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Introduction : contexte et objectif

Le cartilage articulaire peut étre le siege de nombreuses atteintes lies au vieillissement
(arthrose), d’origine inflammatoire (polyarthrite rhumatoide) ou d’origine traumatique (pertes
de substance). L’établissement de ces atteintes conduit, & plus ou moins long terme, a une
dégradation de sa matrice extracellulaire (MEC) et & une diminution de sa cellularité. Les
affections du cartilage articulaire concernent aujourd'hui une part importante des populations
vieillissantes et représentent donc un enjeu majeur de santé publique. Dans ce contexte, la
communauté scientifique s'intéresse depuis de nombreuses années aux moyens de réparer le

tissu cartilagineux.

Les techniques chirurgicales développées pour tenter de réparer les lésions cartilagineuses
comme la chondroplastie abrasive, la micro fracture et la spongialisation [1] conduisent a la
formation d’un tissu cartilagineux qui demeure fibreux et transitoire [2]. Parallélement, la
transplantation de tissus possédant des propriétés chondrogéniques comme les transplants de
périoste, de périchondre et les greffes ostéochondrales (mosaicplastie), a également été
¢tudiée. Les nombreuses limites associées a ces techniques (instabilit¢ de la greffe,
calcifications, applications réduites aux Iésions focales) ont finalement conduit au

développement de nouvelles stratégies thérapeutiques comme 1’ingénierie tissulaire.

L’ingénierie tissulaire, discipline associant des cellules, des biomatériaux et des agents
biologiquement actifs, est une alternative prometteuse aux techniques chirurgicales actuelles.
Les stratégies d’ingénierie tissulaire aujourd’hui en clinique chez 1’homme utilisent les
chondrocytes articulaires comme source cellulaire. Cependant, I'utilisation de chondrocytes
autologue présente des limites liées a leur dédifférenciation lors des étapes d’amplification in
vitro, a leur activité métabolique qui demeure variable et a la morbidité du site donneur. Pour
faire face a ces limites, les recherches se sont orientées vers 1’utilisation d’une source

alternative de cellules.

Parmi les cellules chondrogéniques potentielles, les cellules stromales multipotentes (CSM)
présentent plusieurs avantages. En effet, elles sont capables de proliférer de maniére quasi-
infinie en culture et de pouvoir se différencier, entre autre, vers le phénotype chondrocytaire
[3]. Sur la base de ces critéres, les CSM sont donc considérées avec un grand intérét pour
I’ingénierie tissulaire. Plusieurs sources de CSM ont été identifiées a I’heure actuelle. Le tissu
adipeux présente 1’avantage d’étre facilement prélevable, en large quantité et d’étre

particulierement riche en CSM [4-6]. Dans ce contexte, nous nous sommes intéressés a



Introduction : contexte et objectif

I’utilisation de CSM isolées du tissu adipeux (CSA) dans le cadre d’une stratégie d’ingénierie

tissulaire du cartilage.

Les études précliniques et cliniques ont montré le potentiel des CSM a réparer les 1ésions du
cartilage articulaire. Cependant, le tissu néoformé ne posséde pas les mémes propriétés
structurelles et mécaniques que le cartilage sain et adhére peu aux tissus adjacents (pour revue
[7,8]). La qualit¢é du tissu de réparation étant dépendante du phénotype des cellules
implantées, les deux défis majeurs relatifs a 1’utilisation des CSM en ingénierie tissulaire du
cartilage sont (i) la promotion de I’engagement des cellules dans la voie chondrogénique et
(i1) le contrdle de leur différenciation chondrogénique [9]. Promouvoir I’engagement des
CSM dans la voie chondrogénique est en effet primordiale pour assurer la néoformation d’un
tissu cartilagineux de type hyalin (riche en collagene de type II et aggrécane) tout en
s’affranchissant de la néoformation d’un tissu cartilagineux de type fibreux (riche en
collagéne de type I). Ce tissu fibreux ne posséde en effet pas les mémes propriétés
mécaniques que le tissu hyalin, et risque a terme de se dégrader. Par ailleurs, il semble
¢galement indispensable de controler la différenciation chondrogénique, notamment pour
prévenir D’apparition d’un phénotype hypertrophique. Ce phénotype est observé lors des
phases terminales de la chondrogenese et prédispose a la calcification et résorption de la
matrice extracellulaire cartilagineuse comme cela peut étre observé lors de [’ossification

endochondrale mais aussi du développement de I’arthrose [10-12].

Ainsi, dans le but d’implanter des cellules capables de synthétiser une MEC cartilagineuse
permettant de répondre aux contraintes mécaniques du cartilage articulaire, il apparait donc
primordial de potentialiser I’engagement et la différenciation chondrogénique précoce des

CSM tout en prévenant la dérive hypertrophique de leur phénotype.

Dans ce contexte, ’objectif de ces travaux a été de développer des conditions de
différenciation optimales pour moduler la différenciation chondrogénique des CSA en vue

d’une application en ingénierie tissulaire du cartilage.

Dans une premicre partie, les généralités relatives au cartilage articulaire et aux stratégies
d’ingénierie tissulaire de ce tissu seront présentées. Il y sera décrit comment la composition et
I’organisation du cartilage articulaire participent a sa fonction hautement spécialisée. Les
mécanismes gouvernant la différenciation des chondrocytes y seront également détaillés. Un

intérét particulier sera porté a l’ingénierie tissulaire du cartilage utilisant, comme source
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cellulaire, les chondrocytes et plus particulicrement les CSM. Nous aborderons les
applications et les défis cliniques actuels relatifs a I'utilisation des CSM en ingénierie
tissulaire du cartilage articulaire. Enfin, il sera fait état des conditions de culture influengant la
différenciation chondrogénique des CSM et précurseurs chondrocytaires. Les facteurs
environnementaux détaillés seront la dimensionnalité, la tension en oxygene (article I), les

additifs bioactifs du milieu chondrogénique ainsi que les contraintes mécaniques.

La deuxiéme partie expérimentale de ce travail de thése s’intéressera a la modulation de la
différenciation chondrogénique des CSA. Nous nous intéresserons aux effets de la culture en
deux ou trois dimensions sur le potentiel chondrogénique de CSA in vitro et in vivo (article
II). Par ailleurs, nous étudierons les effets modulateurs de la tension en oxygéne (article III et

V) et d’un polysaccharide marin sur la différenciation chondrogénique des CSA (article V).

Pour clore cette thése, une conclusion générale récapitulera I’ensemble de ces travaux (article
VI) et permettra d’aborder les perspectives d’application des effets modulateurs de ces
facteurs environnementaux, d’une part dans la différenciation chondrogénique et d’autre part

dans plusieurs pathologies du tissu cartilagineux.
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1 Cartilage articulaire : physiologie et pertes de substance

Le cartilage articulaire est un tissu conjonctif d’origine mésenchymateuse. Il est d’aspect
blanc vitreux d’ou son appellation de cartilage hyalin et est également retrouvé au niveau des
jonctions costo-sternales, de la cloison nasale, du larynx, de la trachée et des bronches. Ce
tissu a la particularité d’étre avasculaire, alymphatique et aneural. Le cartilage articulaire est
stable et se distingue ainsi du cartilage de transition de la plaque de croissance, synthétis¢ au

cours de ’ossification endochondrale.

Le cartilage articulaire recouvre les extrémités des pieces osseuses ou sa fonction est double :
assurer le glissement des extrémités osseuses et permettre la transmission ainsi que
I’amortissement des forces mécaniques. Sa capacité a subir des déformations réversibles est
directement liée a sa composition et principalement a I’organisation des macromolécules qui
le compose. La composition et 1’organisation du cartilage articulaire sont essentielles pour
conférer a ce tissu ses propriétés de résistance aux contraintes mécaniques, de flexibilité et
d’¢lasticité. Ce tissu comporte un type cellulaire majoritaire, le chondrocyte, responsable de la
synthése et du renouvellement d’une matrice extracellulaire (MEC) riche et abondante. Le
tissu cartilagineux est essentiellement constitué d’eau (70-80%) retenue dans une MEC
composée de protéoglycanes, dont le constituant majoritaire, est ’agrécane et d’un réseau de
fibres de collagene de type II, IX et XI. L’homéostasie de ce tissu est dépendante de la
diffusion des nutriments et des molécules d’oxygene au travers de la MEC (Figure 1). Le
gradient en oxygene croissant, des zones profondes vers les zones superficielles du cartilage, a

un role clé dans le devenir des chondrocytes.

1.1 Chondrocyte articulaire

Le type cellulaire majoritaire du cartilage articulaire est le chondrocyte. Les chondrocytes ont
une origine embryonnaire mésodermique comme les éléments cellulaires et tissulaires des
membres [14]. Les chondrocytes articulaires présentent une morphologie normalement ronde
ou polygonale, mais ils peuvent également présenter une morphologie aplatie ou discoide en
fonction de leur localisation au sein du cartilage articulaire. Ils présentent de nombreux
lysosomes, vacuoles lipidiques et grains de glycogénes, dont la fonction n’est pas connue a ce
jour. Les chondrocytes assurent a la fois la synthése et le renouvellement de la MEC [14]. 1Is

synthétisent les macromolécules constitutives de la MEC ainsi que les enzymes responsables
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de sa dégradation tels que cathepsines, métalloprotéinases, agrécanases et autres membres de
la famille des ADAMTS (a disintegrin-like and metallopeptidase with thrombospondin) [15].
Le métabolisme des chondrocytes est en permanence influencé par les conditions physico-
chimiques de 1’espace péricellulaire et par les contraintes mécaniques exercées sur le tissu. En
effet, les forces cycliques qui s’appliquent sur le cartilage articulaire retentissent sur I’espace
péricellulaire et induisent la modification des filaments d’actines du cytosquelette, pouvant
ainsi faire varier l’expression de certains geénes. Il existe donc un lien direct entre
I’environnement physico-chimique entourant les chondrocytes et leur activité métabolique

[16].

Le phénotype des chondrocytes est également influencé par de nombreuses cytokines,
vitamines, hormones et facteurs de croissance. Ainsi, la synthése des constituants de la MEC
est stimulée par le TGF-béta (transforming growth factor-beta), les BMP (bone morphogenic
proteins) et 'IGF (insuline-like growth factor), et est inhibée par le TNF-alpha (tumor

necrosis factor alpha) et les interleukines (IL-1, IL-6) par exemple.

Les chondrocytes sont nourris et oxygénés uniquement par la diffusion des nutriments et des
molécules d’oxygene. Le cartilage articulaire étant non vascularisé, un gradient de tension en
oxygene se forme en fonction de la diffusion des molécules d’oxygéne et du taux de
consommation de ces molécules par les cellules. Evalué¢ par microélectrodes ioniques et
corrélé par des modeles mathématiques, ce gradient varie de 5-7% d’oxygeéne a la surface
articulaire a moins de 1% d’oxygéne en zone profonde [17-19]. Le role de tension en oxygene
sur I’homéostasie du cartilage articulaire a ét¢ mis en évidence dans I’étude in vivo de Gelse
et al. Ces auteurs ont induit la dégradation des principaux effecteurs d’une faible tension en
oxygene, HIF (Hypoxia Inducible Factor)-lalpha et HIF-2alpha, par I’injection d’un agent
chimique (2-methoxyestradiol) en site articulaire chez des souris saines. Aprés 12 semaines,
le cartilage articulaire des souris traitées présente des signes d’arthrose (ostéophytes, perte de
substance matricielle...). Ceci suggere I’implication des principaux médiateurs de la tension

en oxygene dans ’homéostasie du cartilage articulaire [20].

L’environnement hypoxique influence le phénotype des chondrocytes en modulant
I’expression des geénes codant pour (i) des enzymes responsables de la maturation des
composants de la matrice extracellulaire (hydroxylases ou proteoglycan synthases) ; (ii) des

médiateurs de 1’inflammation ; (iii) des facteurs de transcription associés a la différenciation
b
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chondrogénique (DECI : deleted in esophageal cancer 1 ; DIx5 : distal-less homeobox 5 ou
Mef2C : myocyte enhancer factor 2C) ; (iv) des facteurs de croissance tels que le VEGF
(Vascular Endothelial Growth Factor), la chondromoduline ou les membres de la famille du
TGF-béta ; (v) des récepteurs tels que le FGFR3 (Fibroblast Growth factor Recepteur 3)
récepteur au FGF ou le DDR1 (Discoidin Domain Receptor 1) récepteur aux collagénes [21].
Par ailleurs, la faible tension en oxygene assure le maintien du phénotype chondrocytaire in
vitro. Ces notions seront développées dans le paragraphe 4.2.2 portant sur la modulation du

phénotype chondrogénique.

La faible tension en oxygene au sein de ce tissu conditionne et régule également le
métabolisme énergétique anaérobie [22,23] (Figure 2). HIF-1 est le principal facteur de
transcription régissant les mécanismes du métabolisme anaérobie [24]. HIF-1 stimule
I’expression des transporteurs de glucose (GLUT1 et GLUT3) induisant une entrée massive
de glucose [25]. HIF-1 stimule également 1’expression de nombreuses enzymes glycolytiques,
favorisant ainsi la production d’énergie par glycolyse. Parallelement, HIF-1 joue un role clé
dans la fonction respiratoire de la mitochondrie. HIF-1 induit I’expression de plusieurs
enzymes, telles que PDK (pyruvate dehydrogenase kinase 1) et LDH (Lactate
Dehydrogenase) [26]. L’augmentation de I’expression de PDK se traduit par une diminution
de D’activit¢ de la PDH (pyruvate dehydrogenase). Cette enzyme est responsable de la
conversion du pyruvate en acetyl-CoA [27]. L’action de HIF-1 sur I’expression de la LDH est

responsable de I’augmentation de la conversion du pyruvate en lactate [28].

En conséquence, HIF-1 via PDK et LDH, induit une diminution de I’entrée du pyruvate dans
le cycle de Krebs. La production d’énergie par la chaine respiratoire mitochondriale en est
inhibée [28] et la production de ROS (Reactive oxygen species) diminuée. Ainsi, en présence
d’une faible tension en oxygene la cellule via les HIF adapte son métabolisme énergétique et

régule la production des ROS, délétere a forte concentration.
1.2 Matrice extracellulaire du cartilage articulaire

1.2.1 Composition de la matrice extracellulaire

La MEC du cartilage articulaire se compose d’un réseau de fibres de collagene, qui constitue
la trame fibrillaire, baignant dans une substance fondamentale composée essentiellement de

protéoglycanes (PG) et d’eau. La MEC du cartilage est donc principalement constituée de
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fibres de collagéne de type II, IX et XI dans lesquelles sont enchassés des PG comme
I’agrécane. Cette MEC, contient également des protéines non collagéniques comme la COMP
(cartilage oligomeric matrix protein), des petits PG riches en leucine (SLRP) et des PG de

surface (Figure 3).

Les fibres de collagéne

Les fibres de collagéne conférent au tissu cartilagineux sa rigidité. Au sein du cartilage
articulaire, douze collagénes ont été identifiés [30,31]. Parmi ces collagénes, nous nous

intéresserons essentiellement aux collageénes de type I, II et X.

Le collagene de type I est présent en faible quantité a la surface du cartilage et dans 1’os

sous-chondral [32]. Il est composé de deux chaines a1 et d’une chaine a?2.

Le collagéne de type II est le constituant structurel majeur du cartilage articulaire puisqu’il
constitue environ 25% du poids sec de la MEC et 80% des collagénes totaux de ce tissu [13].
Le collagéne de type II est un homotrimére composé de trois chaines o (II). Il existe deux
formes majoritaires de transcrit du géne COL2AI, les ARNm de type IIA et IIB. Les
isoformes IIA et [IB différent uniquement par la présence ou non de 1’exon 2 qui peut subir un
¢pissage alternatif [33]. Le collagéne de type IIA est exprimé au cours du développement
feetal par les cellules préchondrogéniques et serait impliqué dans le remodelage,
I’organisation et les interactions tissulaires [34,35]. En revanche, le collagéne de type IIB est

exprimé dans les chondrocytes matures et donc dans les tissus cartilagineux adultes [36].

Le collagéne de type X est un homotrimére composé de trois chaines o;(X). L’expression du
gene du collagéne X a été détectée dans les chondrocytes du cartilage articulaire arthrosique
(ostéophytes et sclérose de 1’os sous-chondral) [37]. Mais il est essentiellement exprimé au
niveau de la plaque de croissance par les chondrocytes hypertrophiques et intervient dans le
processus d’ossification endochondrale. Le collagéne de type X est également exprimé au
niveau du cal cartilagineux se formant lors du processus de réparation des fractures osseuses
[38], au niveau de la jonction ostéochondrale (tidemark) [39] et en quantité moindre au niveau

de la surface du cartilage articulaire sain [40].

Les protéoglycanes

Les protéoglycanes représentent 22 a 28 % du poids sec du cartilage articulaire adulte [41].

L’agrécane est le PG majoritairement présent au sein du cartilage a hauteur de 90%. Les PG
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sont des macromolécules formées d’une protéine axiale sur laquelle se fixent des chaines

polysaccharidiques appelées glycosaminoglycanes (GAG).

Les protéines axiales constituent la grande diversité des PG. Plus d’une quarantaine de geénes
a été identifi¢ comme codant pour des protéines capables de porter des GAG, comme par

exemple I’agrécane, le versicane, la décorine, le syndécane...

La structure des GAG est fondée sur la répétition de disaccharides, dont I'une des unités
osidiques est soit (i) un N-acétylgalactosamine (GalNAc) tels que 1’héparane sulfate (HS) et le
kératane sulfate (KS) ; (ii) un N-acétylglucosamine (GIcNAc) tels que la chondroitine sulfate
(CS) et le dermatane sulfate (DS). L’autre unité osidique est souvent un ose acide comme
I’acide glucuronique ou I’acide iduronique, a I’exception du KS composé d’un galactose. Les
GAG sont chargés négativement en raison des groupements sulfates [42] et carboxydrates

greffés sur les unités osidiques [43].

L’acide hyaluronique (AH) est un GAG particulier car il n’est pas sulfaté et il ne se lie a
aucune protéine axiale. Le disaccharide constitutif de ’AH est composé d’acide D-
glucuronique et de D-glucosamine. L’AH est capable de retenir une quantité d’eau élevée ce

qui lui confére ses propriétés lubrifiantes [44].

Au sein du cartilage articulaire, trois familles de PG sont représentées : (i) les hyalectanes,
dont fait partie 1’agrecane; (ii) les petits PG riches en leucine, sécrétés au niveau matriciel;
(ii1) les PG de la membrane basale [45]. Ces macromolécules sont chargées négativement et
ainsi captent les molécules d’eau. L’eau ainsi accumulée et associée aux PG dans la MEC
permet la répartition des contraintes mécaniques sur le cartilage [46]. Une autre des propriétés
des PG est de stocker et de préserver des facteurs de croissance ou cytokines au sein de la
MEC et de les rendre disponibles lors des phases de croissance, de différenciation ou de
remodelage du tissu. Les PG peuvent aussi établir des interactions entre différentes protéines
de la MEC et intervenir dans la régulation et I’organisation de celles-ci, notamment lors de
I’ossification endochondrale [47]. 1l existe également des PG localisés au niveau de la

membrane cellulaire pouvant jouer un role dans la signalisation intracellulaire [48,49 ,50].
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Les autres constituants

La structure, I’organisation et le maintien du tissu cartilagineux sont également dépendant de
nombreux autres constituants tels que les intégrines [51], la fibronectine [52], ’annexine V

[53], la lubricine [54] ou encore les thrombospondines [55].

1.2.2 Histologie du cartilage articulaire

La composition et 1’organisation histologique du cartilage articulaire varient en fonction de
I’dge mais également en fonction de sa profondeur par rapport a la surface. La fonction du
cartilage articulaire est assurée par la composition biochimique de la MEC ainsi que par son
organisation en zones distinctes. Quatre zones peuvent étre distinguées en fonction de
I’orientation des fibres de collagéne, de la concentration en PG, ainsi que du volume et de la

morphologie des cellules (Figure 4).

La zone tangentielle ou superficielle constitue la surface de glissement. Cette zone est en
contact avec le liquide synovial et représente 5 a 10% de 1’épaisseur du cartilage. Elle est
essentiellement constituée de fibres de collagene de type I, II, III et pauvre en PG. Elle est
recouverte de macromolécules, tel que 1’acide hyaluronique ayant un rdle de lubrifiant. Les
chondrocytes sont situés en profondeur de cette zone et sont plats, ellipsoidaux orientés
parallelement a la surface articulaire [57]. Ils synthétisent des couches de collagéne
superposées (diameétre maximale des fibres : 30nm). Ces fibres sont également disposées
parallélement a la surface. Ainsi, en raison de cette organisation, cette zone résiste
particulierement bien aux forces de cisaillement. Les chondrocytes de la zone tangentielles
synthétisent également la lubricine, glycoprotéine fortement impliquée dans la diminution des
forcements de frottement [54]. Récemment, des précurseurs chondrocytaires ont été
caractérisés dans la zone tangentielle [58]. Ces cellules sont clonogéniques, présentent une
capacité¢ de multipotence limitée par rapport aux CSM de la moelle osseuse, et sont capables
de migrer sur un site 1ésé [59,60]. Le role et la fonction de ces progéniteurs endogénes ne sont
pas clairement définis. Cependant, la proportion de précurseurs chondrocytaires est
augmentée lorsque le cartilage est arthrosique. Cette observation suggére leur implication

dans les processus de réparation [61].

La zone de transition permet d’absorber et de répartir les contraintes mécaniques. Les PG,

les chondrocytes ainsi que les fibres de collagénes (type 11, IX, XI) forment une couche non
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orientée, moins dense et moins hydratée que la zone tangentielle. Elle représente 40 a 45 % de

I’épaisseur du cartilage.

La zone radiale confére au cartilage ses propriétés de résistance aux forces de compression.
La proportion de PG y est supérieure aux autres zones et les fibres de collagene ainsi que les
chondrocytes organisés en colonnes, sont orientés perpendiculairement a la surface. Elle

représente également 40 a 45 % de 1’épaisseur du cartilage.

La zone calcifiée sépare le cartilage de I’os sous chondral. Cette zone représente 5 a 10 % de

I’épaisseur du cartilage.

1.3 Pertes de substance

L’incidence des 1ésions chondrales, toutes natures confondues, est estimée a environ 60% au
sein d’une population subissant un examen arthroscopique dont 67% sont de natures
traumatiques [62]. L’arthrose ainsi que les maladies a composante majoritairement
inflammatoire, tel que la polyarthrite rhumatoide, I’arthrite juvénile ou la spondylarthrite
ankylosante ne seront pas abordées. Ces pathologies inflammatoires ne font en effet pas partie
des cibles privilégiées de 1’ingénierie tissulaire, méme si toutefois, aujourd’hui la question
reste posée notamment par la mise en évidence des propriétés immunomodulatrices des CSM

[63].

1.3.1 Classification des pertes de substance

Les 1ésions du cartilage articulaire se produisent suite a des impacts traumatiques répétitifs, ou
une dégénération mécanique progressive due a une activité spécifique. Ces lésions sont la
cause de nombreux symptomes handicapants comme la douleur et une perturbation

fonctionnelle de 1’articulation affectée.

Les lésions du cartilage articulaire peuvent étre classées selon leur profondeur. L’ICRS
("International Cartilage Repair Society") a ¢établi une classification des Iésions
cartilagineuses, ce qui a permis d’homogénéiser la description des 1ésions focales du cartilage

(Figure 5).

Le grade 0 correspond au cartilage normal ou sain. Le grade 1, ou le cartilage est considéré
comme presque normal, peut étre subdivisé en deux. Le grade 1A ou la surface articulaire

présente un aspect mou et contient des éléments fibrillaires, et le grade 1B ou la surface
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articulaire comporte des fissures ou des déchirures superficielles. Le grade 2, considéré
comme anormal, correspond a une atteinte plus profonde que le grade 1, mais sa profondeur
n’atteint pas 50% de 1’épaisseur du cartilage articulaire. Dans le grade 3A, la profondeur de
I’atteinte cartilagineuse est supérieure a 50% de 1’épaisseur du cartilage articulaire, mais ne va
pas jusqu'a la couche calcifiée. Le grade 3B atteint la couche calcifiée et le grade 3C atteint
I’0s sous-chondral sans le traverser. Le grade 3D correspond au grade 3C mais accompagné
de renflements a la surface du cartilage. Au grade 4A, la Iésion s’étend jusqu’au travers de
I’0s sous-chondral. Enfin, le grade 4B correspond au grade 4A accompagné d’une cavitation

de la 1ésion au niveau sous-chondral.

D’autres classifications des lésions cartilagineuses existent (Outerbridge ou Noyes), mais la

classification ICRS reste 1’'une des plus utilisées [64].

1.3.2 Réparation spontanee du cartilage articulaire

Le cartilage articulaire n’étant pas vascularisé, les défauts de grade 1 a 3, n’affectant que
partiellement 1’épaisseur du cartilage articulaire, ne sont pas capables de cicatriser par eux-
mémes. En revanche, un défaut de grade 4, atteignant la totalité de I’épaisseur du cartilage et
atteignant 1’os sous-chondral permet de déclencher un processus de réparation [65]. Ce
dernier saigne et permet la formation d’un caillot sanguin riche en CSM qui comble le défaut.
Ce caillot sanguin subit ensuite une étape de remodelage, lors de laquelle des vaisseaux
sanguins envahissent le réseau de fibrine et les cellules fibroblastiques synthétisent une
matrice fibreuse. Cette matrice fibreuse va donner lieu a la formation d’un tissu cicatriciel
fibro-cartilagineux [66]. Ce tissu de réparation présente des propriétés biomécaniques et une
composition en PG, collagéne de type Il et autres constituants de la MEC différentes de celles
du cartilage articulaire sain. A long terme, ce tissu de réparation n’est pas stable et présente
souvent des signes de détérioration (fibrillations, fissurations, fragmentations, irrégularités)

conduisant a sa dégénérescence et a I’installation de 1¢€sions arthrosiques [67].

Les données présentées soulignent que les pertes de substance du cartilage articulaire ne se
réparent pas lorsqu’elles affectent uniquement la partie cartilagineuse. Lors de 1ésions plus
profondes affectant I’os sous-chondral, 1’organisme tente de réparer la 1ésion par la formation
d’un tissu de réparation cartilagino-fibreux qui demeure transitoire. Les 1ésions du cartilage

articulaire évoluent donc trés souvent vers des 1ésions plus étendues de type arthrosique.
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2 Chondrogenese

La chondrogenése est une succession d’événements finement régulés au cours desquels des
cellules non différenciées vont permettre la formation de cartilage. Les mécanismes impliqués
dans la chondrogenése sont essentiellement étudiés au niveau de la plaque de croissance et
trés peu au niveau du cartilage articulaire. La plaque de croissance joue un role essentiel dans
le processus d’ossification endochondrale. Il s’agit d’une zone de cartilage transitoire
(existante jusqu’a la maturation squelettique) responsable de la croissance des os longs. Le

cartilage transitoire y est graduellement remplacé par de 1’0s.

Les cellules souches mésenchymateuses, impliquées dans la chondrogenése, dérivent de trois
sources [68] : (i) les cellules de la créte neurale, qui donneront les os craniofaciaux ; (ii) les
cellules du sclérotome, qui formeront les os du squelette axial (cotes, vertebres) ; (iii) les

cellules de la somatopleure, qui formeront les os du squelette appendiculaire (membres).

La chondrogenése décrite au cours de [’ossification endochondrale, peut se définir en

distinguant les étapes suivantes :
- Migration des cellules mésenchymateuses de la somatopleure et agrégation
- Engagement et différenciation chondrogénique des cellules mésenchymateuses

- Maturation des chondrocytes : prolifération et maturation (synthése de la MEC

cartilagineuse)

- Mort programmée ou transdifférenciation en ostéoblastes des chondrocytes matures

(minéralisation, angiogenése et remplacement de la MEC cartilagineuse par de 1’0s)

La chondrogenése est un processus régi par des éléments d’ordre temporel, spatial et
mécanique. Le gradient de la tension en oxygene est un facteur clé de la régulation de la

chondrogenése et sera développé dans cette partie [69] (Figure 6).

Figure 6 : Etapes de la chondrogenése. Modifiée d’apres Goldring et al, Lefebvre et al,
Shimizu et al, Vinatier et al [11,70-72].
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2.1 Etapes de la chondrogenése

2.1.1 Condensation  des  cellules souches  mésenchymateuses et

chondroprogéniteurs

Le processus de chondrogenese débute par le recrutement et la migration des cellules
mésenchymateuses sur le site présomptif de la squelettogénese. Ces cellules vont proliférer et

se condenser puis débuter un processus de différenciation chondrogénique [73].

Avant ’étape de condensation, les cellules mésenchymateuses sécrétent une MEC riche en
hyaluronan et collageénes de type I et IIA [36] et réfractaire aux interactions cellulaires. La
condensation s’initie par la dégradation du hyaluronan ainsi que la synthése de deux
molécules d’adhésion N-cadherin et N-CAM (neural cell adhesion molecule) permettant ainsi
les interactions cellulaires. L’établissement de ces interactions est I’événement présumé le
plus important pour initier la chondrogenéese. Aux interactions cellules-cellules s’ajoutent les
interactions cellules-matrice. Ces interactions sont médiées par la fibronectine, COMP,
tenascin et syndecan [74]. Le TGF-béta, un des signaux les plus précoces de la
chondrogenése, est impliqué dans la régulation de 1’expression des molécules d’adhésions

[75].

D’autres facteurs tels que WNT (Wingless-type MMTV integration site family), FGF, SHH
(Sonic hedgehog) et BMP (Bone Morphogenic Protein) contrdlent les signaux de I’axe dorso-
ventral et antéropostérieur nécessaires au développement de la matrice cartilagineuse [73,76].
De plus, ces facteurs influencent le devenir des cellules au centre des agrégats de
condensation. Sous ’influence de ces facteurs, les cellules mésenchymateuses s’engagent vers
un phénotype chondrogénique. Au niveau intracellulaire, leur engagement est médié
principalement par le facteur de transcription SOX9 (sry-type high-mobility-group box) [77].
L’expression de SOX9 est indispensable au bon déroulement de la chondrogenese [78,79] et

son expression est maintenue jusqu’au stade pré-hypertrophique [80].

2.1.2 Différenciation chondrocytaire

La différenciation chondrocytaire se caractérise par le dépot d’'une MEC contenant des

collagenes de type 1IB, IX, XI ainsi que des protéoglycanes, tel que 1’agrécane.

15



Etude bibliographique

L’un des principaux acteurs de cette étape est le facteur de transcription SOX9. Ce facteur
contrdle I’expression d’un grand nombre de génes impliqués dans la chondrogenése et dans la
synthése de la MEC notamment le collagéne de type II [80] et I’agrécane [81]. Deux autres
membres de la famille des SOX sont également indispensables a la chondrogenése : L-SOXS5
et SOX6 [79]. L’expression de la triade SOX9/L-SOX5/SOX6 est dépendante de la voie de
signalisation des BMP [82]. D’autres facteurs sont capables de se fixer sur le promoteur de
SOX9, tels PAX1, PAX9, NKX3.1, NKX3.2, HIF-1 et HIF-2, participant ainsi a la mise en
place du phénotype chondrogénique.

2.1.3 Prolifération des chondrocytes

La phase de prolifération se caractérise par la forme et 1’organisation des chondrocytes. Les
chondrocytes prolifératifs sont aplatis, sphériques et s’organisent en colonnes. Cette
organisation en colonne implique une polarisation de la cellule. La polarité cellulaire s’établit
en réponse au gradient de ligands WNT dans la plaque de croissance [83]. Les voies de
signalisation effectrices de WNT-5/PCP (Planar Cell Polarity) modifient le cytosquelette

d'actine et la morphologie cellulaire par I’activation des petites GTPases Rac et Rho [84].

Au sein des colonnes, les chondrocytes les plus €éloignés du centre d’ossification présentent le
plus fort taux de prolifération. Ce taux de prolifération diminue ensuite progressivement a
I’approche du centre d’ossification [85]. Puis les chondrocytes cessent de proliférer dés qu’ils

atteignent le stade de différenciation pré-hypertrophique.

Le taux de prolifération des chondrocytes est déterminé par la balance des signaux BMP et
FGF [86]. La BMP -7 (ou OP-1, osteogenic protein-1) est exprimée par les chondrocytes
prolifératifs. L’effet des signaux des FGF dépendent notamment de 1’expression de leurs
récepteurs [87]. En effet, I’expression de FGFR3 est associée aux chondrocytes prolifératifs et
est un régulateur important de leur prolifération [88,89]. Dans le cas d’achondroplasie
humaine, la forme la plus courante de nanisme, I’expression d’un mutant du FGFR3 est
constitutivement active [90,91]. L’inhibition de la prolifération des chondrocytes et

I’accélération de leur différenciation hypertrophique conduisent a un retard de croissance.

D’autres facteurs de transcription sont importants pour réguler le maintien, la prolifération et
la maturation des chondrocytes ainsi que 1’organisation des colonnes prolifératives. L-SOXS5

et SOX6 sont absolument nécessaires au développement et au maintien des colonnes de
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chondrocytes prolifératifs. Ceci a ét¢ démontré par 1’absence de colonnes de chondrocytes
prolifératifs dans les souris doubles mutantes (L-SOX5 et SOX6), alors que la zone pré-
hypertrophique était présente [92,93]. SOX9, en revanche, semble inhiber la prolifération des
chondrocytes. Les souris sur-exprimant SOX9 présentent, en effet, des colonnes de

chondrocytes prolifératifs raccourcies [94].

RUNX2 (runt domain transcriptional activator-2 ou core binding factor al :CBFAL) stimule
la prolifération et 1’organisation des chondrocytes en colonnes. Le facteur de transcription
RUNX2 est ensuite exprimé dans les chondrocytes hypertrophiques. Les souris invalidées
pour RUNX2 présentent une diminution de la prolifération des chondrocytes et une
maturation chondrocytaire perturbée [95]. Ce réle important de RUNX2 sur les chondrocytes
prolifératifs est indirect et serait réalisé via une activation de 1’expression d’IHH (Indian
hedgehog) dans les chondrocytes pré-hypertrophiques. En effet, IHH a ét¢ montré stimulant la

prolifération des chondrocytes en colonnes [96].

Au niveau des chondrocytes prolifératifs, I’expression d’IHH permet de réprimer la
différenciation hypertrophique par induction de la production de PTHrP (Parathyroid
hormone-related protein). En effet, I’activation de la voie de signalisation de PTHrP via le
récepteur PTH/PTHrP (Pprl) au niveau des chondrocytes prolifératifs et pré-hypertrophiques
empéche la différenciation hypertrophique de cellules exprimant IHH [97].

Les chondrocytes prolifératifs sont résistants a 1’invasion vasculaire par sécrétion de facteurs
inhibiteurs de 1’angiogenése, tel que la chondromoduline-1 dont le promoteur est sous le

controle de SOX9 [21,98].

2.1.4 Différenciation pré-hypertrophique et hypertrophique des chondrocytes

La différenciation des chondrocytes prolifératifs en chondrocytes pré-hypertrophiques et
hypertrophiques représente un changement phénotypique important. Les chondrocytes voient
leur volume cytoplasmique augmenter de plus de 10 fois passant d’un volume de 1000 um’
dans la zone proliférative a plus de 15000 um® dans la zone hypertrophique [99]. Cette
augmentation de volume des chondrocytes hypertrophiques est due a I’expression d’un
cotransporteur membranaire Na-K-2Cl (NKCCI1) provoquant une augmentation de

I’osmolarité intracellulaire et une captation d’eau extracellulaire pour compenser celle-ci

[100,101].
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Au stade pré-hypertrophique, les chondrocytes ont une activité de synthése importante
essentiellement orientée vers la production de protéines matricielles (collagénes de type II, IX
et XI, agrécane, COMP...). De plus, les chondrocytes pré-hypertrophiques activent
séquentiellement 1’expression des genes codants pour PTH (Parathyroid hormone), le

récepteur de la PTHrP, IHH et le collagene X.

Au stade hypertrophique, les chondrocytes cessent d’exprimer les génes précoces du cartilage
et expriment les récepteurs de PTHrP et IHH. Les récepteurs a la PTHrP et a I’'THH stimulent
I’expression du collagéne X et du VEGF [102]. Dans le reste de la maquette cartilagineuse, la
boucle de régulation négative PTHrP/IHH ainsi que les voies de signalisation FGF et BMP
jouent un role important dans le contréle du nombre de chondrocytes qui vont se différencier

vers la pré-hypertrophie [103].

IHH, exprimé par les chondrocytes pré-hypertrophiques, inhibe la différenciation
hypertrophique des chondrocytes et retarde la minéralisation. IHH stimule également la
synthése de PTHrP dans les chondrocytes périarticulaires. PTHrP bloque alors la
différenciation des chondrocytes prolifératifs, ce qui diminue le nombre de chondrocytes pré-
hypertrophiques et ainsi diminue 1’expression d’IHH, créant ainsi une boucle de régulation

négative [104].

L-SOXS5 et SOX6 retardent la différenciation pré-hypertrophique, mais sont nécessaires a
I’hypertrophie. Chez les souris invalidées pour L-SOXS5 et SOX6, les chondrocytes pré-
hypertrophiques ne deviennent pas hypertrophiques et n’expriment pas le collagene X [85].
L’expression de la triade L-SOX5/SOX6/SOX9 est réprimée dans les chondrocytes
hypertrophiques, ce qui explique la perte d’expression des marqueurs précoces du cartilage

observée lors de I’hypertrophie.

Plusieurs mécanismes contrélent le passage des chondrocytes pré-hypertrophiques vers
hypertrophiques. En effet, le chondrocyte pré-hypertrophique peut entrer en autophagie. Ce
mécanisme prévient leur passage vers I’hypertrophie [105,106]. D’autre part, HDAC4
(histone deacetylase 4) exprimée au niveau des chondrocytes pré-hypertrophiques, dans les
stades tardifs, empéche 1’hypertrophie prématurée des chondrocytes en inhibant 1’activité de
RUNX2 [107]. Cette inhibition est levée par la fixation de MEF2C sur le promoteur de
HDAC4 [108]. Le facteur transcription MEF2C apparait nécessaire pour |’engagement

précoce des chondrocytes vers I’hypertrophie. En effet, ce facteur de transcription active
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directement le promoteur de COL10A1 et semble primordial pour la régulation spatiale et

temporelle de 1’expression de RUNX2, VEGF et COL10A1 [109].

Le facteur de transcription RUNX2 est important dans I’induction de I’hypertrophie. En effet,
les souris déficientes en RUNX2 présentent une absence de cartilage hypertrophique et d’os
[110]. Par ailleurs, RUNX2 stimule la synthése de collagéne X [111] et également
I’expression d’IHH [112]. PTHrP intervient également sur la stabilit¢ des facteurs de
transcription RUNX2 et RUNX3 [113,114]. Ceci suggere fortement que RUNX2 fait partie de
la boucle de régulation négative PTHrP/IHH qui contrdle la maturation des chondrocytes dans

la plaque de croissance.

2.1.5 Différenciation terminale des chondrocytes hypertrophiques

Les chondrocytes hypertrophiques subissent un bouleversement phénotypique lors de 1’étape
de différenciation terminale. Lors de cette transition, les chondrocytes cessent d’exprimer le
collagene X et expriment des genes tels que les matrix metalloproteinases (MMP), les
ADAMTS et les geénes de la famille SIBLING (Small Integrin-binding Ligand, N-linked
Glycoprotein) comprenant : la dentin matrix protein 1 (DMP1), la bone sialoprotein (BSP),
I’ostéopontine (OPN), la dentin sialophosphoprotein (DSPP) ainsi que la phosphatase alcaline
(ALP). Ces marqueurs de la différenciation terminale sont également considérés comme des
marqueurs ostéoblastiques. En effet, tout comme les ostéoblastes, les chondrocytes, lors de
leur différenciation terminale, sont capables d’induire la minéralisation de la MEC grace a
I’expression de Ank (progressive ankylosis) qui a pour rdle d’exporter le PPi (pyrophosphate
inorganique) intracellulaire vers le milieu extérieur [115]. Le PPi est ensuite dégradé en Pi
sous I’action de I’ALP, faisant ainsi augmenter la concentration de Pi extracellulaire. Cette
homéostasie PPi/Pi intervient dans la régulation de la différenciation terminale et 1’apoptose

des chondrocytes de la plaque de croissance [116].

L’ossification de la matrice cartilagineuse implique 1’invasion du périchondre et de la zone
hypertrophique par les vaisseaux sanguins. Ce mécanisme implique le remodelage intense de
la MEC [117]. Les chondrocytes hypertrophiques expriment des enzymes responsables de la
dégradation de la matrice cartilagineuse (MMP, ADAMTS) [118] et du facteur angiogénique
VEGF [119]. La MMP-13 (collagénase 3) semble indispensable a la dégradation et a
I’invasion de la MEC par les vaisseaux sanguins. En effet, la MMP-13 est responsable du
clivage du collagéne de type II [120] et les souris déficientes pour MMP-13 présentent une
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augmentation de I’épaisseur de la zone hypertrophique et un retard de minéralisation, due a

une accumulation de collagéne interstitiel [121].

Les facteurs angiogéniques VEGF 120, VEGF 164 et VEGF 188 sont exprimés par les
chondrocytes prolifératifs, pré-hypertrophiques, sous 1’action du facteur de transcription HIF-
lalpha et chondrocytes hypertrophiques sous 1’action du facteur de transcription RUNX2
[122]. Dans les chondrocytes hypertrophiques, RUNX2 stimule 1’expression de VEGF en se
fixant directement sur son promoteur ou indirectement, en induisant I’expression de HIF1-
alpha [123,124]. Les récepteurs pour VEGF, VEGFR1 et VEGFR2, sont exprimés
différentiellement par les chondrocytes de la plaque de croissance [102]. En effet, ils ne sont
pas exprimés dans les phases précoces de la différenciation [125]. Ceci suggere que VEGF

exerce une activité angiogénique uniquement dans la zone hypertrophique [126-128].

Ensuite, la majorité des chondrocytes meurt par apoptose [129]. Le remodelage de la MEC
cartilagineuse ainsi que sa vascularisation sont indispensables a la migration et a la
différenciation des ostéoblastes et ostéoclastes qui vont progressivement remplacer la matrice

cartilagineuse par de 1’os.

2.2 La tension en oxygene, actrice de la chondrogenese

Lors de la chondrogeneése, les cellules sont soumises a un gradient de tension en oxygene de la

périphérie de la plaque de croissance vers le centre hypoxique [130].

La tension en oxygene est un facteur environnemental clé qui régule le métabolisme

énergétique, la prolifération, la différenciation et la survie cellulaire [22,131,132].

HIF-1 et HIF-2. facteurs de transcription indispensables a la chondrogenése

Les effets de la tension en oxygéne sont principalement médiés par les facteurs de
transcription HIF-1 et HIF-2. Ces facteurs de transcription sont des hétérodimeres constitués
de deux sous-unités : HIF-alpha et HIF-béta. Contrairement a la sous-unité béta, la stabilité¢ de
la sous-unité alpha est dépendante de la tension en oxygene. La sous-unité alpha est dégradée
en condition normoxique et stabilisée en condition hypoxique (les mécanismes de régulation

seront développés paragraphe 4.2.1).

La sous-unit¢ HIF-lalpha est exprimée a tous les stades de la chondrogenése mais semble

principalement active dans les phases précoces de différenciation. La délétion conditionnelle
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de HIF-1alpha dans les cellules mésenchymateuses des membres n’induit pas de modification
du phénotype au stade précoce du développement (E12.5) [133]. En revanche, la délétion
conditionnelle de HIF-lalpha dans les chondrocytes de la plaque de croissance, induit une
mort cellulaire massive, un retard de différenciation chondrogénique et par conséquent un
retard de croissance [130]. Le facteur de transcription HIF-lalpha ne semble donc pas
indispensable pour la condensation des cellules mésenchymateuses. HIF-lalpha assure la

survie des chondrocytes et est nécessaire pour I’engagement des cellules mésenchymateuses.

HIF-2alpha est principalement localisée dans la zone hypertrophique de la plaque de
croissance. La délétion conditionnelle de HIF-2alpha cause un retard modeste et transitoire du
développement endochondrale, via un mécanisme non ¢élucidé a ce jour [134,135]. Cependant,
les fonctions de HIF-2alpha au cours de la chondrogenése semblent étre indépendantes de sa

régulation par I’oxygene [134].

L’analyse des phénotypes invalidés pour les principaux effecteurs de la tension en oxygene,
HIF-1alpha et HIF-2alpha, met en évidence I’importance de 1’oxygene au cours de la

chondrogenése.

Tension en oxygene et prolifération des chondrocytes

L’hypoxie inhibe la prolifération des chondrocytes au cours de la chondrogenése. Ceci a été
mis en évidence par deux modeles in vivo. Dans le modele de souris déficientes en HIF-
lalpha, décrit précédemment, le taux de prolifération des chondrocytes est augmenté [130].
Ces observations ont été corrélées par le modele de souris déficientes en pVHL (protein von
Hippel Lindau). pVHL est une E3-Ubiquitine ligase responsable de la dégradation des HIF-
alpha par le protéasome. Dans ce modele, HIF-1alpha et HIF-2alpha sont donc stabilisées. La
plaque de croissance des souris mutantes est faiblement cellularisée et I’expression de la
cycline dépendante kinase p57 qui favorise la sortie du cycle cellulaire, est augmentée [136].
De plus, lorsque les chondrocytes de la plaque de croissance expriment une forme mutée de
pVHL et HIF-1lalpha, I’inhibition de la prolifération des chondrocytes est levée [136]. Ces
travaux montrent que HIF-1alpha régule négativement la prolifération des chondrocytes de la
plaque de croissance. Ces données sont corrélées par des études in vitro mettant en évidence
I’arrét du cycle cellulaire en phase G1/S et I’inhibition de la prolifération cellulaire, de fagon
HIF dépendant [137]. Cependant, le mécanisme précis de la régulation de la prolifération des

chondrocytes de la plaque de croissance par HIF-1alpha reste encore a établir.
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Tension en oxygéene et survie des chondrocytes

Au cours de la différenciation chondrogénique, le VEGF est exprimé et sécrét¢ de facon
croissante, dés les premieres phases de différenciation jusqu’a la phase d’hypertrophie. La
délétion conditionnelle de VEGF dans les chondrocytes de la plaque de croissance induit une
mort cellulaire massive. Le VEGF semblerait donc indispensable a la survie cellulaire au
cours de la chondrogenese [125]. Cependant, le role de VEGF exprimé par les chondrocytes
en condition hypoxie est encore mal connu. En effet, les récepteurs au VEGF, VEGFRI et
VEGFR?2 ne sont pas exprimés par les chondrocytes prolifératifs, alors que leurs corécepteurs
neuropilin-1 et 2 et VEGFR3 qui ne fixent pas le VEGF [138] sont exprimés par les
chondrocytes prolifératifs [125,139]. Ces données suggérent que soit le VEGF diffuse au
travers de la plaque de croissance pour induire 1’angiogencse des tissus environnants (e.g.
périchondrium) [140], soit il agit localement sur la survie des chondrocytes mais de fagon

indépendante des récepteurs VEGFR1 et VEGFR2. Ce mécanisme reste encore a ¢lucider.

L’autophagie peut étre analysée comme un processus de survie cellulaire. En effet, la cellule
provoque la dégradation de ses propres composants membranaires et cytoplasmiques pour se
fournir en énergie [141,142]. En conditions hypoxiques, la mise en place de I’autophagie est
dépendante des voies de signalisation de I’AMPK (AMP-Activating Protein Kinase) et BNIP3
(Bcl-2 adenovirus Elanineteen kilodalton interacting protein 3) / BINP3L (BNIP3 like
protein) [143,144]. Cependant, dans les chondrocytes pré-hypertrophiques, seule la voie
AMPK a ¢été mise en évidence. L’activité enzymatique de I’AMPK, de par son action
inhibitrice des voies mTOR (mammalian Target Of Rapamycin), stimule l’entrée en
autophagie des chondrocytes pré-hypertrophiques. L’AMPK est sensible au statut énergétique
de la cellule et majoritairement activée par la diminution du ratio énergétique ATP/AMP
[145]. En condition hypoxique et indépendamment du ratio ATP/AMP, la stabilisation de
I’AMPK est induite par HIF-1 et par les ROS (Reactive Oxygen Species), produit par la

mitochondrie en conditions hypoxiques [146,147].

De fagon intéressante et a I’inverse de HIF-1, HIF-2 régule négativement I’autophagie [148].

HIF-2 favoriserait ainsi le passage des chondrocytes pré-hypertrophiques vers 1’hypertrophie.
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3 Cellules chondrogéniques en ingénierie tissulaire du cartilage

Les Iésions ou pertes de fonction d’organes ou tissus provoquent des changements structuraux
et métaboliques entrainant une importante morbidité voire méme, en fonction de 1’organe
affecté, la mort [149]. Aux coOtés des thérapies existantes telles que la médication, la pose de
dispositifs médicaux ou de prothéses, émerge le concept d’ingénierie tissulaire. L’ingénierie
tissulaire associe les principes de 1’ingénierie et des sciences de la vie pour développer des
substituts biologiques pouvant restaurer, maintenir ou améliorer les fonctions des tissus [150].
Trois composants sont essentiels en ingénierie tissulaire, les matrices ou biomatériaux, les
cellules et les morphogénes. Avec sa faible cellularité et sa matrice avasculaire, le cartilage
articulaire est considéré comme un bon candidat pour 1’ingénierie tissulaire [151].

Le choix de la composante cellulaire est conditionné par la nécessité de régénérer une MEC
aux propriétés biochimiques et biomécaniques les plus proches possibles de celles du tissu a
remplacer. De plus, la source idéale de cellules doit étre facilement prélevable et en quantité
adaptée. Plusieurs sources sont étudiées a ce jour dont les chondrocytes, les CSM adultes,
embryonnaires ou pluripotentes induites (iPS) [152]. Pour des questions d’éthiques liées a
I’utilisation des CSM embryonnaires ainsi que des questions législatives pour 1’utilisation de
cellules génétiquement modifiées (iPS) en clinique, ces deux items ne seront pas abordés dans

ces paragraphes.

