués dans le remodelage pathologique de l’ECM.  

 

 Les objectifs de ce projet sont multiples avec (1) le développement de méthodes 

permettant l'analyse de tissus biologiques par des techniques puissantes de caractérisation de 

surface et (2) la compréhension fondamentale des modifications de l'ECM dans les tissus 

ostéoarticulaires malades. 

 

Ce manuscrit de thèse s’articule autour de trois études qui portent sur : 

 

 L’effet de la réticulation du collagène sur les propriétés structurelles et mécaniques des      

capsules d’épaule humaine luxées, 
 

 La caractérisation du remodelage pathologique de l’ECM du cartilage humain dans 

l’arthrose, en termes de composition, de structure et de propriétés mécaniques, 
 

 La caractérisation moléculaire, biochimique et physicochimique du remodelage de 

l'ECM associé à la calcification pendant la différenciation hypertrophique des 

chondrocytes articulaires. 
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Chapitre 2 

Effet de la réticulation du collagène sur les 

capsules d'épaule humaine luxées 
–  

Effet sur les propriétés structurelles et mécaniques 
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 L’ECM de la capsule articulaire est principalement composée de collagène fibrillaire de 

type I. La résistance à la traction nécessaire à la stabilisation de l’articulation résulte de la 

nanostructure des fibrilles en présence. La structure fibrillaire du collagène est stabilisée par 

plusieurs modifications post-traductionnelles qui permettent la formation de réticulations 

intermoléculaires et interfibrillaires. La rigidité du tissu dépend, entre autres, de la densité de 

ces réticulations :  

─ une trop forte densité réticulaire rigidifie le tissu qui perd en élasticité, ce qui engendre 

une limitation dans l’amplitude des mouvements et dans l’absorption des chocs, e.g. 

réticulation de type AGE lors du vieillissement du tissu. 

─ une trop faible densité réticulaire assouplie le tissu qui, trop lâche,  n’est plus en mesure 

de stabilise l’articulation, on assiste dès lors au glissement anormal de l’extrémité 

osseuse en dehors de l’articulation, i.e. luxation. 

 

 Dans ce chapitre, nous avons étudié l’effet de la combinaison riboflavine/UV, une 

procédure de réticulation utilisée dans le traitement de troubles ophtalmiques, sur la structure 

et la réponse mécanique des capsules d’épaule issues de patients sujets à de fréquentes luxations 

d’épaules. Dans ce but, la structure et les propriétés mécaniques des capsules ont été 

déterminées à l'échelle nanométrique par AFM. 

 

Ce travail fait l’objet d’un article publié le 18 février 2022 ─ International Journal of Molecular 

Sciences 23, no. 4: 2297, https://doi.org/10.3390/ijms23042297 

 

 
 

https://doi.org/10.3390/ijms23042297
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Abstract 

 Classical treatments of shoulder instability are associated with recurrence. To determine 

whether the modification of the entire capsule properties may be an alternative procedure, the 

effect of crosslinking treatment on the structure and mechanical characteristics of diseased 

human shoulder capsules was investigated. Joint capsules harvested from patients during 

shoulder surgery (n=5) were treated or not with UV and/or riboflavin (0.1%, 1.0% and 2.5%). 

The structure and the mechanical properties of the capsules were determined at the nanoscale 

by atomic force microscopy (AFM). The effect of treatments on cell death was investigated. 

Collagen fibrils displayed highly ordered structures. They were well-aligned and adjacent to 

each other with a D-periodicity of 66.9 ± 3.2 nm and a diameter of 71.8 ±15.4 nm in control 

untreated capsules. No effect of UV and/or riboflavin treatments was observed on the structural 

organization of the collagen fibrils or the D-periodicity or the diameter of the fibrils. UV and/or 

riboflavin treatments also did not induce cell death. In contrast, the crosslinking procedure 

strongly affected the tissue elasticity with a mean increase in the Young’s modulus values 

ranged between 1.3- and 7.1-fold (p < 0.0001 for each patient) for the UV + 2.5% riboflavin 

treatment. Our results show that the crosslinking procedure changed the biomechanics of 

diseased capsules, while keeping their structural organization unchanged. The UV/riboflavin 

crosslinking procedure may be a promising way to preserve the functions of collagen-based 

tissues and tune their elasticity for clinically relevant treatments. 

 

Keywords: shoulder instability, atomic force microscopy, type I collagen fibrils 
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2.1. Introduction 

Instabilities of the glenohumeral joint are the frequent disorders of young sportive 

patients. Dislocations of the shoulder joint are almost systematically associated with bony and 

capsulolabral disorders. Anatomic lesions like Bankart, HAGL (humeral avulsion 

glenohumeral ligament) or mid substance tears of the capsule and labrum are well known and 

are routinely treated by surgical procedures. Even after having fixed those macroscopic tears, 

recurrence is frequent.514 A simple plication or direct repair could not treat the instability 

efficiently because surgery is acting mostly on the soft tissues involved in the procedure.514 The 

modification of the entire capsule then appears as an alternative procedure. Hippocrates first 

described burns of all the anterior aspect of the shoulder in order to perform a scar tissue to 

limit anterior translation.515 Thermal capsulorrhaphy has been developed and used to treat many 

different types of shoulder instability, but the efficacy of the thermal treatment cannot be 

confirmed.349 This thermal shrinkage can also be carried out using radiofrequency or laser 

devices.351Rare but detrimental complications and few relevant clinical studies made this 

technique less popular.351 Therefore, there is a real unmet need to efficiently treat shoulder 

instability. 

The frequent recurrence of instability is mainly associated with the modification of the 

capsulolabral tissue structure caused by repetitive trauma. Rodeo et al.348 reported that 

dislocation modifies the structure of the capsule at the (supra)molecular level, showing 

significant differences in the characteristics of collagen fibrils (i.e., collagen crosslinks, 

collagen fibril diameter and density and amino acid composition) between healthy and 

dislocated shoulder capsules. The joint capsule is indeed mainly composed of fibrils of self-

assembled type I collagen with a presumable multiaxial orientation.516 The mechanical 

properties of the capsule, particularly the tensile strength, depend on the mean diameter of 

collagen fibrils and the intermolecular crosslinks between collagen molecules within the fibrils, 

which prevent the slippage under load. The mechanical behaviour is further tuned by the 

alignment of these fibrils in the tissue.348 The anterior dislocation primarily affects the tensile 

behaviour of the glenohumeral capsule rather than the shear behaviour, and this phenomenon 

could be caused by failure or rotation of the collagen fibrils and/or the plastic deformation of 

the matrix.517 

In vivo, type I collagen fibrils form by the self-assembly of collagen triple-helix (with 

molecular dimensions of ∼300 nm in length and ∼1.5 nm in diameter)36,518 through a cell-
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mediated regulation process involving two main processes519: (i) intermolecular interactions 

(hydrophobic interactions, hydrogen bonding, electrostatic interaction) determined by the 

intrinsic properties of collagen molecules;36,518 and (ii) covalent bonds, which may be of a 

chemical nature or mediated by enzymes.519 The controlled enzyme-assisted crosslinking is 

achieved by the oxidative deamination of specific lysine residues via lysyl oxidases, yielding 

lysine-aldehydes. The latter react, then, with an opposing hydroxylysine to form a Schiff base. 

By contrast, the non-enzymatic crosslinking results in an adventitious reaction between 

collagen and glucose. These crosslinking processes are tissue specific and provide the strength 

to collagen fibrils, depending on the mechanical requirements of the tissue (elasticity, stiffness, 

energy storing, etc.). Improving the mechanical properties of tissues by crosslinking has been  

used in clinical practice in ophthalmology for the treatment of cornea and sclera disorders for a 

couple of decades.520 The principle is to change the degree of crosslinking within the collagen 

fibrils to modify the mechanical properties of the tissue. This interestingly therapeutic approach 

may be an alternative way to treat shoulder instability. 

In the present study, we investigate the combined effect of UV irradiation and riboflavin, 

a procedure adapted from crosslinking treatments performed on cornea and sclera disorders 520, 

on the structure and mechanical properties of diseased shoulder capsules harvested from 

patients during surgery. Owing to the dimensions of the collagen fibrils and their organization 

in the tissue, it is crucial to probe the effect of crosslinking at the nanoscale. Capsules were, 

thus, characterized by atomic force microscopy (AFM), one of the main techniques used to 

probe the organization of collagen in tissues at the nanoscale.521–529 More precisely, the present 

investigations aim to (i) better define the structure of the collagen in the capsule, (ii) determine 

the impact of the crosslinking treatment on collagen fibrils structures and mechanical 

properties, and (iii) define optimal conditions for clinically relevant experimentation of this 

crosslinking procedure. 
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2.2. Materials and methods 

1.2.3. Sample preparation 

 Articular capsules were collected from five patients undergoing shoulder surgery in the 

Maussins-Nollet Clinic (Paris, France). Informed consent was obtained from each patient on 

the day before surgery. Experiments using human samples have been performed in accordance 

with the Dec-laration of Helsinki and have been approved by a French Institutional Review 

Board (Comité de Protection des Personnes Ile de France V). All experiments were performed 

in accordance with the relevant guidelines and regulations. Latarjet procedure was performed 

to stabilize the joint, allowing to remove 1 cm² of capsule, at the anterior and superior aspect of 

the detached capsule, that is no more useful in this surgical procedure. Each sample were cut 

into eight equal pieces of about 1 mm3 (Figure 26A). Following the dissection, tissues were 

distributed fairly among two 96-well tissue culture plates corresponding to UV conditions and 

control conditions. Samples were incubated in 150 L of PBS buffer solution with or without 

riboflavin at various concentrations for 5 min in the dark. The different procedures used for 

sample preparation are summarized in Table 4. After changing treatment solution of each well 

by a new one, articular capsules were incubated for 30 min at room temperature. During this 

incubation period, the UV condition plate was illuminated by UV beam ( = 365 nm), while 

for the control condition plate was protected from the light (Figure 26B). All treatment 

solutions were changed every 5 min during this 30 min. After treatment, tissues were washed 

in PBS during 30 min, embedded in O.C.T. compound (Leica Biosystems, Nanterre, France) 

and stored at -80°C until cryosectioning. For each treatment condition, tissues were sectioned 

with a thickness of 7 µm for biological analysis and 14 µm for structural and mechanical 

characterizations. The different samples are labelled RH, RM and RL according to the high 

(2.5%), medium (1.0%) or low concentration of riboflavin (0.1%), respectively, with or without 

UV (see Table 4). 

1.2.4. Cell death detection 

Apoptosis was determined using the in situ cell death detection kit, Fluorescein (Roche-

11684795910, Basel, Switzerland). The TUNEL assay was carried out according to the 

manufacturer’s instructions. Briefly, the articular capsules slices were fixed in 

paraformaldehyde (3.7% in PBS, pH 7.4) for 20 min and incubated in permeabilization solution 

(0.1% Triton X-100, 0.1% sodium citrate) for 2 min on ice. Free DNA 3’-OH ends were next 
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labeled with fluorescein-labeled nucleotides (fluorescein-dUTP) in the presence of a Terminal 

deoxynucleotidyl Transferase (TdT) for 60 min at 37°C in a humidified atmosphere in the dark.  

Tissues incubated in dUTP without TdT enzyme were used as negative control, while positive 

control had DNA strand breaks induced with recombinant DNase 1 (0.1 mg/mL for 10 min), 

prior to the labelling procedure. Samples were directly analyzed under fluorescence microscope 

(excitation wavelength of 450-500 nm and detection in the range of 515-565 nm). DAPI 

staining was used to check the location of the nucleus (Figure 26C). 

 

Figure 26. Experimental design. A) Tissue sampling. B) Tissue treatment: Riboflavin treatment (RH: 2.5%, RM: 

1.0%, RL: 0.1%) with and without UV radiation, O.C.T. inclusion and subsequent cryosectioning. C) Tissue 

characterizations: Fluorescent (C1) for the detection of cell apoptosis and atomic force microscopy (C2) for probing 

structural and mechanical properties. 
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Table 4. Treatment solution of each plate well according to the associated condition 

Plate Sample Treatment Solution 

C
o
n
tr

o
l 

co
n
d
it

io
n
 CTRL Control Riboflavin PBS 1X 

RH Riboflavin 2.5% Riboflavin 2.5%  in PBS 1X 

RM Riboflavin 1.0% Riboflavin 1.0%  in PBS 1X 

RL Riboflavin 0.1% Riboflavin 0.1%  in PBS 1X 

U
V

 c
o
n
d
it

io
n

 

UV Control UV PBS 1X 

UV + RH Riboflavin 2.5% Riboflavin 2.5%  in PBS 1X 

UV + RM Riboflavin 1.0% Riboflavin 1.0%  in PBS 1X 

UV + RL Riboflavin 0.1% Riboflavin 0.1%  in PBS 1X 

 

1.2.5. Atomic force microscopy 

Experiments were performed using a commercial AFM (NanoScope VIII MultiMode 

AFM, Bruker Nano Inc., Nano Surfaces Division, Santa Barbara, CA.). The human tissue 

samples were immobilized on chemically modified glass slide (Figure 26C) to avoid movement 

(vertical or lateral) that may generate artifacts during imaging and force curve acquisition. Glass 

slides (disks, 12 mm of diameter, Thermo Scientific) were cleaned prior to use in a piranha 

solution (H2SO4 (98%)/H2O2 (27%), 3/1, v/v) and thoroughly rinsed with ultrapure water (Milli-

Q, Millipore, France). The glass slides were then incubated in dopamine solution (1mg/mL 

dopamine in 10 mM Tris, pH 8.5) at room temperature for 24h while ensuring a gentle stirring. 

The glass slides were then rinsed in three different baths (2 min each) of ultrapure water and 

dried under nitrogen gas flow.  

 Glass slides, on which the human tissues were cryo-sectioned, were fixed on a steel 

sample puck using a small piece of adhesive tape. Images were recorded both in the hydrated 

(PBS buffer) and the dried states at room temperature (20-22°C). Oxide-sharpened 

microfabricated Si3N4 cantilevers were used (SNL-10, Bruker Nano Inc., Nano Surfaces 

Division, Santa Barbara, Cam USA). The curvature radius of the tips was about 10 nm 



94 

 

(manufacturer specifications). All topographic images shown in this paper were flattened using 

a third-order polynomial to correct surface tilt and eliminate bow effects. 

 Force-distance curves (see Figure 27A and B) were recorded in PBS buffer at room 

temperature using microfabricated Si3N4 cantilevers (MLCT from Bruker Nano Inc., Nano 

Surfaces Division, Santa Barbara, CA,USA). The spring constants of the cantilevers were 

measured using the thermal noise method, yielding values ranging from 0.025 to 0.0482 N/m. 

The deflection sensitivity was calibrated by recording the response of the cantilever on a silicon 

wafer substrate, considered as an infinitely stiff surface. The curvature radius of silicon nitride 

tips was about 20 nm (manufacturer specifications). The same tip was used for all the 

measurements of the same patient (for all four conditions, without modification of the 

parameters), which removes the variability that one could otherwise have between conditions. 

A visual control of the tissue was performed using the optical microscope coupled with the 

AFM instrument to verify tissue integrity and define an area of interest. All force curves were 

recorded by applying a 1 nN force trigger with a 1 μm ramp size and approach/retraction 

velocities of 8 µm/s. For each sample, force-distance curves were acquired at least four areas 

of the sample. For each area (2 µm × 2 µm), curves were recorded with a force volume 

parameter set to 64 by 64 pixels for 1 area and 16 by 16 pixels for 3 areas, resulting in a 

minimum of 1700 curves per sample. For each condition (CTRL, UV, R and R+UV, see Table 

4), 3 different samples were used, so at least 5000 curves were recorded per condition per 

patient. Since the edge of treated tissues appeared yellow due to the accumulation of riboflavin, 

only the non-colored internal part was analyzed. 

 

1.2.6. Data analysis 

At least 3 images of 2 µm  2 µm were acquired per condition and per patient and used 

to determine the intrinsic characteristics of the collagen fibrils (mean diameter and D-period). 

D-period corresponds to a succession of gaps and overlaps along the fibrils, generally around 

67 nm for type I collagen. Measurements were obtained from at least 100-line scans obtained 

on different AFM height images. Box plots were generated by pooling all the data as a function 

of the condition and patient. Wilcoxon matched paired tests were performed with GraphPad 

Prism 5 software to compare the characteristics of the collagen fibrils between different 

conditions for each patient. A p-value of <0.0001 was considered to be significant.  
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An in-house pyAF (python Atomic Force) software, version 1.5.1, is used to analyse the 

force-distance curves. To detect the point of contact on the force curves, a linear fit was made 

using the baseline of the approach curve. A noise threshold is used to shift the fit along the force 

axis. The noise parameter can be manually adjusted by the user to optimize the detection of the 

point of contact. The position of the contact point is determined by the intersection between the 

force curve and this shifted fit. Subsequently, the elasticity was deduced from the Young’s 

modulus which was determined from the indentation portion of the curve using the elastic 

contact model for pyramidal indenters (named Bilodeau model530), using the following 

equation: 

𝐹 =  
3

4

𝐸 tan 𝛼

1 − 𝑣²
𝛿² 

where F is the measured force, E the elastic modulus, α the face angle of the pyramid, δ the 

indentation depth, and ν the sample’s Poisson’s ratio, that was set to 0.5, which correspond to 

an incompressible material.  
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 The results are then presented in the form of 2 µm  2 µm elasticity maps recorded on 

the 64 by 64 curves experiments where Young’s modulus is displayed as coloured pixels that 

reflect the tissue stiffness magnitude. Box plots were also generated by pooling all the data from 

the elasticity maps as a function of the condition and patient. Unpaired t-test with Welch’s 

correction (which assume no equal SDs) was performed to compare Young’s modulus between 

conditions (***p-value < 0.0001. A p-value of <0.0001 was considered to be significant). 

Bottom and top of the boxes represent the first and third quartiles respectively. The line within 

the bow corresponds to the second quartile, i.e. the median. The whiskers represent the 5th and 

the 95th percentiles.  

Figure 27. Atomic force microscopy analysis of human capsule elasticity. (A) A schematic representation of the 

experimental set-up. (B) Representative Force versus Displacement curve (the approach part) showing two 

different behaviors: the probe pushing on a hard surface (dashed line) or indenting in a soft surface (continuous 

line) (C-F) Elastic modulus maps (2 µm x 2 µm) obtained for the joint capsule in the different conditions : control 

(C), UV treatment (D), 2.5% Riboflavin treatment (RH) (E) and 2.5% Riboflavin + UV treatment (UV + RH) (F). 

The different colors are representative of lower (blue/green) and higher (red/orange) values of the Young’s 

modulus. (G) Quantification of Young’s modulus obtained by AFM for the joint capsules in the four different 

conditions for one representative patient (Box plots generated by pooling all of the data collected for at least three 

different elasticity maps per condition and for different regions of the tissue, ***p-value < 0.0001). 
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2.3. Results 

2.3.1. Increased capsule stiffness after crosslinking procedure 

The procedures used for tissue sampling, crosslinking and sample preparation are 

summarized in Figure 26. AFM was used to compare the mechanical properties of the joint 

capsules with and without treatment (Figure 27 and Figure 28). To ensure that observed 

differences between treatment may not be due to an experimental artefact, all experiments for 

the same patient were always performed using the same AFM tip and by keeping strictly the 

same experimental parameters. The Figure 27 presents the elasticity maps obtained for one 

patient in the different experimental conditions, where Young’s modulus is displayed as 

coloured pixels that reflect the tissue stiffness magnitude. In the control non-treated condition 

(Figure 27C), the elasticity of the tissue is relatively low compared to UV and UV + 2.5% 

Riboflavin (UV + RH) treatments (Figure 27D and F); the latter treatments induced a strong 

increase in tissue stiffness (p < 0.0001 for both UV and UV+RH treatment) (Figure 27G). By 

contrast, the riboflavin (RH) treatment led to a decrease of the Young modulus (p < 0.0001) 

(Figure 27E and G) that may be explained by an effect of riboflavin on the native crosslinking 

of collagen fibrils. The effects of the treatments on the mechanical properties of the joint 

capsules observed on this patient reflect the trends obtained for the entire patient panel. Since 

the most noticeable effect on mechanical properties seems to be related to the UV+RH treatment 

and that this treatment is the one expected to induce collagen crosslinking, Figure 28 presents 

individual comparisons obtained for the five studied patients with the UV+RH treatment. For 

each patient, an increase in the Young’s modulus after UV+RH treatment was clearly observed. 

The mean increase in the Young’s modulus values ranged between 1.3 and 7.1-fold (p < 0.0001 

for each patient) (Figure 28). These results suggest that the crosslinking procedure had a major 

effect on the elasticity of collagen fibrils within the diseased capsules. Thus, the crosslinking 

procedure increased the capsules tissue stiffness. It is worth noting that box plots also showed 

high variability on the Young modulus values obtained with UV and UV+RH (Figure 27G). 

This suggests that the treatment induces heterogeneity on the tissue elasticity, which seems to 

be completely random and did not reveal any anisotropic feature. 
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2.3.2. Increased capsule stiffness after crosslinking procedure 

Figure 29A and B present AFM images recorded in the hydrated phases (close to 

physiological conditions), showing the typical morphology of native damaged capsules, i.e. 

prior to crosslinking treatments. The results show an alignment of the collagen fibrils. The 

collagen fibrils were adjacent to each other and had a similar diameter size. However, the 

recorded images did not allow the structure of individual fibrils, particularly their D-periodicity, 

to be enough resolved. This may be due to their mobility during imaging resulting on their 

interaction with the AFM tip, as commonly observed on adsorbed collagen layers531 and 

collagen-based tissues.532 In the dried phase (Figure 29C and D), the organization of these 

fibrils showed an alignment similar to that observed in the hydrated state, even if some disrupted 

fibrils could be observed (see arrow in Figure 29C). By contrast, the structure of individual 

collagen fibrils was well visible, which allowed statistical analyses of their characteristics to be 

performed in a reliable way. 
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Figure 28. Increase tissue stiffness of human capsules by crosslinking treatment. 

Comparison of the quantification of Young’s modulus obtained by AFM for the joint 

capsules in the two different conditions (Control in black and 2.5% Riboflavin + UV in 

red) and for five different patient (Box plots generated by pooling all of the data collected 

for at least three different elasticity maps per condition and for different regions of the 

tissue, ***p-value < 0.0001). 
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AFM images were also recorded on capsules treated with UV, RH or with UV+RH 

(Figure 29F-H). Only the results for high concentration (2.5%) of riboflavin are presented, 

since similar results were obtained, whatever the concentration of riboflavin used. Results did 

not show noticeable effects on the whole morphology of the collagen fibrils, i.e. their adjacent 

and aligned features. Moreover, D-periods remained clearly visible on individual fibrils, 

regardless of the treatment used.    

These qualitative observations suggest that individual collagen fibrils and their 

organization within the tissue were not greatly impacted by the treatments. To obtain 

quantitative information, the characteristics of collagen fibrils, namely, their mean diameter and 

D-period, were measured from high-resolution AFM images (Figure 29E-H). For this purpose, 

at least 100 lines scans were taken from different AFM images, for each treatment, and used to 

compute D-periodicity. Line scans were taken on individual collagen fibrils along its 

longitudinal axis. Control non-treated capsules showed well-defined D-periodicity measured at 

66.9 ± 3.2 nm (Fig. 4E and J), as broadly observed in type I collagen-based tissues.526,527,533 

This is clearly shown through the line scans taken along the fibril longitudinal axis (Figure 

29I). Results show that the obtained mean values of the D-period were not affected by RH (67.1 

± 3.1 nm, p = 0.0517) and UV+RH (68.2 ±5.04 nm, p = 0.2668) treatment and slightly affected 

by the UV (68.7 ± 5.3 nm, p ≤ 0.001) treatment (Figure 29J). Similarly, the mean values of the 

fibrils’ diameter were similar in control (71.8 ±15.4 nm), RH  (69.6 ± 14.1 nm, p = 0.7090), UV 

(74.1 ± 18.4 nm, p = 0.5940) and UV+RH (74.1 ± 20.7 nm, p = 0.9937) treated capsules, 

confirming the narrow size distribution of fibrils’ diameter in the capsule (Figure 29K). 
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Because UV and riboflavin treatments could induce cell death, the presence of apoptotic 

cells was investigated in treated and non-treated capsules by TUNEL assay (Figure 30). Dead 

cells appeared as bright green spots as shown in the positive control, whereas blue-fluorescent 

DAPI is used as a nuclear staining. No increase in cell death was observed after treatment by 

UV, riboflavin, or UV and riboflavin, whatever the concentration of riboflavin used. 

These findings clearly indicate that the different treatments, particularly UV+RH did not 

alter the organization of collagen fibrils within the capsule, i.e. their adjacent and alignment 

features, and the characteristics of individual collagen fibrils, namely their D-period and mean 

diameter, nor induced apoptosis.  

