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Résume

La recherche sur le cartilage articulaire permet, entre autres, de mieux comprendre les
maladies articulaires comme 1’arthrose, et d’élaborer de nouvelles thérapies de
régénération. Bien que la majorit€ des troubles du cartilage soient reliés au
vieillissement, les chondrocytes utilisés pour les études in vitro sont presque toujours
prélevés d’animaux immatures. Il est déja accepté que I’4ge module le métabolisme des
chondrocytes. Cependant, peu de données sont disponibles concernant le réle de 1’age
dans les systemes de culture en matrice tridimensionnelle, qui représentent un outil de

choix en ingénierie tissulaire.

L’hypothese de départ de ce travail était que les chondrocytes provenant d’animaux 4gés
possedent une capacité réduite de proliférer et de synthétiser une matrice extracellulaire
in vitro, comparativement aux chondrocytes d’animaux plus jeunes. Pour vérifier cette
hypothese, des chondrocytes bovins provenant de feetus, de jeunes adultes, et d’animaux
agés ont été cultivés parallelement en gel d’agarose. Apres plus de trois semaines de
culture, la densité cellulaire, ainsi que les contenus et taux de syntheése matriciels furent
évalués. Nous avons observé une prolifération cellulaire et une accumulation de matrice
extracellulaire réduites pour les chondrocytes d’animaux agés, comparativement aux
chondrocytes d’animaux plus jeunes. La diminution de synthése avec 1’dge est plus
importante au niveau du collagéne qu’au niveau des protéoglycanes. Les tests de

relaxation de contraintes, effectués par des compressions en configuration non-confinée,
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ont permis d’observer une variation avec 1’dge des parametres mécaniques extraits a
I’aide du modele biphasique renforcé de fibrilles. De plus, ces parametres mécaniques

ont corrélé de fagon significative avec les contenus de la matrice extracellulaire.

En fin de culture, nous avons noté la présence de tissu en surface des construits
d’agarose. La caractérisation de ces excroissances a |’interface agarose-milieu de culture
ont permis d’observer une modulation avec 1’age. Le contenu cellulaire y est maximal
pour les échantillons de jeunes adultes, qui produisent une matrice riche en collagéne de
type II et en glycosaminoglycanes. Le tissu en interface produit par les cellules foetales
contient les collagenes de type I et II, mais est dépourvu de glycosaminoglycanes. Quant
aux cellules agées, elles forment des amas cellulaires pauvres en matrice extracellulaire.
Les cellules ont une morphologie arrondie, typique des chondrocytes articulaires non-
dédifférenciés, a I’intérieur des excroissances de jeunes adultes. Cependant, elles sont
plut6t de forme allongée en périphérie des excroissances, 1a ol s’effectue la prolifération

cellulaire.

Afin d’observer la dynamique cellulaire en interface, nous avons mis au point une
nouvelle méthode d’imagerie des chondrocytes vivants. Cette derniere consiste en
I’observation répétée des chondrocytes par microscopie confocale, en présence d’une
faible dose d’acridine orange. A I1’aide de cette technique, nous avons pu prendre
conscience de I'importante activité migratoire des chondrocytes en surface d’agarose, en

plus d’observer directement des divisions cellulaires.
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Ce travail a permis de vérifier I’hypothese de départ et recommande fortement la prise en
compte de I’4ge des animaux-donneurs dans les études basées sur la culture de
chondrocytes. De plus, la vérification de I’hypotheése de base nous a menés vers la
caractérisation des tissu formés a la surface des construits d’agarose. A la lumiere des
résultats obtenus, nous proposons la culture en interface d’agarose comme nouveau
systeme de culture, qui favorise la prolifération de chondrocytes et permet la génération
de tissu hyalin de novo. Finalement, la technique d’imagerie mise au point en fin de
projet permet d’apprécier les phénomenes dynamiques qui ont lieu dans les
excroissances, et offre un nouvel outil d’observation des cellules cultivées en systéme

tridimensionnel.
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Abstract

Research on articular cartilage allows a better understanding of articular diseases, like
osteoarthritis, and the elaboration of new regenerating therapies. Even if most of the
cartilage-related troubles are linked to aging, almost all of the in vitro studies use
chondrocytes isolated from immature animals. It is already known that age modulates
chondrocyte metabolism. However, few data are available concerning the role of donor
age when chondrocytes are cultivated in tridimensional scaffolds, which are broadly used

in tissue engineering.

The initial hypothesis of the present work was that cell proliferation, extracellular matrix
synthesis and accumulation are reduced with increased age of the donor. To test this
hypothesis, bovine chondrocytes from fetus, young adults and aged animals were
cultivated in an agarose gel. After more than three weeks in culture, cell density as well
as matrix content and synthesis rates were measured. We observed reduced cell
proliferation and matrix accumulation for chondrocytes from aged animals, compared to
chondrocytes from younger ones. Collagen synthesis was reduced by a more pronounced
manner than proteoglycan synthesis. Stress-relaxation tests, performed by unconfined
compressions, showed that the mechanical parameters extracted with the fibril-reinforced
biphasic model are age-dependant. The latter parameters correlated significantly with

matrix content.



At the end of the culture, we noted the presence of a tissue on the surface of agarose
constructs. Characterization of these outgrowths at the agarose-media interface showed
that the tissue biochemical composition was modulated with age. Cell content was the
greatest in young adult samples, which produced a matrix rich in collagen II and in
glycosaminoglycan. Interfacial tissue produced by fetal cells contained both collagen
types I and II, but no glycosaminoglycan. Cells from aged donors produced matrix-poor
cell clusters. In the central regions of young adult outgrowths, cell morphology was
round and representative of normal articular chondrocytes. However, cells were

elongated at the periphery of the outgrowths, where cell proliferation occured.

In order to observe cellular dynamics at the interface, we developed a new live cell
imaging technique, using time-lapsed images acquired by confocal microscopy in the
presence of low doses of acridine orange. With this method, we could observe that cell

migration took place on the agarose surface, and we could directly monitor cell division.

With this work, we verified the initial hypothesis, and strongly recommend to carefully
evaluate the effect of donor age when functional properties or behavior of chondrocytes
is to be assessed. Furthermore, it led us to the characterization of outgrowing interfacial
tissue. In the light of our results, we suggest agarose interface culture as a novel culture
system, which supports both cell proliferation and de novo hyaline tissue formation.

Finally, the imaging technique developed in the last part of the project allows the
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observation of dynamic phenomenon happening in the outgrowths, and offers a new tool

to analyze living cells cultured in 3-dimensional systems.
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Chapitre 1: Introduction

Le vieillissement de notre population induira inévitablement une augmentation des
maladies dégénératives au cours du XXI° siecle, du moins jusqu’a la découverte de cures
efficaces pour les enrayer. Au Québec, les troubles musculosquelettiques, en plus d’étre
le principal probleme de santé déclaré chez les personnes agées de 65 ans et plus
(Lefebvre, 2001), touchent une grande proportion des travailleurs, et représentent un des
plus importants fardeaux économiques associé€s a une maladie (Institut national de santé

publique du Québec, 2006).

Les canadiens sont conscients depuis longtemps de la gravité du probleme. Des 1936,
année ou 1’ Association canadienne des maladies rhumatismales fut créée, on tente de
s’organiser au pays pour lutter contre I’arthrite (La société d’arthrite, 2002) qui englobe
une centaine d’affections différentes dont la plus courante est 1’arthrose. Cette
association, qui fut ultérieurement rebaptisée « Société d’arthrite », a élaboré des plans
stratégiques qui ont permis d’accomplir des progres considérables dans le domaine des
traitements. Quelques années avant 1’historique passage a I’an 2000, le Réseau canadien
de T’arthritc a été mis en place dans le but de pallier ’absence de programme de
recherche concertée et pluridisciplinaire en matiere d’arthrite au pays (Le réseau canadien
de Iarthrite, 2005).

Ce besoin ressenti au Canada de mettre au point des stratégies efficaces pour trouver des

solutions s’est aussi manifesté de facon générale sur la planete. Au mois de janvier 2000,



la décennie de I’os et de Darticulation (BJD pour « Bone and Joint Decade ») a été
officiellement décrétée au sieége social de 1’Organisation mondiale de la santé (OMS ou
WHO en anglais) afin que davantage de ressources soient canalisées dans le domaine
musculosquelettique (Dreinhdfer, 2006). Dans le méme ordre d’idées, le président de nos
voisins du sud a proclamé la période 2002-2011 comme la décennie nationale de 1’os et
de Particulation aux Etats-Unis (Bush, 2002), ot les coiits annuels associés aux troubles
musculosquelettiques sont estimés & 254 milliards de dollars américains (WHO, 2003).
Une grande partie de ces colits sont reliés au cartilage articulaire, qui est grandement

touché par les déséquilibres musculosquelettiques.

Les activités quotidiennes induisent inéluctablement des bris au niveau du cartilage
articulaire, qui demeure toutefois fonctionnel lorsqu’il est adéquatement remodelé par ses
propres cellules. Malheureusement, les dommages subis par le cartilage sont parfois trop
importants pour permettre son auto-guérison, menant a une dégradation qui s’accentue
avec le temps et a des douleurs articulaires chroniques. La dégénération peut étre initiée
par certaines forces mécaniques (impact, torsions excessives, obésité, instabilité des
ligaments, mauvaise posture, etc.), mais aussi par des failles au niveau du développement
(mutations génétiques, carences alimentaires), et par des conditions pathologiques
(infections, virus, inflammations, cancers, désordres du métabolisme, ostéoporose, etc.).
Tous ces facteurs, en plus du vieillissement, interagissent entre eux. La compréhension

des mécanismes d’action impliqués est donc une tache ardue.



La recherche est nécessaire pour guider efficacement la mise sur pied de programmes de
prévention adéquats, la génération de nouveaux médicaments, et 1’établissement de
techniques chirurgicales novatrices. Les expérimentations sur des individus vivants, mis
a part les essais cliniques, sont plutot restreintes étant donné le caractere invasif des
traitements et des analyses reliés au cartilage. Bien que certaines études soient menées a
I’aide d’animaux vivants (souris transgéniques, chien au ligament croisé antérieur
ligaturé, essai des nouveaux médicaments, modeles de réparation, etc.), la plupart
d’enwre-elles sont initiées par les expériences in vitro. Les systemes de culture ne
représentent pas exactement I’environnement naturel des chondrocytes, mais facilitent
I’isolement des parametres pour la vérification d’une multitude d’hypotheses. De plus,

ils permettent de limiter 1’utilisation des animaux de laboratoire.

La culture de chondrocytes humains est limitée car elle requiert la récupération de
cartilage prélevé lors d’interventions chirurgicales (par exemple lors d’'un remplacement
total de hanche par une prothese), ou dans les heures suivant un déces (don d’organe).
Il est plus aisé d’obtenir du cartilage provenant d’animaux déja abattus pour fins
d’alimentation. Le cartilage bovin, entre autres, est un tissu qui peut étre obtenu en

grandes quantités et est largement utilisé en recherche.

1.1  Problématique

Un des buts de la recherche sur le cartilage est la compréhension de 1’arthrose qui est

reliée, entre autres, au vieillissement (Aigner et al., 2007). La revue « Osteoarthritis and



Cartilage », qui est un journal multidisciplinaire voué a une meilleure compréhension de
I’arthrose, présente plusieurs études basées sur la culture de chondrocytes bovins.
Etonnamment, la grande majorité de ces études utilisent des cellules prélevées chez des
veaux immatures. Il est légitime de se questionner a savoir si les conclusions proposées
pour les jeunes animaux sont transposables aux individus dgés. Dans le cas contraire, il
serait logique d’utiliser davantage les chondrocytes d’animaux agés pour les tests in vitro,

afin de mieux cerner les mécanismes impliqués dans la maladie.

Un second objectif visé par la recherche dans ce domaine est I’élaboration de traitements
favorisant la réparation du cartilage articulaire. Une des techniques proposée est
I’implantation de chondrocytes autologues (ACI pour «autologous chondrocyte
tmplantation »), parfois guidée a ’aide de matrices tridimensionnelles (MACI pour
« matrix-guided ACI»). La performance des chondrocytes sous certaines conditions
(ajout de facteurs de croissance, utilisation de différentes matrices, application de
stimulations mécaniques, etc.) est évaluée in vitro afin d’optimiser I’efficacité des
implantations. En recensant ce genre d’études qui utilisent les chondrocytes bovins dans
la revue «Tissue Engineering », on remarque que les cellules proviennent presque
toujours de veaux immatures. Sachant que la majorité des patients qui nécessitent un
traitement de réparation de cartilage sont des adultes, on peut se demander si ces études

in vitro meneront réellement a des techniques cliniquement efficaces.



Ce projet a donc été initi€ par la question suivante : est-ce que 1’age des animaux est un
parametre critique a considérer dans la vérification d’hypotheéses par les études de
chondrocytes in vitro? Ce document présente, dans un premier temps, comment nous
avons répondu a cette question. Dans un deuxieéme temps, il explique comment cette
question nous a menés a proposer un nouveau systeme de culture de chondrocytes. Dans
un troisieme temps, il expose comment nous en sommes venus a mettre au point une
nouvelle technique d’observation de la dynamique des cellules en culture

tridimensionnelle.

1.2  Structure de la these

Un survol de la structure fonctionnelle du cartilage articulaire, des systemes de culture de
chondrocytes utilisés de nos jours, et des effets de I’dge sur le cartilage articulaire et les
chondrocytes, est présenté au chapitre 2. Le chapitre 3 présente la synthese de ’article
publié dans le cadre de la premiére partie de ce projet, ainsi que la structure générale de la
seconde partie. La méthodologie en rapport avec la culture de chondrocytes bovins en
agarose est détaillée dans le chapitre 4. L’article sur 1’effet de 1’age de I’animal-donneur
pour la culture de chondrocytes en agarose est inclus dans le chapitre 5, dans sa version
publiée. Le chapitre 6 présente 1’effet de 1’dge de 1’animal-donneur sur la production
d’excroissances a I’interface agarose-milieu de culture. L’étude de la morphologie et de
la prolifération cellulaires dans les excroissances en interface, ainsi que ’effet de la
géométrie du construit d’agarose, sont présentés au chapitre 7. Finalement, le chapitre 8

présente la mise au point d’une méthode microscopique permettant d’observer la



dynamique des chondrocytes vivants en interface, et les résultats observés. Suivent
ensuite les chapitres de discussion et de conclusion générales, ainsi que la liste de

références.



Chapitre 2: Revue bibliographique

Ce chapitre est divisé en trois sections majeures. Dans la premiére, un survol de la
structure fonctionnelle du cartilage articulaire est présenté. La seconde dresse la liste des
différents systeémes in vitro utilisés pour la culture de chondrocytes, et tente de faire
ressortir les avantages et inconvénients de chacun. La derniére rassemble les
informations recensées a propos des effets de 1’age sur le cartilage articulaire et les

chondrocytes.

2.1  Structure fonctionnelle du cartilage articulaire

Lorsqu’aucune référence n’est mentionnée dans cette section, c’est que 1’information
provient du livre « Orthopaedic Basic Science » (chapitre 17 par Mankin et al., 2000) ou
du livre « Joint Cartilage Degradation » (chapitre 1 par Poole, chapitre 2 par Aydelotte et

Kuettner, chapitre 4 par Mayne et Brewton, 1993).

Le cartilage articulaire est un cartilage hyalin qui recouvre les surfaces articulaires des
jointures (figure 2.1 A). 11 est dépourvu de nerfs, de vaisseaux sanguins et lymphatiques.
Pendant la croissance et le développement, il est formé d’une épaisse couche de cellules a
I’extrémité de la plaque de croissance (figure 2.1 B). En atteignant la maturité, la plaque
de croissance et le cartilage articulaire se retrouvent séparés par le second centre

d’ossification (figure 2.1 C).



A Fémur

C Second centre
d’ossification

Cartilage

Tibia articulaire

Figure 2.1: Le cartilage articulaire.

A) Dessin montrant le cartilage articulaire du genou. Image tirée de la page éditée
par Garg, de iVillage Inc. B) Pendant le développement, le cartilage articulaire
(CA) est adjacent 2 la plaque de croissance (PC). Image tirée de Brighton (1984).
C) Emsuite, le second centre d’ossification vient séparer le cartilage articulaire (CA)

de la plaque de croissance (PC). Image tirée de Brighton (1978).

Chez les jeunes animaux adultes, la surface articulaire dévoile une couche lisse, luisante
et d’un blanc perlé couvrant les extrémités des os longs. Cette couche varie en
transparence et en épaisseur d’une région a l’autre dans une mé€me jointure, d’une
jointure 2 I’autre dans la méme espece et, d’une espéce a I'autre. Les fonctions du
cartilage articulaire sont les suivantes : couvrir I’os sous-jacent afin de le protéger de
I’abrasion et d’autres dommages, transmettre et distribuer les chargements de
compression et de cisaillement a cet os, maintenir un contact congru a contraintes
minimales entre les os apposés et, finalement, fournir une surface lisse et lubrifiée qui

facilite un mouvement presque sans friction.



Le cartilage articulaire est constitué d’une abondante matrice extracellulaire
(MEC) clairsemée de cellules hautement spécialisées, les chondrocytes (figure 2.2 A).
Principalement, la MEC est composée d’eau, de fibrilles de collagéne et de gros agrégats
de protéoglycanes (figure 2.2 B). D’autres protéines, petits protéoglycanes et autres
glycoprotéines participent aussi 2 la structure de la MEC, mais s’y retrouvent en plus

petites quantités.

A
Fluide
interstitiel
/ Fibrilles de
Agrégat de collagene
protéoglycanes

Chondrocytes MEC

Figure 2.2 : La matrice extracellulaire du cartilage articulaire.

A) Coupe histologique montrant les chondrocytes entourés de matrice
extracellulaire (MEC). Image tirée de Hunziker et al. (2007). B) Schéma montrant
les composantes principales de la matrice extracellulaire. Image tirée de Mow et al.,

(1989).
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2.1.1 Les fibrilles de collagéne

Les fibrilles de collagene (figure 2.3) sont composées du collagene type II (Coll II),
majoritairement, et des collagénes type IX et type XI (Coll IX et Coll XI). Elles forment
un réseau dense dont la fonction primaire est de donner au tissu une forte résistance en
tension et en cisaillement. Ce réseau fournit aussi un support qui immobilise les agrégats

de protéoglycanes dans la MEC.

Collagéne type Il

Collagéne type Xl Collagene type IX

Figure 2.3 : La fibrille de collagéne.

Schéma montrant un modele de la structure d’une fibrille de collagéne du cartilage.

Image tirée de Bruckner et Van der Rest (1994).

Le collagene de type 11
La molécule de Coll IT montre une structure hélicoidale 2 trois brins identiques nommés
chatnes a1(II). Ces dernieres sont enroulées les unes autour des autres en une super-

hélice réguliere pour former une molécule a I’allure de corde. Deux épissages différents
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menent 4 deux formes différentes de Coll 11, les types ITIA et IIB. Le type IIA est
synthétisé par les cellules pré-chondrogéniques, épithéliales et mésenchymateuses, tandis

que le type IIB est synthétisé par les chondrocytes (Zhu et al., 1999).

L’ association de plusieurs molécules de Coll I est nécessaire a la formation de fibrilles.
Le processus exact par lequel les fibrilles s’assemblent n’est pas clair, mais il est
probablement gouverné par le clivage systématique des propeptides, les différentes
proportions des types de collagéne, et la présence d’autres composantes de la MEC, tel
que propos€ par Bailey et Paul (1997) pour les fibrilles de collagene de type 1. La
formation de liaisons covalentes intra et intermoléculaires, catalysée par la lysyl oxydase
et inhibée par le P-aminopropionitrile, vient stabiliser les fibrilles (Smith-Mungo et
Kagan, 1998). La formation de ces liaisons est initiée par ’oxydation de résidus lysyl et
hydroxylysyl spécifiques des télopeptides. Des réactions spontanées meénent ensuite a
des liaisons divalentes qui seront converties, avec le temps, en liaisons multivalentes

pouvant lier plusieurs molécules (Bailey et Paul, 1997).

Le collageéne type 1X

L’information de ce paragraphe est tirée en partie de Diab et al. (1996). La molécule de
Coll IX est un hétérotrimere de trois chaines génétiquement distinctes : al, o2 et a3.
Chaque chaine contient quatre domaines non collagéneux (NC1 a NC4) et trois domaines
collagéneux. La chalne 02 peut contenir une chaine de glycosaminoglycanes dans son

domaine NC3. Les chaines sont liées par des ponts disulfures liant ies domaines NC1 et
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NC3. Le Coll IX colocalise avec le Coll II et semble tapisser la surface des fibrilles
(Hagg et al., 1998). Des liaisons covalentes relient les molécules de collagéne type IX

entre elles, tout comme elles relient le collagéne type IX au collagene type II (Ichimura et

al., 2000; Wu et al., 1992).

Le collagéne type XI

La molécule de Coll XI est aussi un hétérotrimeére. Sa chaine a3 s’apparente beaucoup a
la chaine 1 du Coll II, ces dernieres étant transcrites du méme géne ; cependant, les
résidus de lysine de la chaine a3 (type XI) sont modifi€s davantage en résidus
d’hydroxylysine glycosylée. Sa fonction suggérée antérieurement était de former une
microfibrille autour de laquelle le Coll II peut s’organiser (Mendler et al., 1989; Wu et
Eyre, 1995), mais il est aussi maintenant proposé qu’il forme un gabarit qui limite la

croissance latérale des fibrilles (Blaschke et al., 2000; Gregory et al., 2000).

2.1.2 Agrégats de protéoglycanes

Les agrégats de protéoglycanes (PG) (Roughley, 2006) sont des macromolécules
constituées de trois parties principales (figure 2.4 A): 1’agrécane, I’acide hyaluronique
(HA pour «hyaluronic acid »), et la protéine de haison (LP pour «link protein »).
L’agrécane est composé d’une protéine centrale portant trois régions globulaires (G1, G2
et G3) a laquelle se rattachent de longues chaines de glycosaminoglycanes (GAGs).
Deux types de GAGs y sont présents: les chaines de chondroitine sulfate (CS),

majoritaires, se trouvent vers la région G3 tandis que les chaines de kératane sulfate (KS),
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moins abondantes, se situent pres de la région G2. Les molécules d’agrécane forment de
larges agrégats en attachant leur région Gl a I'HA, un GAG caractéris€é par son
importante longueur. La LP est relativement petite et dispose d’une structure analogue a
celle de la région G1 de ’agrécane. La LP induit un changement de conformation de

I’agrécane en interagissant avec sa région G1, afin de faciliter et de stabiliser sa liaison

avec ’HA.

La macromolécule ainsi formée se retrouve équipée d’une immense quantité¢ de CS et de
KS. Ces dernieres, possédant des groupements chargés négativement au pH
physiologique (figure 2.4 B), conferent aux agrégats une haute densité de charges
anioniques. Ces charges sont neutralisées par des cations libres, qui attirent par osmose
les molécules d’eau (Buschmann et Grodzinsky, 1995). Le gonflement du gel d’agrégats
créé par cette pression osmotique est contrebalancé dans le cartilage par le réseau de

fibrilles, qui limite son étirement (Maroudas et Venn, 1977).
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OH NHCOCH,

OH NHCOCH3
Kératane sulfate

Figure 2.4 : L’agrégat de protéoglycanes.