3.1 Chondrocytes

3.1.1 Choix des chondrocytes isolés du cartilage de type hyalin

Le chondrocyte est la source cellulaire la plus évidente pour réparer les Iésions
cartilagineuses. Ces cellules ont un métabolisme adapté aux conditions environnementales du
tissu cartilagineux (métabolisme anaérobique), sont mécanosensibles, capables de sécréter les
protéines qui constituent et remodélent la matrice extracellulaire du cartilage. Les
chondrocytes ont été isolés a partir de cartilage de type hyalin (articulaire, septum nasal ou
costaux) et de type ¢lastique (cartilage auriculaire) [153]. Cependant, chaque type de
chondrocytes forme un tissu in vitro et in vivo présentant les mémes caractéristiques que son
tissu d’origine [153,154]. Par conséquent, les chondrocytes issus du cartilage auriculaire de
type élastique, forment un tissu qui ne présente pas les caractéristiques structurelles et

fonctionnelles du cartilage articulaire de type hyalin. Dans un objectif d’ingénierie tissulaire
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du cartilage articulaire, 1’utilisation de chondrocytes issus du cartilage hyalin semble plus
pertinente. Les sources pouvant étre envisagées sont le cartilage nasal, costal ou articulaire.

Cependant, quelles que soient leurs origines, ’utilisation des chondrocytes présente des
limites importantes. L’une de ces limites est liée a la dédifférenciation des chondrocytes
lorsqu’ils sont cultivés en monocouche. Cette instabilité phénotypique se traduit par une perte
de I’expression et de la synthése de I’agrécane et du collagéne de type Il au profit du
collagéne de type I [155]. De plus, les chondrocytes prélevés sur un site donneur agé et/ou
pathologique sont métaboliquement moins actifs [ 156-158]. Cependant, la dédifférenciation et
I’activit¢ métabolique des cellules prélevées peuvent étre contrecarrées par la culture
cellulaire au sein de bioréacteurs, en trois dimensions, en présence de facteurs de croissance
ou encore en présence d’un environnement pauvre en oxygeéne [159-161]. Finalement,
I’utilisation des chondrocytes présente une autre limite non négligeable, relative a la morbidité

du site donneur.

3.1.2 Applications et défis en clinique

L’application en clinique humaine des chondrocytes pour traiter les Iésions cartilagineuses a
pour la premicre fois été réalis¢ par Brittberg et al en 1994 [162]. Cette méthode consiste a
prélever des chondrocytes autologues en zone saine et non portante. Aprés une étape
d’amplification en culture cellulaire, les chondrocytes sont implantés sous un lambeau de
périoste qui recouvre la 1ésion cartilagineuse (1,6 a 6,5 cm? de diamétre) (Figure 7).
L’implantation autologue de chondrocyte (ACI) présente des résultats satisfaisant a courts et
moyen terme (1 a 9 ans): une diminution de la douleur, une nette amélioration des

fonctionnalités ainsi que la formation d’un tissu de type hyalin [163].

Cependant, cette procédure présente certaines limites liées a (i) la complexité chirurgicale en
deux temps opératoires, (ii) I’hypertrophie du lambeau périosté, qui constitue la premiére
cause de ré-opération [164], (iii) la fuite des chondrocytes implantés au travers des sutures du
lambeau de périoste, (iv) une mauvaise distribution des cellules au sein du défaut, (v)
I’implantation de chondrocytes dédifférenciés apreés une étape de culture cellulaire en

monocouche, (vi) la délamination et enfin, (vii) le remodelage des tissus adjacents [165,166].

Pour faire face a ces limites, les nouvelles générations d’ACI associent les chondrocytes a un
biomatériau. Ces biomatériaux apportent un environnement tridimensionnel aux
chondrocytes, favorisant ainsi le maintien du  phénotype chondrocytaire.
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Tableau 1: Biomatériaux commerciaux pour I'ingénierie tissté du cartilage.

Polymere Produit commercial Site internet
Polymére naturel
Hydrogel| Alginate CARTIPATCH www.tbf-lab.com
(Lyon, France)
Collagéne CaReS / CaReS-1S www.arthro-kinetics.com
(Krems, Australie);
Carticel (Cambridge, USA) ;| www.genzyme.com
PureCol VitroCol/Nutragen| www.glycosan.com
(Salt Lake City, USA)
Fibrine Tissucol (Deerfield, IL) www.baxter.fr

Hyaluronate

HyStem / ExtracélGlycosil
(Salt Lake City, USA)

www.glycosan.com

Chitosan BST-CarGel www.biosyntech.com
(Quebec, Canada)
Peptide Puramatrix(Cambridge, MA) www.bdbioscienoas
Matrice | Collagéne Maix
(Matricel,
Hezoenrath, Germany)
MACI (Bridgewater, USA) | http://www.sanofi.co.uk
Chondro-Gide
(Geistlich Biomaterials,
Wolhusen, Switzerland) http://www.kokenmpc.co.jf
Atelocollagen®
(Koken Co. Ltd, Tokyo,
Japan)
Hyaluronate Hyaff-11 www.glycosan.com
(Salt Lake City, USA)
Hyalograft C www.glycosan.com
(Bedford, MA)
Polymere synthétique
Hydrogel| PVA poly(vinyl SaluCartilage www.salumedia.com
alcohol) (Smyrna, GA)
PEG Poly(ethylene | Chondux www.biomet.fr
glycol) (Foster City CA)
Co-polymeére
Hydrogel| Fibrinogéne et acide BioCart www.histogenics.com
hyaluronique (Waltham , MA)
Fibrogéne et Gelrin C www.regentis.co.ll
poly(ethylene (Haifa, Israel)
glycol)
Matrice | polyglycolic (PGA) | Bio-Seed_-C http://www.oralbone.de

/ polylactic (PLA)
acid
(polyglactin, vicryl)

(Biotissue Technologies,
Freiburg, Germany)

et polydioxanone




Etude bibliographique

Ils peuvent étre utilisés pour I’étape de culture en trois dimensions in vitro, comme vecteur
lors de I’implantation ou pour substituer le lambeau de périoste. De nombreux biomatériaux
sont disponibles commercialement. Ils peuvent étre classés en deux catégories: les
biomatériaux a base de polymeres naturels ou les biomatériaux a base de polymeres

synthétiques (Tableau 1).

Les biomatériaux a base de polymeéres naturels disponibles pour une application clinique dans
la technique ACI sont soit a base de collagéne de type I et III : Maix® (Matricel, Hezoenrath,
Germany) ; MACI® (Bridgewater, USA) ; Chondro-Gide® (Geistlich Biomaterials, Wolhusen,
Switzerland) ; Atelocollagen® (Koken Co. Ltd, Tokyo, Japan) ou soit & base d’acide
hyaluronique : Hyaff-11® (Salt Lake City, USA) et Hyalograft C* (Bedford, MA).

Un seul biomatériau a base de polyméres synthétiques est disponible en clinique Bio-Seed-C®
(Biotissue Technologies, Freiburg, Germany). Bio-Seed-C” est a base de polyglycolic (PGA)
/ polylactic (PLA) acid (polyglactin, vicryl) et polydioxanone.

Actuellement de nouveaux biomatériaux sont en cours de tests cliniques. A titre d’exemples,
BioCart 11" (Waltham, MA) est une matrice a base de fibrine et d’acide hyaluronique. Les
chondrocytes sont prélevés et cultivés au sein de cette matrice en présence de sérum
autologue et FGF2. BioCart II® est disponible en Israél et en cours d’étude clinique de phase
IT aux Etats-Unis. CARTIPATCH® (TBF, Lyon, France) est un hydrogel a base d’agarose-
alginate. Cet hydrogel se fagonne au défaut permettant un comblement optimal des zones
lIésées. Il permet également une répartition homogene des chondrocytes dans le défaut.

CARTIPATCH" est en étude clinique de phase III.

De nouvelles stratégies ACI sont également en cours de développement. Actuellement, la
stratégie novatrice NeoCart” (Waltham, USA) consiste a4 former un implant synthétisé in vitro
composé¢ d’un biomatériau a base de collagéne de type III associé a des chondrocytes

autologues. Cet implant est ensuite cultivé au sein d’un bioréacteur avant implantation.

NeoCart” est en cours d’étude clinique de phase III aux Etats-Unis. Par ailleurs, dans le but de
préserver 1’intégrité et la fonctionnalité du cartilage articulaire hyalin, 1’utilisation en clinique
de chondrocytes nasaux est en cours de développement. L’étude portée par Marcel Jackob
teste 1’association de chondrocytes nasaux autologues avec un biomatériau a base de

collagéne de type I et III. Cette stratégie est actuellement en étude clinique de phase I en
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Suisse (NCT01605201 : Tissue Engineered Nasal Cartilage for Regeneration of Articular
Cartilage (Nose2Knee).

3.2 Cellules stromales multipotentes

Les cellules stromales multipotentes (CSM) peuvent étre isolées en grande quantité a partir de
nombreux tissus adultes et présentent I’avantage de pouvoir étre utilisées dans des conditions
autologues. L’utilisation des CSM semble étre une solution intéressante pour dépasser les
limites liées au prélevement et a Iamplification des chondrocytes. Elles sont utilisées en

clinique dans plusieurs applications dont le domaine ostéo-articulaire [7].

Les propriétés biologiques des CSM permettent d’envisager leur utilisation pour le traitement
de défauts cartilagineux focaux ou I’engagement des CSM vers un phénotype chondrogénique
semble primordial pour la survie des cellules in vivo ainsi que la régénération du tissu
[167,168]. Dans le cas d’atteintes arthrosiques, la stratégie semble s’orienter sur
I’implantation de CSM, en se fondant sur leurs propriétés sécrétrices. En effet, les CSM ont la
capacit¢ de moduler leur environnement, en sécrétant un large spectre de molécules
bioactives, regroupées sous le terme de sécrétome. La sécrétion de ces facteurs peut avoir des
effets immunorégulateurs, angiogéniques, anti-inflammatoires, anti-fibrotiques et anti-
apoptotiques. Ces propriétés ont d’ailleurs montré leur efficacité lors d’études cliniques chez

I’homme [169-171].

3.2.1 Propriétés biologiques

Les CSM ont ét¢ isolées a partir de nombreux tissus adultes (moelle osseuse [3], pulpe
dentaire [172], membrane synoviale [173], tissu adipeux [174,175], muscle squelettique [176]
ou feetaux (fluide amniotique [177], placenta [178], sang de cordon ombilical [179]). En
raison des diverses sources tissulaires, de 1’hétérogénéité des populations et des différentes
techniques d’isolation, il n’existe pas de marqueur spécifique des CSM. Cependant en 2006,
le comité de ’'ISCT (International Society for Cellular Therapy) a décrit les caractéristiques
minimales permettant de définir les CSM [180 ,181]:

- ’adhérence cellulaire au plastique

- un phénotype cellulaire défini en cytométrie de flux par la présence ou I’absence d’antigénes
de surface (plus de 95% des cellules doivent exprimer CD 105 : endogline; CD 73 : ecto
5’nucleotidase; CD 90 : THYmocyte differentiation antigen-1)
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- la capacité de différenciation vers au minimum trois voies de différenciations majeures:

ostéoblastes, chondrocytes et adipocytes

Les CSM proliferent, s’auto-renouvellent et sont multipotentes, c'est-a-dire qu’elles ont la
capacité de générer tous les types cellulaires du feuillet embryonnaire dont elles sont issues.
Ainsi les CSM peuvent se différencier vers un phénotype chondrogénique. Des populations de
CSM ayant un potentiel chondrogénique ont été identifiées dans la plupart des organes [182].
Il est intéressant de noter la grande disparité entre les potentiels de différenciation des CSM
en fonction de leur tissu d’origine [183]. En effet, les CSM isolées de la membrane synoviale
semblent présenter un meilleur potentiel chondrogénique au regard d’autres sources
cellulaires, telles que les cellules issues de la moelle osseuse (MO-CSM) ou du tissu adipeux
(CSA) [184]. Par ailleurs, il existe également une disparité au sein des CSM issues du méme
tissu, mise en évidence par la différence de potentialité des cellules issues d’un méme clone

[185,186] .

Effets immunomodulateurs

Aujourd’hui un nombre considérable de travaux relatent les effets pléiotropiques des CSM sur
le systtme immunitaire. Les CSM sont actuellement appliquées en clinique pour traiter les
maladies auto-immunes séveres, le rejet d’organe ou la maladie aigué du greffon contre I’hote
(GVHD : Graft versus Host Disease) [187].

Les CSM sont dites immunoprivilégiées car bien qu’elles expriment le CMH-I (HLA-A, B et
C), elles n’expriment que tres peu le CMH-II (HLA-DR) et n’expriment pas les molécules de
costimulation CD80/B7-1, CD86/B7-2 et CD40, habituellement présentes a la surface des
cellules présentatrices d’antigénes (CPA) [188,189].

Fonctionnellement, les CSM ont un role régulateur de I’inflammation au niveau des effecteurs
de 'immunité innée et adaptée (Figure 8).

Les Cellules Présentatrices d’Antigénes (CPA) jouent un rdle précoce dans la réponse
immunitaire innée. Les CSM, par la sécrétion d’IL-6 et PGE-2 peuvent prévenir la maturation
des CPA en agissant sur la prolifération, la maturation et la fonction des CPA. Ceci a été mis
en évidence par deux observations : (i) en présence de CSM, les CPA n’augmentent pas
I’expression du CMH-II, des molécules de co-stimulation (CD80/B7-1, CD86/B7-2 et CD40)
ainsi que du récepteur de chemotactisme CCR7 [191]; (ii) en présence de CSM, les CPA

diminuent leur sécrétion de cytokines pro-inflammatoires IL-12 et TNF-alpha et sont capables

27



Etude bibliographique

de sécréter la cytokine anti-inflammatoire IL-10 [192-195]. De plus, les CSM peuvent induire
la réversion du phénotype CPA mature vers un phénotype immature [195,196]. Ceci suggere
une induction de la tolérance des CPA par les CSM.

Les cellules NK (Natural Killer) induisent la cytotoxicité (perforins, Fas-ligand et granzyme)
des cellules infectées et sécrétent des cytokines pro-inflammatoires TNF-alpha et [IFN-gamma
principalement [197]. Lorsque les cellules NK ne sont pas activées, I’interaction avec les
CSM induit la sécrétion d’IFN-gamma par les cellules NK, ce qui a pour conséquence
I’activation des propriétés immunomodulatrices des CSM. Ainsi, les CSM activées peuvent
prévenir la maturation des NK et donc diminuer la sécrétion des cytokines pro-
inflammatoires. En revanche, lorsque les cellules NK sont activées, elles sont capables
d’induire la mort des CSM [198-200].

La prolifération, la différenciation, la maturation des lymphocytes B ainsi que la production
des anticorps sont inhibées en présence de CSM in vitro [201-204]. De plus, la migration des
lymphocytes B (diminution de 1’expression des récepteurs CXCR4 et CXCRS5) semble inhibée
en présence de CSM [205].

Les CSM inhibent également la prolifération et 1’activation des lymphocytes T (CD4" et
CDS8"), via 1’absence de CMH-II et des molécules de co-stimulations. La réduction de la
prolifération des lymphocytes T est due a I’inhibition par les CSM de la cycline D2
provoquant ainsi 1’arrét en phase GO du cycle cellulaire [206]. Les CSM favorisent également
la survie des lymphocytes T [207]. De plus, par leur action sur le profil sécrétoire des
lymphocytes T, les CSM favorisent le passage d’une réponse pro-inflammatoire vers une
réponse anti-inflammatoire (réduction de la sécrétion de I’INF-gamma, IL-2, TNF-alpha et

augmentation de la sécrétion de I1L-4) [193].

Effets trophiques : le sécrétome

Les effets observés, apres injection de CSM, semblent étre dus non seulement aux propriétés
immunomodulatrices des CSM mais également a leurs effets trophiques. Ces effets semblent
influencer majoritairement 1’environnement local et le potentiel régénérateur des cellules
résidentes [208-214]. Le sécrétome des CSM, soit I’ensemble des facteurs de croissance
sécrétés dans le milieu extracellulaire, a un impact bénéfique démontré sur I’homéostasie des
tissus et des organes. Récemment, de nombreuses études se sont intéressées au sécrétome des
CSM et ont démontré son intérét pour I’ingénierie tissulaire [215-217]. En effet, lorsque les
CSM sont administrées au niveau de tissu 1€sé, leur activité trophique, de par leur sécrétome,
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Tableau 2: Principales caractéristiques des CSM issues ardelle osseuse (MO-CSM) et
du tissu adipeux (CSA). Adapté d’aprés Lindrebal[230].

Caractéristiques MO-CSM CSA

Origine embryonnaire Mésoderme et créte neurale
Tissu Moelle osseuse Tissu adipeux
Sélection Adhérence au plastique

CD49a + +

CD49b - +

CD73 + +
Marqueurs CD90 + +
antigéniques CD105 + +

CD106 + -

CD271 + +

CD34 - -
CFU-F >0.001% >5%
Taux de renouvellement 20-50 populations de 40-88 populations de

doublement doublement

Potentiel de différenciation Adipogénique, chondmigue, ostéogenique
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comprend : (i) un effet anti-fibrotique et anti-apoptotique (ii) une stimulation du recrutement,
de la rétention, de la prolifération et de la différenciation des progéniteurs intrinseques ; (iii)
une atténuation du stress oxydatif [218-220].

Ainsi, les CSM semblent prévenir la désctrution du cartilage en secrétant de nombreux
facteurs bioactifs ou en se différenciant en chondrocyte [221],[222]. En effet, la co-culture de
CSM en présence de chondrocytes arthrosiques permet la différenciation chondrogénique des
CSM et ce en absence de facteurs de croissance [223]. In vivo, I'implantation de MO-CSM
autologues dans une articulation de cheévre, ayant subi une ablation du ménisque médial et du
ligament croisé antérieur, ont montré un effet chondroprotecteur et une régénération du tissu
méniscal [224]. Dans un modele expérimental de lapin arthrosique, I’implantation de CSM au
sein d’un biomatériau a base d’acide hyaluronique, améliore significativement la qualité du
tissu cartilagineux formé. De plus, la formation d’ostéophytes et la perte de protéoglycane
sont diminuées [225]. Chez I’humain, huit études cliniques sont en cours de recrutement pour
tester 1’efficacité de I’injection de CSM dans une articulation arthrosique.

Les effets anti-fibrotiques des CSM ont été€ mis en évidence in vitro et in vivo [226]. Les CSM
induisent une diminution de 1’expression des collagene I et III et stimulent I’expression des
métalloprotéinases 2 et 9. Des facteurs tels que HGF (Hepatocyte Growth Factor), BMP-7 ou
adrenomedulline ont été suggérés comme impliqués dans la fonction anti-fibrotique des CSM
[227]. Cependant, peu d’informations sur la médiation et les mécanismes impliqués dans ces
effets observés sont actuellement disponibles.

L’identification a haut débit des molécules sécrétées permettrait de décrire et comprendre les

effets trophiques des CSM lors de leur implantation au niveau de sites articulaires 1ésés [228].

3.2.2 Choix des cellules stromales multipotentes

En ingénierie tissulaire du cartilage, les CSM étudiées sont principalement isolées de la
moelle osseuse ou du tissu adipeux [229]. Les principales caractéristiques de ces deux sources

cellulaires sont résumées dans le tableau 2.
Cellules stromales multipotentes isolées de la moelle osseuse

Chez I’homme, les premi¢res CSM ont été isolées a partir de la moelle osseuse dans les
années 1960 et appelées « colony-forming unit-fibroblast » pour leur morphologie

fibroblastique et pour leur capacité a former des colonies de cellules [231].
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Les CSM peuvent étre isolées a partir de moelle osseuse provenant de la créte iliaque et plus
rarement de la partie supérieure du sternum (manubrium). L’obtention de la moelle osseuse
requiert un geste chirurgical assez invasif. Le prélévement se fait sous anesthésie générale et
le volume prélevé de moelle osseuse est limité. La moelle osseuse totale contient une
population cellulaire hétérogene : elle est composée de cellules souches hématopoiétiques et
de CSM [232,233]. Le rendement d’obtention des CSM est de 1’ordre de 0,001% a 0,0001%

du nombre total de cellules nucléées [3].
Cellules stromales multipotentes isolées du tissu adipeux

Depuis ces 10 derniéres années, il est reconnu que le tissu adipeux n’est pas seulement un
réservoir énergétique mais également un tissu riche en CSM. Les CSA ont été pour la
premiére fois isolées et caractérisées en 2001 par Zuk et al [174,175]. Depuis, le
développement des études sur les CSA a conduit a de multiples dénominations de ces cellules.
L’appellation fut harmonisée en 2004 par I’International Federation of Adipose Therapeutics
and Science (IFATS) qui a adopté le terme ASC (Adipose Stem/Stromal Cells) ou en francais
CSA [234].

Le tissu adipeux sous-cutané présente 1’avantage d’étre largement disponible, d’étre
facilement prélevable par lipoaspiration et en grande quantité. La lipoaspiration se fait sous
anesthésie générale et est considérée comme une chirurgie mini-invasive [235]. Cette
technique est moins couteuse et moins invasive que le prélevement de moelle osseuse.
L’intérét d’utiliser un tissu riche en cellules stromales et prélevable en grande quantité réside
dans le fait de limiter 1’étape d’amplification et ainsi de préserver la multipotence des cellules
isolées [236].

Les techniques de prélévement de graisse ont connu un essor considérable notamment pour
des applications en chirurgie plastique ou reconstructive (aprés mastectomie due a un cancer
du sein par exemple). Le tissu adipeux est majoritairement prélevé au niveau de la région
abdominale, de la région trochantérienne ou de la face interne des genoux. La méthode
couramment utilisée est dite de « Coleman ». Elle consiste a déstructurer le tissu par
aspiration sous infiltration de sérum contenant un vasoconstricteur (adrénaline) additionné ou
non d’un anesthésique local (lidocaine). L’idée de Coleman est de séparer les cellules
graisseuses intactes, qui seront greffées, des autres éléments qui ne sont pas greffables [237].
Ces derniéres années de nombreuses techniques de lipoaspiration se sont développées dans ce
sens.
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La Fraction Stromale Vasculaire (FSV) contient une population de cellules hétérogénes
comprenant des péricytes (3-5%), des cellules endothéliales (10-20%), des CSA, des cellules
de la lignée hématopoiétique (lymphocytes, granulocytes et éventuellement des macrophages /
25-45%) ainsi que des cellules stromales (15-30%) parmi laquelle 0,01 a 0,1% de CSA
(Figure 9) [230,238-240]. La caractérisation de la FSV a récemment été publiée par
I’International Federation for Adipose Therapeutics and Science (IFATS) et I’International
Society for Cellular Therapy (ISCT) [241]. Le degré d’hétérogénéité dépendant
principalement de la zone de prélévement du tissu ainsi que du protocole d’isolation de la

FSV du tissu adipeux [4-6].

3.2.3 Applications et défis en clinique

L’application clinique des CSM est soumise a une réglementation stricte. Les réglementations
GMP (Good Manufacturing Practice) définissent les bonnes pratiques pour produire des CSM
de grade clinique [242]. Les méthodes et conditions doivent étre suivies tout au long de la
période de culture pour assurer et maintenir la fonctionnalit¢ des cellules (viabilité,
morphologie, phénotype, taux de prolifération et capacité de différenciation) et la stabilité du
génome (caryotype et expression des télomérases) [243]. Par ailleurs, la réglementation
européenne consideére aujourd’hui les CSM issues de la moelle osseuse et du tissu adipeux,
comme des produits de thérapie innovante. Ceci permet de faciliter le développement de
nouvelles approches, d’assurer la sécurité et la qualité des produits ainsi qu’un acces au

marché de I’union européenne.

Les MO-CSM restent aujourd’hui les cellules les mieux caractérisées. Ainsi, le potentiel
chondrogénique in vitro et in vivo des MO-CSM est admis et largement étudié. L’ensemble
des études cliniques utilisant les MO-CSM présente un bilan positif montrant une
amélioration des symptdmes cliniques (douleur et mobilité). Cependant, il apparait difficile de
comparer ces études. Elles ne sont pas homogeénes en termes de nombre de cellules
implantées, de type de biomatériau utilisé et des temps d’observation (Tableau 3). De plus,
seule une étude clinique est réalisée en comparaison a I’implantation autologue de
chondrocytes. Cette étude ne montre pas de différence significative des scores cliniques
(ICRS et IKDC) entre les patients traités par I’implantation de chondrocytes ou de MO-CSM

[244]. Les ¢études cliniques actuellement en cours sont présentées dans le tableau 4.
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Tableau 3: Etudes cliniques publiées évaluant les cellstesmales multipotentes isolées de la moelle osspasr le traitement des Iésions
cartilagineuses.

Publication et

Isolation et culture

jant
ie

type d'étude Défaut Patients Traitement Biomatériau des MSC Résultats
Apres ”?“'“p'es . Entre 7 semaines et 2 mois : Histologie
. perforations de I'os . ) L 2
Lésion du montre un tissu lisse. 6 mois : symptéme
. . Femme |sous-chondral, les . . R .
Wakitaniet al |cartilage g Membrane |Adhérence au cliniques améliorés et ce maintenus penc
(31 ans) |cellules amplifiees | ..., ST ] ) )
2004 totale. : . gelifiée de plastique; 20 jours 4-5ans. 1-2 ans : arthroscopie et histolog
Homme |sont implantées N . e : T
Etude de cas |Patelle collagene d'amplification montrent la formation d'un tissu de type
(48 ans) |sous un lambeau de : o ) )
- fibrocartilagineux. 4-5 ans : augmentatior
périoste (1,4x10 - .
de la capacité motrice (marche et course
cellules)
Iggﬁ['i?an glu Cellules amplifiees
Adachiet al 9 sont implantées en| Céramique | Adhérence au A 1 an : formation d'un tissu
totale et Homme L \ . : . o " -
2005 . association avec le| d'hydroxy- plastique. 24 jours fibrocartilagineux, les symptomes cliniqu
atteinte de |(21 ans) |,. - : . e o : : -
Etude de cas I biomatériau apatite d'amplification sont améliorés et maintenus jusqu'a 2 arn
0S Sous- 6
(1,15x10°)
chondral
Aprés multiples
Lésion du 2 perforations de I'os Adhérence au A 7 mois : les symptdmes cliniques sont
Wakitaniet al cartilage hommes | sous-chondral, les Gel de plastique, CD14-, améliorés et maintenus de 17 a 27 mois.
2007 Etude de totale (43 et 45 | cellules amplifiées collagéne de CD34-, HLA-DR-, CD| 12 mois : arthroscopie et histologie
cas Patelle. ans); sont implantées i e? 29+, CD 44+, CD montrent la formation d'un tissu
Lésions : 0,7 1 Femme sous un lambeau de’P 105+ ; 20 jours fibrocartilagineux. IRM montre un
a4,2cm? |(32ans) |périoste (5x10 d'amplification recouvrement complet du défaut

cellules/mL)

£S
S

A




Tableau 3(suite) : Etudes cliniques publiées évaluant Ekiles stromales multipotentes isolées de la raaadlseuse pour le traitement des
Iésions cartilagineuses.

Publication et

Isolation et culture

SuU

L4

type d’étude Défaut Patients Traitement Biomateriau des MSC Résultats
Les[on du . Adhérence au A 7 mois : le défaut est recouvert d'un tis
cartilage Cellules amplifiées . . ) T
) . plastique, CD14-, lisse de type hyalin. A 12 mois : les
Kurodaet al |totale. Zone |[Homme, |sont implantées Gel de N e o
\ R CD34-, HLA-DR-, symptémes cliniques sont améliorés et ¢
2007 portante. athléte | sous un lambeau decollagéne de ; R e
L CD73+, CD 90+, niveau d'activité sportif précédent est
Etude de cas |Condyle (31 ans) |périoste (5x10 type | A . . o
! CD105+ ; 20 jours retrouvé. Irrégularités dans la zone
fémoral cellules/mL) . o SN
P d'amplification regenéree (MRI)
médian
Lésion du Aprés multlple .
: perforations de l'os
cartilage 4 sous-chondral
totale. Zone ) ' Adhérence au A 12 mois : tous les patients ont une
Haleemet al hommes ;| cellules sont . T R
non portante| o 2 Colle de plastique. CD73+, amélioration des symptomes. IRM montr
2010 Etude de|, ; . 1 femme |amplifiées avant o . . " 3
Lésions de 3 N Ap . fibrine CD34- et CD45-; 10 |un défaut entierement comblé, sans
cas R (27 a 37 |d'étre implantées . , e : N . .
al2cmz jours d'amplification |discontinuité avec le tissu adjacent
ans) sous un lambeau de
Condyle -
g périoste (2x18
fémoral
cellules/mL).
36
patients | Cellules amplifiées
Nejadniket al |Lésion du |traités sont implantées A 2 ans : I'ensemble des patients ont une
2010 Etude |cartilage ACI et 36 | sous un lambeau deNon indiqué | Adhésion au plastiqueamélioration des symptéomes cliniques,
comparative |totale patients | périoste (2x18 aucune différence entre les deux traitem
traités cellules/mL)

MO-CSM

2Nts




Tableau 4: Etudes cliniques en cours évaluant les cellstiesnales multipotentes isolées de la moelle oss@®©-CSM) ou du tissu adipeux
(CSA) (www.clinicaltrials.goy.

Nombre de
. Cellules . . - , . e A
Phase| Pathologie . . patients Biomatériau Investigateur principal et institution Références
implantées o
estimé
Gonarthroses de | MO-CSM Robert Soler, MD
i grade Il et Il autologue 15 N/A Institut de Terapia Regenerativa TissuIaJrNCT01227694
MO-CSM Javier Garcia-Sancho, MD, PhD
i Arthrose allogénique 30 A University of Valladolid, Scientific Park NCT01586312
MO-CSM
Défaut focaux autologue ou | 50 Membran.e Lars Engebrgtsen, MP’PhD NCT00885729
commerciale Oslo University Hospital
chondrocyte
. Biomatériaux a base| Michel Assor, MD
N/A Défaut focaux et | MO-CSM 50 de collagéne et Knee and Lower Limb Institute, MarseilleNCT01159899
arthrose autologue , .
d’hydroxyapatite France
L «incrn Abdel Aziz El Singergy, M.D
-1l Defaut MO-CSM 25 Lambeau de perioste Department of Orthopedic Surgery Cairg NCT00891501
osteochondral autologue autologue . : .
University School of Medicine
I |Arthrose MO-CSM = 5 N/A va Mohammad Hassan Shukur, MD | \ 141450649
autologue National University of Malaysia
Domingo Garay Mendoza, MD
MO-CSM . . o
Arthrose 30 N/A Hospital Universitario Dr. Jose E. NCT01485198
autologue
Gonzalez
Arthrose CSA 18 N/A Christian Jorgensen, MD University | 11 5g5g57
Hospital, Montpellier
I |Arthrose CSA 500 N/A Kristin Comella NCT01739504

United States
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Deux ¢études cliniques publi¢es évaluent 1’effet de I’implantation des CSA dans un contexte
arthrosique [245,246]. Actuellement deux études cliniques sont en cours pour le traitement de

défauts focaux (Tableau 4).

Des ¢études cliniques randomisées, avec une importante cohorte de patients devraient nous
permettre de conclure sur la pertinence clinique de I’utilisation des CSM en ingénierie

tissulaire du cartilage.

Toutefois, ces études mettent en évidence les défis relatifs a I’application clinique des CSM.
Ces défis sont principalement liés aux caractéristiques du patient, a 1’étape de culture
cellulaire ainsi qu’au contrdle de la différenciation chondrogénique.

Caractéristiques du patient

Les caractéristiques du patient peuvent influencer la qualité et la fonctionnalité des CSM
[247,248]. L’age apparait comme le facteur le plus évident, la détérioration des tissus au cours
de la vie serait notamment relative a la diminution de I’efficacité des CSM. En effet, lorsque
I’dge augmente, le taux de prolifération des CSM diminue. Ceci peut étre di au
raccourcissement des télomeres et a une augmentation du nombre de CSM présentant des
marqueurs de la sénescence (J3-galactosidase, p21, lipofuscine, suppresseur de tumeur
TP53...) [249-252]. Cependant, les travaux de recherche sur les iPS ont récemment montré
que la sénescence et 1’age relatif des cellules peuvent étre réversibles, en induisant
I’expression forcée de six facteurs de transcription (OCT4, SOX2, KLF4, c-MYC, NANOG et
LIN28) dans des cellules fibroblastiques issues d’un donneur 4gé de 74 ans [253].

La région anatomique de prélévement influence également le taux de prolifération des CSM.
Par exemple, les CSA issues du tissu adipeux sous-cutané présentent le taux de prolifération

le plus élevé [254].

Culture cellulaire

La plupart des protocoles d’études précliniques et cliniques ont une étape d’amplification des
CSM in vitro avant implantation. L’amplification des CSM présente deux inconvénients
majeurs : ’instabilit¢ chromosomique des CSM in vitro et 'utilisation de sérum bovin.
Cependant, les données relatives aux risques de développement de cancers suite a
I’implantation de CSM sont controversées [255-258]. Wakitani et al ont montré, par le suivi

41 patients pendant 5 & 137 mois apres 1’implantation de MO-MSC en site articulaire, aucune

32



Etude bibliographique

formation de tumeur [259]. En revanche, la mise en contact des CSM a du sérum bovin in
vitro peut présenter des risques pour le patient, tels que le transfert de molécules bioactives
pouvant induire une réaction immunitaire, le transfert des bactéries, virus ou prions et peut-
étre des zoonoses [260,261]. De plus, la variabilité entre les lots influence la reproductibilité
des résultats, la composition du sérum n’étant ni caractérisée ni standardisée. Comme le
sérum apporte les additifs (protéines, cytokines, facteurs de croissance...) indispensables a
I’amplification cellulaire, des alternatives au sérum bovin sont développées tels que le sérum

humain ou le plasma riche en plaquettes [262,263].

La différenciation chondrogénique des CSM

Le contrdle et/ou le stade de la différenciation chondrogénique des CSM a implanter est
primordiale [264]. En effet, in vitro et in vivo, lors que les MO-CSM sont induites dans la
voie chondrogénique, les marqueurs du phénotype chondrogénique, hypertrophique et
fibroblastique sont détectés [12,265-268]. Le phénotype hypertrophique est caractéristique de
la phase terminale de différenciation des chondrocytes de la plaque de croissance et est
¢galement observé dans un tissu cartilagineux arthrosique [10]. Les chondrocytes
hypertrophiques, par la sécrétion de la MMPI13 et de la phosphatase alcaline en autre,
induisent la dégradation et la minéralisation de la MEC. Par conséquent, cette différenciation
chondrogénique « anormale » peut conduire a la formation d’une matrice extracellulaire dont
les propriétés mécaniques sont inférieures au tissu cartilagineux. Ceci pose la question du
devenir, de la stabilité et la fonctionnalité du tissu cartilagineux de réparation a long terme.

La capacité de différenciation hypertrophique des CSM a fait 1’objet d’études récentes dans le
domaine de I’ingénierie tissulaire osseuse, I’objectif étant ici de mimer la réparation osseuse

de type endochondrale [269-272].
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4 Modulation de la différenciation chondrogénique

En ingénierie tissulaire du cartilage, 1’utilisation de cellules, chondrocytes ou CSM, nécessite
d’assurer I’engagement et la stabilit¢ du phénotype chondrocytaire. Cependant, I’engagement
et la stabilit¢ du phénotype chondrocytaire de cellules, chondrocytes ou CSM, semblent
nécessaires. En effet, la dérive hypertrophique de ce phénotype conduit a la résorption et la
minéralisation de la MEC, rendant compliqué son utilisation. /n vivo, la stabilité phénotypique
a long terme et la fonctionnalité¢ de la MEC formée sont les conditions indispensables a une
réparation du cartilage hyalin efficace et durable. La difficulté réside donc dans le fait de
trouver le juste équilibre entre promotion de la différenciation chondrogénique et prévention
de I’apparition d’un phénotype hypertrophique.

Certains facteurs ont été décrits comme jouant un rdle dans I’induction et/ou le maintien du
phénotype chondrocytaire tels que la dimensionnalité des conditions de culture, la tension en
oxygene, la composition du milieu de culture ou encore la mise sous contraintes mécaniques.
Le développement de bioréacteurs, visant & combiner ces différents paramétres a été considéré
avec intérét. Les bioréacteurs représentent en effet, des systémes de culture tridimensionnelle
dynamiques [273] permettant un contrdle strict et la reproductibilité des conditions de culture
(température, pH, tension en oxygene), un ensemencement homogeéne de biomatériaux par
agitation, un renouvellement et une élimination des déchets cellulaires [274]. Les bioréacteurs
permettent également [’application de contraintes mécaniques de différentes natures
(compression, cisaillement), mimant les conditions physiologiques [275]. Enfin, ils présentent
I’avantage de permettre la culture a grande échelle dans des conditions de grade clinique

[276].

4.1 Dimensionnalité

Il est bien établi que les cellules résident, proliférent et se différencient in vivo dans un

environnement tridimensionnel complexe.

La culture en trois dimensions constitue un facteur essentiel a la différenciation cellulaire. A
titre d’exemple, cultiver les chondrocytes en monocouche conduit a la perte du phénotype,
accompagnée par |’apparition d’un phénotype fibroblastique avec une augmentation du

collageéne de type 1. Cependant, ce processus est réversible par un passage en trois dimensions
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Tableau 5: Polymeres utilisés en ingénierie tissulaire dutiage. D’aprés Vinatieet al

[284].
Fibrine [285]
Polymere naturel protéique Fibres de soie [286]
Collagene [287]
Chondroitine sulfate [288]
Acide hyaluronique [289-291]
Polymere naturel polysaccharidique Alginate [292-294]
Chitosane et ses dérivées [295]
Cellulose [296,297]
Poly lactic-co-glycolic [298,299]
Polymere synthétique Polyethyleneglycol [300-302]
Polyvinyl acohol [303]
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[277,278]. Ces observations soulignent le role clé de la culture en trois dimensions dans le

maintien et la restauration du phénotype chondrocytaire.

La culture en trois dimensions favorise I’organisation de la MEC avec la synthése de la
matrice péri-cellulaire, riche en collagene de type VI [279]. Cette structure particuliére
regroupant matrice péri-cellulaire-chondrocyte, appelée chondron, confére aux cellules un
microenvironnement crucial pour le développement et le maintien du tissu cartilagineux

[280].

Ainsi, les stratégies d’ingénierie tissulaire utilisent la culture en trois dimensions de
chondrocytes et de CSM, dans le but d’apporter un microenvironnement favorable aux

cellules et de favoriser les interactions cellule-cellule et cellule-matrice.

4.1.1 Biomatériaux

La culture cellulaire en trois dimensions peut étre réalisée a ’aide de biomatériaux. La
structure de la MEC peut guider les changements morphologiques et I’organisation spatiale
des cellules [281]. Par exemple, une MEC dense oriente I’engagement des CSM dans une
voie chondrogénique [282,283]. Ces biomatériaux en plus d’apporter un réseau
tridimensionnel, laissent diffuser les molécules d’oxygeéne et les nutriments propices a la

modulation de la différenciation chondrogénique.

En ingénierie tissulaire, les biomatériaux développés sont a base de polymeres naturels ou
synthétiques (tableau 5). Les polymeéres naturels peuvent moduler la différenciation
chondrogénique en interagissant soit avec les récepteurs a la surface cellulaire tel que le
CD44, soit avec les facteurs morphogéniques, pouvant ainsi potentialiser leurs actions. Quant
a eux, les polymeres synthétiques n’offrent que peu ou pas d’interactions avec la cellule. De
nombreux travaux portent sur la fonctionnalisation de ces polymeres synthétiques afin
d’apporter un microenvironnement favorable a la différenciation chondrogénique des cellules

encapsulées [152].

De nombreux biomatériaux a base de polymeres naturels d’acide hyaluronique (AH) sont
développés pour une application en ingénierie tissulaire du cartilage [289-291,304,305].
L’AH est un GAG naturel présent dans la MEC cartilagineuse. Il se fixe a la membrane
cellulaire via son récepteur CD44. L’interaction CD44-AH est indispensable au cours des

phases précoces de la chondrogenése. La modification de cette interaction induit un retard de
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condensation des cellules mésenchymateuses et par conséquent une diminution de la synthése
du collagene de type II et de I’agrécane [306]. De plus, I’interaction CD44-AH a un rdle clé
dans la mise en place et le maintien de la matrice péri-cellulaire du chondrocyte, par la
rétention et la fixation d’agrégats de PG a la membrane cellulaire [307-309]. Par conséquent,
les biomatériaux a base de polymere d’AH, en favorisant les interactions cellule-matrice,
contribuent a la différenciation chondrogénique et au maintien de ce phénotype. En clinique
humaine, Hyalograft-C* (Glycosan, Bedford, MA) biomatériau a base d’AH, est utilisé en
association avec des chondrocytes autologues, pour traiter les 1ésions du cartilage articulaire.
Par ailleurs, ces biomatériaux a base d’AH favorisent également la différenciation
chondrogénique des CSM in vitro [310] ainsi que la formation d’un tissu de réparation
cartilagineux aprés implantation en association avec des CSM au niveau de défauts

ostéochondraux chez le lapin [311].

Le chondroitine sulfate (CS) est un polymeére naturel, constituant de la MEC cartilagineuse,
¢galement étudié en ingénierie tissulaire. Contrairement a ’AH, le CS est un GAG sulfaté.
Les GAG sulfatés créent un microenvironnement a la périphérie des cellules en interagissant
avec les facteurs de croissance. Ils permettent ainsi de moduler la biodisponibilité des facteurs
de croissance, de les protéger contre la dégradation protéasique ainsi que de stabiliser leur
interaction avec leur récepteur [312]. La bio-fonctionnalité des facteurs de croissance est
essentielle pour induire de fagcon optimale la différenciation chondrogénique de CSM. Ainsi,
les biomatériaux a base de CS favorisent le maintien du phénotype des chondrocytes et
potentialisent la différenciation chondrogénique de CSM en présence de milieu d’induction
[288,313]. De facon intéressante, au sein de biomatériaux a base de CS, la sécrétion de
collagéne de type X par les CSM, semble étre diminuée. Le phénotype chondrogénique des
CSM semble étre stabilisé [314]. Ceci suggere que ces biomatériaux favorisent la formation

d’une MEC de type hyalin.

La fonctionnalisation des polymeres synthétiques permet de favoriser les interactions des
cellules avec leur environnement. Le peptide mimétique du collagéne (CMP) crée des
interactions physiques entre les fibres de collagénes. Ces interactions permettent de
concentrer a la périphérie des cellules encapsulées, les collagénes nouvellement synthétisés
[315,316]. Ainsi, Lee et al, montrent que des chondrocytes encapsulés au sein d’un hydrogel

de polyethyleneglycol-CMP produisent une MEC plus abondante et plus riche en GAGs et
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collageénes que des chondrocytes encapsulés dans un hydrogel de PEG non fonctionnalisé

[317].

L’augmentation de charges négatives a la surface d’un hydrogel a base de polymere
synthétique favorise la forme sphérique des cellules et stimule I’expression et I’accumulation

du collagene de type II et d’agrécane dans la MEC [318].

4.1.2 Condensation cellulaire

La seconde stratégie pour cultiver des cellules en trois dimensions, n’utilise pas de
biomatériaux. Les cellules sont placées dans un environnement tridimensionnel en forcant
leur agrégation pour favoriser les interactions cellule-cellule. Il s’agit de la culture en
micromasses [319,320], pellets [321,322] ou gouttes suspendues (hanging drop) [323]. Ce
mode de culture a pour but de mimer 1’étape de condensation cellulaire se déroulant dans les
phases précoces de la chondrogenése in vivo. Les molécules d’adhésion, telles que les
cadhérines, immunoglobulines et sélectines sont impliquées dans la médiation du signal
intracellulaire suite aux interactions entre les cellules. Dans les chondrocytes, la plus étudiée
est la N-cadhérine, c’est une glycoprotéine dont la liaison est homophile et calcium
dépendante. Apres fixation du calcium, la partie extracellulaire N-terminale de la N-cadhérine
change de conformation et se lie avec une autre N-cadhérine. La partie intracellulaire, liant les
complexes [, y caténines, transmet un signal par modification du cytosquelette d’actine ainsi
que I’activation de nombreuses voies de signalisation, dont la voie WNT fortement impliquée

dans la chondrogenése [324,325].

4.2 Tension en oxygéne

La réponse aux variations de la tension en oxygene est une fonction basique des organismes.
La tension en oxygene physiologique est significativement inférieure a la tension en oxygene
ambiante et n’est pas homogene au sein de I’organisme [326,327]. Une fois captées par les
protéines héminiques, les molécules d’oxygene sont transportées dans 1’organisme par les
globules rouges et diffusent du vaisseau sanguin vers le tissu. La diffusion des molécules
d’oxygene crée un gradient en oxygene. Ce gradient est essentiel au cours de I’embryogenese,
dans le maintien de la pluripotence des cellules souches ainsi que dans les processus de
cicatrisation [328]. Considérant I’oxygeéne en tant que molécule essentielle a la vie, les

organismes ont su s’adapter en développant des systémes de régulation entre hypoxie et
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Figure 10: Schéma de la structure protéique de HIF-alplaneg et principales fonctions.
D’aprés Gabeet al[343].



Etude bibliographique

hyperoxie [329]. Les principaux médiateurs intracellulaires activés en réponse a une
diminution de la tension en oxygene sont les facteurs de transcription HIF. Les HIF sont
présents dans toutes les cellules de mammifére et leur séquence est hautement conservée, ce

qui témoigne de leur importance.

Au cours de la chondrogenése et au sein du cartilage articulaire, le gradient de la tension en

oxygene régule le métabolisme énergétique, la survie ainsi que le phénotype cellulaire.

4.2.1 Facteurs de transcription HIF 1 et HIF 2

4.2.1.1 Structure

Le facteur de transcription HIF est un complexe hétérodimére constitué de deux sous-unités :
HIF alpha, sous-unité régulatrice et HIF béta, sous-unité constitutive. Ces deux sous-unités
font partie de la famille bHLH/PAS, par le domaine en N-terminal essentiel pour la liaison a
I’ADN (bHLH [basic Helix loop Helix]) ainsi que le domaine de dimérisation (PAS [Per-
Arnt-Sim]). Les HIF alpha sont au nombre de trois HIF-1alpha, HIF-2alpha et HIF-3alpha,
codés par trois genes situés sur des loci différents. Parmi les sous-unités alpha, HIF-1alpha et
HIF-2alpha (aussi nommé EPAS-1) sont les plus étudiés. La sous-unité béta est également
appelée Aryl-hydrocarbon Receptor Nuclear Translocator (ARNT) [330]. Il existe également
trois isoformes de la sous-unité¢ béta (HIF-1béta, HIF-2béta et HIF-3béta) codés par trois
génes indépendants [331]. La sous-unité HIF-1béta est impliquée dans la réponse aux
xénobiotiques, par liaison au récepteur intracellulaire AhR (Aryl hydrocarbon Receptor)
[332]. L’ensemble des sous-unités alpha peut se lier a I’ensemble des sous-unités béta mais

avec des affinités différentes [134].
e Structure des sous-unités HIF-1alpha et HIF-2alpha

Le geéne HIFIA est localisé dans la région 14q21-q24 et comporte 15 exons. La protéine HIF-

lalpha qui en résulte est composée de 826 acides aminés [333].

Le gene HIF24 est présent sur le locus 2p21-p16 et est constitué¢ de 16 exons. La protéine qui

en résulte, HIF-2alpha comporte 874 acides aminés.

Les protéines HIF-1alpha et HIF-2alpha ont une homologie de séquence de 48% [334]. Elles

ont en commun les domaines suivants (Figure 10) :
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- bHLH (basic Helix loop Helix) situé dans la région N-terminale; domaine
indispensable a la liaison a I’ADN et qui participe également a la stabilisation de la

liaison avec HIF-1béta [335-337].

- PAS (Per Arnt Sim) : domaine nécessaire a la liaison a HIF-1béta [335]. Ce domaine
est séparé¢ en deux : PAS A (HIF-lalpha: AA 106-156) et PAS B (HIF-lalpha: AA
249-299).

- PAC (PAS Associated C-terminal domain): domaine ayant un role dans la

dimérisation avec HIF-1béta et dans la liaison a I’ADN [337].

- ODD (Oxygen-Dependant Degradation Domain) : domaine responsable de la
dégradation de la protéine en normoxie [338]. Ce domaine contient une séquence
PEST (riche en Proline (P), Acide Glutamique (E), Sérine (S) et Thréonine (T)),

séquence commune aux protéines instables et rapidement dégradée [333].

- Deux domaines de transactivation en C-terminal (TAD) : un situé dans la région N-
Terminale (N-TAD), I’autre situé dans la région C-Terminale (C-TAD). Le domaine
C-TAD contient également deux séquences PEST [339].

- NLS (Nuclear Localization Signals) présent dans la région C-terminale [340].

Les différences de structures entre HIF-1alpha et HIF-2alpha résident principalement dans la
partie N-TAD. Le domaine N-TAD contribue a la liaison des facteurs de transcription HIF au
promoteur [341,342].

4.2.1.2 Mode d’action

Lorsque la sous-unit¢ HIF-alpha est stabilisée dans le cytoplasme, elle transloque dans le
noyau grace a la séquence NLS. Au sein du noyau, une sous-unit¢ HIF-alpha se dimérise avec
une sous-unité¢ HIF-béta pour constituer un hétérodimere HIF. La formation de I’hétérodimere
transactive spécifiquement les geénes dont le promoteur comporte la séquence « Hypoxia
Response Element » (HRE: 5’RCGTG3’) [344]. Au niveau nucléaire, [’activité

transcriptionnelle des HIF est régulée par leur liaison a des co-facteurs (Figure 11).

Le complexe CBP/p300 (CREB binding protein/p300) se fixe au domaine CAD de la sous-
unit¢ HIF-alpha et stabilise HIF [345]. Cette interaction est indispensable pour I’activité
transcriptionnelle de HIF [346]. Un régulateur négatif de 1’activit¢ de HIF, CITED2
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Tableau 6: Les effecteurs et leurs effets sur la régulatieexpression et I'activité transcriptionnelle HIF1 et de HIF2.