 

 

 

Figure 29. Atomic force microscopy analysis of human capsule structure. Representative AFM (A, C) height and 

(B, D) deflection images (5 µm × 5 µm, contact mode) recorded on untreated joint capsule in (A, B) PBS buffer 

or in (C, D) air. (E-H) High-resolution images recorded in air of the joint capsule (E) prior to and after (F) 2.5% 

Riboflavin (RH), (G) UV or (H) 2.5% Riboflavin + UV treatments (UV+RH). (I) Scan line taken at the location 

indicated by the arrows and dashed line in the image (E). (J, K) Box plots generated by pooling all of the data as 

a function of the treatment showing the evolution of (J) D-period and (K) mean diameter of individual fibrils.   
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Figure 30. Absence of cell death induction by crosslinking treatment. Human articular capsules were treated or 

not (CTRL) by UV, 0.1% Riboflavin (RL), 2.5% Riboflavin (RH), UV + 0.1% Riboflavin (UV + RL) or UV + 

2.5% Riboflavin (UV + RH) before TUNEL assay. No cell death was observed in negative control, whereas many 

apoptotic cells (green) were present in positive control. UV and riboflavin alone or in combination did not induced 

cell death. DAPI staining was used to check the location of the nucleus (blue). 
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2.4. Discussion 

The treatment of shoulder instability by the classical surgery procedure is associated 

with a high risk of recurrence.514 In patients with recurrent shoulder instability, the 

capsulolabral tissue is damaged by  repetitive trauma.348 In the present study, we show that a 

crosslinking procedure, using riboflavin and UV irradiation, had a major effect on the elasticity 

of collagen fibrils of human diseased shoulder capsules. The crosslinking procedure reinforced 

tissue stiffness without altering the characteristics of individual collagen fibrils (namely their 

D-period and mean diameter) and the organization of these fibrils, without increasing cell death. 

Riboflavin was used here as a photosensitizer, which produces radicals within the tissue 

when exposed to UV irradiation, thus promoting collagen crosslinking. The mechanism by 

which riboflavin can induce the crosslinking of collagen molecules is described in the work of 

McCall et al., suggesting the existence of several pathways.534 In particular, it requires the 

production of singlet oxygen (1O2) that allows the formation of covalent bonds between 

(hydroxy)proline and histidine residues in adjacent chains.535 On the other hand, UV irradiation, 

without riboflavin, may also produce radicals in tyrosine and phenylalanine residues, thus 

inducing the crosslinking of collagen molecules.536,537 This may explain the increase of the 

stiffness when the tissue was exposed to UV, as shown in Figure 27G and confirmed in all 

patients (data not shown). 

Extracellular matrix (ECM) is an essential structural and functional component of 

biological tissues. ECM accounts, indeed, for their morphological organization, confers them 

mechanical properties, and is a microenvironmental sensor for adherent cells. Accordingly, any 

alteration in the composition, the organization or the structure of ECM provokes deep changes 

in tissue mechanical properties and cell behavior. The control of the ECM stiffness is, thus, 

pivotal for tissue homeostasis. Moreover, ECM stiffness is commonly altered in numerous 

diseases, including solid cancers or cardiovascular diseases, and its control is of therapeutic 

interest.538 Deciphering the ultra-structural organization of ECM and their mechanical 

properties is an important step to better understand the pathogenic processes of diseases 

associated with ECM remodeling and to propose new therapeutic options. In this context, AFM 

has been extensively used for probing collagen-based tissues,524–528,539 including tendon,540 

cartilage521 and bone.541 AFM has shown its relevance to provide reliable information regarding 

their structural and mechanical properties, with the advantages of minimal sample preparation 

and ability to operate in physiological conditions. In the present study, AFM provided a relevant 
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way to characterize the collagen structure and stiffness in the joint capsule at the nanoscale. On 

the studied longitudinal cross-sections, our results show an alignment of fibrils in damaged joint 

capsules. The collagen fibrils were adjacent to each other, had a similar diameter size, and 

displayed the typical ∼ 67 nm D-period value for type I collagen. Interestingly, transmission 

electronic microscopy analysis of transversal cross-sections of the capsule did not reveal any 

significant difference in the mean diameter of collagen fibrils between normal and diseased 

capsules,348 suggesting that shoulder instability does not affect the organization of collagen 

fibrils. Nevertheless, using a small angle light scattering technique, Debski et al.516 showed that 

collagen fibers in the inferior glenohumeral ligament (IGHL) were not highly aligned, although 

small regions of localized alignment were found. Thus, the collagen organization at the 

micrometric scale suggests that IGHL is loaded in multiple directions. This random 

organization implies that during a capsular shift procedure, the ability of the IGHL to transfer 

loads across its entire insertion into the glenoid/labrum may be significantly altered.516 

The random organization of collagen fibers supports the idea that global treatment of 

the capsule structure should be efficient to increase the efficiency of surgery. Thermal treatment 

of unidirectional instability is not performed anymore due to high recurrence rates and 

complications, including temporary nerve injuries that usually involve the sensory branch of 

the axillary nerve and rare thermal necrosis of the capsule.349 A crosslinking procedure may 

achieve this goal. It has been routinely used in ophthalmology for decades.520 In joint tissues, 

crosslinking protocols have been performed on tendons,542 but has not been proposed for 

capsules yet, to the best of our knowledge. Enzymatic crosslinking protocols affect the whole 

tendon function, increasing failure load of individual collagen fibrils that paradoxically yield 

diminished tissue-failure properties.542 However, contradictory reports have inconsistently 

correlated crosslink density to tissue stiffness.542 Our results on the shoulder capsule show that 

the crosslinking procedure increased mechanical stiffness without modifying the structure and 

the morphology of collagen fibrils within the damaged capsules and without inducing 

immediate cell death. Such a capsular modification could be indicated in complement of 

shoulder stabilization for anterior or posterior instability and could be also useful for patients 

with very painful multidirectional instability, with or without connective tissue disorders like 

Ehlers Danlos patients 543. In addition, crosslinking treatment of the global capsule, increasing 

its stiffness, may be efficient for patients with abnormally high laxity like hyperlaxity spectrum 

disorder diseases, such as Ehlers Danlos or Marfan syndrome. 
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Some limitations emerge from our study. Although we show the effect of UV and 

riboflavin treatment on tissue stiffness, it is still unknown whether the elastic modulus obtained 

after crosslinking is comparable with healthy tissue. Moreover, further investigations are 

needed to identify the clinically relevant conditions for crosslinking treatment. Before starting 

clinical studies, the long-term efficacy and safety of crosslinking, the combination modality of 

crosslinking and surgery, the outcomes after crosslinking two or more times, and the efficacy 

and complications of crosslinking procedures with UV need to be determined.520 In addition, 

the effect of UV irradiation and riboflavin was analyzed on small tissue samples due to the 

small size of the capsule harvested during the surgical procedure. The efficiency of the 

treatment in the depth of the capsule has not been studied; the question, clearly, deserves further 

investigation. 

 

2.5. Conclusion 
Glenohumeral joint instability is a frequent disorder of young sportive patients. Its 

treatment by classical surgical procedures is not efficient and is associated with recurrence. In 

the present study, we used a crosslinking treatment based on a combination of UV irradiation 

and riboflavin to reinforce the tissue, which was mainly constituted of type I collagen fibrils. 

For this purpose, human articular capsules were collected from different patients undergoing 

shoulder surgery. Results show that the crosslinking procedure changed the biomechanics of 

diseased capsules by increasing the tissue stiffness while keeping their structural organisation 

unchanged, and without inducing any significant cell death. Accordingly, the UV/riboflavin 

crosslinking procedure is a promising way to preserve the functions of collagen-based tissues 

and to tune their elasticity for clinically relevant experimentation.
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Chapitre 3 

Décryptage du remodelage pathologique de la 

matrice extracellulaire du cartilage humain dans 

l'arthrose  
–  

Caractérisation au niveau supramoléculaire  
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 L’arthrose, maladie musculosquelettique la plus fréquente, se caractérise, entre autres, 

par une dégradation irréversible du cartilage articulaire. Cette dégradation est la résultante des 

phénomènes mécaniques et biologiques qui déséquilibrent l’homéostasie du cartilage.  

 

 L’homéostasie du cartilage est assurée par les chondrocytes. Or l’activité métabolique 

de ces derniers dépend des conditions structurelles, chimiques et mécaniques environnantes. Il 

existe donc une relation étroite entre les cellules et la matrice, puisque cette dernière protège 

les chondrocytes tout en stockant et transmettant les informations biologiques nécessaires à leur 

bon fonctionnement, e.g. stimuli chimiques et mécaniques. Au cours de l’arthrose, l’ECM du 

cartilage articulaire qui se compose essentiellement de fibrilles de collagène hétérotypiques de 

type XI/II/IX et d’agrégats d’agrécane, est sujette à un remodelage pathologique aboutissant in 

fine à la disparition du tissu. Si les mécanismes moléculaires impliqués dans le remodelage 

pathologique de l'ECM sont considérés comme déterminants, ils ne sont cependant pas encore 

complètement élucidés.  

 

 Dans ce chapitre, nous avons utilisé l’XPS et l’AFM pour étudier, respectivement, la 

composition, la structure et les propriétés mécaniques du cartilage humain à différents degrés 

de sévérité d’arthrose. Une méthodologie développée pour l'interface bio-

organique/inorganique et adaptée au cartilage articulaire a été utilisée pour extraire les 

informations chimiques fines des données XPS.  

   

Ce travail fait l’objet d’un article accepté pour publication le 09/05/2022 ─ Nanoscale Journal, 

Royal Society of Chemistry  
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Abstract 

The extracellular matrix (ECM) of articular cartilage is a three-dimensional network mainly 

constituted of entangled collagen fibrils and interfibrillar aggrecan aggregates. During the 

development of osteoarthritis (OA), the most common musculoskeletal disorder, ECM is 

submitted to a combination of chemical and structural changes that play a pivotal role in the 

initiation and the progress of the disease. While the molecular mechanisms involved in the 

pathological remodeling of ECM is considered as decisive, it remains, however, not completely 

elucidated. Herein, we report a relevant way to unravelling the role and nature of OA progress 

on human cartilage tissues, in terms of chemical composition, morphological and mechanical 

properties at the level of the supramolecular assemblies constituting cartilage ECM. For this 

purpose, we use X-ray photoelectron spectroscopy (XPS), and develop an innovative 

methodological approach that provides a molecular composition of the ECM. Moreover, we 

use atomic force microscopy (AFM) to probe the tissues at the level of individual collagen 

fibrils, both imaging and force spectroscopy modes being explored to this end. Taken together, 

these nanoscale characterizations reveal the existence of two stages in the OA progress. At early 

stage, a marked increase in the aggrecan and collagen content is observed, reflecting the 

homeostatic chondrocyte activity that tends to repair the cartilage ECM. At late stage, we 

observe a failed attempt to stabilize and/or restore the tissue, yielding significant degradation 

of the supramolecular assemblies. This suggests an imbalance in the chondrocyte activity that 

turns in favor of catabolic events. Chemical changes are also accompanied by ECM structural 

changes and stiffening. Interestingly, we showed the possibility to mimic the imbalanced 

activities of chondrocytes by applying enzymatic digestions of healthy cartilage, through the 

combined action of hyaluronidase and collagenase. This yields damages strictly analogous to 

that observed at high OA severity. These findings bring mechanistic insights leading to a better 

understanding of the mechanism by which OA is initiated and progress in the cartilage ECM. 

They offer guidelines for the development of curative treatments, such as targeting the 

homeostatic balance of chondrocyte metabolism through the control of enzymatic reactions 

involved in catabolic processes. 

 

Keywords: cartilage, collagen, aggrecan, X-ray photoelectron spectroscopy, atomic force 

microscopy, osteoarthritis  



109 

 

3.1. Introduction 

The human articular cartilage is a 2-4 mm thick smooth tissue covering the ends of long 

bone in the synovial joints. Its main role is to reduce friction and withstand significant loads 

during motion.259 It is an avascular and aneural tissue containing a relatively small proportion 

of chondrocytes (about 4% wt.), compared to other connective tissues.
259,544

  These highly  

specialized cells are responsible for the synthesis and regulation of the extracellular matrix 

(ECM) components. The ECM of the articular cartilage contains a significant amount of water 

(ca. 65-85 wt.%), and is mainly composed of type II collagen fibrils (ca. 20–30 wt.%) and 

negatively charged aggrecans (ca. 10-15 wt.%) organized in a peculiar three-dimensional 

network.248,249,258 Type II collagen is secreted by the chondrocytes in the form of soluble 

tropocollagens composed of three identical alpha chains (triple-helix) stabilized via direct 

interchain hydrogen bonds and inter- and intra-chain water-mediated hydrogen bonds. 

Tropocollagens self-assemble into fibrils through a cell-mediated regulation process that 

involves both intermolecular interactions and covalent bonds.545 Aggrecans, the most abundant 

proteoglycans in the cartilage, consist of anionic sulfated glycosaminoglycans (GAGs), 

chondroitin sulfate (CS) and keratan sulfate (KS), covalently bound to a core protein backbone. 

Aggrecans only exist as aggregate within the ECM,262 i.e. they are noncovalently attached to 

another long GAG chain, hyaluronic acid (HA), via a “link protein” to form larger aggrecan 

aggregate (Figure 31). The latter occupies the interfibrillar space and draw water into the tissue, 

generating an osmotic swelling pressure that is counterbalanced by the tensile strength of 

collagen fibrils. 

Figure 31. Schematic illustration of the main constituents and their supramolecular organization in 

the extracellular matrix of cartilage (Abbreviations. LP: link protein, G1/G2/G3: globular domain). 
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Thus, the interplay of these two supramolecular assemblies, collagen fibrils and 

aggrecans, confers to the articular cartilage the remarkable biomechanical properties required 

for the articulation motion.259 

The composition of the cartilage ECM is maintained by chondrocytes homeostatic 

balance between catabolic and anabolic events, which involves the control of proteoglycan 

turnover, while type II collagen seems to be little concerned.546 Over time, articular cartilage is 

submitted to small variations in terms of composition and structure due to the normal joint wear. 

While the crosslinking of collagen fibrils increases with the age, due to an accumulation of 

advanced glycation end products,547,548 aggrecan aggregates are submitted to changes due to 

synthetic and degradative events related to ageing. The matrix turnover seems to be less 

efficient with ageing, resulting in the modification of aggrecan structure and the 

formation of smaller aggregates.262,549 Moreover, the gradual loss of aggrecans with age 

seems to influence the fibrillar structure of collagen, yielding collagen fibrils, which are 

more bundled to each other.509 Age-related changes in the composition and structure of the 

aggrecans and collagen impact the mechanical properties of the articular cartilage, resulting in 

a matrix stiffening,399,509 and cause degenerative joint diseases, such as osteoarthritis (OA).  

OA is the most common musculoskeletal disorder.550 OA is a whole joint disease, 

mainly characterized by an irreversible loss of the articular cartilage due to the degradation 

along two axes: the erosion of the surface and the abnormal reactivation of the endochondral 

ossification at depth resulting in the advancement of the mineralization front into the articular 

cartilage.369 Changes in the ECM composition and structure are decisive in the development 

and the progression of OA,551,552 however the molecular mechanisms involved in the 

pathological remodeling are still not completely elucidated. In particular, the precise 

composition of ECM in terms of supramolecular compounds, the building blocks of the tissue, 

is difficult to determine. Indeed, common procedures are based on biochemical methods, which 

requires the digestion of the tissue, so that the global supramolecular structure is not preserved. 

As an alternative, immunohistology, or other label-free characterization techniques, including 

infrared464 and near-infrared spectroscopies,553 second harmonic generation461 and Raman 

spectroscopy473 can be used to probe cartilage ECM. However, all these techniques can only 

probe changes in a semi-quantitative way.   
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For this purpose, we use, herein, X-ray photoelectron spectroscopy (XPS), which is 

particularly relevant to explore interfaces of biological interest,489,490 including biomaterials,552 

protein layers491–493 and microorganisms, 494,495 but has never been used for the characterization 

of soft biological tissues. Importantly, this technique provides reliable chemical composition at 

nanoscale resolution in the direction perpendicular to the surface plane, and offers a good 

selectivity towards biomacromolecules. Complementary investigations regarding structural 

changes and mechanical properties were performed by atomic force microscopy (AFM), which 

is extensively used to probe biological systems, including musculoskeletal 

tissues.258,506,509,510,554 In the present study, human samples, comprising an articular cartilage 

layer and the underlying subchondral bone from the external tibial plateau, were collected from 

seven OA patients and one healthy patient to investigate the remodeling of the articular cartilage 

at different stages of OA. 

The characterization of cartilage at the level of individual collagen is crucial to decipher 

the remodeling events that the ECM undergoes and their impact in terms of composition, 

supramolecular organization and compliance. This provides unique insights regarding the fate 

of the macromolecular assemblies constituting the cartilage ECM, particularly during OA 

progression. 
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3.2. Materials and methods 

4.2.1. Authorization 

Human OA knee explants were obtained from 7 patients undergoing total knee joint 

replacement surgery for OA in the Maussins-Nollet Clinic (Paris, France). Informed consent 

was obtained from each patient on the day before the arthroplasty. Experiments using human 

samples were approved by two French Institutional Review Boards (Comité de Protection des 

Personnes Ile de France V; Comité Consultatif sur le Traitement de l'information en Matière de 

Recherche). Human healthy knee explants were obtained from one individual who had donated 

his body to the School of Surgery of the Assistance Publique - Hôpitaux de Paris after 

acceptance of the project by the scientific direction. Written informed consent had prior been 

given in the lifetime of the individual. Donors body had not been prepared or frozen. 

4.2.2. Osteoarthritic human samples preparation 

The procedure of sample preparation and characterization is summarized in Figure 32. 

The samples were taken from the external tibial plateau using a punch with a diameter of 4 mm. 

Each sample consisted of an articular cartilage layer and the underlying subchondral bone. 

Sample were fixed in 4% paraformaldehyde (PFA, Merck) for 24 h, washed with ultrapure 

water (MilliQ, Millipore) and decalcified in 14% ethylenediaminetetraacetic acid disodium salt 

solution (EDTA, VWR). Unless stated elsewhere, samples were then embedded in tissue 

freezing medium (OCT, Leica Biosystems) compound and stored at -80°C until its 

cryosectioning. For surface characterizations (XPS and AFM), the osteochondral samples were 

cryosectioned at a thickness of 14 μm and deposited on glass slides. 

4.2.3. Evaluation of OA grade by histology  

Tissues were cryo-sectioned at a thickness of 7 μm and stained with Safranin O/Fast 

Green to assess articular cartilage histomorphology and sulfated GAG content. Mankin score 

427 was determined on the stained tissues by two independent evaluators. OA samples were 

classified into three groups based on their Mankin score groups: the group ‘Low” (scores 1 – 4 

) represents articular cartilage with superficial lesion, the group “Moderate” (scores 5 – 9) 

includes samples with a thinner cartilage showing fissures and loss of histochemical aggrecan 

staining, and the group “High” (scores 10 – 14) refers to samples with severe damage and 

fissuring that reaches the subchondral bone. In this case, the cartilage becomes totally eroded 

and the subchondral bone is partially uncovered. (Figure S1) 
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4.2.4. Enzymatic treatment 

Limited enzymatic digestion was performed on cryosectioned healthy osteochondral 

samples. Cryosections of healthy tissues were incubated in 24-well tissue culture plate in 500 

µL of hyaluronidase (2 mg/ml in PBS, Merk), collagenase (2 mg/ml in PBS containing CaCl2 

10 mM, Merk) or hyaluronidase/collagenase solutions for 24h at 37°C in the dark. For the latter 

condition, samples were first treated with hyaluronidase (2 mg/ml, Merk) for 24h, and then 

incubated in collagenase solution (2mg/ml, Merk) for 2 h at 37°C in the dark. After treatment, 

tissues were washed 3 times with water and stored at -20°C. 

4.2.5. X-ray photoelectron spectroscopy (XPS)  

XPS analyses were performed using an ESCA+ spectrometer (Omicron Nano-

Technology) equipped with a monochromatized aluminum X-ray source (powered at 20 mA 

and 14 kV) and a MCD 128 channeltron detector. Charge stabilization was ensured using a 

CN10 device with an emission current of 5.0 μA and a beam energy of 0.30 eV. Analyses were 

performed in sweep mode; the resulting analyzed area was about 1 mm in diameter. A pass 

energy of 20 eV was used for narrow scans. Under these conditions, the full width at half-

maximum (FWHM) of the Ag 3d5/2 peak of a clean silver reference sample was about 0.6 eV. 

The pressure in the analysis chamber was approximately 10-10 Torr. The introduction of the 

sample in the analysis chamber did not induce any significant increase of the pressure due to 

sample degassing. The photoelectron collection angle, θ, between the normal to the sample 

surface and the analyser axis was 45°. A laser beam allowed to point and analyse the three zones 

of interest: the upper zone located near the cartilage surface, the middle zone and the deep zone 

located near the tidemark. The following sequence of spectra was recorded: survey, C 1s, N 1s, 

O 1s, S 2p, Si 2p, Zn 2p, Na 1s, Ca 2p, P 2p, Ti 2p, K 2p and C 1s again to check for charge 

stability as a function of time and the absence of sample degradation. XPS peaks were 

referenced to the C 1s component due to carbon bound to only carbon and hydrogen at 284.8 

eV. The data treatment was performed with CasaXPS software (Casa Software Ltd., 

Teignmouth, U.K.). The peaks were decomposed using a linear baseline and a component shape 

defined by the product of a Gaussian function and a Lorentzian function in a 70:30 ratio. Molar 

fractions were calculated using peak areas normalized according to Scofield factors. 
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4.2.6. Atomic force microscopy (AFM) 

AFM images were recorded using a commercial AFM (NanoScope VIII MultiMode 

AFM, Bruker Nano Inc., Nano Surfaces Division, Santa Barbara, CA.). Glass slides, on which 

the osteochondral samples were cryo-sectioned, were fixed on a steel sample puck using 

adhesive tape. Images were recorded in ambient conditions at room temperature (∼22 °C). 

Oxide-sharpened microfabricated Si3N4 cantilevers were used (SNL-10, Bruker Nano Inc., 

Nano Surfaces Division, Santa Barbara, CA.). The spring constants of the cantilevers were 

measured using the thermal noise method, yielding values ranging from 0.11 to 0.14 N/m and 

the tip radius used was lower than 10 nm (manufacturer specifications). Images were recorded 

in contact mode at a scan rate equal to 1 Hz. 

Force-distance curves were recorded in PBS buffer at room temperature using 

microfabricated Si3N4 cantilevers (MLCT from Bruker Nano Inc., Nano Surfaces Division, 

Santa Barbara, CA.). The spring constants of the cantilevers were measured using the thermal 

noise method, yielding values ranging from 0.027 to 0.063 N/m. The deflection sensitivity was 

calibrated by recording the response of the cantilever on a silicon wafer substrate, considered 

as an infinitely stiff surface. The curvature radius of silicon nitride tips was about 20 nm 

(manufacturer specifications). The same tip was used for all the measurements on no OA, OA 

and treated cartilages, without modification of the parameters, which removes the variability 

that one could otherwise have between degradation stage. A visual control of the tissue was 

performed using the optical microscope coupled with the AFM instrument to verify tissue 

integrity and define an area of interest. All force curves were recorded by applying a 1 nN force 

trigger with a 1 μm ramp size and approach/retraction velocities of 2 µm/s. For each sample, 

force-distance curves were acquired at least on three zone of the cartilage (superficial, middle 

and deep zone). For each zone (2 µm × 2 µm), curves were recorded with a force volume 

parameter set to 16 by 16 pixels for 3 areas, resulting in a minimum of 2300 curves per sample. 

The data treatment was performed with an in-house pyAF (python Atomic Force) software, 

version 1.5.1. To detect the point of contact on the force curves, a linear fit was made using the 

baseline of the approach curve. A noise threshold is used to shift the fit along the force axis. 

The noise parameter can be manually adjusted by the user to optimize the detection of the point 

of contact. The position of the contact point is determined by the intersection between the force 

curve and this shifted fit. Subsequently, the stiffness was deduced from the Young’s modulus 

which was determined from the indentation portion of the curve using the elastic contact model 

for pyramidal indenters (named Bilodeau model 555), using the following equation:  
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    𝐹 =  
3

4

𝐸 tan 𝛼

1−𝑣²
𝛿²         (5) 

where F is the measured force, E the elastic modulus, α the face angle of the pyramid, δ 

the indentation depth, and ν the sample’s Poisson’s ratio, that was set to 0.5, which correspond 

to an incompressible material. Box plots were generated by pooling all the data from the 

Young’s modulus maps as a function of the condition and patient.  

4.2.7. Statistical Analysis 

Shapiro-Wilk normality test was performed with GraphPad Prism 5 software. If the 

tested data groups passed normality test successfully, an unpaired t test was performed to 

compare the concentration ratios (XPS analysis) or collagen structural characteristics (AFM 

analysis) between different OA scores. If data didn’t follow a normal distribution, a Mann 

Whitney test was thus performed. In a similar way to OA human samples, if the tested data 

groups passed normality test successfully, a paired t test was performed to assess the cartilage 

composition with enzymatic treatment (XPS analysis) or the collagen diameter variation with 

healthy cartilage (AFM analysis). If data didn’t follow a normal distribution, a Wilcoxon test 

was thus performed. 
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3.3. Results  

4.3.1. Tissue chemical composition 

The chemical composition of cartilage samples was investigated by XPS. For this 

purpose, samples were taken from the external (lateral) tibial plateau using a punch with a 

diameter of 4 mm (Figure 32A, B). Analyses were performed at two osteochondral samples, 

cryosectioned at different depths (following the axis parallel to the tidemark which delimitates 

non-calcified from calcified cartilage, see Figure 32C, step 4) and on three locations on the 

same osteochondral sample, (following the axis perpendicular to the tidemark, see Figure 32C, 

step 5, and Figure 32D). Accordingly, for each patient, XPS analyses were performed on six 

different locations of the cartilage. In addition to XPS, AFM imaging was performed on 

the same number of samples at different locations, as depicted in Figure 32 (see panels 

D-F). As the sample preparation procedure includes several steps (Figure 32C), the effect of 

the different treatments was, first, investigated to assess their possible impact on the 

composition of the articular cartilage. To this end, five adjacent osteochondral samples were 

taken from the external tibial plateau of the same patient, , and were submitted to the treatments 

detailed in Table 5. 