A) Les chaines de chondroitine sulfate et de kératane sulfate (CS et KS, en vert) sont
attachées & la protéine centrale (en noire), qui contient trois domaines globulaires
(G1, G2 et G3), pour former ’agrécane. Le domaine G1 de I’agrécane se lie a la
protéine de liaison (LP, en rouge) pour s’attacher a ’acide hyaluronique (HA, en
bleu). Image inspirée de Roughley (2006). B) Schéma montrant la structure des
disaccharides de CS et de KS, ainsi que les sites anioniques (en rouge). Image tirée

du site internet du “Orthopaedic Research Center, Colorado State University”.
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2.1.3 Anisotropies

La structure et la composition du cartilage articulaire varient selon sa profondeur ; les
différences incluent la forme et le volume des cellules, le diametre et I’orientation des
fibrilles de collageéne, ainsi que la concentration en protéoglycanes. Le cartilage peut étre
divisé en quatre zones (figure 2.5) : la zone superficielle (zone I), la zone de transition

(zone II), 1a zone profonde (zone III) et la zone calcifiée (zone IV).

Surface articulaire

—— Zone | —{_

’ Zonell —

Chondrocyte
« Tidemark » « Tidemark »

Figure 2.5 : Zones en profondeur du cartilage articulaire mature.

Images montrant les differences entre les différentes zones en profondeur du

cartilage articulaire. Image tirée de Mow et al. (1989).

La zone superficielle forme la surface glissante du cartilage. Les minces fibrilles de
collagéne sont paralleles a la surface, les chondrocytes sont allongés (avec I’axe long

parallele 2 la surface) et le contenu en protéoglycanes est a son plus bas niveau. La zone
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de transition contient des fibres de collagéne sans orientation préférentielle qui ont un
diametre plus grand, et les chondrocytes y ont une apparence plus ronde. La zone
profonde contient la plus forte concentration de protéoglycanes et la plus faible en eau ;
les fibrilles de collagéne ont un gros diametre et sont perpendiculaires a la surface
articulaire. Les chondrocytes y sont polygonaux et disposés en colonnes. La zone
profonde est séparée de la zone calcifiée par une frontiere appelée, en anglais, la
« tidemark ». La dernicre zone, celle du cartilage calcifié, sépare le cartilage hyalin de
I’os sous-jacent (Hunziker et al., 2002). Elle est caractérisée par des chondrocytes
sphériques dans des lacunes non calcifiées et ’ancrage de fibrilles de collagene

perpendiculaires a la surface articulaire (Poole, 1997).

La MEC est aussi divisée en régions qui dépendent de leur proximité aux chondrocytes :
péricellulaire, territoriale et interterritoriale (figure 2.6). Poole (1997) résume bien les
différences entre ces trois matrices (c’est la référence de ce paragraphe). La matrice
péricellulaire est une fine couche adjacente a la membrane cellulaire et entoure
completement le chondrocyte. Elle est enrichie d’acide hyaluronique, de protéoglycanes
sulfatés, de biglycane, et d’une variété de glycoprotéines matricielles comme la protéine
de liaison, la fibronectine et la laminine ; c’est aussi dans cette région que les collagenes
type VI et IX sont concentrés. Les fibrilles de collagéne sont tres fines dans la matrice
péricellulaire et tissent une enceinte compacte autour de chaque chondrocyte. Dans la
matrice territoriale, les fibrilles sont empaquetées radialement au chondrocyte et sont

séparées par des régions riches en protéoglycanes. La matrice interterritoriale est la plus
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grande des régions et contribue majoritairement aux propriétés mécaniques du cartilage
articulaire. Elle comprend toute la matrice entourant les matrices territoriales, contient
les grosses fibrilles de collageéne et la majorité des protéoglycanes (Mankin et al., 1994).
Les protéoglycanes riches en kératane sulfate semblent plus concentrés dans la matrice
interterritoriale, alors que les protéoglycanes riches en chondroitine sulfate semblent plus

concentrés dans la matrice territoriale.

Figure 2.6 : Environnement péricellulaire du cartilage articulaire.

A) Image montrant les matrices péricellulaire (Pm), territoriale (Tm) et
interterritoriale (Im). Image tirée de Poole et al. (1997). B) Marquage du collageéne
type VI (en bleu) dans la matrice péricellulaire. Le noyau (en vert) et I’intégrine 1

(en rouge) sont aussi marqués. Image tirée de Soder et al. (2002).
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2.1.4 Dynamique de compression

Le cartilage articulaire est constamment sollicité au niveau mécanique. La stabilisation
du systeme squelettique et les mouvements du corps assurés par les ligaments, tendons,
muscles et ménisques, tout comme la gravité et les impacts avec les éléments externes,

soumettent le cartilage articulaire a des forces de compression et de cisaillement.

L’importance de la structure du cartilage articulaire est mise en évidence lorsqu’on
apprécie comment il réagit a une force de compression (expliqué dans Schulz and Bader,
2007). Au début de 1a compression, la phase fluide tend a s’écouler de la zone sollicitée
afin de permettre une réduction de volume. Mais la faible distance entre les chaines de
GAGs, fixées aux agrégats retenus par le réseau de fibrilles, induit une force de friction
s’opposant au mouvement de fluide, produisant une pression hydrostatique et prévenant
un écrasement trop rapide du cartilage. Si la compression se poursuit, 1’exsudation du
fluide permet I’amincissement graduel du tissu dans la direction de la force, ce qui
augmente la concentration d’agrégats et conduit a une réduction de la perméabilité
hydraulique (i.e. qu’il est plus difficile pour le fluide de se déplacer), ainsi qu’une
répulsion grandissante des charges négatives entre elles. Parallelement s’ensuit un
étalement radial limité par la forte résistance en tension du réseau de fibrilles. La

déformation est stoppée une fois que 1’équilibre entre la force extérieure, la répulsion
entre les charges négatives, la pression osmotique et la résistance en tension du réseau de
fibrilles créent un équilibre. Des compressions trop rapides peuvent endommager la

MEC et les cellules du cartilage en créant une pression hydrostatique trop grande (Morel
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et Quinn, 2004). Des impacts de grande amplitude peuvent aussi endommager le

cartilage, en causant une dénaturation des fibrilles de collagéne (Thibault et al, 2002).

2.1.5 Modélisation du comportement mécanique du cartilage

Le comportement du cartilage articulaire soumis a des forces extérieures peut é&tre
modélisé mathématiquement. Par exemple, le déplacement relatif du fluide par rapport a
la matrice solide et la trainée frictionnelle associée, prédits par la théorie biphasique ou
poroélastique, permettent de décrire la réponse mécanique du cartilage soumis a des
compressions en configuration confinée (Mow et al., 1980; Frank et Grodzinsky, 1987;

Buschmann et al., 1998), qui empéche I’expansion latérale du tissu.

En compression non-confinée, 1’anisotropie de la rigidité du solide (Cohen et al., 1992)
ou le renforcement par un réseau de fibrilles (Soulhat et al., 1999) doit étre inclus au
modele biphasique, venant du fait que le module élastique en tension soit d’environ 10
fois supérieur au module élastique en compression. Le modele renforcé de fibrilles
(modele composite) permet de relier ses différents constituants (matrice solide et réseau
de fibrilles) a la composition biochimique du cartilage (collagéne et PGs). De plus, a
1’aide du calcul par €léments finis, les hétérogénéités et les non-linéarités du tissu peuvent
étre incorporées dans le modele composite (Li et al., 2000 et 2002), tout comme la

viscoélasticité du collagene (Li et Herzog, 2004; Li et al., 2005).
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D’autres modeles permettent de représenter les effets électrocinétiques (Lai et al., 1991;
Gu et al., 1998), ou la présence d’inclusions sphériques représentant les cellules
(Federico et al., 2005). Les différents modeles ne sont pas appliqués seulement aux tests
en compression, mais aussi aux tests en tension (Li et al.,, 2005) et en indentation

(Korhonen et al., 2002; Li et Herzog, 2005; Lux Lu et al., 2007).

2.2 Systemes de culture de chondrocytes

La culture in vitro permet de réduire les expérimentations effectuées sur les cobayes
humains et les animaux de laboratoire. De plus, elle est utilisée comme outil de
prolifération et de formation de tissu de novo pour les techniques d’implantation

autologue.

2.2.1 Explants

La culture de cartilage sous forme d’explants est une technique simple pour maintenir les
chondrocytes viables in vitro (Dumont et al., 1999). L’avantage de cette derniére est
qu’elle conserve les caractéristiques histologiques du tissu d’origine et les interactions
structurales entre les cellules et leur environnement immédiat. Les explants sont entre
autres adaptés pour la caractérisation mécanique et les études de mécano-transduction.
Toutefois, comme les chondrocytes sont emprisonnés dans la MEC, la culture d’explant

n’est pas adaptée pour la multiplication cellulaire.
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2.2.2 Monocouches

La prolifération des chondrocytes peut-Etre largement augmentée en utilisant la technique
de culture la plus répandue pour plusieurs types cellulaires : la culture en monocouche.
Les chondrocytes sont libérés de leur MEC par digestions enzymatiques (qui varient
selon D’espeéce utilisée), puis ensemencés en Pétri. Initialement de forme plutdt
sphérique, les chondrocytes en monocouche s’attachent au plastique et adoptent une
forme allongée, typique d’une morphologie fibroblastique. Une fois la confluence
atteinte aprés maintes divisions, les chondrocytes sont détachés par un traitement a la
trypsine, ensemencés a nouveau (concept de passage cellulaire). A chaque passage sera
augmenté le nombre total de cellules, du moins jusqu’a sénescence. Cette capacité de

prolifération est mise a profit en ingénierie tissulaire afin de multiplier le peu de

chondrocytes prélevés chez un patient, avant de les réimplanter en quantité suffisante.

Le désavantage majeur des monocouches est indiscutablement la dédifférenciation
qu’elle induit (Schnabel et al 2002). La perte du potentiel chondrogénique en
monocouche est associé avec une diminution des marqueurs cartilagineux et la
suppression de 1’activation de protéines de signalisation, ce qui peut mener a 1’apoptose
(Schulze-Tanzil et al., 2004). 11 a été montré que les chondrocytes dédifférenciés peuvent
retrouver une morphologie chondrocytique, une fois remis en culture tridimensionnelle
comme 1’agarose (Benya and Shaffer, 1982). Toutefois, cette capacité de

redifférenciation diminue rapidement avec le nombre de passages (Zaucke et al., 2001).
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2.2.3 Haute densité

La dédifférenciation peut étre limitée en ensemencant les chondrocytes a haute densité
(Watt, 1988), de facon a ce que leur étalement soit empéché par les contacts entre
cellules. Les chondrocytes sont ensemencés a haute densité sur différents substrats :
plastique, membranes (Masuoka et al., 2005), polyphosphate de calcium (Waldman et al.,
2002), etc. Certains utilisent I’expression « culture en culot » (ou « pellet culture » en
anglais) pour désigner les cellules qui sont sédimentées passivement par gravité (Liibke et
al., 2005) ou par centrifugation (Tallheden et al., 2004). En plus de prévenir la
dédifférenciation, il semble que la culture a haute densité puisse induire la
redifférenciation de chondrocytes précultivés en monocouche (Tallheden et al., 2004).
L’augmentation de 1’épaisseur des culots qui augmente avec le temps de culture est le
résultat du développement d’une MEC en presqu’absence de prolifération (Liibke et al.,
2005), les rendant inefficaces en tant que systeéme de multiplication cellulaire. Le faible
taux de prolifération observé pour les cultures & haute densité pourrait étre le fruit d’un

manque de diffusion des nutriments et déchets, ou d’un manque d’adhésion cellulaire

avec un substrat matriciel.

2.2.4 Matrices tridimensionnelles
Le manque de diffusion & D’ensemencement peut-étre évité en encapsulant les
chondrocytes dans des matrices tridimensionnelles. Une multitude de matériaux, naturels

ou synthétiques, sont utilis€s comme support afin d’étudier les mécanismes de régulation

des chondrocytes, et aussi pour fabriquer du cartilage in vitro qui pourra €tre implanté
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chez un patient (MACI). D’innombrables études ont pour but d’optimiser ces systémes
de culture afin d’optimiser la production de cartilage hyalin, en variant les matrices
utilisées, les stimulations mécaniques appliquées, les facteurs de croissance ajoutés, etc.
Bien que la prolifération soit possible dans la plupart de ces matrices, elle demeure
quand-méme limitée par le manque d’espace. De plus, des problémes au niveau de la
biocompatibilité et de la biodégradabilité peuvent survenir avec certains matériaux une

fois implantés.

2.2.5 Suspension

La prolifération n’est pas restreinte par le manque d’espace dans les cultures en
suspension car les cellules ensemencées ne sont entourées que par du fluide. Cependant,
I’agrégation vient rapidement infirmer la derniere affirmation en induisant rapidement la
formation de larges amas cellulaires. Certains voient 1’agrégation comme un avantage
(Handschel et al., 2007; Bueno et al., 2004) et I’utilisent comme modele in vitro, parfois
appelé «culture en micromasse », qui recrée la condensation survenant lors du
développement. D’autres la voient comme un désavantage, qui limite grandement la
division cellulaire. La culture en suspension pourrait devenir un important outil de
multiplication cellulaire si 1’agrégation y était réduite (Gigout et al., 2005). Les
chondrocytes ainsi proliférés pourraient étre utilisé en ACI avec des chondrocytes non-

dédifférenciés, tout en éliminant 1’ utilisation de matrice.
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2.3 Effets de I’dge sur le cartilage articulaire et les chondrocytes

Les processus dégénératifs observés dans le cartilage arthrosique sont distincts du
phénomene de vieillissement. Toutefois, ce dernier compromet la stabilité du cartilage de
différentes facons, jouant un role dans la progression de la maladie. Aigner et al. (2007)
ont récemment dressé un portrait rassemblant les effets de 1’4ge sur le cartilage et ses
cellules. Globalement, il semble que la sénescence cellulaire et les modifications de la
MEC limitent le remodelage efficace du tissu chez les individus &agés, induisant
I’accumulation de dommages causé par les forces mécaniques et les enzymes de
dégradation. Les résultats obtenus par des études spécifiques sont énumérés dans les

sous-sections suivantes.

2.3.1 Effets de I’age in vivo et in situ

Le contenu en ADN normalisé sur le volume diminue pendant la maturation du cartilage
articulaire (CA) de cheval (Brama et al., 2000 ; Brama et al., 1999), et le nombre de
cellules apoptotiques augmente avec 1’age dans le CA des souris C57BL/6 (Adams et al.,
1998). Dans le CA humain, Dactivité de la B-galactosidase reliée a la sénescence
cellulaire augmente avec 1’age, alors que I’activité mitotique et la longueur moyenne des

télomeres diminuent (Martin et Buckwalter, 2001).

En vieillissant, la longueur des agrécanes diminue et devient plus hétérogene (Buckwalter
et al., 1985), ses fragments libres contenant le domaine G1 s’accumulent (Maroudas et

al., 1998), sa concentration en région C-terminale diminue (Dudhia et al., 1996), et le
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pourcentage d’agrécanes portant les domaines G1 et G3 est réduit (Flannery et al., 1992).
Les contenus en HA et en chaines de KS augmentent avec 1’age, mais le contenu en
chaines de CS tend a diminuer (Platt et al., 1998 ; Holmes et al., 1988 ; Elliot et Gardner,
1979 ; Bayliss. et Ali, 1978 ; Thonar et al., 1978 ; Inerot et al., 1978). Chez le lapin, la
perte de PG induite par IL-1 est moins sévere dans les animaux immatures, augmente
Jusqu’a maturité de 1’animal, puis demeure constante ; la tentative de repeuplement en PG
suivant I’injection de IL-1 est plus rapide dans les animaux immatures (Arner, 1994).
Dans le genou de souris, TGF-p1 amplifie I’inflammation induite par IL-1, mais
neutralise 1’effet nuisible de IL-1 sur la synthése et le contenu des PG; cette protection
offerte par TGF-B1 n’a pu étre démontrée chez les souris matures (van Beuningen et al.,
1994). Dans la CA équin, le niveau d’ARNm de TGF-f montre une augmentation
jusqu’a I’approche de la maturité, puis une diminution avec le vieillissement (Nixon et
al., 2000). Dans le CA humain normal, le tissu 4gé contient une plus grande proportion
de fragments d’agrécane tronqué en C-terminal, mais un plus petit contenu en décorine et
en biglycane (Vilim et Fosang, 1994), et le ratio du petit PG dermatane sulfate est réduit
(Vilim et Krajickova, 1990) ; la forme non-PG de biglycane augmente avec 1’age
(Roughley et al., 1993) ; le niveau d’ARNm de biglycane diminue avec I’age, tandis que
celui de décorine augmente (Roughley et al., 1994). Le CA canin est plus susceptible aux

dommages induits par le sang (inhibition de la synthése des PG et diminution du contenu

en PG) a un bas dge (Roosendaal et al., 2000).
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Dans le CA humain, le niveau de pentosidine augmente avec ’age (De Groot et al., 1999;
Bank et al., 1998), tandis que 1’hydroxylation des lysyls ainsi que les liaisons covalentes
hydroxylysylpyridinoline et lysylpyridinoline sont a peu prés constantes durant la vie

(Bank et al., 1998).

2.3.2 Effet de I’dge dans les cultures d’explants

La synthése d’ADN diminue avec 1’Age dans les condyles mandibulaires des souris CW-
1, mais les tissus 4gés traités avec PTH-(1-84), PGEl et dexaméthasone peuvent
retrouver leur capacité de synthétiser de I’ADN (Livne et al., 1989). Les différents
isoformes de PDGF n’ont aucun effet sur la synthese d’ADN dans des explants de CA

bovin de différents ages, cultivés sans sérum (Schafer et al., 1993).

La synthése des PG dans les explants de CA mature, en comparaison a celle des explants
de CA immature, est soit réduite (Igbal et al., 2000 ; De Groot et al., 1999 ; Bolton et al.,
1999), soit augmentée (Little and Ghosh, 1997). Le taux d’incorporation de 1’agrécane
en agrégats diminue avec 1’4ge du donneur (Bayliss. et al., 2000), mais le niveau
d’ARNm de I’agrécane est au méme niveau (Bolton et al., 1999). Le contenu en
décorine augmente (Del Santo et al., 2000), le taux de synthese et le niveau d’ARNm de
la LP diminuent (Bolton et al., 1999), les PG et les GAGs sont plus petits mais enrichis
en KS et en Ch-6S (Front et al., 1989), et les patrons de sulfation varient (Bayliss et al.,
1999) avec I’dge du donneur. La stimulation de synthése des PG par TGF-B1 (Igbal et

al., 2000), PDGF (Schafer et al., 1993), IGF-I et FBS diminue avec I’4ge du donneur
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(Barone-Vareles et al., 1991). La culture d’explants de CA de lapin montre qu’il y a des
changements dus a I’age de I’animal-donneur qui augmentent la proportion de PG, totaux
et nouvellement synthétisés, qui sont susceptibles au catabolisme rapide (Sandy et Plaas,

1986).

La culture de CA de souris démontre une diminution avec 1’age de I’animal-donneur dans
la synthese de protéines collagéneuses ; I’incorporation de *H-proline est augmentée par
PTH-(1-84), dexaméthasone, PGEl, PGE2 et TGF-f dans les cellules des jeunes
donneurs, mais seulement par PGE1 et PGE2 pour les cellules d’animaux matures (Livne
et Weiss, 1993). Dans les explants bovins, il est montré que les chondrocytes de veau
synthétisent beaucoup plus de collagéne que les chondrocytes de vaches (Front et al.,
1989). Les compressions cycliques ne stimulent pas la synthése de matrice dans les
explants de cartilage humain provenant de personnes dgées, contrairement aux résultats

obtenus pour le tissu d’individus plus jeunes (Plumb and Aspden, 2005)

2.3.3 Effets de I’age dans les cultures en monocouches

Pour les chondrocytes en monocouche, la prolifération diminue de fagon marquée avec
I’age de I’animal-donneur chez le lapin (Plaas et Sandy, 1984) et chez le rat (Ribault et
al., 1998). La stimulation de la synthese d’ADN par les facteurs de croissance diminue
aussi avec I’age de 1’animal-donneur : la réponse a IGF-1 (Messai et al., 2000) et 8 EGF

(Ribeault et al., 1998) chez le rat, la réponse & TGF-B1 (Rosen et al., 1997 ; Guerne et al.,

1995) et a PDGF-AA (Guerne et al., 1995) chez I’humain.
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Le pourcentage d’agrégation des PG diminue avec 1’4ge du donneur (Plaas et Sandy,
1984). IGF-I augmente la synthése des PG et I’expression de I’ARNm de 1’agrécane,
mais les cellules des vieux animaux répondent faiblement (Messai et al., 2000). IGF-I
induit une augmentation de I’ARNm du collagene type II dans les chondrocytes des

jeunes rats seulement (Messai et al., 2000).

2.3.4 Effets de ’age dans les cultures en matrice tridimensionnelle

Le contenu en ADN diminue pendant la premiére semaine de culture de chondrocytes
humains dans 1’agarose, indiquant qu’une proportion des cellules ne survit pas a la
technique d’ensemencement; pendant la seconde semaine, le contenu d’ADN demeure
stable et n’est pas influencé par ’age du donneur (Verbruggen et al.,, 2000). Dans
I’agarose ou I’alginate, la prolifération des chondrocytes humains est trés bas pour les
donneurs matures, mais est €levé pour les immatures (Hauselmann et al., 1992). Kamada
et al. (2002) ont observé que les chondrocytes bovins en alginate proliferent plus

rapidement chez les jeunes adultes que chez les fcetus et les animaux 4agés.

La culture de chondrocytes humains dans 1’agarose montre que la synthese d’agrécane
diminue avec 1’4ge du donneur, tout comme la proportion de gros agrégats (Verbruggen
et al., 2000). Dans les cultures en alginate de chondrocytes de rat, la synthese de PG
diminue avec I’dge, peu importe la dose d’IGF-I ajoutée (Martin et al., 1997).
L’agrécane produit par les chondrocytes humains ou bovins cultivés dans 1’agarose ou

dans 1’alginate varie en dimensions, dépendamment de 1’4ge (Hauselmann et al., 1992).
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Les chondrocytes de singe cultivés dans I’alginate démontrent un déclin, relié a I’age, de
la stimulation de la synthése des PG en réponse a IGF-I (Loeser et al., 2000). La culture
en alginate de chondrocytes bovins démontre une augmentation de 1’accumulation d’HA
dans les billes avec 1’dge, accompagnée d’une diminution des contenus en PG et en

collagene (Kamada et al., 2002).

2.3.5 Synthese des effets de ’age

Les observations sur I’effet de 1’age sont rassemblées dans le tableau 2.1. Les données
obtenues in vivo, in situ et sur les explants cultivés in vitro ont montré une baisse
généralisée de la synthése d’ADN, de la syntheése de MEC, et de la réponse aux facteurs
externes (cytokines et compressions mécaniques) avec ’dge du donneur. Ces baisses
sont accompagnées de modifications au niveau de la composition de la MEC
(augmentation de la pentosidine dans le réseau de collagene, baisse d’agrégation des PGs,

variations du ratio des différents PGs).

Les études effectuées avec des chondrocytes isolés de leur tissu d’origine permettent
d’observer les variations qui sont indépendantes de la MEC déja présente. Les résultats
obtenus avec les cultures en monocouche montrent une baisse de prolifération et de
syntheése de MEC, mais leur validit€ est questionnable €tant donnée la dédifférenciation

induite.
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Dans la culture en matrice 3D, qui permet de conserver le phénotype chondrocytique, la
modulation de la prolifération avec 1’dge du donneur n’est pas aussi claire que dans les
autres systeémes de culture. De plus, au moment de débuter le projet présenté dans le
présent document, aucune donnée n’était disponible a propos de la syntheése de collagéne
en fonction de I’4ge du donneur, pour les chondrocytes en matrice 3D. Ce n’est qu’en
2002 que Kamada et al. ont montré une dépendance avec I’dge du contenu de collagene

accumulé par les chondrocytes cultivés en alginate (* dans le tableau 2.1).