Régulation Effecteurs Effets Références|
Expression des génes NF[1B Augmentation de I'expression [355]
HIF-1 et EPAS1 Ergl Augmentation de I'expression [356]
miR-17-19 / Inhibe la traduction de ’'ARNm [357,358]
Post-transcription miR199a '
aHIF Inhibe la traduction de TARNm [359,360]
. PHD Induit la reconnaissance de HIF-alpha par p\iquitine ligase E3 [361-363]
Hydroxylation - — — T
FIH Inhibe la liaison la liaison a 'ADN [364-366]
Acétylation ARD1 Favorise la reconnaissance de HIF alpha p&tlpibiquitine ligase E3 [367]
SSAT2 Favorise la reconnaissance de HIF alpha\gdt_fubiquitine ligase E3 [368]
SIRT1 Stimule I'activité transcriptionnelle de Haffpha [369,370]
fr)ggtjction Phosphorylatior :;/IQ:ZK Induit la stabilisation de HIF alpha et son acéwitanscriptionnelle [371,372]
() Induit la polyubiquitinylation de HIF-lalphapdépendamment de la vagie
VHL
Ubiquitine HAF ?ii) Favorise la stabilisation de HIF-2alpha et memte son activité [373]
transcriptionnelle
Hsp70/CHIP Induit la dégradation par le protéasdméllF-1alpha, pas HIF-2alpha [374,375
complexe Se fixe au domaine CAD de HIF-alpha Cette inteoactst indispensab e[345]
CBP/p300 pour l'activité transcriptionnelle de HIF
CITED2 CITED2 agit en se liant a p300. Cette liaison iehliinteraction entre p30 3[347]
et HIF-alpha
Activité transcriptionnelle SRC-1 et TIF2 Stimule I'activité transcriptionnetle HIF [350]
HSP90 En se Iiant, au domain PAS-A, HSP90 inhibe |la dégftad des HIF alph 3[3511
par le protéasome.
RACK1 En se liant au domain PAS-A, RACK1 induit la dégtamh des HIF alph 3[376]

par le protéasome.
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(CBP/p300-interacting transactivators with glutamic acid (E) and aspartic acid (D)-rich tail 2)
agit en se liant a p300. Cette liaison inhibe I’interaction entre p300 et la sous-unité HIF-alpha
[347]. De fagon intéressante, 1I’expression de CITED2 est induite en hypoxie par I’action de

HIF [348,349]. Ceci suggere une boucle de régulation négative de I’action des HIF.

De plus, deux co-activateurs ayant une activité histone acétylase et appartenant a la famille

des p160/SRC-1 ont ét¢ décrits : SRC-1 et TIF2 [350].

La stabilité du complexe HIF peut étre également régulée par la protéine HSP90 (Heat-Shock
Protein 90) et RACKI1 (Receptor of Activated Protein Kinase C) en condition normoxique
[351].

Les formes tronquées de HIF-lalpha dues a un épissage alternatif du transcrit n’ont pas
d’activité transcriptionnelle mais participent a la régulation de 1’activité transcriptionnelle de

HIF-1 [352,353].

4.2.1.3 Régulation

La régulation des sous-unités HIF-lalpha et HIF-2alpha en condition hypoxique a lieu
principalement au niveau de la stabilité protéique, néanmoins de récentes données montrent
également un réle non négligeable de la régulation transcriptionnelle et traductionnelle. Les

principaux effecteurs négatifs et positifs sont résumés dans le tableau 6.

Régulation de [’expression de HIF-1alpha et HIF-2alpha

Bien que I’expression des geénes HIF1A4 et HIF2A soit constitutive (dépendante de Spl [377]),
leur niveau d’expression varie en fonction du type cellulaire et du type de stimuli. La présence
d’une séquence HRE sur le promoteur du gene HIFIA et HIF2A suggére un mécanisme
d’auto-rétrocontrole [378]. Par ailleurs, NF-kB et Egrl, en réponse a un stress oxydatif ou

hypoxique respectivement, augmentent le niveau d’expression de HIF1A4 [355,356].

Régulation post-transcriptionnelle

La dégradation des HIF peut étre médi¢e par un ARN antisens naturel (aHIF), qui entraine la
dégradation des ARNm de HIF -lalpha mais pas HIF-2alpha. Le promoteur de aHIF poss¢de

plusieurs séquences HRE. Son expression est ainsi induite par les facteurs de transcription
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HIF-1 et HIF-2. Ainsi aHIF participe a un mécanisme de rétrocontrole négatif des HIF-1alpha
en condition d’hypoxie prolongée [359,360].

La dégradation des transcrits de HIF-1alpha est également médiée par deux miRNA décrits,

miR-17-19 et miR-199a [357,358].

Modification post-traductionnelle :

Hydroxylation

La stabilit¢ des protéines HIF-alpha est dépendante de leur degré d’hydroxylation.
L’hydroxylation est principalement médiée par les deux types d’hydroxylase : les membres de

la famille des PHD (Prolyl Hydroxylases) ainsi que des FIH (Factor Inhibiting HIF).

Les PHD de type 1, 2 ou 3 sont capables d’hydroxyler deux résidus proline hautement
conservés (P402/P564 pour HIF-lalpha; P405/P531 pour HIF-2alpha) et situés dans le
domaine ODD [361-363]. L’activité des PHD requiert la présence de cofacteurs que sont
I’oxygéne, le fer (Fe*"), le 2-oxoglutarate et ’ascorbate [379,380]. Le taux de renouvellement
des PHD et leur capacité a hydroxyler des sous-unités HIF-alpha n’est pas un ¢lément limitant
dans I’induction de la dégradation des HIF alpha [381]. Il est également intéressant de noter
que les PHD n’ont pas la méme affinit¢ pour HIF-lalpha ou HIF-2alpha. Dans différents
modeles de lignées cellulaires humaines, PHD2 semble cibler HIF-1alpha préférentiellement
alors que PHD3 ciblerait HIF-2alpha [382]. L hydroxylation de ces résidus induit I’interaction
des sous-unités alpha avec la pVHL (Von-Hippel Lindau protein). La pVHL est reconnue par
la E3 ligase. Les sous-unités alpha sont ensuite dirigées vers le protéasome apres poly-

ubuquitination [383].

L’hydroxylation, par I’asparagyl-hydroxylase FIH, d’un résidu asparagine (N803 pour HIF-
lalpha ; N847 pour HIF-2alpha) situé¢ dans le domaine CAD, inhibe la liaison de HIF alpha a
ses co-activateurs (le complexe CBP/p300 et le complexe pl60/SCR-1) nécessaire pour la
liaison a I’ADN [364-366,384]. Comme pour les hydroxylases PHD, FIH requiert la présence
de co-facteurs tels que Fe®*, 2-oxoglutarate et ascorbate. FIH semble hydroxyler I’asparagine
située sur HIF-2alpha avec une meilleure efficacité que 1’asparagine située sur HIF-lalpha
[385]. De plus, FIH semble avoir une meilleure affinité in vitro pour les molécules d’oxygene
que les PHD [385]. Par conséquent, lorsque la tension en oxygéne diminue, les PHD sont les

premieres enzymes a étre inhibées.
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L’hydroxylation des résidus S551, T552, L562, Y565 sur HIF-1alpha semble également avoir
un role dans sa stabilité¢ [361,362,386,387]. En revanche aucune autre hydroxylation n’a été

décrite pour HIF-2alpha.
Acétylation/Déacétylation

La reconnaissance des HIF alpha par le pVHL est également facilitée par I’acétylation d’un
résidu lysine (K523 pour HIF-lalpha ; non défini pour HIF-2alpha) situé¢ dans le domaine
ODD [367]. Les enzymes responsables de cette modification peuvent étre ARDI (arrest-
defective 1) ou SSAT2 (Spermidine/Spermine N-acetyltransferase-2) [368].

La stabilisation des protéines HIF-alpha est également modulée par les sirtuines, classe
d’enzymes desacétylase d’histone NAD-dépendantes : SIRT1. Leur expression est induite
spécifiquement par HIF-2alpha [388]. L’acétylation par SIRT1 de HIF-1alpha [370] et HIF-

2alpha [369] stimule leur activité transcriptionnelle en condition hypoxique.
Phosphorylation

La phosphorylation de HIF-1alpha par les MAPK stabilise la protéine et favorise son activité
transcriptionnelle [389]. Plusieurs stimuli, dont I’hypoxie, peuvent activer les MAPK (ERK
1/2) et PI3K (phosphatidylinositol 3-kinase). La MAPK p42/44 phosphoryle HIF-lalpha
(deux résidus sérine : S641/S643) et HIF-2alpha (résidu non défini) [371,372]. ERK 1/2 et
JNK peuvent également ajouter un phosphate sur HIF-alpha [390].

Plusieurs travaux rapportent également une régulation épigénétique, et par SUMOylation, par

S-nitrosylation et neddylation mais qui ne seront pas développée ici [391-397].
Ubiquitine ligase : différences de régulation des sous-unités HIF alpha

Indépendamment de la voie pVHL, deux ubiquitines ligases ont récemment ¢été identifiées
comme des régulateurs spécifiques de la stabilisation protéique de HIF-lalpha ou HIF-

2alpha : HAF et CHIP.

HAF (Hypoxia-associated-factor) est un modulateur spécifique de 1’efficacité transcriptionelle
des HIF-alpha. HAF entraine la dégradation de HIF-lalpha par poly-ubiquitination et ce
indépendamment de la voie pVHL [373]. HAF peut également se lier a HIF-2alpha, sur un
site différent du site de la fixation a HIF-1alpha. A I’inverse, HAF favorise la stabilisation de
HIF-2alpha et augmente son activité transcriptionnelle [398]. De fagon trés intéressante,
I’expression de HAF diminue en conditions d’hypoxie aigué et augmente en conditions
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d’hypoxie prolongée. Ainsi, ces données proposent un modéle permettant d’expliquer le

passage de HIF-1alpha vers HIF-2alpha en condition d’hypoxie prolongée.

Le complexe Hsp70/CHIP (Heat-shock protein 70/ carboxyl terminus of Hsp70-Interacting
Protein) en condition d’hypoxie prolongée favorise la dégradation par le protéasome de HIF-

lalpha mais pas de HIF-2alpha [374,375].

4.2.1.4 La sous-unité HIF-3alpha

Aujourd’hui, nos connaissances sur HIF-3alpha sont encore incomplétes mais il semblerait
que HIF-3alpha agisse comme un régulateur négatif de la transcription des genes cibles de
HIF-1lalpha et HIF-2alpha [399]. HIF-3alpha a une structure similaire a HIF-1alpha et HIF-
2alpha. La différence majeure est I’absence du domaine C-TAD [400]. Le locus d’expression
de HIF-3alpha est soumis a de nombreux épissages alternatifs [401]. Parmi les variantes, la
protéine tronquée la plus décrite est IPAS (inhibitory domain PAS protein) chez la souris
[402] ou HIF3alpha2 chez ’homme [403,404]. Cette protéine ne possede pas de séquence de
transactivation mais peut se lier a HIF-1béta. Ainsi IPAS/HIF3a2 est en compétition avec
HIF-1alpha et HIF-2alpha pour la liaison a HIF-1béta. De fagon intéressante, Makino et al ont
montré que le complexe HIF-1 peut se lier au promoteur de IPAS et induire son expression
[399]. Ceci met en évidence la présence d’un mécanisme de rétrocontrole négatif de la voie

des HIF alpha.

4.2.1.5 Les facteurs de régulation

La tension en oxygene est I’effecteur principal de régulation des HIF. La demi-vie des sous-
unités alpha est trés courte en condition normoxique, inférieure a 5 minutes [405,406]. Malgré
leur haute homologie de séquence et de structure, I’activation de HIF-1lalpha et HIF-2alpha
s’effectue avec une sensibilité différente. HIF-1alpha est actif pendant de courtes périodes (2
a 24h) et stimulé en condition d’hypoxie sévere ou anoxie (<0.1% O,) alors que HIF-2alpha

est actif apres 48-72 heures et a des tensions en oxygene avoisinant les 5% [407].

Cependant, d’autres facteurs tels que les hormones, les phospholipides, certains facteurs de
croissance, certaines cytokines (IL-1béta, TNF-alpha), le pH, la concentration en
calcium/calcineurine, en ions ferreux, en ascorbate... modulent aussi 1I’expression, la stabilité

ou I’activité du complexe HIF en situation de normoxie [343] (Figure 12).
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4.2.2 Tension en oxygene : modulateur de la différenciation chondrogénique

L’hypoxie assure le maintien du phénotype chondrocytaire in vitro [408-412]. Des données en
ce sens ont permis de constater que la culture en hypoxie de chondrocytes articulaires favorise
la production d’agrécane, de collageéne de type II, via la stimulation de 1’expression de SOX9
[21], tout en diminuant I’expression des marqueurs de la dédifférenciation tels que les
collagenes de type I et III [413]. L hypoxie favorise I’expression de SOX9 par la fixation de
HIF-1 et HIF-2 sur son promoteur [414,415] (Figure 13).

Une faible tension en oxygene favorise la maturation de la MEC cartilagineuse [416].
Plusieurs études montrent que 1’hypoxie augmente le taux de synthése des collagenes in vitro
et in vivo [417 ,418,419] et au sein de la plaque de croissance [131]. L hydroxylation des
prolines sur les chaines de pro-collagéne, par I’action des collagen prolyl-4-hydroxylases I et
IT (C-P4Hal et C-P4Hall), est essentielle a I’organisation en triple hélice des fibres de
collagene. Les hydroxylases C-P4Hal et C-P4Hall ont pour cofacteur 1’oxygéne, mais sont
néanmoins capables de fonctionner a des taux d’oxygene faibles [420]. De plus, I’expression
des ARNm codant pour les sous-unités alpha de C-P4Hal et C-P4Hall est augmentée en
condition hypoxique via le facteur de transcription HIF-1, non HIF-2 [421,422].

Les effets d’une faible tension en oxygéne sur le phénotype chondrogénique de CSM ont
¢galement été décrits. En effet, ’amplification de CSM en condition hypoxique stimule leur
engagement dans la voie chondrogénique. Ces conditions de culture miment 1’environnement
hypoxique auquel les cellules mésenchymateuses sont soumises dans les phases précoces de
la chondrogenése [423,424]. De méme, la culture de CSM en présence d’une faible tension en
oxygeéne favorise leur différenciation chondrogénique [425 ,426-429]. Cependant, peu
d’études se sont intéressées aux mécanismes impliqués dans la différenciation
chondrogénique des CSM en condition hypoxique. Kanichai et a/ et Robin ef al ont montré
une augmentation de 1’expression de SOX9 en condition hypoxique dépendante du facteur de
transcription HIF-1lalpha. Dans ces conditions, les voies de signalisation p38MAPK et AKT
sont stimulées [415,430]. Par ailleurs, Hirao et al ont observé que la stimulation de la
différenciation chondrogénique en condition hypoxique est é¢galement médi¢e par p38MAPK
mais indépendamment de SOX9 [431]. Pour finir, Duval ef a/ ont montré que la stimulation
de l’expression de HIF-lalpha dans des MO-CSM in vitro, prévient la formation d’une

matrice minéralisée aprés implantation en site sous-cutané chez la souris nude [432].
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Par ailleurs, la culture en condition hypoxique de chondrocytes et de CSM induites dans la
voie chondrogénique prévient leur différenciation hypertrophique. Ce processus implique une
diminution de I’expression de RUNX2 médiée par une induction de HDAC4, oxygene-
dépendante [108], une répression de Smad6 [431] et I’induction de 1’activité transcriptionnelle
de Nkx3.2 [433,434] (Figure 13). Le mécanisme de transition d’un phénotype chondrocytaire
vers un phénotype hypertrophique semble étre corrélé a une commutation de I’activité de
transcription de HIF-1 vers HIF-2 [435]. En effet, il a ét¢ démontré que HIF-2 est hautement
exprimé dans les chondrocytes hypertrophiques [436] et certainement impliqué dans les
processus cataboliques liés a I’arthrose. Au sein des chondrocytes hypertrophiques et
arthrosiques, HIF-2 induit I’expression du collagéne de type X, de la MMP-13 et du VEGF en
se fixant directement a leur promoteur. Cependant, 1’activation de HIF-2alpha semble étre
majoritairement induite par les facteurs de stress, tel que I’inflammation [134,437] (Figure

13).

L’hypoxie semble donc clé moduler la différenciation chondrogénique. Cette considération a
fait I’objet d’un article publi¢ dans 1’American Journal of Physiology-Physiopathology, ou
nous nous sommes plus particulierement intéressés aux effets de la tension en oxygene sur la

différenciation ostéochondrogénique de CSA.
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ARTICLE I : “Differential effects of hypoxia on osteochondrogenic potential of human

adipose-derived stem cells”
-American Journal of Physiology-Cell Physiology-

Les cellules isolées de la fraction stromale du tissu adipeux humain (CSA) sont une source
cellulaire autologue prometteuse pour I’ingénierie tissulaire du cartilage. La différenciation
chondrogénique des CSA peut étre induite par un milieu de culture inducteur et un
environnement tridimensionel. Etant donné que 1’os est vascularisé et que le cartilage ne I’est
pas, la tension en oxygéne a été suggérée comme pouvant étre un régulateur de la
différenciation ostéochondrogénique. Cette étude s’est attachée a définir les effets de la
tension en oxygene sur le potentiel ostéochondrogénique des CSA. Pour cela, les CSA ont été
cultivées en présence de milieu ostéogénique ou chondrogénique pendant 28 jours, en
monocouche ou au sein d’un environnement tridimensionnel « pellet » sous des tensions en
oxygene de 5 ou 20%. Leur différenciation a été¢ évaluée par RT-PCR en temps réel
(collagene de type II, agrécane, Runx2 et ostéocalcine). La différenciation chondrogénique a
¢été examinée par coloration au bleu alcian et immunomarquage afin de mettre en évidence la
présence respective de glycosaminoglycanes sulfatés et de collagéne de type II. La
différenciation ostéogénique a également été évaluée par coloration des dépdts calciques au

rouge alizarine et par mesure de 1’activité de la phosphatase alcaline.

Lorsque les CSA sont exposées a une faible tension en oxygene en présence de milieu
chondrogénique, 1’expression des marqueurs chondrogéniques est augmentée. Au contraire,
les expressions de Runx2 et de I’ostéocalcine, la minéralisation de la matrice ainsi que
I’activit¢ de la phosphatase alcaline sont diminuées de maniere drastique en condition

hypoxique et ce malgré leur culture en présence de milieu ostéogénique.

Nos résultats suggerent fortement que 1’hypoxie favorise la différenciation chondrogénique
des CSA, tandis qu’elle semble altérer leur potentiel ostéogénique. Ainsi, nos données mettent
en évidence le role régulateur de la tension en oxygene dans les processus de différenciation

chondrogénique et ostéogenique des CSA.

Ces données pourraient nous permettre d’exploiter le potentiel des CSM en ingénierie

tissulaire afin de remplacer ou de restaurer la fonction des tissus ostéo-articulaires.
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ARTICLE I

Differential effects of hypoxia on osteochondrogenic potential of

human adipose-derived stem cells

Christophe MERCERON, Claire VINATIER, Sophie PORTRON, Martial MASSON, Jérome
AMIAUD, Lydie GUIGAND, Yan CHEREL, Pierre WEISS, Jérome GUICHEUX
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Human adipose tissue-derived stem cells (hATSC) have been con-
templated as reparative cells for cartilage engineering. Chondrogenic
differentiation of hATSC can be induced by an enriched culture
medium and a three-dimensional environment. Given that bone is
vascularized and cartilage is not, oxygen tension has been suggested
as a regulatory factor for osteochondrogenic differentiation. Our work
aimed at determining whether hypoxia affects the osteochondrogenic
potential of hATSC. hATSC were cultured in chondrogenic or osteo-
genic medium for 28 days, in pellets or monolayers, and under 5% or
20% oxygen tension. Cell differentiation was monitored by real-time
PCR (COL2A1, aggrecan, Runx2, and osteocalcin). The chondro-
genic differentiation was further evaluated by Alcian blue and immu-
nohistological staining for glycosaminoglycans (GAGs) and type II
collagen, respectively. Osteogenic differentiation was also assessed
by the staining of mineralized matrix (Alizarin Red) and measurement
of alkaline phosphatase (ALP) activity. The expression of chondro-
genic markers was upregulated when hATSC were exposed to hyp-
oxia in chondrogenic medium. Conversely, osteocalcin expression,
mineralization, and ALP activity were severely reduced under hy-
poxic conditions even in the presence of osteogenic medium. Our data
strongly suggest that hypoxia favors the chondrogenic differentiation
of hATSC as evidenced by the expression of the chondrogenic
markers, whereas it could alter their osteogenic potential. Our results
highlight the differential regulatory role of hypoxia on the chondro-
genic and osteogenic differentiation processes of hATSC. These data
could help us exploit the potential of tissue engineering and stem cells
to replace or restore the function of osteoarticular tissues.

adipose tissue-derived stem cells; osteochondrogenesis

CARTILAGE IS A HIGHLY SPECIALIZED tissue that surrounds the ends
of long bones. It is composed of a unique cell type, the
chondrocyte, that is responsible for the synthesis of an abun-
dant extracellular matrix essentially composed of type II, IX,
and XI collagens and proteoglycans (1, 2). Because of the
avascular nature of cartilage, chondrocytes are continuously
exposed to a hypoxic environment with an oxygen level rang-
ing from 2% to 7% (34).

Articular cartilage is frequently damaged through aging,
trauma, and degenerative diseases. These impairments often
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result in further extracellular matrix degradation and ultimately
in the loss of joint function. The absence of vasculature
prevents reparative cells from penetrating the tissue and main-
taining its integrity. As a result, damaged articular cartilage
demonstrates limited capacity for spontaneous repair. Thus the
repair of damaged cartilage remains a clinical challenge. To
address this issue, cell-based therapies and tissue engineering
have become subjects of particular interest. Consequently,
increasing attention is being leveled at the development of
cell-based therapies for articular cartilage repair.

Mesenchymal stem cells (MSC) have recently been consid-
ered as potential reparative cells for articular cartilage repair.
MSC have been historically identified in bone marrow (5, 18,
29) and subsequently isolated from various other tissues such as
adipose tissue and synovial membrane (6, 10, 16). Adipose tissue
is abundant in the organism and easy to harvest (9, 43, 44).
Moreover, human adipose tissue-derived stem cells (hATSC)
have demonstrated their ability to differentiate toward the
adipogenic, myogenic, osteogenic, and chondrogenic lineages
(7, 35, 41). hATSC express typical cell surface markers such as
CD29, CD44, CD90, and CD105 and lack CD34 and CD45 (8).
The chondrogenic differentiation of hATSC is thought to
mimic the chondrogenesis occurring in the growth plate during
the endochondral ossification process (28). During this process,
MSC aggregate and differentiate into chondrocytes that syn-
thesize a hyaline matrix, serving as a scaffold for the formation
of the epiphyseal growth plate (23). These events, which
precede the degradation of the cartilaginous matrix by metal-
loprotease secreted by terminally differentiated chondrocytes,
occur within a hypoxic environment (33). When matrix is
invaded by blood vessels, the tissue becomes oxygenated,
osteoblasts are subsequently produced from blood flow, and
these initiate the calcification of the cartilaginous matrix to
form bone (for review see Ref. 21).

Given that bone is vascularized whereas cartilage is not,
oxygen tension has been suggested as a regulatory factor for
osteogenic and chondrogenic differentiation. On one hand,
extremely low oxygen tensions ranging from 1% to 2% have
been shown to dramatically inhibit the osteochondrogenic
potential of bone marrow and adipose tissue-derived MSC (24,
32). On the other hand, little is known about the effects of
oxygen tension at more physiological levels (3—8%) on both
osteogenic and chondrogenic differentiation and particularly of
adult MSC.

We were therefore interested in determining whether a
physiological low oxygen tension (5%) could differentially
regulate the in vitro osteochondrogenic potential of hATSC. To
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address this issue, we first characterized MSC isolated from
human adipose tissue for their propensity for self renewal, their
expression of cell surface markers, and their ability to differ-
entiate into osteogenic and chondrogenic lineages. Thereafter,
we investigated the effects of 5% O, on the osteochondrogenic
potential of hATSC.

MATERIALS AND METHODS
Materials

Cell culture plastic wares were purchased from Corning (Schipol-
Rijk, The Netherlands). Collagenase crude type IA, red blood cell
lysis buffer, Trypan blue, sodium L-ascorbate, vitamin D3, insulin-
transferrin-selenite (ITS) medium supplement, dexamethasone, Aliza-
rin Red S, Alcian blue, and 2-amino-2-methyl-1-propanol were pur-
chased from Sigma-Aldrich (St. Louis, MO). Hanks* balanced salt
solution (HBSS), Dulbecco’s modified Eagle’s medium high glucose
(4.5 g/l) (DMEM), phosphate-buffered saline (PBS), penicillin-strep-
tomycin, trypsin-EDTA (0.05%-0.53 mM), L-glutamine, and the Su-
perScript III kit were obtained from Invitrogen (Paisley, UK). Bril-
liant SYBR Green Master Mix was obtained from Stratagene (La
Jolla, CA). PCR primers were synthesized by MWG Biotech (Eber-
sberg, Germany). Fetal calf serum (FCS) was from Dominique Dut-
scher (Brumath, France). Monoclonal antibodies against human type
IT collagen and -glycerophosphate were purchased from Calbiochem
(Darmstadt, Germany). Anti-human CD29 and CD105 FITC-conju-
gated antibodies and CD44, CD90, CD34, and CD45 phycoerythrin
(PE)-conjugated antibodies were obtained from Becton Dickinson
(Franklin Lake, NJ). An RNeasy micro kit was purchased from
Qiagen (Courtaboeuf, France). Transforming growth factor (TGF)-1
was obtained from PeproTech (London, UK). Coomassie Plus Assay
reagent was purchased from Pierce (Rockford, IL). Horseradish per-
oxide-conjugated streptavidin (STREPTA PER) was obtained from
Dako (Glostrup, Denmark). All other chemicals were obtained from
standard laboratory suppliers and were of the highest purity available.

Cell Isolation

hATSC cells were isolated by collagenase digestion of lipoaspi-
rates obtained from three different patients undergoing abdominal
plastic surgery who had provided prior informed consent (4, 13). All
protocols were approved by the ethical committee. Briefly, lipoaspi-
rates were washed extensively with HBSS to remove debris. Washed
aspirates were treated with collagenase (0.025%) in HBSS for 1 h at
37°C with gentle agitation. The collagenase was inactivated by addi-
tion of an equal volume of DMEM containing 1% penicillin-strepto-
mycin, 1% L-glutamine, and 10% FCS (control medium). The di-
gested product was then centrifuged at 250 g for 5 min to separate
adipocytes from stromal cells. The supernatant was removed, and the
cell pellet was resuspended in the control medium and filtered through
a 70-wm nylon mesh filter. The filtrate was centrifuged, and the cell
pellet was resuspended in red blood cell lysis buffer. The lysis
reaction was halted by addition of the control medium. The cell
suspension was centrifuged, and the pellet was finally resuspended in
the control medium and plated at 5 X 10* cells/cm? in 75-cm? culture
flasks. Cells were incubated at 37°C in a humidified atmosphere
containing 5% CO» and 95% air, and the culture medium was replaced
24 h after seeding to remove nonadherent cells. Thereafter, the culture
medium was renewed every 2-3 days. To prevent spontaneous dif-
ferentiation, hATSC primary cultures [passage (P)0] were grown to
90% confluence and then detached from the cell culture flask with
trypsin-EDTA.

Characterization

Proliferation assay. hATSC were plated at a density of 1 X 10*
cells/em? in 24-well plates and maintained in the control medium.

DIFFERENTIAL EFFECTS OF HYPOXIA ON OSTEOCHONDROGENESIS

Cells were maintained at 37°C in a humidified atmosphere containing
5% CO, and 95% air. The culture medium was changed every 2-3
days. At the indicated times, cells were treated with trypsin and
counted with Trypan blue exclusion dye. hATSC from PO to P3 were
monitored over a 14-day period for each passage. As described above,
a proliferation assay was also performed on hATSC that had been
cultured for two passages, in the presence of osteogenic medium and
under normoxic or hypoxic conditions over a 28-day period.

Clonogenic assay for fibroblastoid-like colony formation. hATSC
were plated at a density of 10 cells/cm? in 100-mm petri dishes and
cultured in the presence of the control medium. After 14 days, cells
were rinsed with prewarmed PBS, fixed, and stained at room temper-
ature with 0.5% crystal violet in methanol for 30 min and afterwards
gently rinsed with PBS. Colonies were counted with a phase-contrast
light microscope, and aggregates of >50 stained hATSC were considered
as positive for fibroblastoid-like colony formation (CFU-F) (31).

Flow cytometry. hATSC were characterized by flow cytometry
using anti-human CD29 and CD105 FITC-conjugated antibodies and
anti-human CD44, CD90, CD34, and CD45 PE-conjugated antibodies
(Becton Dickinson). The adherent hATSC were detached with tryp-
sin-EDTA, centrifuged for 1 min at 1,200 g, and resuspended in
PBS-BSA (1%)-sodium azide (5%). Aliquots containing 2 X 10°
hATSC were incubated with primary antibodies for 15 min at 4°C.
The suspended hATSC were washed and then analyzed with a
FACSCalibur fluorescence-activated cell sorter (Becton Dickinson).
For each sample, 10,000 events were acquired and analyzed with
CELLQUEST software. Results were expressed as the percentage of
positive cells by comparison with the isotype-matched negative con-
trol antibodies on histogram plots.

Osteogenic Differentiation

Culture. For in vitro osteogenic differentiation of hATSC, cells at
P2 were seeded at a density of 1 X 10 cells/cm? in six-well plates and
cultured in the presence of either control or osteogenic medium for 28
days. Osteogenic medium was composed of the control medium
supplemented with 10 mM B-glycerophosphate, 50 uM sodium L-
ascorbate, and 10 nM vitamin D3. hATSC were maintained at 37°C in
a humidified atmosphere either in normoxic (5% CO- and 95% air) or
hypoxic (5% CO», 90% N>, and 5% O) conditions. Media were
changed every 2-3 days.

Calcium deposition. Calcium deposition was detected with Alizarin
Red S staining as previously described (22). Briefly, hATSC cultured
as described above were washed with cold PBS and stained with 2%
Alizarin Red S solution for 2 min. Stained cells were extensively
washed with deionized water to remove any nonspecific precipitation.
The positive red staining represents the deposition of a calcified
matrix on the differentiated cells.

Alkaline phosphatase activity. ALP activity was evaluated on hATSC
cultured for osteogenic differentiation as previously described (15).
After the indicated time, cells were washed twice with ice-cold PBS
and scraped in a 0.2% aqueous solution of Nonidet P-40. The cell
suspension was then sonicated on ice for 30 s and centrifuged for 5
min at 4°C. Aliquots of supernatants were subjected to a protein assay
with Pierce Coomassie Plus Assay reagent to determine the protein
quantities. ALP activity was assessed at pH 10.3 in 0.1 M 2-amino-
2-methyl-1-propanol containing 1 mM MgCl,. p-Nitrophenylphos-
phate at 10 mM was used as a chromogenic substrate for an optical
density reading at 405 nm. Results were expressed as nanomoles of
inorganic phosphate per minute per milligram of protein.

Chondrogenic Differentiation

Culture. For in vitro chondrogenic differentiation, 5 X 10> hATSC
at P2 were placed into a 15-ml polypropylene tube containing 1 ml of
control medium. They were then centrifuged for 5 min at 250 g. The
tubes were fitted with vented caps to permit gas exchange, and the cell
pellets were maintained at 37°C in a humidified atmosphere contain-
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ing 5% CO, and 95% air. After 24 h, pellets of hATSC were divided
into two experimental groups and cultured either in the presence of
control or chondrogenic medium. The chondrogenic medium was
composed of serum-free DMEM supplemented with 6.25 pg/ml
insulin, 6.25 pg/ml transferrin, 6.25 pg/ml sodium selenite (ITS), 50
nM sodium L-ascorbate, 1078 M dexamethasone, and 10 ng/ml
TGF-B1. Culture media were changed every 2-3 days for 28 days (3).

For in vitro hypoxic differentiation, hATSC were cultured as
described above and placed at 37°C in a humidified atmosphere and
inside a tri-gas incubator (Binder, Tuttlingen, Germany) containing
5% COz, 5% O», and 90% No.

Glycosaminoglycan production. The production of sulfated glycos-
aminoglycans (GAGs) was investigated on pellets by Alcian blue
staining. Pellets were washed with ice-cold PBS and fixed for 20 min
in 100% ethanol. Pellets were then stained at room temperature with
0.1% Alcian blue solution in 0.1 M HCI. After overnight incubation,
the solution was discarded and the pellets were rinsed with 0.1 M HCI
to eliminate nonspecific staining. Photographs were obtained with a
stereomicroscope.

Histology and immunohistochemistry. Pellets were fixed in 10%
formalin and embedded in paraffin. Paraffin sections (5 wm thick)
were deparaffinized with toluene, rehydrated through a graded series
of ethanol, and rinsed in distilled water. Each section was stained with
Alcian blue and Masson’s trichrome as previously described (39). A
three-step visualization system was used (Dako LSAB) for the im-
munohistochemistry. Briefly, paraffin sections were mounted on pre-
treated slides, deparaffinized, rehydrated, and rinsed in distilled water.
Sections were incubated for 10 min with newly diluted 3% H>0O»
solution to inactivate internal peroxidases, followed by trypsin diges-
tion for 10 min. After digestion, slides were incubated for 20 min with
2% diluted goat serum for blocking. Slides were then immunoblotted
with the primary monoclonal mouse antibody against human type II
collagen at 1/100 in PBS for 1 h at room temperature. Incubation with
biotin-labeled anti-mouse antibody for 30 min was followed by 30
min of incubation with horseradish peroxide-conjugated streptavidin.
Antibody binding was visualized with diaminobenzidine (DAB), and
the nuclei were counterstained with hematoxylin. Human nasal carti-
lage was used as a positive control. As a negative control, sections
were processed with identical protocols, but omitting the primary
antibody. Sections were then visualized with a light microscope (Zeiss
Axioplan 2, Gottingen, Germany), with immunopositive areas exhib-
iting brown staining.

Real-Time Polymerization Chain Reaction

For real-time PCR analysis, total RNA was extracted with the
RNeasy micro kit in accordance with the manufacturer’s instructions.
After DNase digestion, RNA was quantified with a UV-spectropho-
tometer (Nanodrop ND-1000, Labtech, Palaiseau, France) and quality
was determined with the Agilent Bioanalyzer 2100 system. Five
hundred nanograms of RNA per sample was reverse transcribed with
the SuperScript III kit in a total volume of 30 pl. Complementary
DNA (cDNA) was amplified in a total volume of 25 wnl of PCR
reaction mix containing 12.5 wl of Brilliant SYBR Green Master Mix
(1X) and 30 nM of SYBR Green reference dye. The sequence and
concentration of each primer set are provided in Table 1. The
real-time polymerase chain reaction was carried out in a MX3000P
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real-time PCR system (Stratagene) under the following conditions: 10
min at 95°C followed by 40 cycles of 30 s at 95°C, 1 min at 60°C, and
30 s at 72°C. The efficiency and specificity of each primer set were
confirmed with standard curves of threshold cycle (C,) values versus
serial dilution of total RNA and melting profile evaluation. C, were
normalized to 3-actin to control for cDNA quantification differences.
Results are reported as relative expression levels.

Statistical Analysis

Each experiment was repeated at least three times with similar
results. Results are expressed as means * SE of triplicate determina-
tions. Comparative studies of means were performed by using one-
way ANOVA followed by a post hoc test (Fisher’s protected least
significant difference), with statistical significance at P < 0.05.

RESULTS
Cell Characterization

Before investigating their differentiation potential, we sought to
characterize MSC isolated from human adipose tissue. With
this aim, hATSC were evaluated for their ability to proliferate
in culture, for their propensity to self-renew by forming fibro-
blastic colonies, and for their expression of typical stem cell
surface markers by flow cytometry. To evaluate the self-
renewal potential of hATSC, CFU-F assays were performed.
This assay revealed the ability of 1.13 * 0.13% of the cells
isolated from the stromal vascular fraction of human adipose
tissue to form colonies. In addition, we observed that the
proliferation of hATSC was constant and not influenced by the
number of passages (data not shown), with a doubling time of
5.15 = 0.79 days. To further characterize hATSC, the expres-
sion of a number of surface markers associated with adult stem
cell phenotype was assessed by flow cytometry from PO to P2.
No expression of CD34 and CD45, markers of the hematopoi-
etic and monocyte/macrophage lineages, respectively, was ob-
served along the different passages (data not shown). In con-
trast, throughout the different passages, an increasing propor-
tion of hATSC were found to express CD29, CD44, CD90, and
CD105. These data reflect an enrichment of the global popu-
lation in cells expressing MSC surface markers (Fig. 1). To-
gether, these results demonstrate that human adipose tissue
contains a population of cells able to proliferate in culture, to
self-renew, and to express surface markers typical of adult
stem cells.

Multidifferentiation Potential

A key characteristic of MSC is also their ability, with
adequate stimuli, to differentiate into multiple lineages such as
the osteogenic and chondrogenic lineages. For osteogenesis,
hATSC were cultured in a monolayer for a 28-day period in the
presence of osteogenic medium as described in MATERIALS AND
METHODS. Osteogenic differentiation was evaluated by the dep-

Table 1. Sequences of primer couples and concentrations used for real-time PCR

Gene Gene Bank Accession No. Sequence Concentration, nM Base Pairs
B-Actin NM_001101 Fwd 5'-CGGGACCTGACTGACTACCTC-3’ 300 197
Rev 5'-TCCTTAATGTCACGCACGATTTCC-3' 600
Aggrecan NM_001135 Fwd 5'-TTCCTGGTGTGGCTGCTGTC-3' 900 95
Rev 5'-TTCTGGCTCGGTGGTGAACTC-3’ 900
COL2A1 NM_001844 Fwd 5'-TCTGCGACGACATAATCTGTGAAG-3’ 300 99
Rev 5'-CAGGGCGAGGTCAGTTGGG-3' 300

AJP-Cell Physiol - VOL 298 « FEBRUARY 2010 « www.ajpcell.org

TTOZ ‘2z aunc uo Bio ABojoisAyd-jj@odle woiy papeojumod




C358

DIFFERENTIAL EFFECTS OF HYPOXIA ON OSTEOCHONDROGENESIS

CD 29 CD 44 CD 90 CD 105
80 2o 70
70 44.45% 6 44.36% 50 81.15% 100 96.16%
60 0 5 80
£50 2] £ 2
PO §40 %40 %40 %60
O30 O30 0 Q40
20 20 20
10 10 10 20
0 0 0 0
10 10" 102 10° 10% 10° 10" 102 10% 10 10° 10" 102 10° 10% 10° 10" 102 10° 10*
FL1-H FL2-H FL2-H FL1-H
100 100 = 100 100
63.13% 56.03% 97.3%
80 80 80
(2] (2] [2] [2])
- +— 60 < 60 +< 60
Pl 3 3 3 3
83 8 40 8 40 8 40
20 20 20
0 0 0 ‘
10° 10" 10* 10° 10* 10° 10" 10* 10° 10* 10° 10" 10% 10° 10* 10° 10" 102 10° 10
FL1-H FL2-H FL2-H FL1-H
150 o 120
56 65.74% 97.10% 97.73%
) £ 90 2 2.
P2 § 5 5 5
[e] o 60 @) @]
(@) O Q O
30
0 0 0
10° 10" 102 10° 10* 10° 10" 10%> 10%® 10* 10° 10" 102 10° 10 10° 10" 102 10%® 10*
FL1-H FL2-H FL2-H FL1-H

Fig. 1. Characterization of human adipose tissue-derived stem cells (hATSC): flow cytometric analysis of hATSC for CD29, CD44, CD90, and CD105
expression. hATSC were cultured in monolayer, in control medium, and under normoxic conditions until confluence; 10,000 events were scored. Results are
expressed as % of positive cells in the whole population on representative histogram plots (n = 3).

osition of a calcified matrix demonstrated by Alizarin Red
staining. Alizarin Red-positive staining was detected as early
as day 14 of culture and gradually increased until day 28 for
cells cultured in the presence of osteogenic medium compared
with cells cultured in the control medium (Fig. 2A). In addition,
measurements were made of ALP activity, a typical marker of
the osteogenic conversion of MSC. After 28 days, ALP activity
was approximately five times higher in hATSC cultured in
osteogenic medium than in control medium with 377.14 =
19.78 and 76.26 *+ 5.76 nmol P;-min~!-mg protein !, respec-
tively (Fig. 2B). On a transcriptional level, differentiated
hATSC exhibited a 4-fold increase and a 1.7-fold increase for
Runx2 and osteocalcin mRNA expression, respectively, com-
pared with control hATSC. These data highlight how hATSC
can potentially differentiate into ALP-positive cells that are
able to mineralize and express Runx2 and osteocalcin, two
major osteoblast-related genes.

For chondrogenic differentiation, hATSC were cultured in a
pellet culture system in the presence of chondrogenic medium
or control medium for a 28-day period. GAG production was
evaluated within the whole pellets by Alcian blue staining.
Pellets cultured in chondrogenic medium appeared positive for

GAG accumulation, as early as day 7 and up to day 28 (Fig. 3A).
To highlight the production of a cartilaginous matrix, pellet
sections were immunostained for the presence of type II
collagen. Only pellets cultured in the presence of chondrogenic
medium displayed positive brown staining, demonstrating the
presence of type II collagen (Fig. 3B). The expression of the
transcripts encoding aggrecan and COL2A1 was also evaluated
by real-time PCR. The expressions of these mRNAs exhibited
6.25 * 0.24- and 10.71 = 0.32-fold increase, respectively, for
aggrecan and type II collagen in chondrogenic medium com-
pared with control conditions (absence of chondrogenic me-
dium) (Fig. 3C). These data clearly indicate that hATSC are
able to differentiate toward the chondrogenic lineage when
grown in the presence of a chondrogenic medium.

Effects of Hypoxia on Osteogenic Differentiation

Given the putative role of oxygen tension in the osteogenic
and chondrogenic differentiation processes, we sought to as-
sess the impact of hypoxia on the osteogenic differentiation of
hATSC. For this purpose, hATSC were cultured in a mono-
layer for 28 days in osteogenic medium and under normal
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Fig. 2. Osteogenic differentiation of hATSC. A: calcium deposition was
investigated at day (D)7, D14, and D28 by Alizarin Red staining. hATSC were
cultured in the absence (—) or presence (+) of osteogenic medium (OM).
B: alkaline phosphatase activity was measured at 28 days. Results are ex-
pressed as means = SE (n = 3). *P < 0.05 compared with control condition
in the absence of OM. C: phenotype of hATSC after 28 days of osteogenic
differentiation. Expressions of the osteogenic markers Runx2 and osteocalcin
were investigated by real-time PCR. Results are expressed as relative expression
level compared with the control condition in the absence of OM. *P < 0.05.

(20% 0O-) or hypoxic (5% O) conditions. Calcium deposition
evaluated by Alizarin Red staining appeared to decrease when
cells were cultured in hypoxic conditions as opposed to those
cultured in normoxia (Fig. 4A). This effect of a 5% O, tension
on osteogenic differentiation was also observed on ALP activ-
ity, which was significantly reduced in hypoxia (Fig. 4B). To
ascertain whether the expression of transcripts was also af-
fected by oxygen tension, we analyzed the levels of Runx2 and
osteocalcin mRNA by real-time PCR. A significant decrease
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was observed for Runx2 and osteocalcin mRNA levels under
low oxygen tension.

To find out whether the negative effect of a 5% hypoxia on
osteogenic differentiation could be due to a decrease in cell
viability or function (40, 42), we investigated the effect of
hypoxia on cell proliferation and protein synthesis during the
osteogenic differentiation of hATSC. The proliferation assay
using Trypan blue exclusion dye (Fig. 5A) and the total amount
of protein measured with the Coomassie Plus Protein Assay
reagent (Fig. 5B) revealed that neither cell viability nor global
protein synthesis was affected by oxygen tension. Indeed, no
significant difference in the number of cells or in the global
amount of protein was detectable between normoxic and hy-
poxic conditions. Considered together, these data strongly
suggest that a 5% O, tension exerts a negative effect on the
osteogenic differentiation potential of hATSC without affect-
ing global protein synthesis and cell viability.

Effects of Hypoxia on Chondrogenic Differentiation

Oxygen tension also plays a major regulatory role in the
appearance and the maintenance of a chondrogenic phenotype
during embryological development (33). We were therefore in-
terested in investigating the effect of oxygen tension on the
chondrogenic differentiation of hATSC. With this aim, hATSC
were cultured in pellets in the presence of chondrogenic medium
for 28 days under normal (20%) or low (5%) oxygen tension.
Chondrogenic differentiation was evaluated at the level of type II
collagen and aggrecan mRNAs by real-time PCR. For both of
these chondrogenic markers, there was no significant difference
due to the exposure to 20% or 5% O, (Fig. 6A). To investigate the
production of cartilaginous matrix components, pellets sections
were stained with Alcian blue and Masson'‘s trichrome as well as
immunostained for type II collagen. Alcian blue staining appeared
positive under both oxygen tensions, indicating the presence of
GAG. In contrast, Masson’s trichrome staining and type II colla-
gen immunostaining only appeared highly positive for the pellets
cultured under 5% oxygen tension (Fig. 6B). To further analyze
the positive effect of oxygen tension on the synthesis of type II
collagen, a time course experiment was performed to evaluate the
expression of mRNA encoding for type II collagen at 7, 14, 21,
and 28 days of chondrogenic differentiation in the presence of
20% or 5% oxygen, as reported above. Our data indicate that type
II collagen expression in normoxia was detectable at day 28.
Interestingly, under hypoxia, type II collagen mRNA expression
was observed 7 days earlier, with a detectable expression as early
as day 21 (Fig. 6C). Together, these results suggest that a 5% O,
tension does not dramatically influence aggrecan expression and
GAG synthesis, whereas it favors an early expression of type II
collagen and its consequent production within the matrix.

DISCUSSION

Tissue engineering strategies for the treatment of cartilage
defects are geared toward the use of alternative sources to
chondrocytes, and particularly adult MSC (38). Adult MSC
have been isolated from numerous tissues such as bone marrow
(5, 18, 29), periosteum (6, 25), synovial tissue (26), and fat (10,
16). Adipose tissue is abundant and easily harvestable by
liposuction and therefore could be a potential source of mes-
enchymal stem cells for cartilage tissue engineering. However,
the optimal culture conditions required for the commitment of
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MSC derived from fat toward the chondrogenic lineage have their ability to proliferate, to self-renew, to express a typical
yet to be defined. In particular, the role of oxygen tension as an MSC set of surface markers, and finally to differentiate toward
environmental factor useful for triggering MSC differentiation the osteogenic and chondrogenic lineages. As described above,
still remains to be determined. Within this context, the objec- hATSC demonstrated their ability to proliferate in culture after
tive of this study was to investigate the effects of low (5%) and  different passages. Their self-renewal potential was also esti-
high (20%) oxygen tension on the osteogenic and chondro- mated by CFU-F assay, and the rate of cells permitting colo-
genic differentiation of hATSC. nies (1.13% = 0.13) was in accordance with those reported for

The interest of the first set of experiments was to character- adult MSC (12). In addition, hATSC surface marker expression
ize the cell population isolated from human lipoaspirates and  was evaluated, and a typical MSC pattern was detected (7, 41,
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Fig. 4. Effects of 5% O. hypoxia on osteogenic differentiation potential of
hATSC: hATSC were cultured in monolayer for 28 days in the presence of
osteogenic medium under normoxic (20%) or hypoxic (5%) conditions. A: calcium
deposition was evaluated by Alizarin Red staining. B: alkaline phosphatase activity
was measured at 28 days. Results are expressed as means = SE (n = 3). *P < 0.05
compared with normoxic condition. C: phenotype of hATSC after 28 days of
osteogenic differentiation under normoxic or hypoxic condition. Expression levels
of the osteogenic markers Runx2 and osteocalcin were evaluated by real-time
PCR. Results are expressed as relative expression level compared with normoxic
condition. *P < 0.05.

43). hATSC were positive for CD29, CD44, CD90, and CD105
and negative for CD34 and CD45 from PO to P2. The expres-
sion of CD34, a hematopoietic stem cell marker (14), in
adipose-derived stem cells appears to be controversial in the
literature. Although some authors have reported a high level of
CD34 expression (11, 27, 30), this molecule was absent in our
cultured hATSC. Another point to emphasize is the fact that as
the number of passages increased, so did the proportion of
positive cells for each surface marker within the global popu-
lation. This could be explained by the enrichment of the cell
population in MSC, given the ability of MSC to proliferate
rapidly in culture. Moreover, hATSC exhibited both osteogenic
and chondrogenic differentiation potentials, suggesting their
multipotentiality. When placed in osteogenesis-specific condi-
tions, this cell population was able to commit to an osteoblastic
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phenotype, as shown by the accumulation of a calcified matrix,
an increased ALP activity, and the expression of osteogenic
markers (Runx2 and osteocalcin). When placed in chondro-
genic conditions, hATSC were also able to undergo a chon-
drogenic differentiation, as shown by the accumulation of
sulfated GAGs and type II collagen within the matrix and the
expression of COL2A1 and aggrecan mRNAs.

After having demonstrated the ability of hATSC to differ-
entiate toward the osteogenic and the chondrogenic lineages,
we sought to evaluate the regulatory role that hypoxia could
play in both these differentiation pathways. First, we focused
on the effects of hypoxia on the osteogenic differentiation of
hATSC. A 5% O, environment seemed to negatively regulate
the osteogenic potential of hATSC by decreasing matrix min-
eralization, ALP activity, and the expression of Runx2 and
osteocalcin mRNAs, as has been also described with bone
marrow MSC cultured under extremely low oxygen tension
(1%) (32). Interestingly, and contrarily to the reported effects
of a 1% hypoxia, the negative effects of a 5% hypoxia on
osteogenesis are not likely to be the result of a deleterious
effect on general cell functions. Indeed, our data indicate that
hypoxia significantly affects neither cell viability nor protein
synthesis. These data strongly suggest that specific levels of
oxygen tension may influence osteogenic differentiation, prob-
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Fig. 5. Effects of 5% O- hypoxia on proliferation and protein synthesis of hATSC
during osteogenic differentiation. A: evolution of hATSC number as a function of
time. hATSC were cultured for the indicated times in monolayer culture in
osteogenic medium and under normoxic (4) or hypoxic ([]) condition. Cell
numbers per square centimeter were evaluated with Trypan blue exclusion dye
staining. Results are expressed as means = SE. B: total amount of protein per well
was measured with the Coomassie Plus Protein Assay reagent. The amount of
protein was investigated after 28 days of osteogenic differentiation under normoxia
(20%) or hypoxia (5%). Results are expressed as means = SE in milligram of
protein per well.
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Fig. 6. Effects of 5% O, hypoxia on the chon- B
drogenic differentiation potential of hATSC. Type II Collagen
hATSC were cultured in pellets for 28 days in Oz level (%0) Alcian Blue Masson’s Trichrome It{ﬂnunos tainging

the presence of chondrogenic medium under
normoxic (20%) or hypoxic (5%) condition.