Figure 32. Osteoarthritic human samples preparation. (A) Illustration of the synovial joint structure showing 

articular cartilage and bone. (B) Macroscopic view of the knee tibial lateral and medial plateau. (C) The samples 

were taken from the external tibial plateau using a punch (ø = 4 mm). Once the sample taken, it was fixed (1) and 

decalcified (2). The treated tissue was then embedded and stored (3). For evaluation of OA grade by histology and 

surface characterizations the osteochondral samples were cryo-sectioned (4) and deposited on glass slides (5). (D) 

Mankin score was determined on the Safranin O/Fast Green stained tissues. (E, F) Atomic force microscopy 

(AFM) and X-ray photoelectron spectroscopy (XPS) were used to probe, respectively, the morphology and the 

composition of human cartilage samples at different OA scores. Areas analysed by each techniques, (E) AFM and 

(F) XPS, are roughly delimited in panel D. 
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Figure 33 presents typical O 1s, N 1s, C 1s and S 2p peaks recorded on a cartilage 

sample. In the studied conditions, the technique probes the tissue at a depth of ca. 6 nm 

following the direction perpendicular to the surface plane (see details in Supplementary 

Information, Table S1 and Table S2). As the binding energy of photoelectrons is influenced 

by the electron density on the atom, the shape of the peaks results, indeed, from the 

superposition of components that are typical of the chemical functions in which the atom is 

involved. As a consequence, the decomposition of these peaks provides information on the 

chemical nature of the organic compounds and offers some selectivity in the analysis of the 

biological tissue. This is particularly important for the discrimination between adventitious 

organic contaminants and biocompounds of interest. These peaks were decomposed on the basis 

of previous works with constraints ensuring the consistency required to make quantitative 

comparison between samples.489,498 The imposed constraints, the assignment of the components 

to chemical functions and details regarding peak components (binding energy, FWHM) are 

detailed in Supplementary Information.  

The methodology used here is based on the approach developed for interfaces of 

biological interest.489,496–498 C 1s peak can be confidently decomposed into four contributions: 

(i) a component at 284.8 eV due to carbon only bound to carbon and hydrogen [C–(C,H], (ii) a 

component at about 286.1 eV due to carbon bound to oxygen or nitrogen [C–(O,N)], including 

alcohol, peptidic link, acetal or hemiacetal, (iii) a component at about 287.5 eV due to carbon 

making one double bond [C=O] or two single bonds with oxygen [O–C–O], including peptidic 

link, acetal and hemiacetal in GAGs, and finally (iv) a component near 288.9 eV due to 

carboxylic acid and ester (O=C–O). All components were constrained to have the same FWHM.  

In contrast to C 1s peak, the decomposition of the O 1s peak is less reliable, owing to 

the presence of a series of very near components. Figure 33 shows a tentative decomposition 

in two components, the FWHM of which were imposed to be equal. The first one at about 531.8 

Figure 33. Representative O 1s, N 1s, C 1s and S 2p peaks recorded on a cartilage sample prepared using the F-d 

procedure, i.e. by performing PFA fixation, subsequent demineralization and inclusion in OCT. 
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eV may be due to [C=O] bonds in amide and carboxyl groups, or O atoms of carboxylate. The 

second component, at about 533.4 eV, may be attributed to oxygen singly bound to carbon ([C–

O–H] of alcohol and carboxyl, or [C–O–C] of ether and ester). 

The N 1s peak showed a main contribution at about 399.8 eV, attributed to amide in 

peptidic link or amine (N–C), in some cases a minor contribution near 401.5 eV, attributed to 

protonated amine, is observed as well as a small component at higher binding energies, at 402.4 

eV attributed to quaternary amine, which may be due to phospholipids present on the cell 

membranes.  

The S 2p peak was decomposed into a well-defined single doublet (Figure 33). A ratio 

of 2:1 was imposed between the intensities of S 2p3/2 and S 2p1/2 components. The binding 

energy position of S 2p3/2 component, ca. 163.7 eV, can be assigned to thiols (-S-H) or disulfide 

(-S-S-) chemical groups present in proteins, while the one at ca. 168.6 eV is due to oxidized 

sulfur species (Sox), namely sulfates which may be present in proteoglycans. Peaks assignment 

are summarized in Table S3 (Supplementary Information).  

The effect of the different treatments used for sample preparation (Table 4) was 

investigated on the same patient, as described above. Figure 34 shows typical changes in the 

peak shapes as a function of the procedure used for sample preparation. This is particularly 

noticeable in the C 1s peak showing a decrease in the component due to [C–(O,N)] to the respect 

of [C–(C,H)] for the sample submitted to a PFA fixation followed by a demineralization 

procedure (compare NF to F-d samples Figure 34). The molar concentration of the different 

elements detected by XPS on the cartilage tissue are given in Table S4 (Supplementary 

Information). 

Table 5. Procedures used for the preparation of human cartilage samples. 

SAMPLE 

TISSUE TREATMENT 

Fixation  Demineralization  Embedding 

PFA (F)  EDTA (d) 
Ultrasonic 

Treatment (us) 
 OCT Paraffin (Pa) 

NF _  _ _  x _ 

F x  _ _  x _ 

F-d x  x _  x _ 

F-d-us x  x x  x _ 

F- Pa  x  _ _  _ x 
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The consistency of spectral data, generated through elemental quantification and peak 

decomposition, could be evaluated by means of simple statistic correlations if meaningful 

number of samples is available. The consistency essentially concerns biochemical compounds 

of interest (proteins, GAGs, HA) and organic adventitious contamination, mainly originating 

from sample preparation, ambient atmosphere and even XPS spectrometer.498 Figure 35 

presents plots of the molar concentrations associated with different components, where the 

name of an element (C, N or S) designates its concentration and the number in subscript 

designates the binding energy of the peak component (e.g. C284.8 is the concentration of the 

component at 284.8 eV corresponding to [C–(C,H]). Figure 35A shows the plot of C287.5 vs the 

concentration of nitrogen due to proteins (Nprotein = N399 + N401  NCol), type II collagen being 

the dominating protein in the cartilage ECM.248 The regression line, computed by considering 

all the samples submitted to the different treatments, showed a slope of 0.99, which is close to 

the value expected for type II collagen (0.89, Table S6, Supplementary Information). In this 

graph, the exclusive presence of aggrecans or hyaluronic acid would give slopes equal to 2.26 

(Table S14) or 3.00 (Table S16), respectively. This result supports the consistency of data 

extracted from peak decomposition and indicate that NCol is mainly due to proteins dominated 

by collagen. 

Figure 34. Representative (left) N 1s and (right) C 1s peaks recorded on native 

cartilage sample (NF), as such or further submitted to PFA fixation (F) and 

subsequent demineralization (F-d). 
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Figure 35B and C address the distribution of carbon among different functional groups, 

all corrected for the contribution of protein, showing the plots of Cox − NCol vs Ctot − NCol and 

C284.8 − NCol vs Ctot − NCol, Cox is the concentration of carbon in all oxidized forms (Cox = 

C286.1 + C287.5 + C288.9), ,  and  factors are the Ctot/NCol, Cox/NCol and C284.8/NCol molar ratios, 

respectively, computed on the basis of amino acid amount and composition of type II collagen 

(Table S5 and Table S6, Supplementary Information). These plots showed that, if the 

contribution of protein is subtracted, the concentration of carbon in all oxidized forms (Cox − 

N) did not show any systematic variation as a function of the total carbon concentration 

(Figure 35B). The values are mostly ranging from 10 to 20%, except for one native (NF) and 

two fixed (F) cartilage samples. In contrast, carbon only bound to carbon and hydrogen (C284.8) 

was the dominating form and its concentration showed a linear relationship with total carbon 

concentration (Figure 35C). Thus, the variation of the total carbon concentration is mainly due 

to hydrocarbon compounds, suggesting that they are originating from adventitious 

contaminants. Similar trend was, indeed, observed on a variety of proteins adsorbed on solid 

Figure 35. Correlations between the indicated sums of molar concentrations measured by XPS. (A-C) Cartilage 

samples (from the same patient) were submitted to different treatments: native (NF, ), PFA fixation (F, ), 

EDTA demineralization for several days (F-d, ), or EDTA demineralization using ultrasonic treatment (F-d-us, 

), OCT or Paraffin embedding (F-Pa, ). (D-F) Data corresponding to cartilage samples from seven different 

patients. Dashed lines indicate regression lines with their corresponding equations. 
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surfaces.498 It originates from surface contamination by adsorption of organic compounds, 

which is an ubiquitous phenomenon in common environmental conditions, including when 

samples are submitted to further wet treatments. The method detailed above is a way to improve 

the selectivity of XPS analysis to cope with contamination. Importantly, these findings indicate 

that the composition of the cartilage ECM is not strongly impacted by the different treatments 

carried out for sample preparation, including fixation, embedding and demineralization. The 

major variations come essentially from adventitious contaminants, which are mainly due to the 

adsorption of hydrocarbon compounds, while the oxidized forms of carbon (Cox) remain at 

relatively low concentration. Furthermore, no noticeable effect was observed on the 

morphology of cartilages submitted to the different treatments carried out for sample 

preparation (Figure S2, Supplementary Information). 

All the osteochondral samples taken from the different studied OA patients (n = 7) were 

prepared by performing PFA fixation, subsequent demineralization for 3 months and 

embedding in OCT (F-d procedure). Demineralization preserves the integrity of the 

cartilage/bone interface during the sample cutting, avoiding damage to the deep cartilage zone 

by tearing apart the tissue at the tidemark. OCT embedding keeps the tissue in its hydrated state. 

Plots analogous to Figure 35A-C were made using XPS data recorded on different 

samples from seven OA patients (Figure 35D-F). Interestingly, results showed an excellent 

agreement between the variation of the concentrations of nitrogen due to proteins (NCol) and of 

carbon attributed to peptidic links (C287.5) (Figure 35D). Moreover, the variations of carbon 

among different functional groups (Figure 35E and F) revealed the same trend observed above, 

i.e. for samples submitted to different treatments (see Figure 35B and C). Carbon, not due to 

proteins (collagen II), is of hydrocarbon nature in a defined proportion of ~88%, which is close 

to the values reported for adventitious contamination on adsorbed protein layers.498,556 

The trends in surface composition appear more clearly if they are summarized in terms 

of concentration of model macromolecular compounds. Based on a detailed analysis of the 

literature, a model describing the ECM composition is proposed (see section S2. in 

Supplementary Information). The model assumes that cartilage ECM is essentially composed 

of collagen (Col), aggrecan (Agg) and hyaluronic acid (HA). The molecular compositions were 

determined for each compound and chemical functions were identified to be used as specific 

markers for the macromolecule of interest (Table S5-Table S16, Supplementary Information). 

By combining experimental data (from XPS analysis) and theoretical considerations, based on 
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reasonable assumptions regarding the ECM composition model, a surface macromolecular 

composition of the articular cartilage can be determined. Four main compounds were, thus, 

considered: collagen (Col), aggrecan (Agg), hyaluronic acid (HA) and other organic 

compounds (Oth), which represent lipids in cells and adventitious contaminants, both mainly 

consisting of hydrocarbon-like compounds. , ,  and Col factors are the Ctot/Ntot, Cox/Ntot, 

C284.8/Ntot and C286.1/Ctot molar ratios, respectively, computed on the basis of amino acid amount 

and composition of type II collagen (Table S17, Supplementary Information). η is the Ctot/Sox 

computed on the basis of the composition of aggrecan (Table S17). The proportion of carbon 

atoms due to each model compound X (CX/Ctot) can be computed by solving the following 

system of equations: 

𝐶𝐶𝑜𝑙

𝐶𝑡𝑜𝑡
=  𝛼 ×  

𝑁𝐶𝑜𝑙

𝐶𝑡𝑜𝑡
         (1) 

𝐶𝐴𝑔𝑔

𝐶𝑡𝑜𝑡
=  η ×  

𝑆𝑜𝑥

𝐶𝑡𝑜𝑡
                                                                                                      (2) 

𝐶286.1

𝐶𝑡𝑜𝑡
=  𝛾𝐶𝑜𝑙 × 

𝐶𝐶𝑜𝑙

𝐶𝑡𝑜𝑡
+ 𝛾𝐴𝑔𝑔 ×  

𝐶𝐴𝑔𝑔

𝐶𝑡𝑜𝑡
+  𝛾𝐻𝐴 ×

𝐶𝐻𝐴

𝐶𝑡𝑜𝑡
     (3) 

𝐶𝐶𝑜𝑙

𝐶𝑡𝑜𝑡
+

𝐶𝐴𝑔𝑔

𝐶𝑡𝑜𝑡
+

𝐶𝐻𝐴

𝐶𝑡𝑜𝑡
+  

𝐶𝑂𝑡ℎ

𝐶𝑡𝑜𝑡
= 1        (4)         

This system of equation is based on the consistency of XPS data to provide exclusive 

markers for the two compounds of interest. This concerns collagen (Col), which may be 

quantified by NCol (see consistent relationship in C287.5 vs NCol plot, cf. Figure 35D), and 

aggrecans (Agg) quantified by the contribution in the S 2p peak at ca. 168 eV, due to oxidized 

sulfur species (Sox), and which is exclusively present in CS and KS (Figure 31). In contrast, 

hyaluronic acid (HA) does not present any exclusive marker. Its concentration ratio may be 

computed by subtracting the contribution of collagen and aggrecan in the C286.1 component 

which includes peptidic link, acetal and alcohol functional groups. Any biological element that 

does not correspond to one on the three compounds mentioned above is computed in the Oth. 

Organics molar concentration. 

The computed concentration ratios (CX/Ctot with X= Col; Agg; HA or Oth) can then be 

converted into weight percentages of model compounds, using the carbon concentration 

specific to each compound (Table S1, Supplementary Information). For sake of comparison, 

data are pooled on box plots and presented as a function of the OA severity, determined by the 

Mankin score from 0 (healthy) to 14 (severe OA) (Figure S1, Supplementary material).     

Figure 36 shows the evolution of the molecular constituents of the cartilage ECM, i.e. aggrecan, 
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collagen, hyaluronic acid, and other organics in healthy cartilage and OA cartilage of low (0 – 

4), moderate (5 – 9) and high (10 – 14) Mankin score groups. No significant variations were 

observed between the healthy and OA cartilage at low Mankin scores. Results reveal that the 

amount of both collagen and aggrecan increase markedly from low to moderate OA score. This 

evolution corresponds to an increase from 11.6 to 24.1 wt.% (p < 0.01), for collagen, and from 

9.9 to 17.2 wt.% (p < 0.05) for aggrecan (Figure 36A and B). The trend is then reversed at 

higher scores, showing a significant decrease in the concentration of collagen and aggrecan (to 

7.6 wt.%, p < 0.01, and 5.5 wt.%, p < 0.01, respectively). By contrast, the variation of the 

concentrations of hyaluronic acid and other organics did not show any clear trend and seems to 

be not significantly impacted by OA scores (Figure 36C and D). These quantitative data 

suggest that increasing the histopathological OA severity strongly impacts the amount of type 

II collagen and aggrecans in the cartilage ECM. 

 

  

Figure 36. Evolution of the weight percentages (wt.%) of the main constituents of cartilage ECM, 

including (A) collagen, (B) aggrecan, and (C) hyaluronic acid, and (D) other organic molecules, 

mainly due to hydrocarbon compounds originating from adventitious contaminants, by combining 

XPS data and theoretical considerations. 
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4.3.2. Tissue morphology 

AFM imaging was used to probe possible morphological changes of the cartilage ECM 

as a function of histopathological OA severity, evaluated by the Mankin score. Figure 37A 

shows a healthy cartilage and osteochondral junction. The articular cartilage revealed a normal 

red staining intensity (staining except for the superficial zone) with normally distributed 

chondrocytes and intact tidemark, separating the non-calcified and the calcified cartilage. 

Superficial, intermediate and deep zones can be easily distinguished. The superficial zone 

contained spherical chondrocytes and densely packed collagen fibrils which are mostly aligned 

and parallel to the articular cartilage surface (Figure 37B-D), but fibrils with random 

orientations can be also observed. Deflection images were used instead of height images to 

better visualize individual fibrils and their D-periods. The intermediate zone was characterized 

by a lower cell density and a random orientation of fibrils (Figure 37E-G). In the deep zone, 

chondrocytes are shown to be organized in columns following the direction of aligned collagen 

fibrils, i.e. perpendicular to the tidemark (Figure 37H-J). To probe cartilage ECM 

morphological changes as a function of OA severity, images were recorded at different areas in 

the tissue mostly located in the territorial matrix, which was identified to the regard of 

chondrocytes (Figure 37K-P). The latter are clearly visible in optical micrograph (Figure 

37Q). The typical morphology of the cartilage ECM in the territorial matrix showed three-

dimensional collagen network, where individual collagen fibrils are well distinguishable 

(Figure 37R). The main characteristics of these fibrils, i.e. D-period and mean diameter, can 

be determined using high-resolution images (Figure 37R). Line scans taken along the fibril 

longitudinal axis may be used to provide reliable information regarding the D-period of 

individual fibrils (Figure 37S). The healthy articular cartilage exhibited collagen fibrils, with 

clearly resolved D-period. The fibrils mean diameter increased noticeably from the superficial 

to deep zones: from 76.6 ± 8.7 nm to 178.9 ± 11.1 nm, respectively (Figure 37T).  In addition, 

chondrocytes within the middle and deep zones were larger than those in the superficial region 

(Figure 37U). This zonal dependance of the mean diameter of fibrils and their organization are 

in agreement with previous studies.551,557–559 
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Figure 37. (A) Healthy osteochondral junction stained with Safranin O/Fast Green. The zoom taken at the cartilage 

(red) / bone (green) interface shows the border, named tidemark, between articular cartilage (AC) and calcified 

cartilage (CC). (B-H) Zooms taken at the three different cartilage layer and the associated AFM height and 

deflection images showing respectively chondrocytes (C, F, I) and the extracellular matrix (D, G, J). (K) AFM 

deflection image showing a chondrocyte (*1) and the extracellular matrix (*2). (L and M) Zoom taken at the 

location indicated by dashed lines in images (K and L), respectively, and (M-P) offset of 5 µm toward the 

extracellular matrix. (Q) Optical image showing of the cartilage tissue and the AFM cantilever. (R) High resolution 

height image showing individual collagen fibrils. (S) Line scan (◼), and the corresponding second derivative (--), 

taken at the location indicated by dashed line in image (R). The second derivative is used to identify the D-period, 

including gap and overlap regions shown in light and dark brown, respectively in panel S. (T) Evolution of collagen 

fibril diameter with depth in healthy articular cartilage. (U) Evolution of cell perimeter with depth in healthy 

articular cartilage. 
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In contrast to the healthy sample, the subdivision of OA cartilages into three 

distinguishable zones (superficial, middle and deep) was no longer possible due to the erosion 

of the surface and the abnormal ossification at cartilage depth, as clearly shown in histological 

images of OA osteochondral junction (Figure S1). 

The evolution of the cartilage ECM morphology due to OA was assessed as a function 

of the score groups (low, moderate and high). At low OA scores, AFM images showed 

individual fibrils randomly organized, sometimes twisted, and interconnected with each other’s 

throughout the depth of the cartilage (Figure 38A-D). Their D-period features were particularly 

visible in deflection images (Figure 38C, D). At moderate OA scores, the ECM morphology 

appeared denser with collagen fibrils that were more bundled to each other (Figure 38E-H). In 

contrast, drastic morphological changes were observed at high OA scores. Instead of the well-

defined fibrils observed at lower scores, AFM images revealed the dominating presence of 

spheroid-shaped nano-objects, while only some fibrils remain visible (Figure 38I-L). It is 

noteworthy that these nanostructures could be observed on tissues with lower scores, but their 

presence was significantly less pronounced, compared to high scores (Figure S3, 

Supplementary Information).  

 These qualitative observations suggest that the histopathological OA severity, reflected 

by the scores, was associated with changes in the morphology of the studied cartilage ECM, 

particularly on (i) the whole three-dimensional collagen network, in the one hand, and (ii) the 

substructure of fibrils, on the other hand. To obtain quantitative information, particularly 

regarding the surface topography and the main characteristics of individual fibrils (mean 

diameter and D-period), measurements were performed by using AFM images recorded on 

several tissues and at different depth locations (three 5 µm × 5 µm images per patient). The 

root-mean square roughness, Rrms, computed on 5 μm × 5 μm images, showed a significant 

increase with increasing the OA score (Figure 38M). Moreover, it is shown that the D-period 

of collagen fibril remained almost unchanged (68.3 ± 7.2 nm, 68.7 ± 7.7 nm and 69.4 ± 4.7 nm 

for low, moderate and high group, respectively) (Figure 38N). However, the mean diameter of 

fibrils significantly increased at higher score: from 198.8 ± 57.5 nm and 206.4 ± 66.3 nm, at 

low and moderate scores, respectively to 287.3 ± 33.0 nm, at high scores (low vs moderate: no 

significant; moderate vs high: p < 0.001, Figure 38O). In contrast, the mean diameter of the 

globular particles remained almost unchanged (ca. 315 nm, Figure 38P), while their presence 
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was more pronounced when increasing the OA score (from approximately 7 to 18 and 32 

particles per µm² for low, moderate and high group, respectively, Figure 38D, H, L). 

 Together, XPS and AFM data showed that the modifications of the chemical 

composition, as a function of OA scores were associated to structural changes, which consist in 

significant alteration of collagen fibrils and their supramolecular organization within the ECM. 

  

Figure 38. AFM (A, B, E, F, I and J) height and (C, D, G, H, K and L) deflection images showing the evolution 

of ECM morphology with OA severity: at (A-D) low, (E-H) moderate and (I-L) high OA scores. Evolution of (M) 

the surface roughness (from 5 μm × 5 μm images), (N) D-period, (O) the mean diameter of collagen fibrils, and 

(P) the size of the spheroid-shaped particles. Values indicated in insets (panels D, H and L), expressed in part./µm2 

correspond to the surface densities of the spheroid-shaped particles. 
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4.3.3. Mechanical properties 

AFM was also used to assess possible changes in the mechanical properties of the 

cartilage that may result in changes in the composition and structure of ECM, as described 

above. For this purpose, indentation tests were performed by AFM on healthy and OA cartilages 

at the different score groups. Examples of typical force-indentation curves, and the 

corresponding fits, are given in Figure S4 (Supplementary Information), showing the ability to 

probe tissues with different stiffness in the studied conditions. However, it must be kept in mind 

that these measurements do not aim to provide absolute values of the Young’s modulus of the 

cartilage samples; it rather allows situations to be compared to each other. Indeed, 

measurements were performed in the same conditions, using the same parameters (applied 

force, velocity, size of the probed area, etc) and the same AFM tip so that the extracted Young’s 

modulus values can be compared in a reliable way.  Figure 39A presents the evolution of the 

Young’s modulus as a function of OA severity, where measurements were performed at 

different locations of the cartilages subdivided to three zones: upper, middle and deep. In 

healthy cartilage, these correspond to superficial, middle and deep zones, as described above. 

In OA cartilages, and due to the erosion of the surface and the abnormal ossification at cartilage 

depth, the upper zone is located in the vicinity of the cartilage surface, the deeper one is near 

the tidemark, while the middle zone is in between. Results showed a significant increase in the 

Young’s modulus from healthy to OA cartilages. This stiffening effect was independent on the 

location where the measurements were performed, i.e. upper, middle and deeper zones, and 

became more pronounced when increasing the OA scores (e.g. Figure 39A). 
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4.3.4. Tissue digestion 

To provide a comprehensive understanding of the interplay of collagen and aggrecan 

supramolecular assemblies to maintain the cartilage ECM integrity and function, limited 

enzymatic digestions using either hyaluronidase, collagenase, or a combination of both 

enzymatic activities were performed on healthy samples. The composition of the cartilage ECM 

prior to and after enzymatic digestions was probed, first, by XPS. Results showed the significant 

increase of collagen amount and the decrease in aggrecan when the sample was submitted to 

hyaluronidase or collagenase treatment (Figure S6, Supplementary Information). This suggest 

that both enzymatic reactions lead to a partial degradation of aggrecans, but involves different 

pathways as the hyaluronidase and the collagenase target different chemical groups. The trend 

observed in Figure S6 also confirm the interplay of these supramolecular entities, aggrecan and 

collagen, which mainly constitute the cartilage ECM. Figure 40 shows the structural evolution 

of healthy cartilage treated with hyaluronidase, collagenase, or both enzymes. Because on 

healthy tissue, the different zones (superficial, middle and deep zone) are distinguishable, the 

evolution of the cartilage ECM morphology was assessed as a function of cartilage depth. All 

cartilage areas underwent similar alterations of their collagen fibrils upon enzymatic treatment. 

These alterations are more or less pronounced depending on the depth (Figure 40A-C). Drastic 

Figure 39. Evolution of Young’s modulus in different cartilage ECM zones with (A) OA severity and (B) in healthy 

cartilage treated with hyaluronidase, collagenase or both. Note that “upper”, “mid” and “deeper” zones correspond 

to analyzed areas along cartilage surface (upper) - tidemark (deeper) axis. Boxplots display the data distribution 

based on standard deviation, first quartile (Q1), median and third quartile (Q3). 
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morphological changes were observed on hyaluronidase-treated cartilage (Figure 40D-F). 