Tableau 2.1 : Effets de ’age sur les chondrocytes et le cartilage articulaire.

ADN & PG Collagene Stimulations
prolifération réduites
In vivo & 1 Apoptose # Forme 1 Pentosidine | TGF-B1
insitu A Sénéscence | d'agrécane
# Ratio des
différents PGs
Explants ¥ Prolifération |V Synthése ¥ Synthése TGF-p1
invitro v Agrégation PDGF
# Ratio des IGF-I
différents PGs PTH-(1-84)
Mécaniques
Monocouche ¥ Prolifération |V Synthése ¥ ARNm IGF-I
: { Agrégation EGF
TGF-B1
, PDGF-AA
Matrice 3D Différentes 4 Synthése 4 Synthése * | IGF-I|
modulations { Agrégation
M HA
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Chapitre 3: Synthése de I'article et structure du

projet

Le présent chapitre expose une syntheése de D’article présenté au chapitre 5 (dans sa

version publiée), ainsi que la structure des étapes ultérieures du projet.

3.1 Synthése de I'article

Le cartilage articulaire ne posséde qu’une capacité limitée de se réparer de lui-méme, et
les traitements chirurgicaux ne parviennent pas 2 promouvoir une guérison a long terme.
Parmi les techniques en développement pour la régénération de cartilage, certaines
stratégies d’ingénierie tissulaire combinent des chondrocytes primaires avec différentes
matrices tridimensionnelles afin d’obtenir des tissus de remplacement implantables
(MACI). Une multitude d’études utilisant ces systemes évaluent I’effet des parametres
physiques et des facteurs de croissance afin d’obtenir des construits qui meéneront a un
tissu hyalin fonctionnel et bien intégré, une fois implantés dans la 1ésion. Plusieurs
expériences (recensées dans le chapitre 2) ont révélé que le métabolisme intrinseque et la
réponse aux facteurs externes varient avec 1’adge de l’animal-donneur. Malgré ces
résultats, presque la totalité des études in vitro ayant pour but d’optimiser les techniques

de MACT utilisent encore des chondrocytes immatures.
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Bien qu’une baisse de synthése ou de contenu de PG reliée a 1’age ait été observée a
maintes reprises dans les systemes de culture tridimensionnels (Verbruggen et al., 2000;
Martin et al., 1997; Hauselmann et al., 1992; Loeser et al., 2000; Kamada et al., 2002)
seulement une €tude a reporté une diminution au niveau du collagene (Kamada et al.,
2002). Des résultats contradictoires ont été obtenus a propos de la prolifération
cellulaire : certains ont observés une baisse de prolifération avec I’dge (Hauselmann et
al., 1992), tandis que d’autres n’ont observé aucun effet (Verbruggen et al., 2000).

Kamada et al. (2002) ont noté que la prolifération des cellules agées est supérieure a celle

des cellules feetales.

La caractérisation des propriétés mécaniques est un aspect primordial dans 1’évaluation
d’un construit cartilagineux produit par ingénierie tissulaire. Cependant, aucune donnée
mécanique en fonction de 1’dge n’est disponible pour de tels tissus. Le modele
biphasique renforcé de fibrilles (Soulhat et al., 1999) a déja été utilisé, en combinaison
avec des compressions non-confinées, pour décrire les propriétés mécaniques
intrinséques du cartilage articulaire (Fortin et al., 2000). Toutefois, il n’a jamais été

utilisé pour des construits in vitro.

3.1.1 Hypothéses proposées dans I’article
Dans cette étude, la culture en agarose a été effectuée avec des chondrocytes bovins
prélevés d’animaux de trois groupes d’4ge différents afin de vérifier les trois hypotheses

suivantes : 1) la prolifération cellulaire, la synthése et ’accumulation de MEC sont
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réduites avec 1’age du donneur, 2) ces variations de performance de cellules induisent des
différences au niveau des propriétés mécaniques du construit, et 3) les propriétés

mécaniques des construits correlent avec leur contenu matriciel.

3.1.2 Effet de I’age sur la prolifération, la synthese et I’accumulation de MEC

Les chondrocytes sont isolés & partir de cartilage articulaire de tétes humérales provenant
de trois groupe d’age différents (fetus, 1 a2 2 ans, 5 a 7 ans), encapsulés en agarose et
cultivés pendant 26 jours. La densité cellulaire, le contenu en GAG et en collagéne sont
évalués a I’aide d’essais déja établis (essais Hoechst et DMB, dosage d’hydroxyproline)
suite a une digestion a la papaine. De plus, la présence de MEC est évaluée par
histologie, a I’aide des colorations a la Safranine-O et au « Fast Green » effectuées sur

des sections de paraffine. Les taux de synthese des PGs et du collagéne sont déterminés

par la mesure d’incorporation de sulfate et de proline radioactifs, respectivement.

Les résultats montrent que les chondrocytes bovins d’animaux 4gés ont une capacité
réduite de proliférer, de synthétiser et d’accumuler une MEC, comparativement aux
chondrocytes des jeunes adultes et des feetus et que I’accumulation de collagéne est
réduite d’une facon plus prononcée. La baisse du contenu en GAGs est majoritairement
une conséquence de la densit€ cellulaire réduite, qui résulte d’une baisse de prolifération.
Contrairement, la concentration de collagéne montre une forte diminution méme une fois
normalisée sur la densité cellulaire, accompagnée d’une réduction de I’incorporation de

proline.
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3.1.3 Effet de I’Age sur les propriétés mécaniques

Des tests de relaxation de contrainte, effectués par des compressions en géométrie non-
confinée, sont effectués sur les construits d’agarose. A 1’aide du modele biphasique
renforcé de fibrilles, trois paramétres mécaniques sont extraits a partir des courbes

expérimentales : le module & 1’équilibre en compression (Em), la perméabilité

hydraulique (k), et le module fibrillaire en tension (Ef).

Les résultats montrent que P’effet de 1’age de I’animal-donneur sur le contenu de la MEC
a un impact sur les propriétés mécaniques. Les chondrocytes provenant d’animaux agés
présentent un module fibrillaire et un module a 1’équilibre plus faibles que pour les
chondrocytes d’animaux plus jeunes, ainsi qu’une perméabilité hydraulique plus élevée.

Le parametre variant le plus avec 1’age est le module fibrillaire.

3.1.4 Corrélations entre les propriétés mécaniques et les contenus de la MEC

Les corrélations entre les parametres mécaniques (Em, k et Ef) et les contenus de la MEC
(GAG et collagene) sont déterminées en utilisant des échantillons d’agarose sans cellules,
en plus d’échantillons contenant des chondrocytes cultivés en présence ou en absence

d’ascorbate.

Expérimentalement, le module fibrillaire correle fortement avec le contenu en collagene,
tandis que le module a I’équilibre et la perméabilité correélent mieux avec le contenu en

GAGs. Méme si la nature homogeéne du modele biphasique renforcé de fibrilles ne
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représente pas fidelement la structure composite de nos construits ol des flots de
chondrocytes sont incorporés dans un gel d’agarose, ses parametres correlent avec les

contenus mesurés de la MEC.

3.1.5 Conclusion de Particle

Cette étude montre que, dans le systtme de culture en agarose, les chondrocytes
provenant d’animaux agés affichent une capacité intrinseque réduite a proliférer ainsi
qu’a synthétiser et accumuler une matrice de collagéne fonctionnelle, comparativement
aux chondrocytes d’animaux plus jeunes. Une conclusion importante de ces observations
et que les cellules de jeunes animaux adultes (de 1 a 2 ans) ne se comportent pas comme
les cellules d’animaux agés, et ne devraient pas étre utilis€és comme modele de cellules

adultes.

3.2 Orientation ultérieure du projet : excroissances en interface
Dans les cultures de chondrocytes en agarose, des excroissances sont parfois observées a
la surface des construits. Les étapes du projet ultérieures a ’article sont consacrées a

I’étude de ces excroissances.

3.2.1 Effet de I’4ge sur les excroissances en interface
Dans cette étape (présentée au chapitre 6), ’hypotheése que le contenu cellulaire et la
morphologie des excroissances varient avec 1’dge de I’animal-donneur est testée. Les

excroissances sont observées macroscopiquement, leur densité cellulaire déterminée par
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I’essai Hoechst, et leur MEC analysée par histologie (coloration des PGs avec la

Safranine-O) et immunohistochimie (marquage des collagenes de type I et II).

3.2.2 Caractérisation des excroissances en interface

Dans cette étape (présentée au chapitre 7), les chondrocytes de jeunes animaux adultes
sont cultivés en agarose afin de tester les hypotheses suivantes : 1) les excroissances
contiennent des cellules ayant une morphologie sphérique, 2) les excroissances se
développent par un mécanisme appositionnel, et 3) la localisation des excroissances varie
selon la géométrie des construits d’agarose. La morphologie cellulaire est observée par
imagerie confocale, suite au marquage fluorescent des réseaux d’actine et de vimentine
ainsi que du noyau. La prolifération cellulaire est déterminée par détection des
marqueurs de prolifération Ki67 et BrdU. Afin de déterminer I’effet de la géométrie, les
chondrocytes sont cultivés dans des construits d’agarose portant soit une surface convexe,

soit une surface concave.

3.2.3 Imagerie par microscopie confocale des cellules vivantes

Dans cette étape (présentée au chapitre 8), 1’hypotheése que les chondrocytes ont des
activités de migration et de prolifération en surface des construits d’agarose est testée.
Pour se faire, les chondrocytes vivants sont imagés par microscopie confocale a
intervalles réguliers pendant plusieurs heures. Parmi quatre agents fluorescents utilisés
(le dextran fluorescent, le PKH26, la calcéine AM et I’acridine orange), c’est 1’acridine

orange qui permet de suivre la dynamique cellulaire.
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Chapitre 4: Détails techniques et expérimentaux

— Culture de chondrocytes en gel d’agarose

Ce chapitre présente des détails sur la méthodologie employée afin d’isoler, d’encapsuler,
de cultiver, et de quantifier les chondrocytes bovins en agarose. Les techniques

supplémentaires seront décrites dans les chapitres ou elles furent utilisées.

4.1 Provenance des tétes humérales bovines

Les épaules bovines ont été récupérées moins de 24 heures apres le sacrifice des bétes
afin d’assurer un maximum de viabilité cellulaire. Les échantillons de feetus et d’adultes
agés (5 a 7 ans) proviennent de la compagnie COLBEX Abattoir Inc. située au 455, 4°
rang de Simpson 2 St-Cyrille de Wendover. Les jeunes adultes (1 a 2 ans) proviennent de
I’ Abattoir Billette située au 3, rue St-Joseph a St-Louis-de-Gonzague. L’échantillon est
recouvert de suffisamment de viande autour de I’articulation pour ne pas endommager la
capsule articulaire, évitant ainsi le contact avec les microbes, 1’écoulement du liquide

synovial, et I’assechement de la surface articulaire.

4.2 Extraction de cartilage articulaire
Le cartilage articulaire est extrait deés la réception des articulations, en respectant les
normes de sécurité établies dans le laboratoire. Tout le matériel utilisé pendant la

dissection doit étre stérilisé afin de minimiser les chances de contamination. L’humérus
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est fixé a une table de dissection par le biais d’un étau; la table et I’étau ont préalablement
été nettoyés a 1’eau savonneuse et a 1’éthanol 70%, et recouverts de papier absorbant. Il
est parfois nécessaire d’enlever la viande entourant 1’os ou de scier partiellement ce

dernier pour assurer la stabilité de 1’échantillon dans I’étau.

L’épaule est ouverte a I’articulation a I’aide d’un bistouri, en prenant soin de ne pas
toucher la surface articulaire; les gants et outils ayant été en contact avec 1’extérieur de
’articulation ne doivent pas étre réutilisés pour les étapes ultérieures. Une observation
grossiere permet de détecter des anomalies (absence de liquide synovial, présence de
sang, cartilage abimé ou de couleur anormale, etc.). La surface articulaire ne doit
s’assécher a aucun moment et doit Eétre périodiquement aspergée de solution
PBS/Ca/Mg/PS : « phosphate buffered saline » (PBS) riche en calcium (Ca®*) en en
magnésium (Mg2+), a laquelle on a jouté 1% (v/v) d’antibiotique « Penicillin-
Streptomycin » (PS). Le cartilage est retiré de 1’0os sous-jacent avec un bistouri, puis
conservé dans un bécher a moitié empli de PBS/Ca/Mg/PS, recouvert de papier
d’aluminium et gardé sur glace. Quelques cylindres de cartilage doivent étre prélevés
avec un punch a biopsie dans le but d’effectuer un test de viabilité cellulaire. La

procédure est répétée pour chaque articulation en prenant soin de garder séparément les

morceaux de cartilage provenant d’épaules différentes.

Pour vérifier la viabilité des chondrocytes, les cylindres sont tranchés transversalement

avec un tranche-tissu (Mcllwain Tissue, Mickle Laboratory Engineering). Les tranches
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sont incubées pendant 30 minutes a 37°C dans du PBS/Ca/Mg/PS, auquel on a ajouté de
1 uM de Calcein AM (Molecular Probes) et 1 uM d’Ethidium Homodimer-1 (Molecular
Probes). Une fois rincées, les tranches sont observées par épifluorescence a I’aide d’un
microscope inversé (Axiovert S100 TV, Zeiss): les chondrocytes qui émettent en vert
sont vivantes alors que les cellules dont le noyau est rouge sont mortes. Le cartilage des
différentes épaules dont la viabilité est élevée (>95%) est combiné par groupe d’age,

tandis que le cartilage contenant une grande proportion de cellules mortes est éliminé.

Les étapes ultérieures doivent étre effectuées dans un environnement stérile, i.e. sous une
hotte biologique. Le liquide est aspiré du bécher initial et les morceaux de cartilage sont
transférés vers un bécher contenant du PBS/Ca/Mg/PS frais. L’étape précédente est
répétée quatre fois afin d’effectuer cinq ringages au total. Le cartilage rincé est
redistribué dans des « T-Flasks » pré-pesés, par I’entremise d’entonnoirs. Chaque « T-
Flask » est rapidement pesé en absence de liquide afin de déterminer la masse de
cartilage obtenue. Du milieu de culture est immédiatement ajouté aux « T-Flasks » qui
sont placés dans un incubateur humide (& 37°C avec 5% de CO,) pour la nuit. Le milieu
de culture utilisé est le suivant : DMEM High Glucose (Gibco), 3,7 g/l de bicarbonate de
soude, 1% (v/v) de PS, 10% (v/v) de Fetal Bovine Serum (FBS), 1% (v/v) de Non-

Essential Amino Acids, 2 mM de L-glutamine et 0,4 mM de L-proline.
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4.3 lIsolation de chondrocytes

Les chondrocytes sont isolés de la matrice initiale selon une méthode largement utilisée
pour le cartilage articulaire bovin (Buschmann et al., 1992). Avant de débuter les
digestions, les morceaux sont pesés a nouveau; une augmentation de plus de 10% de la
masse initiale est le signe d’un cartilage en mauvais état qui s’est gonflé de liquide, et ne
doit pas étre utilis€. Le cartilage sain est transféré dans un Pétri contenant assez de
PBS/Ca/Mg/PS pour éviter 1’exposition a 1’air, puis découpé en petits morceaux (~1

mm’ ) a I’aide de deux bistouris.

Le cartilage découpé est ensuite digéré pendant 50 minutes a 37°C dans une solution de
pronase (56 U/ml, 8 ml/mg de cartilage). Apres trois ringages avec du milieu de culture,
le cartilage est digéré pendant 3 heures et demie a 37°C dans une solution de collagénase
(752 U/ml, 8 ml/mg de cartilage) contenant 5% (v/v) de FBS. Apres centrifugation de
I’échantillon (10 minutes a 190 g), le surnageant est retiré, et le précipité homogénéisé
dans du milieu de culture est filtré grossierement (grille de 380 um d’ouverture, Sigma
S0770) afin de se débarrasser des débris de cartilage non-digérés. L’étape précédente
(centrifugation, homogénéisation du précipité et filtration) est répétée une premiere fois
en utilisant un filtre plus fin (grille de 74 um d’ouverture, Sigma, S4145), et une seconde
fois avec une membrane aux pores tres petits (membrane de nylon de 20 um d’ouverture,
Spectrum, 146150). La densité cellulaire est mesurée a 1’aide d’un hémacytometre.

Finalement, le filtrat est centrifugé une derniere fois afin de resuspendre les cellules a une
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concentration finale de 20 millions par ml de milieu de culture. La solution cellulaire est

maintenue a 37°C jusqu’a I’encapsulation dans 1’agarose.

4.4 Préparation de 'agarose, encapsulation et culture

L’agarose (Mandel Scientific, MC50101) est graduellement ajouté a un Erlenmeyer
contenant du PBS (absent de calcium, de magnésium et d’antibiotique) brassé par un
barreau magnétique, afin d’obtenir une concentration de 4% (m/v) ; I’ajout trop brusque
d’agarose induirait son agrégation. Une fois le mélange homogene, I’Erlenmeyer est
placé dans un bain d’eau bouillante pendant 20 minutes avec brassage continuel. Ensuite,
le barreau magnétique est immobilisé pendant que le mélange est encore chauffé, pendant
10 minutes supplémentaires, afin de se débarasser des bulles. Il vaut mieux ne pas

excéder ces temps de chauffage afin d’éviter la dégradation d’agarose.

L’agarose est ensuite transféré dans des tubes de polypropylene de 50ml préchauffés a
55°C, a I’aide d’une pipette sérologique de plastique de 10 ml (la pipette est aussi
préchauffée en aspirant quelques fois du PBS stérile a 55°C). Chaque encapsulation (une
par groupe d’4ge) requiert un tube contenant 6,5 ml d’agarose. Les tubes sont placés

dans un bain-marie a 55°C pour abaisser la température de 1’agarose.

Quinze minutes avant 1’encapsulation d’une solution cellulaire, un tube d’agarose est

transféré dans un bain a 37°C. Dans la hotte biologique, un plateau rectangulaire muni de
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vis aux quatre coins est ajusté paralleélement au sol a I’aide d’un niveau a bulle, et un Pétri
(10 cm de diametre) y est déposé. Les tubes contenant les cellules et I’agarose sont
transférés sous la hotte, dans un bécher contenant de I’eau a 37°C. Avec une pipette
sérologique de 25 ml en plastique préchauffée dans du PBS a 37°C, 6,5 ml de la solution
cellulaire est transféré dans le tube contenant 1’agarose. Le mélange est homogénéisé par
10 cycles d’aspiration-expulsion avec la méme pipette, en prenant soin de ne pas créer de
bulles, et est ensuite expulsé tranquillement au centre du Pétri nivelé. Le Pétri est fermé a
I’aide de son couvercle. 1l faut incliner légerement le Pétri de facon a distribuer
uniformément le mélange, avant de le laisser reposer pendant 10 minutes sous la hotte.
Le Pétri est ensuite déposé dans un boftier stérile en plastique fermé, qui est placé a 4°C
pendant une heure. L’opération est répétée pour chacun des groupes d’age. Pendant la
solidification du mélange, les plaques de culture 48 puits sont préparées en insérant une
rondelle de treillis de nylon (facilitera la diffusion sous I’échantillon) et 1 ml de milieu de

culture par puits.

Les échantillons cylindriques sont générés avec un poingon a biopsie (6 mm de diametre,
Ultident, 15-33-36), puis transférés dans la plaque de culture (un cylindre par puits) avec
une spatule stérile. Quotidiennement, les échantillons sont transférés dans une nouvelle
plaque avec du milieu de culture frais, a I’aide de pinces. La culture s’est effectuée avec
le milieu de culture suivant: DMEM High Glucose (Gibco), 3,7 g/l de bicarbonate de
soude, 1% (v/v) de PS, 10% (v/v) de Fetal Bovine Serum (FBS), 1% (v/v) de Non-

Essential Amino Acids, 2 mM de L-glutamine et 0,4 mM de L-proline. L’ascorbate (L-
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ascorbate de sodium) est ajouté a une concentration de 30 ug/ml quotidiennement, sauf si

spécifié autrement.

4.5 Digestion a la papaine

Pour évaluer leur densité cellulaire ainsi que leurs contenus en collageéne et en GAGs, les
échantillons sont prélevés a différents moments de la culture et immédiatement pesés
(~50 wl par cylindre), congelés et entreposés a -80°C. Les échantillons sont ensuite
soumis a une digestion a la papaine (EC 3.4.22.2), une protéase non spécifique,
fraichement solubilisée a 125 ug/ml de PBE (46 mM Na,HPO4, 54 mM NaH,PO,, 10
mM Na,EDTA*2H,0, pH 6.5) additionnée de 10 mM L-cystéine, pendant 16 heures a
60°C. Cette digestion a pour but de libérer I’ADN des protéines qui lui sont complexées
(comme les histones), de séparer les GAGs de la protéine centrale d’agrécane, et de
couper les molécules de collagéne en petits fragments. Il est important d’effectuer la
digestion a une température suffisamment élevée pour dénaturer le collagene afin qu’il
soit digéré par la papaine. Les GAGs et les fragments de collagene sont bien solubilisés
apres ce traitement enzymatique, mais I’ADN des cellules encapsulées reste emprisonné

dans I’agarose. Une étape supplémentaire est donc requise et consiste en 1’écrasement de

I’agarose avec un pilon, suivi de sa fonte par chauffage a 70°C pendant 10 minutes.
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4.6 Essai Hoechst

La quantification par I’essai Hoechst en plaque opaque de 96 puits doit étre exécutée
immédiatement apres la fonte de I’agarose. Pour chaque échantillon a tester, 10 uL est
dilué dans 40 pL de PBE, directement dans un puits de la plaque d’analyse. Une courbe
standard est préparée en parallele a I’aide d’ADN (Calf Thymus Type I DNA, Sigma,
D1501) préalablement solubilis€ dans du PBE & des concentrations connues, afin
d’obtenir de 5 a 125 ng d’ADN par puits. 200 ul de Hoechst H-33258 (Molecular
Probes, H1398) a 0,2 pg/ml de solution TEN (10 mM de Tris, 1 mM de Na,EDTA, 100
mM de NaCl, pH 7,4) est ensuite ajoutée a chaque puits. L’intensité de la fluorescence a
460 nm est lue sous excitation a 360 nm, l'aide d’un fluorimetre (Microplate

Spectrofluorometer Spectramax Gemini XS).
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Chapitre 5: Article — Aged Bovine Chondrocytes
Display a Diminished Capacity to Produce a
Collagen-rich, Mechanically Functional

Cartilage Extracellular Matrix

5.1 Title Page
Aged Bovine Chondrocytes Display a Diminished Capacity to Produce a Collagen-rich,

Mechanically Functional Cartilage Extracellular Matrix
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and Michael D. Buschmann*+

*Institute of Biomedical Engineering and +Department of Chemical Engineering, Ecole
Polytechnique, Montreal, Quebec, Canada

§Faculty of Dentistry and Department of Anatomy and Cell Biology, McGill University,
Montreal, Quebec, Canada

tFaculty of Medicine, Centre for Bone and Periodontal Research, McGill University,
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5.2 Summary

Most fundamental studies in cartilage tissue engineering investigate the ability of
chondrocytes from young animals to produce cartilaginous matrix under various
conditions, while current clinical applications such as autologous chondrocyte
implantation, use chondrocytes from donors that are decades past skeletal maturity.
Previous investigations have suggested that several characteristics of primary
chondrocytes are age-dependent but none have quantified cell proliferation, proteoglycan
synthesis and accumulation, collagen synthesis and accumulation, compressive and
tensile mechanical properties in order to examine the effects of donor age on all of these
parameters. We enzymatically isolated primary bovine chondrocytes from fetal, young
and aged animals and cultured these cells in agarose gels to assess the above-mentioned
properties. We found that fetal and young (but still skeletally mature i.e. 18-month-old
bovine) chondrocytes behaved similarly, while aged chondrocytes (5 to 7-year-old
bovine) displayed diminished proliferation (~2X less), a slightly reduced proteoglycan
accumulation per cell (~20%), and significantly less collagen accumulation per cell
(~55%) compared to the younger cells. Histological observations and mechanical
properties supported these findings, where a particularly significant reduction in tensile
stiffness produced by aged chondrocytes compared to younger cells was observed. Our
findings suggest that donor age is an important factor in determining the outcome and
potential success when tissue-engineered cartilage is produced from articular

chondrocytes. More specifically, primary chondrocytes from aged donors may not
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possess sufficient capacity to produce the extracellular matrix that is required for a

mechanically resilient tissue.