A: phenotype of hATSC after 28 days of chon-
drogenic differentiation under normoxia (20%)

or hypoxia (5%). Real-time polymerase chain
reaction analysis was performed for the chondro- 20
genic markers aggrecan and COL2A1. Results
are expressed as relative expression level com-
pared with the normoxic condition. B: histolog-
ical analysis of pellet sections. The presence of
sulfated GAGs, total collagens, and type II col-
lagen was investigated by Alcian blue staining,
Masson’s trichrome, and type II collagen immu-
nostaining, respectively. C: evolution of chon-
drogenic differentiation. hATSC were cultured
in pellets in the presence of chondrogenic me-
dium for the indicated times and under normoxic
(20%) (#) or hypoxic (5%) ([]) conditions.
Expression level of COL2A1 was evaluated at
the indicated times. Results are expressed as
relative expression level compared with the nor-
moxic condition on the same day. *P < 0.05. C
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ably through finely tuned molecular mechanisms. Such mech-
anisms, however, merit clarification.

In contrast to osteogenic differentiation, no differences in
COL2A1 and aggrecan mRNA expression levels were detected
after 28 days of culture regardless of the oxygen tension
applied. Interestingly, only cells cultured under hypoxic con-
ditions produced type II collagen in their extracellular matrix,
a typical component of the cartilaginous matrix. These data led
us to hypothesize that a 5% O, tension could stimulate an early
expression of type II collagen in hATSC. To address this issue,
we performed a time course experiment that clearly indicates
that hypoxia induces the expression of type II collagen 1 week
earlier than 20% O, tension. Subsequently, after 28 days,
hATSC cultured under hypoxic conditions have probably ac-
cumulated larger amounts of type II collagen in their extracel-
lular matrix than hATSC cultured under normoxic conditions.
Consistently, it has been reported that embryonic stem cells
cultured under hypoxic conditions enhance their synthesis of
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cartilage protein and biochemical functionality (19). Oxygen
tension can therefore be considered a specific regulatory factor
that differentially affects the osteogenic and chondrogenic
differentiation of MSC. The underlying molecular mechanisms
involved in these differential effects of hypoxia are likely to
involve members of the hypoxia-inducible factor (HIF) family.
These transcription factors are among the most significant
regulators of oxygen sensing in mammals. The role of HIF
family members in the maintenance and expression of a chon-
drogenic phenotype is well acknowledged (20). Conversely,
although hypoxia has been reported to induce a downregulation
of Runx-2 expression through a histone deacetylase 4-mediated
mechanism (17, 37), the role of HIF family members in the
control of osteogenic differentiation has still not yet been fully
ascertained and calls for further attention.

Our data may be relevant to the development of an osteo-
articular tissue engineering strategy. Indeed, the association of
adult MSC with three-dimensional scaffolding biomaterials is
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probably the most promising strategy for bone tissue repair.
However, the oxygen diffusion process, which is restricted to
100-200 wm, drastically limits the supply of oxygen and nutri-
ents to the cells. Consequently, MSC seeded into scaffolds expe-
rience some degree of hypoxia, which may not only limit their
survival (32) but also inhibit their osteogenic potential. When a
high oxygen supply is required, such as for MSC-mediated bone
regeneration, engineered tissue must be vascularized through the
development of a capillary network. Additional strategies for
enhancing vascularization of bone engineered grafts are under
investigation. These include scaffold design (porosity, intercon-
nectivity), the inclusion of angiogenic factors, or prevasculariza-
tion of the engineered constructs (36).

While vascularization-mediated oxygenation of tissue engi-
neered grafts is a major issue for bone repair, the avascular
nature of cartilage probably makes this tissue a more appro-
priate target for biomaterial-assisted regenerative medicine.
Consistently, our data strongly uphold the hypothesis that low
oxygen tension, such as that experienced by MSC when seeded
in biomaterials, may trigger their chondrogenic commitment
required for proper cartilage tissue regeneration.
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4.3 Facteurs bioactifs du milieu de culture chondrogénique

La multiplicité des origines cellulaires, des modes et conditions utilisés dans le cadre de la
différenciation chondrogénique de CSM nécessite 1’¢laboration de milieux de différenciation
adaptés. La composition du milieu de différenciation chondrogénique n’est pas définie de
manicre absolue. Il existe une grande diversit¢ de facteurs morphogéniques pouvant entrer

dans sa composition, et utilisés dans des concentrations variables.

4.3.1 Additifs de base du milieu de culture chondrogénique

Le milieu le plus couramment utilisé pour la différenciation chondrogénique, au regard de la
littérature, est le “DMEM-high glucose” (4,5g/L), supplémenté en acide ascorbique, insuline,
dexaméthasone et TGF-bétal ou TGF-béta3 [438]. Une grande proportion des études exclut le
sérum de la composition du milieu de différenciation. Il a été rapporté que 1’absence de sérum
dans le milieu d’induction permet une meilleure différenciation des CSM [439]. L’usage d’un
milieu sans sérum permet également une formulation mieux contrdlée, reproductible et

adaptée a 1’usage clinique.

L’acide ascorbique est un composant majeur du milieu de différenciation chondrogénique.
L’ascorbate est un cofacteur essentiel des prolyl-lysyl-hydroxylases [440]. Ce sont les
enzymes clés intervenant dans la synthese des collagénes. Il a ét¢ démontré que 1’ascorbate,

en plus de réguler la synthése des collagenes, favorise la synthése d’agrécane [441].

L’insuline via I’activation des récepteurs a I’insuline et I’insulin-like growth factor (IGFR)
joue un role majeur dans la chondrogenése, en stimulant 1’activité anabolique de cellules

chondrogéniques [442].

La dexaméthasone est un glucocorticoide de synthése capable d’activer la différenciation
chondrogénique de CSM de maniere dose et temps dépendant [443]. Cette hormone de
synthése semble potentialiser I’effet de facteurs de croissance [444] et a notamment pour
effets d’augmenter I’expression du facteur de transcription Sox9 et la synthése des protéines

matricielles comme les collagénes de type II, IX et XI ainsi que celle de I’agrécane ou de

COMP dans des chondrocytes ou des CSM [445,446].
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4.3.2 Additifs modulateurs du phénotype chondrogénique

Le choix des additifs pour moduler le phénotype chondrogénique est fondé principalement sur
les études des facteurs décrits au cours de la chondrogenése de la plaque de croissance. Les
mécanismes responsables de la formation et du maintien du cartilage articulaire étant mal
connus a ce jour. Récemment, Johnson et a/ ont identifié la kartogenin comme un stimulateur
de la différenciation chondrogénique de MO-CSM, agissant via une nouvelle voie de
signalisation. La kartogenin se lie a la filamine A et perturbe la liaison de la filamine A avec
le facteur de transcription CBFb (core-binding factor b subunit). L’injection intra-articulaire
de kartogenin prévient le développement de ’arthrose chez la souris en modulant les cellules
endogenes. La kartogenin protége ¢galement les chondrocytes des effets des cytokines pro
inflammatoires [447]. Cette étude démontre ’intérét d’identifier les voies de signalisation
impliquées dans I’homéostasie du cartilage articulaire afin non seulement de définir de
nouvelles cibles thérapeutiques pour le traitement de pathologies du cartilage mais aussi de

développer de nouvelles stratégies d’ingénierie tissulaire.

Actuellement, les stratégies d’ingénierie tissulaire utilisent principalement les membres de la
famille du TGF-béta, FGF, IGF, WNT ou la PTHrP connus pour leurs réles au cours du
processus de différenciation chondrogénique et hypertrophique [448].

4.3.2.1 Superfamille du TGF-béta

La superfamille du TGF-béta est composée d’une trentaine de membres que 1’on retrouve
dans tout le régne animal, dont les TGF-béta, les activines, les BMP et les mycostatines [449].
Ils transmettent un signal intracellulaire par I’interaction de deux récepteurs membranaires :
récepteur de type I (ALK : Activin receptor Like Kinase) et de type II. L’activation de ces
récepteurs transmet un signal via les MAPK (ERK, JNK, p38MAPK) ou via les protéines
Smad. ALK4, 5, 7 activent les voies de signalisation Smad 2/3 et ALK, 2, 3, 6 activent les
voies de signalisation Smad 1/5/8 [450]. Les TGF-béta se fixent aux récepteurs ALK4, 5, 7 et
les BMP se fixent aux récepteurs ALK1, 2, 3, 6. Les membres de la superfamille du TGF-béta
agissent a tous les stades de la chondrogenése [451]. Le profil d’expression au sein de la
plaque de croissance de ces acteurs met en évidence leur implication au cours de la

chondrogenése [452,453] (Figure 14).
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Le TGF-béta stimule 1’expression de la N-cadhérine, favorisant ainsi la condensation et
I’engagement des CSM vers un phénotype chondrogénique. La différenciation
chondrogénique des CSM induites par le TGF-béta est dépendante des voies MAPK. Les
MAPK stimulent la prolifération des CSM, la synthése des protéines matricielles [454] et
régulent la voie WNT [75].

La voie Smad2/3 induit la différenciation chondrogénique en formant un complexe avec
SOX9 pour activer I’expression des marqueurs du phénotype chondrogénique [455].
L’expression du collageéne de type II est ainsi stimulée par le TGF-béta [456]. De plus, les
voies Smad2/3 inhibent la différenciation hypertrophique des chondrocytes de la plaque de
croissance [457]. En effet, les souris dont la protéine Smad3 est mutée ont un développement
anormal et une augmentation du nombre de chondrocyte hypertrophique dans la plaque de

croissance [458] (Figure 15).

A TDinverse, les voies Smadl/5/8 sont requises pour la différenciation hypertrophique. En
effet, les souris déficientes pour Smadl et 5 présentent un séveére déficit en chondrocytes
hypertrophiques [460]. De plus, la stimulation des expressions de Smad6 et Smurfl,
inhibiteurs de la voie de signalisation Smad1/5/8, inhibe 1’hypertrophie des chondrocytes de la
plaque de croissance [461]. La différenciation hypertrophique de MO-CSM est également
inhibée lorsque les voies Smadl1/5/8 sont bloquées [462]. La différenciation hypertrophique
étant majoritairement controlée par RUNX2, il est intéressant de noter 1’interaction des voies
Smad avec ce facteur de transcription [463,464]. La formation du complexe Smadl/RUNX?2
est essentielle pour I’activité transcriptionnelle de RUNX2 alors que ’association de Smad3

avec RUNX2 inhibe ses fonctions [465,466] (Figure 15).

Les membres de la superfamille du TGF-béta sont donc des facteurs clés de la régulation de la

différenciation chondrogénique.

En ingénierie tissulaire du cartilage, les membres de la superfamille du TGF-béta
majoritairement utilisés sont les TGF-bétal et 3 ainsi que les BMP2, 6 et 7 [467]. Leurs effets
sur la différenciation chondrogénique, observés in vitro, varient en fonction de la source
tissulaire des CSM, de la dose utilisée, du temps d’exposition des cellules a ces facteurs ainsi
que de leurs interactions avec les autres composants du milieu de culture (pour revue

consulter : [152,438,467,468]). 1l est largement décrit et admis que les membres de la
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superfamille du TGF-béta induisent la différenciation chondrogénique des CSM. Par ailleurs,

la différentiation hypertrophique est également régulée par certains membres de cette famille.

Le retrait du TGF-béta du milieu d’induction apres 14 jours de culture et I’ajout de facteurs
tels que I’hormone triiodothyronine, favorise la différenciation hypertrophique des CSM
[268]. Cependant, les CSM maintenues en présence de TGF-béta expriment également les
marqueurs du phénotype hypertrophique [267,469]. Par conséquent, bien que les TGF-béta
semblent prévenir la différenciation hypertrophique, probablement via I’activation des voies
de signalisation smad2/3, ils ne semblent pas suffisant pour inhiber totalement I’apparition de

ce phénotype.

De fagon intéressante, les BMP semblent avoir différents effets sur la différenciation
hypertrophique des cellules chondrogéniques. C’est le cas pour les BMP2 et 7. En effet, les
récents travaux de Caron ef a/ ont montré que la BMP7 inhibe la différenciation
hypertrophique de chondrocytes de la plaque de croissance (ATDCS5), de chondrocytes
articulaires ainsi que de CSM engagées dans la voie chondrogénique. Ces auteurs montrent
que D’effet inhibiteur de la BMP7 du phénotype hypertrophique est médiée par le facteur de
transcription Nkx3.2. En effet, Nkx3.2 inhibe I’expression de RUNX2 en se fixant a son
promoteur [470]. A Dinverse, ils montrent que la BMP2 induit la différenciation
hypertrophique de ces types cellulaires. Les auteurs n’ont cependant pas étudié les voies de
signalisation Smad et MAPK [471]. De plus, il semble intéressant de confronter ces données
aux travaux de Knippenberg et al qui montrent qu’un traitement de courte durée (15minutes)
des CSM par la BMP2 ou BMP7 favorise, respectivement, leur engagement soit dans la voie
ostéogénique soit chondrogénique [472]. Par conséquent, la BMP2 semble é&tre pro-

ostéoblastique alors que la BMP7 semble étre pro-chondrogénique.

Pour finir, Hennig et a/ ont comparé ’effet du TGF-bétal, en association avec la BMP6, sur
la différenciation chondrogénique de CSM issues de la moelle osseuse et du tissu adipeux. Ils
montrent que contrairement aux MO-CSM, la présence de BMP6 est nécessaire pour induire
un phénotype chondrogénique des CSA par le TGF-bétal comparable aux MO-CSM. La
BMP6 stimule 1’expression du récepteur de type I aux TGF-béta, faiblement exprimé par les
CSA. Cependant, la différenciation chondrogénique des CSA stimulées par le TGF-bétal et la
BMP6 in vitro conduit a la formation d’une matrice composée de collagéne te type X et

minéralisée in vivo [473].

51



Etude bibliographique

4.3.2.2 Facteurs de croissance des fibroblastes (FGF)

La famille des facteurs de croissance des fibroblastes (FGF) comprend 22 membres [474].
L’importance des FGF au cours du développement squelettique est mis en évidence par le
nombre de chondrodysplasies ou craniosynostoses attribuées aux mutations spécifiques des

genes codant pour les récepteurs au FGF, FGFR-1, -2 et -3 [475].

Le FGF-2 (Fibroblast Growth Factor-2) est un agent hautement mitogéne et largement utilisé
en ingénierie tissulaire du cartilage pour stimuler la prolifération cellulaire. Il favorise
¢galement la différenciation chondrogénique, mis en évidence par le traitement au FGF-2
d’explants de cartilage [476], d’explants de périoste [477] ou de chondrocytes [478] par
exemple. En effet, la liaison du FGF-2 aux récepteurs FGFR1-4 active la voie MAPK/ERK

conduisant a I’augmentation de 1’expression de SOX9 [479].

Le traitement des CSM pendant la phase de prolifération favorise également la différenciation
chondrogénique [311,480] alors que son ajout pendant I’induction de la différenciation
semble inhiber leur différenciation chondrogénique [481]. Ce dernier point est notamment
contesté par I’étude de Chiou ef al. Ces auteurs ont montré que 1’ajout de FGF-2 au milieu

chondrogénique stimule la synthése de collagéne de type II et de GAG [482].

L’utilisation d’autres membres de la famille du FGF, FGF-4, -6, -8 et -9 peut étre envisagée

pour stimuler la prolifération cellulaire [483].

4.3.2.3 Facteurs de croissance apparentés a 1’insuline (IGF)

La famille des facteurs de croissance apparentés a 1’insuline (IGF) comprend deux peptides
hormonaux (IGF-1 et IGF-2), leurs récepteurs IGFR-1 et IGFR-2 ainsi que des régulateurs de
I’activité des IGF : six protéines capables de se lier aux IGF (IGF-binding protein ou IGFBP)
et de multiple protéinase qui régulent I’activité¢ de I’'IGF [484]. L’IGF-2 a un role majeur au
cours du développement embryonnaire et feetal, alors que ’IGF-1 est fortement impliqué dans
les processus de réparation du cartilage. En effet, I'IGF-1 est considéré comme un médiateur
essentiel de ’homéostasie du cartilage. Il participe a 1’anabolisme de la MEC en augmentant
la synthese de PG et de collagene de type 11 in vitro et in vivo [485] et favorise la prolifération

et la survie des chondrocytes [486].
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Ainsi, I’ajout d’IGF-1 a des chondrocytes en monocouche ou a un explant de cartilage
articulaire a un effet anabolique et réduit la réponse catabolique [487-489]. Par ailleurs, IGF-1

induit la prolifération et la différenciation chondrogénique des CSM [490].

Dans un modele de défaut cartilagineux chez le cheval, I'lGF-1 seul est capable d’induire la
migration des chondrocytes. Associé¢ a I’implantation de chondrocytes, il semble améliorer la

réparation tissulaire [491].

Cependant, la réponse des chondrocytes a I’IGF-1 diminue avec 1’dge ou dans un contexte
d’arthrose, probablement en raison d’une augmentation de I’expression des IGFBP [492] qui

diminuent ou préviennent ainsi la liaison des IGF a leurs récepteurs [493].

4.3.2.4 Peptide apparenté a 1’hormone parathyroidienne (PTHrP)

Le PTHrP est un membre de la famille des hormones parathyroidiennes. Il est un agent
modulateur de la différenciation chondrogénique [97]. Au sein de la plaque de croissance, il
participe a la régulation de la chondrogenese en association avec IHH. Le PTHrP inhibe IHH,
inducteur de la prolifération et de la maturation des chondrocytes jusqu’au stade
hypertrophique [494,495]. In vitro, le PTHrP stimule la prolifération des chondrocytes via
I’inhibition de p57 [496]. De plus, l’effet inhibiteur du PTHrP sur le phénotype
hypertrophique serait médié par son action sur I’activité transcriptionnelle de RUNX2 via la

voie de signalisation PKA [113].

Le PTHrP induit la différenciation chondrogénique de CSM issues de la moelle osseuse et du
tissu adipeux, via la stimulation du promoteur de SOX9. Cependant, son effet sur I’expression
du collagéne de type II semble étre dose-dépendant [154,496 ]. De fagon intéressante,
I’expression des collagénes de type X et I ainsi que 1’expression du facteur de transcription
RUNX2 par les CSM cultivées in vitro sont inhibées en présence de PTHrP [496,497]. Ces
résultats suggerent que cette hormone non seulement stimule la différenciation
chondrogénique des CSM mais également prévient le phénotype fibroblastique et

hypertrophique.

4.3.2.5 Modulateurs de la voie des Wingless

Les membres de la famille Wingless (WNT) sont des glycoprotéines riches en cystéines
d'environ 350 acides aminés sécrétées dans le milieu extracellulaire. Cette famille contient
plus de 20 membres [498]. Les WNT exercent leurs effets par ’activation de voies
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canoniques, béta-caténine dépendantes ou non canoniques, béta-caténine indépendantes. De
nombreux membres de la famille des WNT régulent le développement squelettique en jouant
un role dans le controle de la mise en place du phénotype chondrogénique et hypertrophique.
Neuf génes WNT sont exprimés dans la plaque de croissance, WNT-4, -5a, -5b, -10b et -11 a
un niveau élevé et WNT-2b, -7b, -9a et -10a a un niveau plus faible [499]. La différenciation
chondrogénique est bloquée par WNT-1, WNT-4, WNT-7a, WNT-8 et stimulée par WNT-5a
et WNT-5b. Par ailleurs, WNT-5a et WNT-5b régulent la prolifération des chondrocytes et
leur maturation en chondrocytes hypertrophiques [500,501].

L’activation de la béta-caténine participe a la mise en place du phénotype hypertrophique en
favorisant I’expression de RUNX2 [502] et en diminuant I’activité transcriptionnelle de SOX9
[94]. Récemment, Leijten et al ont identifi¢ FRZB (frizzled-related protein) et DKKI
(dickkopf-1) deux inhibiteurs des voies de signalisation WNT et la protéine GREM (gremlin-
1), inhibitrice des BMP, comme marqueurs de cartilage articulaire. L’ajout de ces trois
facteurs au milieu chondrogénique réduit de fagon significative 1’expression du collagéne de
type X et de la phosphatase alcaline [69]. Ainsi, le blocage de la voie béta-caténine réduit la

différenciation chondrogénique hypertrophique in vitro [503].

4.4 Contraintes mécaniques

Les contraintes mécaniques exercées sur les articulations sont essentielles au développement
et a ’homéostasie du cartilage articulaire. Dans un contexte physiologique, le cartilage
articulaire est soumis a différents types de contraintes : compression, pression hydrostatique,
tension et cisaillement [504]. Ces contraintes de différente nature jouent un réle primordial
dans le processus de différenciation et 1’activité anabolique des chondrocytes en favorisant la
synthése des protéines matricielles et en participant a leur organisation [505]. L’importance
des contraintes mécaniques au cours de 1’ossification endochondrale a été mise en évidence
par plusieurs études in vitro. En absence de contraintes mécaniques, il n’y pas de formation
d’un second centre d’ossification. Par opposition, 12 heures de compression dynamique

induisent la formation d’une zone hypertrophique et minéralisée [506].

Il a également été démontré in vitro, que la sollicitation d’explants de cartilage ou de cellules
en culture par des contraintes mécaniques dans une gamme d’intensités et de fréquences
physiologiques stimulait la production et I’organisation des composants de la matrice tout en
préservant I’apparition d’un phénotype hypertrophique [507-510]. En effet, une force de
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compression physiologique, cyclique et intermittente favorise un profil d’expression des
genes chondrogéniques et ce également en absence de TGF-béta [511,512]. La différenciation
hypertrophique est également influencée par les contraintes mécaniques. Par exemple, les
forces de cisaillement augmentent 1’expression des marqueurs hypertrophiques, cet effet serait

médié par RUNX2 [513,514].
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ETUDES EXPERIMENTALES :
Optimisation de ’utilisation de cellules stromales du
tissu adipeux pour une application en ingénierie

tissulaire du cartilage
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L’ingénierie tissulaire est considérée comme un outil prometteur pour la réparation des
lIésions du cartilage articulaire. La stratégie développée au laboratoire INSERM U 791
consiste a combiner des cellules chondrogéniques a un hydrogel d’hydroxypropyl
methylcellulose silanisée (HPMC-Si). Cet hydrogel injectable et auto-réticulant a déja
démontré son potentiel préclinique en ingénierie tissulaire du cartilage lorsqu’il est associé a
des chondrocytes autologues, notamment d’origine nasale [278,296,297]. L’utilisation de
chondrocytes présentant certaines limites (morbidité du site donneur, perte du phénotype en
culture), nous avons souhaité améliorer notre stratégie en associant cet hydrogel a des cellules
stromales multipotentes isolées du tissu adipeux (CSA). Cependant, les stratégies d’ingénierie
tissulaire du cartilage utilisant les CSM comme cellules réparatrices se heurtent a une
problématique majeure: 1’engagement et le controle de la différenciation chondrogénique [7-
9]. La population de CSA étant hétérogene, le potentiel chondrogénique de cellules isolées
d’un méme tissu est variable. Ainsi, stimuler leur engagement semble nécessaire afin
d’implanter une proportion ¢levée de cellules différenciées et de s’affranchir de la formation
d’un tissu fibreux. Par ailleurs, une fois engagée dans la voie chondrogénique, le controle de
leur différenciation semble indispensable pour prévenir 1’apparition du phénotype
hypertrophique, responsable de la minéralisation et de la dégradation de la MEC

cartilagineuse.

Dans ce contexte, 1’objectif de nos travaux fut de déterminer des conditions de différenciation
optimales afin d’orienter les CSA vers un phénotype chondrogénique stable et de favoriser

ainsi la synthése d’une matrice cartilagineuse de type hyalin.

D’un point de vue physiologique, les chondrocytes sont soumis & un environnement
particulier qui conditionne leur activité biologique. Tout d’abord, in vivo les chondrocytes
résident dans un environnement tridimensionnel complexe riche en macromolécules
hydrophiles comme les GAG qui régulent finement la biodisponibilit¢ des morphogenes au
sein de la MEC. [14].De plus, le cartilage articulaire n’étant pas vascularis¢, ces cellules ont
développées des adaptations fonctionnelles permettant le maintien de leurs activités dans un

environnement faible en oxygene [17,22].

En transposant ces observations a la culture de CSM, nous avons émis [’hypothése que les

facteurs environnementaux telles que la dimensionnalité, la tension en oxygene ou encore la
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richesse en GAG pourraient moduler et/ou stabiliser la différenciation chondrogénique des
CSA.

1 Dimensionnalité

1.1 Problématique

La culture en trois dimensions de CSM apporte un microenvironnement favorable a la
différenciation chondrogénique en stimulant les interactions cellule-cellule et cellule-matrice
[277 ,278]. La différenciation chondrogénique des CSM est communément induite par un

systeme de culture tridimensionnel en « pellet » qui favorise ces interactions.

Par ailleurs, la composition du milieu de culture est également un ¢lément clé pour 1’induction
et le contrdle du phénotype chondrogénique [438]. Nous nous sommes également demandé
dans quelle mesure le milieu d’induction peut influencer la formation d’un tissu

chondrogénique in vivo.

Dans le but de déterminer les parameétres de culture cellulaire et un procédé d’association des
cellules avec 1’hydrogel HPMC-Si compatibles avec une procédure facilement applicable a
I’ingénierie tissulaire du cartilage, notre premier objectif a été d’étudier I’impact de la culture
en deux ou trois dimensions en présence ou non du milieu d’induction sur le potentiel

chondrogénique des CSA in vitro et in vivo.

ARTICLE II : “The effect of two- and three-dimensional cell culture on the

chondrogenic potential of human adipose-derived mesenchymal stem cells; after

subcutaneous transplantation with an injectable hydrogel”

-Cell Transplantation -

1.2 Résumé

Lorsque le cartilage articulaire est 1ésé, il ne se répare pas spontanément. L’utilisation de
CSM en association avec un hydrogel a donc été prise en considération afin de réparer ces
défauts cartilagineux. L’objectif de cette étude est de déterminer les conditions optimales de

culture des CSA ainsi que de définir un procédé d’implantation facilement applicable en
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ingénierie tissulaire du cartilage. Pour cela, I’influence de la différenciation chondrogénique
des CSA in vitro (deux ou trois dimensions et présence ou non du milieu d’induction) sur leur
capacité a former du cartilage in vivo en association avec un hydrogel HPMC-Si a été étudié.
Les CSA ont été caractérisées pour leur prolifération, I’expression des marqueurs de surface
et leur multipotence. Le potentiel de différenciation chondrogénique in vitro des CSA,
cultivées au sein de 1I’hydrogel HPMC-Si en présence de milieu contrdle ou chondrogénique,
a été évalué par la mesure des niveaux d’expression de COL2A1, ACAN, COMP et SOX9 par
PCR en temps réel. Des colorations au bleu alcian et immunomarquage pour le collagéne de

type II ont également été réalisées.

Afin de déterminer si les CSA différenciées dans la voie chondrogénique in vitro, peuvent
former un tissu cartilagineux in vivo, des CSA cultivées en monocouche ou en trois
dimensions (pellets) et en présence ou non du milieu d’induction, ont été associées a
I’hydrogel HPMC-Si et implantées en site sous-cutané chez la souris nude. La formation de
cartilage a été évaluée histologiquement par coloration au bleu alcian et immunomarquage

pour le collagéne de type II.

Nos données démontrent que les CSA sont capables de proliférer et de s’auto-renouveler. Les
CSA expriment également les marqueurs de surface typiques des CSM et sont capables de se
différencier vers les lignages adipo- ostéo et chondrogéniques. Les analyses par PCR en
temps réel et histologiques indiquent que 1’hydrogel HPMC-Si permet la différenciation
chondrogénique des CSA en présence de milieu inducteur, comme 1’indique 1’augmentation
du niveau d’expression des marqueurs chondrogéniques. De plus, ’analyse histologique des
implants montre que, quelles que soient les conditions de différenciation in vitro des CSA
(monocouche ou pellet), elles ont la capacité de former un tissu cartilagineux in vivo, comme

I’indique la présence de glycosaminoglycanes sulfatés et de collagene de type II.

Cette ¢étude suggere qu’une induction de la différenciation chondrogénique en monocouche in

vitro est suffisante pour obtenir la formation de tissu cartilagineux in vivo.
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The Effect of Two- and Three-Dimensional Cell Culture on the Chondrogenic
Potential of Human Adipose-Derived Mesenchymal Stem Cells
After Subcutaneous Transplantation With an Injectable Hydrogel
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Borhane Hakim Fellah,*11{ Olivier Gauthier,*{% Olivier Geffroy,*1§ Pierre Weiss,*¥
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d’Ingénierie Ostéo-Articulaire et Dentaire, Group STEP “Skeletal tissue Engineering and Physiopathology,”
Faculté de chirurgie dentaire, Nantes Cedex 1, France
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Articular cartilage is an avascular tissue composed of chondrocytes, a unique cell type responsible for abun-
dant matrix synthesis and maintenance. When damaged, it never heals spontaneously under physiological
circumstances. Therefore, the delivery of mesenchymal stem cells using hydrogel has been considered for
cartilage repair. This study aims at investigating the influence of in vitro chondrogenic differentiation of
human adipose tissue-derived stem cells (hATSCs) on in vivo cartilage formation when associated with a
cellulose-based self-setting hydrogel (Si-HPMC). hATSCs were characterized for their proliferation, surface
marker expression, and multipotency. The in vitro chondrogenic potential of hATSCs cultured within Si-
HPMC in control or chondrogenic medium was evaluated by measuring COL2A1, ACAN, SOX9, and COMP
expression by real-time PCR. Alcian blue and type II collagen staining were also performed. To determine
whether in vitro chondrogenically differentiated hATSCs may give rise to cartilage in vivo, cells differentiated
as a monolayer or in pellets were finally associated with Si-HPMC and implanted subcutaneously into nude
mice. Cartilage formation was assessed histologically by alcian blue and type II collagen staining. Our data
demonstrate that hATSCs exhibited proliferation and self-renewal. hATSCs also expressed typical stem cell
surface markers and were able to differentiate towards the adipogenic, osteogenic, and chondrogenic lineages.
Real-time PCR and histological analysis indicated that Si-HPMC enabled chondrogenic differentiation of
hATSCs in inductive medium, as demonstrated by increased expression of chondrogenic markers. In addition,
histological analysis of implants showed that chondrogenically differentiated hATSCs (monolayers or pellets)
have the ability to form cartilaginous tissue, as indicated by the presence of sulphated glycosaminoglycans and
type II collagen. This study therefore suggests that an in vitro induction of hATSCs in 2D was sufficient to
obtain cartilaginous tissue formation in vivo. Si-HPMC associated with autologous hATSCs could thus be a
significant tool for regenerative medicine in the context of cartilage damage.

Key words: Tissue engineering; Cartilage; Hydrogel; Human adipose-derived stem cells (hATSCs);
Chondrogenic differentiation

INTRODUCTION cytes, a unique cell type responsible for an abundant

extracellular matrix (ECM) synthesis and maintenance

Articular cartilage (AC) is a highly specialized con- (13). This matrix is composed of collagens and proteo-
nective tissue that covers the end of bone and forms the glycans, mainly type II, IX, and XI collagens and ag-
smooth surface on joints. It is composed of chondro- grecan (1,24). The collagen network gives AC its shape
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and strength, while proteoglycans contribute to hydro-
philicity and resistance to mechanical stress.

AC is an avascular and aneural tissue (25,44) and, as
a consequence, damaged or degenerative AC never heals
spontaneously under normal circumstances. Therefore,
damage to the articular surface is irreversible and may
lead to long-term joint degeneration.

Surgical treatments such as subchondral drilling or
autologous periosteum (34), perichondrium (10), and os-
teochondral (30) tissue transplants were initially consid-
ered in early studies. However, none of these techniques
resulted in a complete regeneration of native cartilage
(22,25,38). Consequently, the development of cell-based
therapies for the regeneration of AC has recently been
contemplated (51). Among the various cell-based thera-
pies that have been investigated, autologous chondrocyte
transplantation (ACT) (11) is currently the only one that
is FDA approved. This technique, however, has signifi-
cant limitations such as donor site morbidity and the de-
differentiation of chondrocytes towards a fibroblastic
phenotype in monolayer culture (7). Consequently, this
invasive surgery ultimately leads to the formation of fi-
brous transitory cartilage that is biochemically and bio-
mechanically inferior to healthy articular cartilage.

For these reasons, much research has focused on
finding alternative sources of cells for cartilage repair.
This research has led to the identification of autologous
mesenchymal stem cells (MSCs) as candidate cells for
the regeneration of tissues or organs. Their self-renewal,
long-term viability, and multilineage differentiation po-
tential make them particularly suitable. Adult MSCs
were initially isolated from bone marrow (4,28,33) and
characterized for their ability to proliferate in culture
and to differentiate into a wide variety of cell types in
response to the appropriate culture system (32). How-
ever, bone marrow sampling is an uncomfortable and
painful procedure and the heterogeneity of the sample,
which contains both hematopoietic and mesenchymal
stem cells, reduces the number of MSCs obtained. Adi-
pose tissue, like bone marrow, derives from the embry-
onic mesenchyme and contains multipotent cells (56).
This tissue type has the advantage of being obtained un-
der local anesthesia with relatively little discomfort and
less donor site morbidity. It also contains MSC in larger
numbers than in bone marrow (27). Human adipose-
derived stem cells (hATSCs) have also been shown to
have multilineage potential, forming bone, cartilage, and
fat (3,55). hATSCs therefore provide a promising alter-
native to chondrocytes and bone marrow MSCs for car-
tilage tissue engineering (23,46).

Tissue engineering strategies combining environmen-
tal factors and biomaterials to induce the commitment of
MSCs to a chondrogenic phenotype show considerable
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promise as a mean of regenerating cartilage (35). Three-
dimensional cultures within biomaterials are known to
provide a suitable environment for the induction and
maintenance of the chondrogenic phenotype (14,15,51,
52). To date, various biomaterials have been evaluated
for cartilage repair, including protein-based, polysaccha-
ride-based, and synthetic matrices (25). Unfortunately,
some of these have been reported to induce inflamma-
tory responses in vivo. Within this context, we have de-
veloped a self-setting hydrogel consisting of silanized
hydroxypropylmethyl cellulose (Si-HPMC) (8). Si-HPMC
hydrogel has previously been shown to stimulate the
chondrogenic potential of chondrocytes both in vitro in
3D culture and in vivo (47,49,50).

Given these data, we became interested in the poten-
tial breakthrough that the association of hATSCs and Si-
HPMC could make in the development of biomaterial-
assisted cell therapy for cartilage repair.

This study therefore aimed at investigating the influ-
ence of the in vitro chondrogenic differentiation condi-
tions of hATSCs on in vivo cartilage formation when
associated with Si-HPMC hydrogel. We first character-
ized MSCs isolated from human adipose tissue for their
propensity to self-renew, to express cell surface markers,
and to differentiate into adipogenic, osteogenic, and
chondrogenic lineages. Next, we evaluated the in vitro
chondrogenic potential of hATSCs cultured within Si-
HPMC hydrogel. To conclude, we investigated the abil-
ity of a hybrid construct combining hATSCs and Si-
HPMC hydrogel to form neocartilage in vivo. To this
end, hATSCs were predifferentiated in vitro in mono-
layers or pellets prior to injection with Si-HPMC into
subcutaneous pockets in nude mice.

MATERIALS AND METHODS
Materials

Hydroxypropylmethyl cellulose (HPMC) E4M1 was
purchased from Colorcon-Dow chemical (Bougival,
France). Glycidoxypropyltrimethoxysilane (GPTMS) was
obtained from Acros (Geel, Belgium). Cell culture plas-
tic wares were purchased from Corning BV (Schipol-
Rijk, The Netherlands). Hank’s balanced sodium salt
(HBSS), Dulbecco’s modified Eagle medium high glu-
cose (DMEM, 4.5 g/L), phosphate-buffered saline (PBS),
penicillin/streptomycin, trypsin/EDTA (0.05%/0.53 mM),
L-glutamine, and superscript III kit were obtained from
Invitrogen Corporation (Paisley, UK). 4-(2-Hydroxye-
thyl)-1-piperazineethanesulfonic acid (HEPES), colla-
genase crude type IA, red blood cell lysis buffer, trypan
blue, sodium L-ascorbate, vitamin D;, insulin transferrin
sodium selenite (ITS) media supplement, dexametha-
sone, 1-methyl-3-isobutylxanthine (IBMX), indometha-
cin, crystal violet, alizarin red S, alcian blue, and Oil
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Red O were purchased from Sigma-Aldrich (St. Louis,
MO). Rosiglitazone was obtained from Cayman chemi-
cal (Ann Arbor, MI). Brilliant® SYBR® Green Master
Mix was obtained from Stratagene (La Jolla, CA). PCR
primers were synthesized by MWG Biotech (Ebersberg,
Germany). Fetal calf serum (FCS) was purchased from
Dominique Dutscher (Brumath, France). Monoclonal
antibody directed against human type II collagen was
purchased from MP Biomedicals (Solon, OH). B-Gly-
cerolphosphate was obtained from Calbiochem (Darm-
stadt, Germany). Anti-human CD29 and CD105 fluores-
cein isothiocyanate-conjugated antibodies and CD44,
CD49d, CD90, CD34, and CD45 phycoerythrin-conju-
gated antibodies were obtained from Becton Dickinson
(Franklin Lake, NJ). Transforming growth factor-Bl
(TGF-B1) was obtained from PeproTech Inc. (London,
UK). Horseradish peroxide-conjugated streptavidin
(STREPTA PER) was obtained from Dako (Glostrup,
Denmark). An RNeasy micro kit was purchased from
Qiagen (Courtaboeuf, France). All other chemicals were
obtained from standard laboratory suppliers and were of
the highest purity available.

Characterization of Human ATSC

Cell Isolation. hATSCs were isolated by collagenase
digestion of lipoaspirates obtained from three different
patients undergoing liposuction and who had given their
informed consent. All protocols were approved by the
French national ethical committee. Briefly and as pre-
viously described (20,36), lipoaspirates were washed ex-
tensively with HBSS to remove debris. Washed li-
poaspirates were treated with collagenase (0.025%) in
HBSS for 1 h at 37°C with gentle agitation. The colla-
genase treatment was inactivated by adding an equal
volume of DMEM containing 1% penicillin/streptomy-
cin, 1% L-glutamine, and 10% FCS (control medium).
The digested product was then centrifuged at 250 X g
for 5 min to separate adipocytes from stromal cells. The
supernatant was removed and cells were resuspended in
the control medium and filtered through a 70-um nylon
mesh filter. The filtrate was centrifuged and cells resus-
pended in red blood cell lysis buffer. The lysis reaction
was stopped by adding control medium. The suspension
was centrifuged and cells were finally resuspended in
control medium and plated at 5x 10* cells/cm? in 75-
cm? culture flasks. Cells were incubated at 37°C in a
humidified atmosphere containing 5% CO, and 95% air
and the culture medium was replaced 24 h after seeding
to remove nonadherent cells. Thereafter, the culture me-
dium was renewed every 2—3 days. To prevent sponta-
neous differentiation, hATSC primary cultures (PO)
were grown to 90% confluence and then detached from
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the cell culture flask using trypsin/EDTA. For all subse-
quent experiments hATSCs were used at passage 2.

Proliferation Assay. hATSCs were plated at a den-
sity of 1 x10* cells/cm? in 24-well plates and main-
tained in control medium. Cells were detached daily
with trypsin/EDTA and counted using trypan blue ex-
clusion dye. hATSCs from PO to P3 were monitored
over a 14-day period for each passage. Results were ex-
pressed as doubling time. Cell doubling time (DT) and
cell doubling number (CD) were calculated from counts
(Ny: final cell number, N;: initial cell number) and cell
culture time (CT) according to the following 2 formulae:
CD = In(N/N;)/In(2), and DT = CT/CD.

Clonogenic Assay for Fibroblastoid-Like Colony
Formation (CFU-F). hATSCs were plated at a density
of 10 cells/cm? in 100-mm petri dishes and cultured in
the presence of control medium. After 14 days, cells
were rinsed with prewarmed PBS, fixed, and stained at
room temperature with 0.5% crystal violet in methanol
for 30 min and afterwards gently rinsed with PBS. Colo-
nies were counted using a phase contrast light micro-
scope and aggregates of >50 stained hATSCs were con-
sidered as positive for CFU-F (40). Results were expressed
as the percentage of cells able to form colonies.

Flow Cytometry. hATSCs (from PO to P2) were
characterized by flow cytometry using anti-human
CD29 and CD105 FITC-conjugated antibodies and anti-
human CD44, CD49d, CD90, CD34, and CD45 PE-
conjugated antibodies (36). The adherent hATSCs were
detached using trypsin/EDTA, centrifuged for 1 min at
1,200 x g, and resuspended in PBS/BSA (1%)/sodium
azide (5%). Aliquots containing 2 x 10° hATSCs were
incubated with antibodies for 15 min at 4°C. The sus-
pended hATSCs were washed and then analyzed using a
FACSCalibur fluorescence-activated cell sorter (Becton
Dickinson, Franklin Lake, NJ). For each sample, 10,000
events were acquired and analyzed using CELLQUEST
software. Results were expressed as the percentage of
positive cells compared with the isotype-matched nega-
tive control antibodies on histogram plots.

Multipotent Cell Differentiation Assay

For the in vitro adipogenic differentiation of hATSCs,
cells were seeded at a density of 3 x 10* cells/cm? in six-
well plates and cultured either in the presence of control
or adipogenic medium for 14 days. The adipogenic me-
dium consisted of the control medium supplemented
with 1 uM dexamethasone, 0.5 mM IBMX, 200 uM in-
domethacin, 10 pg/ml insulin, 10 pg/ml transferin, 10
ng/ml sodium selenite, and 5 UM rosiglitazone. hATSCs
were maintained at 37°C in a humidified atmosphere
(5% CO, and 95% air). Media were changed every 2-3
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days. Adipogenesis of hATSCs was assessed by staining
cells with Oil Red O for the lipid droplet detection.
hATSCs cultured as described above were washed with
ice-cold PBS and fixed in 10% formalin successively for
5 min and 1 h with fresh formalin at room temperature.
The formalin was then discarded and the wells rinsed
with 60% isopropanol. Once the wells had completely
dried, 0.35% Oil Red O solution in 60% isopropanol
was added for 10 min. Stained cells were extensively
washed with deionized water to remove any nonspecific
staining. Samples were visualized using a light micro-
scope (Zeiss Axioplan 2, Gottingen, Germany) with red
staining, indicating the presence of lipid droplets.

For the in vitro osteogenic differentiation of hATSCs,
cells were seeded at a density of 1 x 10* cells/cm? in six-
well plates and cultured either in the presence of control
or osteogenic medium for 28 days, as previously de-
scribed (36). The osteogenic medium was composed of
the control medium supplemented with 10 mM B-glycer-
ophosphate, 50 UM sodium L-ascorbate, and 10 nM vita-
min D;. hATSCs were maintained at 37°C in a humidi-
fied atmosphere (5% CO, and 95% air). Media were
changed every 2-3 days. Osteogenesis was evaluated by
the deposition of calcified matrix that was detected us-
ing Alizarin Red S staining as previously described (36).
Briefly, hATSCs cultured as described above were
washed with cold PBS and stained with 2% Alizarin Red
S solution for 2 min. Stained samples were extensively
washed with deionized water to remove nonspecific
staining. Samples were visualized using a light micro-
scope with red staining, indicating the presence of cal-
cium deposits.

For the in vitro chondrogenic differentiation of hATSCs,
5% 10° cells were placed into a 15-ml polypropylene
tube containing 1 ml of control medium, as previously
reported (36). They were then centrifuged for 5 min at
250 x g. The tubes were fitted with vented caps to per-
mit gas exchange, and the cell pellets were maintained
at 37°C in a humidified atmosphere containing 5% CO,
and 95% air. After 24 h, pellets of hATSCs were divided
into two experimental groups and cultured either in the
presence of control (CT) or chondrogenic (CH) medium.
The chondrogenic medium was composed of serum-free
control medium supplemented with 1% L-glutamine,
6.25 pg/ml insulin, 6.25 pg/ml transferin, 6.25 ng/ml
sodium selenite (ITS), 50 nM sodium L-ascorbate, 107
M dexamethasone, and 10 ng/ml TGF-B1. Culture me-
dia were changed every 2-3 days for 28 days (12).

Chondrogenesis was evaluated by the production of
sulphated glycosaminoglycans (GAG). GAG production
was investigated on pellets by alcian blue staining. Pel-
lets were fixed in 10% formalin and embedded in paraf-
fin. Paraffin sections (5 um thick) were deparaffinized
with toluene, rehydrated through a graded series of etha-
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nol, and rinsed in distilled water. Sections were then
stained with alcian blue. Samples were visualized using
a light microscope (Zeiss Axioplan 2, Gottingen, Ger-
many) (36). Alcian blue staining indicated the presence
of sulphated GAG.

Three-Dimensional Chondrogenic Differentiation
of hATSCs Into Si-HPMC Hydrogel

Preparation of Si-HPMC Hydrogel. As previously
described, the synthesis of Si-HPMC was performed by
grafting 14.24% of 3-glycidoxypropyltrimethoxysilane
onto E4M1 in heterogeneous medium (9). Si-HPMC
powder (3% w/v) was solubilized in 0.2 M NaOH under
constant stirring for 48 h. The solution was then steri-
lized by steam (121°C, 20 min). To allow the formation
of a reticulated hydrogel, the solution was finally mixed
with 0.5 volume of 0.26 M HEPES buffer. Final product
is a viscous liquid at pH 7.4, allowing cell incorporation.
The mixture cell/hydrogel then reticulates in approxi-
mately 30 min as described previously (9,21).

Culture of hATSCs in Si-HPMC. As previously de-
scribed hATSCs were collected and gently mixed with
Si-HPMC hydrogel, prepared (49) at a density of 2 X
109 cells/ml of hydrogel. The hATSC/Si-HPMC mixture
(1 ml) was seeded in 12-well plates and incubated at
37°C and 5% CO,. After a 2-h incubation, control me-
dium was added. After 24 h, hATSC/Si-HPMC con-
structs were separated into two experimental groups and
cultured either in the presence of control or chondro-
genic medium. hATSCs were maintained at 37°C in a
humidified atmosphere (5% CO, and 95% air) for 21
days. Media were changed every 2-3 days.

Analysis of the Chondrogenic Differentiation of hATSCs.
For real-time PCR analysis, total RNA was extracted
from the construct samples using an RNeasy micro kit in
accordance with the manufacturer’s instructions. After
DNase I digestion, RNA was quantified using a UV-
spectrophotometer (Nanodrop ND-1000, Labtech, Pa-
laiseau, France) and the quality was determined with the
Agilent Bioanalyser 2100 system. One microgram of
RNA per sample was reverse-transcribed using the su-
perscript III kit in a total volume of 20 pl. Complemen-
tary DNA (cDNA) was amplified in a total volume of
25 ul PCR reaction mix containing 12.5 pl of Brilliant®
SYBR® Green Master Mix (1x) and 30 nM of SYBR
green reference dye. The sequence and concentration of
each primer set are provided in Table 1. The real-time
PCR was carried out in a MX3000P® real-time PCR
system (Stratagene) under the following conditions: 10
min at 95°C followed by 40 cycles of 30 s at 95°C, 1
min at 60°C, and 30 s at 72°C. The efficiency and speci-
ficity of each primer set were confirmed with standard
curves of cycle threshold (Ct) values versus serial dilu-
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Table 1. Sequences of Primer Pairs, Gene Bank Accession Numbers Used for Real-Time RT-PCR Analysis,
and Size of PCR Products
Gene Bank Base
Accession Pairs
Gene Number Sequence (bp)
B-ACTIN NM_001101  Forward 5-CCAACCGCGAGAAGATGA-3’ 97
Reverse 5'-CCAGAGGCGTACAGGGATAG-3’
Type 1II collagen (COL2AI) NM_001844  Forward 5-TGTCAGGGCCAGGATGTC-3’ 63
Reverse 5'-ATCATTATACCTCTGCCCATCC-3’
Aggrecan (ACAN) NM_001135 Forward 5'-CCTCCCCTTCACGTGTAAAA-3’ 64
Reverse 5'-GCTCCGCTTCTGTAGTCTGC-3’
Sex determining region Y-box 9 (SOX9) NM_000346 Forward 5'-GTACCCGCACTTGCACAAC-3’ 72
Reverse 5'-TCGCTCTCGTTCAGAAGTCTC-3’
Cartilage oligomeric matrix protein (COMP) NM_000095 Forward 5-GCACCGACGTCAACGAGT-3’ 63

Reverse 5-TGGTGTTGATACAGCGGACT-3’

tion of total RNA and melting profile evaluation. Cycle
thresholds were normalized to B-actin to control for
cDNA quantification differences. Results were reported
as relative expression levels.

For histological and immunohistological analysis, as
described above, construct samples were prepared in the
same manner as pellets. Tissue sections were stained
with alcian blue and immunostained for type II collagen
as previously described (36). Human nasal cartilage sec-
tions were used as a positive control. As a negative con-
trol, sections were processed using identical protocols,
but omitting the primary antibody. Sections were then
visualized using a light microscope with immunoposi-
tive areas exhibiting brown staining.

In Vivo Chondrogenic Potential of hATSCs

To investigate whether constructs associating Si-
HPMC and hATSCs enable the formation of a cartilagi-
nous tissue in vivo, we implantated constructs into sub-
cutaneous pockets of 1-month-old nude mice (Swiss
nude mice, Charles River, L’ Arbresle, France). hATSCs
were cultured in monolayers (10,000 cells/cm?) (2D) or
in pellets (3D) in the presence of control or chondro-
genic medium for 3 weeks. At the end of the culture
period, cells or pellets were histologically processed for
alcian blue staining. Samples were also processed for
transcript analysis by real-time PCR as described above.