Instead of the well-defined fibrils observed on control sample, the morphology of the ECM 

appeared flattened and denser with collagen fibrils that stuck together. In contrast, their D-

period features remained particularly visible. The measured periodicity remained, indeed, 

unchanged. Collagenase-treated cartilage (Figure 40G-I) showed more densely packed fibrils, 

that were noticeably larger (Figure 40M-O). For instance, the mean diameter increased from 

129.8 ± 11.7 nm (Ctrl) to 193.5 ± 36.7 nm (Col treat.), p< 0.001, in the middle zone (Figure 

40N). The thickening of collagen fibrils was amplified by hyaluronidase/collagenase treatment 

in cartilage deep zone (Figure 40J-L). In the latter condition, morphological changes due to 

the enzymatic treatments were clearly dependant on the cartilage depth (compare superficial, 

middle and deep zones in Figure 40J-L). Interestingly, it is shown that because fibrils are 

strongly bundled to each other, they laterally fused to form larger fibrils (for more details see 

Figure S5, Supplementary Information). This phenomenon may, indeed, explain the significant 

increase of fibril’s mean diameter as a result of the enzymatic treatments. 

AFM images also revealed the presence of spheroid-shaped nano-objects, similar to 

those observed in OA samples, when the healthy cartilage sample was submitted to collagenase 

or hyaluronidase/collagenase, but not hyaluronidase treatment (see the surface density values, 

part./µm2, in Figure 40A-L, insets). 

Although ECM alterations were observed in all treated cartilages, it appears that there 

is a depth-dependent sensitivity to enzymatic digestion: cartilage superficial zone presented 

more drastic morphological changes than deep zone (Figure 40). The variation in fibril 

diameters due to collagenase and hyaluronidase/collagenase treatments was more significant in 

the superficial zone (Figure 40M). Moreover, the increase in the surface density of the 

spheroid-shaped particles is noticeably high in the superficial zone, while it is very weak in the 

deep zone. 

Figure 39B presents the Young’s modulus evolution of healthy cartilage treated with 

hyaluronidase or/and collagenase in different cartilage zones. A significant increase in the 

Young’s modulus of the cartilage samples at different depth (superficial, intermediate and deep) 

was clearly observed after hyaluronidase and collagenase treatment. The enzymatic treatments 

performed on the healthy tissue lead, thus, to its stiffening. These results support the 

dependence between the supramolecular organisation of the ECM constituents and the 
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mechanical properties of the tissue. This effect is similar to what is observed on human OA 

cartilage.  

 

  

Figure 40. Evolution of ECM (A-L) morphology and (M-O) mean fibril diameters due to enzymatic digestion of 

healthy articular cartilage, as indicated. (A-L) AFM deflection images recorded on healthy cartilage (A-C) prior to 

and after enzymatic treatment using (D-F) hyaluronidase, (G-I) collagenase or (J-L) both enzymes. (M-O) Evolution 

of the mean fibril diameter measured in the superficial, middle and deep zone prior to and after the different enzymatic 

treatments. 
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3.4. Discussion 

Because type II collagen fibrils and interfibrillar aggrecan aggregates are the main 

constituents of cartilage ECM, the interplay between these two supramolecular assemblies is 

decisive in the development and progress of OA. Indeed, small variations in terms of 

composition and structure of these constituents may have a great impact on the biomechanical 

functions of cartilage. Herein, we aimed at unravelling the role and nature of OA progress, on 

human cartilage tissues, in terms of chemical composition and structural changes. A particular 

attention was dedicated to events at the nanoscale that is the level of supramolecular assemblies 

constituting cartilage ECM. For this purpose, we used XPS and AFM to probe, respectively, 

the composition and the morphology of human cartilage at different OA scores, as well as 

mechanical properties. These techniques offer a remarkable way to provide qualitative and 

quantitative information with a nanoscale resolution. While AFM has been used for probing 

soft musculoskeletal tissues, including mussel tendon and cartilage, to our knowledge, this is 

the first use of XPS to characterize pathological human cartilage tissue. Moreover, a model 

describing the main ECM compounds was developed with the aim to provide quantitative 

evolution of the matrix composition. Interestingly, the computed ratio of aggrecan to collagen 

determined in the present study by XPS varies from 0.5 (healthy cartilage) to 0.75 (OA 

cartilage), which is included within the range of ratios calculated from data available in the 

literature (0.33-0.75).258,259,544 

The methodological development described here to explore XPS data, on the one hand, 

and the AFM characterization of the tissue, on the other hand, provides new insights into the 

evolution of the human cartilage ECM with the OA severities. There is, indeed, clear evidences 

on the existence of two distinct stages in the OA progression (Figure 41). At early stage, i.e. 

from low to moderate OA scores, a significant increase in aggrecan and collagen content was 

observed. This evolution may reflect an attempt of the cartilage repair via the anabolic response 

of chondrocytes, as evoked elsewhere.560,561 The AFM images of the cartilage ECM associated 

with this anabolic response revealed that no drastic structural changes were observed on the 

newly synthesized matrix, except that collagen fibrils appeared to be more bundled to each 

other. The late stage corresponds to changes observed from moderate to high scores. The 

noticeable decrease of the amount of aggrecan and collagen observed by XPS may be associated 

with degradation processes. This observation suggests that the degradation of the cartilage ECM 

due to OA is no longer compensated by the anabolic response of chondrocytes (Figure 41). 
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Moreover, the evolution of the chemical composition, at this stage, was associated to drastic 

changes in the ECM morphology: well-defined collagen fibrils were almost not visible and, 

instead, spheroid-shaped nano-objects were extensively present. They may result from the 

aggregation of degraded collagen hetero-fibrils and probably aggrecans, in addition to other 

macromolecules present in the ECM. Interestingly, XPS data support a relationship between 

the amount of collagen and aggrecans in all conditions, i.e. healthy, early and late OA stage 

(Figure S7, Supplementary material). This confirms the role of homeostatic process, on the one 

hand, and supports the remarkable interplay between these supramolecular entities, on the other 

hand. 

 

Regarding mechanical properties, it is generally agreed in the literature that cartilage 

aging is accompanied by an increase of the tissue stiffness.399,509,562 This is probably due to an 

increase of the degree of crosslinking within collagen fibrils, resulting in their stiffening. The 

relevance of using AFM in nanoindentation tests is, thus, related to its capacity to provide 

information at the level of individual collagen fibrils, so that supramolecular changes, resulting 

Figure 41. Proposed mechanism of OA progress showing the evolution of supramolecular building blocks, namely 

collagen fibrils and aggrecans, and the imbalance between anabolic and catabolic activity of chondrocytes. 

Schematic illustration of the reorganization in the extracellular matrix of cartilage during osteoarthritis. Other 

proteins may be involved in the interaction between Fibril Associated Collagen with Interrupted Triple helixes 

(FACIT) Collagen type IX and aggrecan aggregate as Cartilage Oligomeric Matrix Protein Precursor (COMP) and 

Matrilines, for sake of clarity they are not represented in the scheme. 
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from OA progress, can be correlated to nanomechanical properties. However, measurements of 

the elastic modulus performed on osteoarthritic cartilage tissues have shown some 

discrepancies regarding the evolution of this parameter with the OA severity. Our data clearly 

showed a global stiffening effect of the cartilage ECM from healthy to OA tissues, and an 

increase of the Young’s modulus with increasing Mankin scores. This trend is in agreement 

with some reports399,563 and in contradiction with other ones.431,509 A tentative explanation of 

these disparate observations is given in Table S18 (Supplementary Information) : It shows high 

variabilities of parameters that may influence Young’s modulus measurements, including the 

nature and the localization in the joint, sample preparation procedures, methods used for OA 

scoring and, importantly, the direction on which AFM measurements where performed. Indeed, 

because cartilage is an anisotropic tissue, the direction used for nanomechanical measurements 

greatly affects the obtained Young’s modulus431,513 and, possibly, its evolution with OA 

severity. Moreover, and despite their significance, these parameters are not always well 

described (see Table S18, Supplementary Information). As mentioned above, the approach 

adopted here to probe possible evolutions (healthy vs OA and different OA scores) does not 

provide absolute Young’s modulus but allows situations to be compared with each other. It 

confirms that changes in the composition and structure of the ECM supramolecular assemblies 

result in a change on the mechanical properties at the level of collagen fibrils. 

To better highlight the pivotal role of collagen and aggrecans and the interplay between 

these supramolecular assemblies to maintain the ECM structure, specific enzymatic digestions 

were performed on healthy cartilage. Indeed, it is generally agreed in the literature that, unlike 

type II collagen, aggrecan aggregates undergo a turnover that does not keep stable their 

structure throughout life.262 HA degradation by hyaluronidase is considered as the main source 

of changes in aggregate structure.262 Its cleavage is detrimental since it reduces both the size 

and the charge of the aggregates. The collagen network and its interactions with aggrecan and 

other non-collagenous proteins also become susceptible to disruption by the increased activity 

of collagenases (MMP-1 and MMP-13).262,564 Moreover, there are evidences supporting that 

aggrecanolysis precedes collagenolysis.509,565–567  

Our results showed remarkable similarities in the ECM composition and morphology 

between a healthy tissue submitted to a sequential enzymatic digestion (hyaluronidase then 

collagenase) and OA tissue at late OA stage. These similarities were, indeed, shown through (i) 

the assembly of densely packed and thicker fibrils, compared to healthy cartilage, and (ii) the 
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appearance of aggregated spheroid-shaped nanostructures, presumably originating from 

degradation products. 

Moreover, these morphological features were particularly observed in the middle 

(Figure 40K) and the deep (Figure 40L) zones, as the superficial zone is generally not observed 

in OA samples at late stage, due to the erosion of the cartilage surface. 

The stiffening effect observed with increasing OA score was also observed after the 

enzymatic digestion. These findings clearly support the idea that the catabolic activity of 

chondrocytes at the late OA stage can be mimicked with specific enzymatic activities, which 

preferentially impact the main supramolecular assemblies of cartilage, collagen fibrils and 

aggrecans, in terms of composition, organisation and mechanical properties. 

Aggrecan molecules are noncovalently bound to hyaluronic acid to form large aggrecan 

aggregates262 and their release upon hyaluronidase treatment is expected to modify the 

organization of the collagen network. This is consistent with AFM observations showing that 

collagen fibrils became more densely packed and flattened (Figure 40D, E, F). On the other 

hand, the significant impact observed on collagen fibrils due to collagenase activity may be 

explained by the involvement of other collagens than type II collagen. Indeed, it is noteworthy 

that collagen fibrils present in cartilage are hetero-fibrils258,399,548 that consists in central 

filaments of type XI collagen surrounded by type II collagen fibrils (∼90% of the collagen 

mass) and type IX fibrils, interacting with type II collagen fibrils and localized in the outer layer 

(see Figure 42).  

Figure 42. (A) Schematic illustration of the Collagen II/IX/XI hetero-fibril constituents and their organization 

(Abbreviations. FACIT: Fibril Associated Collagens with Interrupted Triple helixes, COL1/COL2/COL3: triple-

helical domains). (B) Schematic illustration of the reorganization in the extracellular matrix of cartilage during 

osteoarthritis 
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It is commonly agreed that the two minor collagens (i.e. type IX and XI) play a crucial 

role in maintaining the structural integrity of the cartilage matrix, therefore, the disruption of 

the fibrillar network may be caused by their proteolysis.304,509,568,569 By contrast, type II collagen 

is not expected to be impacted by type IX and type XI collagen proteolysis. Instead, it may 

change its supramolecular architecture and lead to a dramatic loss of interconnectivity in the 

collagen/aggrecan network.569,570 The FACIT (fibril associated collagen with interrupted triple 

helixes) type IX collagen, which is covalently bound to the type II collagen fibril surface,  

mediates interactions between collagen fibrils and other ECM components, including 

proteoglycans.551 Thus, the collagenase-induced degradation of the type IX collagen may 

decrease the efficiency of aggrecan entrapment and play a major role in the depletion of 

interfibrillar aggrecan content. This may explain the increase in the amount of collagen 

observed by XPS after collagenase treatment (Figure S6, Supplementary Information). It also 

leads to significant changes in the supramolecular organization of fibrils, which become more 

bundled to each other and may fuse laterally (Figure 42B). 

The effect of the enzymatic treatments in the superficial zone was more pronounced, 

compared to the deep and the middle zones. In the latter cases, fibrils are clearly visible (Figure 

9K,L), while they are difficult to distinguish in the superficial zone (Figure 9J). Instead, the 

spheroid-shaped nanostructures, presumably due to the degradation of collagen fibrils, are 

dominating, suggesting that the superficial zone is more prone to be degraded than the other 

ones. These results may explain why the superficial layer of the articular cartilage is the first to 

be degraded in OA. They can also suggest that the degradative enzymes in OA play a more 

pivotal role in the erosion of articular cartilage than in the pathological ECM remodeling in the 

deepest part of the cartilage.567 
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3.5. Conclusion 
Collagen fibrils and aggrecans are supramolecular assemblies, which are entangled in a 

three-dimensional network that mainly constitute the cartilage ECM. The interplay between 

these building blocks is decisive in the development and progress of OA, as small chemical and 

structural changes may strongly impact the biomechanical functions of cartilage. In the present 

study, a particular attention was dedicated to events at the nanoscale that is the level of 

supramolecular assemblies constituting cartilage ECM. For this purpose, XPS and AFM were 

used to probe, respectively, the composition and the morphology of human cartilages, as well 

as mechanical properties at different OA severities.  

The methodological development described here to improve the selectivity of XPS and 

quantify supramolecular compounds, on the one hand, and AFM characterizations of the tissue 

(morphology and nanomechanical properties), on the other hand, provides relevant insights into 

the evolution of the cartilage ECM with the OA severities. There is, indeed, clear evidences on 

the existence of two distinct stages in the OA progression. At early stage, corresponding to low 

and moderate OA Mankin scores, a significant increase of collagen and aggrecan content was 

observed. This evolution can be associated with an attempt of chondrocytes to restore the 

cartilage ECM through their anabolic activities. The morphology of the tissue, at the individual 

collagen fibril level, did not show important changes associated with this anabolic response. At 

late stage, corresponding to changes observed from moderate to high Mankin scores, significant 

decreases in the amount of aggrecan and collagen were clearly observed by XPS, which may 

be associated with degradation processes. These observations suggest that the degradation of 

the cartilage ECM due to OA is no longer compensated by the anabolic response of 

chondrocytes. The metabolic balance turns, thus, in favor of catabolic events. Chemical 

evolutions, observed at this stage, were also associated to radical changes in the ECM 

morphology: the well-defined collagen fibrils were almost not visible and, instead, spheroid-

shaped particles were extensively present. They may result from the aggregation of degraded 

collagen and other macromolecules present in the ECM. XPS data support a correlation between 

the amount of collagen and aggrecans, indicating the remarkable interplay between these 

supramolecular entities, independently of the OA progress. 
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Interestingly, we showed the possibility to mimic the presumable imbalance between 

anabolic and catabolic activity of chondrocytes. For this purpose, limited enzymatic digestion 

through the combined action of hyaluronidase and collagenase were applied to a healthy 

cartilage, yielding damages strictly analogous to that observed during the OA progress. 

The analytical methodological developments described here support the reliability of 

XPS data, which was evaluated, in terms of selectivity, precision and accuracy, via correlations 

between spectral data incorporating large amount of results. This opens up new horizons for the 

characterization of the chemical composition of soft biological tissues, while preserving their 

composition and structural properties (e.g. in diagnosis and related applications). From a 

biomedical perspective, this work provides a comprehensive understanding of the mechanism 

by which OA starts and progresses in the cartilage ECM. This offers relevant guidelines for the 

development of curative treatments, particularly those targeting the homeostatic balance of 

chondrocyte metabolism through the control of specific enzymatic reactions.
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Chapitre 4 

Dynamique du remodelage de l'ECM associé à la 

calcification pendant la différenciation 

hypertrophique des chondrocytes articulaires 
 –  

Caractérisation biochimique, moléculaire et physicochimique 
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 Le cartilage articulaire est organisé en différentes couches qui diffèrent entre elles en 

termes de composition et d’organisation matricielle mais également par le phénotype et le profil 

d’expression génique des chondrocytes qui les composent. En effet, les chondrocytes de la 

couche profonde du cartilage articulaire présentent un phénotype préhypertrophique, tandis que 

le cartilage calcifié contient des chondrocytes hypertrophiques. La dégradation observée dans 

la zone profonde du cartilage articulaire, au cours de l’arthrose, peut résulter de la réactivation 

d'un processus de type ossification endochondrale. Elle s’accompagne en effet de la 

différenciation hypertrophique des chondrocytes qui déposent une matrice extracellulaire 

spécifique qu’ils minéralisent. Il est actuellement suggéré que le remodelage pathologique de 

la jonction ostéochondrale, au cours de l’arthrose, soit orchestré par la différenciation 

hypertrophique des chondrocytes. Puisque l'environnement péricellulaire est essentiel au 

contrôle du comportement cellulaire, les modifications de la matrice péricellulaire des 

chondrocytes au cours de leur différenciation phénotypique de cellules préhypertrophiques en 

cellules hypertrophiques devraient jouer un rôle central dans le remodelage de la jonction 

ostéochondrale pendant l'arthrose. 

 

 Dans ce chapitre, nous avons donc cherché à déterminer la dynamique de la 

minéralisation et à comprendre les changements chimiques et structurels de l’ECM des 

chondrocytes qui se produisent au cours de la différenciation hypertrophique des chondrocytes 

articulaires. Pour cela, nous avons utilisé un modèle de différenciation progressive des 

chondrocytes articulaires immatures murins (iMACs) en chondrocytes préhypertrophiques 

(Prehyp) et hypertrophiques (Hyp), qui minéralisent leur ECM. Une cinétique de différenciation 

Prehyp à Hyp a été réalisées afin de suivre la minéralisation et le remodelage de la matrice par 

immunofluorescence, par des approches biochimiques et moléculaires ainsi que par des 

approches physicochimiques, i.e. AFM, SEM-EDX, XRD et ATR-IR. 

   

Ce travail fait l’objet d’un article en cours d’écriture. 
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Abstract 

The calcified cartilage (CC) is the transitional zone between non-calcified hyaline cartilage and 

bone in growth plates and joints. CC diminishes the existing mechanical gradient and plays a 

pivotal role in the replacement of non-calcified hyaline cartilage by bone in the endochondral 

ossification process. Unlike bone and teeth, whose mineralization relies on the calcification of 

type I collagen fibrils, cartilage mineralization requires a profound ECM remodeling. The 

matrix of non-calcified cartilage, rich in type II collagen fibers, is indeed replaced by a matrix 

rich in type X collagen. Such a process, which is not completely characterized, depends on the 

hypertrophic differentiation of chondrocytes. Thanks to an in vitro model of progressive 

hypertrophic differentiation of chondrocytes, we studied the dynamics of changes in the 

composition and structure of the matrix associated with its mineralization during hypertrophic 

differentiation of chondrocytes. For this purpose, kinetics of Prehyp to Hyp differentiation of 

mouse articular chondrocytes (iMACs) were carried out to follow the mineralization and the 

remodeling of the matrix by immunofluorescence, biochemical and molecular approaches as 

well as by physicochemical approaches. Hyp differentiation of Prehyp chondrocytes induced a 

matrix turnover characterized by a rapid drop in type II collagen and aggrecans and the 

concomitant appearance of type X collagen. In addition to fibrillar type II collagen or type X 

collagen network, IF and AFM analyses also revealed the presence of a three-dimensional type 

I collagen network. Matrix turnover is accompanied by an increase in the concentration and the 

enzymatic activity of MMP-13, the main collagenase of cartilage. EDX analyses revealed that 

the newly formed minerals are poorly crystalized HAP. The chemical mapping also showed 

that phosphorus is concentrated in cellular debris, which may originate in part from the 

apoptosis that increased during the hypertrophic differentiation of chondrocytes. . These 

findings provide new insight into the dynamics of matrix remodeling events resulting from 

hypertrophic chondrocyte differentiation, which leads to its mineralization. They also provide 

relevant guidelines for the understanding of remodeling events that occur at the osteochondral 

junction in OA. 

 

 

Keywords: chondrocyte, hypertrophic differentiation, mineralization, cartilage, collagen, 

aggrecan  
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4.1. Introduction 

 Cartilage is a family of specialized connective tissues that comprises hyaline, elastic and 

fibrous subtypes. All of them are composed of chondrocytes that produce and organize an 

abundant and peculiar extracellular matrix (ECM). For instance, the collagen matrix of hyaline 

cartilage is mainly composed of type II collagen, whereas fibrous cartilage is rich in type I 

collagen. Differences in matrix composition and organization confer the cartilage specific 

mechanical properties.264,571  

Cartilages are unique among biological tissues because they may or may not be 

physiologically mineralized. Elastic and fibrous cartilages as well as most of hyaline cartilages 

are not mineralized. However, at the interface between cartilage and bone, the hyaline cartilage 

of the growth plate and joints is mineralized. In addition, pathological mineralization can also 

occur in hyaline and fibrous cartilages. Notably, cartilage damages in osteoarthritis (OA) indeed 

include the presence of crystal depots in the ECM.383,388 OA cartilage is also characterized in 

its deepest part by an advancement of the mineralization front, as evidenced by the duplication 

of tidemark, which delimitates mineralized and non-mineralized cartilages. This phenomenon 

is reminiscent of that of the endochondral bone formation process that allows the longitudinal 

growth of long bones.572 One of the pivotal events in the endochondral bone formation process 

is the phenotypic change of chondrocytes, which undergo a process of terminal differentiation 

and become hypertrophic.275,573,574 Such a hypertrophic differentiation of chondrocytes is also 

observed in OA cartilage and is suspected to play a pivotal role in cartilage 

degradation.383,385,575–578 Hypertrophic chondrocytes are able to mineralize their matrix because 

they express high levels of alkaline phosphatase and they secrete matrix vesicles that 

concentrate inorganic phosphate and calcium to allow the nucleation of calcium phosphate 

(CaP) crystals.572,579,580 Apoptotic bodies of hypertrophic chondrocytes have been similarly 

proposed to serve as nucleation sites for CaP crystals.383 

 

Unlike bone, whose mineralization is based on the calcification of the osteoid matrix, 

essentially composed of type I collagen fibrils, the mineralization of cartilage requires a 

profound remodeling of the ECM. Non-mineralized and mineralized cartilage matrices indeed 

differ by their content in type II and type X collagen as well as aggrecan. During their 

hypertrophic differentiation, chondrocytes slow down their expression of type II collagen and 

aggrecan, whereas that of type X collagen is induced.581–583 Nevertheless, the sequence of 
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remodeling events of cartilage matrix associated with its mineralization is not completely 

characterized, especially for articular cartilage. 

 

In the present study, we aimed at unravelling the dynamics of ECM mineralization and 

modifications during the hypertrophic differentiation of articular chondrocytes. For this 

purpose, we used an in vitro model of progressive differentiation of murine immature articular 

chondrocytes (iMACs) into prehypertrophic (Prehyp) and hypertrophic (Hyp) chondrocytes 

that we recently developed.584 Kinetics of prehypertrophic to hypertrophic differentiation were 

carried out to follow the mineralization of the ECM and its remodeling by immunofluorescence, 

biochemical and molecular approaches as well as by physicochemical approaches, including 

atomic force microscopy (AFM), scanning electron microscopy associated with energy 

dispersive X-ray spectroscopy (SEM-EDX), attenuated total reflection infrared (ATR-IR) 

analyses and X-ray diffraction (XRD). 
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4.2. Materials and methods 

4.2.1. Primary culture of murine articular chondrocytes 

 iMACS isolated from the femoral heads and knees of 5-6-day-old newborn C57BL/6 

mice (Janvier labs) were seeded either on culture plates or on sterile glass slides (12 mm, 

Dutscher) and cultured for 7 days DMEM culture medium (1 g/L glucose) supplemented with 

fetal calf serum (10%), penicillin (100 U/mL), streptomycin (100 µg/mL) and L-glutamine (4 

mM)) (Medium 1), as previously described585,586. According to van Eegher et al.584 Prehyp 

chondrocytes were obtained by culturing iMACS for an additional 28 days in DMEM/HAM-

F12 medium supplemented with fetal calf serum (5%), penicillin (100 U/ml), streptomycin (100 

µg/mL), L-glutamine (4mM), ascorbic acid (40 µg/mL), insulin-transferrin-sodium selenite 

(1%, Sigma Aldrich) and triiodo-L-thyronine (50 ng/mL, Sigma Aldrich) (Medium 2). 

Chondrocytes were further cultured for 42 days in medium 2 supplemented with β-

glycerophosphate (10 mM, Sigma Aldrich), retinoic (100 nM, Sigma Aldrich) and 1α,25-

dihydroxyvitamin D3 (10 nM, Sigma Aldrich) (Medium 3) to obtain Hyp chondrocytes. All 

cultures were performed at 37°C in a humidified atmosphere of 5% CO2/95% with the exception 

of the last differentiation step, which was performed at 37°C in a humidified atmosphere of 3% 

CO2/95% air. At the end of the culture, cells were serum-starved for 24 h. All conditioned media 

were then collected, centrifuged and stored at -20°C, except those used for LDH assay that were 

stored at 4°C. Cells were either fixed in 3.7% paraformaldehyde (PFA) or used for mRNA or 

protein extraction. The experimental design is summarized in Figure 43. 