Keywords : chondrocyte, ageing, collagen, biomechanics, tissue engineering

5.3 Introduction

Mature articular cartilage has a limited self-repair ability, and current surgical treatments
fail to provide proven long term healing (Hunziker, 2002). Among the techniques under
development for cartilage regeneration, certain tissue engineering strategies combine
primary chondrocytes with various scaffolds to grow tissue equivalents. The effects of
specific physical parameters (Hunter et al., 2004; Kisiday et al., 2004; Mauck et al., 2003;
Waldman et al., 2003) and growth factors (Chaipinyo et al., 2002; Gooch et al., 2001;
Weisser et al., 2001) have been widely studied using these systems in order to produce a
tissue construct which, once implanted at the site of the cartilage lesion, should lead to a

well-integrated and functional hyaline-like replacement tissue.

Characterization of human (Bolton et al., 1999; Grushko et al., 2001), equine (Igbal et al.,
2000), bovine (Barone-Varelas et al., 1991; DiMicco et al., 2002; Front et al, 1989;
Schafer et al., 1993), rabbit (Sandy et Plaas, 1986) and mouse (Livne et Weiss, 1993)
cultured articular cartilage explants revealed that intrinsic metabolism of chondrocytes
and their response to external factors vary with animal age. It has also been shown that
chondrocytes isolated from cartilage behave in an age-dependent manner, although many

of these studies involved monolayer culture (Dozin et al., 2002; Martin et al., 1997;



48

Messai et al., 2000; Plaas and Sandy, 1984; Rosen et al., 1997), which induces

dedifferentiation of chondrocytes towards a more fibroblastic-like phenotype.

The loss of chondrocyte phenotype can be avoided by directly culturing isolated primary
chondrocytes in three-dimensional environments. In alginate and agarose cultures,
human chondrocyte proliferation observed by Hauselmann et al. (1992) was lower for a
66-year-old donor versus a 14-year-old donor. Hauselmann et al. (1992) also reported
that chondrocytes from the youngest donor synthesized aggrecan molecules with higher
average molecular weights. In contrast, Verbruggen et al. (2000) did not observe any
proliferation for 2 to 69-year-old human chondrocytes embedded in agarose, but an
increase in donor age correlated with reduced aggrecan synthetic rate and a smaller
proportion of large aggregates. Loeser et al. (2000), by measuring sulfate and proline
incorporation in alginate culture, found a mitigated response of macaque chondrocytes to
IGF-1 with increasing animal age. Kamada et al. (2002) observed that primary aged
bovine chondrocytes in alginate proliferate less than chondrocytes from young adults, but
nonetheless more than fetal chondrocytes. After 2 weeks of culture, Kamada et al. (2002)
also observed that proteoglycan and collagen concentrations decreased with cells from

older donors, while hyaluronic acid concentration increased.

Mechanical properties of native and engineered tissues are important features to assess in
determining functionality. Aggregate modulus and hydraulic permeability have already

been determined for agarose constructs (Buschmann et al., 1992) by fitting a biphasic
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model (Mow et al.,, 1980) to the stress-relaxation curves obtained in confined
compression. Unconfined compression avoids some of the drawbacks of confined
compression (Buschmann et al., 1998) and, combined with the fibril-reinforced biphasic
model (Soulhat et al., 1999), has been used to describe intrinsic biomechanical properties
of articular cartilage (Fortin et al., 2000). To date, this latter model has not been applied

to tissue engineered constructs.

In the present study, bovine articular chondrocytes from three age groups were embedded
in agarose to test the following hypotheses : 1) cell proliferation, extracellular matrix
(ECM) synthesis and accumulation are reduced with increased age of the donor, 2) these
age-dependent variations in chondrocyte performance result in corresponding differences
in construct biomechanical properties, and 3) equilibrium modulus and hydraulic
permeability of these constructs correlate with glycosaminoglycan (GAG) content, while

the tensile fibril modulus of these agarose cultures correlates with collagen content.

5.4 Materials and Methods

Reagents were obtained from Sigma-Aldrich (St. Louis, MO, USA) unless otherwise

indicated.

5.4.1 Chondrocytes in Agarose
Articular cartilage was shaved from humeral heads of Fetal (last trimester), Young (1 to

2-year-old adolescent) and Aged (5-7 years old) bovine shoulder joints. Good cell
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viability (>95%) was confirmed with Calcein AM and Ethidium Homodimer (Molecular
Probes, Eugene, OR, USA) as described in Dumont et al. (1999). Chondrocytes were
enzymatically released with protease type XIV at 56 U/mL high glucose DMEM (H-
DMEM)(Gibco, Gaithersburg, MD, USA) for 40 min, and collagenase CLS2 (4177,
Worthington Biochemical, Lakewood, NT, USA) at 752 U/mL H-DMEM supplemented
with 5% FBS (Gibco, Gaithersburg, MD, USA) for 3.5 h, according to previously
described methods (Buschmann et al., 1992). Low melting temperature agarose
(MC50101; Mandel Scientific, Guelph, ON, Canada) was dissolved at 4% (w/v) in cell
culture tested PBS (without calcium chloride and magnesium chloride), then sterilized by
heating 30 min in a boiling water bath (20 min with stirring, 10 min without stirring to
get rid of the bubbles). For each donor age group, chondrocytes in 6.5 mL media were
mixed with an equal volume of the agarose solution at 37 °C to produce 1 X 107 cells/mL
in 2% (w/v) agarose, then poured in a 100-mm diameter Petri dish. After gelling at room
temperature for 5 min and at 4 °C for 1 h, 6-mm diameter disks of 1.8 to 2.0 mm
thickness were cored from the slab gel using a stainless steel biopsy punch (4410025,
Ultident Scientific, St-Laurent, Quebec, Canada). The chondrocyte-agarose disks were
subsequently cultured in 48-well culture plates (Corning, Acton, MA, USA), on top of 1
mm-thick nylon mesh (Spectrum, Rancho Dominguez, CA, USA) to aid nutrient
diffusion. Each day, samples were transferred to a new plate filled with complete media:
H-DMEM, 3.7 g/LL sodium bicarbonate, PS, 10% FBS, non-essential amino acids

(1XNAA), 2 mM L-glutamine and 0.4 mM L-proline. After the first night of culture,
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media was supplemented with 30 pg/mL fresh sodium L-ascorbate, unless otherwise

mentioned.

5.4.2 Electron Microscopy

The fixative used was 4% (w/v) paraformaldehyde and 1% (w/v) glutaraldehyde
(Cedarlane, Hornby, Ontario, Canada) in 0.1 M sodium cacodylate (Fisher, Hampton,
NH, USA), pH 7.3. Samples were immersed in fixative for one hour at room
temperature, then overnight at 4 °C in fresh fixative. Fixed samples were dehydrated
through a graded ethanol series and embedded in LR White acrylic resin (London Resin
Company, Berkshire, UK). Following a 2-day polymerization of the resin at 55°C and
trimming, thin sections (80 nm) were cut using a diamond knife and an ultramicrotome.
Sections were mounted on nickel grids and conventionally stained with uranyl acetate
and lead citrate. Transmission electron microscopy was performed using a JEOL JEM-

2000FX TEM (Tokyo, Japan) operated at 80 kV.

5.4.3 Determination of DNA, Collagen and Glycosaminoglycan Contents

Disks were removed from culture on days 1, 13 and 26, weighed and then stored frozen
(-80 °C). Sample volumes were calculated from mass assuming a specific volume of 0.99
uL/mg for 2% (w/v) agarose. Biochemical analysis was performed according to
previously described methods (Hoemann et al., 2002). Samples were papain-digested,
and agarose disks were crushed with a pestle and melted at 70 °C for 10 min to release

trapped DNA. Aliquots of the papain digest were immediately diluted in PBE buffer to
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quantify DNA content by the fluorometric Hoechst 33258 assay. GAG content was
measured by the spectrophotometric DMB assay. Hydroxyproline residues from
hydrolyzed aliquots of the papain digest were oxidized with chloramine-T hydrate and
quantified following the colorimetric reaction with Ehrlich’s reagent. Collagen contents
were evaluated assuming that 13.2% of collagen mass originated from hydroxyproline
residues (Hoemann, 2004; Venn et Maroudas, 1977). Aliquots from identically
processed agarose disks, but without cells, were added to standard curves to account for

any potential interference from agarose hydrogel.

5.4.4 Histology

Fixation was the same as for electron microscopy (above), but glutaraldehyde was
replaced by 2.5% (w/v) cetylpyridinium chloride for GAG-stained samples. Fixed
samples were embedded in paraffin and sectioned (6 um thick). Sections were stained
for GAG with 0.1% (w/v) Safranin-O for 3 min. Sections were stained for collagen
following GAG digestion with 0.1% (w/v) pronase (12 min at room temperature) and
2.5% (w/v) hyaluronidase (30 min at 37 °C), with 1% (w/v) Fast Green for 1 h. Images
were acquired with a CCD camera (Micropublisher 3.3 RTV; Q Imaging, Burnaby, ON,
Canada) and Northern Eclipse software (Empix Imaging, Mississauga, ON, Canada)

using an Axiolab microscope (Carl Zeiss Canada, Toronto, ON, Canada).
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5.4.5 %S-Sulfate and **C-L-Proline Incorporation

On day 20, disks were cultured for 24 h in the presence of 20 uCi/mL »S-sulfate or 5
pCi/mL 14C-L-proline (8J162 and CFB71, Amersham Biosciences, Piscataway, NJ,
USA). As performed by Hauselmann et al. (1992), incorporation in macromolecules was
determined by subjecting labeling media, dissociative extracts (GuCl extraction buffer)
and solubilized residues to PD-10 columns (Amersham Biosciences, Piscataway, NJ,

USA) to obtain the macromolecular fraction that was subjected to liquid scintillation

(Fisher, Hampton, NH, USA).

5.4.6 Mechanical Testing

Mechanical properties were assessed on days 2, 14 and 21 via stress-relaxation tests in
uniaxial, unconfined compression using the Mach-1 micromechanical testing system
(BioSyntech, Laval, QC, Canada). Sample diameter and thickness were determined
using a digital caliper (Mitutoyo Canada, Mississauga, ON, Canada). Two successive
compression ramps, each with amplitude corresponding to 10% of the sample thickness,
were applied at a strain rate of 1%/s. After each ramp, stress relaxation continued for 20
minutes. Using the Mach-1 Analysis software (BioSyntech, Laval, QC, Canada), stress-
relaxation curves were fit to the fibril-reinforced biphasic model (Soulhat et al., 1999) to
determine compressive equilibrium modulus (Em), hydraulic permeability (k) and tensile
fibril modulus (Ef). Mean values of these parameters from the first and second steps

were used for further analysis.
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On the days of mechanical tests, additional samples were papain-digested and assessed
for GAG and collagen contents using methods described above. Mean values of Em, k
and Ef were plotted versus the mean values of GAG and collagen contents to correlate
these parameters. In order to obtain constructs with different biochemical compositions,
both ascorbate-supplemented (50 pg/mL) and ascorbate-free conditions were used, the
latter being known to induce underhydroxylation and major reduction of collagen
secretion without greatly affecting proteoglycan secretion (Pacifici, 1990). Agarose

plugs without cells were also included as controls.

5.4.7 Statistical Analysis

Statistical analysis was performed with STATISTICA 6.1 (StatSoft Inc., Tulsa, OK,
USA). Significant differences between age groups in cell density, GAG and collagen
concentrations, as well as sulfate and proline incorporation rates were determined by
ANOVA followed by the Tukey/Unequal N HSD post-hoc test. Significant differences
between age groups in mechanical parameters were determined by MANOVA, using the
general linear model routine with age as categorical predictor and culture time as
continuous predictor. The degree of linear relationship between ECM contents and
mechanical properties was assessed by the Pearson product-moment correlation

coefficient (r).
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5.5 Results

5.5.1 Efficiency of Chondrocyte Isolation

We initially verified that the enzymatic digestion method was adequate for both aged and
fetal cartilage. We initially determined that most GAG was released during the first 40
min of protease XIV digestion (Figure 5.1 A) for both age groups. Then, for tissue
already treated with protease for 40 minutes we found almost complete release of cells
during the first 3.5 hours (210 min) of collagenase digestion (Figure 5.1 B) for both age
groups. Electron microscopy of freshly isolated chondrocytes (40 min protease, 3.5 h
collagenase) cultured for only 12 h following seeding in agarose further confirmed
effective enzymatic removal of pericellular matrix for both fetal (Figure 5.2 A) and aged
(Figure 5.2 B) chondrocytes, since pericellular matrix could not be observed at this time.
Aged chondrocytes cultured for 21 days were similarly imaged, ensuring our ability to

detect pericellular matrix (Figure 5.2 C).
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Figure 5.1 : Kinetics of GAG and cell release during enzymatic treatments.

A) Kinetics of GAG release during pronase digestion of fetal and aged fresh
articular cartilage were similar, taking into account the greater GAG content of
fetal. GAG concentration in the pronase solution was evaluated by the DMB assay.
B) Kinetics of cell release during collagenase digestion of fetal and aged articular
cartilage, following a 40 minute pronase digestion, were also similar and reflected a
greater cell density in fetal tissue. Cells from the collagenase solution were counted

with a hemocytometer.
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Figure 5.2 : Electron microscopy of enzymatically isolated chondrocytes.

Electron micrographs of enzymatically isolated A) fetal or B) aged chondrocytes
after 12 hours of culture in agarose, indicating an absence of pericellular matrix. C)
Electron micrograph of an aged chondrocyte after 3 weeks of culture in agarose,
showing abundant secreted pericellular matrix. Nu, nucleus; PM, pericellular

matrix. Scale bar =1 pm.

5.5.2 Cell, GAG and Collagen Contents

Cell density (Figure 5.3 A), GAG content (Figure 5.3 B) and collagen content (Figure 5.3
C) for aged samples were all significantly lower than younger samples during the culture.
Only collagen content (Figure 5.3 C) differed between young and fetal samples. Once
normalized to cell density, GAG concentration (Figure 5.4, left) was the same for all age

groups on day 13, and was 22% lower in aged samples than in fetal samples on day 26.
Endpoint normalized collagen concentration (Figure 5.4, right) in aged samples was 60%

and 46% lower than in fetal and young samples, respectively.
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Figure 5.3 : Time evolution of cell and matrix content for three age groups.

Time evolution of cell and matrix content from papain-digested samples of three
different age groups (mean = SD, n = 3-4). A) Cell density normalized to agarose
volume. B) GAG content normalized to agarose volume. C) Collagen content
normalized to agarose volume. (*) Significantly lower (p < 0.05) than fetal samples.

(**) Significantly lower (p < 0.005) than fetal and young samples.
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Figure 5.4 : GAG and collagen content normalized to cell density for different age
groups.

GAG content and collagen content normalized to cell density (mean * SD, n = 4) for
fetal (F), young (Y) and aged (A) samples on days 13 and 26. Significant differences
between age groups are indicated (*) for p < 0.05, and (¥*) for p < 0.005.

5.5.3 Sulfate and Proline Incorporation

We did not measure any significant difference with age either in total sulfate
incorporation (Figure 5.5, left) nor in the sulfate-labeled macromolecules released in
media (which was 11.4% of the total on average). Total proline incorporation (Figure
5.5, right) was significantly reduced in aged samples compared to fetal and young

samples (15.9 compared to 19.2-21.9 nmol/10%ells/day). The proportion, but not the

absolute value, of incorporated proline found in the media was higher in aged than in

younger samples (30.9% compared to 24.0-26.8%).
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Figure 5.5 : Sulfate and proline incorporation rates for different age groups.

Sulfate and proline incorporation rates for fetal (F), young (Y) and aged (A) samples
on day 20. Three fractions are combined (media, dissociative extract, residue) to
obtain total mean + SD (n = 3-4). Significant differences between age groups are

indicated (*) for p < 0.05, and (**) for p < 0.005.

5.5.4 Histology

No differences in staining patterns or intensities were observed when comparing different
positions in the radial and axial directions in these cylindrical disks, for any of the three
age groups and for both stains (Safranin-O and fast Green). Safranin-O staining for
proteoglycan was intense around the fetal (Figure 5.6 A) and young (Figure 5.6 C)
chondrocytes, and also around some of the aged chondrocytes (Figure 5.6 E). Safranin-O
staining in interterritorial compartments was absent from freshly seeded samples (not
shown), but was present for all age groups at the end of the culture. Fast Green staining

for collagen was intense and sharp around the edge of fetal chondrocyte islets in a
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capsule-like fashion (Figure 5.6 B), while it was less intense and more diffuse in the

young (Figure 5.6 D) and barely detectable for aged chondrocytes (Figure 5.6 F).

Figure 5.6 : Histology for different age groups.

Paraffin sections showing the histology of chondrocytes and surrounding
pericellular matrix after 25 days of culture in agarose. Lefi: Safranin-O stained
sections of A) fetal, C) young and E) aged chondrocytes. Right: Fast-Green stained
sections of B) fetal, D) young and F) aged. Scale bar = 100 um.
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5.5.5 Mechanical Properties

For cultures with media containing 50 pg/mL ascorbate, fibril modulus (Figure 5.7 A),
equilibrium modulus (Figure 5.7 B) and hydraulic permeability (Figure 5.7 C) of the cell-
seeded disks were comparable to the controls disks on day 2. On day 14, all three
mechanical parameters were more significantly evolved for young compared to aged
chondrocytes (Figure 5.7). On day 21, equilibrium modulus (Figure 5.7 B) and hydraulic
permeability (Figure 5.7 C) of disks containing aged chondrocytes had almost caught up
to those containing young chondrocytes, however the age-dependent difference in fibril

modulus continued to increase with time in culture (Figure 5.7 A).
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Figure 5.7 : Time evolution of mechanical parameters for different age groups.

Time evolution of A) fibril modulus, B) equilibrium modulus and C) hydraulic
permeability for aged and young samples cultured with 50 pg/mL sodium L-
ascorbate (mean with error bar showing minimum and maximum, n = 2 for days 14
and 21, n = 1 for day 2). (*) Significant difference (p < 0.05) between young and
aged samples by MANOVA.
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As expected, culturing chondrocytes in ascorbate-free media had a greater inhibitory
effect on collagen content (Figure 5.8, crosses; non-detectable level of hydroxylated
collagen) than on GAG content (Figure 5.9 A and B, crosses; reduction of 38% in
average). Fibril modulus correlated more strongly with collagen content * = 0.95,
Figure 5.8) than with GAG content (r* = 0.66, plot not shown). Conversely, equilibrium
modulus and hydraulic permeability correlated more strongly with GAG content =
0.86, Figure 5.9 A; r = 0.94, Figure 5.9 B) than with collagen content (r* = 0.77 and r’ =

0.57, plots not shown).
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Figure 5.8 : Correlation between fibril modulus and collagen content.

Linear regression (solid line) and 95% confidence interval (dashed lines) showing
correlations between fibril modulus and collagen content. This correlation was
significant with p < 0.005. Each data point represents a mean mechanical
parameter value (n = 1 for day 2, n = 2 for days 14 and 21) versus a mean ECM
component concentration (n = 3-4). Each plot contains 15 circles, representing five
different experimental conditions (controls without cells, young without ascorbate,
aged without ascorbate, young with ascorbate and aged with ascorbate) evaluated at

three time points (days 2, 14 and 21).



65

A
B 0.16 (= -0.97 © No Cells
" .
& 0425 + No Ascorbate
% ' B O Ascorbate
< =< 0.08 ‘
&
£ 0.04
0.00 -

GAG Content mg/mL

Figure 5.9 : Correlation between equilibrium modulus and hydraulic permeability
and GAG content. |

Linear regressions (solid lines) and 95% confidence intervals (dashed lines) showing
correlations between A) equilibrium modulus and GAG content, and B) hydraulic
permeability and GAG content. These two correlations were significant with p <
0.005. Each data point represents a mean mechanical parameter value (n = 1 for
day 2, n = 2 for days 14 and 21) versus a mean ECM component concentration (n =
3-4). Each plot contains 15 circles, representing five different experimental
conditions (controls without cells, young without ascorbate, aged without ascorbate,

young with ascorbate and aged with ascorbate) evaluated at three time points (days

2,14 and 21).
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In an additional culture, fibril modulus was also lower in aged compared to fetal samples
(p < 0.005, MANOVA, n = 6 per age group) and, again, correlated better with collagen

content (r* = 0.95 with p < 0.005) than with GAG content (r* = 0.46 with p > 0.05).

5.6 Discussion

Using the agarose culture system, we first confirmed the hypothesis that aged bovine
articular chondrocytes (5-7 years old) have a reduced capacity to proliferate, and to
synthesize and accumulate extracellular matrix compared to young (1-2 years old) and
fetal bovine articular chondrocytes. We found that collagen accumulation by aged
compared to young and fetal chondrocytes was reduced in the most pronounced manner
(Figure 5.3). Lower GAG content in aged samples was mostly accounted for by lower
proliferation resulting in lower cell density (Figure 5.4, left). In contrast, collagen
concentration showed a large decrease in aged samples even after normalization to cell
density (Figure 5.4, right), and was accompanied by reduced proline incorporation
(Figure 5.5, right). Secondly, we showed that these effects of donor age on ECM
composition had an impact on biomechanical properties, shown by lower fibril and
equilibrium modulus and higher hydraulic permeability for aged chondrocytes compared
to younger chondrocytes (Figure 5.7). Finally, we confirmed that fibril modulus
correlated strongly with collagen content (Figure 5.8), whereas equilibrium modulus and

hydraulic permeability were more clearly correlated with GAG content (Figure 5.9).
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Verbruggen et al. (2000) noted that human chondrocytes (2-69 years old) do not
proliferate at all once embedded in 1.5% autoclaved agarose, whereas Hauselmann et al.
(1992) observed that human chondrocytes proliferate in 1% agarose, and proliferate more
for younger donors, similar to our results (Figure 5.3 A). Agarose concentration, site of
donor tissue, method of digestion for cell isolation, frequency of medium change,
ascorbic acid concentration, and the choice of serum supplement are all potential
parameters that could lead to the discrepancies between the results of Verbruggen (2000)
versus Hauselmann (1992) and the results of our study. Kamada et al. (2002) observed an
age-dependence in proliferation of bovine chondrocytes embedded in alginate, but they
noted that fetal chondrocytes proliferate less than aged ones, a result different from our
study. These contradictory results could be caused by differences in the nature of the gel
used, in the cell isolation protocol, and in ascorbic acid and serum supplementation.
These differences could also come from the fact that Kamada et al. (2002) took fetal
cartilage from shoulder, hip and knee joints, although they obtained adult and aged
cartilage from metacarpophalangeal joints. These inter-study differences also underscore
the importance of specific culture conditions that may accentuate or eliminate age-related

differences.