For implantation into nude mice, human ATSC were
cultured for 3 weeks in monolayers (10,000 cells/cm?)
(2D) or in pellets (3D) in the presence of control or
chondrogenic medium. Cells cultured in 2D were indi-
vidualized and collected by tryspin/EDTA treatment, an
additional digestion step using collagenase was needed
to properly disrupt the pellets. Briefly, pellets were

treated with collagenase (0.25 mg/ml) in HBSS for 30
min at 37°C under constant stirring. Collagenase was
inactivated by adding an equal volume of control me-
dium. Pellets were then disrupted through repeated pi-
petting. Cells were finally centrifuged at 250 X g for 5
min. Individualized hATSCs (5x 10°) were gently
mixed with 250 pl of Si-HPMC hydrogel prior its reticu-
lation and implanted subcutaneously into nude mice as
previously described (48). Si-HPMC was also exclu-
sively implanted and used as a negative control. Primary
horse nasal chondrocytes (HoNC) were associated (5 X
10° HoNC/250 ul Si-HPMC) with Si-HPMC and in-
jected subcutaneously to serve as a positive control. Ac-
cording to a protocol modified from (47), HONC were
isolated from the nasal cartilage of an 18-month-old
adult female horse. Briefly, the nasal septum was cut
into small slices and digested at 37°C with 0.05% hyal-
uronidase in HBSS for 10 min, then with 0.2% trypsin
for 15 min and with 0.2% type II collagenase for 30
min. Finally, slices were digested overnight at 37°C in
0.03% collagenase in DMEM. The suspended HoNC
were plated at a density of 1 x 10* cells/cm? in 25-cm?
culture flasks and cultured in control medium. The cells
were maintained for 21 days at 37°C in a humidified
atmosphere of 5% CO, and the culture medium was
changed every 2—3 days.

The six different conditions (hATSCs cultured in 2D
CT, 2D CH, 3D CT, 3D CH, HoNC, and Si-HPMC
alone) were tested in triplicate and nine animals received
implants (two implants per animal). Animal care was
provided at the experimental therapeutic unit of the
Nantes medical school in compliance with European di-
rectives for conducting animal experiments. Animals
were sacrificed 5 weeks after implantation and the sam-
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ples were processed histologically as described above.
A double-blind randomized scoring was performed by
two well-versed independent examiners on each section
(n =3 per replicate) to evaluate the nodule density, the
alcian blue staining and the type II collagen immuno-
staining intensity (a score from O to 4 for each criterion
with the highest score awarded reflecting the best condi-
tion).

Statistical Analysis

Each experiment was repeated at least three times
with similar results. Results are expressed as mean *
SEM of triplicate determinations. The comparative stud-
ies of means were performed by using one-way ANOVA
followed by a post hoc test (Tukey’s honestly significant
difference) with a statistical significance at p < 0.05.

RESULTS
Cell Characterization

Firstly, we aimed at characterizing mesenchymal
stem cells isolated from the stromal vascular fraction
(SVF) of human adipose tissue for their ability to pro-
liferate and to self-renew. To this end, the ability of
hATSC:s to proliferate in culture as well as their propen-
sity to self-renew by forming fibroblastic colonies was
evaluated at different passages (from PO to P2). hATSCs
were found to exhibit fibroblast-like morphology and
were able to proliferate with a doubling time of 5.15 +
0.79 days. Moreover, this proliferation rate was constant
over time and number of passages (data not shown). In
addition, 1.13 £ 0.13% of cells from the SVF were able
to form colonies, as measured by CFU-F assay.

Secondly, mesenchymal stem cells are known to ex-
press typical surface markers. Therefore, the expression
of cell surface markers associated with adult stem cell
phenotype was investigated by flow cytometry on hATSCs
from passages 0 and 2. The hATSCs strongly expressed
the stem cell markers CD29, CD44, CD49d, CD90, and
CD105 (Fig. 1) but were negative for the hematopoietic
and macrophage/monocyte cell markers CD34 and
CD45 (Fig. 1). Considered together, these data demon-
strate that the SVF of human adipose tissue contains a
cell population exhibiting adult stem cell features such
as the ability to proliferate in culture, to self-renew, and
to express typical surface markers.

Multidifferentiation Potential

As described previously (36), another major charac-
teristic of adult MSCs is their ability to differentiate to-
wards multiple lineages. Adipogenesis, osteogenesis, and
chondrogenesis are the three differentiation pathways
most commonly described for MSCs. Consequently, to
evaluate their multilineage differentiation potential,
hATSCs were differentiated towards adipogenesis, os-
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teogenesis, and chondrogenesis. Cells cultured in control
medium were negative for lipid droplet detection (Fig.
2a). In contrast to this, hATSCs treated for 14 days with
adipogenic medium exhibited positive Oil Red O stain-
ing, revealing the presence of vacuoles containing neu-
tral lipids (Fig. 2b). After a 28-day period, control cul-
tures did not form cell aggregates and were negative for
mineral deposition (Fig. 2¢). As expected, in the pres-
ence of osteogenic medium, hATSCs formed cell nod-
ules positively stained by alizarin red, demonstrating the
deposition of a mineralized matrix (Fig. 2d). Finally,
control cells cultured in pellet did not show specific
staining (Fig. 2e), whereas chondrogenically differenti-
ated hATSCs displayed positive alcian blue staining
(Fig. 2f), demonstrating a high content of sulphated
GAG. Taken together, these results highlight the in vitro
adipogenic, osteogenic, and chondrogenic potential of
hATSCs.

In Vitro Chondrogenic Potential of hATSCs
in Si-HPMC

Prior to testing the ability of hATSC to form cartilage
in vivo when transplanted with Si-HPMC, we sought to
investigate whether hATSCs could differentiate towards
the chondrogenic lineage when cultured three-dimen-
sionally within Si-HPMC hydrogel. For this purpose,
hATSCs were cultured within Si-HPMC hydrogel in the
presence of chondrogenic or control medium for a
28-day period. The expression of transcripts encoding
COL2A1, ACAN, SOX9, and COMP was evaluated by
real-time PCR. The expression levels of these mRNA
substantially increased for hATSCs cultured in chondro-
genic medium compared to the control condition, with a
significant 8-, 123-, 4.5-, and 36-fold increase for
COL2A1, ACAN, SOX9, and COMP, respectively (Fig.
3A). The production of a cartilaginous matrix was also
evaluated by alcian blue staining for the presence of sul-
phated GAG (Fig. 3B, a, b) as well as the specific detec-
tion of type II collagen by immunostaining (Fig. 3B, c,
d). The histological evaluation demonstrated that only
hATSCs cultured in chondrogenic medium displayed
nodules positive for sulphated GAG (Fig. 3B, b) and
type II collagen (Fig. 3B, d).

Taken together, these data demonstrate that the Si-
HPMC hydrogel provides a three-dimensional environ-
ment allowing for the in vitro differentiation of hATSCs
towards the chondrogenic lineage.

In Vivo Cartilaginous Tissue Formation

To determine whether in vitro differentially cultured
hATSCs can comparably give rise to cartilaginous tis-
sue, we subsequently conducted an in vivo implantation
experiment. hATSCs were cultured for a 3-week period
in monolayers (2D) or pellets (3D) and in the presence
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Figure 1. Characterization of human adipose tissue-derived stem cells (hATSCs) at P2. Flow
cytometric analysis of hATSC for CD29, CD44, CD49d, CD90, CD105, CD34, and CD45 expres-
sion. Cytometric analysis was performed as described in the Materials and Methods section. Re-
sults are expressed as the percentage of positive cells in the whole population (n = 3). *p < 0.05
compared with the isotype-matched control antibodies.

of control or chondrogenic medium. After the 3-week
period of in vitro culture, chondrogenic differentiation
of hATSCs was investigated. Moreover, hATSCs from
the same experiment were injected in association with
Si-HPMC into subcutaneous pockets of nude mice for a
5-week period.

To find out whether differentially cultured hATSCs
express mRNA encoding the major phenotypic chondro-
cyte markers, the levels of COL2A1, ACAN, SOX9, and
COMP transcripts were investigated by RT-PCR. Over-
all, the expression level of all the chondrogenic markers
measured was the highest for cells cultured in pellets
and in the presence of chondrogenic medium (Fig. 4A).
In fact, the expression levels of COL2A1, ACAN, SOX9,
and COMP were significantly higher in 3D chondro-
genic than in 2D chondrogenic and 3D control condi-
tions. Of note, inductive medium favored the expression
of chondrogenic markers (COL2A1 and COMP) regard-
less of whether hATSCs were grown in monolayers or
pellets. In addition, 3D culture was found to stimulate
COL2A1 and SOX9 independently of the presence of
control or chondrogenic medium. To further document
the chondrogenic differentiation of hATSCs, we also as-
sessed whether hATSCs produced GAG. The histologi-
cal analysis revealed that hATSCs cultured in mono-
layers were unable to synthesize GAG even in the

presence of chondrogenic medium (Fig. 4B). On the
contrary, the hATSCs cultured in pellets and in the pres-
ence of chondrogenic medium expressed GAG (Fig. 4C,
b). We therefore next analyzed the production of type II
collagen in these conditions. The accumulation of this
typical cartilage matrix protein was shown for the 3D-
cultured and chondrogenically differentiated hATSC
(Fig. 4C, d). These results indicate that only 3D pellet
culture in the presence of chondrogenic medium sup-
ports the concomitant production of GAG and type II
collagen in the ECM.

Ultimately, in order to ascertain whether hATSCs
from the same experiment were able to form cartilagi-
nous tissue in vivo, they were injected in association
with Si-HPMC into the subcutaneous pockets of nude
mice. After 5 weeks of implantation, the mice were sac-
rificed and explant sections were stained with alcian
blue as well as immunostained for type II collagen. The
histological examination revealed the formation of nod-
ules for hATSCs that had been cultured in the presence
of chondrogenic medium as either monolayers (2D)
(Fig. 5A, c, d) or pellets (3D) (Fig. SA, g, h). These
nodules exhibited positive alcian blue staining and type
IT collagen immunostaining, suggesting the production
of a cartilaginous matrix. On the contrary, in the pres-
ence of control medium (Fig. 5A, a, b, e, f), no nodule
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Figure 2. Histological analysis of the multilineage differentia-
tion capacity of hATSCs. Human ATSCs were cultured in
control medium (a, ¢, e) or in inductive adipogenic (b), os-
teogenic (d), and chondrogenic (f) medium as indicated in the
Materials and Methods section. Adipogenesis was detected by
the formation of neutral lipid vacuoles stainable with Oil Red
O (a, b). Scal bar: 50 um. Osteogenesis was demonstrated by
the deposition of a mineralized matrix indicated by alizarin red
staining (c, d). Scale bar: 200 wm. Chondrogenesis was evalu-
ated after 28 days in pellet culture by alcian blue staining (e,
f). Scale bar: 200 wm.

formation could be detected. Primary horse nasal chon-
drocytes used as positive controls were also implanted
and displayed chondrocyte nodule formation containing
sulphated GAG and type II collagen (Fig. 5A, 1, j). Si-
HPMC used exclusively as a negative control did not
show tissue formation (data not shown). To quanti-
tatively assess the formation of nodules and the pro-
duction of sulphated GAG and type II collagen, a histo-
logical scoring system was elaborated. Such scoring
confirmed a significant difference between hATSC cul-
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tured in monolayers or in pellets and in chondrogenic
medium in comparison to their respective controls (Fig.
5B). Of note, while the histological features of the nod-
ules were different, no statistical difference was ob-
served between the 2D and 3D groups for the same cul-
ture medium (Fig. 5B). These results indicate that
hATSCs cultured in chondrogenic medium, regardless
of its dimension, and associated with Si-HPMC hydro-
gel, are able to form nodules with cartilaginous features,
in a subcutaneous site.

DISCUSSION

When damaged, AC always fails to heal spontane-
ously under physiological circumstances. Therefore, in-
juries are irreversible and may lead to cartilage degener-
ation and to loss of joint function. Within this context,
strategies associating autologous MSC such as hATSCs
and biomaterials show considerable promise for repair-
ing articular cartilage.

In the present study, our objectives were to investi-
gate whether a Si-HPMC hydrogel could be a suitable
scaffold for (i) supporting hATSC chondrogenic differ-
entiation in vitro and (ii) allowing the transplantation of
differentially precommitted cells and the formation of a
cartilaginous tissue in nude mice.

In a first set of experiments, we sought to character-
ize adherent cells from the stromal vascular fraction of
human adipose tissue. Proof of their proliferation, self-
renewal, expression of typical MSC surface markers as
well as their capacity for multilineage differentiation
was obtained by our study. These results indicate that
hATSCs display several stem cell characteristics (17).
Our subsequent objective was to associate hATSCs with
Si-HPMC hydrogel for cartilage tissue engineering. To
this end, the question was firstly posed as to whether
Si-HPMC may be a suitable scaffold for supporting the
chondrogenic differentiation of hATSCs. When placed
in chondrogenic conditions, hATSCs cultured within Si-
HPMC hydrogel were still able to undergo chondrogenic
differentiation. The major chondrocyte phenotypic mark-
ers, COL2A1, ACAN, SOX9, and COMP, were found to
be expressed at the mRNA level. Moreover, sulphated
GAGs and type II collagen were accumulated within the
extracellular matrix. These data demonstrate that Si-
HPMC hydrogel is a biomaterial providing a 3D envi-
ronment able to support the in vitro chondrogenic dif-
ferentiation of hATSCs. This beneficial effect of 3D
culture within Si-HPMC hydrogel is in all likelihood
due to its ability to allow rounded cell morphology, one
of the characteristics critical to obtaining the chondro-
cytic phenotype (2,19). Additionally, it is well known
that a 3D environment involving cell/cell or cell/matrix
interactions is required for proper chondrogenic differ-
entiation (7,19,29,31). Moreover, 3D culture within ma-



COL2A41

relative expression level

SOX9

relative expression level

CH

Alcian

Blue

Type I Collagen
Immunostaining

OPTIMIZING CELL CULTURE FOR ENGINEERING CARTILAGE

1583

9 %k 140 %k
81 £ 120
7_ —
61 E 100
»n
s g Z 80
41 < & 60
31 ®
40
24 :
11 E 20
0 0
- CH — +
*
5 40
£ 35
41 &~
= 301
=
31 ¥ 251
(%
= 201
)
21 0 % 15
g 10.
Y g
3 5
=
o 0-
- + CH -— +
Control medium Chondrogenic medium
a ~ %o 1 b 3 ’
>
® s W ve u
~ : &
® .9 .0 s y
A\ c “'® ’
®'a s o
p\S o 20 O am
- 3 ) b
. AL T [ :
h! ai._,/' l.":,/ ) ’ -.
O 3 "‘v\,‘w. AQ’P‘.(% : "‘\. y
e ; o)
i » o
“20pm O f 20 pm
a — 2 =

Figure 3. Analysis of the chondrogenic differentiation of hATSCs cultured in Si-HPMC. (A)
Analysis of the expression levels of transcripts encoding for COL2A1, ACAN, SOX9, and COMP
after 28 days of three-dimensional chondrogenic differentiation of hATSCs within Si-HPMC hy-
drogel. Expressions of the chondrogenic markers COL2A1, ACAN, SOX9, and COMP were investi-
gated by real-time PCR, as described in the Materials and Methods section. Results are expressed
as relative expression level compared to the control condition in the absence of chondrogenic
medium. *p < 0.05. (B) Histological and immunohistological analysis of hATSCs after 21 days of
three-dimensional chondrogenic differentiation within Si-HPMC hydrogel. The presence of sul-
phated glycosaminoglycans and type II collagen was investigated by alcian blue staining (a, b) and
type II collagen immunostaining (c, d) respectively. Scale bar: 20 pm.
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Figure 4. Analysis of 2D and 3D differentiation of hATSCs. (A) Analysis of the expression levels of transcripts coding for
COL2A1, ACAN, SOX9, and COMP in hATSCs after 21 days of chondrogenic differentiation in monolayer or three-dimensional
pellet culture. Expression of the chondrogenic markers COL2A1, ACAN, SOX9, and COMP was investigated by real-time PCR.
Results are expressed as relative expression level compared to the control condition in the absence of chondrogenic medium. *p <
0.05 compared to control medium (—) for the same dimension and #p < 0.05 compared to 2D dimension for the same medium. (B)
Histological and immunohistological analysis of hATSC after 21 days of chondrogenic differentiation in monolayer culture. The
presence of sulphated glycosaminoglycans was investigated by alcian blue staining. Scale bar: 200 um. (C) Histological and
immunohistological analysis of hATSC after 21 days of chondrogenic differentiation in three-dimensional pellet culture. The pres-
ence of sulphated glycosaminoglycans and type II collagen was investigated by alcian blue staining (a, b) and type II collagen

immunostaining (c, d), respectively. Scale bar: 200 pum.

trix can also be a more potent differentiation cue for
MSCs than standard induction cocktails, as has been
previously demonstrated for osteogenesis and adipogen-
esis (5,6,16).

The ideal biomaterial for stem cell-based cartilage
tissue engineering should not only allow the mainte-
nance of the chondrocyte differentiation state or the
chondrogenic differentiation of MSCs but should also
enable their transplantation via a mini-invasive surgical
protocol in vivo.

Consequently, to decipher whether Si-HPMC hydro-
gel could represent this ideal scaffold, we investigated
its ability to support the transfer of hATSC and the for-
mation of cartilage tissue in vivo. In a first attempt,
among the various in vitro conditions tested (2D CT, 2D
CH, 3D CT, and 3D CH), the question was to know

which one might meet the efficient criteria to form car-
tilage tissue and its feasibility within the context of a
cartilage tissue engineering application. Based on our
real-time RT-PCR and histological analyses, hATSCs
cultured in 3D CH were considered the most suitably
committed cells as compared to those cultured in 2D or
in 3D but in the absence of chondrogenic medium.
These results are in accordance with the numerous stud-
ies using pellet culture systems to examine the in vitro
chondrogenesis of MSC (41,42).

Interestingly, after 5 weeks in vivo, hATSCs cultured
in chondrogenic medium, either in 2D or 3D, exhibited
positive staining for sulphated GAG and type II collagen
and were comparably scored. In contrast, noninduced
hATSCs (without chondrogenic medium), grown in
monolayers or 3D pellets, failed to exhibit sulphated
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GAG and type II collagen production. Consistently, a
3D matrix alone appears insufficient to initiate the chon-
drogenic differentiation of hATSC in the absence of a
specific induction medium. On the contrary, cartilagi-
nous tissue formation was achieved with hATSCs
treated with a chondrogenic medium in both 2D mono-
layer and 3D pellet culture. Furthermore, while hATSCs
cultured in 2D chondrogenic medium failed to achieve
complete chondrogenic differentiation in vitro, once in
vivo within Si-HPMC they gave rise to a cartilaginous
tissue to the same extent as hATSCs predifferentiated in
3D. The discrepancy of nodule appearance between 2D
CH, 3D CH, and HoNC, however, requires careful anal-
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ysis. It seems reasonable to speculate that as a function
of their origins and commitment stages, cells do not
probably respond to 3D environment and biomaterial
properties (stiffness, elasticity?) in the same manner
(18). This intriguing point should be paid further atten-
tion. The 3D pellet culture system is widely used to in-
duce chondrogenic differentiation in vitro (26) albeit
that a number of serious drawbacks have to be sur-
mounted so that 3D pellet culture can be considered for
clinical application. Firstly, this MSC pellet culture sys-
tem mimics the endochondral ossification process. It has
thus been demonstrated that the in vitro chondrogenesis
of MSCs is characterized by the induction of a broad

12

10

Figure 5. Cartilaginous tissue formation of hATSCs after subcutaneous implantation into nude mice. (A) Histological and immuno-
histological analysis of hATSC/Si-HPMC subcutaneous implants. hATSC cultured either in monolayers (2D) or in pellets (3D) in
the presence of control (CT) or chondrogenic (CH) medium for 21 days were associated with Si-HPMC and implanted subcutane-
ously into nude mice for 5 weeks. Horse nasal chondrocytes (HoNC) associated with Si-HPMC were used as a positive control.
Histological sections were stained with alcian blue (a, c, e, g, i) and immunostained for type II collagen (b, d, f, h, j). Scale bar:
50 um. (B) Histological scoring of hATSC/Si-HPMC subcutaneous implants. Histological sections were evaluated for nodule
density (black), alcian blue staining intensity (white), and type II collagen immunostaining intensity (striped). Three sections of
each condition were randomly and double-blindly scored (score from O to 4 for each criterion: 0, absence; 1, low; 2, intermediate; 3,
marked; 4, intense). *p < 0.05 compared with the respective control medium. #p < 0.05 compared with the respective 2D condition.
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panel of hyaline cartilage molecules concomitant with
early onset of hypertrophic markers such as COL10A1
and alkaline phosphatase (ALP), markers for terminal
differentiation (MMP-13), and osteoblasts (osteopontin
and bone sialoprotein II) (37,43,53,54). This phenome-
non could ultimately cause extensive in vivo calcifica-
tion of the ECM, vascular invasion, and thus instability
of the ectopic transplants (39). However, the long-term
phenotypic stability along with the functional suitability
in vivo and the adoption of a nonhypertrophic chondro-
cyte phenotype are paramount for an effective and sus-
tained cartilage repair. Secondly, it is necessary to indi-
vidualize the cells by disrupting the pellets in order to
associate them evenly in the biomaterial. This is a limit-
ing step for clinical application.

The rather similar histological scoring obtained for
3D- and 2D-induced hATSCs suggests that chondro-
genic medium could initiate the chondrogenic commit-
ment of hATSCs, even in monolayer culture. This dis-
crepancy observed between the in vitro and in vivo results
may arise from different commitment stages in vitro,
which were waived after 5 weeks in a favorable in vivo
environment within Si-HPMC. It seems therefore reason-
able to assume that a simple commitment of hATSCs to-
wards the chondrogenic phenotype in vitro would be
sufficient to enable cells to undergo chondrogenic differ-
entiation, once placed in favorable conditions in vivo.
The subcutaneous site is however rather far from a carti-
lage repair situation due to the lack of mechanical con-
straints that are known to favor chondrogenic commit-
ment of MSCs (45). Therefore, further studies must be
performed and should address the propensity of hATSCs,
induced chondrogenically or not, to repair a load-bear-
ing AC defect when implanted with Si-HPMC.

In summary, our study demonstrates that hATSCs are
able to differentiate towards the chondrogenic lineage in
vitro when cultured in a 3D environment in pellets or
within a polysaccharide hydrogel, and to form cartilagi-
nous tissue in vivo. Moreover, this study suggests that
an in vitro 2D commitment of hATSCs would be suffi-
cient to obtain cartilaginous tissue formation in vivo,
which could provide an easier use of hATSCs for carti-
lage tissue engineering strategies. The long-term objec-
tive of this study is to develop a clinically relevant carti-
lage tissue engineering procedure using hATSCs as a
source of autologous chondrogenic cells and Si-HPMC
as a vehicle able to maintain these cells and foster chon-
drogenesis at the damaged site. Further experiments in
suitable animal cartilage lesion models therefore require
further attention.
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1.3 Discussion

Dans le but de simplifier le protocole de préparation des CSM précédant leur implantation,
nous avons évalué I’impact de la culture in vitro en deux ou trois dimensions sur le potentiel
chondrogénique des CSA in vivo. Notre stratégie fut d’implanter des CSA pré-conditionnées
in vitro en monocouche ou trois dimensions « pellet » et en présence ou non du milieu
d’induction, en association avec un hydrogel HPMC-Si auto-réticulant, injectable et breveté

au laboratoire (W02005/044326).

Nos premiers résultats ont confirmé que le tissu adipeux représente une source de cellules
répondant aux principaux criteres de CSM [241]. En effet, les cellules adhérentes de la
fraction stromale vasculaire du tissu adipeux sont capables de proliférer en culture et de
s’auto-renouveler. Ces cellules expriment également les principaux marqueurs de surface
associés aux CSM (CD29, CD44, CD49d, CD90, CD105) et n’expriment pas des marqueurs
CD34 et CDA45 associés aux cellules hématopoiétiques. Il est cependant a noter que plusieurs
¢tudes décrivent 1’expression de CD34 au sein de la population de CSA [236,515,516].
L’expression du CD 34 demeure toutefois faible et sa détection semble étre influencée par la
classe d’anticorps choisie [517]. Par ailleurs, I’expression de ce marqueur diminue
significativement lorsque les cellules proliferent [518]. Ainsi dans nos conditions, il est
possible que I’expression de ce marqueur soit trop faible pour étre détectée. Pour finir, la
multipotence des CSA a également été démontrée par 1’expression des principaux marqueurs
du phénotype chondrogénique, ostéoblastique et adipogénique en présence d’un milieu

adapté.

Avant d’étudier le potentiel chondrogénique des CSA associées a I’hydrogel HPMC-Si in
vivo, nous nous sommes demandés dans quelle mesure cet hydrogel pourrait constituer une
matrice apte a promouvoir la différenciation chondrogénique des CSA. Lorsqu’elles sont
placées en condition chondrogénique, les CSA cultivées en trois dimensions dans I’hydrogel
sont toujours capables de se différencier dans la voie chondrogénique. Les CSA expriment les
principaux marqueurs du phénotype chondrogénique que sont le collagéne de type II,
I’agrécane, COMP et le facteur de transcription SOX9. De plus, les analyses histologiques ont

mis en évidence la production de GAG et de collagéne de type II. Ces données montrent que
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I’hydrogel HPMC-Si apporte un environnement tridimensionnel adapté a la différenciation

chondrogénique des CSA in vitro.

Cet effet bénéfique de la culture en trois dimensions au sein de I’hydrogel HPMC-Si est
vraisemblablement di au fait que les cellules acquiérent une morphologie sphérique qui est
I’'une des caractéristiques du phénotype chondrocytaire [444]. De plus, il est reconnu que la
culture au sein d’un environnement tridimensionnel favorise les interactions cellule-cellule et
cellule-matrice nécessaires a la différenciation chondrogénique [279,519]. Des études
complémentaires pourraient étre envisagées pour détecter la présence de la N-cadhérine,
indispensable a I’adhésion cellulaire, ou du collagéne de type IV, majoritairement présent
dans la matrice péricellulaire, matrice qui confére aux cellules un microenvironnement

(chondron) crucial pour le développement et le maintien du tissu cartilagineux [280].

En ce sens, la culture tridimensionnelle représente un environnement propice a la
différenciation chondrogénique comme cela a dé¢ja été démontré dans de précédents travaux
utilisant des matrices a base de polymeres naturels ou synthétiques fonctionnalisés ou non
[152,284,520,521 ]. Le biomatériau idéal pour I’ingénierie tissulaire du cartilage doit non
seulement permettre la différenciation chondrogénique des CSM, mais également rendre
possible leur transplantation in vivo par chirurgie mini-invasive. Par conséquent, afin de
déterminer si I’hydrogel HPMC-Si peut représenter cette matrice idéale, nous nous sommes
ensuite intéressés a sa capacité a permettre le transfert de CSA et la formation de cartilage in
vivo. Dans un premier temps, parmi les conditions de culture testées, nous nous sommes
demandés laquelle rassemble a la fois des criteres de faisabilité pour une application en
ingénierie tissulaire tout en permettant 1’obtention d’un tissu cartilagineux in vivo. Sur la base
de nos résultats de PCR en temps réel et d’analyses histologiques, les CSA cultivées en
présence de milieu chondrogénique en trois dimensions semblent plus engagées que celles
cultivées en 1’absence de milieu chondrogénique quelle que soit la dimension de culture. Ces

résultats sont en accord avec les nombreuses études utilisant la culture en pellets pour étudier

la différenciation chondrogénique des CSM [522,Scotti, 2010 #82].

Ainsi, apreés 5 semaines d’implantation, les CSA ayant été cultivées en présence de milieu
contrdle et en deux ou trois dimensions in vitro, ne produisent pas de GAG et de collagéne de
type 1l in vivo. Une matrice tridimensionnelle comme I’hydrogel HPMC-Si ne semble donc
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pas suffisante pour initier la différenciation chondrogénique des CSA. En revanche, les CSA
cultivées en présence de milieu chondrogénique, en deux ou trois dimensions, sont
responsables de la formation d’'une MEC contenant des GAG et du collagene de type II et
présentent des scores histologiques comparables. Ainsi, bien que les CSA cultivées en deux
dimensions en présence de milieu chondrogénique ne présentent pas une différenciation
chondrogénique optimale elles permettent in vivo, en association avec 1’hydrogel HPMC-Si,
la formation d’un tissu cartilagineux comparable a celui obtenu avec les cellules induites en
trois dimensions. Ces différences observées entre les résultats in vitro et in vivo peuvent
découler du fait qu’in vivo, les stades plus ou moins avancés d’engagement dans la
différenciation in vitro sont compensés par un environnement favorable in vivo. Ainsi, le pré-
conditionnement des CSA en deux dimensions et en présence de milieu chondrogénique
semble étre suffisant pour former un tissu cartilagineux in vivo. Il apparait raisonnable de
supposer qu’un simple engagement des CSA en présence de milieu chondrogénique serait
suffisant pour permettre I’orientation des CSA vers un phénotype chondrogénique, une fois
placées dans des conditions favorables in vivo. Cependant, il convient de se demander si
I’engagement des CSA dans ces conditions est suffisant pour prévenir la formation d’une
matrice fibreuse, relative a 1I’hétérogénéité des potentiels chondrogéniques au sein de la
population de CSA. Par ailleurs, le site sous-cutané reste éloigné d’un environnement
articulaire 1€sé, en raison de I’absence notamment des contraintes mécaniques connues pour

stimuler la différenciation des CSA vers la voie chondrogénique.

Le systéme de culture tridimensionnelle en pellet est largement répandu afin de participer a
I’induction de la différenciation chondrogénique in vitro [523] bien qu’un certain nombre
d’inconvénients soient inhérents a ce modele et reste a surmonter dans le cadre d’applications
cliniques. En effet, premi¢rement, il a été décrit que ce modele de culture reproduit le
processus d’ossification endochondrale caractérisé par I’induction d’un large panel de
molécules du cartilage hyalin caractéristique des stades de différenciation hypertrophique
précoce (collageéne de type X ou phosphatase alcaline), de différenciation terminale (MMP13)
[473]. Ce phénomene peut, a terme, conduire a la calcification de la matrice, a son invasion
par les vaisseaux sanguins et finalement a [Dinstabilit¢ du transplant [12]. Le second

inconvénient est li¢ a la nécessité d’individualiser les cellules en déstructurant les pellets afin
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de les associer au biomatériau. Cette étape s’avere limitante en termes de faisabilité, dans le

cadre d’une procédure chirurgicale.

Pour conclure, cette étude suggere fortement que 1’engagement des CSA in vitro en deux
dimensions serait suffisant pour obtenir la formation d’un tissu cartilagineux. La culture en
deux dimensions pourrait permettre de simplifier considérablement 1’étape de culture

cellulaire précédant I’implantation.

Notre étude a également confirmé que les CSA sont capables de se différencier vers la lignée
chondrogénique in vitro lorsqu’elles sont cultivées dans un environnement tridimensionnel en
pellets ou dans un hydrogel. Ces données, qui mettent également en évidence la formation
d’un tissu cartilagineux in vivo aprés implantation des CSA associées a I’hydrogel HPMC-Si,
soulignent le potentiel de cet hydrogel pour I’ingénierie tissulaire du cartilage. Il permet non
seulement de favoriser et de maintenir le phénotype chondrocytaire in vitro et in vivo des
CSA, mais également de transférer les cellules sur le site d’implantation par un protocole

chirurgical mini-invasif.
2 Tension en oxygene

2.1 Problématique

Afin d’accélérer et améliorer la formation d’un tissu de réparation de type hyalin, ['utilisation
de CSM prédifférenciées in vitro dans le lignage chondrogénique a été considérée récemment
avec intérét [167,168] et ce notamment grace a I’amélioration de nos connaissances relatives a
la différenciation chondrogénique des CSM. Cependant, malgré les descriptions récentes de
protocoles permettant un engagement chondrogénique robuste des CSM, leur acquisition d’un
phénotype chondrogénique stable reste difficile a contrdler. Dans ce contexte, de nombreuses
équipes de recherche concentrent leurs efforts vers le développement de méthodes de cultures
cellulaires efficaces pour améliorer et optimiser cette différenciation chondrogénique des
CSM. Alors que les facteurs de croissances pro-chondrogéniques (TGF-béta, IGF, BMP) sont
utilisés depuis plus d’une dizaine d’années, 1’utilisation de facteurs environnementaux, telle

que la tension en oxygene est de considération plus récente.
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Ainsi, plusieurs études indiquent qu’une faible tension en oxygeéne améliore la différenciation
chondrogénique des MO-CSM en présence de milieu inducteur [414,425]. Dans I’article I
(page 47), nous avons montré qu’une tension en oxygene de 5% stimule la chondrogenése des
CSA tout en inhibant leur différenciation ostéogénique [524]. Ces données suggerent que la
tension en oxygéne pourrait étre un outil permettant de controler la différenciation
chondrogénique au moins in vitro. Ainsi, toujours soucieux de transposer les données a notre
disposition dans un contexte translationnel et appliqué nous avons souhaité déterminer si la
stimulation de la différenciation chondrogénique par la tension en oxygene in vitro pourrait

¢galement favoriser la formation d’un tissu cartilagineux in vivo (article I1I).

Par ailleurs, le contrdle de la différenciation chondrogénique apparait indispensable afin de
favoriser 1’engagement des CSA tout en prévenant [’apparition d’un phénotype
hypertrophique responsable de la formation d’une matrice minéralisée. Compte tenu des
difficultés a controler cette différenciation, nous avons émis I’hypothése qu’une faible tension
en oxygene pourrait prévenir I’apparition du stade hypertrophique de la différenciation
chondrogénique. Nous avons également voulu déchiffrer les mécanismes moléculaires qui
régissent les effets de la tension en oxygeéne au cours des processus de différenciation

chondrogénique (article IV).

Article 111 : “Effects of an in vitro low oxygen tension preconditioning of adipose stromal

cells on their in vivo chondrogenic potential: application in cartilage tissue repair”

-PLoS One-

2.2 Résumé

Les stratégies d’ingénierie tissulaire associant biomatériau et CSM, apparaissent prometteuses
pour traiter les lésions cartilagineuses. Le cartilage étant un tissu non vascularisé, les cellules
y sont soumises a une faible tension en oxygene. De maniére intéressante, une faible tension
en oxygene favorise la différenciation chondrogénique des CSM in vitro [524]. Dans ce
contexte, notre objectif fut d’étudier la formation d’un tissu cartilagineux in vivo apres

implantation de CSM conditionnées in vitro en présence d’une faible tension en oxygene.
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Les CSM isolées du tissu adipeux de lapin ou humain ont été cultivées en deux ou en trois
dimensions au sein d’un hydrogel d’hydroxypropyl methylcellulose silanis¢ (HPMC-Si) et
mises en présence de milieu contréle ou chondrogénique (ITS et TGF-béta) et sous une
tension en oxygene de 21% (normoxie) ou de 5% (hypoxie). Avant implantation, la
différenciation chondrogénique des CSA a été évaluée par RT-PCR en temps réel pour les
niveaux d’expression des transcrits des geénes codant pour le collagene de type II ou
I’agrécane. Les CSA pré-conditionnées ont été implantées en association avec 1’hydrogel
HPMC-Si en site articulaire chez le lapin ou en site ectopique chez la souris nude. La
formation du tissu néoformé a été évaluée qualitativement et quantitativement par marquages

et scoring histologiques.

Nos résultats montrent que I’hypoxie augmente I’expression des marqueurs chondrogéniques
des CSA induites dans la voie chondrogénique in vitro. In vivo, le tissu formé est de type
cartilagineux et ce quelle que soit la tension en oxygene percue par les CSA in vitro.
Néanmoins, la culture en trois dimensions au sein de I’hydrogel HPMC-Si des CSA
potentialise les effets pro-chondrogéniques du milieu inducteur et de I’hypoxie in vitro. Ces
données suggeérent que bien qu’une tension en oxygene de 5% favorise le potentiel
chondrogénique des CSA in vitro, elle ne ’améliore pas in vivo. Ces résultats mettent en
¢vidence que les CSA engagées dans la voie chondrogénique sont capables de former un tissu
cartilagineux in vivo. L’utilisation combinée de 1’hydrogel HPMC-Si aux CSA autologues
pourrait ainsi représenter un outil potentiellement intéressant en médecine régénératrice du

cartilage.
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Effects of an in vitro low oxygen tension preconditioning of adipose
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Abstract

Purpose: Multipotent stromal cell (MSC)-based regenerative strategy has shown promise for the repair of cartilage, an
avascular tissue in which cells experience hypoxia. Hypoxia is known to promote the early chondrogenic differentiation of
MSC. The aim of our study was therefore to determine whether low oxygen tension could be used to enhance the
regenerative potential of MSC for cartilage repair.

Methods: MSC from rabbit or human adipose stromal cells (ASC) were preconditioned in vitro in control or chondrogenic
(ITS and TGF-B) medium and in 21 or 5% O,. Chondrogenic commitment was monitored by measuring COL2A1 and ACAN
expression (real-time PCR). Preconditioned rabbit and human ASC were then incorporated into an Si-HPMC hydrogel and
injected (i) into rabbit articular cartilage defects for 18 weeks or (ii) subcutaneously into nude mice for five weeks. The newly
formed tissue was qualitatively and quantitatively evaluated by cartilage-specific immunohistological staining and scoring.
The phenotype of ASC cultured in a monolayer or within Si-HPMC in control or chondrogenic medium and in 21 or 5% O,
was finally evaluated using real-time PCR.

Results/Conclusions: 5% O, increased the in vitro expression of chondrogenic markers in ASC cultured in induction
medium. Cells implanted within Si-HPMC hydrogel and preconditioned in chondrogenic medium formed a cartilaginous
tissue, regardless of the level of oxygen. In addition, the 3D in vitro culture of ASC within Si-HPMC hydrogel was found to
reinforce the pro-chondrogenic effects of the induction medium and 5% O,. These data together indicate that although 5%
O, enhances the in vitro chondrogenic differentiation of ASC, it does not enhance their in vivo chondrogenesis. These results
also highlight the in vivo chondrogenic potential of ASC and their potential value in cartilage repair.
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such as microfracture [2] or mosaicplasty [3]. For the treatment of
cartilage defects, none of these techniques results in a complete
regeneration of cartilage tissue [4]. To address this clinical issue,
autologous chondrocyte transplantation (ACT) initially developed
by Brittberg et al. has been introduced into clinical use to treat
focal lesions of the knee joint [5,6,7]. Given the limitations of
autologous chondrocytes (lack of availability and dedifferentiation
during amplification), the use of multipotent stromal cells (MSC)

Introduction

Articular cartilage is an avascular and poorly cellularized tissue
that has a limited capacity for self-repair after injury. Indeed, only
full-thickness defects, which affect both the subchondral bone and
cartilage exhibit a repair process that leads to the formation of
fibrocartilage. This fibrocartilage does not however display the
mechanical properties of native articular cartilage [1] and

unfortunately degrades rapidly. This degradation may progress
into a premature wear of cartilage and often leads to degenerative
joint disease. Different surgical strategies are currently considered
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for cartilage tissue engineering has recently attracted growing
interest [8,9,10]. Among the various tissues from which MSC can
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be isolated, bone marrow has been the most widely used in
cartilage repair strategies [11,12,13]. However, adherent cells
isolated from stromal vascular fraction of adipose tissue also
exhibit the major characteristics of stemness (proliferation, long-
term self-renewal, and multilineage differentiation) [14] and were
named adipose stromal cells (ASC) accordingly [15].

Interestingly, adipose tissue stromal vascular fraction contains
10- to 100-fold more clonogenic cells than bone marrow
[16,17,18] and is easily accessible through non-invasive liposuc-
tion. These practical advantages make ASC an attractive cell
population for use in cartilage repair.

Cartilage repair strategies combining MSC and biomaterials
have been thoroughly explored recently [10,19,20,21,22]. In
addition to providing a vehicle for the delivery of cells,
biomaterials supply a three-dimensional environment suitable for
the chondrogenesis of MSC [23,24].

The use of i vitro differentiated MSC for biomaterial-assisted
cartilage repair, as opposed to undifferentiated MSC, results in
faster and improved tissue repair [25,26]. However, despite recent
progress in understanding MSC biology, the chondrogenic
differentiation of MSC remains difficult to control. For this
reason, research teams have focused on developing effective
culture methods to optimize the chondrogenesis of MSC. While
the use of growth factors (such as TGF, BMPs and IGF) for the
chondrogenic differentiation of MSC has been widely explored
[27,28], the use of environmental factors, such as oxygen tension,
has only recently been contemplated [29].

As mentioned above, cartilage is an avascular tissue in which
chondrocytes experience low oxygen tension [30,31,32], ranging
from 2 to 7% Oy. Several studies report converging data
indicating that low oxygen tension could enhance the chondro-
genic differentiation of bone marrow-derived MSC in the presence
of induction medium [33,34]. Of particular interest is Merceron et
al’s finding that 5% Oy promotes the chondrogenesis of ASC [35].
These data together suggest that low oxygen tension contributes to
controlling the chondrogenic commitment and differentiation of
various types of progenitor cells including ASC. However, despite
a large body of evidence on the i vitro prochondrogenic effects of
low oxygen tension, it remains unknown whether chondrogenic
commitment under low oxygen tension may affect the formation
of cartilaginous tissue & vivo.

Therefore, the aim of the present study was to determine
whether low oxygen tension could be used to enhance the
regenerative potential of MSC for cartilage repair. For this
purpose, we first assessed the impact of i vitro preconditioning
with low oxygen tension of ASC on their @ vivo chondrogenic
potential. Next, we investigated two complementary models: (i) the
repair of rabbit cartilage defects by the transplantation of
autologous ASC: in a cellulose-based hydrogel (Si-HPMC hydro-
gel) and (i) the formation of cartilaginous tissue by subcutaneous
transplantation of human ASC in Si-HPMC hydrogel in nude

mice.

Materials and Methods

Materials

Hydroxypropyl methylcellulose (HPMC) E4M was purchased
from Colorcon-Dow chemical (Bougival, France). Glycidoxypro-
pyltrimethoxysilane (3-GPTMS) was obtained from Acros (Geel,
Belgium). Cell culture plastic wares were purchased from Corning
BV (Schipol-Rijk, The Netherlands). Hank’s Balanced Salt
Solution (HBSS), Dulbecco’s Modified Eagle’s Medium-High
Glucose (4.5 g/L) (DMEM), Phosphate-Buffered Saline (PBS),
penicillin/streptomycin, trypsin-EDTA (0.05%/70.53 mM), Tri-
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201®, L-glutamine and Superscript® TIT kit were obtained from
Invitrogen (Paisley, UK). 4-(2-hydroxyethyl)-1-piperazineethane-
sulfonic acid (HEPES), type IA crude collagenase, red blood cell
lysis buffer, sodium L-ascorbate, Insulin Transferrin Sodium
Selenite (I'TS) media supplement, dexamethasone, alcian blue,
hyaluronidase and type II collagenase (290 units/mg) were
purchased from Sigma-Aldrich (St. Louis, MO). TGF-f1 was
obtained from PeproTech Inc. (London, UK). NucleoSpin® RNA
IT was obtained from Macherey-Nagel (Hoerdt, France). Brilliant®
SYBR® Green Master Mix was obtained from Stratagene (La
Jolla, CA). The PCR primers were synthesized by MWG Biotech
(Ebersberg, Germany). Fetal calf serum (FCS) was purchased from
Dominique Dutscher (Brumath, France). Technovit 9100 New®
was obtained from Heracus Kulzer (Wehrheim/Ts, Germany).
The mouse monoclonal antibody directed against human and
rabbit type II collagen was purchased from MP Biomedicals
(Solon, OH). The biotinylated goat anti-mouse IgG antibody, the
Universal Dako LSAB® (labelled streptavidin biotin reagents) and
peroxidase kit were purchased from Dako (Trappes, France). All
other chemicals were obtained from standard laboratory suppliers
and were of the highest grade of purity available.

Preparation of Si-HPMC hydrogel

As previously described, Si-HPMC (silanized hydroxypropyl
methylcellulose) was synthesized by grafting 14.24% 3-GPTMS
onto E4M1 in heterogeneous medium [36]. Si-HPMC powder
(3% w/v) was solubilized in 0.2 M NaOH under constant stirring
for 48 h. The solution was then sterilized by steam (at 121°C for
20 min). Finally, to allow the formation of a reticulated hydrogel,
the solution was mixed with 0.5 volume of 0.26 M HEPES buffer.
The final product was a viscous liquid at pH 7.4, which allowed
cell incorporation. The cell/Si-HPMC hydrogel mixture was then
reticulated for approximately 30 min, as previously described [36].

Rabbit and mice surgery

Rabbit and mouse handling, as well as surgical procedures, were
conducted according to European Community guidelines for the
care, accommodation and use of laboratory animals (DE 86/609/
CEE; modified DE 2003/65/CE). Experiments were performed
according to good laboratory practices at the Center for
Preclinical Research and Investigation of the ONIRIS Nantes-
Atlantic College of Veterinary Medicine, Food Science and
Engineering. All rabbit experimental studies were performed on
adult female New Zealand White rabbits weighing 3 to 3.5 kg
(Charles River, L’Arbresle, France). All mouse experimental
studies were performed on 1-month-old female Swiss nude mice
(Charles River, L’ Arbresle, France). General anesthesia of rabbits
was induced by intramuscular injection of ketamine (0.5 mL/kg,
Imalgene 1000®, Merial SAS, France) and xylazine (0.3 mL/kg,
Rompun®, Bayer, France) cocktail.

Intravenous injections were carried out to extend intramuscular
administration until effects at one tenth of the initial intramuscular
dosage and repeated on demand, once or twice during the whole
surgical period.

Pre-operative analgesia was provided through subcutaneous
injection of morphine chlorhydrate (2 mg/kg). Immediate post-
operative analgesia was provided through subcutaneous injection
of meloxicam (0.1 mg/kg, Metacam®, Boehringer Ingelheim,
France), and prolonged for 5 days orally. Rabbits were euthanized
by intra-cardiac injection of 5 mL of pentobarbital (Dolethal®,
Vetoquinol S.A., France) after inducing general anesthesia as
described above.

Mice were pre-medicated with morphine chlorhydrate (2 mg/
kg) diluted into sterile saline solution and injected subcutaneously.
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General anesthesia was obtained in an induction chamber with
isoflurane (2%) delivered in Oy and prolonged through an
individual mask. Mice were ecuthanized by an overdose of
1isoflurane within an induction chamber.

Isolation, expansion and chondrogenic differentiation of
rabbit and human adipose stromal cells

ASC were obtained from human patients (hASC) undergoing
liposuction and who had given written consent (ethics committees:
Agence de BioMedecine, n°PFS08-018, the legislation code
L.1211-3 toL.1211-9: residues obtained during a surgical proce-
dure, performed in the interest of the person operated, can be used
for scientific research), or from autologous rabbit adipose tissue
(rASC) harvested from the inguinal region. Briefly, and as
previously described [35], human lipoaspirate and rabbit adipose
tissue were shredded into small pieces and washed extensively with
HBSS. The washed adipose tissue was treated with collagenase
(0.025%) in HBSS for 1 h at 37°C under gentle agitation. The
collagenase was inactivated by adding an equal volume of DMEM
containing 1% penicillin/streptomycin, 1% L-glutamine and 10%
FCS (control medium). The digested product was then centrifuged
at 250 g for 5 min to separate adipose fraction from stromal
fraction. The supernatant was removed and the stromal cells were
re-suspended in the control medium and filtered through a 70 pm
nylon mesh filter. The filtrate was centrifuged and the cells were
re-suspended in red blood cell lysis buffer. The lysis reaction was
stopped by adding control medium. The suspension was
centrifuged and the cells were finally re-suspended in control
medium and plated at a density of 5 x10* cells/cm?.

hASC isolated using the protocol described above have been
extensively characterized in our laboratory (for details see [35,37]).

The medium was replaced 24 h after seeding to remove non-
adherent cells. To prevent spontancous differentiation, primary
cultures (PO) of ASC were grown to approximately 80% of
confluence and then detached from the cell culture flask using
trypsin-EDTA. For all subsequent experiments, ASC at passage 2
were used.

All culture incubations were performed at 37°C in a humidified
atmosphere containing 5% COg and the medium was changed
every 2 to 3 days.

For wn vitro chondrogenic differentiation, ASC were divided into
three experimental groups. The cells were cultured for 21 days in
monolayers (1x10* cells/cm?) under normoxic conditions (21%
Oy) in control medium (NC'T) or in chondrogenic medium (NCH);
otherwise, they were cultured under hypoxic conditions (5% Oy) in
chondrogenic medium (HCH). The chondrogenic medium was
composed of serum-free DMEM supplemented with 1% penicil-
lin/streptomycin, 6.25 pg/mL insulin, 6.25 ug/mL transferrin,
6.25 ng/mL sodium selenite (ITS), 50 nM sodium L-ascorbate,
1x10™% M dexamethasone and 10 ng/mL TGF-B1 as described
previously [35,38]. For i vitro culture under hypoxic conditions,
ASC were incubated at 37°C, in a tri-gas incubator (Binder,
Tuttlingen, Germany) delivering 5% COg, 5% Oy and 90% Ny in
a humidified atmosphere.

3D culture of human adipose stromal cells in Si-HPMC
hydrogel

As described previously, hASC were collected and gently mixed
with Si-HPMC hydrogel at a density of 2x10° cells/mL of
hydrogel [39]. The hASC/Si-HPMC mixture was distributed in
12-well plates (1 mL/well) and incubated at 37°C and 5% COs.
After a 2 h-incubation, control medium was added. After 24 h,
hASC/Si-HPMC hydrogel constructs were separated into three
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experimental groups and cultured in NCT, NCH and HCH
conditions for 21 days. The media were changed every 2 to 3 days.

Real-time PCR analysis of the chondrogenic
differentiation of rabbit and human adipose stromal cells

Total RNA was extracted from monolayer cultures using a
Nucleospin® ARN I kit in accordance with the manufacturer’s
mstructions. For hASC cultured in the 3D Si-HPMC hydrogel,
total RNA was extracted with Trizol®. One microgram of total
RNA was reverse-transcribed using the Superscript® III kit in a
total volume of 20 pL. Complementary DNA (cDNA) was
amplified in a total volume of 25 uL. of PCR reaction mix
containing 12.5 pL of Brilliant® SYBR® Green Master Mix (1X),
30 nM SYBR green reference dye and each primer at a
concentration of 10 pM. The sequences of the rabbit and human
primers are provided in Tables 1 and 2, respectively. The
COL2A1 gene encodes the alpha-1 chain of type II collagen, a
fibrillar collagen found specifically in cartilage. The ACAN gene
encodes aggrecan core protein. Aggrecan is the major member of
the proteoglycan family found in the extracellular matrix of
cartilaginous tissue. Real-time PCR was performed in a
MX3000P® real-time PCR system (Stratagene) under the follow-
ing conditions: 10 min at 95°C followed by 40 cycles of 30 s at
95°C, 1 min at 60°C and 30 s at 72°C. The efficiency and
specificity of each primer set was confirmed using standard curves
of cycle threshold values vs. serial dilutions of total RNA and by
evaluating the melting profile. Cycle thresholds were normalized
to those of B-actin, used as the reference gene, to control for
differences in cDNA quantification. The results were reported as
relative expression levels.