  

Figure 43. Experimental design and analyses carried out.  iMACs isolated from the femoral heads and the knees 

of newborn mice were cultured on sterile glass slides for 7 days in Medium 1. Confluent iMACs were then cultured 

for 28 days in Medium 2 to obtain Prehyp chondrocytes and for an additional 42 days for prehypertrophic to 

hypertrophic phenotype changes. Hyp chondrocytes were obtained by culturing Prehyp for 42 days in medium 3. 

MMP-13 analysis was performed on lived cells. Conditioned media were harvested for GAG and ALP 

quantification. Cells were either fixed in PFA or used for mRNA or protein extraction. 
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4.2.2. RNA extraction, reverse transcription and quantitative real-time PCR 

Total RNAs were extracted with the ReliaPrep RNA Cell Miniprep System kit 

(Promega, Madison, WI, USA) according to the manufacturer’s instructions. Complementary 

DNA was obtained from 500 ng of total RNA by reverse transcription (Omniscript RT Kit, 

Qiagen, Courtaboeuf, France). The mRNA expression of genes of interest was analyzed by 

quantitative real-time PCR using the Light Cycler 480 (Roche Diagnostics, Meylan, France) in 

a 12 μL final volume reaction using specific primers (10 μM) (Table S19) and GoTaq® qPCR 

Master Mix (Promega Corp., Madison, WI, USA). The PCR amplification conditions were as 

follows: initial denaturation for 5 min at 95°C followed by 40 cycles consisting of 10 s at 95°C, 

15 s at 60°C and 10 s at 72°C. For each PCR experiment, the cDNAs were run in duplicate in 

parallel with serial dilutions of a cDNA mixture tested for each primer pair to generate a 

standard linear curve, which was used to estimate the amplification efficiency. The relative 

mRNA expression for all genes analyzed was normalized to that of hypoxanthine guanine 

phosphoribosyl transferase (Hprt) used as internal reference genes for mouse genes, 

respectively, and the expression was determined using the 2-ΔΔCt method. 

4.2.3. Protein extraction and protein assay 

For phosphatase alkaline assay, murine chondrocytes were lysed in Tris HCl (10 mM) 

pH 7.5, MgCl2 (0.5 mM) and Triton X-100 (0.1%), as described by Kirsch et al.587 Cell 

homogenates were centrifuged at 10000 g for 10 min at 4°C. Supernatants were kept for 

analysis. 

For western-blot experiments, chondrocytes were lysed in RIPA buffer containing Tris 

HCl (50 mM; pH 8), NaCl (150 mM), EDTA (2 mM), NP-40 (1%), sodium deoxycholate 

(0.5%) and sodium dodecyl sulfate (SDS, 0.1%), supplemented with protease inhibitor cocktail 

cOmplete™ 1X (Roche). 

Protein concentrations in cell-conditioned media were determined using the Bradford 

assay (Bio-Rad, Hercules, CA, USA). Protein concentrations in cell lysates were determined 

using the Pierce™ BCA Protein Assay Kit (Thermo Fisher Scientific), according to the 

manufacturer’s instructions. 
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4.2.4. Alkaline phosphatase activity assay 

Murine chondrocytes were lysed in Tris HCl (10 mM) pH 7.5, MgCl2 (0.5 mM) and 

Triton X-100 (0.1%), as described by Kirsch et al. 8. Cell lysates were stored at -20°C for 

analysis. Alkaline phosphatase enzymatic activity was measured in murine chondrocyte cell 

lysates and conditioned media using the Colorimetric Alkaline Phosphatase Assay Kit, Yellow 

Color (FluoroProbes, Interchim, Montluçon, France). 

4.2.5. Glycoaminoglycan assay 

Glycoaminoglycans were quantified by reaction with dimethylmethylene blue 

(DMMB).588 Shark chondroitin sulfate (Merck) was used as a standard. Briefly, after adding 

DMMB reagent to samples, the microplate was shacked and incubated 3 min in the dark at RT 

before absorbance measuring at 530 nm. 

4.2.6. MMP-13 enzymatic activity assay 

After washing with phosphate-buffered saline, chondrocytes were incubated at 37°C in 

assay buffer (50 mM Tris pH 7.4, 100 mM NaCl, 5 mM CaCl2) containing the MMP-13 

synthetic fluorogenic substrate MCA-Pro-Cha-Gly-Nva-His-Ala-Dpa-NH₂ (40 µM, Millipore) 

in the presence or absence of Marimastat (20 µM, Merk). Substrate hydrolysis was monitored 

for 32 min by spectrofluorometry (λExc = 340 nm; and λEm = 380 nm). MMP-13 enzymatic 

activity was determined as the difference between the substrate hydrolysis obtained in the 

absence and in the presence of Marimastat. 

4.2.7. Cell calcification assay 

The quantification of cell calcification was performed as described by Gregory et al.589 

After alizarin red staining, cells were scraped in 10% (v/v) acetic acid. The solution was heated 

at 85°C for 10 min, transferred to ice for 5 min and centrifuged at 20000 g for 15 min. Then, 

250 µL of the conditioned medium was mixed with 100 µL of 10% (v/v) ammonium hydroxide, 

and the optical density was measured in triplicate at 405 nm. 
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4.2.8. Western Blot (WB) 

Proteins were transferred to nitrocellulose membranes (Bio-Rad, Hercules, CA, USA) 

after resolution by 8% SDS–PAGE. Membranes were probed with primary antibodies (Table 

S20) and with horseradish peroxidase-conjugated secondary antibody. Results were revealed 

using clarity Western ECL substrate (Bio-Rad, Hercules, CA, USA) and pictures were obtained 

by the Bio-Rad Chemidoc system (Bio-Rad, Hercules, CA, USA). 

4.2.9. Cell death detection 

Apoptosis was determined on fixed cells using the in situ cell death detection kit, 

Fluorescein (Roche). The TUNEL assay was carried out according to the manufacturer’s 

instructions. Briefly, PFA-fixed chondrocyte cultures were incubated in permeabilization 

solution (0.1% Triton X-100, 0.1% sodium citrate) for 2 min on ice. Free DNA 3’-OH ends 

were next labeled with fluorescein-labeled nucleotides (fluorescein-dUTP) in the presence of a 

Terminal deoxynucleotidyl Transferase (TdT) for 60 min at 37°C in a humidified atmosphere 

in the dark. Samples incubated in dUTP without TdT enzyme were used as negative control, 

while positive control had DNA strand breaks induced with recombinant DNase 1 (1 mg/mL 

for 10 min), prior to the labelling procedure. Samples were directly analyzed under confocal 

fluorescence microscope (excitation wavelength of 450-500 nm and detection in the range of 

515-565 nm). DRAQ5 staining was used to check the location of the nucleus. 

4.2.10. Immunofluorescence (IF) 

IF was performed on PFA-fixed chondrocyte cultures with a rabbit antibody against 

type I, II, VI, X, collagens (dilution 1:100) (Table S20, Supplementary Information) as primary 

antibodies. Samples were first incubated with 1% BSA, 22.52 mg/mL glycine in PBST (PBS+ 

0.1% Tween 20) for 30 min to block unspecific binding of the antibodies. Samples were then 

incubated with the primary antibody in 1% BSA overnight at 37°C in a humidified atmosphere 

in the dark. After three PBS washes, samples were incubated with the secondary antibody and 

DRAQ5 in 1% BSA (dilution 1:200 and 1:1000) (Table S20). Labeled matrices were mounted 

in Eukitt medium. IF images of whole-tissue were captured by using a confocal laser scanning 

microscopy (CLSM). 
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4.2.11. Atomic force microscopy (AFM) 

AFM images were recorded using a commercial AFM (NanoScope VIII MultiMode 

AFM, Bruker Nano Inc., Nano Surfaces Division, Santa Barbara, CA.). Murine cells were 

cultured in culture plate (12 wells, corning) on sterile glass slides (12 mm, Dutscher). At the 

end of the culture, cells and their ECM were fixed in PFA and stored at -20°C. Glass slides 

covered with cells and ECM were then pick up (Figure S8) and fixed on a steel sample puck 

using adhesive tape. Images were recorded in ambient conditions at RT (∼22 °C). Oxide-

sharpened microfabricated Si3N4 cantilevers were used (SNL-10, Bruker Nano Inc., Nano 

Surfaces Division, Santa Barbara, CA.). The spring constants of the cantilevers were measured 

using the thermal noise method, yielding values ranging from 0.39 to 0.54 N/m. 

4.2.12. Scanning electron microscopy – Energy- dispersive X-ray spectroscopy 

  (SEM-EDX) 

Glass slides covered with cells and ECM (Figure S8) were fixed on a sample puck using 

adhesive tape and imaged by scanning electron microscope (SEM, FEI Quanta FEC 250) at an 

acceleration voltage operating at 10−20 kV. The samples were metallized by carbon sputtering 

for a better image contrast. The elemental content of the ECMs was identified using energy 

dispersive X-ray spectroscopy (EDX) measurements. 

4.2.13. Infrared- Attenuated total reflectance spectroscopy (IR-ATR) 

IR was used to probe the evolution of the relative chemical composition of the calcified 

matrices. Measurements were made using a Bruker VERTEX 80 FTIR spectrometer (Bruker 

Optik GmbH, Ettlingen, Germany). The instrument was operated in attenuated total reflection 

(ATR) mode using a Bruker A225 mono-reflection diamond ATR device and nitrogen cooled 

LN-MCT detector. Sample measurements were executed over a spectral range of 500-7800 cm-

1, at 160 kHz mirror speed, and employing 250 scans per measurement for enhanced signal-to-

noise ratio. The background (air) was measured over 1000 scans. Samples of the calcified 

matrices (as well as the non-calcified control) were measured while still attached to the glass 

substrate by pressing the experimental surface against the diamond ATR crystal with a force 

that ensures a homogeneous contact. A total of six individual measurements were taken for each 

experimental condition under ambient conditions. Measurements were executed using the Opus 

7.8 software (Opus, Version 7.8.44. Bruker Optik GmbH, Ettlingen, Germany). 
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4.2.14. X-ray powder diffraction (XRD) 

XRD measurements were performed using a Bruker Discover D8 X-ray powder 

diffractometer (Bruker, Karlsruhe, Germany) with Bragg-Brentano geometry, Cu X-ray anode 

(Cu-Kα, λ = 1.5406 Å) operated at 40 kV, 30 mA, and a LYNXEYE XE-T detector operated in 

1D mode. Measurements were performed over a range of 5° to 80° 2θ with a step size of 0.03° 

at 2 seconds per step with the use of a beam knife to minimize background scattering at low 2θ 

angles and motorized divergence slit in variable mode. Calcified matrix was separated from the 

solid substrate and micronized using an agate mortar and pestle, then plated onto zero-

background quartz single crystal sample holders for analysis. 

4.2.15. Statistical Analysis 

Data were compared using the Friedman test except for cell death and collagen diameter 

which passed the normally test successfully. In this case, an ANOVA test was thus performed. 

All analyses were performed using GraphPad Prism 8 software. 
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4.3. Results 

4.4.1. Progressive mineralization of chondrocyte matrix during hypertrophic 

differentiation 

 
iMACs progressively differentiated into Prehyp and Hyp chondrocytes when cultured 

in appropriate conditions (Figure S9), as described by van Eegher et al.584 Neither iMAC nor 

Prehyp chondrocyte cultures showed calcification, as revealed by the absence of alizarin red 

staining (Figure 44A and B). In contrast, spots of alizarin red staining were observed in 

cultures of hypertrophic chondrocytes. They appeared as early as 7 days after induction of 

hypertrophy and further increased in size and number over time (Figure 44A). Moreover, 

spectrophotometric quantification of staining revealed a gradual increase in absorbance from 

the time of hypertrophy induction until day 21 when a plateau was reached (Figure 44B). 

 

Minerals found in cultures of chondrocytes, 7, 21 and 42 days after hypertrophy 

induction, consist of calcium phosphate (CaP) compounds, as shown though the EDX spectra 

(Figure S11). SEM images and the corresponding elemental maps, made with EDX for 

phosphorus and calcium, showed that the surface coverage of CaP mineral increased markedly 

with time (Figure 45A). Interestingly, the presence of the mineral phase is only detected by the 

elemental maps, because it did not show any particular topography that can be discriminated 

with the remaining matrix. This suggests that CaP minerals are embedded within an organic 

and non-fibrillar matrix (Figure 45B).  

Figure 44. Matrix calcification during Hyp differentiation of Prehyp chondrocytes. (A) Representative 

photomicrographs of alizarin red staining and (B) the corresponding absorbance measured on the different 

chondrocyte matrices, as indicated. 
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Regarding the composition of the mineral phase, the ratio of calcium to phosphorus 

determined from the EDX extracted data  was 1.72 ± 0.06 (Figure S10).  Complementary 

analysis was performed by XRD on the mineral formed by hypertrophic chondrocyte at the end 

of the 42-day kinetics. The pattern shown in Figure S10B revealed the main peaks 

corresponding to the (002) (211) and (310) planes of the hexagonal lattice of HAP, but suggest 

the presence of poorly crystalline HAP mineral. 

 

 

 

Figure 45. (A) Topographic imaging of the mineral expansion (SEM) and the associated chemical mapping (EDX) 

according to Hyp differentiation of Prehyp chondrocytes with *1 the mineral and *2 the matrix. EDX spectra extracted 

from chemical mapping of the matrix (1) and the mineral (2) are shown in Figure S10A (B) SEM images recorded on a 

mineral present on chondrocytes matrix 21 days after Hyp induction: zoom on the covering matrix. 
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IR-ATR was used to observe changes to chemical composition for different timepoints 

during chondrocyte differentiation. Results show comparable spectra between the mineralized 

samples and non-mineralized Prehyp control, including absorption bands of amide and 

phosphate groups characteristic of mineralized tissues (Figure 46A, B). Multiple contributions 

are observed over the range of 3100-3500 cm-1 and 2800 cm-1 to 3100 cm-1 in the N-H and C-

H stretching domains (including alkyl and aromatic C-H stretch), respectively. Prominent peaks 

are observed between 1470 and 1700 cm-1, including the amide I band (from 1600-1700 cm-1) 

which principally results from C=O stretching modes and the amide II band (from 1470-1570 

cm-1) which is attributed to a combination of C-N stretching and N-H bending modes. The ν1,ν3 

phosphate band region (900-1200 cm-1), resulting from symmetric and antisymmetric stretching 

vibrations, respectively, may be explored to probe changes during the mineralization of the 

matrix. Importantly, the band shape across this region in the mineralized samples differed 

sufficiently compared to that of the nonmineralized control to permit relative quantification of 

the inorganic phosphate content between samples via peak fitting (see insets in Figure 46). 

While other contributions in this region are present even in the Prehyp sample (Figure 46A), 

including organic phosphate (e.g. phosphate groups present in phospholipids, or even 

proteoglycans, the ν3 contribution localized at an average position of approximately 1027 cm-

1 is selected as representative of inorganic phosphate given the time-dependent evolution of its 

intensity over all later timepoints (for more details see section S3.2. in Supplementary 

information). 

To quantify the relative mineral content in the ECM for each sample, the ratio of the 

intensity for the characteristic inorganic phosphate contribution at 1027 cm-1 to the intensity for 

the total amide I and II contributions was calculated (Figure 46C). The intensity of either 

component is herein defined as the integrated peak area of the single 1027 cm-1 contribution in 

the case of phosphate and the summed integrated peak area of either contribution in the case of 

the amide I and amide II bands. Results show that the ratio of the intensity of the phosphate 

contribution to the amide contribution increases significantly after 21 days, then after 35 days 

(Figure 46C). These increases may be correlated with an extensive mineralization of the 

matrices. 

Interestingly, IR spectra showed the presence of a band due to ν2(CO3
2-) at 830-890 cm-

1 (see Figure 46B), which is observed in all samples except the Prehyp. The presence of this 
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band, particularly in the Hyp mineralized matrix (42 days), combined with XRD data, support 

the formation of poorly crystalline carbonated-HAP. 

 

 

In contrast to the mineralized areas of chondrocyte cultures, no calcium accumulated in 

the non-mineralized areas (Figure 47A and Figure S10). Nevertheless, phosphorus was 

observed in non-mineralized areas, although in much lower quantity than in mineralized areas 

(Figure S10A). Interestingly, phosphorus was concentrated as small spots of 0.5 to 5 µm 

(Figure 47A). Structures of similar size were found on the matrix of hypertrophic chondrocyte 

cultures (Figure 47B middle and right panels). Other smaller structures of about 400-500 nm 

were also observed (Figure 47B right panel, arrows). 

Figure 46. (A-C) IR spectra recorded on the matrices of Prehyp and Hyp chondrocytes and the quantification of relative 

mineral content throughout Hyp differentiation by using intensity ratio of particular IR bands 

Figure 47. (A) EDX mapping of this matrix showing that this population is phosphor rich. (B) SEM images of chondrocytes 

matrix recorded away from the mineral. Zoom on an extracellular vesicle population All images were recorded on 

chondrocytes matrix 21 days after Hyp induction. 
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4.4.2. Increased alkaline phosphatase activity and cell death during hypertrophic 

differentiation of prehypertrophic chondrocytes 

 

Alkaline phosphatase plays a pivotal role in mineralization process through the 

generation of inorganic phosphate. While iMACs displayed a very low alkaline phosphatase 

enzymatic activity, both in cell lysates and supernatants, a 74.5 and 16.5-fold increased activity 

was observed in Prehyp chondrocytes in lysates and supernatants respectively (Figure 48A and 

B). The activity of phosphatase alkaline further increased in cell lysates when hypertrophy was 

induced (1.5-fold, p = 0.0031) (Figure 48A). As soon as 7 days after hypertrophy induction, 

the enzymatic activity of alkaline phosphatase indeed reached its maximum and remained 

constant until the end of the kinetics. In contrast, it progressively decreased in conditioned 

media after hypertrophy induction (Figure 48B). 

We next investigated the occurrence of cell death after hypertrophic induction of 

chondrocytes since cell death may be involved in the mineralization of Hyp chondrocyte 

matrix.590 Some TUNEL-positive cells were observed in cultures of prehypertrophic 

chondrocytes (Figure 48C and D). Their number progressively increased from the time of 

hypertrophy induction to the end of the kinetics (p = 0.0002). Interestingly, confocal 

microscopy showed that TUNEL-positive cells were mainly observed in the middle area of the 

cultures. Few apoptotic cells were indeed found either at the top of the cultures or at its bottom, 

where they were only observed late after the induction of hypertrophy (Figure 48C and D). 
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Figure 48. (A-B) Measurement of ALP activity associated with Hyp differentiation of Prehyp chondrocytes in 

lysate and conditioned media, respectively. (C-D) Apoptosis analysis. (C) Quantification of in situ cell death 

according to Hyp differentiation of Prehyp chondrocytes. (D) CLSM images recorded at different matrix depth 

showing the predominant presence of apoptotic body in middle zone. 
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4.4.3. Alteration of ECM structure and composition during hypertrophic 

differentiation of prehypertrophic chondrocytes 

Since matrix mineralization can be accompanied by changes in matrix composition and 

structure, we analyzed its structure and organization by AFM. Nanoscale analysis of 

chondrocyte cultures showed that both fibrillar and non-fibrillar matrices were observed in 

cultures of Prehyp chondrocytes (Figure 49A). Interestingly, the surface occupied by the non-

fibrillar matrix increased after hypertrophy induction.  In addition, the diameter of collagen 

fibrils gradually decreased during the 42-day kinetics of hypertrophic differentiation (p < 

0.0001). While collagen fibrils had a mean diameter of 82.2 ± 10.0 nm in cultures of Prehyp 

chondrocytes, the mean diameter of collagen fibrils was 65.5 ± 6.4 nm and 49.8 ± 5.8 nm, 21 

and 42 days after the induction of hypertrophy, respectively (Figure 49B). 

Figure 49. (A) AFM characterization of the matrix during hypertrophic differentiation of Prehyp chondrocytes: shift from the 

non-fibrillar to fibrillar matrix. (B) The collagen fibril mean diameter of the calcified matrix of Hyp chondrocytes is compared 

to that of osteoblast, since their also calcify their matrix. 
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This changes in matrix organization and structure may result from an alteration of its 

composition. Indeed, the differentiation of iMACs into prehypertrophic and hypertrophic 

chondrocytes was associated with a progressive drop in the mRNA expression of Col2a1, 

Col9a1 and Acan (Figure S9, Supplementary Information). When Prehyp chondrocytes 

differentiated into Hyp chondrocytes, this decrease occurred during the 7 first days (4.8-, 17.9- 

and 15.4-fold decrease for Col2a1, Col9a1 and Acan, respectively), then the mRNA expression 

remained constant until the end of the 42-day kinetics (Figure 50A,C and Figure S9 in 

Supplementary Information). A similar pattern of expression was observed for Col6a1 after the 

induction of hypertrophy (p = 0.0092) (Figure 50B). However, the mRNA expression of 

Col6a1 was strongly induced when iMACs differentiated into prehypertrophic chondrocytes 

(Figure S9, Supplementary Information). In contrast, there was an increase in the mRNA 

expression of Col10a1 and versican during hypertrophic differentiation of prehypertrophic 

Figure 50. (A-B and D-E) Variation in the gene expression of col2a1, col6a2, col10a1 and col1a1 encoded for type II, 

VI, X and I collagens, respectively (C) Variation in the gene expression of Acan, the aggrecan encoded gene (F) 

Variation in the gene expression of Vcan, the versican encoded gene (G-H) Assaying GAG, constituent unit of 

proteoglycans, level associated with Hyp differentiation of Prehyp chondrocytes in lysate and conditioned media, 

respectively.  
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chondrocytes (p = 0.013 and p = 0.0071 for Col10a1 and versican, respectively) (Figure 50D 

and F). This increase in Col10a1 expression reached a peak at day 28 before decreasing, 

whereas the expression of versican progressively increased by day 21 to the end of the kinetics. 

In addition to changes in the gene expression pattern of ECM components, deep 

modifications of the composition of the ECM were also observed. The concentration of GAG 

in cell and matrix lysates progressively increased after hypertrophic induction and reached a 

plateau at day 28 (1.6-fold increase, p = 0.0084) (Figure 50G). In contrast, a 2.1-fold decrease 

in GAG release in chondrocyte conditioned media was found during the first 7 days after 

hypertrophic induction (Figure 50H). Similarly, type II and type VI collagens accumulated in 

the matrix of prehypertrophic chondrocytes, whereas 7 days after induction of hypertrophy, 

both collagens can only be weakly observed (Figure 51A).  

 

Figure 51. Collagenic matrix remodeling during Hyp differentiation of Prehyp chondrocytes (A)CLSM 

images recorded on matrix of chondrocytes undergoing Hyp differentiation. Immunofluorescence labeling 

show the evolution of the different collagen type mentioned above. (B,C) Assaying the variation of type VI 

and type II collagen level in cell lysate, left and right WB panels respectively. 



162 

 

Western blot analysis of cell lysates also showed the gradual decrease in type VI 

collagen and the disappearance of type II collagen in cell lysates after the induction of 

chondrocyte hypertrophy (Figure 51B and C). Conversely, type X collagen mostly 

accumulated in chondrocyte matrix during the first 7 days after hypertrophic induction and 

remained present in chondrocyte matrix until the end of the kinetics (Figure 51A). Type I 

collagen was also observed in matrix of chondrocyte cultures whatever their hypertrophic sate 

and without any apparent modification of its quantity (Figure 51A). Moreover, no variation in 

the expression of Col1a1 was detected during the culture time (Figure 50E). 

The remodeling of ECM was associated with an increase in MMP-13 after the induction 

of hypertrophy (Figure 52A). Whereas low levels of MMP-13 protein were detected in cell 

lysates and conditioned media of prehypertrophic chondrocytes, MMP-13 levels increased as 

early as 7 days after hypertrophic induction both in cell lysates and conditioned media and then 

accumulated gradually during the course of the 42-day kinetics (Figure 52B and C). 

Interestingly, the increase in MMP-13 protein was mainly observed in cell lysates, as compared 

to conditioned media. Moreover, a strong MMP-13 enzymatic activity was measured in cell 

cultures. This activity, already detected in prehypertrophic chondrocytes, showed a 1.8-fold 

increase 7 days after the induction of hypertrophy ant then remained constant (p = 0.0185) 

(Figure 52A). 

Together, these results show that prehypertrophic to hypertrophic differentiation of 

chondrocytes resulted in strong modifications in matrix organization and composition. Notably, 

the replacement of type II to type X collagen rich matrix, which was an early event after 

induction of hypertrophy, was associated with the increase in MMP-13 enzymatic activity. 

Figure 52. (A) Measurement of MMP-13 activity on lived cells. The latter is the main collagenase degrading type 

II collagen (B,C) Assaying the variation of MMP-13 level in cell lysate and conditioned media, high and low WB 

panels respectively. 
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4.4. Discussion 

Calcified cartilage is mainly composed of  hexagonal type X collagen and large amount 

of CaP mineral, primarily HAP, which represents about 65 % of its weight.331,332 This 

mineralized tissue, located between articular cartilage and bone as well as in the growth plate 

represents the transitional zone between the non-calcified cartilage and subchondral bone, 

diminishing the existing mechanical gradient. Calcified cartilage seems, also, to play a pivotal 

role in the tissue transition allowing non-calcified articular cartilage to be replaced by bone 

through endochondral ossification process. Such a process is thought to be orchestrated by 

hypertrophic chondrocytes, which produce type X collagen and mineralize their matrix. 