We measured GAG and collagen concentrations (7.8 mg/mL and 5.0 mg/mL,
respectively, for fetal chondrocytes cultured 26 days in agarose) that are comparable to
those measured in other studies using agarose culture (6-16 mg/mL and ~10mg/mL for

GAG and collagen respectively after 20-36 days) with calf chondrocytes from
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carpometacarpal joint (Mauck et al., 2003) or from the femoropatellar groove
(Buschmann et al., 1992; Hoemann et al., 2005). Sulfate and proline incorporation
(respectively 22 and 28 nmol/10° cells/day for young adult chondrocytes on the 20th day
of culture) were also similar to previously reported data (37 and 25 nmol/10° cells/day on
the 36th day of culture for calf chondrocytes) (Buschmann et al., 1992). GAG
concentration in alginate obtained by Kamada et al. (2002) is also very close to our
measurements for fetal chondrocytes. However, Kamada et al. (2002) observed a large
decrease (~75%) in GAG content comparing aged to fetal chondrocytes, while we found
only a slight decrease (~22%). It is possible that aggrecan, which is known to display
reduced molecular size (Hauselmann et al., 1992) and decreased capability of assembling
large molecular size aggregates (Verbruggen et al., 2000) in aged tissue, is retained less
in 1.2% alginate than in 2% agarose for bovine aged chondrocytes. We found a level of
aggrecan loss to the medium (data not shown) similar to that of a previous study using
agarose culture (Buschmann et al., 1992). Collagen contents obtained by Kamada et al.
(2002) are very similar to our measurements and displayed a similar decrease for aged
compared to fetal chondrocytes (~60% reduction on average), again confirming the effect
of increased age in diminishing the ability of chondrocytes to produce a collagen-rich
ECM. Although we could not measure collagen loss to the media due to an interfering
colorimetric signal in the hydroxyproline assay, we can assert that the primary deficit in
aged chondrocytes is reduced collagen synthesis rather than increased loss to the media,
given the parallel reduction in collagen content and total proline incorporation for aged

versus younger cells.
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Equilibrium, or Young’s, modulus for our culture (32 kPa for young adult chondrocytes
on the 14th day of culture) was very close to values reported by others for similar culture
conditions (~33kPa) (Mauck et al.,, 2003). The hydraulic permeability of agarose
measured directly using permeation (Johnson et Deen, 1996), once corrected for a 15%
compression (Gu et al., 2003), also gives a value (~0.3 mm*/MPa/s for 2% agarose) in the
same range as the value we measured at the beginning of the culture and for controls
without cells (~0.11 mm*/MPa/s). After 3 weeks of culture, the hydraulic permeability in
our cultures dropped by a factor of 3 for the samples cultured with chondrocytes, as
previously observed (Buschmann et al., 1992). For calf articular cartilage, fibril modulus
obtained by unconfined compression (Fortin et al., 2000) was found to be very close to
dynamic peak modulus obtained during uniaxial tension testing (Charlebois et al., 2004).
In the same manner, the fibril modulus obtained for our samples, ranging from 0.12 MPa
initially to 0.55 MPa after 3 weeks of culture, is similar to the reported tensile peak
modulus of 0.16 MPa for 2% agarose gel submitted to a 15% stretch (Zile et al., 1998).
Thus even though the homogeneous nature of the fibril-reinforced biphasic model does
not exactly represent the composite structure of our gels where chondrocyte islets are
embedded in an agarose gel, its parameters are expected to reflect average bulk
properties. For example, in our cultures, mechanical parameters correlated well with

GAG and collagen contents and allowed us to correlate age dependent changes in

mechanical properties with biochemical composition. Nonetheless we do not always
expect that changes in mechanical properties are explained solely by variations of the

major ECM components bulk concentrations, but might also be modulated by minor
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ECM components and assembly. For example, Mauck et al. (2003) observed that
dynamic loading can increase the mechanical stiffness of agarose constructs, without
affecting their GAG and collagen bulk contents. We also point out that biomechanical
characterization of chondrocyte-seeded constructs, if applied to long-term cultures, will
have to take into account two additional factors: 1) a fixed relaxation time such as that
used for this study (20 minutes) may not be long enough to obtain equilibrium for
samples with high GAG content but low collagen content, and 2) matrix growth at the
external surface of these disks (Buschmann et al., 1992; Hoemann et al., 2005; Mauck et
al., 2003) will more greatly influence the interpretation of measured parameters.
However, these two factors were negligible in our 3-week cultures for biomechanical

analysis.

Our study has shown that, in the agarose culture system, aged chondrocytes display a
reduced intrinsic capacity to synthesize and accumulate a collagenous matrix compared
to younger chondrocytes. Along with reduced proteoglycan synthesis and reduced cell
proliferation, this globally reduced performance in the ability to make new cartilage was
reflected in diminished mechanical properties of chondrocyte-agarose constructs
containing aged versus younger chondrocytes. Analysis of these mechanical properties
using current fibril-reinforced biphasic models also identified the primary source of
diminished mechanical performance as due to a less developed collagen network. An
important ancillary conclusion from our studies is that 18 month old bovine chondrocytes

do not behave in a similar manner as 5-7 year old adult bovine chondrocytes and should
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not be used as a model for adult cells. It would be interesting in future studies to refine
these observations by examining various ages between these two limits. Based on these
results and those of others that are consistent with our findings, it is suggested to
carefully evaluate the effect of donor age when functional properties or behavior of

chondrocytes is to be assessed.
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Chapitre 6: Effet de I’'age sur les excroissances

en interface

Pendant la culture de chondrocytes bovins de différents groupes d’age (Tran-Khanh et al.,
2005), nous avons remarqué la présence d’excroissances a la surface des cylindres
d’agarose. Des capsules constituées de cellules allongées ont déja été observées a la
surface de disques d’agarose, lorsqu’ensemencés de chondrocytes de veaux agés de 1 a 2
semaines (Buschmann et al. 1992; Hoemann et al. 2005; Kisiday et al. 2005; Hu et al
2005). Une étude utilisant des veaux plus 4gés (1 a 2 mois) présente plutét la présence de
masses (Mauck et al. 2003), qui n’ont pas été analysées. L’adge de I’animal-donneur
pourrait bien influencer la morphologie des excroissances. La présence de cellules a
I’interface de 1’agarose et du milieu de culture est habituellement négligée, tout comme la

présence potentielle de MEC.

6.1 Hypotheése

Dans la présente étude, la culture de chondrocytes bovins en agarose est utilisée afin de
vérifier I’hypothése que le contenu cellulaire et la morphologie des excroissances varient
avec 1’4ge de I’animal-donneur. Pour ce faire, trois aspects en fonction du groupe d’age
seront étudiés. Premierement, nous vérifierons si des différences peuvent €tre observées
macroscopiquement.  Deuxiémement, nous analyserons séparément les contenus

cellulaires a I’intérieur et a I’extérieur de 1’agarose. Troisiemement, nous déterminerons
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si une MEC est présente en interface, par détection histologique des GAGs et

immunohistochimie des collagenes de types I et I

6.2 Méthodologie
6.2.1 Culture de chondrocytes en agarose

Les cylindres d’agarose (6 mm de diametre et 1,9 mm de hauteur en moyenne) sont

ensemencés de chondrocytes primaires bovins et cultivés tel que décrit au chapitre 4.

6.2.2 Apparence macroscopique

L’apparence macroscopique des excroissances est obtenue a 1’aide d’un microscope a
dissection (Zeiss) muni d’une caméra CCD, et du logiciel Northern Eclipse (Empix
Imaging). Le cylindre fixé (voir protocoles de fixation pour I’histologie et
I’tmmunohistochimie) est placée a plat dans un Pétri, qui est déposé sur une surface

noire. La caméra capte la vue de dessus du cylindre.

6.2.3 Contenus cellulaires interne et externe

Les concentrations cellulaires sont déterminées a partir des mesures d’ADN par 1’essai
Hoechst, tel que décrit au chapitre 4. Cependant, les fractions d’ADN obtenues par les
deux étapes successives d’extraction sont séparément mesurées. La premiere extraction,
par digestion 2 la papaine, contient I’ADN des cellules a I’interface (concentration

externe). La deuxieme extraction, par écrasement et fonte des cylindres, contient I’ADN
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des cellules emprisonnées dans 1’agarose (concentration interne). Les concentrations sont

exprimées en contenu par échantillon.

6.2.4 Rendements cellulaires

Le rendement des cellules interne est calculé en divisant le contenu cellulaire interne au
jour 26 par celui du jour 1. Le contenu interne au jour 1 correspond en fait au contenu de
cellules ensemencées. En divisant aussi le contenu cellulaire externe par le contenu

interne du jour 1, un rendement des cellules externe est calculé.

Le rendement effectif des cellules externes (Regr) peut étre calculé en supposant que
seulement les cellules encapsulées pres de la surface du cylindre peuvent participer a la
prolifération a I’interface (figure 6.1). Le volume effectif (V) est le volume total du
cylindre (V) auquel on soustrait le volume d’un cylindre interne (Viy). En posant Smig
la distance maximale qu’un chondrocyte encapsulé peut parcourir pour atteindre la
surface, R et & le rayon et la hauteur du cylindre, on obtient la relation suivante : Vg =

Vegt - Vint = (1 R°R) - T (R-8iig)*(h-28mig).
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vV Veﬂ= vcyl -

Figure 6.1 : Schéma d’un cylindre d’agarose.

La partie en bleu représente le volume contenant les cellules trop éloignées de la
surface pour P’atteindre par migration (Viy). La profondeur de migration (Omig)
délimite le volume ou se trouvent les cellules ensemencées qui peuvent migrer
jusqu’a Pinterface avec le milieu de culture (Veg, les trois parties en rouge). Reth :

rayon et hauteur du cylindre complet. V. : volume du cylindre complet.

La concentration cellulaire initiale effective (Ce), qui peut participer activement a la
prolifération de cellules a la surface du cylindre, est donc : Cesr = Co (Vefr / Vy1), 0t Co est
la concentration cellulaire & I’ensemencement. Le rendement effectif des excroissances

est finalement : Regr = Cext / Cetr, 0l Cex est la concentration cellulaire externe en fin de
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culture. Comme toutes les variables sont connues a part la distance de migration

hypothétique Jy,;,, on peut évaluer Regren fonction de valeurs de Omig estimées,

6.2.5 Détection des protéoglycanes

Le cylindre est fixé dans 2,5% (m/v) de chlorure de cétylpyridinium (CPC) et 4% (m/v)
de paraformaldéhyde dans 0,1 M de cacodylate de sodium, a pH 7,3. L’échantillon est
immergé dans le fixatif pendant une heure a la température de la piece, puis 16 heures a 4
°C dans du fixatif frais. L’échantillon fixé est enrobé dans la paraffine et tranché a une
épaisseur de 6 um. Les sections sont colorées avec 0,1% (m/v) de Safranine-O pendant 3
minutes. Les images sont acquises a I’aide d’une caméra CCD (Micropublisher 3.3 RTV;
Q Imaging) et du logiciel Northern Eclipse (Empix Imaging), en utilisant un microscope

a histologie (Axiolab, Zeiss).

6.2.6 Détection du collagéne type I1

Les sections en paraffine sont obtenues de la méme fagon que décrite dans le paragraphe
précédent. Toutefois, le CPC est omis de la solution de fixation car il induit la
précipitation des GAGs, risquant de masquer les épitopes. Le protocole
d’immunohistochimie du collagene de type II est adapté de Chevrier et al. (2005). Pour
récupérer les épitopes, les sections sont immergées dans une solution Tris (10 mM, pH
10) préchauffée : une premiere fois pendant 10 minutes, et une seconde fois pendant 20
minutes. Apres 3 ringages dans PBS, elles sont digérées a 37°C : 30 minutes dans une

solution 0,1% (m/v) de pronase (Sigma, P5147) en PBS, suivi de 30 minutes dans une
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solution 2,5% (m/v) de hyaluronidase (EC 3.2.1.35, Sigma, H3506) en PBS. Apres trois
ringages au PBS, les sections sont traitées pendant 1 heure a la température de la piece
avec une solution de blocage: 20% (v/v) de GS et 0,1% (v/v) de Triton-X100 en PBS.
Ensuite, I’anticorps primaire (DSHB, II-1I6B3), dilué par un facteur 10 dans une solution
10% (v/v) de GS et 0,1% (v/v) de Triton-X100 en PBS, est incubé pendant 10 heures a
4°C, puis rincé 3 fois avec PBS. L’anticorps couplé a la biotine (Sigma, B7151), dilué
par un facteur 200 dans une solution 10% (v/v) de GS et 0,1% (v/v) de Triton-X100 en
PBS, est incubé pendant une heure a la température de la piece, puis rincé trois fois dans
PBS. Une solution de phosphatase alcaline biotinylée couplée a I’avidine (Vectastain
ABC-AP Kit, Vector Laboratories, AK-5000) est appliquée aux sections pendant 1 heure
a la température de la piece, pour fins d’amplification du signal. Le signal est révélé en
incubant un substrat rouge (Vector Red Substrate Kit, Vector Laboratories, SK-5100)
pendant 20 minutes a la température de la piece. L’ajout de levimasole (Levimasole
Solution, Vector Laboratories, SP-5000) a la solution de substrat rouge permet d’inhiber
la phosphatase alcaline endogene. Pour donner une coloration de fond, les sections ont
été trempées pendant 1 minute dans une solution de Weigert Iron Hematoxylin (Sigma,
HT10-7 et HT10-9) reconstituée quelques jours auparavant. Finalement, les sections sont

rincées dans ddH,O, déshydratées et montées sur lames a 1’aide de Permount.

6.2.7 Détection du collagéne type I

Le protocole pour détecter le collagene type I ne differe de celui du collagene type II que

dans son traitement enzymatique : la digestion & la pronase est remplacée par une
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digestion dans 0,25% (w/v) de trypsine (EC 3.4.21.4, Sigma, T8802) en TBS (50mM,
150 mM NaCl, pH 7,6). L’anticorps primaire (Canlab, ICN/EMD, Clone I-8HS5) est dilué

pas un facteur 50.
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6.3 Reésultats

6.3.1 Apparence macroscopique

Les photos macroscopiques de la figure 6.2 montrent bien que les excroissances des
jeunes adultes (figure 6.2 D) sont de taille supérieure que celles des adultes 4gés (figure
6.2 A) et des feetus (figure 6.2 B). L’absence d’excroissances visibles est observée pour

les jeunes adultes cultivés sans ascorbate (figure 6.2 C).

Figure 6.2 : Apparence macroscopique des cylindres d’agarose pour les différents
groupes d’age.

Les photos, acquises & ’aide d’un microscope a dissection, montrent des quartiers
de cylindre vus de dessus. Les échantillons ont été cultivés pendant 26 jours et fixés
dans 4% de paraformaldéhyde et 0.1M de cacodylate de sodium a pH 7.3. A)

Cellules feetales. B) Cellules agées. C) Cellules de jeunes adultes cultivés en absence

d’ascorbate. D) Cellules de jeunes adultes. Barre d’échelle = 1 mm.
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Les mémes tendances sont observées pour les échantillons fixés en présence de CPC
(figure 6.3). Nous avons observé que les excroissances des jeunes adultes sont
généralement de taille supérieure sur la surface latérale et convexe des cylindres, que sur

les surfaces planes supérieures et inférieures.

Figure 6.3 : Apparence macroscopique des cylindres d’agarose pour les différents
groupes d’age (avec CPC dans le fixatif).

Les photos, acquises a I’aide d’un microscope a dissection, montrent des quartiers
de cylindre vus de dessus. Les échantillons ont été cultivés pendant 26 jours et fixés
dans 2.5% de CPC et 4% de paraformaldéhyde en 0.1M de cacodylate de sodium a
pH 7.3. A) Cellules feetales. B) Cellules agées. C) Cellules de jeunes adultes
cultivés en absence d’ascorbate. D) Cellules de jeunes adultes. Barre d’échelle = 1

mmnl.

6.3.2 Contenus cellulaires

La densité cellulaire a I’intérieur de 1’agarose (figure 6.4) augmente avec le temps de

culture pour les échantillons feetaux, augmente en début de culture puis se stabilise pour
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les jeunes adultes, et n’augmente que légérement (différence non significative) pour les
adultes agés. Le contenu cellulaire en périphérie est sous la limite de détection au jour 1,
et augmente avec le temps de culture pour les trois groupes d’age (figure 6.5). Cette
augmentation est plus grande pour les échantillons feetaux que pour les agés, mais est la

plus importante pour les jeunes adultes.
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Figure 6.4 : Graphique du contenu cellulaire a intérieur de ’agarose en fonction
des jours de culture, pour les trois groupes d’age.

Le contenu cellulaire interne est calculé a partir de I’ADN des cellules emprisonnées
dans ’agarose. Cet ADN est extrait par écrasement et fonte de ’agarose (apres la
digestion a la papaine), et est mesuré a ’aide de ’essai fluorométrique Hoechst.
Moyenne + écart type, n = 4. (*) Différence significative (p < 0.05) avec le jour 1 de
culture. (**) Différence significative (p < 0.05) avec le jour 13 de culture.

MANOVA suivi d’un test post-hoc Tukey HSD.
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Figure 6.5 : Graphique du contenu cellulaire a I’extérieur de ’agarose en fonction
des jours de culture, pour les trois groupes d’age.

Le contenu cellulaire externe est calculé a partir de ’ADN des cellules situées a
Pextérieur de ’agarose. Cet ADN est extrait par simple digestion a la papaine, et
est mesuré a I’aide de ’essai fluorométrique Hoechst. Moyenne + écart type, n = 4.
(*) Différence significative (p < 0.05) avec le jour 13 de culture. MANOVA suivi
d’un test post-hoc Tukey HSD. N.D.: Non-détectable.

6.3.3 Rendements cellulaires
Le rendement cellulaire interne décroit significativement avec 1’dge (figure 6.6). Le

rendement externe est inférieur au rendement interne pour les feetus (1,5 versus 1,8) et les

agés (0,6 versus 1,2), mais est supérieur pour les jeunes adultes (2,6 versus 1,6).
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Figure 6.6 : Graphique des rendements cellulaires interne et externe, pour les trois
groupes d’age.

Les rendements cellulaires sont calculés en divisant le contenu cellulaire au jour 26
(interne et externe séparément) par celui du jour 1 de culture (contenu interne
représentant le contenu cellulaire a I’ensemencement). Moyenne * écart type, n = 4.
(*) Différence significative (p < 0.05) entre les trois groupes d’age. MANOVA suivi
d’un test post-hoc Tukey HSD.

6.3.4 Rendement effectif des excroissances
Le rendement effectif des excroissances (Regr), calculé pour différentes profondeur de

migration (8n;g) estimées, est présenté a la figure 6.7. Le rendement effectif chez les

foetus et les jeunes adultes est toujours supérieur a 10 pour les distances de migration
proposées (< 80 wm). Chez les cellules dgées, le rendement effectif passe sous la barre de

la dizaine pour les distances de migration supérieures a 40 pm.
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Figure 6.7 : Graphique du rendement cellulaire effectif des excroissances.

Le rendement cellulaire des excroissances (Req) est calculé en divisant le contenu
cellulaire externe au jour 26 de culture, par le nombre de cellules ensemencées
capables de parcourir la distance Smig pour atteindre P’interface avec le milieu de

culture. La ligne horizontale montre Rey = 10.

6.3.5 Détection du collagéne de type I, du collagéne de type II, et des GAGs

Les échantillons feetaux présentent des excroissances a I’allure plutdt fibreuse, contenant
du collagéne de type I (figure 6.8 A) et du collagéne de type II (figure 6.8 B). Le
collagene de type I est a peine détecté dans les excroissances de jeunes adultes (figure 6.8
C), qui révelent cependant un signal intense pour le collagéne de type I (figure 6.8 D).

Les excroissances pour les adultes adgées sont constituées d’amas cellulaires pauvres en
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MEC; les collagénes de type I (figure 6.8 E) et de type 1I (figure 6.8 F) n’y ont pas été

détectés.

Figure 6.8 : Immunohistochimie de Coll I et Coll II pour les excroissances en

interface d’agarose, pour les trois groupes d’age.

Sections de paraffine montrant les excroissances en interface d’agarose, apres 26
jours de culture. Le marquage du Coll I (rouge) est dans la colonne de gauche pour
les trois groupes d’age : feetal (A), jeune adulte (C) et 4gé (E). Le marquage du Coll
II (rouge) est dans la colonne de droite pour les trois groupes d’age : feetal (B), jeune
adulte (D) et agé (F). Fléche : cellules allongées dans un tissu fibreux. Téte de
fleche : cellules dans une MEC. Ovales : amas cellulaires. Barre d’échelle = 100

pm. Immunohistochimie effectuée par Anik Chevrier.
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La coloration a la Safranine-O est intense pour les excroissances de jeunes adultes (figure
6.9), montrant la présence de GAGs. Le tissu fibreux du groupe feetal et les amas
cellulaires du groupe 4gé ne révélent pas de coloration métachromatique représentative

de la coloration des GAGs (résultat non montré).

. Excroissance
Milieu de

Culture

Agarose

Figure 6.9 : Coloration des protéoglycanes (Safranine-O) d’une excroissance en
interface pour le groupe de jeunes adultes.

Section de paraffine montrant les PG dans une excroissance de la surface convexe
d’un cylindre d’agarose ensemencé de chondrocytes de jeunes adultes, apres 26

jours de culture. Barre =200 pm.
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6.4 Discussion

Nos observations confirment I’hypothése que I’dge de I’animal-donneur module la
production d’excroissances a I’interface agarose-milieu de culture. Les chondrocytes
provenant de feetus ont produit des capsules plutdt fibreuses, tel que décrites pour les
chondrocytes de jeunes veaux (Buschmann et al. 1992; Hoemann et al. 2005; Kisiday et
al. 2005; Hu et al. 2005). Des masses plus imposantes, ressemblant a celles observées
par Mauck et al. (2003), ont été générées a I’aide de chondrocytes de veaux plus agés
(jeunes adultes). Les capsules fibreuses observées pour les fcetus contiennent les
collageénes de types I et II, mais sont démunies de PG. Par contre, les excroissances
produites par les jeunes adultes contiennent du collagene de type II et des PG, ce qui leur
confere un caractere hyalin. La présence de petits amas cellulaires absents de MEC,
générés par les chondrocytes dgés, reflete bien les réductions de prolifération cellulaire et

de synthe¢se de macromolécules généralement associées au vieillissement.

Le fait que les cellules foetales accumulent moins de cellules en interface que les jeunes
adultes, alors que c’est I’inverse qui est observé a l’intérieur de 1’agarose, est un peu
contre-intuitif. La premiere hypothese tentant d’expliquer ce fait est que le collagéne de
type I détecté pour les chondrocytes foetaux favorise leur adhésion et leur allongement,
inhibant ainsi la prolifération en épaisseur et la production de MEC. Watt et Dudhia
(1998), en cultivant des chondrocytes a basse densité sur un gel composite d’agarose et
de collagene de type I, ont d’ailleurs observé que 1’adhésion ainsi que la formation de

réseaux de cellules allongées augmentent avec la proportion de collagéne de type I du
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substrat. De plus, ils ont observés qu’une diminution du contenu en kératane sulfate
accompagne cette augmentation d’adhésion. La deuxieéme hypothése est reliée au fait
que les excroissances peuvent se détacher de ’interface et tomber dans le fond du puits
pendant la culture (observations qualitatives non-montrées). Il serait possible que ce
phénomeéne soit plus important pour les chondrocytes feetaux, résultant en une sous-

évaluation de leur prolifération totale.