Implantation of rabbit adipose stromal cells within Si-
HPMC hydrogel in rabbit articular defects

After a medial parapatellar incision, the patella was luxated
laterally. Two osteochondral defects with a diameter of 3 mm and
a depth of 4 mm were created in the patellar groove of the femur,
using a surgical round bur on a slow-speed rotary dental
handpiece, as described previously [10]. The surgical procedure
was performed on both sides. For the implantation of autologous
rASC/Si-HPMC hydrogel into articular cartilage defects, cells
were individualized by tryspin/EDTA treatment, centrifuged at
250 g for 5 min. Two million individualized rASC were gently
mixed with 200 uL. of the Si-HPMC hydrogel before its
reticulation. Defect sites were filled with the Si-HPMC hydrogel
containing autologous rASC preconditioned in NCT, NCH, or
HCH conditions. As reported previously [10], autologous rabbit
nasal chondrocytes (RNCs), used as the positive control, were
implanted at a density of 0.5x10° RNC/200 uL of Si-HPMC
hydrogel. Autologous RNCs were isolated from the nasal septum,
harvested and cultured, as described previously [10]. The four
different conditions (rASC cultured in NCT, NCH, HCH and
RNC) were tested in triplicates and three animals received
implants (four implants per rabbit; two per patellar groove). After
surgery, the animals were allowed to move freely in their cages.
After eighteen weeks, rabbits were sacrificed and the samples were
histologically processed as described below.

Implantation of human adipose stromal cells within Si-
HPMC hydrogel in nude mice subcutis

hASC were cultured in NCT, NCH and HCH for three weeks
and 0.5x10%ells were individualized and gently mixed with
250 pL of Si-HPMC hydrogel prior to subcutaneous implantation
into nude mice, as described previously [37]. As a control, primary
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horse nasal chondrocytes (HoNCs) incorporated into Si-HPMC
hydrogel (0.5x10° HoNC/250 uL) were injected subcutaneously.

The four different conditions (ASC cultured in NCT, NCH,
HCH and HoNCs) were tested in triplicates and six animals
received implants (two implants per animal). The animals were
sacrificed five weeks after implantation and the samples were
processed histologically as described below.

Histological analysis of explants

A group of rabbit explants was embedded in resin Technovit
9100 New® as described by Yang et al. [40] and stained using
Movat’s pentachrome [41].

The second group of rabbit explants, mice explants and hASC
cultured in the Si-HPMC hydrogel were embedded in paraffin and
stained or immunostained, as described previously [37,42]. Briefly,
the explants embedded in resin and paraffin were cut in 5 um-
thick sections passing through the middle of the defects in the
coronal plane. The production of a cartilaginous matrix contain-
ing sulfated glycosaminoglycans (GAG) and type II collagen was
evaluated using alcian blue staining and type II collagen
immunostaining, respectively. For type II collagen immunostain-
ing, human nasal cartilage sections were used as a positive control.
As a negative control, the sections were processed using an
identical protocol, but omitting the primary antibody. The sections
were then visualized using a light microscope (Zeiss Axioplan2,
Gottingen, Germany), with immuno-positive areas exhibiting
brown staining.

The histological sections were evaluated by double-blind,
randomized scoring performed by five trained, independent
examiners for each section (n=3 per replicate). To evaluate the
quality of the repaired tissue in rabbits after surgery, the sections
were scored according to O'Driscoll’s method [43]. O'Driscoll

Table 1. Sequences of rabbit primer pairs, gene bank accession numbers used for real-time PCR analysis and size of the PCR
products.
Gene Gene Bank Accession Number Sequence Base Pairs (bp)
Atcb (b-actin) NM_001101683 Fwd 5'-CCCATCTACGAGGGCTACGC-3' 152
Rev 5'- TCCTTGATGTCCCGCACGATC-3'
Col2at (type Il collagen) NM_001195671 Fwd 5'-ACAGCAGGTTCACCTATACCG-3’ 60
Rev 5'-CCCACTTACCGGTGTGTTTC-3'
Acan (aggrecan) XM_002723376 Fwd 5'-GAGGATGGCTTCCACCAGT-3’ 61
Rev 5'-TGGGGTACCTGACAGTCTGA-3'
doi:10.1371/journal.pone.0062368.t001

scoring assesses the nature of the predominant tissue (cellular
morphology 0—4; matrix staining 0-3), the structural characteris-
tics (surface regularity 0-3; surface integrity 0-2; thickness 0-2;
bonding to the adjacent cartilage 0-2), cellular degenerative
changes (hypocellularity 0-3; chondrocyte clustering 0-2) and
changes in adjacent cartilage (0-3). The score for a normal
cartilage is 24.

Statistical analysis

Each i vitro experiment was repeated at least three times with
similar results. Results are expressed as mean = SEM of triplicate
determinations. Means were compared using a one-way ANOVA
followed by a post-hoc test (Tukey’s honestly significant differ-
ence). Histological grading scores were analyzed using the
Wilcoxon Mann-Whitney test. A p-value <0.05 was considered
statistically significant.

Results

Chondrogenic potential of differentially preconditioned
rabbit adipose stromal cells

Prior to investigating the @ vivo effects of hypoxic precondition-
ing of autologous rASC, we characterized the i vitro phenotype of
differentially preconditioned rASC. The rASC were cultured in a
monolayer under NCT, NCH, or HCH conditions (Fig. 1A). Our
real-time PCR data indicate that, in the NCT condition, the
expression of type II collagen (co/2al) mRNA could not be detected
(ND) and aggrecan (acan) mRNA was barely detectable. The
expression of col2al and acan became detectable in the NCH
condition and substantially increased in rASC cultured in HCH
conditions with significant 4.5- and 1.6-fold increases, respectively,
compared with the NCH condition (Fig. 2A).
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Table 2. Sequences of human primer pairs, gene bank accession numbers used for real-time PCR analysis and size of the PCR
products.
Gene Gene Bank Accession Number Sequence Base Pairs (bp)
ACTB (B-actin) NM_001101 Fwd 5'- CCAACCGCGAGAAGATGA -3’ 97
Rev 5'- CCAGAGGCGTACAGGGATAG -3’
COL2A1 (type Il NM_001844 Fwd 5'- TGTCAGGGCCAGGATGTC -3’ 63
collagen)
Rev 5'- ATCATTATACCTCTGCCCATCC -3
ACAN (aggrecan) NM_001135 Fwd 5'- CCTCCCCTTCACGTGTAAAA -3/ 64
Rev 5'- GCTCCGCTTCTGTAGTCTGC -3/
doi:10.1371/journal.pone.0062368.t002
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Figure 1. Schematic overview of in vivo experimental design. A)
Schematic overview of the chondrogenic potential of differentially
preconditioned rabbit adipose stromal cells (rASC). rASC were isolated
and cultured under normoxic conditions (21% O,) in control medium or
chondrogenic medium or under hypoxic conditions (5% O,) in
chondrogenic medium. As a positive control, rabbit nasal chondrocytes
(RNC) were used. Preconditioned rASC and RNC were finally associated
with Si-HPMC hydrogel and implanted in rabbit articular cartilage
defects for 18 weeks. B) Schematic overview of the chondrogenic
potential of differentially preconditioned human adipose stromal cells
(hASC). hASC were isolated and cultured under normoxic conditions
(21% O,) in control medium or chondrogenic medium or under hypoxic
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conditions (5% O,) in chondrogenic medium. As a positive control,
horse nasal chondrocytes (HoNC) were used. Preconditioned hASC and
HoNC were finally associated with Si-HPMC hydrogel and implanted in
nude mice subcutis for 5 weeks.
doi:10.1371/journal.pone.0062368.g001

We next aimed to determine the effects of i witro hypoxic
preconditioning of rASC on their i vivo chondrogenic potential.
rASC were cultured in the three conditions mentioned above and
implanted within a Si-HPMC hydrogel in rabbit articular cartilage
defects.

The newly formed tissue after implantation of the differentially
preconditioned rASC/Si-HPMC hydrogel was first histologically
characterized. Movat’s pentachrome staining (Fig. 2B b, f, j)
revealed yellow collagen fibers, especially in the superficial zone, in
the NCT and NCH conditions. Round/oval cells and green/blue
stained GAG seemed to be more predominant in the middle and
deep zones. Alcian blue staining (Fig. 2B ¢, g, k) and immuno-
staining for type II collagen (Fig. 2B d, h, 1) revealed the presence
of sulfated GAG and type II collagen in the three conditions. In
the NCT condition, GAG was weakly stained and immunostaining
for type II collagen remained slight. When rASC were precon-
ditioned in the NCH condition, alcian blue staining remained
weak and type II collagen was mainly noted in the deep zone of
the newly formed tissue. For rASC preconditioned in the HCH
condition, GAG and type II collagen were homogenously
detected.

As expected, the implantation of the autologous RNC/Si-
HPMC hydrogel induced the formation of a well-organized tissue
(Fig. 2B n) rich in GAG (Fig. 2B o) and type II collagen (Iig. 2B p).

To further analyze the newly formed tissue, a semi-quantitative
assessment was performed (Fig. 2C) using O'Driscoll’s score. No
difference between NCT- and NCH-preconditioned rASC and
RNC was noted (16.5%0.1; 17.9%0.1; and 18.6%0.065, respec-
tively). The score for HCH-preconditioned rASC/Si-HPMC
(21.5%£0.01) was slightly, but not significantly, higher when
compared with the other conditions.

The histological analyses revealed that the implantation of
differentially preconditioned rASC/Si-HPMC hydrogel constructs
led to the formation of a repair tissue containing GAG and type 11
collagen to a similar extent, regardless of the type of precondi-
tioning used. Thus, although low oxygen tension exerts an n vitro
pro-chondrogenic effect, the in viwo articular environment could
overcome this effect.

Chondrogenic potential of differentially preconditioned
human adipose stromal cells

To counteract this potential effect of the articular environment
and with the long-term goal of developing a human therapy, we
next tested the subcutaneous implantation of human ASC in nude
mice (Fig. 1B).

Before investigating the impact of hypoxic preconditioning of
hASC on their @ vivo chondrogenic potential, the phenotypes of
differentially preconditioned hASC were first characterized. Our
real-time PCR data revealed that the expression levels of COL2A41
and ACAN mRNA could be detected only for cells cultured in
NCH and HCH (Fig. 3A). The mRNA for these genes was
significantly upregulated 2- and 1.3-fold in chondrogenic medium
under hypoxic conditions compared with normoxic conditions,
respectively. Similar to the rASC findings, these results confirm
that an induction medium is required for the induction of type II
collagen and aggrecan expression and that 5% Oy increases their
expression.

To address the effects of hypoxic preconditioning on the
chondrogenic potential of hASC i wviwo, differentially precondi-
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Figure 2. Chondrogenic potential of differentially preconditioned rabbit ASC (rASC). A) rASC were cultured under normoxic conditions
(21% Oy) in control medium (NCT) and chondrogenic medium (NCH) or under hypoxic conditions (5% O,) in chondrogenic medium (HCH). The
expression of transcripts encoding type Il collagen (col2a) and aggrecan (acan) was measured by real-time PCR. The results are expressed as relative
expression levels. ND: not detected. # p<<0.05 compared with NCT; * p<<0.05 compared with NCH. B) rASC were cultured in NCT (a, b, ¢, d), NCH (e, f,
g, h), or HCH (i, j, k, I) and implanted with the Si-HPMC hydrogel in rabbit osteochondral defects. Rabbit nasal chondrocytes (RNCs) incorporated into
the Si-HPMC hydrogel were used as a control (m, n, o, p). After 18 weeks of implantation, the defects were macroscopically observed [gross
appearance (a, e, i, m)], histologically stained using Movat's pentachrome (b, f, j, n) and alcian blue (c, g, k, 0) and immunostained for type Il collagen
(d, h, I, p). a, e, i, m: bar indicates T mm. b-d; f-h, j-I, n—p: bar indicates 100 um. C) A semi-quantitative analysis of the regenerated tissue was
performed using O'Driscoll’s repair score as described in the “Materials and Methods” section. The results are expressed as a mean O’Driscoll score.
doi:10.1371/journal.pone.0062368.g002

tioned hASC were incorporated into Si-HPMOC hydrogel and preconditioned in NCH or HCH revealed the formation of cell
injected into subcutaneous pockets of nude mice. The histological aggregates (Fig. 3B c, d, e, f) that were positively stained by alcian
examination of the newly formed tissue using NCT-precondi- blue and immunoreactive for type II collagen, thus suggesting the
tioned hASC revealed the absence of cell aggregate formation production of a cartilaginous matrix. As expected, primary
(Fig. 3B a, b). In contrast, hASC implants that had been HoNCs used as the positive control revealed the formation of
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Figure 3. Chondrogenic potential of differentially precondi-
tioned human ASC (hASC). A) hASC were cultured under normoxic
conditions (21% O,) in control medium (NCT) and chondrogenic
medium (NCH) or under hypoxic conditions (5% O,) in chondrogenic
medium (HCH). The expression of transcripts encoding type Il collagen
(COL2AT) and aggrecan (ACAN) was measured using real-time PCR. The
results are expressed as relative expression levels. ND: not detected *
p<<0.05 compared with NCH. B) hASC were cultured in NCT (a, b), NCH
(c, d) or HCH (e, f) and implanted with the Si-HPMC hydrogel into
subcutaneous pockets of nude mice. Horse nasal chondrocytes (HoNCs)
incorporated into the Si-HPMC hydrogel were used as a control (g, h).
After five weeks, the samples were harvested, histologically stained
using alcian blue (a, ¢, e, g) and immunostained for type Il collagen (b,
d, f, h). Bar indicates 20 um.

doi:10.1371/journal.pone.0062368.9003

cartilage-like aggregates containing GAG and type II collagen
(Fig. 3B g, h).

Although low oxygen tension exerts an i vitro prochondrogenic
effect, our data reveal that hASC cultured in chondrogenic
medium, regardless of oxygen tension, are able to form
cartilaginous cell aggregates to a similar extent.
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These findings suggest that Si-HPMC may be a suitable
scaffolding hydrogel that allows cells to adequately sense their
environment.

In vitro chondrogenic differentiation of 3D-cultured

human adipose stromal cells

To address whether ASC cultured within the Si-HPMC
hydrogel respond to a prochondrogenic environment (i.e., 3D
culture, chondrogenic medium and low oxygen tension), hASC
were cultured within Si-HPMC hydrogel in NCT, NCH and
HCH conditions. The @ vitro production of a cartilaginous matrix
was evaluated by alcian blue staining and type II collagen
immunostaining. hASC cultured in NCT/Si-HPMC hydrogel
exhibited weak alcian blue staining and type II collagen
immunostaining (Fig. 4A a, b). In contrast, hASC cultured in
chondrogenic medium within the Si-HPMC hydrogel were
positive for GAG and type II collagen, especially when cultured
under 5% Oy (Fig. 4A c).

To further evaluate the scaffolding properties of the Si-HPMC
hydrogel, we compared the expression of COL2AI and ACAN
mRNA in hASC cultured in monolayer or within the Si-HPMC
hydrogel under the NCT, NCH and HCH conditions. According
to the results obtained by real-time PCR, hASC cultured in a
monolayer in NCT or in the NCT/Si-HPMC hydrogel barely
expressed the two transcripts. In the monolayer condition, the
chondrogenic medium induced a 2-fold increase in the expression
of these transcripts, when compared with the NCT condition. In
the Si-HPMC hydrogel condition, the chondrogenic medium
induced 8- and 125-fold increases in the expression of COL2A41
and ACAN mRNA, respectively, when compared with the NCT
condition (Fig. 4B).

In addition, a 3- and 6-fold increase in COL241 and ACAN
transcripts, respectively, was observed in hASC cultured in the
HCH monolayer, when compared with the NCH/monolayer. In
Si-HPMC hydrogel, the expression of COL241 and ACAN was
increased by 60- and 1.5-fold, respectively, for hASC cultured in
HCH compared to those cultured in NCH.

These results suggest that hASC cultured within Si-HPMC
hydrogel are responsive to a prochondrogenic medium and a 5%
Oy, tension. In addition, our data strongly suggest that a 3D culture
within Si-HPMC hydrogel may support the capacity of the
prochondrogenic condition to enhance the chondrogenic differ-
entiation of hASC.

Discussion

In the last decade, MSC-based regenerative strategies have been
thoroughly investigated for the formation of long-term functional
tissue in cartilage repair. However, controlling the chondrogenic
commitment and differentiation of MSC remains challenging [44].
Among the various chondrogenic factors that could be used to
exploit the potential of MSC for cartilage regeneration, hypoxia is
probably among the most tunable, safe and easy-to-use. In this
context, we evaluated whether i vitro low oxygen tension could
impact the cartilage regenerative potential of ASC after i vivo
implantation.

Consistent with our previously published data [35], our  vitro
results confirmed that low oxygen tension increased the expression
of the two major chondrogenic markers in monolayer-cultured
ASC of rabbit and human origin. This first set of experiments also
allowed us to determine whether ASC: exhibited different levels of
chondrogenic commitment after i vitro preconditioning under
various conditions (NCT, NCH and HCH), especially at the
mRNA level.
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Figure 4. Chondrogenic differentiation of 3D cultured human
ASC (hASC). A) hASC were 3D cultured within the Si-HPMC hydrogel
under normoxic conditions (21% O) in control medium (NCT) (a, b) and
chondrogenic medium (NCH) (c, d) or under hypoxic conditions (5% O)
in chondrogenic medium (HCH) (e, f). The presence of sulfated
glycosaminoglycans and type Il collagen was investigated using alcian
blue staining (a, c and e) and type Il collagen immunostaining (b, d and
f), respectively. Bar indicates 20 um. B) hASC were cultured in a
monolayer or within the Si-HPMC hydrogel under normoxic conditions
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(21% Oy) in control medium (NCT) and chondrogenic medium (NCH) or
under hypoxic conditions (5% O,) in chondrogenic medium (HCH). The
expression of transcripts encoding type Il collagen (COL2A7) and
aggrecan (ACAN) was measured by real-time PCR. The results are
expressed as relative expression levels. # p<0.05 compared with NCT.
* p<0.05 compared with NCH.

doi:10.1371/journal.pone.0062368.g004

Next, we evaluated the @ viwo chondrogenic potential of these
differentially preconditioned ASC. To enable the  viwo implan-
tation of ASC, we used an injectable and self-setting cellulose-
based hydrogel (Si-HPMC) that was developed for skeletal tissue
engineering [42]. We then performed in vivo experiments in two
complementary animal models that are widely used in cartilage
tissue engineering: the repair of osteochondral defects in the rabbit
knee joint [41] and the formation of subcutaneous cartilaginous
cell aggregates in nude mice [37].

Based on our histological data and regardless of the precondi-
tioning conditions, rabbit ASC were found to generate repair
tissue in cartilage defects. It is well known, however, that the
functional load-bearing capacity of cartilaginous repair tissue is
dependent on the ultrastructural components and the organization
of the newly formed tissue [45,46]. On the one hand, vertical
collagen fibers in the deep zone of the cartilage counteract swelling
and protect the extracellular matrix from strain at the subchondral
junction. On the other hand, horizontal fibers in the superficial
zone play a critical role in tangential resistance to shear stress at
the articular surface. Given the biomechanical relevance of this
specific histological organization of hyaline cartilage, it was
particularly notable in the present study that preconditioned
ASC, especially in chondrogenic medium and hypoxic conditions,
induced the formation of repair tissue that exhibited a hyaline-like
organization. These data confirm the potential of ASC for
cartilage engineering.

Surprisingly, although 5% oxygen tension dramatically stimu-
lated the n vitro chondrogenic differentiation of rASC, it failed to
significantly enhance the  vivo formation of cartilage-like tissue in
the rabbit articular site.

However, a crucial point when interpreting the results from the
in vivo cartilage repair experiments is determining how much the
cells actually influenced the outcome, as spontaneous repair is
known to occur in osteochondral defects [47].

Therefore, the repair of an osteochondral defect in rabbits
would probably not constitute the most relevant model to
accurately evaluate the regenerative potential of cells. Thus, to
counteract the endogenous regenerative effects of the articular
environment, we implanted human ASC in nude mice subcutis in
one of the most widely established models used to decipher the
regenerative potential of cell biomaterial constructs.

In this model, and in contrast to the effect observed for NC'T-
preconditioned cells, chondrogenically induced human ASC
incorporated into Si-HPMC hydrogel formed cartilage-like cell
aggregates enriched in type II collagen and GAG. However, as
previously reported for rabbit knee joints, 5% low oxygen tension
did not stimulate the formation of cartilage-like aggregates. In
contrast to the data obtained using rabbit ASC in the cartilage
defect model, the findings in the subcutaneous nude mouse model
highlight the beneficial effect of the induction medium on the n
vivo chondrogenesis of hASC. This discrepancy, regardless of
differences between species, could arise from the cartilaginous
articular environment, which may provide implanted cells with
prochondrogenic stimuli, such as growth factors, low oxygen
tension, and mechanical constraints [48]. These prochondrogenic
stimuli are also known to favor MSC chondrogenesis and cartilage
tissue maturation [49,50]. In addition, the presence of progenitor
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cells in articular cartilage has been detected in the superficial zone
of articular cartilage. Cell population CD105+/CD166+ exhibit-
ing a high colony-forming efficiency, a chemotactic activity and
limited multipotency has been described recently [51,52,53,54].
These endogenous progenitors may influence the behavior of
implanted cells and erase the differences observed after the
preconditioning culture. However, the role and function of these
endogenous progenitors have yet to be clearly deciphered,
especially in the context of cartilage repair.

Altogether, the data obtained from the present rabbit and nude
mice experiments demonstrate that although hypoxia strongly
promotes the i vitro chondrogenic differentiation of ASC in a
monolayer or entrapped within a Si-HPMC hydrogel, it fails to
potentiate the formation of cartilaginous tissue i vivo. Viewing the
discrepancy between the @ witro and i wiwo data, it seems
reasonable to speculate that cells implanted within Si-HPMC
hydrogel experience some quite similar environmental factors,
including low oxygen tension, that could greatly influence their
ability to produce a cartilaginous tissue [30,31]. The effects of this
low oxygen tension are mainly to be mediated by the activation of
the HIF transcription factor family [55]. As suggested by our i
vitro data, such a low oxygen tension has indeed been reported to
stimulate the chondrogenic differentiation through a specific
stabilization of HIFI-alpha. It is well acknowledged that HIF-1
alpha/HIF-1 beta dimers upregulate the transcriptional activity of
SOX9 promoter through binding on specific hypoxia-responsive
element sequences [33,56], which in turn increases the expression
of type II collagen and aggrecan. In addition, it has been shown
that low oxygen tension also contributes to the hydroxylation-
mediated maturation of the collagen fibers through the increase in
the expression of prolyl-4-hydroxylase [57,58].

Regardless of the animal model used, one of the limitations in
the present manuscript and in a large number of similar studies
reported in the literature is the time point at which the formation
of a repair tissue is investigated (18 weeks in rabbits and 5 weeks in
nude mice). The maturation of the newly formed cartilage is
indeed a complex, spatially- and temporally-regulated process that
involved a large number of biological partners.

The Si-HPMC hydrogel that has long been considered a
suitable vehicle for the delivery of cells in a cartilaginous defect via
a minimally invasive surgical protocol should also be viewed as a
permeable structure that allows cells to sense environmental
prochondrogenic stimuli, such as growth factors, low oxygen
tension and mechanical constraints.

Consequently, we hypothesized that the Si-HPMC hydrogel
may provide a 3D scaffolding environment suitable for chondro-
genesis. To address this issue, we cultured hASC in monolayers or
within the Si-HPMC hydrogel under NCT, NCH and HCH
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Article IV : “Inverse regulation of early and late chondrogenic differentiation by oxygen

tension defines cues for stem cell-based cartilage tissue engineering”

-En cours-

2.3 Résumé

Les cellules souches mésenchymateuses isolées du tissu adipeux (CSA) sont considérées
comme une source prometteuse de cellules autologues pour 1’ingénierie tissulaire du
cartilage articulaire [72,174,175]. Cependant, le processus de différenciation
chondrogénique des CSM s’apparente a celui observé dans la plaque de croissance [269].
Ainsi, ces cellules lors de leur implantation in vivo peuvent conduire a la formation d’un
cartilage minéralis¢ non fonctionnel [12]. Il apparait donc crucial de prévenir la formation
de ce cartilage minéralisé, en contrélant la différenciation chondrogénique terminale des
CSM. Nous avons émis I’hypothése que I’hypoxie pourrait, en plus de stimuler les phases
précoces de la différenciation chondrogénique, prévenir la phase terminale hypertrophique

de cette différenciation.

Pour répondre a cette question, nous avons étudié les effets de la tension en oxygene sur la
différenciation chondrogénique et hypertrophique des CSA humaines et de la lignée
cellulaire ATDCS. Les CSA et les ATDCS ont été cultivées en présence de milieu controle
ou milieu chondrogénique et soumises a une tension en oxygene de 21% (normoxie) ou 5%
(hypoxie). Les effets de la tension en oxygeéne sur la différenciation chondrogénique et
hypertrophique ont été évalués par (i) coloration au bleu alcian pour la production de GAG
sulfatés, (ii) RT-PCR en temps réel pour I’expression des marqueurs chondrogéniques
(Sox9, Acan, Col2al) et hypertrophiques (Mmp13, Coll0A1, Runx2, AlpL), (iii) mesure
de I’activité de la phosphatase alcaline. Pour finir, I’activité¢ de liaison a I’ADN de HIF-

lalpha et HIF-2alpha a ét¢ étudiée par No shift assay.

Par I’é¢tude de deux modeles cellulaires humain et murin, nous montrons que 5%
d’oxygene stimule la différenciation chondrogénique tout en prévenant la production d’une
matrice minéralisée, en diminuant 1’expression des marqueurs hypertrophiques et 1’activité

de la phosphatase alcaline. De plus, 5% d’oxygéne est suffisant pour induire la liaison a

68
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I’ADN de HIF-1lalpha et HIF-2alpha. Nos résultats montrent que I’hypoxie non seulement
stimule les phases précoces de la différenciation chondrogénique sur deux modéles de
cellules chondrogéniques, mais inhibe également les marqueurs hypertrophiques. Ces
résultats font de I’hypoxie un outil pertinent pour prévenir la formation d’une matrice

calcifiée en ingénierie tissulaire du cartilage a base de CSM.
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Abstract

Purpose

Multipotent stromal cells (MSC) have been considered promising for the regenerative
medicine of articular cartilage. The MSC chondrogenic differentiation can ultimately lead to
the formation of hypertrophic chondrocytes responsible for the calcification of cartilage. To
prevent this MSC-dependent production of a calcified matrix in articular site, the MSC late
hypertrophic differentiation has to be carefully controlled. Given that articular cartilage is
avascular, we questioned whether in addition to its stimulatory role in the early differentiation
of chondrogenic cells, hypoxia may prevent their late hypertrophic conversion.

Materials and Methods

Human adipose MSC and murine ATDCS cells were used. Cells were cultured in normoxia
(21% 0O,) or hypoxia (5% O). The effects of hypoxia on the chondrogenic and hypertrophic
differentiation was evaluated by (i) the production of GAGs and calcified matrix by Alcian
blue and Alizarin red stainings respectively (ii) the expressions of chondrogenic and
hypertrophic differentiation markers (Sox9, Acan, Col2al, Mmp13, Col10A1, Runx2, AlpL)
by RT-PCR (iii) the measurement of alkaline phosphatase. The transcriptional activity of
hypoxia inducible factor-lalpha (HIF-lalpha) and HIF-2alpha was evaluated by No shift
DNA binding assay.

Results

A 5%0; has been found to stimulate the early chondrogenic commitment while decreasing the
production of a calcified matrix, down-regulating the expression of hypertrophic markers and
reducing alkaline phosphatase. Our data also indicate that a 5%O, promoted the
transcriptional activity of HIF-1alpha and HIF-2alpha.

Conclusions
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Our data demonstrate that a low oxygen tension not only stimulates the early chondrogenic
commitment of two complementary models of chondrogenic cells, but also inhibits their
hypertrophic differentiation. These results make hypoxia an instrumental tool to prevent the

formation of a calcified matrix in MSC-based cartilage tissue engineering.
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Introduction

Hyaline articular cartilage damages through aging, trauma and inflammatory or degenerative
diseases often result in extracellular matrix degradation and ultimately in the loss of joint
function. To address this clinical issue, cell-based reparative strategies using autologous
chondrocytes have been proposed and have revealed short and mid-term promising results in
human [1]. However, this procedure is accompanied by a donor site morbidity and the limited
amount of chondrocyte obtainable upon harvest requires the use of in vitro cell expansion that
is associated with a risk of cell dedifferentiation. Consequently, the therapeutic strategies that
consist in implanting autologous chondrocytes have rarely resulted in a complete and stable
regeneration of hyaline cartilage. In this context, the repair of damaged cartilage remains a
clinical challenge that has recently prompted the development of regenerative strategies based
on the use of mesenchymal stromal cells as an alternative to the use of autologous

chondrocytes as well as the development of bio-inspired smart biomaterials [2, 3].

Preclinical and clinical studies have thus demonstrated the potential of mesenchymal
stem/stromal cells (MSC) to repair articular cartilage defects (for review see [4, 5]). These
studies have also highlighted several key challenges that remain to be overcome, among them,
the quality and durability of the newly formed tissue, its effective integration with the
surrounding host tissue and .the control of the chondrogenic differentiation towards a stable
and non-hypertrophic phenotype [6]. Indeed, it is well acknowledged that MSC committed
into the chondrogenic differentiation have the ability to recapitulate the endochondral
ossification process from the early commitment to the late hypertrophic phase [7]. This late
hypertrophic conversion of the chondrogenic cells initiates the formation of a mineralized
cartilaginous matrix that will be ultimately converted into bone [8]. Several studies reported

that in vitro chondrogenically-differentiated bone marrow (BM)-derived MSC express
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hypertrophy-related genes, such as MMP-13 and type X collagen [9-15]. Consistently, this in
vitro late hypertrophic differentiation has been reported to lead to an unwanted formation of a
calcified matrix when human BM-MSC are subsequently implanted in nude mice subcutis
[16, 17]. Therefore, one of the major challenges in MSC-based cartilage tissue engineering is
the preservation of the early chondrogenic differentiation to promote the formation of a

hyaline-like tissue repair while preventing their terminal hypertrophic differentiation.

As the physiological oxygen tension experienced by articular chondrocytes is ranging from 2
to 7 % [18, 19, 20], the use of such a low oxygen tension as an environmental factor able to
finely tune the chondrogenic phenotype of BM-MSC in vitro [21, 22] has been paid attention.
Previous studies have thus reported that hypoxic condition could enhance the chondrogenic
differentiation of BM-MSC in the presence of inductive medium [23] while impeding their

hypertrophic differentiation [24, 25].

However, bone marrow suffers certain limitations that are related to its painful harvest and to
the limited amount of collectable MSC. In the light of these limitations, adipose tissue has
also been contemplated with interest as an alternative source of MSC. Adipose tissue is
indeed easily accessible through non-invasive liposuction and has the advantage of containing
MSC in a larger number than bone marrow [26-28]. Despite a large body of evidence
indicating the ability of adipose stem/stromal cells (ASC) to undergo an early chondrogenic
differentiation in vitro, their hypertrophic conversion remains marginally documented [29-
31]. In addition, while the impact of a low oxygen tension on their early chondrogenic
commitment has been documented [22, 32], its effects on their in vitro hypertrophic
differentiation remains not yet deciphered despite being of particular interest for cartilage

regenerative medicine.
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In this context, the major objective of this study was to determine whether a low oxygen
tension may differentially influence the early chondrogenesis and late hypertrophic
conversion of human ASC. To confirm the data obtain in human ASC and to further analyze
the cellular mechanisms underlying the effects of a low oxygen tension, we were also
interested in determining whether hypoxia may also influence early and late chondrogenic
differentiation in a murine carcinoma-derived chondroprogenitor cell line (ATDCS).

First, the extracellular matrix composition and the expression level of chondrogenic and
hypertrophic markers of ASC and ATDCS5 cells have been monitored over the time.
Thereafter, the effects of a low oxygen tension have been investigated on their chondrogenic
and hypertrophic phenotypes. Finally, to determine whether the effects of a low oxygen
tension could be associated with transcriptional mechanisms, the DNA binding activity of
hypoxia inducible factor-1 alpha (HIF-lalpha) and HIF-2alpha transcription factors was

evaluated.
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Materials and Methods

Materials

Cell culture plastic wares were purchased from Corning-Costar BV Life Sciences (Schipol-
Rijk, The Netherlands). Hank’s Balanced Sodium Salt (HBSS), Dulbecco’s modified Eagle’s
medium (DMEM) high glucose (4.5g/L), alpha minimum essential medium, F12 Nutriment
Mixture (HAM), phosphate-buffered salt (PBS), penicillin/streptomycin, trypsin/EDTA
(0.05%/0.53mM), superscript III kit were obtained from Invitrogen Corporation (Paisley,
UK). Collagenase crude type I A, red blood cell lysis buffer, trypan blue, sodium L-ascorbate,
insulin-transferrin-selenite media supplement, dexamethasone, Alcian blue, Red alizarin S
and guanidine were purchased from Sigma-Aldrich (St. Louis, MO). Brilliant SYBR Green
Master Mix was obtained from Stratagene Europe (Amsterdam Zuidoost, The Netherlands).
PCR primers were synthesized by MWG Biotech (Ebersberg, Germany). Fetal calf serum
(FCS) was purchased from Dominique Dutscher (Brumath, France). Protein content was
determined using the Pierce Coomassie Plus assay (Pierce, Rockford, IL, USA). HIF-alpha
No shift assay was obtained from Bertin pharma (Montigny, France). TGF-B1 was from
PeproTech Inc. (London, UK). NucleoSpin® RNA II was obtained from Macherey-Nagel
(Hoerdt, France). Alkaline phosphatase assay kit was purchased from Abcam (Cambridge,
UK). Axioplan 2 light microscope from Zeiss (Gottingen, Germany). Tri-gas incubator was

purchased from Binder (Tuttlingen, Germany).

All other chemicals were obtained from standard laboratory suppliers and were of the highest

purity available.
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Methods

Isolation, expansion, chondrogenic differentiation and hypoxic culture of human ASC
Human ASC were obtained from patients undergoing liposuction after written consent.
Briefly and as previously described [32], human lipoaspirates were washed extensively with
HBSS and treated with collagenase type I A (0.025%) in HBSS for 1h at 37°C under gentle
agitation. The collagenase was inactivated by adding an equal volume of DMEM containing
1% penicillin/streptomycin and 10% FCS (control medium). The digested product was then
centrifuged at 250g for Smin to separate adipocytes from stromal cells. The supernatant was
removed and the cells were resuspended in the control medium and filtered through a 70pm
nylon mesh filter. The filtrate was centrifuged and the cells were resuspended in red blood
cell lysis buffer. The lysis reaction was stopped by adding control medium. The suspension
was centrifuged and the cells were finally counted by trypan blue and resuspended in control
medium and plated at a density of 5 x 10* cells/cm”. The medium was replaced 24h after
seeding to remove non-adherent cells. To prevent spontaneous differentiation, primary
cultures of ASC were grown to 80-90% confluence and then detached from the cell culture
flask using trypsin-EDTA. All culture incubations were performed at 37°C and 5% CO; and
medium was changed every two to three days.

Five hundred thousand ASC (passage 3) were placed into a 15mL polypropylene tube
containing 1mL of control medium. They were then centrifuged for Smin at 250g. The tubes
were fitted with vented caps to permit gas exchange, and the cell pellets were maintained at
37°C in a humidified atmosphere containing 5% CO, and 95% air. After 24h, pellets of ASC
were divided into three experimental groups.

To characterize the chondrogenic differentiation of ASC and to examine the effects of

hypoxia on their phenotype, pellets of ASC were cultured under normoxia (21% O,) either in
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the presence of control medium (NCT) or chondrogenic medium (NCH) or under hypoxia
(5% 0O,) in the presence of chondrogenic medium (HCH) during 14, 21 and 28 days. The
chondrogenic medium was composed of serum-free DMEM supplemented with 1%
penicillin/streptomycin, 6.25ug/mL insulin, 6.25pug/mL transferrin, 6.25ng/mL sodium
selenite, 50nM sodium L-ascorbate, 1 x 10°M dexamethasone and 10ng/mL TGF-B1 as
previously described [32, 33]. Culture media were changed every 2-3 days. For HCH
conditions, ASC were cultured as described above and placed at 37°C in a humidified
atmosphere and inside a tri-gas incubator containing 5% CO,, 5% O; and 90% N..
Expansion, chondrogenic induction and hypoxic culture of ATDCS5 cells

ATDCS cells were routinely cultured in a control medium consisting of DMEM/F12 (1:1)
containing 5% FCS, 1% penicillin/streptomycin. Cells were passaged once a week using
trypsin/EDTA, and maintained at 37°C in a humidified atmosphere of 5% CO, in air.
Chondrogenic medium consisted of the growing medium supplemented with 10pg/mL
insulin, 10pug/mL transferrin and 10ng/mL sodium selenite. ATDCS cells were counted by
trypan blue and were cultured at 1.5 x 10*cm” in control or chondrogenic medium for 2
weeks in normoxia (21% O,) and for an additional 7 days period of time in chondrogenic
medium under normoxic or hypoxic (5% O,) condition.

For HCH condition, cells were cultured inside a tri-gas incubator containing 5% CO;, 5% O,

and 90% N,. The medium was changed every 2-3 days.

Transcript analyses
RNA isolation
Total RNA was extracted from ASC and ATDCS cells using a Nucleospin® ARN II kit in

accordance with the manufacturer’s instructions. After DNase digestion, RNA was quantified



176

177

178

179

180

181

182

183

184

185

186

187

188

189

190

191

192

193

194

195

196

197

198

199

using a UV-spectrophotometer (Nanodrop ND-1000, Labtech, Palaiseau, France) and quality

was determined with the Agilent Bioanalyser 2100 system (Waldbronn, Germany).

Real-time PCR

One microgram of total RNA was reverse-transcribed using the Superscript® III kit.
Complementary DNA (cDNA) was amplified in a total volume of 15uL of PCR reaction mix
containing 12.5uL of Brilliant® SYBR® Green Master Mix (1X), 30nM SYBR green reference
dye and each primer at a concentration of 10uM. The sequences of the human and mouse
primers are provided in Tables 1 and 2 respectively. Real-time PCR were performed in a
MX3000P” real-time PCR system (Stratagene) under the following conditions: 10min at 95°C
followed by 40 cycles of 30s at 95°C, 1min at 60°C and 30s at 72°C. The efficiency and
specificity of each primer set was confirmed using standard curves of cycle threshold values
vs serial dilutions of total RNA and by evaluating the melting profile. Cycle thresholds were
normalized to those of act b and PPIA for ATDCS cells and ASC mRNAs respectively. The
results were reported as relative expression levels.

Histological analyses

ASC pellets were fixed in 10% formalin and embedded in paraffin. Paraffin sections (Sum
thick) were deparaffinized using toluene, rehydrated through a graded series of ethanol, and
rinsed in distilled water. Sections were stained with Trichrome’s masson and Alcian blue as
previously described [32]. Alcian blue revealed the presence of sulfated glycosaminoglycans
(GAG) containing cartilaginous matrix. Trichrome’s Masson stained the collagen fibers in

green.

Biochemical analyses
The production of GAG by ATDCS cells was investigated with Alcian blue staining as

previously described [32]. Briefly, extracellular matrix was washed with ice-cold PBS and
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fixed for 20min in 100% ethanol. Then extracellular matrix was stained at room temperature
with 0.1% Alcian blue solution in 0.1M HCI. After overnight incubation, the solution was
discarded and the extracellular matrix was rinsed with 0.1M HCI to eliminate nonspecific
staining. Photographs were obtained with a light microscope. Alcian blue was quantified
using a solution of guanidine/HCl 6M. After 8 hours, liquid was harvested and Alcian blue

optical density was read on a spectrophotometer at a wavelength of 595nm.

Calcium deposition in ATDCS cell culture was detected with Alizarin Red S staining as
previously described [34]. Briefly, extracellular matrix was washed with cold PBS and stained
with 2% Alizarin red S solution for 2 min. Stained cells were extensively washed with
deionized water to remove any nonspecific staining. Photographs were obtained with a light
microscope. Alizarin red staining was extracted using a solution of 20% methanol and 10%
acetic acid in water. After 15minutes, liquid was harvested and the Alizarin red optical

density was read on a spectrophotometer at a wavelength of 450nm.

The alkaline phosphatase activity of ATDCS5 cells was evaluated using the Alkaline

phosphatase assay in accordance with the manufacturer’s instructions.

Nuclear protein extraction and No shift transcription factor assay

Nuclear protein extraction has been performed as described previously [35]. ATDCS cells
were rapidly frozen in liquid nitrogen before lysis at 4 °C. Cell layers were scraped in low salt
buffer: 10 mM HEPES, pH 7.9, 0.1 % Nonidet P-40, 1.5 mM MgCl,, 10 mM KCI, I mM
EGTA, 1 mM EDTA, 0.5 mM dithiothreitol [DTT], 0.5 mM phenylmethylsulfonyl fluoride
[PMSF], 10 pg/ml pepstatin A, 10 pg/ml aprotinin, and 10 pg/ml leupeptin. The cellular
suspension was incubated on ice for 1 hour with gentle shaking every 15 min and sedimented

by centrifugation (10,000g) for 10 min at 4°C. The resultant pellet was resuspended in a high
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salt buffer (20 mM HEPES, pH 7.9, 25% glycerol, | mM MgCl2, 420 mM NaCl, 0.2 mM
EDTA, 0.5 mM DTT, 0.5 mM PMSF, 10 pug/ml pepstatin A, 10 pg/ml aprotinin, and 10
pg/ml leupeptin) and incubated for 1-3 hours with gentle shaking every 15 minutes. The
nuclear suspension was centrifuged at 10,000g for 10 minutes at 4°C. Then, the supernatants
were collected and stored at -80°C. The nuclear protein concentration of nuclear lysates was

determined with a Pierce Coomassie Plus protein assay.

The DNA binding activity of the transcriptional factors HIF-1alpha (hypoxia inducible factor-
lalpha) and HIF-2alpha was then investigated by an ELISA-based Electrophoretic Mobility
Shift Assay (EMSA) using the HIF-alpha No shift transcription factor assay kit according to

the manufacturer’s recommendations.

Results

Characterization of the chondrogenic and hypertrophic phenotype of ASC

Before investigating the effects of hypoxia on the chondrogenesis of ASC, we sought to
characterize the chondrogenic differentiation of ASC by using Alcian blue and Masson’s
trichrome staining. While Alcian blue staining of ASC pellets cultured in the control medium
failed to reveal the presence of sulfated GAG within the matrix, in the presence of
chondrogenic medium and as early as day 14, a blue ring was visible at the external zone of
the pellet section, demonstrating the synthesis of sulfated GAG within the matrix (Figure 1A,
a-f). In addition, after a 28-day period of culture in the chondrogenic medium, the pellet
section was strongly positive for sulfated GAG (Figure 1A a-f). Interestingly, conversely to
the pellets cultured in the presence of control medium, ASC pellets cultured in the presence of
chondrogenic medium were positive for Masson’s trichrome staining. Green-stained collagen
fibers were mainly detected at the external zone of the pellet section as early as day 21,

whereas collagen fibers were observed within the whole pellet section at day 28 (Figure 1A g-
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1). To confirm the expression of chondrogenic markers at the mRNA level, SOX9, ACAN and
COL2A1 mRNAs were measured by real-time-PCR. Whereas the expression levels of SOX9,
ACAN and COL2A1 mRNA were not or barely increased whatever the time-period of culture
in NCT conditions, the chondrogenic medium induced a significant time-dependent increase

in the expression of SOX9, ACAN and COL2A1 mRNAs (Figure 1B).

To specifically document the terminal chondrogenic differentiation of ASC, the expression
levels of transcripts encoding for several hypertrophic markers including RUNX2, COL10A1
and MMP13 mRNA were then investigated. Interestingly, in the presence of chondrogenic
medium, the expression levels of RUNX2, COL10A1 and MMP13 mRNA were temporally
and significantly increased at day 14, 21 and 28 respectively as compared to day 0 and to
control condition at the same day (Figure 1B). Taken together, these data indicate that human
ASC are able to undergo an early and late hypertrophic chondrogenic differentiation in the

presence of a specific inductive medium.

Effects of hypoxia on the chondrogenic and hypertrophic phenotype of ASC

After having confirmed that human ASC exhibit some of the major features of early
chondrogenic and late hypertrophic phenotypes, we sought to determine whether hypoxia may
impact on both these phenotypes. Alcian blue and Masson’s trichrome stainings were positive
and of comparable intensity in both normoxia and hypoxia suggesting the production of
sulfated GAG and collagen fibers respectively, in a similar extent (Figure 2A). Our real-time
PCR data indicate that ASC cultured in hypoxic condition exhibited a significant increase in
SOX9, ACAN and COL2A1 mRNA expression as compared to ASC cultured in normoxic
condition with a 1.7-, 4.5- and 2.5-fold increase respectively. Of interest, a significant

decrease of about 30%, 50% and 60% of steady state levels of RUNX2, COL10Al and
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MMP13 transcripts was observed in ASC cultured in hypoxia as compared to normoxia

(Figure 2B).

Taken together, these data suggest that, a low oxygen tension not only promoted the
expression level of early chondrogenic markers in human ASC but also down-regulated the

mRNA expression levels of hypertrophic markers.

Characterization of the chondrogenic and hypertrophic phenotype of ATDCS5 cells

To strengthen the hypothesis that a low oxygen tension may exert its effects in a broad range
of chondrogenic cells, we then embarked in experiments using a murine chondroprogenitor
cell line, ATDCS [36, 37]. Our data first confirmed that in the presence of chondrogenic
medium, ATDCS cells formed nodular structures as early as day 7. At day 14 and 21, sulfated
GAG and calcium deposits increased within the matrix, as evidenced by Alcian blue and
Alizarin red staining respectively. These observations were correlated with the quantification
of the extracted stainings (Figure 3A and 3B). These data were then confirmed at the mRNA
level. Our RT-PCR data indeed showed that in NCH conditions and as compared to day 0 and
to the NCT conditions at the same time, the expression level of S0xX9 mRNA markedly
increased as early as day 14 and those of acan and col2al mRNA increased at days 14 and 21

(Figure 3C).

Prior to investigate the effects of a low oxygen tension on the hypertrophic phenotype of
ATDCS cells, we first monitored the emergence of the hypertrophic differentiation over the
time. Our data have shown that ATDCS cells cultured in NCH condition exhibited a time-
dependent and significant increase in the expression level of runx2, col10al, mmpl13 and alpl
mRNA (Figure 3C). In addition, alkaline phosphatase activity was also found to be
significantly increased in NCH conditions as compared to NCT conditions at days 14 and 21

(Figure 3D).
14
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The whole of our data indicate that in the presence of an inductive medium ATDCS5 cells
undergo a chondrogenic differentiation and express multiple hypertrophic markers in a time-

dependant manner.

Effects of hypoxia on the chondrogenic and hypertrophic phenotype of ATDCS cells

We finally sought to address whether hypoxia may influence the chondrogenic and
hypertrophic phenotype of ATDCS cells. Figure 4A indicates that ATDCS cell cultures were
positive for Alcian blue staining without any significant difference between normoxic and
hypoxic conditions. Conversely, calcium deposition evidenced by alizarin red staining and
quantification was significantly decreased by about three times when cells were cultured in

hypoxia as compared to those cultured in normoxia (Figure 4B).

Interestingly, while sox9, acan and col2al transcripts were significantly increased when cells
were cultured in HCH conditions in comparison with NCH conditions (1.7-, 8- and 1.5-fold
increase respectively), the expression levels of runx2, col10al, mmpl3 and alpl mRNAs were
significantly decreased by about 80%, 50%, 90% and 80% respectively (Figure 4C). These
data at the mRNA level were ultimately confirmed by the decrease in ALP activity. Indeed
when ATDCS cells were cultured in hypoxia, we observed a significant decrease in enzyme

activity by about two times when compared to cell cultured in normoxia. (Figure 4D).

Effects of hypoxia on the DNA-binding activity of HIF-1alpha and HIF-2alpha transcription

factors

Finally, we were interested in determining whether the 5% oxygen tension used in the present
study, may lead to the stabilization of the key transcriptional factors responsible for the
cellular effects of hypoxia. We thus performed a No shift transcription factor assay for HIF-

lalpha and a HIF-2alpha DNA binding activity on nuclear extracts obtained from both
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hypoxia- and normoxia-treated ATDCS cells. Our data indicated that 4h of culture in hypoxic
condition significantly increased the binding of HIF-lalpha and HIF-2alpha on their DNA
hypoxia response element (HRE) consensus binding sites. Subsequently, the DNA binding
activity of HIF-1lalpha and HIF-2alpha decreased at 8h and returned to its basal level at 12h
(Figure 5). Hypoxia-induced HIF-lalpha and HIF-2alpha binding to HRE consensus sites
were blunted in a competitive assay with a 50-fold molar excess of HRE oligomers (data not

shown).

These results indicate that a 5% oxygen tension stimulates the in vitro binding of HIF-1alpha

and HIF-2alpha to HRE consensus motifs in ATDCS cells.

Discussion

The control of the chondrogenic differentiation of MSC, and notably the prevention of their
hypertrophic conversion, remains an important challenge to direct the repair of cartilage
towards a non calcified hyaline-like tissue. Indeed, the in vitro MSC chondrogenic
differentiation that mimics the successive steps of the development of growth plate
chondrocytes, includes the formation of hypertrophic chondrocytes that lead to the

calcification of the ECM.

While it is well acknowledged that a low oxygen tension can stimulate the chondrogenic
commitment while inhibiting the osteogenic differentiation of ASC [32, 38], the effects of
such a low oxygen tension on their hypertrophic differentiation was not yet addressed. Thus
considering our ambition to optimize the chondrogenic differentiation of ASC for cartilage
repair, we were interested in determining whether a low oxygen tension, an easy-to-use,
tunable and safe environmental factor, may modulate the emergence of the early and late

chondrogenic differentiation of ASC derived chondrogenic cells.
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In a first set of experiments, we have characterized the early chondrogenic and late
hypertrophic differentiation of human ASC. Our data demonstrated that ASC committed
towards the chondrogenic lineage concomitantly express hyaline (SOX9, Aggrecan and Type
IT collagen) as well as hypertrophic (RUNX2, Type X collagen and MMP13) cartilaginous
markers. This concomitant expression of early and late chondrogenic markers could arise
from the heterogeneity of the ASC population in culture that is likely to lead to variability in
the chondrogenic potential of specific cell subclones. Having demonstrated the chondrogenic
and hypertrophic differentiation of ASC, we sought to investigate the effects of a low oxygen
tension on these phenotypes. Our results confirm that hypoxia can promote the chondrogenic
differentiation of ASC, as previously reported [32, 38]. Interestingly, the mRNA expression
level of hypertrophic markers was down-regulated in hypoxic condition in comparison to

normoxic condition.