Furthermore, hypertrophic differentiation of chondrocytes is observed in OA cartilage and is 

suspected to play a pivotal role in cartilage degradation and its replacement by sclerotic 

subchondral bone.383,385,575–578 Nevertheless, the sequence of remodeling events of cartilage 

matrix associated with its mineralization is not completely characterized, especially for articular 

cartilage. Herein, we show, thanks to a model of progressive hypertrophic differentiation of 

articular chondrocytes,584 that deep matrix remodeling events precede mineralization (Figure 

53). 
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Figure 53. Synthetic representation of dynamics of mineralization and 

collagenic matrix remodeling during the hypertrophic differentiation of 

articular chondrocytes 
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4.4.1. Mineralization of chondrocyte matrix  
 

The Hyp differentiation of Prehyp chondrocytes is associated with the growth of CaP 

mineral, which mainly developed between the 7th and the 21st days after the induction of 

hypertrophy (Figure 53). This mineral is expected to be a precursor of HAP, most probably 

amorphous calcium phosphate (ACP).  The accumulation of Ca2+ and PO4
3- within the matrix 

first results in precipitation into ACP mineral, that is then transformed into poorly crystalline 

carbonated hydroxyapatite.591 Stoichiometric HAP is basically composed of calcium and 

phosphorus with molar ratio of Ca/P equal to 1.67592. But biological HAP is non-stoichiometric 

and is either deficient in calcium or phosphorus. Ca/P molar ratio can thus slightly exceed 1.67, 

when CO3
2- ions incorporated in the lattice replacing OH- and/or PO4

3- ions.593 The computed 

Ca/P ratio of 1.72 ± 0.06 extracted from EDX analysis and XRD data support, indeed of 

substitute et poorly crystalline HAP formed during Hyp differentiation of chondrocyte. 

 

 

4.4.2. Increase of Alkaline phosphatase activity 
 

 ALP is a major partner involved in mineralization. The regulation of 

mineralization is accomplished by the ratio of Pi to inorganic pyrophosphate (PPi). ALP activity 

hydrolyzed PPi to Pi for its incorporation into basic CaP crystals,594,595 avoiding the excess of 

inhibitory PPi levels that prevents the transformation of ACP to HAP in vitro.596–598 We 

observed that ALP activity in cell lysates increased early after the induction hypertrophy and 

preceded the strong increase in matrix mineralization observed between the 7th and the 21st days 

after the induction of hypertrophy. However, prehypertrophic chondrocytes already display a 

strong alkaline phosphatase activity but did not mineralize their matrix. This suggests that 

despite the activity of alkaline phosphatase, prehypertrophic chondrocytes either express also 

an inhibitor of mineralization or do not express another partner required for the mineralization 

of the matrix. 

  

4.4.3. Increase of chondrocyte death  

Our results reveal the rising presence of apoptotic chondrocyte bodies in the matrix. 

During the process of endochondral ossification chondrocytes progress through stages of 

terminal hypertrophic differentiation culminating in apoptotic death. As they degenerate, 

hypertrophic chondrocytes release large quantities of phosphate ions, which would promote 
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mineralization of the extracellular matrix 573,599–601 Indeed, apoptotic bodies can, themselves, 

be mineralization initiators 572,587,590,602,603 The apoptotic bodies have a size of 0.5 to 2 µm which 

could correspond to the "debris" we observed in SEM but also to the phosphate rich spots 

observed in EDX. However, these spots did not contain the calcium necessary for 

mineralization. In addition, the increase in the number of TUNEL-positive cells followed a 

different kinetic from that of mineralization, which increases abruptly from day 7 to reach a 

plateau at 21 days (Figure 53). In contrast, chondrocyte apoptosis progressively increased 

during the course of hypertrophic differentiation. This suggests that, in the present model of 

hypertrophic differentiation of chondrocytes and matrix mineralization, apoptosis do not play 

an important role in the mineral formation. 

 

 

 

4.4.4. ECM remodeling  

 The calcification of the matrix associated with the Hyp differentiation of Prehyp 

chondrocytes is accompanied by the remodeling of the collagenic matrix, where the degradation 

of type II fibrillar collagen gives way to a matrix rich in type X collagens. Our results reveal, 

indeed, a drop in type II collagen (mRNA and matrix immunolabelling) and aggrecan (mRNA) 

as early as 7 days after the induction of hypertrophy. Conversely, a strong increase in Col10a1 

mRNA was observed. The deposition of type X collagen in the matrix occurred mainly during 

the first 7 days. Interestingly, the type X collagen and ALP, two markers of chondrocyte 

hypertrophy, showed the same kinetics (Figure 53). These matrix changes were accompanied 

by an increase in MMP-13 activity.  The irreversible loss of type II collagen fibrils seems 

therefore to result from both the cessation of its expression by chondrocytes undergoing Hyp 

differentiation and its degradation by MMP-13. The latter, is, indeed, the primary MMP 

involved in the cleavage of type II collagen and plays a key role in cartilage breakdown during 

OA progression 604–606  In contrast, Col1a1 expression and type I collagen deposition in the 

matrix remained stable throughout the hypertrophic differentiation process. . Few amounts of 

type I collagen are detected in healthy hyaline articular cartilage. Type I collagen is also present 

in OA cartilage.607–613. Nevertheless, its expression in chondrocyte cultures may also reflect the 

presence of some dedifferentiated chondrocytes or chondrocytes differentiated into osteoblasts. 

Type I and II collagens are fibrillar collagens, which organize into fibrils. Interestingly, we 

observed a progressive decrease in the diameter of collagen fibrils during chondrocyte 

hypertrophic differentiation. This could reflect the disappearance of type II collagen fibrils due 
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to their proteolysis by MMP-13; the only remaining fibrils would then be made up of type I 

collagen. Consistently, the diameter of type I collagen fibrils found in the matrix of murine 

osteoblast cultures is similar to that of the matrix fibrils of hypertrophic chondrocyte (Figure 

S13) 

 Chondrocyte matrix is also characterized by high content of proteoglycans, especially, 

aggrecan, the most abundant proteoglycan of non-calcified cartilage matrix. Acan gene 

expression dropped during the 7 days after hypertrophic induction. Similarly, the decrease in 

the release of GAGs in chondrocyte conditioned media mainly occurred during the first 7 days 

of the kinetic. In contrast, the content of GAGs within cell lysates progressively increased at 

the beginning of the kinetic. This may be explained by an increased expression of other 

proteoglycans. Moreover, versican, another large chondroitin sulfate proteoglycan, showed an 

increased mRNA expression during the hypertrophic differentiation of prehypertrophic 

chondrocytes. Nevertheless, versican may not form aggregates with HA as a result of rise in 

both hyaluronidase 1 and 2 gene expression (Figure S14), which have been surmised to play 

key roles in HA degradation. 

 The remodeling of the matrix may be directly involved in its mineralization. Rather than 

the shift between type II and type X collagen rich matrices, changes in the pattern of 

proteoglycans expressed by chondrocytes may play a role in the mineralization process. Genge 

et al. indeed showed that both type II and X collagens markedly increased mineral formation,614 

suggesting that the inhibition of mineralization in cartilage is more attributed to the presence of 

highly anionic proteoglycans than to the collagen type. In vitro studies conducted by Chen et 

al. have shown that proteoglycans from cartilage inhibit HaP growth in solution.96,615 However, 

Wojtas et al. recently suggest that GAGs play a crucial role in crystal nucleation and/or growth 

during collagen mineralization.616 The proteoglycans may thus promote mineralization in a 

similar manner to SIBLING proteins, since both groups of molecules are highly negatively 

charged and are closely associated with collagen fibrils.616–618 Therefore, cartilage matrix 

mineralization may be promoted or inhibited depending on the proteoglycans expressed by 

chondrocytes. Interestingly, it is noteworthy that versican is overexpressed in OA cartilage 

612,619, which show BCP calcifications.388 Versican has been recently involved in the 

calcification of smooth muscle cells.620 

 During the differentiation of iMACs into Prehyp chondrocytes, chondrocytes synthetize 

a matrix mainly composed of type II, VI and IX collagen, in addition to aggrecan aggregates. 
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This ECM is remodeled during the hypertrophic differentiation of Prehyp chondrocytes, 

allowing the matrix to be mineralized (Figure 53) : 

The first phase is characterized by the drop in aggrecan, type II and type IX FACIT 

collagen mRNA expression and by the rapid removal of type II collagen fibrils by MMP-13 

collagenase. During this phase, type X collagen synthesis is initiated and mostly accumulated 

in ECM during the first 7 days after hypertrophic induction. In the same time, enzymatic activity 

of ALP reached its maximum and the first minerals are formed in the ECM. Iyama et al. showed 

also an inverse pattern of expression between type X collagen mRNA and types II and IX 

collagen mRNAs in embryonic chick vertebrae undergoing endochondral ossification.581 A 

correlation between the extend of mineralization and the expression type X collagen was also 

observed.389 As previously shown in ascorbate independent differentiation of fetus human 

chondrocytes in vitro model used by Kirsch et al.,621 our results also demonstrate that the 

production of type X collagen by hypertrophic chondrocytes precedes mineralization of the 

ECM.580,621–623 Mwale et al. showed that isolated fetal growth plate chondrocytes in culture 

synthetized an ECM enriched in type II collagen, proteoglycan aggrecan, and type IX collagen. 

Subsequently as mineralization progresses type II and type IX collagen but not the proteoglycan 

aggrecan, are resorbed coincident with a markedly increased cleavage of type II collagen by 

collagenase as mineral is deposited in the matrix.624  

 

 During the second phase, ALP activity remained constant until the end of the kinetics. 

Concurrently, minerals increased in size and number in ECM enriched with type I and type X 

collagen. The gradually decreased of the collagen fibrils diameter during the 42-day kinetics of 

hypertrophic differentiation may reflect the shift from type II to type I fibrillar collagen. In 

addition, versican progressively increased by day 21 to the end of the kinetics simultaneously 

with hyaluronidase. The number of apoptotic bodies increased significatively between days 21 

and 35 after hypertrophic induction. Therefore, the formation and propagation of CaP mineral 

into the matrix seems to be promote by the presence of phosphorus rich apoptotic body and 

versican. 
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4.5. Conclusion 
 

 Hypertrophic differentiation of prehypertrophic chondrocytes induced a matrix 

turnover, i.e. drop in type II collagen and aggrecans and appearance of type X collagen, that 

precedes matrix mineralization. Matrix turnover is accompanied by an increase in the 

concentration and the enzymatic activity of MMP-13. EDX analyses revealed that the newly 

formed minerals are poorly crystalized hydroxyapatite. The chemical mapping also showed 

phosphorus concentrated in cellular debris, which may originate in part from chondrocyte 

apoptosis that increased during the hypertrophic differentiation of chondrocytes.  

 This in vitro model of progressive articular chondrocyte hypertrophic differentiation 

appears to be a good model to study the mineralization process whose mechanisms are still not 

completely elucidated. Our findings provide new insight into the dynamics of matrix events 

leading to cartilage mineralization resulting from hypertrophic chondrocyte differentiation. 

They give relevant guidelines for the understanding of remodeling events that occur at the 

osteochondral junction in osteoarthritis. 
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Chapitre 5 

Les techniques de caractérisation de surface : des 

outils puissants pour élucider le remodelage de la 

matrice extracellulaire au niveau supramoléculaire 
–  

Discussion générale et Perspectives 
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 Comme l'a démontré le premier chapitre consacré à une revue de la littérature sur les 

tissus mésenchymateux ostéoarticulaires, l'ECM des tissus conjonctifs est complexe tant dans 

sa composition que dans sa structure. Les propriétés biomécaniques essentielles au bon 

fonctionnement des tissus résultent de l'interaction subtile entre les composants de l'ECM au 

travers d'assemblages supramoléculaires. De petites variations en termes de composition et de 

structure peuvent avoir des conséquences significatives sur l'intégrité du tissu et sur ses 

propriétés biomécaniques, entraînant des troubles fonctionnelles et le développement de 

pathologies. Bien que les analyses biochimiques et histologiques soient couramment utilisées 

pour caractériser l’ECM des tissus, l’obtention d’information fine et quantitative via ces 

techniques conventionnelles reste difficile en raison de la complexité structurelle de l’ECM qui 

nécessite une analyse à l’échelle supramoléculaire. En outre, les analyses biochimiques telles 

que l'analyse protéomique sont destructives, car ces méthodes nécessitent la digestion préalable 

du tissu. En revanche, les techniques de caractérisation physicochimique telles que l’AFM et 

l’XPS permettent l’analyse de la structure, de la composition et de la réponse mécanique, à 

l’échelle supramoléculaire. Les objectifs de cette thèse étaient donc multiples, avec à la fois (1) 

le développement de méthodes permettant l'analyse de tissus biologiques par de puissantes 

techniques de caractérisation physico-chimique de surface et (2) la compréhension 

fondamentale des modifications de l'ECM dans les tissus ostéoarticulaires malades humains. 

 

 Au cours de ma thèse, je me suis concentrée sur l’utilisation de techniques 

physicochimiques de caractérisation de surface, essentiellement l’XPS et l’AFM, pour suivre 

les altérations de l’ECM et son remodelage à un niveau supramoléculaire. Cette approche 

interdisciplinaire, combinant la chimie des matériaux, la science des surfaces et la biologie, 

permet une meilleure compréhension :  

(1) Des effets d’un traitement modifiant la réticulation sur la structure et les propriétés 

mécaniques des fibrilles de collagène de l’ECM de capsules articulaires d’épaules 

humaines disloquées, 

(2) Des altérations matricielles du cartilage arthrosique et des mécanismes les régissant, 

(3) Du remodelage de l’ECM associé à sa minéralisation dans un modèle de 

différenciation hypertrophique de chondrocytes.  
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 Dans le chapitre 2, l'AFM a été utilisée pour étudier l'effet de la procédure de réticulation 

UV/riboflavine sur la structure et les propriétés mécaniques de capsules d'épaule malades, qui 

sont principalement constituées de fibrilles de collagène de type I. Les résultats montrent que 

la procédure de réticulation a modifié les propriétés biomécaniques des capsules malades, en 

augmentant la rigidité des tissus sans modification de la structure et de la viabilité cellulaire. 

 

 Cependant, certaines limites ressortent de notre étude. Bien que nous montrions un effet 

du traitement UV/riboflavine sur la rigidité des tissus, nous ne sommes pas en mesure de 

confirmer que le module élastique mesuré correspond à celui d’un tissu sain. Il serait donc 

pertinent d’inclure des explants de capsule non luxée pour pouvoir comparer les caractéristiques 

de leurs fibrilles de collagène à celles des tissus « malade » et traités. Par ailleurs, l'effet du 

traitement UV/riboflavine a été uniquement analysé sur de petits échantillons de tissus tandis 

que l’analyse par AFM a été réalisé sur une surface est relativement réduite (quelques microns).  

On peut donc s’interroger sur l’effet du traitement sur l’ensemble du tissu et sa capacité à 

engendrer une modification de sa rigidité en profondeur. Le traitement UV/riboflavine pourrait 

devenir un traitement topique possible en complément de la chirurgie mais il faut pour cela que 

le traitement ait un effet sur la profondeur entière du tissu. Nous savons également que les 

mesures à l’échelle nanométrique peuvent différer des mesures mécaniques réalisées à plus 

grande échelle. La rigidification constatée à l’échelle supramoléculaire, à cette dose de 

riboflavine et à ce temps d’exposition aux UV, pourrait donc s’avérer insuffisante, autrement 

dit elle ne suffirait pas à rigidifier assez la capsule pour pouvoir empêcher les luxations de 

l’épaule. Des investigations supplémentaires, telles qu’une étude dose/réponse, e.g. effet de la 

variation de la concentration en riboflavine et du temps d’exposition aux UV sur la viabilité 

cellulaire, la structure et les propriétés mécaniques de la capsule, sont également nécessaires 

pour identifier les conditions cliniquement pertinentes pour le traitement riboflavine/UV. Par 

ailleurs, même si nous n’avons pas vu d’effet sur la mortalité des cellules évaluée par TUNEL 

tout de suite après le traitement, une augmentation de la mortalité des cellules à long terme ne 

peut pas être exclue ; une analyse à plus long terme de la viabilité cellulaire est donc nécessaire.  

Avant de commencer les études cliniques, il faudrait, également, déterminer l'efficacité et les 

effets à long terme de la réticulation, les modalités de combinaison de la réticulation et de la 

chirurgie ainsi qu’estimer les complications que peuvent engendrer une telle procédure. En 

effet, l’œil et la capsule articulaire de l’épaule n’ont ni les mêmes dimensions, ni la même 

géométrie, ni même la même matrice. Si la réticulation du collagène cornéen est non invasive 
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et peu se faire en ambulatoire, la réticulation du collagène de la capsule articulaire devrait 

nécessiter une intervention plus complexe. 

 

 Une étude mécanistique du traitement de réticulation serait également très informative. 

La structure hiérarchique des fibrilles de collagène définit les propriétés mécaniques des tissus 

qu’elles composent ; de faibles changements dans la microstructure des fibrilles conduisent 

souvent à des changements dramatiques des propriétés mécaniques. Il serait donc pertinent 

d’étudier les sous-structure des fibrilles de collagène dans les explants de tissu sain, luxé et 

traité.  

 Qiao et al. ont étudié la variation de la sous-structure des fibrilles de collagène lors des 

dislocations en menant une analyse quantitative des caractéristiques de leur périodicité. Pour 

cela, des explants murins de nerf sciatique ont été analysés in situ par microscopie optique à 

balayage de type diffusion infrarouge en champ proche (s-SNOM) couplée à l’AFM pour 

étudier les propriétés structurelles et optiques des fibrilles de collagène en condition 

physiologique.625 Dans notre étude, nous avons mesuré la périodicité des fibrilles à partir des 

images AFM obtenues en mode contact. Bien que cette analyse ait révélé une variation de la 

périodicité non significative entre les explants de capsules luxées traités UV+RH et non traités 

(68.3 ±5.4 nm versus 66.9 ± 3.2 nm, p = 0.4601), cela n’exclut pas un changement de la sous-

structure de la fibrille. En effet, (1) la sous-structure des fibrilles est, par définition, différente 

après un traitement de réticulation (2) la caractérisation par imagerie AFM (sans couplage) 

semble être insuffisante pour obtenir des informations aussi fines. Par ailleurs, il convient de 

noter qu’ici le contrôle est un explant de tissu « malade », on peut donc s’interroger sur la 

pertinence de la comparaison des périodicités avec ce point de référence ; une comparaison des 

variations entre la périodicité des fibrilles de tissu sain et de tissu traité serait très utile.  

 

 Une étude mécanistique du traitement de réticulation pour déterminer la nature et la 

densité des réticulations formées seraient, également, très informative pour comprendre l’effet 

du traitement sur les propriétés mécaniques de la capsule. Depalle et al. ont développé un 

modèle tridimensionnel sur la caractérisation in situ de la structure du collagène de type I par 

cristallographie à rayons X. Ce modèle, qui fournit une représentation simplifiée de la structure 

des tropocollagènes de type I et de leur assemblage sous forme de fibrille, leur a permis de 

démontrer un effet de la nature (divalente, trivalente) et de la densité des réticulations sur la 

réponse mécanique des fibrilles.626,627 Yoshida et al. ont, quant à eux,  montré une corrélation 

positive entre la densité de réticulation et la rigidité du tissu.628 Afin de déterminer la nature et 
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la densité des réticulations formées, nos échantillons pourraient être caractérisés par FTIR.629–

632 

 Dans le chapitre 3, XPS et AFM ont été utilisés pour sonder, respectivement, la 

composition et la morphologie des cartilages humains, ainsi que les propriétés mécaniques à 

différents degrés de sévérité de l'arthrose. Le développement méthodologique utilisé dans cette 

étude a permis d’extraire des informations quantitatives fiables, i.e. le pourcentage massique de 

collagène et d’agrécane, composés majeurs du cartilage, à partir des résultats expérimentaux 

obtenus par XPS. La fiabilité de ces résultats a été évaluée via des corrélations entre les données 

spectrales. Le travail mené a donc permis de montrer qu’avec une préparation adéquate, il est 

possible d’analyser par XPS des tissus mous sans avoir de problèmes liés à l’effet de charge, la 

dégradation de l’échantillons, etc. Cette étude ouvre de nouveaux horizons pour la 

caractérisation de la composition chimique des tissus biologiques mous. Cette caractérisation à 

l’échelle supramoléculaire qui préserve l’intégrité du tissu, en termes de composition et de 

structure, pourrait être un outil de diagnostic performant.  

 

 Cependant, il convient de noter que l'approche méthodologique, qui fournit une 

composition supramoléculaire de l'ECM, doit être adaptée au tissu concerné. Ceci implique (1) 

l'identification de marqueurs spécifiques pour les macromolécules d'intérêt, (2) le 

développement d'un modèle décrivant la composition de l'ECM du tissu considéré, (3) 

l'évaluation de la contamination fortuite qui peut provenir de la préparation de l'échantillon, de 

l'atmosphère ambiante et du spectromètre XPS lui-même. Bien que l’XPS fournit des données 

quantitatives directes, ces dernières peuvent différer des données disponibles dans la littérature. 

Pour rappel l’XPS est une technique de caractérisation de surface, i.e. environ moins de 10 nm 

de profondeur est sondée. La contamination de la surface par adsorption de composés 

organiques est un phénomène omniprésent dans les conditions environnementales courantes.498 

Cette contamination fortuite peut être estimée et contrôlée mais sa présence biaise les 

pourcentages atomiques et pondéraux calculés. 489,498,556 Une comparaison avec les données de 

la littérature ne peut donc se faire que via la comparaison des ratios des composés d’intérêt. Par 

exemple, le ratio agrécane sur collagène calculé à partir des résultats XPS obtenus dans cette 

étude varie de 0,5 (cartilage sain) à 0,75 (cartilage atteint d'arthrose), ce qui est compris dans la 

gamme des rapports calculés à partir des données disponibles dans la littérature (0,33-

0,75).258,259,544   
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 D’autres limites doivent être prise en compte lors de l’analyse XPS. Cette dernière 

fournit une composition chimique fiable à une résolution nanométrique uniquement dans la 

direction perpendiculaire au plan de la surface. La résolution spatiale de l’XPS est en effet 

limitée par le diamètre du faisceau de rayons X et la distribution de l'intensité. Il reste donc 

difficile de se focaliser sur une zone spécifique du tissu sans couvrir la zone environnante, par 

exemple se focaliser sur le cartilage calcifié pendant l'analyse de la jonction ostéochondrale. Il 

est donc préférable d'effectuer une cartographie chimique élémentaire à haute résolution de la 

surface en utilisant d'autres techniques physico-chimiques, telles que l'EDX. Par ailleurs, 

l'analyse XPS nécessite un ultra-haut vide. L'échantillon doit donc être déshydraté et 

relativement de petite taille. Ces facteurs peuvent donc être limitants en fonction du tissu. Par 

exemple, l'analyse directe de bouchons ostéochondraux (Figure 32C1) entraîne un dégazage 

important qui empêche l'analyse. De plus, sectionner l'échantillon peut parfois entraîner une 

contamination supplémentaire de la zone d'intérêt. L'évaluation de l'impact de la préparation 

des échantillons est donc essentielle. 

 

 L’analyse s’effectuant sous ultra-haut vide, les caractérisations menées par XPS ne 

permettent pas d’évaluer la quantité d’eau. Il est tout de même possible d’avoir une contribution 

des molécules d’H2O dans le pic O 1s. Cependant, l’XPS ne permet pas de détecter l’hydrogène, 

ce qui rend donc le pic O 1s très difficilement interprétable. Or l’ECM du cartilage contient une 

quantité importante d'eau (65-85% en poids).  L’XPS ne permet donc pas d'évaluer la présence 

de ce composant majeur qui peut jouer un rôle crucial dans le développement de la pathologie. 

Le suivi du taux d'hydratation peut être, en revanche, réalisé grâce à d’autres techniques de 

caractérisation physicochimique telle que la spectroscopie Raman.473,633–637  

 

 Comme chaque technique, l’XPS a ses propres avantages et limites. Néanmoins, cette 

technique puissante fournit des informations complémentaires à celles déjà acquises par d'autres  

caractérisations physico-chimiques de l'ECM du cartilage.473,638,639  

 

 Des études complémentaires concernant les changements structurels et les propriétés 

mécaniques ont été réalisées par AFM. Bien que l'AFM soit largement utilisée pour sonder le 

cartilage, il existe une grande disparité dans la littérature en raison des différentes conditions et 

méthodologies expérimentales.399,431,509,563 Dans ce document, une approche méthodologique 

pour les analyses AFM a été développée pour réaliser une caractérisation rigoureuse du 

cartilage. Elle concerne à la fois la préparation des échantillons, les conditions de caractérisation 
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et le traitement des données. Tous les bouchons ostéochondraux ont été prélevés au niveau du 

plateau tibial externe afin d’éviter toute variation dues à la localisation dans l’articulation.401 

Une minutie particulière a été dédiée aux choix des pointes AFM, qui peuvent induire de fortes 

variations dans les mesures. La même pointe a été utilisée pour chaque série d’échantillons. 

Toutes les images AFM et les courbes de force ont été enregistrées dans différentes zones de 

l'ECM identifiées grâce à la morphologie des chondrocytes. Les données quantitatives ont été, 

quant à elle, extraites des images enregistrées ; la périodicité a été calculée à partir de la 

superposition des lignes de scan extraites des images AFM et des dérivées secondes associées. 