Les rendements cellulaires internes et externes obtenus (de 0,6 a 2,6) se situent dans la
gamme généralement observée pour les systemes de culture tridimensionnels. En fin de
culture, le contenu cellulaire externe équivaut a 102% du contenu cellulaire interne, en
moyennant les trois groupes d’age (83% pour les feetus, 170% pour les jeunes adultes et
54% pour les agés). Cette observation suggere que [interprétation des résultats
biochimiques obtenus avec les cultures en agarose devraient tenir compte de cette
distribution cellulaire hétérogéne. De plus, la présence de MEC devrait aussi étre prise
en compte, particuliecrement dans les conclusions tirées a partir des caractérisations

biomécaniques.

En supposant que seulement les cellules prés de la surface des construits d’agarose
participent activement au développement des cxcroissances, nous obtenons des
rendements effectifs qui dépassent largement les rendements normalement obtenus en
systemes tridimensionnels in vitro. Le rendement maximal recensé pour les chondrocytes

bovins cultivés en matrices ou a haute densité fut obtenu par Freyria et al. (2004), qui ont
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obtenu un rendement de 6,5 apres un mois de culture de chondrocytes feetaux ensemencés
dans des éponges de collagene. Ce rendement équivaut au rendement effectif des
excroissances calculé avec une distance de migration de 145 um pour les feetus, 268 pm
pour les jeunes adultes, et 58 um pour les dgés (calculs non montrés, basés sur les
relations exposées dans la section méthodologie). 1l serait intéressant de vérifier
expérimentalement la capacité de migration des chondrocytes en agarose, afin de
déterminer les rendements effectifs réels. Si la capacité de migration s’avérait faible, le
systeme de culture en interface pourrait devenir un puissant outil de multiplication de
chondrocytes, qui dépasse largement les rendements moyens des systemes actuels, et ce

méme pour les individus agés.

Nous avons observé que les excroissances sont de plus grandes tailles sur la surface
latérale (convexe) des cylindres d’agarose que sur les surfaces planes, supérieure et
inférieure. Plusieurs hypotheéses peuvent étre émises dont les trois suivantes. La
premiére est que les excroissances se développent préférentiellement sur les surfaces
convexes, tandis qu’elles s’étalent sur les surfaces planes. La deuxieme est que les
échantillons soient aléatoirement retournés lors des changements de milieu de culture,
laissant les excroissances se trouvant sur la face inférieure tomber au fond du puits. La
troisieme est que la croissance du tissu soit favorisée sur les surfaces parall¢les a la force

de gravité.
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En conclusion, nous avons montré que I’age de 1’animal-donneur module la production
d’excroissances en interface d’agarose. Les jeunes adultes y cumulent le plus de cellules
et de MEC, qui semble étre hyaline. Les foetus produisent un tissu plutdt fibreux, alors
que les agés forment de petits amas cellulaires pauvres en MEC. Le calcul de rendement
effectif propose la culture d’excroissances en interface comme outil de multiplication
cellulaire. Finalement, il semble que la géométrie et ’orientation des construits

d’agarose pourraient influencer le développement des excroissances.
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Chapitre 7: Caractérisation des excroissances en

interface

Dans le chapitre précédent, nous avons conclu que les chondrocytes bovins provenant de
jeunes animaux adultes produisent des excroissances en interface d’agarose, qui
contiennent du collagene de type II et des GAGs. 1l serait intéressant de déterminer si ce
tissu formé in vitro contient des chondrocytes de forme arrondie, représentative d’un
phénotype de chondrocyte non-dédifférencié. 1’imagerie confocale du cytosquelette
permet d’observer la morphologie sphérique des chondrocytes dans les explants de
cartilage articulaire (Langelier et al 2000; Durrant et al. 1999) ainsi que dans les cultures

en agarose (Blanc et al. 2005).

Certains patrons de prolifération cellulaire observés dans la plaque de croissance
(Hunziker, 1998) et en surface articulaire (Hayes et al. 2001) supportent le modele de
croissance par apposition, plutdt que le modele de croissance interstitielle. Différentes
méthodes peuvent €tre utilisées pour localiser la prolifération cellulaire, comme la
détection de différents antigénes présents lors de la division cellulaire : PCNA
(« proliferating cell nuclear antigen ») (Colitti et al., 2005), Ki67 (Apte et Athanasou,
1992) et « phospho-histone H3 » (Cobb et al., 1999). Une autre technique consiste a
ajouter au milieu de culture un nucléoside synthétique analogue 2 la thymine, le BrdU,

afin qu’il soit incorporé dans I’ADN nouvellement synthétisé des cellules en réplication;
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il peut ensuite €tre détecté pour indiquer les cellules qui ont proliféré durant I’incubation

(Farquharson et Loveridge, 1990).

Certaines observations du chapitre précédent proposent que les excroissances se
développent préférentiellement sur la surface convexe latérale des cylindres d’agarose.

Cependant, nous n’avons pas déterminé la cause de cette préférence.

7.1  Hypothéses

Dans la présente étude, la culture en agarose de chondrocytes bovins provenant de jeunes
adultes est utilisée afin de vérifier les hypotheéses suivantes: 1) les excroissances
produites a ’interface contiennent des cellules ayant une morphologie sphérique, 2) les
excroissances se développent par un mécanisme appositionnel, et 3) la localisation des
excroissances varie selon la géométrie et 'orientation de la surface. La premiére
hypothése sera vérifiée par imagerie confocale du cytosquelette, et la seconde par
détection des marqueurs de prolifération Ki67 et de BrdU. Pour vérifier la troisicme
hypothese, des échantillons portant une surface supérieure courbée (convexe ou concave)

seront générés.

NOTE : PCNA n’a pas été utilis€ comme marqueur de prolifération car sa présence n’est

pas exclusive aux cellules en division (Prosperi, 1997).
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7.2 Méthodologie

7.2.1 Production d’excroissances

Les chondrocytes bovins provenant de jeunes adultes matures (1 a 2 ans) sont isolés et
encapsulés en agarose, tel que décrit au chapitre 4. Toutefois, des échantillons portant
soit une surface concave soit une surface convexe sont générés (au lieu des cylindres

décrits dans le chapitre 4).

7.2.2 Echantillons avec surface concave

Le dessous d’une plaque de culture de 96 puits (avec les fonds de puits arrondis), posée a
I’envers, est utilisé comme moule pour générer des surfaces concaves (figure 7.1). Tout
d’abord, une solution 4% (m/v) d’agarose en PBS (absente de cellules) est versée afin
d’emplir le dos de la plaque jusqu’au niveau des rebords (figure 7.1 B). Une fois
I’agarose acellulaire rigidifié, des carrées de deux puits par deux puits sont découpés avec
un bistouri et enlevés & I’aide d’une spatule. C’est dans ces espaces vides, au dessous de
la plaque, ol sont versés les chondrocytes primaires en solution dans 1’agarose 2%
(figure 7.1 B). Les blocs d’agarose contenant les chondrocytes sont enlevés et
contiennent alors 4 surfaces concaves, moulées par quatre puits (2 rangées de 2 puits).
Ces blocs sont cultivés dans une plaque de culture a 6 puits, contenant 9 ml de milieu
complet par puits. Une grille de nylon est posée au fond de chaque puits de culture pour
faciliter la diffusion des nutriments et déchets. Le milieu de culture est changé a

intervalles de 2 ou 3 jours pendant les deux premieres semaines, puis a tous les jours.
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Toutefois, pendant la durée de la culture, I’ascorbate est ajouté quotidiennement. Les

surfaces concaves sont orientées vers le haut pendant toute la culture.

Agarose 4%

Cellules encapsulées
dans l'agarose 2%

Figure 7.1 : Photos de la plaque utilisée pour générer les échantillons portant une

surface convexe.

A) Photos montrant le dessous d’une plaque de 96 puits. B) Photos montrant la vue
de dessous de la plaque. La couleur bleutée représente ’agarose 4 %, tandis que les

carrés rougeitres représentent les chondrocytes encapsulées dans I’agaorse 2%.

7.2.3 Echantillons avec surface convexe

Un bloc d’agarose acellulaire est moulé sur le dos d’une plaque 96 puits, tel que décrit ci-
haut. Une fois rigide, ce bloc muni de surfaces concaves est utilisé comme moule pour
obtenir des surfaces convexes. Les chondrocytes primaires en solution dans I’agarose 2%

y sont versés, et démoulés apres solidification. Des blocs de 4 surfaces convexes sont
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ainsi produits (2 rangées de 2 puits) et cultivés tel que décrit pour les blocs de surfaces

concaves.

7.2.4 Apparence macroscopique

L’apparence macroscopique des excroissances est obtenue a 1’aide d’un microscope a
dissection (Zeiss) muni d’une caméra CCD, et du logiciel Northern Eclipse (Empix
Imaging). En fin de culture, les échantillons sont rincés et fixés, tel que décrit dans le
paragraphe suivant. Les carrées contenant 4 surfaces convexes ou concaves sont tranchés
afin de générer des échantillons ne portant qu'une surface courbée (les carrés 2 par 2 sont
trop grands pour le champ du microscope a dissection). L’échantillon est placé a plat
dans un Pétri afin d’acquérir une image du dessus. Puis, ’échantillon est tranché en

moitiés afin d’obtenir une vue de coté.

7.2.5 Marquage triple de I’actine, de la vimentine et de PADN

La méthode utilisée est basée sur la technique développée par Blanc et al. (2005). Le
mHBSS est utilisé a un pH 6,5. En fin de culture, I’échantillon vivant est rincé une fots
dans mHBSS, fixé pendant 40 minutes dans 0,6% (v/v) de glutaraldéhyde et 5% (v/v) de
Triton-X100 en mHBSS, puis rincé 3 fois dans mHBSS; ces étapes sont effectuées a
37°C. Un traitement pour réduire 1’autofluorescence est ensuite appliqué en incubant
deux fois pendant 10 minutes dans une solution 5 mg/ml de NaBH, sur glace. Apres
deux ringages dans mHBSS, I’excroissance est coupée en son centre a 1’aide d’une lame

de rasoir. Ensuite, les moiti€s d’excroissance sont digérées a 37°C pendant 16 heures
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dans une solution de 200 mU chondroitinase ABC et 400 mU kératanase par millilitre de
tampon : 100 mM de NaCl et 0,01% (m/v) de BSA dans une solution Tris 2 100 mM, a
pH 7.4. Toutes les étapes ultérieures sont effectuées a température de la piéce. Aprés un
ringage de 30 minutes dans mHBSS, un blocage d’une heure est appliqué avec une
solution 10% (v/v) de GS et 0,1% (v/v) de Tween-20 en mHBSS. La phalloidine couplée
a I’Alexa Fluo 488 (Molecular Probes), qui lie spécifiquement ’actine, et I’anticorps
reconnaissant la vimentine couplée a Cy3 (Sigma) sont dilués par des facteurs 40 et 600
respectivement dans une solution contenant 1% (m/v) de BSA et 0,05% (v/v) de Tween-
20 en mHBSS, et incubés pendant 4 heures. Apres deux ringages de 30 minutes chacun
avec 10% (v/v) de GS et 0,1% (v/v) de Tween-20 en mHBSS, I’ARN est digéré avec
RNaseA (Qiagen) diluée a 1 mg/ml dans 1% (w/v) de BSA en PBS. L’ADN est marqué
avec une solution 3uM de TOTO-3 (Molecular Probes) dans PBS pendant 3 heures. Un
traitement GOC (glucose oxydase et catalase), pour réduire le « photobleaching », est

appliqué pendant 1 heure avant de monter I’échantillon avec une solution de Mowiol.

7.2.6 Cryosections

L’échantillon est rincé deux fois dans PBS avant d’étre fixé dans une solution
fraichement préparée 4% (m/v) de paraformaldéhyde en 0,1M de cacodylate de sodium ‘é
pH 7,3. Une fixation d’une heure a la température de la piece est suivie d’une fixation de
48 heures a 4°C. Apres deux ringages dans PBS, D’échantillon est immergé
successivement dans des concentrations croissantes de sucrose dilué dans PBS, sous 1éger

brassage a la température de la piece : 2 heures dans 5%, 2 heures dans 10%, et 16 heures
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dans 20% (m/v) de sucrose. Puis, I’échantillon est immergé successivement dans des
concentrations croissantes d’OCT mélangé avec 20% sucrose, sous léger brassage a la
température de la piece : 24 heures dans un mélange comprenant une partie d’OCT pour
3 parties de sucrose, 24 heures dans un mélange 1 pour 1, et 24 heures dans un mélange
3pour 1. L’échantillon est ensuite placé dans un moule et enrobé d’OCT. La
congélation s’effectue en déposant le moule dans un Pétri flottant sur une surface d’azote
liquide. L’échantillon est retiré du Pétri avant d’étre completement solidifié (afin d’éviter
un abaissement excessif de la température causé par I’azote liquide) et est immédiatement

entreposé a -80°C. L’échantillon est tranché en sections de 6 wm d’épaisseur avec un

microtome cryostat.

7.2.7 Incorporation et détection de BrdU

Les 19° et 20° jours de culture, le BrdU a été ajouté au milieu de culture, & une
concentration de 10 uM. BrdU a été omis pour le 21° jour de culture. L’échantillon a
ensuite été fixé, infiltré au sucrose et 2 I’OCT, congelé et tranché tel que décrit plus haut.
Aprés quelques minutes de séchage et l’encerclement avec le «Pap Pen», les
cryosections sont rincées avec ddH,O, puis avec PBS. Elles sont ensuite digérées a la
chondroitinase (Sigma C2905) a 0.25 U/ml de PBS pendant 1 heure a 37°C, puis rincées
trois fois dans PBS. L’ADN est ensuite dénaturé par un traitement avec une solution 2N
de HCI a 37°C pendant 30 minutes, puis rincé deux fois dans PBS. Un traitement de

perméabilisation (0,4% de Triton-X100 en PBS) est ensuite appliqué pendant 20 minutes

a la température de la piéce, suivi de deux rincages dans PBS. La peroxydase endogene
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est bloquée en laissant s’écouler sur les sections une solution composée de 4 parts de
méthanol pour une part de H,O, a 3% (v/v); une technique alternative est d’immerger les
sections pendant 20 minutes dans une solution 3% H;O, en PBS. Aprées trois ringages
aux PBS, les sections sont bloquées pendant 1 heure a la température de la piéce avec une
solution 5% (m/v) de lait en poudre et 3% (m/v) de BSA en PBS. L’anticorps primaire
(Sigma B8434, clone BU-33), dilué par un facteur 2000 dans une solution 1% (m/v) de
BSA en PBS, est incubé pendant 10 heures a 4°C, puis rincé trois fois avec PBS.
L’anticorps couplé a la biotine (Vector), dilué par un facteur 200 dans 1% (m/v) de BSA
en PBS, est incubé pendant une heure a la température de la piece puis rincé trois fois
dans PBS. Une solution de peroxydase biotinylée couplée a I’avidine (Vectastain Elite
ABC Kit, Vector Laboratories, PK-6100) est ensuite appliquée aux sections pendant 1
heure a la température de la piece, pour fins d’amplification du signal. Le signal est
révélé en incubant avec DAB (Sigma, DAB Substrate Kit) pendant 8 minutes a la
température de la piece. Finalement, les sections sont rincées dans ddH,0, déshydratées

et montées sur lames a 1’aide de Permount.

7.2.8 Détection de Ki67

Le protocole de détection de Ki67 par immunohistochimie est presque le méme que celui
décrit ci-haut pour BrdU. La scule différence est que la dénaturation au 2N de HCI est
remplacée par un traitement de révélation d’antigene. Apres la digestion a la
chondroitinase, les sections sont rincées une fois dans PBS et une fois dans ddH,O, puis

immergées dans un bain contenant une solution tamponnée au citrate (10 mM, pH 6,1)
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préchauffée. Le bain contenant les échantillons est ensuite chauffé pendant 1 minute a
I’aide d’un four a micro-ondes, en ajustant la puissance de facon a ce que la solution ne
bouille pas. Le bain repose ensuite pendant 20 minutes a la température de la piece avant
d’étre rincé et d’appliquer 1I’étape de perméabilisation. L’anticorps primaire (Chemicon

MAB4062) est dilué par un facteur 50.

7.3 Résultats

7.3.1 Imagerie du cytosquelette

Le marquage des réseaux d’actine (en vert) et de vimentine (en jaune) observé par
microscopie confocale révele une différence entre la périphérie des excroissances et la
partie centrale (figure 7.2). Les cellules périphériques ont une morphologie allongée et
sont en contact entre elles (figures 7.2 A et B), alors que les cellules centrales ont une
forme plus compacte et sont séparées par une MEC (figure 7.2 C et D). Dans une zone
transitoire entre la couche superficielle et la zone centrale, des cellules semblent terminer

une division cellulaire parallele a la surface (Figure 7.2 A, encerclé).
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Figure 7.2: Réseaux d’actine et de vimentine d’une excroissance imagée par
microscopie confocale.

L’actine (vert), la vimentine (jaune) et PADN (rouge) d’une excroissance en
interface d’agarose cultivée pendant 30 jours, sont imagés par microscopie
confocale. A) Périphérie de I’excroissance. B) Périphérie a fort grossissement. C)
Partie centrale de I’excroissance. D) Partie centrale a fort grossissement. S:
surface de P’excroissance. QOvale : cellules se divisant parallelement a la surface.

Barre d’échelle = 30 um.

Dans la zone superficielle, les cellules portent parfois des filaments d’actine en périphérie
cellulaire (figure 7.3 A), sans toutefois contenir de larges fibres de stress. Certaines
cellules arborent des extensions d’actine regroupées et orientées vers I’extérieur de

I’excroissance (figure 7.3 B). La vimentine est majoritairement distribué en un réseau
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uniforme dans le cytosol (figure 7.3 C), mais forme parfois une capsule dense recouvrant

le noyau (figure 7.3 D).

Figure 7.3: Zoom du cytosquelette de cellules en surface de I’excroissance.

Agrandissements de la figure 7.2 B. Imagerie confocale de I’actine (vert), de la
vimentine (jaune), et de ’ADN. A) Cellule portant de fins cibles d’actine (fleche).
B) Cellule portant des extensions d’actine orientées vers ’extérieur de I’excroissance
(téte de fleche). C) Vimentine distribuée dans le cytosol. D) Vimentine concentrée

autour du noyau.
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Dans la zone centrale, I’actine forme une coquille (figure 7.4 A) portant de petites
extensions qui rayonnent de la membrane cellulaire vers la MEC (figure 7.4 B). La
vimentine forme une structure qui relie le noyau au réseau d’actine (figures 7.4 C et D).
Les cavités délimitées par la charpente de vimentine ont I’allure de vacuoles (figures 7.4

C et D), absentes des cellules en périphérie de I’excroissance (figure 7.3).

/

Figure 7.4 : Zoom du cytosquelette de cellules au centre de I’excroissance.

Agrandissements des figures 7.2 C et D. Imagerie confocale de I’actine (vert), de la
vimentine (jaune), et de ’ADN. A) Coquille d’actine (téte de fleche) en périphérie
cellulaire. B) Fines extensions d’actine (fleche) orientées radialement. C) et D)

Vimentine délimitant des cavités ressemblant a des vacuoles (V).
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7.3.2 Prolifération cellulaire

BrdU est majoritairement présent dans les cellules périphériques, mais est aussi détecté
dans quelques cellules profondes ainsi qu’a l’interface avec 1’agarose (figure 7.5 A).
Ki67 n’a été détecté que dans le noyau de cellules périphériques, pour les excroissances

naissantes (figure 7.6 A) comme pour celles qui sont plus développées (Fig. 7.7 A et B).

Figure 7.5 : Marquage du BrdU incorporé dans une excroissance.

Immunohistochimie sur cryosections pour détecter le BrdU incorporé dans une
excroissance pendant 48 heures en fin de culture (22 jours en culture au total). A)
Marquage intracellulaire foncé pour les cellules ayant incorporé le BrdU. B)
Controle négatif : omission de I’anticorps primaire a-BrdU. C) Contrdle négatif :
échantillon cultivé sans BrdU. Tétes de fleche : cellules positives en surface de
I’excroissance. Fléches : cellules positives dans les régions internes. Barre d’échelle

=100 pm.
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Figure 7.6 : Marquage de Ki67 dans une excroissance naissante.

Immunohistochimie sur cryosections d’un échantillon cultivé pendant 22 jours. A)
Détection de Ki67 dans une excroissance de petite taille. B) Contrdle négatif :
omission de ’anticorps primaire o-Ki67. Barre d’échelle = 50 pm. Immuno-

histochimie effectuée par Viorica Lascau-Coman.

A\_r' & B y

Figure 7.7 : Marquage de Ki67 dans une excroissance.

Immunohistochimie sur cryosections d’un échantillon cultivé pendant 26 jours. A)
Marquage de Ki67 dans une excroissance. B) Zoom d’une cellule positive pour
Ki67. Tétes de fleche : noyan marqués. Encadrée : partie zoomée. Barre d’échelle

= 30 pm. Immunohistochimie effectuée par Viorica Lascau-Coman.
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7.3.3 Effet de géométrie

Les excroissances sont absentes du sommet du ddme formé par la surface convexe, alors
qu’elles sont présentes pres de sa base (fleches rouges dans les figures 7.8 A et C). Le
puits formé par la surface concave contient des excroissances tant sur sa pente
descendante (fleches rouges dans les figures 7.8 B et D) que dans son fond (tétes de
fleche rouge dans les figures 7.8 B et D). Des excroissances sont observées sur la surface
plane latérale de 1’échantillon convexe (fleches jaunes dans les figures 7.8 A et C); elles
ont aussi €té observé pendant la culture pour les échantillons concaves, mais se sont
détachées lors des manipulations précédant la capture d’images. La surface supérieure
plane contient aussi des excroissances (fleches bleus dans les figures 7.8 C et D), quoique
petites pour les échantillons ayant une surface convexe. Finalement, dans tous les cas les
excroissances sont exclues de la surface plane inférieure (fleches vertes dans les figures
7.8 C et D). 1l est intéressant de noter que pendant la culture, des excroissances se

retrouvaient au fond des puits de culture (figure 7.9).
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Figure 7.8 : Apparence macroscopique des excroissances sur les construits
d’agarose portant une surface convexe ou concave.

Les échantillons ont été fixés apres 30 jours en culture. Les photos, acquises a I’aide
d’un microscope a dissection, montrent des vues de dessus d’échantillons complets,
et des vues de coté d’échantillons coupés en moitiés. A) Vue de dessus d’un
échantillon portant une surface convexe. B) Vue de dessus d’un échantillon portant
une surface concave. C) Vue de coté d’une moitié d’échantillon portant une surface
convexe. Le plan tranché est posé sur le Pétri, afin de voir de dessus la partie
bombée. D) Vue de c6té d’une moitié d’échantillon portant une surface concave. Le
plan tranché est tourné vers le dessus, afin de voir de dessus la partie creusée. Les
fleches de couleur correspondent aux descriptions dans le texte. Barre d’échelle = 2

mm.
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Figure 7.9 : Photo d’une excroissance au fond d’un puits de culture.
Photo acquise 4 I’aide d’un microscope inversée, d’une excroissance ayant tombé au

fond du puits de culture aprés 15 jours de culture. Barre d’échelle =150 pm.
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7.4 Discussion

Nous avons vérifié I’hypothése que les excroissances contiennent des cellules de forme
compacte arrondie, tel qu’observé dans le cartilage articulaire (Langelier et al., 2000;
Durrant et al. 1999). Des cellules allongées ont aussi été observée en surface, mais ces
dernieres ne sont pas munies de larges cables d’actine (fibres de stress) représentatifs des

chondrocytes dédifférenciés en monocouche (Mallein-Gerin et al. 1991).