To strengthen the scientific relevance of our data, we have also sought to determine whether a
low oxygen tension may alter the transcriptional profile of ASC. To address this issue, we
have used a TLDA low density real-time PCR arrays. The expression of 96 genes including
osteogenesis, adipogenesis, chondrogenesis and apoptosis markers were profiled. Our data
failed to demonstrate that hypoxia induced a dramatic alteration of the ASC transcriptional
profile (data not shown). However and consistently with our previously mentioned data,
TLDA indicate that hypoxia, in addition of being able to increase the early chondrogenic
differentiation of ASC, down-regulates the expression level of genes related to the
hypertrophic phenotypes (MEF2C and SHOX) as well as genes associated with the formation
of a mineralized matrix (CSTS, MGP and Bone-GLAP). Collectively, these data strongly
suggest that a low oxygen tension can promotes the chondrogenic differentiation of ASC

whilst inhibiting their hypertrophic differentiation.
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To further address the intracellular mechanisms of the hypoxic response, we thought to
proceed with a more accessible, reproducible and homogenous model of chondrogenic cells.
Among the relevant reported models of chondrogenic differentiation, ATDCS5 remains the
only cell line that recapitulates, in a temporally-regulated manner, the full range of events
described during the differentiation of growth plate chondrocytes [36, 37]. Thus, ATDCS cells
appear as an appropriate in vitro model to finely decipher the role of biological factors that
can influence chondrogenesis [39]. Prior to investigate the effects of a low oxygen tension on
the hypertrophic phenotype of ATDCS cells, we first monitored the emergence of the
hypertrophic differentiation over the time. In the present study, ATDCS5 cells mimics the
major stages of the endochondral differentiation process of chondrocyte from (i) the early
commitment, as evidenced by sox9, acan and col2al expressions, sulfated GAG and collagen-
enriched nodules formation, until (ii) the terminal conversion towards a hypertrophic
phenotype, as evidenced by the increased expression of runx2, coll0al, mmpl3 and alpl
mRNA, alkaline phosphatase activity and the calcification of the extracellular matrix. Using
this ATDCS5 cell model of chondrogenesis, the effects of a low oxygen tension on the
hypertrophic differentiation were investigated from day 14 to day 21. Of interest and as
reported for ASC, hypoxia promoted the chondrogenic differentiation of ATDCS cells as
evidenced by the increased expression of sox9, acan and col2al mRNA. The GAG
accumulation was not significantly modified by the oxygen tension but hypoxic conditions
decreased the production of a calcified matrix, down-regulated the expression of hypertrophic
markers (runx2, col10al, mmpl3 and alpl) and reduced alkaline phosphatase activity. These
results demonstrate that hypoxia inhibits the emergence of a hypertrophic phenotype in
ATDCS cells. Altogether, our data strongly suggest that hypoxia can promote and control the
chondrogenesis process of ATDCS cells by acting differentially on both the early

chondrogenic and late hypertrophic phenotypes.
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Collectively, our findings in ASC and ATDCS cells demonstrate that the chondrogenic
differentiation of human and murine chondrogenic cells is modulated by a low oxygen tension
in a quite comparable manner. In light of these data, it seems reasonable to assume that the
hypoxia effects may be mediated through a universal pathway involving very common
biological effectors. Among these biological effectors, HIF-1alpha and HIF-2alpha are known
to be potent intracellular transducers of the low oxygen effects [40]. In hypoxic condition,
HIF-lalpha and HIF-2alpha are usually stabilized and appear able to translocate to the
nucleus, heterodimerize with the HIF-1beta subunit, and initiate their transcriptional program
[41]. HIF-1alpha and HIF-2alpha are thus reported to improve the chondrogenesis of cells by
inducing the expression of collagen II and aggrecan through the interaction with the
transcriptional factor SOX9 that is considered as the main promoter of chondrogenesis [23,
42, 43]. Consistently, in the present study, a 5% O, is found to be sufficient to induce the
DNA binding activity of HIF-lalpha and HIF-2alpha. Additional analyses using broad range
HIF chemical inhibitors (cadmium [44], 2-Methoxyestradiol [45]) are under intense
investigation in our laboratory to precise the role of HIF-lalpha and HIF-2alpha in the

hypoxia-mediated control of hypertrophic differentiation.

Recently, the specific roles of HIF-lalpha and HIF-2alpha have received considerable
attention. In contrast with HIF-1alpha [46], the role of HIF-2alpha during the chondrogenesis
process is indeed currently debated [47]. It has been shown that HIF-2alpha can induce the
expression of hypertrophic markers such as type X collagen and MMP13 in hypertrophic and
osteoarthritic chondrocytes [48 , 49]. These studies particularly suggest that HIF-1alpha and
HIF-2alpha have distinct functions in cartilage tissue. In the articular chondrocytes, HIF-
lalpha promotes homeostatic pathways whereas HIF-2alpha promotes degradative pathways

that foster osteoarthritis [50]. Whether HIF-lalpha and HIF-2alpha may also have distinct
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roles in controlling the hypoxia-mediated early and late differentiation process of
chondrogenic cells remains however to be deciphered. To address this issue, RNA
interference experiments targeting specifically HIF-1alpha and HIF-2alpha have been recently

initiated.

Whereas the underlying mechanisms of the regulation of HIF pathway during osteoarthritis
remain poorly understood [48 , 49], improving our understanding of the hypoxia-mediated
control of chondrocyte terminal differentiation, could be of major relevance to help design

specific drugs targeting HIF pathway in osteoarthritis development.

To conclude, the present study demonstrates that a low oxygen tension differentially affects
the early and late chondrogenic differentiation of two complementary models of
chondrogenesis: human ASC and murine ATDCS5 cells. Collectively, our finding therefore
makes oxygen tension an instrumental tool to drive an efficient and reliable MSC-based
chondrogenesis. These data also highlight the possibility to prevent the in vivo formation of a
calcified matrix by chondrogenically-committed MSC thanks to the hypoxia-mediated
prevention of their hypertrophic differentiation. Whether a sustained prevention of
hypertrophy and maintenance of a stable chondrogenic phenotype by hypoxia can be achieved
in vivo remains however to be determined in adapted preclinical animal models of cartilage

repair.
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Figures Legends

Table 1: Sequences of human primer pairs, gene bank accession numbers used for real-time

PCR analysis and size of the PCR products.

Table 2: Sequences of mouse primer pairs, gene bank accession numbers used for real-time

PCR analysis and size of the PCR products.

Figure 1: Characterization of the chondrogenic and hypertrophic phenotype of ASC.

Human ASC were cultured in pellets for 14, 21 and 28 days in the presence of control (NCT)

and chondrogenic medium (NCH).

(A) Histological sections of ASC pellets were stained with Alcian blue (a-f) or Masson’s

trichrome (g-1). Bar: 100um.

(B) Expression of chondrogenic markers SOX9, ACAN, COL2A1 and hypertrophic markers
RUNX2, COL10A1, MMP13 were investigated by real time PCR as described in the materials
and methods section. Results for the expression of SOX9, ACAN, COL2A1, COL10A1,
MMP13 are expressed as relative expression level compared to the control medium at day O.
Results for the expression of RUNX2 are expressed as relative expression level compared to
the control medium at day 14.*p< 0.05 compared to the control medium at the same day. #p<

0.05 compared to the respective control medium at day 0. ND: not detected.

Figure 2: Effects of hypoxia on the chondrogenic and hypertrophic phenotype of ASC

Human ASC were cultured in pellets for 28 days in the presence of chondrogenic medium

under normoxic (NCH) or hypoxic (HCH) conditions.

(A) Histological sections were stained with Alcian blue (a,b) or Masson’s trichrome (c,d).

Bar: 100um.
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(B) Expression of the chondrogenic markers SOX9, ACAN, COL2A1 and hypertrophic
markers RUNX2, COL10A1, MMP13 were investigated by real time PCR as described in the
materials and methods section. Results are expressed as relative expression levels. *p< 0.05

compared with NCH conditions.

Figure 3: Characterization of the chondrogenic and hypertrophic phenotype of ATDC5

cells

ATDCS cells were cultured for 0, 7, 14 and 21 days in the presence of control (NCT) and

chondrogenic medium (NCH).

(A) Sulfated GAG accumulation was revealed by Alcian blue staining. The staining was
extracted and quantified as described in the materials and methods section. Results are
expressed as the relative Alcian blue content compared to the control medium at day 0. *p<
0.05 compared to the control medium at the same day. #p< 0.05 compared to the control

medium at day 0.

(B) Calcium deposition was evaluated by Alizarin red staining. The staining was then
extracted and quantified as described in the materials and methods section. Results are
expressed as the relative Alizarin red content compared to the control medium at day 0. *p<
0.05 compared to the control medium at the same day. #p< 0.05 compared to the control

medium at day 0.

(C) Expression of the chondrogenic markers sox9, acan, col2al and hypertrophic markers
runx2, col10al, mmpl3, alpl were investigated by real time PCR as described in the materials
and methods section. Results are expressed as relative expression level compared to the basal
level at day 0. *p< 0.05 compared to the control medium at the same day. #p< 0.05 compared
to the control medium at day 0. ND: not detected.
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(D) Alkaline phosphatase activity was measured in the total protein extract. *p< 0.05
compared to the control medium at the same day. #p< 0.05 compared to the control medium

at day 0.

Figure 4: Effects of hypoxia on the chondrogenic and hypertrophic phenotype of

ATDCS cells

(A-E) ATDCS cells were cultured for 14 days in the presence of chondrogenic medium under
normoxic conditions and then cultured for a 7 days-period of time either in normoxic (NCH)

or hypoxic (HCH) conditions.

(A) Sulfated GAG accumulation was revealed by Alcian blue staining. The staining was
extracted and quantified as described in the materials and methods section. Results are
expressed as the relative Alcian blue content compared to the NCH condition at the same

time.

(B) Calcium deposit was evaluated by Alizarin red staining. The staining was extracted
quantified as described in the materials and methods section. Results are expressed as the
relative Alizarin red content compared to the NCH condition at the same time. *p< 0.05

compared to the NCH condition at the same time.

(C) Expression of the chondrogenic markers sox9, acan, col2al and hypertrophic markers
runx2, col10al, mmpl3, alpl were investigated by real time PCR as described in the materials
and methods section. Results are expressed as relative expression levels compared to NCH.

*p< 0.05 compared with NCH.

(D) Alkaline phosphatase activity was measured in the total protein extract.*p< 0.05

compared with NCH.
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499  Figure 5: Effects of hypoxia on the DNA-binding activity of HIF-1alpha and HIF-2alpha

500 transcription factors.

501  ATDCS cells were cultured in the presence of chondrogenic medium for 14 days (white bars).
502 ATDCS cells were then cultured for an additional 4h-, 8h- or 12h-incubation time under
503  hypoxic condition (black bars). Nuclear extracts were prepared as described in the materials
504 and methods section and HIF-lalpha and HIF-2alpha DNA binding activity were evaluated

505  with an ELISA-based EMSA using a No shift Transcription Factor Assay.

506
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518 Table 1: Sequences of human primer pairs, gene bank accession numbers used for real-time

519  PCR analysis and size of the PCR products.

Gene Gepe Bank Sequence Base Pairs
Accession Number (bp)
PPIA | NMLO21303 | S ferrcacTTTaoaAACACe s | T
SOX9 | NMLOD03462 | p0l's CGETCTICGTICAGARGTCTC Y | 72
ACAN | NMLOOU3ST |l S GerecaeTTcTaTaTeaey | O
COLAL | NMLODISH | o 'S JTeATTATACCTCTGOCCATCC S | O
R | wootoxedo | P S leGrcGerearitaey | %8
COLIOAL | NMLO0O4933 | GG AGEATATTCTCAGATGA Y | 1%
wwpis | o272 |l S CrGerecacaToaacs: |

520
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521  Table 2: Sequences of mouse primer pairs, gene bank accession numbers used for real-time

522  PCR analysis and size of the PCR products.

Gene Bank
) Base
Gene Accession Sequence Pairs (bp)
Number p
Fwd 5°-~AAGGCCAACCGTGAAAAGAT-3’
actb NM_007393 Rev 5-GTGGTACGACCAGAGGCATAC-3’ 110
Fwd 5°-CAGCAAGACTCTGGGCAAG-3’
sox9 NM_011448.3 Rev 5~ ATCGGGGTGGTCTTTCTTGT-3’ 109
Fwd 5°-GCTGAAGTCCCTGGTCAGC-3’
acan LR Rev 5-GCCTCCTCAAATGTCAGAGAGTA-3’ 92
Fwd 5°-GCGAGCCTGGTGTCTCTG-3’
colzal QLN Rev 5-GCCTCTTTCCCCAGACTTTC-3’ 10
Fwd 5°-CCACAAGGACAGAGTCAGATTACA-3’
runx2 NM_009520.2 Rev 5-TGGCTCAGATAGGAGGGGTA-3’ 92
Fwd 5°-GCATCTCCCAGCACCAGA-3’
col10al NM_005925 Rev 5°-CCATGAACCAGGGTCAAGAA-3’ 85
Fwd 5°-GGCCAGCTACACCACAACA-3’
alpl NM_007431.2 Rev 5°-CTGAGCGTTGGTGTTATATGTCTT-3’ 96
Fwd 5°-CAGTCTCCGAGGAGAAACTATGAT-3’
mmp13 NM_008607.1 Rev 5°-GGACTTTGTCAAAAAGAGCTCAG-3’ 94

523
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Etude expérimentale

2.4 Discussion

Le cartilage articulaire n’étant pas vascularisé, la tension en oxygene physiologique pergue
par les chondrocytes est faible. Ainsi et en accord avec la littérature [17,18,19,525,526 ],
nous avons montré qu’une tension en oxygene de 5% stimule la différenciation
chondrogénique et inhibe la différenciation ostéogénique de CSA humaine (Article I, page
47). Ces travaux mettent en évidence le role différentiel de la tension en oxygene sur le
phénotype ostéochondrogénique de CSA in vitro [524]. Fort de ces résultats, la seconde partie
expérimentale de notre travail, regroupant I’article III et IV, s’est focalisée sur des aspects
plus translationnels et s’est consacrée aux effets de la tension en oxygene sur le potentiel

chondrogénique des CSA in vitro et surtout in vivo.

Dans D’article III page 67, nous nous sommes tout d’abord intéressés aux effets d’un pré-
conditionnement hypoxique des CSA in vitro sur leur potentiel & former un tissu cartilagineux

in vivo.

Compte tenu de nos résultats précédents (article II, page 60) montrant que le pré-
conditionnement des CSA in vitro en deux dimensions et en présence de milieu
chondrogénique était suffisant pour former un tissu cartilagineux in vivo, les CSA utilisées
dans l’article III ont été cultivées in vitro en deux dimensions uniquement [527]. Afin
d’évaluer D’effet d’un pré-conditionnement in vitro des CSA sur la formation d’un tissu
cartilagineux in vivo, les CSA ont été cultivées en présence de milieu contréle ou
chondrogénique, et d’une tension en oxygene de 21% (normoxie) ou 5% (hypoxie). En accord
avec nos résultats précédents (article II), nos données in vitro confirment qu’une faible
tension en oxygene augmente I’expression des deux principaux marqueurs chondrogéniques
dans des CSA de lapin et humaines cultivées en monocouche. Ces premicres expériences nous
ont permis de déterminer si les CSA présentent différents niveaux d’engagement en fonction
des conditions d’induction. L’analyse phénotypique des CSA avant implantation confirment
que la tension en oxygene potentialise la différenciation chondrogénique des CSA en présence
d’un milieu d’induction [414,423], mis en évidence par analyse des transcrits codants pour le
collageéne de type II et de ’agrécane. Ainsi, les cellules implantées présentent des phénotypes

chondrogéniques différents en fonction de leur condition de pré-conditionnement. Sur la base
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de nos données de PCR en temps réel essentiellement, il semble que les cellules pré-
conditionnées en milieu inducteur et en hypoxie soient les cellules les plus « engagées » en

comparaison de celles ayant été traitées par un milieu inducteur mais en normoxie.

Par la suite, nous avons évalué les effets de la tension en oxygeéne percue par les CSA in vitro
sur leur potentiel chondrogénique in vivo. Pour cela, les CSA pré-conditionnées ont été
implantées en association avec 1’hydrogel HPMC-Si en site articulaire chez le lapin ou en site
ectopique chez la souris nude, deux modéles complémentaires et largement utilisés en
ingénierie tissulaire du cartilage [296 ,527]. Les analyses histologiques et scoring du tissu
néoformé en site articulaire chez le lapin, montrent que indépendamment des conditions de
culture in vitro, les CSA sont capables de former un tissu cartilagineux in vivo. Il est
largement décrit que les propriétés mécaniques du tissu cartilagineux nouvellement formé
sont dépendantes de sa composition et de son organisation histologique [528,529]. D’une part,
’orientation perpendiculaire a la surface des fibres de collagene, dans les couches profondes
du cartilage, Iui confére ses propriétés de résistance aux forces de compressions. D’autre part,
les fibres disposées parallélement a la surface, dans la zone superficielle, apportent au tissu sa
résistance aux forces de cisaillements [56]. Compte tenu de I’importance de cette organisation
histologique, il est intéressant de souligner que les CSA pré-conditionnées, plus
particulierement en présence de milieu chondrogénique et en condition hypoxique, induisent
la formation d’un tissu de réparation présentant une organisation histologique proche de celle

d’un tissu de type hyalin.

Etonnamment, bien que la tension en oxygene de 5% stimule fortement la différenciation
chondrogénique in vitro, elle n’améliore pas la formation de tissu cartilagineux in vivo en site
articulaire chez le lapin. L’interprétation de ces données expérimentales doit prendre en
compte l’influence des conditions environnementales du site d’implantation. En effet,
I’environnement pro-chondrogénique du site d’implantation articulaire ostéochondral, peut
fortement influencer le devenir des cellules implantées [2]. Par conséquent, afin de
s’affranchir de I’effet de cet environnement pro-chondrogénique articulaire, des CSA
humaines ont été¢ par la suite implantées en association avec 1’hydrogel HPMC-Si en site

ectopique sous-cutané chez la souris nude.

72



Etude expérimentale

Dans ce modele, les CSA induites en condition chondrogénique et associées a I’HPMC-Si
forment des agrégats cellulaires riches en GAG et collagéne de type II. Comme
précédemment observé dans le modele lapin, le pré-conditionnement des CSA en présence de
5% d’0; ne stimule pas la formation d’agrégats cartilagineux. Cependant, et contrairement au
modele d’implantation en site articulaire, le modele d’implantation en site sous-cutanée
souligne I’importance de 1’engagement des CSA in vitro par le milieu d’induction
chondrogénique, sur la formation des agrégats cartilagineux in vivo. En effet, seule des CSA
ayant été¢ pré-conditionnées en milieu chondrogénique, en normoxie ou en hypoxie, sont

capables de former des agrégats cartilagineux en sous-cutanée chez la souris nude.

Indépendamment de [’espece, cette différence de résultats in vivo peut provenir de
I’environnement articulaire, celui-ci peut fournir de nombreux stimulateurs de Ia
différenciation chondrogénique tels que les facteurs de croissance, la présence de
chondroprogéniteurs, la tension en oxygeéne ainsi que les contraintes mécaniques
[58,60,61,282 ,530,531]. Ces stimuli pro-chondrogéniques sont d’ailleurs connus pour
favoriser la chondrogenése des CSM ainsi que la maturation du tissu cartilagineux. De plus,
des cellules progénitrices ont été détectées dans la zone superficielle du cartilage articulaire.
Cette population cellulaire présentant les marqueurs CD105 et CD166, a une forte capacité
d’autorenouvellement, une activité chimiotactique et une multipotence limitée [58,59,61]. Ces
progéniteurs endogénes pourraient influencer le devenir des cellules implantées et annuler les
différences observées apres le pré-conditionnement. Cependant, le role et la fonction de ces
progéniteurs endogénes doivent encore étre clarifiés particulierement dans le contexte de la

réparation cartilagineuse.

L’ensemble des données in vivo, différentes des données in vitro, nous a aussi conduit a
supposer que les cellules implantées au sein de I’hydrogel sont soumises aux mémes facteurs
environnementaux, incluant 1’hypoxie, ce qui pourrait grandement influencer leur capacité a
former un tissu cartilagineux in vivo. Parallelement, il convient de souligner que la maturation
du tissu cartilagineux néo formé, en site articulaire ou sous cutané, est complexe, régulée dans
le temps et implique de nombreux partenaires biologiques. Ainsi le temps d’implantation (18
semaines chez le lapin et 5 semaines chez la souris nude) pourrait également expliquer les

différences observées.
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L’hydrogel HPMC-Si, longtemps considéré comme un simple véhicule, pourrait aussi étre
percu comme une structure perméable permettant aux cellules de « sentir » les facteurs pro-
chondrogéniques environnants tels que les facteurs de croissance, la tension en oxygene et les
contraintes mécaniques. Nous avons ainsi émis 1’hypothese que 1’hydrogel HPMC-Si pourrait
fournir un environnement tridimensionnel propice a la chondrogenése. Pour vérifier cette
hypothese, les CSA ont été cultivées en trois dimensions au sein de I’hydrogel HPMC-Si ou
en monocouche et ce en présence de milieu contréle ou chondrogénique, et d’une tension en
oxygene de 21% (normoxie) ou 5% (hypoxie). Nos données confirment que les CSA cultivées
en trois dimensions au sein de 1’hydrogel s’engagent dans la voie chondrogénique en présence
du milieu d’induction. Cependant, leur différenciation chondrogénique est stimulée en
condition hypoxique et ce méme au sein de I’hydrogel. Ceci renforce notre hypothése
concernant le role pro-chondrogénique que pourrait jouer I’hydrogel HPMC-Si notamment
grace a sa perméabilité aux facteurs environnementaux. Ceci confirme également que
I’hydrogel HPMC-Si est un vecteur adapté pour ’ingénierie tissulaire du cartilage a base de

CSM comme cela avait déja été suggéré précédemment au laboratoire [296,527 ].

L’ensemble de ces données a donc révélé qu’une tension en oxygene de 5% stimule la
différenciation chondrogénique in vitro, mais ne potentialise pas la formation d’un tissu

cartilagineux in vivo.

La formation d’un tissu cartilagineux de type hyalin est fortement dépendante du phénotype
chondrogénique des CSA implantées [167,168]. En effet, les CSM peuvent non seulement
exprimer les marqueurs du phénotype chondrogénique mais également ceux du phénotype
hypertrophique [265-268,532-534]. Ainsi, le contrdle de la différenciation chondrogénique
des CSM, et plus particulierement de leur conversion hypertrophique, reste un challenge
important pour aboutir a la formation d’un tissu cartilagineux de type hyalin et non calcifié.
En effet, la différenciation chondrogénique des CSM in vitro mime les étapes successives du
développement des chondrocytes de plaque de croissance, incluant la formation de

chondrocytes hypertrophiques conduisant a la calcification de la matrice.

Alors qu’il est bien connu qu’une faible tension en oxygene stimule 1’engagement dans la
différenciation chondrogénique des CSA tout en inhibant leur différenciation ostéogénique,
les effets de cette faible tension en oxygene sur leur différenciation hypertrophique n’ont pas
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encore ¢été résolus. Ainsi, considérant notre ambition d’optimiser la différenciation
chondrogénique des CSA pour la réparation du cartilage, nous nous sommes intéressés (article
IV) a déterminer si une faible tension en oxygene pouvait moduler différemment les phases
précoces et tardives de la différenciation chondrogénique des CSA. La premicre étape de
notre travail fut de caractériser la différenciation chondrogénique et hypertrophique des CSA.
Nous avons observé 1’expression concomitante des marqueurs du phénotype chondrogénique
(sox9, collageéne de type II et agrécane) et hypertrophique (runx2, collagene de type X et
mmp13). L expression concomitante de ces marqueurs pourrait s’expliquer par le fait que les
CSA sont une population hétérogéne de cellules n’ayant pas le méme potentiel
chondrogénique [185,241]. Suite a la caractérisation de la différenciation chondrogénique et
hypertrophique des CSA, nous nous sommes intéressées aux effets de la tension en oxygene
sur ces deux phénotypes. Nos données confirment que 1’hypoxie stimule leur différenciation
chondrogénique, en présence d’un milieu inducteur [425,524]. Nos travaux révelent
cependant qu’en présence de 5% d’oxygene, I’expression des marqueurs hypertrophiques est
inhibée.

Afin de conforter ces résultats, nous nous sommes demandés ensuite si une faible tension en
oxygene pouvait influencer le profil transcriptionnel des CSA. Nous avons donc réalisé une
analyse transcriptionnelle sur plaque microfluidique a faible débit (Tagman Low Density
Array). L’analyse de I’expression de 96 geénes, comprenant des marqueurs de 1’ostéogeneése,
de I’adipogenése, de la chondrogenése ainsi que de I’apoptose, ne montre pas une forte
modification du profil d’expression (données non montrées) en hypoxie. Cependant, et en
accord avec nos données précédentes, I’expression des genes du phénotype hypertrophique
(MEF2C et SHOX) ainsi que des génes impliqués dans la formation d’'une MEC minéralisée
(CST5, MGP et Bone-GLAP) est diminuée en condition hypoxique. Ces résultats suggerent
fortement que I’hypoxie oriente les CSA vers un phénotype chondrogénique tout en inhibant

leur conversion terminale hypertrophique.

Afin d’approfondir les mécanismes intracellulaires mis en place par la cellule en réponse a
une faible tension en oxygene, nous avons utilis¢ un modele plus accessible, reproductible et

homogene de cellules chondrogéniques, la lignée cellulaire ATDCS [535 ,536]. Cette lignée
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cellulaire posséde la particularit¢ de reproduire in vitro les étapes de la différenciation

endochondrale des chondrocytes de la plaque de croissance [535,536].

Notre premier objectif fut de déterminer le décours temporel d’apparition des phénotypes
chondrogénique et hypertrophique dans ce modéle. Nous avons ainsi mis en évidence
qu’apres 14 jours de culture, les ATDCS5 présentent un phénotype chondrocytaire :
accumulation de GAG dans la MEC, expression de sox9, du collagéne de type II et de
I’agrécane. Apres 21 jours, les ATDCS5 présentent un phénotype hypertrophique :
minéralisation de la MEC, expression de runx2, du collagéne de type X, de la MMP13 et de la
phosphatase alcaline, corrélée par son activité enzymatique. Suite a ces résultats, nous avons
¢tudi¢ les effets d’une tension en oxygene de 5% sur la mise en place du phénotype
hypertrophique entre 14 et 21 jours de culture. Comme déja observé avec les CSA, nous
avons montré que I’hypoxie stimule la différenciation chondrogénique des ATDCS. En effet,
nous observons une augmentation de I’expression des transcrits de sox9, acan et col2al.
L’accumulation des GAG n’est pas significativement modifiée par la tension en oxygene, en
revanche I’hypoxie diminue la production de matrice minéralisée ainsi que les expressions des
marqueurs hypertrophiques (runx2, collOal, mmpl3 et alpl) et ’activité de la phosphatase
alcaline. Ces résultats indiquent que I’hypoxie inhibe [D’apparition du phénotype
hypertrophique dans les ATDCS. Ainsi, ces données suggerent fortement que 1’hypoxie peut
stimuler et controler le processus de différenciation chondrogénique des ATDCS5 en agissant

différemment sur le phénotype chondrogénique et hypertrophique.

Par I’étude de deux modeles cellulaires CSA et ATDCS, nous montrons que 1’hypoxie module
la différenciation chondrogénique de cellules humaines et murines de fagon comparable. Ceci
suggere que I’hypoxie médie ces effets par une voie de signalisation vraisemblablement
commune. Parmi les effecteurs biologiques de la tension en oxygene, les facteurs de
transcription HIF-1 et HIF-2 sont connus pour étre les principaux médiateurs des effets d’une
faible tension en oxygene. Les HIF participent directement a I’induction de la différenciation
chondrogénique, en se fixant sur le promoteur de SOX9 [414 ,415], facteur de transcription
indispensable a la chondrogenése [78,79], et ainsi stimulent I’expression du collageéne de type
IT et de I’agrécane [21]. De plus, HIF-1 et HIF-2 participent a la maturation de la matrice

extracellulaire en stimulant ’expression des prolyl-4-hydroxylases impliquées dans la
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maturation des fibres de collagéne [420]. Ainsi, nous avons observé, dans nos conditions de
culture a 5% d’oxygéne, que HIF-lalpha et HIF-2alpha se lient a leur séquence consensus
HRE dans nos expériences de No shift. Afin de savoir si HIF-lalpha et HIF-2alpha sont
réellement impliqués dans la mise en place des effets de I’hypoxie sur la différenciation
hypertrophique, des analyses complémentaires utilisant des inhibiteurs chimiques (cadmium

[537], 2-Methoxyestradiol [538]) de I’activation des HIF sont actuellement en cours.

Récemment, 1’étude des roles respectifs de HIF-lalpha et HIF-2alpha a recu beaucoup
d’attention. Contrairement a HIF-1alpha [432], le r6le de HIF-2alpha dans la mise en place du
phénotype chondrogénique et hypertrophique est débattu. En effet, au sein de chondrocytes
hypertrophiques ou arthrosiques, HIF-2alpha induit I’expression du collagene de type X,
MMP-13 et VEGF en se fixant directement a leur promoteur [134 ,437]. Ces études suggerent
le role distinct de HIF-lalpha et de HIF-2alpha dans ’homéostasie du cartilage articulaire
[539]. Cependant, le rdle respectif de HIF-lalpha et de HIF-2alpha dans les effets de la
tension en oxygene sur les phénotypes chondrogéniques et hypertrophiques, n’est pas connu.
Pour répondre a cette question, des expérimentations d’ARN interférence ciblant
spécifiquement HIF-1alpha et HIF-2alpha sont en cours de réalisation. La compréhension de
ces mécanismes intracellulaires qui régissent les effets de I’hypoxie médiés par HIF-1alpha et
HIF-2alpha sur le phénotype chondrogénique et hypertrophique, pourrait ouvrir des
perspectives thérapeutiques notamment dans le traitement de 1’arthrose [540] ou 1’apparition
de chondrocyte articulaire hypertrophique est suspecté de jouer un réle dans la pathogénie de

cette maladie.

Pour conclure, cette étude montre qu’une faible tension en oxygéne module la différenciation
chondrogénique de CSA humaines et de cellules ATDCS murines, d’une part en stimulant
leur différenciation chondrogénique et d’autre part en inhibant leur différenciation
hypertrophique. L’ensemble de nos données indique donc que la tension en oxygene
représente un outil pour diriger efficacement et de fagon reproductible la chondrogenése des
CSM. Nos résultats soulignent également la possibilité de prévenir la formation d’une matrice
calcifi¢e in vivo par les CSM induites, via la prévention de leur différenciation

hypertrophique. Des études supplémentaires seront nécessaires pour déterminer si la
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stabilisation du phénotype chondrogénique des CSA in vitro permettrait de prévenir la

formation d’une matrice calcifiée in vivo a long terme.
3 Glygosaminoglycanes mimétiques

3.1 Problématique

Pour finir, nous nous sommes intéressés aux potentielles activités biologiques que pouvaient
exercer des polysaccharides GAG mimétiques d’origine marine (GY785 DR et DRS), dans le
processus de différenciation chondrogénique des CSA (article V). Il est en effet décrit que les
GAG de la MEC participent a de nombreux processus tels que 1’adhésion, la migration, la
prolifération ou la différenciation cellulaire notamment par leurs interactions avec les facteurs
de croissance. Ainsi, les CSA ont été cultivées en présence de ces polysaccharides GAG-
mimétiques et en présence ou non de milieu chondrogénique. Nous avons également
recherché les possibles interactions entre ces polysaccharides et certains composants du
milieu (TGF-béta et ITS) ainsi que les voies de signalisation stimulées en réponse aux

polysaccharides.

Article V. : “Pharmacological modulation of human mesenchymal stem cell
chondrogenesis by a chemically over-sulphated polysaccharide of marine origin:

potential application to cartilage regenerative medicine”

-Stem Cells-

3.2 Résumé

Les CSM, du fait de leur grande biodisponibilité et de leur capacité de prolifération in vitro
sont considérées comme une source de cellules attractive pour 1’ingénierie tissulaire du
cartilage. La différenciation chondrogénique de CSM est cruciale pour la formation d’un tissu
de réparation cartilagineux. Cette différenciation peut étre induite par différents agents
biologiques tels que les polysaccharides ou GAG qui participent, via leurs interactions avec
des facteurs de croissance, a de nombreux processus biologiques. Les GAG interagissent avec
les facteurs de croissance et ainsi peuvent augmenter leur concentration locale, les protéger de

la dégradation par des protéases et potentialiser leur liaison au récepteur [50].
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Nous avons ainsi émis [’hypothése que la différenciation chondrogénique des CSA, régis par
le TGF-bétal, pourrait étre potentialisée par un polysaccharide marin chimiquement sur-
sulfaté. Afin de confirmer ou non cette hypothése, des CSA ont été cultivées en trois
dimensions (pellets), en présence de milieu chondrogénique contenant du TGF-bétal et
additionné soit du polysaccharide GY785 DR soit de sa version sur-sulfatée le GY785 DRS.
La différenciation chondrogénique a été évaluée par mesure du volume des pellets, de la

quantité d’ADN, de collagene et de GAG et par analyses immunohistologiques.

Nos données montrent une augmentation de la taille des pellets, de la production de GAG et
de collagenes totaux lorsque les CSA sont cultivées en présence de milieu chondrogénique
(ITS, TGF-bétal) supplémenté en GY785 DRS. Cette potentialisation de la différenciation
chondrogénique est également confirmée par une augmentation des niveaux d’expression de
COL2A1, ACAN, COMP et SOX9 analysés par RT-PCR en temps réel. De plus, I’analyse par
résonnance plasmonique de surface a révélé que le TGF-bétal se lie au GY785 DRS avec une
plus forte affinité qu’avec le GY785 DR. Finalement, nous démontrons que le polysaccharide
marin GY785 DRS augmente la phosphorylation de ERK 1/2 dépendant du TGF-bétal,
indiquant ainsi que le polysaccharide marin sur-sulfaté renforce I’activité de signalisation

intracellulaire médiée par le TGF-bétal.

Ces résultats montrent que la différenciation chondrogénique des CSA en présence de TGF-
bétal est potentialisée par le polysaccharide marin hautement sulfaté. Ce polysaccharide
d’origine marine facilement produit peut donc étre considéré comme un additif prometteur
pour orienter efficacement la différenciation chondrogénique des CSA. Des ¢études
supplémentaires seront nécessaires pour déterminer comment ces données peuvent nous
permettre d’exploiter le potentiel chondrogénique des CSM en médecine régénératrice du

cartilage.
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ARTICLE V

Pharmacological modulation of human mesenchymal stem cell
chondrogenesis by a chemically over-sulphated polysaccharide of

marine origin: potential application to cartilage regenerative medicine

Christophe MERCERON, Sophie PORTRON, Caroline VIGNES-COLOMBEIX, Emilie
REDERSTORFF, Martial MASSON, Julie LESOEUR, Sophie SOURICE, Corinne
SINQUIN, Sylvia COLLIEC-JOUAULT, Pierre WEISS, Claire VINATIER, Jérome
GUICHEUX

-STEM CELLS- 2012
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ABSTRACT

Mesenchymal stem cells (MSCs) are considered as an
attractive source of cells for cartilage engineering due to
their availability and capacity for expansion and multipo-
tency. Differentiation of MSC into chondrocytes is crucial to
successful cartilage regeneration and can be induced by var-
ious biological agents, including polysaccharides that partic-
ipate in many biological processes through interactions with
growth factors. Here, we hypothesize that growth factor-
induced differentiation of MSC can be increased by chemi-
cally oversulfated marine polysaccharides. To test our hy-
pothesis, human adipose tissue-derived MSCs (hATSCs)
were cultured in pellets with transforming growth factor
(TGF)-p1-supplemented chondrogenic medium containing
either the polysaccharide GY785 DR or its oversulfated iso-
form GY785 DRS. Chondrogenesis was monitored by the
measurement of pellet volume, quantification of DNA, colla-
gens, glycosaminoglycans (GAGs), and immunohistological
staining. Our data revealed an increase in pellet volume,

total collagens, and GAG production with GY785 DRS and
chondrogenic medium. The enhanced chondrogenic differ-
entiation of hATSC was further demonstrated by the
increased expression of several chondrogenic markers by
real-time reverse transcription-polymerase chain reaction.
In addition, surface plasmon resonance analyses revealed
that TGF-p1 bound GY785 DRS with higher affinity com-
pared to GY785 DR. In association with TGF-$1, GY785
DRS was found to upregulate the phosphorylation of extrac-
ellular signal-regulated kinase 1/2, indicating that oversul-
fated polysaccharide affects the mitogen activated protein
kinase signaling activity. These results demonstrate the up-
regulation of TGF-f1-dependent stem cell chondrogenesis
by a chemically oversulfated marine polysaccharide. This
polysaccharide of marine origin is easily producible and
therefore could be considered a promising additive to drive
efficient and reliable MSC chondrogenesis for cartilage tis-
sue engineering. STEM CELLS 2012;30:471-480

Disclosure of potential conflicts of interest is found at the end of this article.

INTRODUCTION

Articular cartilage is a specialized tissue that surrounds the
ends of long bones. It reduces friction and acts as shock-
absorbing tissue during joint mobilization. Cartilage is com-

posed of a single cell type, the chondrocyte, that is responsible
for the synthesis of an abundant extracellular matrix (ECM)
essentially composed of type II, IX, and XI collagens and pro-
teoglycans [1, 2]. Chondrocytes play a major role in maintain-
ing the integrity of cartilage through the control of anabolic
and catabolic processes. However, cartilage is susceptible to
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Marine Polysaccharide Stimulates Chondrogenesis

damage through aging, trauma, and inflammatory or degenera-
tive diseases. These impairments often result in ECM degrada-
tion and ultimately in the loss of joint function.

Many surgical approaches have been developed to
improve the poor intrinsic self-repair capacity of cartilage.
Unfortunately, these techniques have not shown satisfactory
efficacy. In this context, the regeneration of functional carti-
lage through the transplantation of mesenchymal stem cells
(MSCs) with bioactive synthetic matrices has recently been
contemplated [3, 4]. MSCs were initially identified in bone
marrow [5] and since have been detected in various other tis-
sues such as adipose tissue, tendon, synovial membrane, mus-
cle, and periosteum [6]. MSCs exhibit a number of attractive
features, particularly for regenerative medicine, including
their self-renewal, their ability to proliferate in culture, and
their multipotency [7]. Biological sulfated polysaccharides
such as glycosaminoglycans (GAGs) have been shown to
modulate the biological activities of growth factors including
transforming growth factor (TGF)-f [8, 9]. The binding of
growth factors to GAG can increase their local concentration
up to levels appropriate for signaling, protect them from deg-
radation by extracellular proteases, and act as coreceptors,
facilitating their interaction with their receptors [10]. The
actions of biologically active polysaccharides are largely de-
pendent on their molecular structure, in particular their molec-
ular size and varying size of repeating unit features, osidic
residues, linkage, and sulfation degree.

Natural polysaccharides derived from marine prokaryotes
offer a significant structural chimiodiversity with novel, striking
biological properties [11, 12]. In addition, natural GAG-mim-
etics can be chemically customized and produced in large
amounts with relatively simple and reproducible processes,
making them potentially suitable as bioactive agents for medi-
cal applications. Among the large number of prokaryotic spe-
cies capable of producing GAG [11], Alteromonas infernus has
been shown to produce a branched high-molecular weight poly-
saccharide: GY785 (~10° g/mol). This polysaccharide is unique
with no known analog [13]. Low-molecular weight (GY785
DR) and low-molecular weight oversulfated (GY785 DRS)
derivatives of GY785 have been produced by chemical modifi-
cation and described as “heparin-like” compounds, exhibiting
some anticoagulant and proangiogenic properties [13, 14].

With respect to the potential effects of GAG-like polysac-
charides on the regulation of growth factor bioavailability, we
postulated that low-molecular weight marine polysaccharides
such as oversulfated or standard GY785 may influence the
growth factor-mediated chondrogenic differentiation of MSC.

To address this issue, we sought to determine whether the
presence of oversulfated or standard GY785 could influence
the chondrogenic differentiation of human adipose tissue-
derived MSC (hATSC) driven by a TGF-f1 and insulin-sup-
plemented culture medium. We first assessed the effects of
GY785 DR and GY785 DRS on hATSC viability and prolif-
eration. Thereafter, we investigated the effect of these two
polysaccharides on the chondrogenic differentiation of hATSC
pellets by determining the volume and the DNA, total colla-
gens, and GAG contents before immunohistological character-
ization of the pellets. At a transcriptional level, mRNA encod-
ing the COL2Al, ACAN, COMP, SOX9, COLIAI, and
COLIOAI were analyzed by real-time reverse transcription-
polymerase chain reaction (RT-PCR). Physical interactions
between chondrogenic (CH) medium constituents (TGF-f1
and insulin) and polysaccharides were investigated using the
surface plasmon resonance approach. To obtain further insight
into the regulation of cell signaling, we additionally studied
the effect of GY785 DRS on the major signaling pathways
activated by TGF-f1 in hATSC.

MATERIALS AND METHODS

Materials

Cell culture plastic wares were purchased from Corning-Costar
BV Life Sciences (Schipol-Rijk, The Netherlands, www.corning.
com/lifesciences/emea/en/index.aspx). Hank’s Balanced Sodium
Salt (HBSS), Dulbecco’s modified Eagle’s medium (DMEM)
high glucose (4.5 g/L), alpha minimum essential medium, phos-
phate-buffered salt (PBS), penicillin/streptomycin, trypsin/EDTA
(0.05%/0.53 mM), L-glutamine, superscript III kit, NuPAGE 4%-—
12% Bis—Tris gel, bone morphogenetic protein-2 (BMP-2), and
polyvinylidene difluoride (PVDF) Invitrolon membranes were
obtained from Invitrogen Corporation (Paisley, UK, www.invitrogen.
com). Vascular endothelial growth factor (VEGF) was purchased
from Amrad Corporation (Richmond, Australia, www.amrad.
com.au). Low-molecular weight heparin (4,500 g/mol) was obtained
from Sanofi-Aventis (Paris, France, www.sanofi.com/). 3-(4,5-
Dimethylthiazol-2-yl)-5-(3-carboxymethoxyphenyl)-2-(4-sulfophenyl)-
2H-tetrazolium, inner salt (MTS) reagents were from Promega
(Charbonniéres, France, www.promega.com/products). Collagenase
crude type 1 A; red blood cell lysis buffer; trypan blue; sodium
L-ascorbate; insulin, transferrin, selenite media supplement; dexa-
methasone; Alcian Blue; papain; pepsin; anisomycin; and DNA
quantification kit were purchased from Sigma-Aldrich (St. Louis,
MO, www.sigmaaldrich.com/france.html). Total collagens (Sircol)
and GAG (Blyscan) quantification kits were from Biocolor (Carrick-
fergus, UK, www.biocolor.co.uk). Brilliant SYBR Green Master Mix
was obtained from Stratagene Europe (Amsterdam Zuidoost, The
Netherlands, www.stratagene.com). PCR primers were synthesized
by MWG Biotech (Ebersberg, Germany, www.mwg-biotech.com).
Fetal calf serum (FCS) was purchased from Dominique Dutscher
(Brumath, France, www.dutscher.com). TGF-f1 and Insulin-like
growth factor-1 (IGF-1) were obtained from PeproTech Inc.
(London, UK, www.peprotechec.com). The RNeasy micro kit was
purchased from Qiagen (www.qgiagen.com) and turbo DNase from
Ambion Inc. (www.invitrogen.com/site/us/en/home/brands/ambion.
html), both distributed by Applied Biosystems (Courtaboeuf,
France, www.appliedbiosystems.com). Protein content was deter-
mined using the Pierce Coomassie Plus assay (Pierce, Rockford,
IL, www.piercenet.com). The rabbit anti-phospho-SMAD 2
(3101), phospho-extracellular signal-regulated kinase (ERK)1/2
(9101), phospho-c-Jun N-terminal kinase (JNK)1/2 (9251), phos-
pho-p38 (9211), SMAD 2 (3102), ERK1/2 (9102), and goat anti-
rabbit IgG horseradish peroxidase (HRP)-linked (7074) antibodies
were purchased from Cell Signaling Inc. (Beverly, MA,
www.cellsignal.com/index.jsp). The Western blot detection system
was obtained from GE Healthcare (Buckin-ghamshire, UK,
www3.gehealthcare.com). Anti-human type I (631701) and type II
(08631711) collagens monoclonal mouse antibodies were pur-
chased from MP Biomedicals Europe (Illkirch, France,
www.mpbio.com). Monoclonal antibody directed against human
type X collagen (2031501018) was purchased from Quartett
(Berlin, Germany, www.quartett.com/products.htm). All other
chemicals were obtained from standard laboratory suppliers and
were of the highest purity available.

Production, Purification, and Characterization of
GY785 DR and GY785 DRS Polysaccharides

The two low-molecular weight polysaccharides GY785 DR and
GY785 DRS were derived from GY785, a high-molecular weight
exopolysaccharide (~10° g/mol) produced by a bacterium, A.
infernus. The isolation procedure and characterization of the
strain A. infernus have previously been described by Raguenes
et al. [15]. The native polysaccharide can undergo a radical depo-
lymerization to obtain GY785 DR. Then, the GY785 DR can be
chemically oversulfated to obtain the GY785 DRS as described
elsewhere [16]. GY785 DR and GY785 DRS are homogenous
fractions with average molecular masses of 15 x 10° g/mol and
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Figure 1. Human adipose tissue-derived mesenchymal stem cell
(ATSC) viability and proliferation. Human ATSCs were cultured in
the presence of either GY785 DR (A and C) and GY785 DRS (B
and D) at the indicated concentrations or Act (5 ug/ml) for 72 hours.
Viability (A and B) was evaluated by MTS activity measurement and
expressed as the relative MTS activity compared to the untreated con-
trol. Proliferation (C and D) was estimated by viable cell counting af-
ter trypan blue exclusion dye. *p < .05 compared to the control
condition (0 ug/ml of polysaccharide). Abbreviations: Act, actinomy-
cin D; MTS, 3-(4,5-dimethylthiazol-2-yl)-5-(3-carboxymethoxy-
phenyl)-2-(4-sulfophenyl)-2H-tetrazolium, inner salt.

20 x 10° g/mol and 10% and 40% sulfate groups, respectively,
as determined by analytical high performance size-exclusion
chromatography (Supporting Information Fig. 1) [13].

Cell Culture

hATSCs were isolated by collagenase digestion of lipoaspirates
obtained from three different patients undergoing liposuction and
who had given their informed consent. All protocols were
approved by the French national ethical committee. Briefly and
as previously described [17, 18], lipoaspirates were washed exten-
sively with HBSS to remove debris and then treated with collage-
nase (0.025%) in HBSS for 1 hour at 37°C under gentle agitation.
The collagenase treatment was inactivated by adding an equal
volume of DMEM high glucose containing 1% penicillin/strepto-
mycin, 1% vr-glutamine, and 10% FCS (control [CT] medium).
The digested product was then centrifuged at 250g for 5 minutes
to separate adipocytes from stromal cells. The supernatant was
removed and cells were resuspended in the control medium and
filtered through a 70-um nylon mesh filter. The filtrate was centri-
fuged and cells were resuspended in red blood cell lysis buffer.
The lysis reaction was stopped by adding control medium. The
suspension was centrifuged and cells were finally resuspended in
control medium and plated at 5 x 10* cells per cm? in culture
flasks. Cells were incubated at 37°C in a humidified atmosphere
and the control medium was replaced 24 hours after seeding to
remove nonadherent cells. Thereafter, the control medium was
renewed every 2-3 days. hATSC primary cultures were grown to
90% confluence and then detached from the culture flask using
trypsin/EDTA, then replated at 1 x 10* cells per cm?. For all
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subsequent experiments, hATSCs were used at passage 2.
hATSCs isolated using the above-described protocol have been
extensively characterized in our laboratory (for details [18, 19]).

Viability and Proliferation

Cell viability was evaluated using an MTS assay as previously
described [20]. hATSCs were plated at a density of 1 X 10* cells
per cm? and cultured in control medium in the absence or pres-
ence of 25, 50, and 100 pg/ml of GY785 DR or GY785 DRS for
72 hours. As a negative control, cells were cultured in the pres-
ence of actinomycin D (5 ug/ml) a well-known cell death inducer
[20]. Results were expressed as relative MTS activity compared
to the control condition (cells cultured in the absence of
polysaccharide).

To correlate MTS activity with cell proliferation, we also
estimated the number of viable cells. As previously described,
cells were treated with trypsin/EDTA after 72 hours of culture
and counted using trypan blue exclusion dye [18, 20]. Results
were expressed as the total number of viable cells per square cen-
timeter compared with the control condition (cells cultured in the
absence of polysaccharide).

Chondrogenic Differentiation

For the in vitro chondrogenic differentiation of hATSC, 5 x 10°
cells were placed into polypropylene tubes containing 1 ml of
control medium, as previously reported [18]. They were then cen-
triftuged for 5 minutes at 250g. The tubes were fitted with vented
caps to permit gas exchange, and the cell pellets were maintained
at 37°C in a humidified atmosphere. Pellets of hATSCs were
divided into seven experimental groups and cultured for the
indicated times either in the presence of CT or CH medium alone
or supplemented with 50 ug/ml or the indicated concentrations of
GY785 DR, GY785 DRS, or heparin. The chondrogenic medium
was composed of serum-free control medium supplemented with
6.25 upg/ml insulin, 6.25 ug/ml transferin, 6.25 ng/ml sodium sele-
nite; 50 nM sodium L-ascorbate; 1078 M dexamethasone; and 10
ng/ml TGF-f1 [18, 19]. Culture media were changed every 2-3
days.

Human ATSC Pellet Characterization

For the measurement of pellet volume, pellets were considered as
scalene ellipsoid entities. Their volumes were estimated using the
following formula:

Scalene ellipsoid volume = 4/3 nabc

In which a, b, and ¢ represent the radius of long axis in each
spatial plane.