 

L'AFM présente deux limitations majeures:  

1) L'échantillon à analyser doit être de petite dimension puisqu’il doit être déposé sur une 

lamelle de c.a. 12 mm de diamètre. Les lames couramment utilisées pour les colorations 

histologiques et les immunomarquages sont traités pour améliorer l’adhérence des tissus, 

ce qui n’est pas le cas pour les lamelles de verre. On assiste donc fréquemment à un 

détachement du tissu lors des analyses AFM en phase liquide, i.e. dans le PBS. Pour éviter 

une infiltration de liquide entre le tissu et la lamelle lors de l'analyse mécanique des explants 

de cartilage et de capsule articulaire, nous avons fonctionnalisé les lamelles de verre avec 

de la polydopamine. Cette dernière joue un rôle clé dans l'adhérence des moules aux 

surfaces humides. 

2) Il convient de noter que la surface de la zone analysée par AFM est relativement faible 

(quelques microns). Pour s'assurer que la structure est représentative de la zone d'intérêt, il 

est donc essentiel de réaliser des images à plusieurs endroits différents. Pour étudier la 

structure du tissu sur une grande surface, il serait préférable d'utiliser le TEM. Cependant, 

une telle analyse requiert une préparation de l’échantillon plus stricte que par AFM.  

 

 Dans cette étude, l’évolution de l’ECM du cartilage humain au cours de l’arthrose a été 

évaluée, en termes de composition de structure et de propriétés mécaniques, à l’échelle 

supramoléculaire. Cette étude a permis de mettre en évidence 2 phases : (1) une tentative de 

réparation, i.e. augmentation de la concentration en collagène et agrécane, et (2) une 

dégradation irréversible du cartilage, i.e. diminution significative de la concentration en 

collagène et agrécane. Par ailleurs, des modifications structurales similaires à celles observées 

dans le cartilage arthrosique ont été observées sur des échantillons non arthrosiques traités par 

des enzymes, l’hyaluronidase et la collagénase, i.e. l’augmentation du diamètre des fibrilles qui 

s’explique par leur tendance à se coller les unes aux autres et à fusionner, et l’apparition de 
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particules sphériques pouvant être dus à l’agrégation de composés de dégradation, notamment 

de fibrilles de collagène. Nos travaux ont donc permis de souligner le rôle central de l'équilibre 

homéostatique sur la progression de l’arthrose. Il serait cependant nécessaire de (1) augmenter 

le nombre de patients par score pour valider ces observations et (2) intégrer des échantillons 

sains provenant de donneurs jeunes. Il convient, en effet, de noter que le vieillissement affecte 

également le remodelage de l’ECM. Par ailleurs, dans cette étude, nous avons conclu que la 

première phase d’arthrose se caractérise par une hausse de la synthèse en collagène et agrécane 

sans preuve directe, i.e. cette conclusion a été tirée à partir des données XPS qui révèlent une 

augmentation du contenu en collagène et en agrécane. Il serait donc instructif de procéder à un 

dosage des GAG et du collagène, e.g. dosage de l’hydroxyproline, afin de confronter ces 

résultats à ceux obtenus par XPS. Cependant, tout comme l’XPS, ces analyses biochimiques ne 

permettent pas de différencier les types de collagène présents dans le tissu. Il serait donc 

pertinent d’effectuer également une analyse protéomique et/ou transcriptomique. 

 

 Une dégradation de l’agrécane est observée au cours de la seconde phase d’arthrose. 

Cette perte d’'agrécane peut résulter de multiples mécanismes de dégradation : (1) le clivage de 

l'HA par la hyaluronidase qui réduit les agrégats d'agrécane, (2) le clivage de la protéine centrale 

au niveau du domaine interglobulaire (Glu373-Ala374) et du domaine de la chondroïtine sulfate 

(Glu1480-Gly1481) par les agrécanases, e.g. les ADAMTS-4,640,641 (3) le clivage de la protéine 

centrale au niveau du domaine interglobulaire (Asn341-Phe342) par la stromélysine, e.g. MMP-

3. Cependant, il convient de noter que la taille des fragments d’agrécane retrouvés dans le 

liquide synovial arthrosique correspondent majoritairement à ceux générés par le clivage des 

agrécanes par les ADAMT.642,643 En effet, les résultats de l’étude de Struglics et al. suggèrent 

que les MMP sont principalement impliquées dans le remodelage normal de l'agrécane et 

pourraient avoir un rôle moins actif dans la dégradation de l'agrécane au cours de l'arthrose.644 

En effet, la dégradation pathologique de l’agrécane est principalement engendrée par les 

ADAMTS.642 Bien que la hyaluronidase soit plus connue pour jouer un rôle dans la dégradation 

de l’HA due au vieillissement,645 l'utilisation de cette enzyme nous permet d'étudier l'impact de 

la perte d'agrécane sur la structure du cartilage et de surmonter le manque d'ADAMTS 

commercialisées.  

 

De manière intéressante, la digestion enzymatique par la collagénase conduit également 

à une perte d'agrécane. Cette dernière pourrait résulter de la dégradation du collagène FACIT 

de type IX localisé à la surface des fibrilles de collagène de type II.304 Ce dernier, qui interagit 
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avec les agrécanes, présente une triple hélice rompue qui serait plus sensible à l’action des 

collagénases. Cependant, cette étude n'apporte pas de preuve directe de l'implication du 

collagène FACIT de type IX dans la perte d'agrécanes. Il serait donc intéressant de réaliser un 

immunomarquage du cartilage avant et après digestion par la collagénase et sur le cartilage 

arthrosique pour évaluer la présence du collagène FACIT de type IX. Des investigations 

supplémentaires sont donc nécessaires pour élucider le rôle du collagène FACIT de type IX 

dans l'interaction entre les fibrilles de collagène de type II et les agrégats d'agrécane.  

 

L'étude de Budde et al. a démontré que les souris déficientes en collagène de type IX 

(KO Col9a1) présentent un cartilage articulaire avec des fibrilles de collagène de type II plus 

larges que celles des souris « contrôle » (un diamètre moyen de 68.7 nm versus 61.9 nm).152 De 

la même manière, Stoltz et al. ont également démontré que l’absence de collagène de type IX 

engendre un épaississement des fibrilles qui ont tendance à se regrouper en faisceau.521 Par 

ailleurs, les études de fibrillogenèse in vitro ont démontré que les mélanges de collagènes II et 

XI forment des fibrilles fines et uniformes d'un diamètre d'environ 20 nm qui ressemblent 

étroitement aux fibrilles présentes dans la PCM du cartilage.289,325,326,646,647 Cependant, cette 

structure n’est pas stable en absence de collagène FACIT de type IX. Le collagène FACIT de 

type IX apparait donc essentiel pour la formation des fibrilles de collagène hétérotypiques du 

cartilage puisqu’il fournit une stabilité à long terme.648  

 

D’autre part, Hecht et al. ont montré que les mutations des COMP engendrent une 

diminution de la sécrétion de collagène de type IX et de matriline-3 dans la matrice entrainant 

une désorganisation de l’ECM.156 L’étude menée par Nicolae et al sur des souris KO matrilin-

3 a, quant à elle, démontré qu’une déficience en matriline-3 engendre une augmentation du 

diamètre des fibrilles de collagène.157 Le mécanisme régulant la croissance latérale des fibrilles 

dans le cartilage semblent donc être un mécanisme complexe impliquant plusieurs acteurs : le 

collagène FACIT de type IX, les COMP et la matriline-3. 

 

Les SLRP semblent également jouer un rôle majeur dans le maintien de l’intégrité 

structurelle du cartilage. Ces dernières interagissent avec les agrécanes 312,649, régulent le 

diamètre des fibrilles de collagène et facilite les interactions entre les fibrilles de collagène et 

les autres composants de la matrice 98,145,159–167 Han et al. ont démontré que la présence de 

décorine augmente significativement l'adhérence entre les molécules d'agrécane et les fibrilles 

de collagène de type II.649 
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 Au cours de l’arthrose, un grand nombre de SLRP, dont la décorine, le biglycane et la 

fibromoduline, continue à être synthétisés.650–652 Cependant, ces SLRP sont différemment 

glycosylés.170 Parallèlement, une fragmentation de la protéine centrale de la fibromoduline et 

de la décorine associée à la dégradation du cartilage articulaire humain a été rapportée par 

Melrose et al.653,654 Plusieurs étude sur les souris déficientes en fibromoduline et/ou biglycane, 

ont montré que ces dernières ont développé des modification de l’ECM semblables à celles 

observées dans le cartilage arthrosique. Cette constatation démontre le rôle important des SLRP 

dans le maintien de l’intégrité de l’ECM. 164,176,346,655–658 Tous les tissus de l’articulation, tels que 

les os, les cartilages et les membranes synoviales, sont sujets à arthrose.659 Les SLRP sont 

présentes dans l’ECM de ces tissus conjonctifs musculosquelettiques où elles jouent un rôle 

important dans l'intégrité de l’ECM. Les SLRP semblent donc être des acteurs clés dans le 

développement de l’arthrose. 

 

 Le relargage des agrécanes et la déstructuration du réseau fibrillaire du collagène 

pourraient donc avoir pour origine une défaillance dans les interactions entre (1) agrégats 

d’agrécanes, (2) collagène FACIT de type IX (3) COMP, (4) matriline-3 et (5) les SLRP, i.e. la 

décorine, le biglycane et la fibromoduline. Afin d’explorer cet axe de recherche, nous pourrions 

adopter la même méthodologie, i.e. effectuer une analyse de la composition, de la structure et 

des propriétés mécaniques à l’échelle nanométrique.  

 

  

 Il convient de noter que les fragments d'agrécane issus de la dégradation enzymatique 

sont relargués dans le liquide synovial où ils peuvent être utilisé comme biomarqueurs.262 

 

 Dans le chapitre 4, un éventail de technique de caractérisation a été utilisé pour 

déterminer la dynamique de minéralisation et les modifications de la matrice au cours de la 

différenciation hypertrophique des chondrocytes. Les analyses moléculaires, biochimiques et 

physicochimiques nous ont permis d’acquérir des informations complémentaires concernant les 

processus de minéralisation et le remodelage associé de l’ECM. Cette étude a permis de montrer 

que la différenciation hypertrophique des chondrocytes préhypertrophiques induit un 

remodelage de l’ECM qui précède la minéralisation. Les analyses chimiques ont, par ailleurs, 

révélé que les minéraux nouvellement formés sont de l'hydroxyapatite carbonatée faiblement 

cristallisée. La cartographie chimique a également montré que le phosphore est concentré dans 
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des débris cellulaires. Ces derniers pourraient être générés par l'apoptose croissante des 

chondrocytes. 

 

 Ces résultats ouvrent le chemin à d'autres investigations nécessaires pour comprendre 

le mécanisme de la formation du minéral d’HAP au sein de la matrice. 

 

Le lien entre apoptose et minéralisation  

 Notre étude a mis en évidence la présence croissante de corps apoptotiques au cours de 

la différentiation hypertrophique des chondrocytes. Cependant l'augmentation du nombre de 

chondrocytes apoptotiques suit une cinétique différente de celle de la minéralisation. Ceci 

suggère que ces corps apoptotiques riches en phosphore ne jouent pas un rôle important dans la 

minéralisation de la matrice des chondrocytes hypertrophiques. Les corps apoptotiques sont 

présents au sein même de la matrice. Par ailleurs, une matrice résiduelle recouvrant les 

minéraux nouvellement formés semble indiquer que ces derniers nucléent et croissent 

également au sein de la matrice elle-même. Il est généralement admis dans la littérature que 

l'ossification endochondrale de la plaque de croissance est accompagnée d'une apoptose des 

chondrocytes Hyp, i.e. que la minéralisation du cartilage nécessite l'apoptose des 

chondrocytes.572,590,599 En effet, les chondrocytes hypertrophiques, qui entrent en apoptose, 

semblent pouvoir produire des vésicules matricielles à l'intérieur desquelles les premiers 

cristaux d'hydroxyapatite de calcium sont générés.572 

 

 Un des prochains axes de recherche serait donc de caractériser ses vésicules lors de la 

minéralisation associée à la différenciation hypertrophique des chondrocytes. Les vésicules 

matricielles peuvent en effet être détectées grâce à un marquage à l’annexine 5 et caractérisé 

par AFM (couplage AFM, immunofluorescence).383,614,660 Il convient de noter que les analyses 

SEM, menées dans le cadre de notre étude, ont permis de détecter de petites structures qui 

pourraient bien être des vésicules matricielles. 

  

La cinétique de la minéralisation 

 La minéralisation a été suivie par (1) rouge alizarine, couramment utilisé en histologie 

pour mettre en évidence les dépôts calciques des tissus en se fixant au calcium par un processus 

de chélation (2) variation de la bande IR du phosphate inorganique. Or, c’est deux analyses 

montrent deux cinétiques de minéralisation différentes. Même si les deux techniques sont 
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basées sur des données de nature différente, des investigations complémentaires sont 

nécessaires pour fournir des informations plus précises sur la cinétique de minéralisation. 

 

 Par ailleurs, la régulation de la minéralisation par le rapport entre Pi et pyrophosphate 

inorganique (PPi) est accomplie par les activités concertées de l'ALP, qui hydrolyse le PPi pour 

générer du Pi,594,595 de l'ectonucléotide pyrophosphatase/phosphodiestérase 1 (ENPP1), qui 

génère du PPi à partir de nucléosides triphosphates (ATP, CTP, UTP),661,662et de la protéine 

d'ankylose (ANK), une protéine transmembranaire à passages multiples, qui assure le transport 

du PPi du cytoplasme vers la matrice extracellulaire.663–665 L'activité ALP hydrolyse le PPi en 

Pi pour son incorporation dans la phase minérale, évitant l'excès de niveaux inhibiteurs de PPi 

qui empêche la transformation de l'ACP en HAP in vitro.596–598 Il est intéressant de noter que 

la Figure S12A montre une surexpression significative du gène Ank aux derniers stades de la 

différenciation de l'Hyp. En outre, la Figure S12B suggère une tendance à l'augmentation de 

l'expression du gène codé ENPP1. Il serait donc très informatif d’effectuer une étude 

mécanistique de la formation du minéral associée à la différenciation hypertrophique des 

chondrocytes, i.e. mécanisme de nucléation et de propagation du minéral formé au cours de la 

calcification de la matrix associée à la différenciation hypertrophique des chondrocytes. 

  

L’influence des composés de l’ECM sur la minéralisation 

 Notre étude a permis de montrer le remplacement de la matrice non minéralisée riche 

en collagène de type II et d’agrécane par une matrice minéralisée enrichie en collagène de type 

I, X et versicane. L'agrécane et le versicane contiennent tous deux des GAG sulfatés anioniques. 

Cependant, le versicane ne contient qu’une dizaine de chaînes latérales contrairement à 

l’agrécane qui en compte une centaine.666 Nos données suggèrent que les versicanes pourraient 

favoriser la propagation du minéral nouvellement formé alors que les agrégats d'agrécane 

l'inhiberait. En effet, le caractère fortement anionique des agrécanes leur confère la capacité de 

séquestrer le Ca2+ ionique et donc d'inhiber la propagation des minéraux dans la matrice du 

cartilage et de la plaque de croissance. Par ailleurs, le versicane est exprimé par les chondrocytes 

de cartilage arthrosique.613,619,667 Le rôle du versicane dans la minéralisation n’est à ce jour pas 

élucidé.616,666 

 Il serait donc intéressant d’étudier le rôle des protéoglycanes sur la minéralisation afin 

de pouvoir mieux comprendre pourquoi le cartilage articulaire est non minéralisé.  
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 Les protéines non collagéniques peuvent également influencer la minéralisation du 

cartilage, e.g. les small integrin-binding ligand N-glycosylated proteins (SIBLING) retrouvées 

dans les matrices minéralisées.668 Cette famille regroupe cinq protéines: l’ostéopontine (OPN), 

la sialoprotéine osseuse (BSP), la protéine matricielle de dentine 1 (DMP1), la 

sialophosphoprotéine de dentine (DSPP) et la phosphoglycoprotéine de matrice extracellulaire 

(MEPE). Il est intéressant de noter que l’expression de DMP1 augmente au cours de la 

différenciation hypertrophique des chondrocytes (Figure S9). L’implication de ces protéines 

dans le processus de minéralisation associée à la différenciation hypertrophique des 

chondrocytes est en effet actuellement étudiée au sein de notre équipe de recherche.  

L’influence des composés de l’ECM sur l’apoptose 

 Le cartilage contient également des quantités minoritaires de plusieurs autres 

collagènes, tels que le collagène de type VI.298 Les images IF révèlent que le collagène de type 

VI est uniquement présent dans l'ECM du chondrocyte Prehyp. Peters et al. ont démontré que 

le collagène de type VI, localisé exclusivement dans la PCM, joue un rôle fonctionnel important 

puisqu’il protège les chondrocytes du stress environnant et les empêche ainsi d’entrer en 

apoptose.320 

 L’absence de collagène de type VI lors de la différenciation hypertrophique des 

chondrocytes sembleraient donc être délétère aux chondrocytes.  

 

 

 Ce travail a donc permis de développer une approche méthodologique originale 

qui apporte de nouvelles connaissances sur le remodelage pathologique de l’ECM. Les 

perspectives envisagées sont multiples. Par ailleurs, l’utilisation de techniques de 

caractérisation performante telles que l’XPS ouvre une nouvelle voie pour la détection 

précoce des pathologies. 

 

 Je suis donc convaincue que les découvertes majeures de demain naitront de 

collaborations interdisciplinaires ouvrant le champ des possibles. 
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Informations supplémentaires 

 

I - Chapitre 3 - Deciphering Pathological Remodeling of Human Cartilage Extracellular 

Matrix in Osteoarthritis at the supramolecular level - Supplementary Information  

II - Chapitre 4 - Dynamics of extracellular matrix remodeling associated with calcification 

during the hypertrophic differentiation of articular chondrocytes - Supplementary 

Information  
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S1. XPS data  

S1.1. Analysis depth 

XPS probes a thickness of only few nanometres. In fact, an electron photoemitted at depth z in 

a flat and smooth solid in a direction making the angle θ with the normal to the surface of the 

solid has a probability Q to leave the solid in this direction without energy loss: Q = exp (- z / 

  cosθ) where z / cosθ is the distance d travelled by the photoelectron in the solid and  is the 

inelastic mean free path (IMFP), i.e. the average distance between inelastic collisions (=-

dd/dQ). The IMFP depends on the kinetic energy of the photoemitted electron and on the 

properties of the matrix, particularly its density. The contribution to the intensity decreases 

exponentially with the depth: 95 % from a layer of thickness 3λ cosθ.489 

IMFP values were calculated according to Tanuma et al. 669 using the Quases program 670 using 

the parameters given in Table S1. These calculations lead to the values detailed in Table S2. 

The thickness probed by XPS for each cryo-sectioned sample is thus about 5.5 nm.   

  

  

  

Table S1. Parameters used for the calculation of the electron inelastic mean free path (IMFP). (Abbreviations. 

Col: collagen, Agg: aggrecan, HA: hyaluronic acid and HC: hydrocarbon compounds) 

Quases program input data Col Agg HA HC

Carbon quantity 12321 65800 14 1

Mw (g/mol) 289639 2421399 379 14

Carbon concentration (mol/g) 0.043 0.027 0.037 0.071

Density (g/cm
3
) 1.4 1.5 1.5 0.9

Valence electrons 113043 173 148 6

CC
ECM

 (mol/cm
3
) 0.0596 0.0408 0.0554 0.0643

C 
ECM

 (mol/cm
3
) 0.055
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Table S2. Computation of the electron inelastic mean free path (IMFP). 

 

S1.2. Spectral components and chemical functions 

 

Table S3. Characteristics and assignment of XPS peaks components for human cartilage samples. 

Peak Binding energy (eV) Functional groups 

C 1s 284.8 * † C−(C,H) hydrocarbon 

 286.1  0.2 † C−(O,N) alcohol, ether, ester, amide, amine 

 
287.5  0.3 † 

 

O−C−O 

C−(C=O)−N 

acetal, hemiacetal 

amide 

 288.9  0.2 † C−(C=O)−O carboxylic acid, ester 

N 1s 

399.8  0.1 

401.5  0.4 

402.4  0.3 

(C=O)−NH  

C−(NH3
+) 

R4−N+ 

amine / amide  

protonated amine 

quaternary amine  

S 2p 
163.7  0.3 § 

168.6  0.3 § 

R−S−S−R’ 

SO4
2-  

protein disulfide bond 

sulfate 

 

* Component fixed at 284.8 eV and used to set the binding energy of other components or 

peaks. 

† Components imposed to have the same FWHM, found in the range of 1.1 to 1.6 eV.   

§ Component 3
2⁄   

 

  

2 4 6 8 λmoy
Matrix

λC 3.3 3.4 3.6 4.0 3.6

λN 3.0 3.2 3.4 3.7 3.3

λC 3.3 3.4 3.6 3.9 3.5

λN 3.0 3.2 3.3 3.6 3.3

λC 3.3 3.4 3.7 4.0 3.6

λN 3.1 3.2 3.4 3.7 3.3

λC 3.3 3.5 3.8 4.2 3.7

λN 3.1 3.2 3.5 3.9 3.4

3.2 3.3 3.5 3.9 3.5

9.5 9.9 10.6 11.6 10.4

5.0 5.2 5.6 6.1 5.53λmoy 
Org 

cos (θ) (nm)

Agg

HA

Others

λmoy 
Org

 (nm)

3λmoy 
Org

 (nm)

Energy Gap (eV)

Col
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S1.3. Elemental composition 

 

Table S4. Elemental composition measured by XPS on treated cartilages. Molar concentrations over all elements 

except hydrogen. (Abbreviations. bdl: below the detect limit) 

 

 

  

Treatment Analysed zone C N O S Si Zn Na Ca P

NF

A 73.00 1.91 24.43 0.40 0.23 0.02 0.01 bdl bdl

B 71.09 6.62 20.72 1.06 0.22 bdl 0.24 0.05 bdl

C 67.70 9.45 20.35 1.20 0.65 bdl 0.55 0.10 bdl

F

A 69.46 0.37 29.11 0.07 0.77 0.07 0.15 bdl bdl

B 70.39 2.56 25.87 0.27 0.65 0.03 0.21 0.02 bdl

C 67.39 7.02 23.51 0.59 0.82 0.02 0.55 0.10 bdl

F – Pa

A 79.16 5.52 14.06 0.52 0.37 bdl 0.07 0.22 0.08

B 80.42 4.25 13.54 0.50 1.00 bdl 0.05 0.22 0.02

C 84.69 2.33 10.54 0.36 1.90 bdl 0.03 0.15 bdl

F – d

A 79.98 4.64 14.19 0.42 0.42 0.01 0.34 bdl bdl

B 86.03 1.70 11.23 0.18 0.69 0.04 0.13 bdl bdl

C 72.01 2.01 18.56 0.18 6.79 0.15 0.30 bdl bdl

F – d – us

A 66.33 10.63 20.54 1.19 0.29 bdl 1.02 bdl bdl

B 67.28 8.38 21.18 1.40 0.91 0.03 0.82 bdl bdl

C 74.98 2.41 20.09 0.57 1.76 0.04 0.15 bdl bdl
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S2. Concentrations of elements and chemical functions expected for ECM main 

compounds 

S2.1. Type II collagen 

 

Table S5. Elemental composition of type II collagen, computed from amino acid amounts and composition. 

 

 

Table S6. Chemical functions in type II collagen (triple-helix) computed from composition (Uniprot) and pooled 

according to the expected contribution in XPS peaks: C 1s, O 1s and N 1s. 

 

C H N O S C H N O S C H N O S

A 108 3 7 1 2 324 756 108 216 972 2268 324 648

D 32 4 7 1 4 128 224 32 128 384 672 96 384

E 55 5 9 1 4 275 495 55 220 825 1485 165 660

F 15 9 11 1 2 135 165 15 30 405 495 45 90

G 352 2 5 1 2 704 1760 352 704 2112 5280 1056 2112

H 2 6 9 3 2 12 18 6 4 36 54 18 12

I 11 6 13 1 2 66 143 11 22 198 429 33 66

K 39 6 14 2 2 234 546 78 78 702 1638 234 234

L 28 6 13 1 2 168 364 28 56 504 1092 84 168

M 11 5 11 1 2 1 55 121 11 22 11 165 363 33 66 33

N 12 4 8 2 3 48 96 24 36 144 288 72 108

P 200 5 9 1 2 1000 1800 200 400 3000 5400 600 1200

HYP 29 5 10 1 3 145 290 29 87 435 870 87 261

Q 41 5 10 2 3 205 410 82 123 615 1230 246 369

R 54 6 14 4 2 324 756 216 108 972 2268 648 324

S 29 3 7 1 3 87 203 29 87 261 609 87 261

T 21 4 9 1 3 84 189 21 63 252 567 63 189

V 19 5 11 1 2 95 209 19 38 285 627 57 114

Y 2 9 11 1 3 18 22 2 6 54 66 6 18

TOTAL 1060 4107 8567 1318 2428 11 12321 25701 3954 7284 33

2118 1059 6354 3177

4107 6449 1318 1369 11 12321 19347 3954 4107 33

12.01 1.01 14.01 16.00 32.06 12.01 1.01 14.01 16.00 32.06

MW (g/mol) 96546 289639

molar mass of each element (g/mol)

total number of each element

TROPOCOLLAGEN

1059 H2O removed during peptide bond formation

amino acids quantities
AMINO ACID ALPHA CHAIN

amino acids CH3 CH2 CH CCC C-O C-N C-S
N-C=O, N-C-

N, C=N
O=C-OH Ctot (CN)=O C-N(H,C) Ntot OH O=C-OH O=C-OH N-C=O  O tot

A 324 324 324 972 324 324 324 324

D 96 96 96 96 384 96 96 96 96 96 288

E 330 165 165 165 825 165 165 165 165 165 495

F 45 225 45 45 45 405 45 45 45 45

G 1056 1056 2112 1056 1056 1056 1056

H 6 18 12 36 6 12 18 6 6

I 66 33 33 33 33 198 33 33 33 33

K 351 234 117 702 117 117 234 117 117

L 168 84 84 84 84 504 84 84 84 84

M 33 33 66 33 165 33 33 33 33

N 36 36 72 144 72 72 72 72

P 1200 1200 600 3000 600 600 600 600

HYP 87 87 174 87 435 87 87 87 87 174

Q 246 123 246 615 246 246 246 246

R 324 324 324 972 162 486 648 162 162

S 87 87 87 261 87 87 87 87 174

T 63 63 63 63 252 63 63 63 63 126

V 114 57 57 57 285 57 57 57 57

Y 6 24 6 6 6 6 54 6 6 6 6 12

SUM 735 2877 423 51 243 4158 66 3507 261 12321 3339 615 3954 243 261 261 3339 4104

substraction of chemical ending -3 3 0 -3 3 0 3 3 -3 3

TOTAL 735 2877 423 51 243 4158 66 3504 264 12321 3336 618 3954 243 264 264 3336 4107

TROPOCOLLAGEN
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S2.2. FACIT type IX collagen  

 

Table S7. Elemental composition of type IX collagen, computed from amino acid amounts and composition. 