Nous avons aussi vérifié que la croissance s’effectue par un mécanisme appositionnel, i.e.
que les cellules proliferent majoritairement en surface. Il est normal que BrdU soit
détecté en plus grande quantité que Ki67 (figure 7.5 versus figure 7.7 A). En effet, BrdU
est ajouté pendant 48 heures au milieu de culture, et est donc incorporé dans toutes les
cellules s’étant divisées durant cette période. Quant a Ki67, il n’est présent que dans les
cellules qui sont en division (Scholzen et Gerdes, 2000) au moment de la fixation de

I’échantillon.

Nous avons observé que la géométrie et l’orientation des surfaces modulent la
localisation des excroissances. Cette modulation semble étre un effet de la gravité, et non
un effet direct de la courbure de surface. Nous proposons que les cellules en interface
tendent a migrer vers le bas, s’agglomérant en chemin pour se stabiliser et développer des
excroissances. Quant aux excroissances qui se développent sous le construit (surface

inférieure, orientée vers le bas), elles finissent par tomber dans le fond du puits.
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En conclusion, nous avons montré que des cellules arrondies sont dispersées dans la
MEC des excroissances. Nous avons aussi montré que des cellules allongées et en
contact entre elles tapissent la surface des excroissances, 1a ou s’effectue la prolifération.
Finalement, nous proposons que la gravité influence le déplacement des cellules sur la

surface d’agarose et, par le fait méme, la localisation des excroissances sur le construit.
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Chapitre 8: Imagerie par microscopie confocale
des cellules vivantes dans la culture

d’excroissances en interface

Dans le chapitre précédent, la modulation par gravité des déplacements cellulaires a été
proposée afin d’expliquer la distribution des excroissances sur les construits d’agarose.
Cependant, aucune migration n’a été directement observée. La dynamique des cellules
en monocouches peut facilement €tre visualisée en microscopie, par transmission de
lumiere blanche. Par contre, cette technique n’est pas toujours adaptée a 1’observation
des activités cellulaires dans les environnements tridimensionnels. En effet, I’opacité et
I’épaisseur de certains échantillons ne permettent d’obtenir que des images floues et
ayant peu de contraste. L’utilisation de la microscopie confocale, combinée a un agent

contrastant par fluorescence (ACF), permet d’éliminer ces inconvénients.

Bien que la microscopie confocale soit utilisée dans le domaine de la recherche
orthopédique depuis une quinzaine d’années (Jones et al. 2005), ses applications en
imagerie des chondrocytes vivants demeurent encore rares. L’observation répétée
pendant plusieurs heures, nécessaire pour suivre entre autres les déplacements cellulaires,
n’est pas facilement réalisable. A chaque acquisition d’image, ’énergie d’excitation
fournie par le laser risque d’induire des dommages directs (interaction laser-cellule) ou

indirects (radicaux libres produits par l’interaction laser-ACF) a la cellule. C’est



111

pourquoi il est préférable d’utiliser un ACF qui absorbe et réémet efficacement 1’énergie
fournie par le laser (coefficient d’extinction et rendement quantique élevés), afin
d’utiliser ce dernier a faible puissance. II arrive souvent que les ACF eux-mémes soient
toxiques, et qu’ils modifient le métabolisme cellulaire avec le temps. De plus,
I’exposition au laser peut endommager 1’ ACF et le rendre moins fluorescent (phénomene
de « photobleaching »), diminuant progressivement 1’intensité de I’image. Finalement, la
réduction du signal peut aussi étre causée par une mauvaise rétention intracellulaire de
I’ACF, ou par des phénomenes de « quenching ». Le choix du composé fluorescent est
donc critique. La «green fluorescent protein » (GFP) est outil de choix pour la
microscopie confocale de cellules vivantes (Prasher, 1995). Cependant, les étapes de
transfection nécessaires a 1’utilisation de la GFP s’averent inappropriées pour la culture

de chondrocytes primaires non-dédifférenciés.

Dans le but de mettre au point une méthode adéquate a I’observation de la migration des
chondrocytes dans le systeme d’excroissances en interface, nous testerons quatre agents
fluorescents différents. Le premier est un dextran fluorescent. Le dextran est un
polysaccharide de haut poids moléculaire ayant une bonne solubilité dans ’eau, peu
toxique, relativement inerte, et résistant a la plupart des glucosidases cellulaires. 1l peut
&tre incorporé i la cellule par une procédure simple et rapide basée sur la lyse osmotique
des vésicules de pinocytose (Okada et Rechsteiner, 1982), afin d’obtenir un marquage
uniforme du cytosol. Le deuxieme est le PKH26. Ce dernier est un composé fluorescent

qui peut étre incorporé dans les régions lipidiques de la membrane, grace a sa queue
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aliphatique. D’apres la documentation commerciale (écrite par Gaskill, de la compagnie
Sigma), il permet de réaliser un marquage stable, uniforme, intense et reproductible des
cellules vivantes. De plus, il serait non-cytotoxique et sans effet sur la prolifération. Le
troisieme est la Calcein AM. Cette substance est non-fluorescente a la base, mais le
devient une fois convertie en calcéine apres hydrolyse par les estérases intracellulaires.
Elle est utilisée, entres autres, pour vérifier la viabilité et le volume des chondrocytes
(Bush et Hall, 2003). Le quatrieme est I’acridine orange. L’AO est un colorant chargé
positivement au pH physiologique (pK, = 9.8). Bien que ses liaisons exactes avec les
composantes intracellulaires soient controversées (Kusuzaki et al., 2000), les affirmations
suivantes sont souvent énoncées. Sous forme monomérique, I’AO fluoresce en vert et
peut se lier aux chalnes d’ADN par intercalation. Il peut aussi lier I’ARN et les GAGs
par liaisons électrostatiques, formant souvent des dimeres qui émettent en rouge. La
polymérisation, accompagnée d’une émission en rouge, peut aussi survenir lorsque ’AQO

est concentrée dans les lysosomes.

8.1 Hypotheses

Dans la présente étude, la microscopie confocale est utilisée afin de vérifier I’hypothese
que les chondrocytes ont des activités de migration et de prolifération importantes en
surface d’agarose. Pour ce faire, nous comparerons premierement le signal obtenu pour
un marquage cytosolique (dextran fluorescent introduit par pinocytose), un marqueur
membranaire (PKH26), un marqueur de viabilité (Calcein AM), et un marqueur de

polyanions et de lysosomes (acridine orange). Deuxiemement, le meilleur candidat pour
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les observations répétées en microscopie confocale sera utilisé pour observer les

mouvements et divisions cellulaires.

8.2 Méthodologie

8.2.1 Internalisation de dextran par pinocytose

Le dextran est lié a 1’Alexa Fluor 647 (Invitrogen, D22914). Son introduction par
pinocytose s’est effectuée a 2 mg/ml, selon le protocole du produit Influx Pinocytic Cell-
Loading Reagent (Molecular Probes, 114402). Les cellules marquées ont ensuite été

encapsulée tel que décrit au chapitre 4.

8.2.2 Marquage membranaire avec PKH26

Diluent C ainsi que PKH26 font partie d’un kit (PKH26 Red Fluorescent Cell Linker
Mini Kit, Sigma MINI26). Une solution exempte de FBS et contenant 10 millions de
chondrocytes est centrifugée (10 minutes & 190g). Toutes les étapes ultérieures sont
effectuées a température de la piece. Immédiatement apres avoir enlevé le surnageant en
prenant soin de laisser moins de 25 pL de milieu au dessus de précipité, les cellules sont
resuspendues dans 500uL de Diluent C. Il est important de pipeter quelques fois pour
assurer une bonne dispersion. Ajouter rapidement S00uL de PKH26, préalablement dilué
avec Diluent C a une concentration de 4uM (stock a 1mM, dilué par un facteur 250). 1l
faut pipeter immédiatement de fagon a obtenir rapidement un mélange homogene. Le

mélange est incubé pendant 5 minutes, en inversant le tube périodiquement. La réaction
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de marquage est stoppée par 1’ajout de 1 ml de FBS, incubé pendant 1 minute. Le
mélange est ensuite dilué par I’ajout de 2 ml de milieu de culture complet. Les cellules
sont ensuite rincées trois fois, chaque ringage consistant en la centrifugation, le retrait du
surnageant, la resuspension des cellules dans 5 ml de milieu de culture complet, et le
transfert dans un nouveau tube. Les cellules ainsi marquées sont ensuite encapsulé en

agarose, tel que décrit dans le chapitre 4.

8.2.3 Incubation de Calcein AM
L’échantillon est incubé pendant 30 minutes a 37°C dans du milieu de culture, absent de
FBS, comprenant 1 uM de Calcein AM. L’échantillon est ensuite transféré dans du

milieu de culture complet.

8.2.4 Marquage a I’acridine orange

Des tests préliminaires ont été effectués avec des chondrocytes cultivés en monocouche
afin de déterminer la toxicité de I’AO. Les cellules sont ensemencées dans une plaque de
24 puits a une concentration de 0,2 million par ml, et cultivés pendant 48 heures en
présence de différentes concentrations d’AO (de 0 a 10 pg/ml). Les cellules ont ensuite
été observées en épifluorescence a 1’aide d’un microscope inversé (Axiovert S100 TV,
Zeiss) afin de localiser les marquages qui émettent en vert et en rouge. Le test MTT a
aussi été effectué sur ces cellules afin de détecter les effets d’AO sur le métabolisme. Le
choix des concentrations utilisées ultérieurement pour I’imagerie confocale est basé sur

ces évaluations.
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8.2.5 Essai MTT

Les cellules cultivées en présence d’AO sont incubées en présence de MTT pendant 3
heures, a une concentration de 0,5 mg/ml. Le milieu est ensuite aspiré, et les cristaux de
formazan sont solubilisés pendant 30 minutes avec une solution d’extraction : 96% (v/v)

d’isopropanol et 4% (v/v) de HC1 a 0.1N. La densité optique est mesurée a 530 nm.

8.2.6 Microscopie confocale d’échantillons vivants

Une enceinte a ét€ ajoutée au systeme de microscopie confocale afin de contrdler la
température. Cette derniere permet de maintenir la température de 1’échantillon, des
objectifs ainsi que du plateau de déplacement. Un systeme d’injection de CO, comprimé
permet de maintenir 1’air humidifié a une concentration de 5%, dans une petite chambre
fermée entourant I’échantillon. L’échantillon ne doit pas étre introduit avant que la
température de 1’enceinte soit équilibrée a 37°C. Pour ce faire, le systtme de chauffage
doit étre mis en marche quelques heures auparavant. De plus, la chambre et les objectifs
doivent étre soigneusement nettoyés et stérilisés a 1’aide d’éthanol 70% pour éviter la
contamination bactérienne. Afin de minimiser 1’évaporation de milieu de culture pendant
I’acquisition, il est aussi essentiel d’introduire de petits réservoirs d’eau stérile dans la
chambre; trois bouchons stériles de tubes de polypropylene de 15 ml sont utilisés a cet
effet. L’ajout de 10% (v/v) de PS a I’eau stérile empéchera la prolifération de bactéries

qui pourraient €tre présentes.
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Une fois le systeme prét, I’échantillon est transféré de sa plaque de culture vers un Pétri
contenant du milieu de culture sans rouge de phénol. 1l est préférable d’utiliser du milieu
de culture qui ne contient pas de rouge de phénol, ce dernier devenant toxique sous
excitation lumineuse. L’apport de L-ascorbate de sodium fraichement préparé
augmentera le taux de prolifération des chondrocytes, et agit en tant qu’antioxydant pour
réduire le « photobleaching » (Knight et al., 2003). Le Pétri est ensuite inséré dans la
chambre, a I'intérieur de I’enceinte préchauffée. L’objectif est tranquillement immergé
dans le milieu de culture du Pétri, aprés avoir délicatement placé une goutte de milieu
sous 1’objectif pour empécher la présence de bulle d’air. La mise au point a ’aide de la
lumiére halogene est facilitée en approchant le condenseur, muni d’une goutte d’huile,
tout prét de la base du Pétri, et en ajustant les diaphragmes de champ et d’ouverture afin
d’augmenter le contraste. Une fois la zone & imager choisie, des images 2D sont acquises
a différentes profondeurs, permettant la reconstruction d’images 3D. Dans certains cas,

les acquisitions seront répétées a intervalles réguliers afin d’observer 1’évolution des

cellules dans le temps.
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8.3 Résultats
8.3.1 Dextran fluorescent
Le marquage cytosolique au dextran fluorescent était tres faible (résultat non-montré), et

n’a pas permis d’obtenir des images tridimensionnelles.

8.3.2 PKH26

Le marquage membranaire au PKH26 (14 jours apres le marquage et ’encapsulation) est
détecté majoritairement dans les cellules situées a I’intérieur des excroissances (en rouge,
tétes de fleche dans la figure 8.1), contrairement au marquage a Calcein AM, effectué
juste avant 1’observation microscopique et qui est présent dans les cellules internes (en
vert, tétes de fleche dans la figure 8.1) et dans les cellules périphériques (en vert, fleches
dans la figure 8.1). Ce résultat est clairement visible dans la reconstruction
tridimensionnelle (figure 8.2). Comme le signal de PKH26 est dilué a chaque division
cellulaire, ce résultat indique que les cellules périphériques ont une activité de

prolifération supérieure aux cellules internes.

Le phénoméne de « photobleaching » du PKH?26 était trop important pour effectuer des
acquisitions répétées du méme échantillon. La dynamique des cellules n’a donc pas pu

étre observée avec ce marqueur.
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Figure 8.1 : Image confocale 2D d’une excroissance marquée au PKH26 et a Calcein
AM.

Les chondrocytes ont été marqués au PKH26 (rouge) avant ’encapsulation en
agarose. Apres 14 jours en culture, ’excroissance a été incubée avec Calcein AM
(vert) et imagée par microscopie confocale. A) Marquage a Calcein AM, de
chondrocytes situés au centre (tétes de fleche) et en périphérie (fleches) de
I’excroissance. B) Marquage membranaire au PKH26 des chondrocytes du centre
de Pexcroissance seulement (tétes de fleche). C) Image combinée de Calcein AM
(vert) et de PKH26 (rouge). Tétes de fleche : cellules a I’intérieur de I’excroissance.

Fleches : cellules en périphérie de Pexcroissance. Barre d’échelle = 30 um.
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Figure 8.2 : Reconstruction 3D d’une excroissance marquée au PKH26 et a Calcein
AM.

Les chondrocytes ont été marqués au PKH26 (rouge) avant ’encapsulation en
agarose. pres 14 jours en culture, ’excroissance a été incubée avec Calcein AM
(vert) et imagée par microscopie confocale. Ces images sont des vues de coté de la
reconstruction 3D de ’excroissance, obtenue en utilisant la fonction Iso Surface du
logiciel Surpass (Bitplane). A) Section élargie transversale montrant le marquage a
Calcein AM, des cellules intérieures (téte de fleche) et superficielles (fleche). B)
Section élargie transversale montrant le marquage au PKH26, surtout des cellules
intérieures (téte de fleche). C) Reconstruction totale du marquage au PKH26
(rouge), combinée a la reconstruction partielle (moitié arriéere) du marquage a
Calcein AM. La moitié avant du marquage a Calcein AM a été omise afin de

visnaliser les cellules intérieures.
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8.3.3 Calcein AM

Le marquage & Calcein AM est trés net, et permet d’observer différentes morphologies
cellulaires. Des cellules plates et allongées (fleche dans la figure 8.3 A), d’allure
fibroblastique (fleche dans la figure 8.3 B), se trouvent sur la surface supérieure du
construit d’agarose (ligne brisée dans la figure 8.3 A). Cette morphologie fait contraste
avec les cellules arrondies situées a ’intérieur du gel d’agarose (tétes de fleche dans les
figures 8.3 A et B). Un amas cellulaire (fleche dans la figure 8.4 A), probablement une
excroissance naissante, est attaché a la face latérale du construit d’agarose (ligne brisée

dans la figure 8.4 A).

Figure 8.3 : Image 3D de chondrocytes marqués a Calcein AM, a ’intérieur et en

surface supérieure du construit d’agarose.

Image 3D, acquise par microscopie confocale, du marquage a Calcein AM de
chondrocytes aprés 11 jours de culture. A) Vue de c6té montrant les chondrocytes
dans le gel d’agarose (téte de fleche), ainsi que les cellules étendues (fleche) sur la
surface supérieure (ligne brisée) du construit d’agarose. B) Vue de dessus
montrant les morphologies arrondie des cellules dans ’agarose (téte de fleche), et

allongée des cellules en surface (fleche). Barre d’échelle = 25 um.
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T=1h15min

Figure 8.4 : Images 3D de chondrocytes marqués a Calcein AM, a ’intérieur et en
surface latérale du construit d’agarose.

Images 3D, acquise par microscopie confocale, du marquage a Calcein AM de
chondrocytes apres 11 jours de culture. A) Vue de coté montrant les chondrocytes
dans le gel d’agarose (téte de fleche), ainsi qu’une excroissance (fleche) sur la
surface latérale (ligne brisée) du construit d’agarose. B) Vue en angle montrant les
chondrocytes dans I’agarose (téte de fleche), ainsi qu’une excroissance (fleche) sur la
surface latérale du construit d’agarose. La séquence de 4 images (extraites d’une
série de 8 acquisitions étalées sur 1 heure et quart) montrent la perte d’intensité du

signal de I’excroissance. Barre d’échelle = 25 pm.

Le signal de Calcein AM décroit en intensité avec le temps, donnant une image des
excroissances qui manque de contraste aprés moins de 2 heures (figure 8.4 B). Le signal
est d’une trés faible intensité aprés 4 heures (résultat non montré). La dynamique des

cellules a long terme est donc difficilement observable avec Calcein AM.
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8.3.4 Acridine orange

Le marquage des chondrocytes en monocouche, observé par épifluorescense, est modulé
par la concentration d’AO utilisée (tableau 8.1). Le signal vert est principalement
nucléaire pour les concentrations supérieures a 0,1 pg/ml, alors qu’il est cytosolique pour
les concentrations inférieures. Le signal rouge est ponctuel et intense pour les
concentrations de 0,1 et 1 pg/ml, alors qu’il n’est pas détectable pour les concentrations
plus petites. Il semble donc qu’aux concentrations supérieures a 0,1 pg/ml, I’AO

interagisse fortement avec différentes composantes cellulaires.

Tableau 8.1 : Localisation des émissions d’acridine orange.

[AO], pg/ml Signal vert Signal rouge
10 Noyau Cytosol

1 Noyau Points intenses
0,1 Noyau et cytosol Points intenses
0,01 Cytosol Non détectable
0,001 Cytosol Non détectable

Dans le méme ordre d’idée, c’est & ces mémes concentrations que la toxicité d’AO est

détectable par le test MTT (figure 8.5). Nous avons décidé d’utiliser les concentrations
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d’AO inférieures a 0,1 ug/ml, plus particulierement 1 ng/ml et 10 ng/ml, afin d’obtenir un

marquage cytosolique pour effectuer 1’imagerie par microscopie confocale.
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Figure 8.5 : Graphique de la toxicité en fonction de la concentration d’acridine
orange.

Les chondrocytes cultivés en monocouche pendant 48 heures en présence de
différentes concentrations d’acridine orange, ont été soumis a I’essai MTT. Dans cet
essai, la densité optique diminue avec I’augmentation de toxicité. Moyenne t écart
type (n = 4). (*) Différence significative (p < 0.05) avec la culture en absence

d’acridine orange. ANOVA suivi d’un test post-hoc Tukey HSD.
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Migration des chondrocytes en monocouche

Avant de débuter I’imagerie des excroissances en présence d’AO, nous avons imagé une
culture de chondrocytes en monocouche. Le signal s’est avéré suffisamment intense, a
une concentration de 1 ng/ml, pour observer les cellules en utilisant la puissance
minimale du laser. De plus, le signal n’a pas diminué d’intensit€ au cours des
observations répétées, et ce méme apres 180 acquisitions étalées sur 3 heures et demie.
Nous avons ainsi pu observer la migration d’un chondrocyte sur plusieurs dizaines de
micrometres (téte de fleche dans la figure 8.6). Le marquage est diffus dans cytosbl,

alors qu’il est intense dans certaines vacuoles (figure 8.6).
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T =3 h 30 min

Figure 8.6 : Migration d’un chondrocyte en monocouche marqué a Pacridine
orange.

Les chondrocytes en Pétri ont été imagés par microscopie confocale en présence
d’AO a une concentration de 1 ng/ml. Les 12 images présentées (extraites d’une
série de 180 acquisitions étalées sur 3 heures et demie) montrent un chondrocyte qui

migre sur une distance d’environ 60 um en 3 heures et demie (téte de fleche). Barre

d’échelle = 30 um.
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Dynamique des cellules sur la face latérale des construits d’agarose

Bien que la concentration d’AO de 1 ng/ml soit suffisante pour imager les chondrocytes
en monocouche, elle donnait un signal quelque peu faible pour les excroissances. Une
concentration de 10 ng/ml a donc été utilisée pour les acquisitions ultérieurement

présentées dans ce chapitre.

Les amas liés a la face latérale des construits d’agarose (ligne brisée dans la figure 8.7 A)
sont dynamiques, et peuvent se remodeler (téte de fleche dans la figure 8.7 A), entre
autres grice 2 la mobilité des chondrocytes (cellule encerclée dans la figure 8.7 B). Les
cellules dans I’agarose ne démontrent aucun mouvement (cellules situées a gauche de la
ligne brisée dans la figure 8.7 A). 1I est intéressant de noter que le signal ne diminue pas
d’intensité, méme apres 72 acquisitions étalées sur 12 heures (figure 8.7 A). Comme
pour les cellules en monocouche, le marquage est diffus dans cytosol, alors qu’il est

intense dans certaines vacuoles (figure 8.7).

Dynamique des cellules sur la face supérieure des construits d’agarose

Sur la face supérieure des construits d’agarose, les cellules arrondies se promenent
(cellule encerclée dans la figure 8.8 A) sur un réseau de cellules allongées. Des divisions

cellulaires (ligne brisée dans la figure 8.8 B) sont clairement visibles.
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12 heures 1 h 20 min
Figure 8.7 : Dynamique d’un amas cellulaire marqué a ’acridine orange, sur la

surface latérale du construit d’agarose.

Une culture en excroissance a été imagée par microscopie confocale en présence de
10 ng/ml d’AQ, a la surface latérale du construit d’agarose. Les images présentées
sont extraites d’une série de 72 acquisitions étalées sur 12 heures. A) La ligne brisée
délimite la surface convexe et latérale du construit d’agarose, vue d’en haut.
L’amas cellulaire en surface (a droite de la ligne brisée) double en épaisseur (téte de
fleche, 1a premiére image versus la derniére), alors que les chondrocytes a ’intérieur
de I’agarose demeurent statiques (a gauche de la ligne brisée). B) Une cellule en

migration sur la surface de I’amas (encerclée). Barre d’échelle = 30 um.
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6 heures 2 heures

Figure 8.8 : Dynamique des chondrocytes marqués a ’acridine orange, sur la
surface supérieure du construit d’agarose.