 

 

Table S8. Chemical functions in type IX collagen computed from composition (Uniprot) and pooled according to 

the expected contribution in XPS peaks : C 1s, O 1s and N 1s. 

 

 

S2.3. Aggrecan 

 

Table S9. Elemental composition of aggrecan. 

 

 

 

C H N O S qties C H N O S qties C H N O S qties C H N O S C H N O S

A 3 7 1 2 47 141 329 47 94 0 42 126 294 42 84 0 45 135 315 45 90 0 402 938 134 268 0

C 3 7 1 2 1 11 33 77 11 22 11 4 12 28 4 8 4 6 18 42 6 12 6 63 147 21 42 21

D 4 7 1 4 39 156 273 39 156 0 24 96 168 24 96 0 28 112 196 28 112 0 364 637 91 364 0

E 5 9 1 4 47 235 423 47 188 0 31 155 279 31 124 0 32 160 288 32 128 0 550 990 110 440 0

F 9 11 1 2 22 198 242 22 44 0 4 36 44 4 8 0 4 36 44 4 8 0 270 330 30 60 0

G 2 5 1 2 217 434 1085 217 434 0 203 406 1015 203 406 0 210 420 1050 210 420 0 1260 3150 630 1260 0

H 6 9 3 2 8 48 72 24 16 0 8 48 72 24 16 0 4 24 36 12 8 0 120 180 60 40 0

I 6 13 1 2 36 216 468 36 72 0 23 138 299 23 46 0 14 84 182 14 28 0 438 949 73 146 0

K 6 14 2 2 42 252 588 84 84 0 38 228 532 76 76 0 29 174 406 58 58 0 654 1526 218 218 0

L 6 13 1 2 57 342 741 57 114 0 28 168 364 28 56 0 49 294 637 49 98 0 804 1742 134 268 0

M 5 11 1 2 1 12 60 132 12 24 12 11 55 121 11 22 11 6 30 66 6 12 6 145 319 29 58 29

N 4 8 2 3 20 80 160 40 60 0 6 24 48 12 18 0 5 20 40 10 15 0 124 248 62 93 0

P 5 9 1 2 153 765 1377 153 306 0 138 690 1242 138 276 0 137 685 1233 137 274 0 2140 3852 428 856 0

Q 5 10 2 3 39 195 390 78 117 0 34 170 340 68 102 0 25 125 250 50 75 0 490 980 196 294 0

R 6 14 4 2 54 324 756 216 108 0 27 162 378 108 54 0 32 192 448 128 64 0 678 1582 452 226 0

S 3 7 1 3 42 126 294 42 126 0 18 54 126 18 54 0 25 75 175 25 75 0 255 595 85 255 0

T 4 9 1 3 26 104 234 26 78 0 15 60 135 15 45 0 11 44 99 11 33 0 208 468 52 156 0

V 5 11 1 2 37 185 407 37 74 0 29 145 319 29 58 0 20 100 220 20 40 0 430 946 86 172 0

W 11 12 2 2 6 66 72 12 12 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 66 72 12 12 0

Y 9 11 1 3 6 54 66 6 18 0 6 54 66 6 18 0 2 18 22 2 6 0 126 154 14 42 0

TOTAL 921 4014 8186 1206 2147 23 689 2827 5870 864 1567 15 684 2746 5749 847 1556 12 9587 19805 2917 5270 50

920 1840 920 688 1376 688 683 1366 683

4014 6346 1206 1227 23 2827 4494 864 879 15 2746 4383 847 873 12 9587 19805 2917 5270 50

12.01 1.01 14.01 16.00 32.06 12.01 1.01 14.01 16.00 32.06 12.01 1.01 14.01 16.00 32.06 12.01 1.01 14.01 16.00 32.06

amino acids
AMINO ACID

H2O removed during peptide bond formation

total number of each element

molar mass of each element (g/mol)

MW (g/mol) 91870 63616

per ALPHA CHAIN 3 TROPOCOLLAGEN

261889

ALPHA CHAIN 1 per ALPHA CHAIN 2

65131

amino acids CH3 CH2 CH CCC C-O C-N C-S
N-C=O, N-C-N, 

C=N
O=C-OH Ctot (CN)=O C-N(H,C) Ntot OH O=C-OH O=C-OH N-C=O  O tot

A 134 134 134 402 134 134 134 134

C 21 21 21 63 21 21 21 21 42

D 91 91 91 91 364 91 91 91 91 91 273

E 220 110 110 110 550 110 110 110 110 110 330

F 30 150 30 30 30 270 30 30 30 30

G 630 630 1260 630 630 630 630

H 20 60 40 120 20 40 60 20 20

I 146 73 73 73 73 438 73 73 73 73

K 327 218 109 654 109 109 218 109 109

L 268 134 134 134 134 804 134 134 134 134

M 29 29 58 29 145 29 29 29 29

N 31 31 62 124 62 62 62 62

P 856 856 428 2140 428 428 428 428

Q 196 98 196 490 196 196 196 196

R 226 226 226 678 113 339 452 113 113

S 85 85 85 255 85 85 85 85 170

T 52 52 52 52 208 52 52 52 52 104

V 172 86 86 86 430 86 86 86 86

W 6 24 12 18 6 66 12 12 6 6 12

Y 14 56 14 14 14 14 126 14 14 14 14 28

SUM 772 2253 523 56 151 2996 79 2529 228 9587 2396 521 2917 151 228 228 2396 3003

substraction of chemical ending -3 3 0 -3 3 0 3 3 -3 3

TOTAL 772 2253 523 56 151 2996 79 2526 231 9587 2393 524 2917 151 231 231 2393 3006

TROPOCOLLAGEN

molecules quantities C H N O S

CS 100 58800 88200 4200 58800 4200

KS 50 7000 11500 500 7000 500

PC 1 11374 17633 2979 3982 47

77174 117333 7679 69782 4747

12.01 1.01 14.01 16.00 32.06

MW (g/mol)

total number of each element

2421399

molar mass of each element
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S2.3.1. Sulphated GAG 

 

Table S10. Elemental composition of sulphated GAG. 

 

 

Table S11. Chemical functions in sulphated GAG (chondroitin sulphate and keratan sulphate) computed from 

composition and pooled according to the expected contribution in XPS peaks : C 1s, O 1s and N 1s. 

 

 

S2.3.2. Core protein 

 

Table S12. Elemental composition of collagen, computed from amino acid amounts and compositions. 

 

 

 

 

molecules quantities C H N O S

CS 100 58800 88200 4200 58800 4200

KS 50 7000 11500 500 7000 500

65800 99700 4700 65800 4700

12.01 1.01 14.01 16.00 32.06

MW (g/mol)

total number of each element

2160071

molar mass of each element

GAGs CH3 CH2 CH CCC C-O C-N C-S
N-C=O, N-C-N, 

C=N
O=C-OH Ctot (CN)=O C-N(H,C) Ntot OH O=C-OH O=C-OH N-C=O S=O, S-O  O tot

CS 42 336 42 126 42 588 42 42 294 42 42 42 168 588

KS 10 80 10 40 0 140 10 10 90 10 40 140

MOLECULE

C H N O S C H N O S

A 178 3 7 1 2 534 1246 178 356

C 34 3 7 1 2 1 102 238 34 68 34

D 114 4 7 1 4 456 798 114 456

E 284 5 9 1 4 1420 2556 284 1136

F 68 9 11 1 2 612 748 68 136

G 309 2 5 1 2 618 1545 309 618

H 33 6 9 3 2 198 297 99 66

I 88 6 13 1 2 528 1144 88 176

K 28 6 14 2 2 168 392 56 56

L 195 6 13 1 2 1170 2535 195 390

M 13 5 11 1 2 1 65 143 13 26 13

N 30 4 8 2 3 120 240 60 90

P 231 5 9 1 2 1155 2079 231 462

Q 63 5 10 2 3 315 630 126 189

R 79 6 14 4 2 474 1106 316 158

S 309 3 7 1 3 927 2163 309 927

T 204 4 9 1 3 816 1836 204 612

V 196 5 11 1 2 980 2156 196 392

W 25 11 12 2 2 275 300 50 50

Y 49 9 11 1 3 441 539 49 147

TOTAL 2530 11374 22691 2979 6511 47

2529 H2O removed during peptide bond formation 5058 2529

11374 17633 2979 3982 47

12.01 1.01 14.01 16.00 32.06

total number of each element

molar mass of each element (g/mol)

MW (g/mol) 261329

amino acids quantities
AMINO ACID CORE PROTEIN
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Table S13. Chemical functions in core protein computed from composition (Uniprot) and pooled according to the 

expected contribution in XPS peaks : C 1s, O 1s and N 1s. 

 

 

 

Table S14. Chemical functions in aggrecan computed from composition and pooled according to the expected 

contribution in XPS peaks: C 1s, O 1s and N1s. 

 

 

S2.4. Hyaluronic acid 

 

Table S15. Elemental composition of hyaluronic acid. 

 

 

Table S16. Chemical functions in hyaluronic acid computed from composition and pooled according to the 

expected contribution in XPS peaks : C 1s, O 1s and N 1s. 

 

 

 

amino acids CH3 CH2 CH CCC C-O C-N C-S
N-C=O, N-C-

N,C=N
O=C-OH Ctot (CN)=O C-N(H,C) Ntot OH O=C-OH O=C-OH N-C=O  O tot

A 178 178 178 534 178 178 0 0 0 178 178

C 34 34 34 102 34 34 0 0 0 34 34

D 114 114 114 114 456 114 114 0 114 114 114 342

E 568 284 284 284 1420 284 284 0 284 284 284 852

F 68 340 68 68 68 612 68 68 0 0 0 68 68

G 309 309 618 309 309 0 0 0 309 309

H 33 99 66 198 33 66 99 0 0 0 33 33

I 176 88 88 88 88 528 88 88 0 0 0 88 88

K 84 56 28 168 28 28 56 0 0 0 28 28

L 390 195 195 195 195 1170 195 195 0 0 0 195 195

M 13 13 26 13 65 13 13 0 0 0 13 13

N 30 30 60 120 60 60 0 0 0 60 60

P 462 462 231 1155 231 231 0 0 0 231 231

Q 126 63 126 315 126 126 0 0 0 126 126

R 158 158 158 474 79 237 316 0 0 0 79 79

S 309 309 309 927 309 309 309 0 0 309 618

T 204 204 204 204 816 204 204 204 0 0 204 408

V 392 196 196 196 980 196 196 0 0 0 196 196

W 25 100 50 75 25 275 25 25 50 0 0 0 25 25

Y 49 196 49 49 49 49 441 49 49 49 0 0 49 98

SUM 1340 2013 1115 167 562 2984 60 2735 398 11374 2623 356 2979 562 398 398 2623 3981

substraction of chemical ending -1 1 0 -1 1 0 1 1 -1 1

TOTAL 1340 2013 1115 167 562 2984 60 2734 399 11374 2622 357 2979 562 399 399 2622 3982

CORE PROTEIN

molecules CH3 CH2 CH CCC C-O C-N C-S
N-C=O, N-C-

N, C=N
O=C-OH Ctot (CN)=O C-N(H,C) Ntot OH O=C-OH O=C-OH N-C=O S=O, S-O  O tot

CS 4200 33600 4200 12600 4200 58800 4200 4200 29400 4200 4200 4200 16800 58800

KS 500 4000 500 2000 7000 500 500 4500 500 2000 7000

PC 1340 2013 1115 167 562 2984 60 2734 399 11374 2622 357 2979 562 399 399 2622 3982

TOTAL 6040 2013 1115 167 38162 7684 60 17334 4599 77174 7322 357 7679 34462 4599 4599 7322 18800 69782

AGGRECAN

C H N O C H N O

14 21 1 11 140000 210000 10000 110000

12.01 1.01 14.01 16.00

HYALURONIC ACID

molar mass of each element (g/mol)

degree of polymerization

10000

MW (g/mol)

MONOMER MOLECULE

3793180

GAG CH3 CH2 CH CCC C-O C-N C-S
N-C=O, N-C-

N, C=N
O=C-OH Ctot (CN)=O C-N(H,C) Ntot OH O=C-OH O=C-OH N-C=O S=O, S-O  O tot

HA 10000 80000 10000 30000 10000 140000 10000 10000 80000 10000 10000 10000 110000

HYALURONIC ACID
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S3. Molar concentration ratios computed on the basis of amino acid amount and 

composition of ECM main compounds 

 

Table S17. Expected molar concentration ratios from XPS computed on the basis of amino acid amount and 

composition of type II collagen, aggrecan and hyaluronic acid.   

 

 

S4. OA samples scoring  

 

 

 

 

  

COMPONENT
C/ N Cox / N C284.8 / N C287.5 / N C286.1 / C C/ Sox

α β δ - γx 

Col 3.12 2.08 1.03 0.89 0.36 -

Agg - - - 2.26 0.59 16.42

HA - - - 3.00 0.64 -

Figure S1. Evolution of the osteochondral junction due to OA. Tissues were stained with Safranin O/Fast Green. 

Degradation of articular cartilage was determined by the Mankin score on stained tissues. OA samples were then 

classified into groups with increasing OA severity: the group ‘Low” (score 0 - 4), the group “Moderate” (score 5 

- 9) and the group “High” (score 10 - 14). 
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S5. AFM data 

 

Figure S2. AFM height (left) and deflection (right) images recorded on human articular cartilage submitted to 

different treatments (see Table 5). 
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Figure S3. AFM height (top) and deflection (bottom) images recorded on OA cartilage ECM at low, moderate 

and high scores, showing the presence of spheroid-shaped particles (see arrows). 
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Figure S4. Typical (A, C) force-distance and (B, D) force-indentation curves recorded on cartilage ECM showing 

different stiffness. Experimental approach curves and the corresponding fitting curves, obtained using the Bilodeau 

model, are shown, respectively, in blue and in red. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

A B

C D

Figure S5. AFM height and deflection images (as indicated) recorded on a healthy cartilage after enzymatic 

hyaluronidase/collagenase treatment. Lateral fusion of collagen fibrils and spheroid-shaped nanostructures are 

indicated by white and yellow arrows, respectively. 
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S6. XPS data 

 

 

Figure S6. Evolution of the weight percentages (wt.%) of (A) collagen and (B) Aggrecan prior to and after 

hyaluronidase (Hyal treat.) and collagenase (Col treat.) treatments. 

 

 

 

Figure S7. Correlation between the amount of collagen and aggrecan with a discrimination by histopathological 

OA severity. Statistical analysis: Spearman correlation of 0.06269; p<0.0001:**** 
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S7. Nanomechanical properties   

 

Table S18. Nanomechanical properties measured by AFM on cartilage tissues from the literature. 

Ref 

TISSUE 

SCORING 

AFM MODE RESULTS 

species joint 
localisation 
within joint 

sample preparation (shape, treatment, storage and 
cutting) 

mode parameters 
localisation and 

direction 
 

Tschaikows
ky et al., 

Acta 
Biomat., 

2021 

Human knee 
femoral 
condyle 

discs (4 
mm ;300 µm) 

dapi 
staining 

PBS,      
-80°C 

/ SCSO  indentation 
k=0.35 N.m-1, 

v=120-130 µm.s-1, 
F=0.7-1.0 N 

cartilage surface; 
perpendicular 

Softening with 
OA severity 

Tang et al., 
Soft 

Materials, 
2014 

Human 
hip; 

knee 
NI piece of 2mm² 

collagen 
extraction 

H2O w/ 
2%SDS, 

4°C 
/ / indentation / 

NI : extracted 
collagen fibrils 

Stiffening with 
OA 

Shao et al., 
RSC Adv., 

2014 
Human knee NI piece of 2mm² / 

OCT,      
-24°C 

sectioned 
parallelly 
to surface  
(5-20 µm) 

Outerbridge indentation k=20.36 nN.nm-1 
cartilage surface; 

perpendicular 
Stiffening with 
OA severity 

Wilusz et 
al., Osteo. 

and 
Cart.,2013 

Human knee 
femoral 
condyle 

explant (8mm)  / 
OCT,      
-20°C 

sectioned 
perpendic
ularly to 
surface 

Collin indentation 
k=7.5 N.m-1,  
v=15 µm.s-1, 
F=750 nN 

cartilage depth; 
parallel 

Softening with 
OA severity 

Wen, Osteo. 
and Cart., 

2012 
Human 

hip; 
knee 

femoral 
head, lateral 
plateau tibial 

osteochondral 
plug (5mm) 

/ 
OCT,      
-20°C 

sectioned 
parallelly 
to surface 
(50 mm)  

Outerbridge Indentation / 
cartilage different 

depth, perpendicular 
Stiffening with 
OA severity 

Stolz et al., 
Nat. Nano, 

2009 
Human 

hip, 
knee 

NI 
osteochondral 

plug (2mm) 
/ PBS, ice / Outerbridge Indentation 

k=0.06 N.m-1, 
v=3Hz, F=1.8 nN 

cartilage surface; 
perpendicular 

Softening with 
OA severity 
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Dynamics of extracellular matrix remodeling associated with calcification 

during the hypertrophic differentiation of articular chondrocytes 

  

Supplementary Information 

 

Ilhem Lilia Jaabar, Brittany Foley, Alberto Mezzetti, Françoise Pillier, Francis Berenbaum, 

Jessem Landoulsi, Xavier Houard 

 

Content 

 

S1. Materials and Methods  

S1.1. Forward and reverse PCR primer sequences 

S1.2. Antibody used for immunofluorescence and western blot 

S1.3. Collect of chondrocyte matrix-covered glass slides 

S2. In vitro model validation: chondrocyte phenotype markers 

S3. Mineralization 

 S3.1. EDX and XRD data 

 S3.2. IR data 

 S3.3. Inorganic phosphate regulators 

S4. Matrix remodeling 

 S4.1. Osteoblast matrix 

 S4.2. Hyaluronidase RNA expression 
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S1. Materials and Methods  

S1.1. Forward and reverse PCR primer sequences 

 

S1.2. Antibody used for immunofluorescence and western blot 

 

 
 

 

Table S19. Foward and reverse PCR primer sequences 

Table S20. Reference and dilution of the antibody used for this study 
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S1.3. Collect of chondrocyte matrix-covered glass slides 
 

 

 

S2. In vitro model validation: chondrocyte phenotype markers 

 

 

Figure S9. Hypertrophic differentiation markers assessed in iMACs differentiated into Prehyp and Hyp 

chondrocytes. (A-B) Gene expression pattern of iMACs, Prehyp and Hyp chondrocytes (D) Representative 

photomicrographs of alizarin red staining of IMACs, Prehyp and Hyp chondrocytes, upper panels, and the 

calcification quantification by the measuring of the associated optical density. Only Hyp chondrocytes showed a 

positive alizarin red staining. (E) Measurement of MMP-13 activity associated with IMACs, Prehyp and Hyp 

chondrocytes. 
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Figure S8. Schematic illustration of the retrieval of the glass slides covered with cells and ECM at the end of cell culture. 
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S3. Mineralization  

S3.1. EDX and XPS data 

 

S3.2. IR data 

 Visualization and annotation of the resulting spectra was achieved using the OriginPro 

2018 software (Origin(Pro), Version b9.5.1.195. OriginLab Corporation, Northhampton, MA, 

USA). The software also used in part for quantitative analysis of the spectra, specifically in 

identifying poorly resolved peaks by consideration of the second derivative function (height 

filtered, 10% threshold) over the ν1-ν3 phosphate band region (1200-900 cm-1).  

Peak fitting of the normalized spectra was then based on the second derivative findings. For 

each of the amide (1770-1350 cm-1) and ν1-ν3 phosphate absorption band regions, a linear 

baseline was applied and constituent peaks were fitted with a Gaussian line shape. The amide 

region was fitted with two constrained-FWHM contributions at either ~1640 and ~1540 cm-1, 

assigned to the amide I and amide II contributions, respectively. The phosphate region was 

fitted with either six or seven contributions, according to the corresponding second derivative 

filtering, constrained to have the same FWHM. No constraints on peak position were enforced; 

both were iteratively refined until convergence was achieved for all regions. The ratio of 

phosphate contribution at 1027, presumably due to inorganic phosphate, to amide contribution 

(I1027/Iamide) was then defined as the integrated peak area of the fourth fitted component in the 

phosphate band region (at approximately 1027 cm-1) divided by the combined integrated peak 

areas of the amide I and amide II components. 

Figure S10. (A) EDX spectra extracted from chemical mapping of the matrix (1) and (2) the mineral 

(B) XRD analysis performed on the mineral powder gathered from Hyp chondrocytes matrices 
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S3.3. Inorganic phosphate regulators 
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Figure S12. Variation in the gene expression of (A) Ank and (B) Enpp1, two regulators of matrix calcification 
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Figure S11. IR spectra recorded on the matrices of Prehyp and Hyp 

chondrocytes after 7, 21, 28, 35 and 42 days after Hyp induction. Peak fitting 

over the ν1-ν3 phosphate band region 
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S4. Matrix remodeling 

S4.1. Osteoblast matrix 

 

S4.2. Hyaluronidase RNA expression 

 

  

Figure S14. Variation in the gene expression of Hyal1 and 2, that encode hyaluronidase 1 and 2, respectively. The 

latter may prevent the aggregation of proteoglycans by degrading the hyaluronic chain which act as a branching chain 

Figure S13. Osteoblasts has been thus isolated from the calvaria of the same newborn than chondrocytes.  (A, input) Alizarin red 

staining reveals that osteoblast calcify also their matrix, while (A,B) the AFM images exhibits a fibrillar matrix. (C,D) Thanks to 

immunolabeling, the latter seems to be identified as type I collagen fibril. (E) The quantitative analysis of fibril diameter reveals that 

the mean diameter measured in osteoblast matrix is similar to the one measure in Hyp matrix. 
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Appendices 

Communication orale et poster 

Communication orale 

─ JAABAR et al. Journées de Spectroscopies d’Electrons (JSE), Paris, Janvier 2020 

─ JAABAR et al. Doctoral School Days (JED397), Paris, Novembre 2020 

─ JAABAR et al. Journée de l’Interface pour le vivant (IPV day), Paris, Septembre 2021 

─ JAABAR et al. Séminaire annuel du CRSA, Lieusaint, Novembre 2021 

─ JAABAR et al. Journées Françaises de Biologie des Tissus Minéralisés (JFBTM), La 

Baule, Avril 2022 

 

Communication poster 

─ JAABAR et al. Séminaire ProMin, Paris, Juillet 2018 

─ JAABAR et al. Séminaire annuel du CRSA, Montvillargene, Novembre 2018 

─ JAABAR et al. Journées Françaises de Biologie des Tissus Minéralisés (JFBTM), 

Boulogne-sur-Mer, Juin 2019 

─ JAABAR et al. Conférence Internationale sur les Vésicules Matricielles (ICBMS), Lyon, 

Juin 2019 

─ JAABAR et al. Journée de l’Interface pour le vivant (IPV day), Paris, Septembre 2019 

─ JAABAR et al. Journées de l’Ecole Doctorale (JED397), Paris, Novembre 2020 

─ JAABAR et al. Osteoarthritis Research Society International congress (OARSI), Denver 

(en ligne), Mars 2021 

─ JAABAR et al. Séminaire annuel du CRSA, Lieusaint, Novembre 2021 

─ JAABAR et al. congrès OARSI, Berlin (en ligne), Avril 2022 

─ JAABAR et al. congrès OARSI, Berlin (en ligne), Avril 2022 (2nd poster) 

─ JAABAR et al. Journées Françaises de Biologie des Tissus Minéralisés (JFBTM), La 

Baule, Avril 2022 
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Activités annexes  

Enseignement – Département de chimie UFR 926,  Sorbonne Université 

64h / an 

─ Licence 1 – Chimie des Solutions (1CI002) – Travaux Dirigés et Travaux Pratiques  

─ Licence 2 – Chimie Analytique (2C015) – Chromatographie phase gazeuse – Travaux 

Pratiques 

Autres 

─ Membre de la Commission de Recherche de Sorbonne Université: remplaçante 

─ Membre du comité d’animation du Séminaire annuel du CRSA 2019    

─ Coanimation du jeu scientifique « la traversée du squelette infernal », fête de la science 

2020 : https://view.genial.ly/5f5fa3673c6c490cee94a042/interactive-content-fete-de-la-

science-la-traversee-du-squelette-infernal 
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