Une culture en excroissance a été imagée par microscopie confocale en présence de
10 ng/ml d’AO, a la surface supérieure du construit d’agarose. Les images
présentées sont extraites d’une série de 72 acquisitions étalées sur 12 heures. A)
Des chondrocytes de forme arrondie se déplacent (un exemple est encerclé) sur un
réseau de cellules allongées. B) Division d’une cellule arrondie (ligne brisée). Barre

d’échelle = 20 pm.
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Vue d’ensemble autour de l’aréte du construit d’agarose

Une vue d’ensemble autour de I’aréte du construit d’agarose (ligne brisée dans les figures
8.9 B et C) permet d’observer a la fois les cellules de la face supérieure (région « SUP »
dans la figure 8.9 B) et les masses cellulaires accrochés a la face latérale (région « M »
dans la figure 8.9 B et C). Les projections des images 2D acquises a différentes
profondeurs (voir le schéma de la figure 8.9 A) révelent les inhomogénéités dans la
distribution cellulaire. Des cellules de forme ronde («R » dans la figure 8.9 C) se
déplacent sur le réseau de cellules allongées (« Al » dans la figure 8.9 C). Les cellules
situées pres de I’aréte (fleche dans la figure 8.9 C) sont trés mobiles, alors qu’elles sont
statiques dans ’agarose (téte de fleche dans la figure 8.9 C). Les cellules sont aussi tres
mobiles sur la masse cellulaire (« M » dans la figure 8.9 C). Pour obtenir cette vue
globale, I’acquisition s’est effectué a un grossissement relativement faible. La résolution
n’est donc pas suffisante pour observer les déplacements sur des images successives
imprimées sur papier. Sur I’animation des 144 acquisitions étalées pendant 14 heures
(non-montrée ici), il est possible de voir des cellules qui migrent de la face supérieure
jusqu’a ’aréte, ainsi que des cellules qui se déplacent de P’aréte vers la masse cellulaire

de la face latérale.
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Figure 8.9 : Vue d’ensemble des chondrocytes autour de 1’aréte du construit
d’agarose.

Une culture en excroissance a été imagée par microscopie confocale en présence de
10 ng/ml d’AO. A) Schéma montrant que le cylindre d’agarose a été imagée de
dessus, de fagon a voir la face supérieure ainsi que les cellules accrochées sur la face
latérale. Des images 2D ont été acquises a différentes profondeurs. B) Projection de
la reconstruction 3D totale. La ligne brisée représente I’aréte joignant la surface
supérieure (SUP) et la surface latérale (qui descend sous la ligne brisée,
perpendiculairement au plan de I’image). Une masse cellulaire de taille importante
(M) est accrochée a la face latérale. C) Projections des reconstructions 3D

partielles, montrant les cellules rondes (R) sur le dessus du réseau de cellules

allongées (Al), en surface du cylindre. Des amas cellulaires parcourent ’aréte
(fleche), tandis que les cellules dans I’agarose sont statiques (tétes de fleche). Plus
bas, une masse importante de cellules est accrochée a la face latérale. Barre

d’échelle = 50 pm.
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Dynamigque d’une excroissance ayant accumulé une matrice extracellulaire

Le marquage a I’AQO permet aussi le marquage d’excroissances ayant accumulé une
MEC. Les cellules emprisonnées dans la MEC sont statiques (téte de fleche dans la
figure 8.10 A). Par contre en périphérie, le remodelage de groupes de cellules
(encerclées dans la figure 8.10 A), la migration (encerclée dans la figure 8.10 B) ainsi que
la division cellulaire (ligne brisée dans la figure 8.10 C) sont observées. Il est intéressant

de noter qu’il y ait un marquage de I’ADN pendant la division (figure 8.10 C).
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15 heures 4 heures 1 heure

Figure 8.10 : Dynamisme des cellules en périphérie d’une excroissance ayant
accumulé une matrice extracellulaire.

Une excroissance a été imagée par microscopie confocale en présence de 10 ng/ml
d’AO. Les images présentées sont extraites d’une série de 101 acquisitions étalées
sur 17 heures. A) Un amas cellulaire (encerclé) est trés dynamique en périphérie de
I’excroissance, tandis que les cellules emprisonnées dans la MEC sont statiques (téte
de fleche). B) Une cellule (encerclée) migre en surface de ’excroissance. C) Un

cellule de I’amas encerclé en A se divise (ligne brisée). Barre d’échelle =20 pm.
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8.4 Discussion
Nous avons mis au point une technique simple et efficace de marquage, qui nous a permis
de vérifier par microscopie confocale que les chondrocytes ont des activités de migration

et de prolifération importantes en surface d’agarose.

Le signal cytosolique généré par le dextran fluorescent, introduit dans les cellules par
pinocytose, était tres faible et ne nous a pas permis d’imager adéquatement les
chondrocytes. Nous n’avons pas tenté d’optimiser ce marquage par la suite. Le signal
membranaire de PKH?26 était suffisant pour obtenir une image tridimensionnelle. Il nous
a permis de confirmer un des résultats du chapitre 7 (figures 7.4 A, 7.5 A et 7.6) voulant
que les cellules en périphérie des excroissances proliferent davantage que les cellules
centrales. Cependant, le laser était utilisé a une puissance si élevé qu’il induisait la perte
du signal de PKH26 (« photobleaching » important), empéchant d’obtenir des images
successives. L’utilisation de Calcein AM nous a permis d’acquérir des images de qualité.
Nous avons ainsi pu observer la présence de cellules allongées sur la surface supérieure
du construit d’agarose, et la présence d’excroissances de petite taille sur la surface
latérale. La réduction avec le temps de l'intensité et du contraste du marquage des
excroissances ne nous a pas permis de suivre la dynamique des cellules. 1l semble que
cette perte soit associée & un manque de rétention du marqueur plutbt qu’au

« photobleaching ».
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La méthode de marquage choisie est basée sur I’ajout d’une tres faible concentration
d’acridine orange (10 ng/ml), pendant toute la durée de 1’acquisition d’images. A cette
concentration, I’AO semble ne pas étre toxique (test MTT, graphique de la figure 8.5). 1l
est connu qu’a des concentrations plus élevées, I’AO peut induire la rétention
intracellulaire de PG dans des fibroblastes (Handrock et al., 1992), caractérisée par la
présence d’un signal vésiculaire rouge intense. Nous avons noté 1’absence de ce signal
pour les faibles doses d’AO (tableau 8.1), suggérant qu’elle n’interagit pas avec les PG
intracellulaires. Kusuzaki et al. (2001) ont rapporté que I’AO utilisé¢ a 500 ng/ml inhibe
transitoirement la mitose des chondrocytes, menant a la binucléation. Nous n’avons pas

observé cet effet en utilisant 10 ng/ml.

Ce protocole de marquage avec I’AO permet d’acquérir plus d’une centaine d’images
tridimensionnelles étalées sur plus d’une douzaine d’heures, sans perte de signal et sans
signe apparent de dommages cellulaires. Le marquage obtenu est diffus dans le cytosol,
et ponctuel dans certaines vacuoles, qui pourraient étre des lysosomes. L’ADN est aussi

marqué a certains stades de la division cellulaire.

Nous avons observé que les cellules a la surface de 1’agarose sont trés dynamiques. Sur
la face supérieure du construit est posé un réseau de cellules allongées, auquel s’attachent
des cellules sphériques qui peuvent se déplacer rapidement et se diviser. Des amas
cellulaires mouvants ont ét€ observés sur la face latérale du gel d’agarose, et semblent

étre alimentés en partie par les cellules de la face supérieure. Les cellules a I’intérieur
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des excroissances, encastrées dans la MEC, sont plutdt statiques, tout comme les cellules
encapsulées dans l’agarose. En périphérie des excroissances, les cellules peuvent

toujours migrer et se diviser, et forment parfois de petits amas dynamiques.

En conclusion, nous avons vérifié 1’hypothése que les chondrocytes ont une activité
migratoire importante sur la surface des construits d’agarose, en plus d’une activité de
prolifération. Pour y parvenir, nous avons choisi le marquage continu avec 1’acridine
orange, a faible concentration. Avec cette technique, nous avons aussi pu observer que
les cellules a Vintérieur des excroissances sont statiques, alors qu’elles sont trés

dynamiques en périphérie.
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Chapitre 9: Discussion générale

Les résultats que nous avons publiés dans 1’article intitulé « Aged Bovine Chondrocytes
Display a Diminished Capacity to Produce a Collagen-rich, Mechanically Functional
Cartilage Extracellular Matrix » sont complémentaires aux précédents sur I’effet de 1’age,
pour les cultures de chondrocytes encapsulés en matrice tridimensionnelle. Nos analyses
biochimiques et histologiques indiquent clairement que les chondrocytes provenant
d’animaux 4gés ont une capacité réduite de proliférer et de produire une matrice riche en
collagéne, comparativement aux chondrocytes d’animaux plus jeunes. Par contre, nos
expériences ne permettent pas de déterminer la cause exacte de la baisse d’activité
cellulaire avec 1’age. Elle pourrait étre reliée entre autres a la sénescence, a une réponse
réduite aux facteurs de croissance, ou & une baisse de sécrétion d’éléments paracrines. Il
serait intéressant de vérifier si la méthylation de I’ADN vy joue un réle. Des expériences
plus poussées pourraient mener a de nouvelles stratégies permettant de « rajeunir » les

cellules qui ne sont plus performantes.

La caractérisation mécanique des construits in vitro montre pour la premiere fois que les
chondrocytes « agés » produisent une matrice moins rigide et plus perméable que celle
élaborée par les jeunes. Les parametres extraits a 1’aide du modele biphasique renfqrcé
de fibrilles présentent une forte corrélation avec les contenus matriciels. Il serait
intéressant de vérifier si ces corrélations peuvent €tre observées dans d’autres systemes

de culture tridimensionnelle, dans le but d’utiliser le modeéle comme outil de
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caractérisation fonctionnelle. L’utilisation d’un modele qui représente plus fidelement
les chondrocytes et leur matrice péricellulaire encapsulés dans une matrice homogene,
semblable a celui développé par Alexopoulos et al. (2005), pourrait optimiser

I’interprétation des courbes expérimentales obtenues par les compressions mécaniques.

Nous sommes conscients que la présence d’excroissances a la surface des construits
d’agarose peut aussi participer a la réponse mécanique des échantillons sous
compression, mais n’avons pas évalué directement leur effet. La caractérisation des ces
excroissances révele qu’elles different selon 1’dge des animaux-donneurs. Le maximum
de cellules interfaciales a été mesuré pour les chondrocytes de jeunes veaux adultes, qui
produisent une MEC riche en GAGs et en Coll II. Nous n’avons pratiquement pas
détecté de Coll I dans cette MEC, par immunohistochimie sur sections de paraffine. Or,
il sera important de confirmer ce résultat en utilisant des cryosections, sachant que
P’anticorps utilisé (Clone I-8HS5) ne reconnait pas toujours le Coll 1 enrobé dans la
paraffine, tel qu’observé par Chevrier et al. (2005) pour le tissu osseux. Les
chondrocytes de feetus bovins en surface d’agarose adoptent plutot une forme allongée de
type fibroblastique, et produisent une MEC contenant le Coll II et le Coll I, dépourvue de
GAGs. La présence de Coll I dans ce tissu concorde avec la détection de son ARNm par
Hoemann et al. (2005), lors de cultures de chondrocytes de jeunes veaux dans des gels
d’agarose ou de chitosane. Quant aux chondrocytes de vaches agées, ils ne forment

principalement que de petits amas cellulaires, pauvres en MEC.
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Le fait que les cellules d’animaux 4gés ne produisent pas d’excroissances est peu
surprenant, étant donnée leur baisse de prolifération et de synthese de MEC observée
dans plusieurs systtmes. Par contre, 1’absence d’excroissances hyalines pour les
chondrocytes feetaux est intrigante. Hiscock et al. (2000) ont noté qu’une des trois
enzymes de synthése d’HA est régulée différemment selon 1’dge. De plus, Kamada et al.
(2002) ont noté que les chondrocytes feetaux accumulent moins de HA en culture
d’alginate, par rapport aux chondrocytes matures. Une concentration insuffisante de HA
pourrait expliquer I’incapacité de ces cellules & développer une matrice hyaline. Une
autre hypothése est que les chondrocytes feetaux ne sécrétent pas le ou les facteurs
chimiques qui favorisent le développement d’excroissances, hypothese qui pourrait étre
vérifiée par une co-culture avec des chondrocytes matures. Chen et al. (2004) ont
observé que TGF-B1 n’est pas exprimé dans le cartilage articulaire feetal. Il serait
intéressant de tester si I’ajout de cette cytokine au milieu de culture peut induire la

production d’excroissances hyalines.

TGF-f semble jouer un rdle crucial dans I’induction de la formation d’ostéophytes par les
cellules du périoste (Van der Kraan et Van den Berg, 2007). Comme les excroissances
ont une apparence macroscopique semblable aux ostéophytes, la présence de cellules du
périoste dans nos cultures pourrait étre soupgconnée. Toutefois, il est peu probable que
cette contamination ait eu lieu car seulement la zone de chargement €était prélevée (au
centre de la surface articulaire de la téte fémorale). De plus, les cellules localisées dans

les premieres dizaines de micrometres sous la surface du tissu d’origine sont toujours
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mortes (résultat du test de viabilité cellulaire Calcein AM / Ethidium Homodimer-1, non
montré) pour les veaux adultes utilisés. II semble donc que les cellules provenant de la
zone superficielle du cartilage ne soient pas responsables de la formation des
excroissances, mais il est probable qu’une autre sous-population soit spécifiquement

impliquée.

La morphologie cellulaire dans la région centrale des excroissances est la méme que celle
observée antérieurement pour les chondrocytes dans leur environnement naturel, i.e. le
cartilage articulaire, et ceux encapsulés en agarose. Cependant, les cellules périphériques
sont de forme plus allongées, et certaines d’entre elles portent des extensions d’actine
pointant vers D’extérieur des excroissances. Ces extensions ne semblent pas étre un
artéfact di a la fixation et au marquage, car elles ont aussi été observées pour des
échantillons vivants (résultat non-montré). De plus, des résultats préliminaires (non-
montrés) ont révélé la forte concentration d’intégrine fB; sur ces extensions. Des
expériences supplémentaires sont nécessaires a I’évaluation du role de ces dernieres dans

la génération d’excroissances.

La prolifération cellulaire, localisée majoritairement en périphérie des excroissances,
suggere le développement de ces dernieres par un mécanisme appositionnel semblable a
certains mécanismes observés dans la plaque de croissance. La détection de marqueurs
spécifiques a certaines zones de la plaque de croissance pourrait fournir de 1’information

supplémentaire quant a la formation des excroissances. Par exemple, des résultats



140

préliminaires (non-montrés) nous ont révélé la présence de Patched-1 (récepteur de Thh
localisé dans la zone de prolifération de la plaque de croissance) dans les chondrocytes
pres de l'interface agarose-milieu de culture, suggérant I’implication de Ihh dans la
génération d’excroissances. Des expériences systématiques sur la localisation de
différents récepteurs pourront mettre en évidence la participation de facteurs de

croissance spécifiques.

Apres un mois de culture, le contenu cellulaire externe (en surface d’agarose) est du
méme ordre de grandeur que le contenu interne (dans l’agarose). Des études
supplémentaires, portant sur la migration des chondrocytes a travers le gel d’agarose, sont
requises afin de déterminer le rendement effectif des chondrocytes a I’interface. S’il était
montré que la migration est faible, donc que le rendement effectif est élevé, la culture de
chondrocytes en interface d’agarose deviendrait un puissant outil de multiplication de
chondrocytes non dédifférenciés. Il est important de réaliser que la migration cellulaire
dans I’agarose ne s’effectue vraisemblablement pas a travers les pores du gel, ces derniers
ayant un diametre d’environ 100 nm (Narayanan et al., 2006), mais plutdt en se créant

des orifices vers le milieu de culture.

En plus de la migration s’effectuant de l’intérieur de 1’agarose vers D’interface, la
migration en surface des construits d’agarose semble étre un facteur important dans la
formation des excroissances. Cette migration cellulaire a d’abord été proposée afin

d’expliquer la distribution inhomogene des excroissances sur différents construits
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d’agarose, puis a été observée directement par microscopie confocale. Nous avons mis
au point une technique simple de marquage des chondrocytes, par incubation continue de
faibles doses d’acridine orange, permettant d’observer pendant plusieurs heures la
dynamique des chondrocytes vivants. Cette méthode ne semble pas étre toxique (essai
MTT, observation de morphologie cellulaire), mais des études plus poussées doivent étre
effectuées afin d’évaluer ses effets sur les différentes activités cellulaires. Par exemple,
nous avons noté que 1’acridine orange (a faible concentration) ne semble pas colorer
I’ADN des chondrocytes en excroissance, sauf lors de la division. 1l est possible que
I’ ADN devienne plus facilement accessible a 1’acridine orange lors du déroulement de la
chromatine, et que le marquage devienne toxique a ce moment-la. Malgré ce fait, nous
avons pu observer le réarrangement des excroissances, la migration des cellules, ainsi que

la division cellulaire par cette méthode.

A la lumiére de nos observations, nous proposons le modéle suivant de formation des
excroissances. Les chondrocytes encapsulés proliferent a l’intérieur de 1’agarose et
forment des 1lots. Les ilots situés preés de la surface du construit d’agarose exercent une
pression vers I’extérieur, et finissent par se créer une ouverture vers le milieu de culture.
Les cellules qui atteignent la surface supérieure s’étalent et forment un réseau de cellules
allongées, sur lequel des cellules arrondies s’accrochent ensuite afin de se déplacer et se
diviser. Les cellules qui atteignent la surface latérale ressentent une force de
cisaillement, induite par la gravité, et forment des « grappes » au lieu de s’étaler. Quand

les cellules de la face supérieure réussissent a se regrouper en quantité suffisante, elles
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initient la formation d’une excroissance. Dans le cas contraire, elles se déplacent jusqu'a
atteindre I’aréte du construit d’agarose, pour ensuite migrer vers le bas de la surface
latérale et rejoindre les grappes déja présentes. La prolifération cellulaire se poursuit a
toutes les étapes. Toutefois, dans la partie centrale des excroissances s’effectue la
production de MEC qui limite la division cellulaire. Parallelement, les excroissances qui
se forment sur la surface inférieure (sous le construit d’agarose), finissent par tomber au
fond du puits. Des acquisitions supplémentaires sont requises afin de confirmer comment
se comportent les cellules aux premiers moments de leur arrivée a la surface du construit.
La vérification de ce modele permettrait d’optimiser la géométrie des échantillons
d’agarose en fonction du but visé (observer la migration, étudier 1’effet du cisaillement

sur I’adhésion et la production de MEC, optimiser la multiplication cellulaire, etc.).

En plus de la géométrie, les facteurs chimiques peuvent aussi étre variés afin de
maximiser la production d’excroissances, et de mieux comprendre leurs mécanismes
d’action. Kisiday et al. (2005) ont montré que le remplacement du FBS par ITS (insuline,
transferrine et sélénium) inhibe la formation d’excroissances en interface d’agarose. Des
facteurs de croissance présents dans le FBS semblent donc étre impliqués, et leur
utilisation pourrait étre optimisée. Des résultats préliminaires (non montrés) suggerent
que la concentration d’ascorbate est critique dans la formation d’excroissances au
caractere hyalin: une concentration trop faible limite grandement la prolifération
cellulaire, tandis qu’une concentration élevée semble induire 1’allongement des cellules et

la production d’un tissu fibreux. Il serait intéressant de vérifier si les effets observés pour
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les fortes doses d’ascorbate sont reliés a la production de Coll I. Un milieu de culture
ostéogénique pourrait aussi €tre utilisé afin de tenter 1’induction de 1’hypertrophie et de la

calcification des excroissances.

Finalement, des macromolécules impliquées dans les interactions cellules-MEC devraient
étre étudiées dans les excroissances (fibronectine, HA, Coll VI, etc.), tout comme les
récepteurs impliqués dans les interactions cellules-MEC et cellules-cellules (intégrines,
cadhérines, CD44, etc.). En lien avec la migration observée, il serait intéressant de
vérifier la présence de cadhérine-11, qui semble étre impliqué dans la mobilité des
cellules (Kiener et al., 20006) et a été détecté dans des chondrocytes primaires de la plaque

de croissance (Matsusaki et al., 2006).
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Chapitre 10: Conclusion

Dans un rapport publié en 2003 (WHO, 2003), la directrice générale de I’OMS souligne
le fait suivant : bien que les maladies mortelles attirent la majeure partie de 1’attention
publique, ce sont les maladies musculosquelettiques ou rhumatoides qui sont la cause
majeure de morbidité dans le monde, influencant substantiellement la santé et la qualité
de vie, et infligeant d’énormes colits aux systemes de santé. L’EULAR (« European
League Against Rheumatism ») est d’avis que les autorités n’aient pas pris ce message au
sérieux en Europe et initie I’AAA (« Alliance Against Arthritis »), qui organisera des
activités publiques a travers le continent européen afin de changer I’attitude des
politiciens (Smolen, 2007). Il est clair que I’augmentation des budgets alloués a la
recherche permettrait de former davantage de jeunes chercheurs ainsi que d’augmenter le
nombre de laboratoires, ce qui favoriserait 1’éclosion de découvertes menant a des
thérapies cliniquement applicables. Cependant, comme les sources de financement sont
inévitablement limitées, il est primordial de se questionner périodiquement sur la
pertinence des voies de recherche entreprises afin d’éviter le gaspillage de temps et de
ressources. En ce sens, nous croyons que la présente étude guide vers une certaine
réorientation des projets reliés au cartilage articulaire, et apportent de nouveaux outils

expérimentaux.

La premiere partie de ce travail permet de répondre a la question de départ qui a initié

notre étude : est-ce que 1’4ge des animaux est un parametre critique a considérer dans la
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vérification d’hypotheses par les études de chondrocytes in vitro? A la lumiére de nos
observations, il apparait que 1’dge est effectivement un parametre critique, voire
primordial. Les techniques de MACI sont extrémement coliteuses et la démonstration de
leur efficacité, qui demande des tests cliniques de longue durée sur beaucoup de patients,
n’est pas encore convaincante (Clar et al., 2005). Avant de passer aux tests cliniques, il
semble nécessaire de retourner aux études préliminaires in vitro avec des chondrocytes
agés afin de déterminer la réelle participation des chondrocytes autologues dans la
génération de cartilage de novo. 1l serait probablement plus efficace de concentrer
davantage de ressources dans I’établissement de techniques de régénération de cartilage

qui n’utilisent pas I’implantation de chondrocytes autologues.

La seconde partie de ce travail permet de proposer la génération d’excroissances en
interface d’agarose comme nouveau systéme de culture de chondrocytes. Contrairement
aux systemes existants, ce dernier favorise la prolifération cellulaire en plus de la
formation d’une matrice hyaline. L’étude du développement des excroissances pourrait

aussi devenir un modele d’étude de croissance par apposition.

Finalement, la technique d’observation par microscopie confocale des chondrocytes
vivants, marqués a 1’acridine orange en faible dose, offre un nouvel outil pour étudier la
dynamique des cellules primaires en environnement tridimensionnel. Particulierement,

elle permet d’observer la migration cellulaire, qui est rarement caractérisée dans les
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cultures de chondrocytes et qui semble jouer un role important dans 1’élaboration d’un
nouveau tissu.

10.1 Recommandations

En guise de conclusion finale, ce travail se termine par trois recommandations
principales.  Premicrement, 1’dge des animaux dans lesquels sont prélevés les
chondrocytes est un facteur qui doit absolument &tre pris en compte dans les études in
vitro. Deuxicmement, les études de chondrocytes in vitro doivent profiter des avantages
qu’offre la culture d’excroissances en interface. Troisitmement, la migration des
chondrocytes doit étre étudiée davantage, par le marquage a I’acridine orange en faible
dose par exemple, afin de mieux comprendre leur comportement dans le développement,

dans la réparation de cartilage, et dans les situations pathologiques.

Bien que ces recommandations visent principalement I’étude des chondrocytes, elles
peuvent aussi s’appliquer a d’autres types cellulaires, tels les cellules souches et les

cellules cancéreuses, afin de faire avancer la recherche non seulement dans le domaine

musculosquelettique, mais dans le domaine de la santé en général.
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