For pellet gross appearance, the production of sulfated GAG
was investigated on whole 28-day-old pellets by Alcian Blue
staining. Pellets were washed with ice-cold PBS and fixed for 20
minutes in 100% ethanol. Pellets were then stained with 0.1%
Alcian Blue solution in 0.1 M HCI. After overnight incubation,
the solution was discarded and the pellets were rinsed with 0.1 M
HCI to eliminate nonspecific staining. Photographs were obtained
with a stereomicroscope (MZ6, Leica, Wetzlar, Germany,
www.leica-microsystems.com).

For DNA and GAG quantification, pellets were digested by
papain solution (2 mg/ml) for 3 hours at 60°C. DNA content was
determined using the DNA binding fluorochrome bisbenzimide
following manufacturer’s instructions. DNA amount was eval-
uated using a standard curve of calf thymus DNA. GAG produc-
tion was determined using a Blyscan Kit according to the manu-
facturer’s indications. For total collagens quantification, pellets
were minced and digested overnight by pepsin solution (0.1 mg/
ml) at 4°C. Isolation and quantification of collagen were per-
formed using Sircol Kit according to the manufacturer’s
instructions.
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For histological and immunohistological analysis, hATSC
pellets were fixed in 10% formalin and embedded in paraffin.
Paraffin sections (5-um thick) were deparaffinized using toluene,
rehydrated through a graded series of ethanol, and rinsed in dis-
tilled water. Tissue sections were stained with hematoxylin-eosin-
safran (HES) and Alcian Blue and immunostained for type I, II,
and X collagens as previously described [18]. As negative con-
trol, sections were processed using identical protocols, but omit-
ting the primary antibody. Sections were then visualized using a
light microscope (Axioplan 2, Zeiss, Gottingen, Germany,
www.zeiss.com). Alcian Blue reveals the presence of a GAG-
containing cartilaginous matrix, HES stains the nucleus in purple,
the cytoplasm in pink, and collagen fibers in yellow and immuno-
positive areas exhibit brown staining.

Transcript Analysis

Total RNA from hATSC pellets was extracted using the RNeasy
micro kit in accordance with the manufacturer’s instructions. After
DNase digestion, RNA was quantified using a UV-spectrophotome-
ter (Nanodrop ND-1000, Labtech, Palaiseau, France, www.
nanodrop.com) and quality was determined with the Agilent Bioa-
nalyser 2100 system (Waldbronn, Germany, www.genomics.
agilent.com). Five hundred nanograms of RNA per sample were
reverse transcribed using the superscript III kit in a total volume of
30 pL. Complementary DNA (cDNA) was amplified in a total
volume of 25 uL. PCR reaction mix containing 12.5 uL of Brilliant
SYBR Green Master Mix (1x) and 30 nM SYBR green reference
dye. The sequences of each primer set are provided in Supporting
Information Table 1. The real-time polymerase chain reaction was
carried out in a MX3000P real-time PCR system (Stratagene) under
the following conditions: 10 minutes at 95°C followed by 40 cycles
of 30 seconds at 95°C, 1 minute at 60°C and 30 seconds at 72°C.
The efficiency and specificity of each primer set were confirmed
with standard curves of cycle threshold (Ct) values versus serial
dilution of total RNA and melting profile evaluation. Cycle thresh-
olds were normalized to f-actin to control for cDNA quantification
differences. Results were reported as relative expression levels.

Surface Plasmon Resonance

Experiments were carried out on a Biacore 3000 instrument (Bia-
core, Uppsala, Sweden, www.biacore.com/lifesciences/
index.html). TGF-f1, insulin, BMP-2, VEGF, and IGF-1 were co-
valently immobilized to the dextran matrix of a CMS5 sensor chip
(Biacore) as recommended by the manufacturer at a flow rate of
5 uL/minute. Binding assays of GY785 DR, GY785 DRS, and
heparin were performed in 10 mM HEPES buffer, pH 7.4, con-
taining 0.15 M NaCl and 0.005% P,O surfactant [4-(2-hydrox-
yethyl)-1-piperazineethanesulfonic acid (HEPES)-buffered saline-
NaCl: 0.15 M NaCl, 0.01 M HEPES, pH 7.4 with 0.005% vol/vol
surfactant P20 (Biacore)] and dissociation was monitored for 15
minutes. Regeneration was achieved with NaOH (4.5 mM) after
each cycle. The resulting sensorgrams were fitted using BiaEval
4.1 software (Biacore). For K, calculations, the following molec-
ular weights were used: GY785 DR: 15 x 10® g/mol and GY785
DRS: 20 x 10* g/mol.

Western Blotting

Confluent hATSCs were cultured in the presence of TGF-f1 (10
ng/ml) alone or in combination with GY785 DR or GY785 DRS
(50 pg/ml) in control medium containing low serum levels (0.5%)
for 1-, 4-, 8-, and 24-hour periods. For each time point, cells were
rapidly frozen in liquid nitrogen and conserved at —80°C until
use. For Western blotting, cells were thawed on ice and lysed by
the addition of RIPA buffer (20 mM Tris-HCI, pH 7.5, 100 mM
potassium chloride, 1 mM EDTA, 1 mM EGTA, 1 mM dithio-
threitol, 20 mM f-glycerophosphate, 2 mM Na3;VO,;, 1 mM
phenylmethylsulfonyl fluoride, and 1 mM NaF). The protein con-
centration of cell lysates was determined with a Pierce Coomas-
sie-Plus-protein assay. Thirty micrograms of total protein were
resolved by sodium dodecyl sulfate-polyacrylamide gels, and

proteins were transferred to a PVDF membrane following the man-
ufacturer’s protocol. Membranes were blocked and probed in 5%
nonfat dry milk in PBS/Tween 20. Primary antibodies were diluted
1/1,000 and were detected using goat anti-rabbit (HRP)-conjugated
secondary antibodies diluted 1/2,000 in 5% nonfat dry milk in
PBS/Tween 20. The blots were visualized by enhanced chemilumi-
nescence development using a Western blotting detection system.

As a positive control for SMAD and mitogen activated pro-
tein (MAP) kinase activation, confluent osteoblastic MC3T3-El
cells were serum starved overnight and treated for 15 minutes
with anisomycin (5 wg/ml), TGF-f1 (10 ng/ml), or inorganic
phosphate (Pi; 10 mM) as previously described [21].

Statistical Analysis

Each experiment was repeated at least three times with similar
results. Results are expressed as mean = SEM of triplicate deter-
minations. Comparative studies of means were performed by
using one-way analysis of variance followed by a post hoc test
(Fisher’s projected least significant difference) with a statistical
significance at p < .05.

RESULTS

Viability and Proliferation of hATSC Cultured in
the Presence of Polysaccharides

To examine the viability and the proliferation of hATSC cul-
tured in the presence of 0, 25, 50, and 100 pug/ml of GY785
DR or GY785 DRS, MTS activity was measured and cells
were enumerated using trypan blue exclusion dye after 72
hours. When treated with actinomycin D, the MTS activity
and the proliferation of hATSC were reduced by nearly 90%.
At the concentration of 50 pg/ml, GY785 DR induced a slight
but significant increase in MTS activity (Fig. 1A). GY785
DRS was found to trigger a dose-dependent increase in MTS
activity, with a maximum at 50 pg/ml (Fig. 1B). Regarding
hATSC proliferation, GY785 DR did not elicit any beneficial
effect (Fig. 1C), whereas the sulfated form of the molecule
(GY785 DRS) at 50 pg/ml significantly increased hATSC
proliferation in comparison to the control condition (Fig. 1D).

Chondrogenic Differentiation of hATSC Cultured
in the Presence of Polysaccharides

Since GY785 DR and GY785 DRS are considered as GAG-
like polysaccharides [13, 14], we paid attention to their puta-
tive properties in driving MSC chondrogenic differentiation.
To this end, hATSCs were cultured in three-dimensional pel-
lets in the presence of CT or CH medium supplemented with
of GY785 DR, GY785 DRS, or heparin for the indicated
times. Chondrogenic differentiation was evaluated by the
measurement of pellet volume and by the production of a
GAG-containing cartilaginous matrix using Alcian Blue stain-
ing (Fig. 2A).

Surprisingly, volume estimation revealed that pellets
exposed to GY785 DRS in combination with the chondro-
genic medium underwent a massive increase by nearly eight-
fold (Fig. 2A). In addition, to highlight differences in terms
of GAG production between the different conditions, the gross
appearance of pellets was observed after Alcian Blue staining.
Alcian Blue staining revealed that in the presence of chondro-
genic medium, and regardless of polysaccharide supplementa-
tion, GAG production was upregulated as shown by the
intense dark blue color (Fig. 2A). Heparin failed to exert dra-
matic effect on pellet volume (Supporting Information Fig. 2).

To decipher whether the size increase observed for
hATSC pellets cultured in the presence of chondrogenic
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Figure 2. Biochemical characterization of human adipose tissue-derived mesenchymal stem cell (hATSC) pellets. hATSCs were cultured in
pellets in the presence of CT or CH medium supplemented or not with 50 pg/ml or the indicated concentrations of GY785 DR or GY785 DRS
for 28 days. (A): The pellet volumes were calculated by equating these entities to ellipsoids. *p < .05 compared to the control condition. GAG
production was evaluated at a gross level after Alcian Blue staining of the whole pellets. Bar: 500 um. (B): Total DNA contents were evaluated
using a DNA quantification kit. Results are expressed as the relative content compared to the control condition. *p < .05 compared to the control
condition. *p < .05 compared to the chondrogenic condition. (C): Total collagens contents were quantified using a Sircol Kit. Results are
expressed as the relative content compared to the control condition. *p < .05 compared to the control condition. *p < .05 compared to the chon-
drogenic condition. (D): GAG contents were quantified using a Blyscan Kit. Results are expressed as the relative content compared to the control
condition. *p < .05 compared to the control condition. *p < .05 compared to the chondrogenic medium supplemented with GY785 DR at the
same concentration. Abbreviations: CH, chondrogenic; CT, control; GAG, glycosaminoglycan.

medium supplemented with GY785 DRS was due to an
enhanced cell proliferation or an increased ECM production,
DNA (Fig. 2B), total collagens (Fig. 2C), and GAG (Fig. 2D)
have been quantified. DNA content was not significantly
affected, whereas these data point to a slight but significant
increase in the production of total collagens and a twofold
increase in the production of GAG. In addition, the dose-
response experiment evidenced that the dose of 50 ug/ml of
GY785 DRS was the optimal concentration for the increased
production of GAG.
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In the presence of CT medium, HES staining distin-
guished cell nuclei (purple) and cytoplasm (pink) but did not
reveal any particular organization of the cells (Fig. 3A a, c,
and e). On the contrary, in the presence of CH medium, sup-
plemented or not with polysaccharides, HES staining revealed
a particular structural organization of the cells within the pel-
let (Fig. 3A g, i, and k). In the external zone, the cells were
tangentially oriented to the surface of the pellet and in the
innermost part, the cells seemed to be arranged radially.
Moreover, in the presence of chondrogenic medium, a
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Figure 3. Histological characterization of human adipose tissue-derived mesenchymal stem cell (hATSC) pellets. (A): Human ATSCs were cul-
tured in pellets for 28 days in the presence of CT or CH medium supplemented or not with GY785 DR or GY785 DRS (50 ug/ml). Histological
sections of hATSC pellets were stained with HES (a, c, e, g, i, and k) and Alcian Blue (b, d, f, h, j, and 1) as indicated in Materials and Methods.
Bar: 100 um. (B): Human ATSCs were cultured in pellets for 0, 14, and 28 days in the presence of chondrogenic medium supplemented with
GY785 DRS (50 ug/ml). Histological sections of hATSC pellets were stained with Alcian Blue (a, e, and i) and immunostained for type I (b, f,
and j), II (¢, g and k), and X (d, h, and 1) collagens as indicated in Materials and Methods. Bar: 100 um. Abbreviations: CH, chondrogenic; CT,

control; HES, hematoxylin-eosin-safran.

yellow-orange ring is visible, demonstrating the synthesis of
collagen fibers within the matrix (Fig. 3A g, i, and k). Alcian
Blue staining failed to reveal the presence of sulfated GAG
within the matrix of pellets cultured in control medium (Fig. 3A
b, d, and f). Interestingly, in the presence of chondrogenic me-
dium, pellet sections were strongly positive for sulfated GAG
(Fig. 3A h, j, and 1), especially in the presence of chondrogenic
medium supplemented with GY785 DRS polysaccharide. For
accurate analysis of the nature and kinetics of matrix components
synthesis, we performed a time course experiment. A gradual
accumulation of GAG within the matrix was demonstrated by
Alcian Blue staining (Fig. 3B a, e, and 1), suggesting that GY785
DRS affects the chondrogenesis of hATSC in a time-dependent
manner. Type I collagen was detected in the outer part of pellet
sections from day 14 (Fig. 3B b, f, and j). The production of type
II collagen was barely detectable at day 14. By contrast, pellet
sections at day 28 exhibited strong positive areas (Fig. 3B c, g,
and k). The synthesis of type X collagen could not be detected
(Fig. 3B d, h, and 1), and this for all the culture conditions tested.
To confirm the cartilage-like appearance of hATSC pellets
shown by our histological observations, we sought to deter-
mine the relative expression of COL2AI, ACAN, SOX9, and
COMP transcripts, by real-time RT-PCR. Our data indicate
that in the presence of CT medium supplemented or not with
polysaccharide, transcripts coding for the various chondrocyte
markers could not be detected (ND) or remained at barely de-
tectable levels. For each transcript analyzed, the expression
level was significantly increased in the presence of chondro-
genic medium compared to the control medium. Of interest,
GY785 DRS used in combination with chondrogenic medium
induced a marked increase in the expression levels of the four

chondrogenic markers when compared to GY785 DR (Fig.
4A). Interestingly, in a time course experiment (Fig. 4B), our
data confirmed that the effects of GY785 DRS were time-de-
pendent. In addition to promote the expression of the above-
mentioned chondrogenic markers, the association of GY785
DRS with the chondrogenic medium significantly reduces the
expression levels of type I and X collagens in comparison
with the chondrogenic medium alone (Fig. 4B). On the oppo-
site, heparin failed to affect the expression level of tested
chondrogenic markers (Supporting Information Fig. 3).

Interactions Between GY785 DR or GY785 DRS
Polysaccharides and Growth Factors

To further address whether GY785 DRS may stimulate
hATSC chondrogenesis, we then embarked on a set of surface
plasmon resonance experiments. Chondrogenic medium con-
tains two major constituents: TGF-f1 [22, 23] and insulin
[24, 25], which are known to drive the chondrogenic differen-
tiation of MSC. To investigate whether these factors can spe-
cifically interact with GY785 DR or GY785 DRS, quantitative
measurements of their potential physical interaction were per-
formed by Biacore analysis. Both GY785 DR and GY785
DRS polysaccharides were able to bind immobilized TGF-f1
(Fig. 5). By contrast, heparin was not able to bind these
growth factors with a sufficient affinity to determine a Ky
constant. The binding affinity of GY785 DR for TGF-f1 was
approximately 100-fold lower than that of GY785 DRS poly-
saccharide, with a respective Ky of 3.45 x 107% and 5.5 x
10~'° M. No modification was observed in the kinetic param-
eters of the interaction between GY785 DR or GY785 DRS
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Figure 4. Analysis of the expression levels of chondrogenic markers. (A): Human adipose tissue-derived mesenchymal stem cell (ATSC) pel-
lets were cultured in the presence of CT or CH medium supplemented or not with 50 ug/ml of GY785 DR or GY785 DRS for 28 days. Expres-
sion of the chondrogenic markers COL2AI, ACAN, SOX9, and COMP was investigated by real-time reverse transcription-polymerase chain
reaction (RT-PCR). Results are expressed as relative expression level compared to the chondrogenic medium in the absence of polysaccharide.
#p < .05 compared to chondrogenic medium. *p < .05 compared to chondrogenic medium supplemented with GY785 DR. (B) Human ATSC
pellets were cultured in the presence of chondrogenic medium (white bars) or chondrogenic medium supplemented with 50 ug/ml of GY785
DRS (black bars) for 0, 14, and 28 days. Expression of COL2A1, ACAN, SOX9, COMP, COLIAI, and COLIOAI was investigated by real-time
RT-PCR. Results are expressed as relative expression level compared to the basal level at day O in the absence of polysaccharide. *p < .05 com-
pared to the chondrogenic condition at the same day. Abbreviations: CH, chondrogenic; CT, control.

and immobilized insulin (data exhibiting a flat sensorgram are
not shown). These results indicate that GY785 DRS can bind
TGF-f1 with higher affinity than GY785 DR and neither of
them interacts with insulin. Additional Biacore experiments
were performed using BMP-2, VEGF, and IGF-1 as growth
factors potentially secreted by MSC during their chondrogenic
differentiation. Interestingly, we found that GY785 DRS inter-
acts with BMP-2 and VEGF with respective K4 of 1.67 x
107% and 5.93 x 107" M, but not with IGF-1 (all K4 values
are reported in Supporting Information Table 2).

Effects of GY785 DRS on the TGF-f1
Signaling Pathway

To address whether the GY785 DRS/ TGF-f1 interaction
demonstrated by surface plasmon resonance may lead to spe-
cific activation of cellular events in hATSC, we were inter-
ested in determining the potential upregulation of TGF-f-de-
pendent activation of SMAD 2 in hATSC (Fig. 6) [26].
Immunoblots of cell lysates indicated that TGF-£1 alone or in
association with GY785 DRS polysaccharide induced the
phosphorylation of SMAD 2 as early as 1 hour and up to 24
hours. The presence of the sulfated polysaccharide alone was
not sufficient to promote SMAD 2 activation and no additive
or synergistic effect of GY785 DRS and TGF-f1 could be
detected on the phosphorylation of SMAD 2. Since MAP ki-
nase signaling pathways, including ERK, JNK, and p38, have
been largely involved in TGF-f-dependent chondrogenesis
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[27, 28], we sought to decipher whether MAPK could be acti-
vated in response to treatment with TGF-f/1 and GY785 DRS.

Of particular interest, whereas ERK1/2 phosphorylation
was barely stimulated by TGF-f1 or GY785 DRS alone, the
concomitant treatment of cells with TGF-f$1 and GY785 DRS
induced a marked upregulation of the phosphorylation of
ERK1/2 as early as 4 hours. This stimulation was maintained
up to 24 hours. Analysis of the phosphorylation of the other
MAPK showed no detectable phosphorylation of either JNK
or p38 in response to TGF-f1 and GY785 DRS treatment
alone or combined. GY785 DR alone failed to affect any
tested signaling pathway (data not shown).

To ensure the reliability of our detection method for the
phosphorylation of SMAD 2, ERK1/2, JNK, and p38, MC3T3-
El cells were treated with anisomycin, Pi, and TGF-f1 and
used as a positive control. As expected, in these conditions,
phosphorylation of p38 and JNK1/2 was observed after aniso-
mycin treatment [21], phosphorylation of ERK1/2 was observed
after Pi stimulation [21], and phosphorylation of SMAD 2 was
observed in the presence of TGF-f1 [29] (Fig. 6 right panel).

DiscussioN

Injuries to articular cartilage are one of the most challenging
issues of musculoskeletal medicine due to the poor intrinsic
ability of this tissue for repair. Despite progress in surgery, the
lack of efficient modalities of treatment for large chondral
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defects has prompted research into tissue engineering combin-
ing chondrogenic cells, scaffolding materials, and morphogenic
factors. MSCs, initially isolated from bone marrow and exten-
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Figure 5. Determination of GY785 DR and GY785 DRS binding to
transforming growth factor (TGF)-f1. The binding of GY785 DR (A)
and GY785 DRS (B) to TGF-ff immobilized on a research-grade CM5
chip was visualized as the change in surface plasmon resonance in the
form of sensorgrams. The resulting sensorgrams were fitted using
BiaEval 4.1 software. The regions used in determining equilibrium disso-
ciation constants [Ky (M)] are shown. Abbreviation: RU, resonance unit.

sively studied since, are an attractive source of cells for carti-
lage engineering. Over the past decade, MSCs from adipose tis-
sue have been considered with a growing interest, due to their
easy collection, their high capacity for in vitro expansion, and
their chondrogenic potential [30]. However, MSC chondrogenic
potential cannot be exploited without a considerable break-
through in the use of adapted differentiation conditions, com-
bining tridimensional culture and appropriate morphogens.

In this context, with a view to optimizing the chondro-
genic differentiation of MSC for cartilage tissue regeneration,
we were interested in identifying an easy-to-use, reliable, and
safe chondrogenic agent.

A large body of evidence indicates that GAG-like poly-
saccharides can be involved in the regulation of various bio-
logical processes including cell adhesion, migration, prolifera-
tion, and differentiation [31], likely via the presence of sulfate
groups on their carbohydrate structure. In light of the particu-
lar biological properties and chemical structure of oversul-
fated GAG-like polysaccharides of marine origin, we logically
questioned whether GY785 DR and its oversulfated analog
may affect MSC behavior.

It has been long described that sulfated GAGs, such as
dermatan, chondroitin, and heparan sulfate, are able to stimu-
late the proliferation of fibroblasts [32], but the effects of ma-
rine sulfated polysaccharides on the proliferation of MSCs
have not yet been characterized. Accordingly, in a first set of
experiments, we were interested in demonstrating that the
oversulfated GY785 DRS, and to a lesser extent its non-over-
sulfated isoform GY785 DR, have a slight but significant
effect on viability and proliferation of hATSC. In addition to
their effects on cell proliferation, we were then particularly
captivated to observe that concomitant treatment of hATSC
pellets with GY785 DRS (and not GY785 DR) and a growth
factor-rich chondrogenic medium induced a dramatic increase
in volume and GAG contents of chondrogenic pellets. Since
the effects of GY785 DRS on DNA content were not

hATSC MC3T3-E1
Time 0 1h 4h 0 8h 24 h 15 min
GY 785 GYT8S | oy 785 eves GY 785 GY 785 Gy 785 g
0 TGFp | DRS T6F-p | DRS T6F-p | DRS T6F-p | DRS cr+

DS +Tr.p| ORS +TGF-p OFS +TGrp| DRS *livore
| p_SMAD 2
e | PERK 12
—
| PNk
|- P-P38

(T ¥

==

SMAD 2

Se=—m=o

|-[ ERK 1/2
—

Figure 6. Effect of GY785 DRS on TGF-fj1-dependent activation of SMAD 2 and mitogen activated protein kinase pathways. Human ATSCs
were treated with 10 ng/ml of TGF-f1 in the presence or absence of 50 pg/ml of GY785 DRS for the indicated times. MC3T3-Els were used as posi-
tive controls. Cells were rapidly frozen in liquid nitrogen before lysis on ice. The resulting samples were analyzed by Western blot using specific anti-
bodies against P-SMAD 2, P-ERK1/2, P-JNK1/2, and P-p38, and/or antibodies against SMAD 2 and ERK1/2 as indicated. Data are representative of
experiments with similar results. Abbreviations: CT, control; ERK, extracellular signal-regulated kinase; hATSC, human adipose tissue-derived mes-
enchymal stem cell; P-ERK, phosphorylated ERK; P-JNK, phosphorylated c-Jun N-terminal kinase; TGF, transforming growth factor.
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significant, it is unlikely that the increase in pellet volume
might be due to an increase in cell proliferation. Conversely,
the increase in collagens and GAG contents and our immuno-
staining data allows us to speculate that the GY785 DRS was
able to stimulate the production and accumulation of a chon-
drogenic matrix that could thus explain the increase in pellet
volume. As GY785 DR and GY785 DRS are counterparts in
structure and are only distinguishable by their degree of sulfa-
tion, our data clearly shed light on the role of the sulfate
groups of polysaccharides in controlling their biological prop-
erties. Previous studies have reported that heparan sulfate and
structurally related GAGs (dermatan sulfate and dextran sul-
fate) are involved in the regulation of chondrogenesis, specifi-
cally in nodule growth. Such studies have also found the non-
sulfated forms to be quite less effective in stimulating
chondrogenesis [33, 34].

To strengthen the scientific relevance of our histological
findings, we then analyzed at the transcriptional level, whether
GY785 DRS, together with our chondrogenic medium, was
able to stimulate the expression levels of several chondrogenic
genes. We focused our efforts on three extracellular articular
cartilaginous matrix proteins type II collagen, aggrecan, and
COMP, as well as on a transcription factor well known to drive
the early step of MSC commitment toward the chondrogenic
lineage, SOX9. Our real-time RT-PCR highlighted the upregu-
lation of these four chondrogenic markers, thereby confirming
our histological observations. Moreover, the presence of
GY785 DRS in the chondrogenic medium was found to reduce
the expression levels of unwanted transcripts coding for type I
and X collagens and their corresponding proteins that are spe-
cific markers of osteogenesis and hypertrophy, respectively.

Sulfated GAGs were able to bind and regulate a number
of proteins such as cytokines, chemokines, growth factors,
morphogens, enzymes, and adhesion molecules. Some growth
factors such as VEGF and FGF have been extensively
described as being stored, stabilized, and protected from deg-
radation in the matrix through interactions with GAG [35].
Under the action of a stimulus, these growth factors can then
be released and exert their biological functions [36, 37].
These observations suggest that not only the binding affinity
of a ligand to its receptor but also the stability of the ligand-
receptor complex on the cell surface is one of the key factors
that control the biological activity of the ligand in the targeted
cells. To decipher whether TGF-f1 or insulin, the two major
chondrogenic stimulatory factors of our culture medium, can
physically interact with both GY785 DR and DRS, surface
plasmon resonance experiments were performed. Interestingly,
our Biacore data demonstrate the existence of a high affinity
between GY785 DRS and TGF-f1, but not with insulin. On
the contrary, the non-oversulfated isoform GY785 DR failed
to exhibit such a high affinity for TGF-f1. Taken together,
these findings shed further light on the possibility that the
GY785 DRS may act synergistically with TGF-f1 through a
physical interaction, as shown by the formation of affinity
complexes in Biacore experiments.

Among its various biological effects, TGF-f1 is known to
be a potent inducer of the osteochondrogenic differentiation
of MSC by upregulating the SMAD and MAP kinase signal-
ing pathways [27, 28]. We next investigated whether the in
silico physical interaction seen by Biacore led to the activa-
tion of specific cellular responses in vitro. For this, we deci-
phered the SMAD and MAP kinase pathway activation in
response to concomitant treatment of hATSC with GY785

DRS and TGF-f1. While the SMAD 2 pathway was not
upregulated by this cotreatment, our experiments showed that
GY785 DRS and TGF-f1 act concomitantly to induce a sus-
tained activation of the ERK1/2 pathway. Collectively, our
findings therefore strongly suggest that a physical interaction
between TGF-fi1 and GY785 DRS may be at the origin of the
sustained ERK1/2 activation. Having demonstrated the exis-
tence of physical interactions between the GY785 DRS and
particular growth factors, two putative mechanisms may
explain the enhanced signaling observed within hATSC
stimulated by the combined use of TGF-f1 and GY785 DRS.
The first hypothesis is that GY785 DRS can protect growth
factor to which it binds from proteolysis; thus, prolonging
their lifespan and their biological activity.

The second hypothesis is that GY785 DRS can act as a
coreceptor of growth factor and is participating in the stabili-
zation of the interaction between the growth factor and its
receptor, strengthening the intracellular signal arising from
receptor activation.

CONCLUSION

To conclude, we have demonstrated that GY785 DRS stimu-
lates hATSC chondrogenic differentiation, probably through
interaction with TGF-fi1. This GAG-like polysaccharide of
marine origin is easily producible and could therefore be con-
sidered a promising additive to drive efficient and reliable
MSC chondrogenesis.

Whereas the underlying mechanisms of the interaction
between GY785 DRS and TGF-f1 remain poorly understood,
it could be of major relevance to further dissect these molecu-
lar mechanisms and their biological consequences, especially
to help us monitor and exploit the potential of stem cells in
cartilage repair.
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3.3 Discussion

Durant la derniére décennie, les CSA ont été considérées avec un intérét croissant non
seulement de par leur propriété de CSM mais également grace a leur prélévement facile et
leur nombre élevé au sein du tissu adipeux [174]. Cependant, le défi que représente
’utilisation des CSA pour I’ingénierie tissulaire du cartilage reste entier. Il est en effet
nécessaire de pouvoir contréler de manicre précise leur différenciation chondrogénique.
L’identification de réactifs chondrogéniques faciles a utiliser et reproductibles est donc un
objectif pertinent dans le but d’optimiser la différenciation des CSA et améliorer leur

utilisation en médecine régénératrice du cartilage.

Les GAG sont impliqués dans la régulation de multiples processus biologiques incluant
I’adhésion, la migration, la prolifération ou la différenciation cellulaire via la présence de
groupements sulfates [312]. Les effets des GAG physiologiquement présents au sein de la
MEC du cartilage sur le comportement des chondrocytes et CSM ont largement été décrits.
Dans ce contexte, et en collaboration avec le laboratoire de Biotechnologie et Molécules
Marines de I’'Ifremer, nous avons considéré avec intérét un polysaccharide marin de structure
particulicrement proche des GAG, le GY785 DR et son homologue sur-sulfaté, le GY785
DRS pour une utilisation en ingénierie tissulaire du cartilage. En conséquence, nous nous

sommes intéress€s a leur role potentiel dans la différenciation chondrogénique des CSA.

Il est décrit depuis longtemps, que les GAG sulfatés tels que le dermatane, le chondroitine et
I’héparane sulfate sont capables de stimuler la prolifération de fibroblastes [541] mais leurs
effets sur la prolifération de CSM n’ont pas encore été caractérisés. Ainsi, aprés nous étre
assurés que le GY785 DR et GY785 DRS n’induisent pas la mort des CSA, nous avons
observé que le GR785 DRS, et dans une moindre mesure le GY785DR, exercent une 1égere
augmentation du nombre de cellules. De fagon intéressante, le GY785 DRS ajouté au milieu
de chondrogénique induit une augmentation significative du volume des pellets de CSA.
D’apres les effets modestes du GY785 DRS sur la prolifération et la quantité d’ADN, cette
augmentation n’est probablement pas due a une prolifération cellulaire. Nous nous sommes
donc intéressés a la composition de la matrice extracellulaire. L’augmentation des contenus en

GAG sulfatés et collageénes, notamment le collagéne de type II, ainsi que la diminution en
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collageéne de type X et de type I, nous permettent de supposer que le GY785 DRS stimule la
production et I’accumulation d’une matrice chondrogénique, non hypertrophique et non
fibroblastique, expliquant ainsi 1’augmentation du volume des pellets. Le GY785 DR et le
GY785 DRS étant des polysaccharides ramifiés homologues de structure, ne se distinguant
que par le degré de sulfatation, nos données mettent en relief I’importance des groupements
sulfates dans le controle des propriétés biologiques des GAG. Ceci en accord avec les données
de la littérature rapportant que I’héparane sulfate et analogues (dermatane sulfate et dextrane

sulfate) sont impliqués dans la régulation de la chondrogenése [542 ,543].

Afin de confirmer nos observations histologiques, nous avons analysé 1’effet du GY785 DRS
additionné au milieu chondrogénique sur I’expression des marqueurs chondrogéniques. Nos
analyses par PCR en temps réel ont mis en évidence que I’addition du GY785 DRS au milieu
chondrogénique induit une augmentation au cours du temps de I’expression de trois protéines
de la MEC cartilagineuse, le collagéne de type II, I’agrécane, COMP ainsi que I’expression du
facteur de transcription connu pour diriger la différenciation chondrogénique : SOX9. De
fagon intéressante, les niveaux d’expression des marqueurs du phénotype fibroblastique et
hypertrophique (collageéne de type I et de type X, respectivement) sont diminués, en présence

du milieu d’induction supplémenté en GY785 DRS.

Pour comprendre comment le GY785 DRS additionné au milieu chondrogénique peut
stimuler la différenciation des CSA, nous nous sommes intéressés a sa capacité a interagir
avec les composants du milieu de culture. Les GAG sulfatés ont été décrits comme capables
de lier et de réguler la biodisponibilité¢ de nombreuses protéines [544], de les protéger vis-a-
vis de la dégradation par des enzymes protéolytiques et de stabiliser les interactions ligand-
récepteur. Afin de déterminer comment les GY785 DR et DRS pouvaient physiquement
interagir avec I’insuline ou le TGF-bétal, les deux composants majeurs de notre milieu de
différenciation chondrogénique, des expériences de résonnance plasmonique de surface ont
¢été réalisées. De manicre intéressante, nos données démontrent 1’existence d’interactions de
haute affinité¢ entre le GY785 DRS et le TGF-bétal mais inexistantes avec 1’insuline. Ces
résultats mettent en évidence la possibilit¢é que le GY785 DRS puisse agir de maniére
synergique via des interactions physiques avec le TGF-bétal en formant un complexe stable.

Le TGF-béta étant connu pour étre un puissant inducteur de la différenciation chondrogénique
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par la stimulation des voies de signalisation SMAD et MAP kinase, nous nous sommes alors
intéressés a ’activation de ces voies lorsque les CSA sont cultivées en présence de GY785
DRS. Alors que la voie de signalisation SMAD2 n’est pas stimulée par le co-traitement TGF-
béta/GY 785 DRS, nous mettons en évidence 1’induction prolongée de la voie de signalisation
ERK 1/2 par I’action complémentaire du GY785 DRS et du TGF-bétal. Ensemble, ces
résultats suggerent fortement qu’une interaction physique entre le TGF-béta et le GY785 DRS
serait a I’origine de I’activation soutenue de ERK 1/2. Deux hypothéses peuvent étre émises :
le GY785 DRS peut soit protéger les facteurs de croissance, auxquels il est li¢, de la
protéolyse et ainsi prolonger leur survie et leur activité biologique ; soit agir comme
corécepteur des facteurs de croissance et participer ainsi a la stabilisation des interactions
entre les facteurs de croissance et leurs récepteurs, renforgant les signaux intracellulaires qui

en découlent.

Bien que I’activation de la voie ERK 1/2, médiée par le milieu de différenciation contenant du
TGF- bétal associé¢ au GY785 DRS, semble conduire a une stimulation de la chondrogene¢se,
des expériences complémentaires utilisant des inhibiteurs chimiques spécifiques ou une

approche d’ARN interférence ciblant ERK 1/2 devront étre réalisées.

En conclusion, ces travaux ont démontré que le GY785 DRS stimule la différenciation
chondrogénique des CSA probablement en interagissant avec le TGF-bétal. Ce
polysaccharide GAG-mimétique d’origine marine est aisément productible et représente un
actif biologique prometteur pour induire efficacement la différenciation chondrogénique des
CSA. Cependant, les mécanismes sous-jacents des interactions entre le GY785 DRS et le
TGF-bétal restent encore méconnus. Il serait donc intéressant de mieux cerner ces
mécanismes moléculaires et leurs conséquences biologiques afin d’exploiter de maniére

optimale le potentiel des CSM dans la réparation du cartilage.
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Les stratégies d’ingénierie tissulaire du cartilage ont pour objectif de réparer les 1ésions du
cartilage articulaire a 1’aide de cellules chondrogéniques telles que les cellules souches
mésenchymateuses (CSM) adultes. Ces CSM transplantées sont généralement maintenues sur
le site 1ésionnel via une matrice tridimensionnelle ou un biomatériau. Cependant, 1’instabilité,
notamment a long terme, du tissu de réparation conduit actuellement les recherches vers
I’optimisation des conditions d’utilisation des CSM dans le but de permettre la néoformation
d’un tissu cartilagineux de type hyalin biomécaniquement compétent et pérenne dans le

temps.

C’est dans ce contexte que notre travail de thése s’est inscrit et son objectif principal a
consisté a développer des conditions environnementales optimales pour contrdler la cinétique
et la qualité¢ de la différenciation chondrogénique de CSM isolées du tissu adipeux. Ainsi,
nous avons porté notre attention sur trois facteurs environnementaux : la dimensionnalité, la

tension en oxygene et un polysaccharide marin GAG mimétique.

Pour répondre a notre objectif, nous avons débuté notre travail par I’étude des effets de la
culture en deux ou trois dimensions sur le potentiel chondrogénique de CSA in vitro et in
vivo. Nous avons montré que la culture en trois dimensions « pellets » ou au sein d’un
hydrogel HPMC-Si potentialise la différenciation chondrogénique des CSA in vitro. Par la
suite, nous avons démontré qu’il est possible de simplifier la culture de CSA avant
implantation. En effet, la différenciation chondrogénique in vitro en deux dimensions s’est
avérée suffisante dans nos expériences pour permettre la formation d’agrégats cellulaires de

type cartilagineux en sous-cutanée chez la souris nude.

Dans un deuxiéme temps, nous nous sommes intéressés aux effets de la tension en oxygene
sur le potentiel chondrogénique des CSA in vitro et in vivo. Notre premiére étude montre que
bien qu’une tension en oxygene de 5% favorise le potentiel chondrogénique des CSA in vitro,
elle ne potentialise pas la formation d’un tissu cartilagineux in vivo en site articulaire
lIésionnel. Cependant, ces travaux confirment que les CSA engagées dans la voie
chondrogénique sont capables de former un tissu cartilagineux de réparation en site articulaire

et attestent de 1’intérét des CSA en ingénierie tissulaire du cartilage.
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L’utilisation des CSM pour la réparation du cartilage articulaire nécessite certes d’orienter les
CSM vers un phénotype chondrogénique, mais également d’assurer la stabilit¢ de ce

phénotype comme nous 1’évoquions ci dessus.

Ainsi, notre seconde étude a révélé que ’hypoxie favorise la différenciation chondrogénique
et pourrait également permettre de maintenir ce phénotype en prévenant I’apparition de
I’hypertrophie. Les mécanismes par lesquels [1’hypoxie maintient le phénotype
chondrogénique font I’objet d’études expérimentales actuellement en cours au laboratoire. Les
voies de signalisation impliquant les facteurs de transcription HIF-1 et HIF-2 sont notamment
¢tudiées par deux approches complémentaires utilisant d’un c6té des inhibiteurs chimiques et
de l'autre des ARN interférants. Par ailleurs, et quels que soient les résultats obtenus
concernant le role des HIF dans ces processus, il conviendra de réaliser des études
complémentaires afin de déterminer si la stabilisation du phénotype chondrogénique des CSA
in vitro permet réellement de prévenir la formation d’une matrice calcifiée in vivo a long

terme.

Finalement le troisiéme et dernier facteur environnemental auquel nous nous sommes
intéressés, nous a conduit a considérer avec intérét 1’utilisation de polysaccharides marins
(GY785 DR et DRS) en tant qu’actifs favorisant la différenciation chondrogénique des CSA.
A la faveur de notre collaboration avec le laboratoire de Biotechnologie et Molécules Marines
de I'Ifremer, nous avons ainsi mis en évidence, in vitro, la capacit¢ du GY785 DRS a
promouvoir 1’orientation des CSA vers un phénotype chondrocytaire. Nos données ont
également suggéré que le GY785 DRS pourrait prévenir la différenciation hypertrophique des
CSA. Ceci probablement via un mécanisme de potentialisation des effets du facteur de
croissance TGF-bétal permettant I’activation prolongée de la voie de signalisation ERK 1/2.
Des ¢tudes complémentaires sont donc nécessaires tout d’abord pour mieux comprendre le
mode d’action de ce GAG mimétique, mais également pour déterminer si ses effets anti-

hypertrophique in vitro peuvent étre exploités dans une approche in vivo.

Ces travaux nous permettent de proposer une stratégie d’ingénierie tissulaire basée sur une
utilisation optimale de CSA associ¢es a I’hydrogel HPMC-Si. Cette stratégie a fait I’objet

d’une revue publi¢e dans le journal Ingénierie et Recherche BioMédicale (Article VI).
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Bien que de nombreuses études précliniques, dont la ndtre, démontrent la capacité des CSA
différenciées dans la voie chondrogénique a former un tissu cartilagineux in vivo, il demeure
aujourd’hui difficile de conclure objectivement que le tissu formé par les CSA est de
meilleure qualité que celui formé par des chondrocytes, actuellement en clinique. De plus, les
normes et contrdles sanitaires qui s’appliquent a [’utilisation de CSM, nécessaires pour

garantir la sécurité du patient, font appel a des techniques couteuses et logistiquement lourdes.

A T’heure actuelle, notre stratégie associant un biomatériau et des CSA apparait difficilement
transférable en clinique humaine compte tenu notamment de son surcout financier mais aussi
de tous les impératifs sanitaires. Aujourd’hui, il est d’ailleurs a noter qu’aucun essai clinique

utilisant des CSM différenciées n’est réalisé en ingénierie tissulaire du cartilage.

De nombreux essais cliniques sont cependant en cours, portant soit sur 1’amélioration de la
technique ACI, avec de nouvelles matrices ou des chondrocytes nasaux, soit sur I'utilisation
de CSM issues de la moelle osseuse. Cependant, en dépit des efforts consacrés aux
développements de nouvelles stratégies thérapeutiques, le traitement des défauts focaux reste

un défi majeur en clinique.

Dans le but de discerner les implications respectives des différents facteurs pouvant moduler
la différenciation chondrogénique des CSA (dimensionnalité, composition du milieu de
culture, tension en oxygene, durée de la différenciation) des études transcriptomiques par
puce & ADN sont en cours de réalisation. Ces études permettront de déterminer le role et le
potentiel de ces facteurs environnementaux et d’identifier les mécanismes de régulation de la
différenciation chondrogénique des CSA afin d’exploiter de manicre optimale leur potentiel

en ingénierie du cartilage.

Le potentiel chondrogénique des CSA nécessite certes d’étre optimisé et contrdlé, mais
¢galement d’étre comparé aux autres CSM issues de différents tissus. Nous notons, en effet, la
disparit¢ des potentiels chondrogéniques entre des CSM issues de différentes sources
tissulaires. Plusieurs études comparatives montrent la supériorit¢ des CSM issues de
I’environnement articulaire (liquide synovial, membrane synoviale ou coussin graisseux de
I’articulation) au regard des CSM issues de la moelle osseuse ou du tissu adipeux

[58,184,240 ,545-550]. Si ces aspects n’ont pas été abordés au cours de cette theése, un
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programme de recherche a ét¢ initi¢ au laboratoire récemment, (thése d’université de Nicolas
Maillard), et consiste a comparer les caractéristiques biologiques (propriétés
immunomodulatrice, anti-inflammatoire et chondrogénique) de CSM issues de la moelle
osseuse, du coussin graisseux de l’articulation et du liquide synovial d’'un méme patient

arthrosique.

Notre stratégie d’ingénierie tissulaire associant des CSA différenciées a un biomatériau,
méme si elle demeure aujourd’hui difficilement transférable en clinique humaine, reste
pertinente scientifiquement pour le traitement des 1ésions focales. Or, il est aujourd’hui bien
admis que les lésions cartilagineuses focales non traitées progressent rapidement vers
I’arthrose de D’articulation concernée [551,552]. Par conséquent, notre stratégie d’ingénierie
tissulaire pourrait permettre de prévenir le développement d’une telle pathologie. Signalons
cependant que 1’évolution de défauts focaux vers 1’arthrose dépend de la taille de la Iésion, de
sa localisation et des caractéristiques morpho-posturales des patients [553,554]. 1l est ainsi
difficile de prédire pour quelles 1ésions focales les techniques d’ingénierie tissulaire seront
bénéfiques. Par ailleurs, comme le cartilage articulaire est aneural, la perte de substance
cartilagineuse n’est pas douloureuse initialement, ce qui rend difficile sa détection précoce.
Ainsi, dans la majorité des cas, les Iésions a traiter sont détectées tardivement, étendues en
surface et en profondeur, pouvant toucher I’ensemble de la cavité articulaire et présentent une
composante inflammatoire [555,556]. L’inflammation stimule les voies cataboliques,
I’apparition du phénotype hypertrophique des chondrocytes résidants ainsi que des cellules
implantées, aboutissant a I’entretient de la dégradation de la matrice extracellulaire [10]. Dans
ce contexte arthrosique, I’implantation de CSM différenciées au sein d’un biomatériau ne
semble pas de prime abord rationnelle. En effet, un nombre important de cellules serait
nécessaire pour traiter un défaut large. De plus, I’environnement arthrosique, les facteurs
biomécaniques ou inflammatoires, peuvent influencer la différenciation chondrogénique des
cellules implantées ou causer la dégradation de I’implant [557,558]. Actuellement, aucune
solution thérapeutique ne permet de traiter ou d’inverser le processus arthrosique de fagon

cliniquement significative et prolongée.

Cependant et fort de I’amélioration des connaissances en ingénierie tissulaire, de nouvelles

stratégies pour régénérer un tissu arthrosique ont récemment été développées. En ce sens,
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I’injection intra-articulaire de CSM en site arthrosique a permis d’améliorer significativement
les symptdmes cliniques, bien que peu de CSM implantées soient retrouvées au sein du tissu
régénéré [559,560]. Ces études mettent ainsi en évidence que les effets dus a I’'implantation de
CSM vont bien au-dela de leur potentiel chondrogénique et de leur capacité a remplacer les
cellules hotes. Les CSM ont la capacité de migrer sur un site 1és¢, de sécréter, en fonction de
leur environnement, un grand nombre de facteurs trophiques. Ces facteurs, tels que les
facteurs de croissances, chémo-attractants et anti-inflammatoires, sont capables de stimuler et
favoriser la réparation tissulaire naturelle [218-220]. Par conséquent, les CSM implantées
peuvent limiter I’inflammation du tissu arthrosique, stimuler I’anabolisme des chondrocytes et
activer les chondroprogéniteurs [224,561]. Ainsi, 1’utilisation de CSM apparait prometteuse
pour traiter les pathologies articulaires via une stratégie de médecine régénératrice basée sur
la stimulation des processus de réparation naturelle [562,563]. Aujourd’hui, plusieurs essais
cliniques sont en cours pour tester le traitement de Iésion arthrosique par I’injection intra-
articulaire de CSM issues de la moelle osseuse et un essai clinique utilise des CSM issues du

tissu adipeux.

Notre étude sur la différenciation hypertrophique des CSA ouvre également des perspectives
intéressantes pour I’ingénierie tissulaire osseuse. En effet, les nouvelles stratégies d’ingénierie
tissulaire osseuse, dites « développementale », consistent a implanter des CSM induites dans
la voie chondrogénique pour reproduire les étapes de I’ossification endochondrale
[271,272,562]. En plus de mimer la réparation osseuse naturelle de type endochondrale,
I’intérét de cette approche réside dans le potentiel des cellules implantées a (i) produire des
facteurs pro-angiogéniques (ii) des BMP, et (iii) & survivre dans un environnement hypoxique
[269]. Par ailleurs, afin d’apporter les nutriments et [’oxygéne nécessaires a la survie
cellulaire au sein du greffon, 1’'un des défis en ingénierie tissulaire osseuse est de stimuler la
vascularisation de I’'implant [563]. Pour cela la présence de progéniteurs endothéliaux est
nécessaire [564]. La fraction stromale vasculaire (FSV) du tissu adipeux est également
reconnue pour étre une source de progéniteurs endothéliaux [565,566]. Ceci permet de
considérer la FSV du tissu adipeux comme une source unique de cellules souches et de
progéniteurs endothéliaux [241]. Pour ces raisons, 1’utilisation de la FSV du tissu adipeux

apparait prometteuse [567,568].

&9



Conclusions et perspectives

L’ensemble de ces travaux ainsi que leurs perspectives s’appuient sur différentes données
issues de la recherche fondamentale. Ainsi, 1’identification et la caractérisation de niches
cellulaires au sein desquelles les chondroprogéniteurs se développent, ainsi que la
compréhension des voies de signalisation impliquées dans 1’homéostasie, le remodelage et la
réparation du tissu cartilagineux sont clés pour continuer a développer et améliorer les
stratégies régénératives du cartilage. A titre d’exemple, les travaux de Jonhson ef al montrent
qu’une protéine, la kartogenin, sécrétée par les chondrocytes, module la réponse des cellules
endogeénes en prévenant les effets catabolique des cytokines inflammatoires [447].
L’identification de cette protéine ouvre de nouvelles voies thérapeutiques notamment en

médecine régénératrice ostéoarticulaire.

La poursuite de notre travail pourrait fournir d’importantes données sur les mécanismes
moléculaires fondamentaux qui controlent la différenciation chondrogénique hypertrophique
de cellules souches sous différents facteurs environnementaux. Notre travail pourrait étre utile
a la médecine régénérative du cartilage ainsi qu’a la compréhension de la physiopathogénie

des maladies cartilagineuses dégénératives.
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Résumé

Le cartilage articulaire est un tissu conjonctif non innervé, non vascularisé et faiblement cellularisé. Il peut étre le si¢ge de nombreuses altérations
d’origine traumatologique ou liée au vieillissement. Ce tissu posseéde de faibles capacités de cicatrisation spontanée et 1’établissement de ces
altérations se manifeste aux stades terminaux par la perte du role fonctionnel des articulations. La derni¢re décennie a permis le développement
de nouvelles technologies permettant de stimuler les capacités intrinseques de réparation du cartilage. Malheureusement, 1’ensemble de ces
technologies n’a pas démontré de succes clinique satisfaisant. Dans ce contexte, la régénération du cartilage par ingénierie tissulaire est aujourd’hui
considérée avec un intérét croissant. En particulier, le transfert de cellules réparatrices autologues a 1’aide de biomatériaux synthétiques apparait
prometteur. Nous avons ainsi développé et breveté un hydrogel biocompatible de cellulose silanisée autoréticulant pouvant étre utilisé comme un
vecteur injectable pour la médecine régénératrice. Ainsi, nos études portent sur I’association de cet hydrogel avec une source de cellules réparatrices,
les cellules souches mésenchymateuses (CSM) adultes dérivées du tissu adipeux. Dans un premier temps, nous avons déterminé les conditions
de culture optimales nécessaires a 1’orientation chondrogénique des cellules souches (morphogenes, hypoxie, trois dimensions...). L’intérét
préclinique de nos associations hybrides cellules et matériaux a ensuite été testé avec succes dans différents modeles animaux (souris, lapin). La
médecine régénératrice et I’ingénierie tissulaire basées sur I’ utilisation de cellules souches et d’hydrogel pourraient permettre d’ouvrir de nouvelles
fenétres thérapeutiques dans le traitement de ces atteintes dont le vieillissement de la population ne fait qu’accroitre I’'impact socioéconomique.
© 2012 Elsevier Masson SAS. Tous droits réservés.

Abstract

Articular cartilage is a non innerved, nonvascularized and poorly cellularized connective tissue that is frequently damaged as a result of trauma
or age-linked degenerative diseases. It hardly heals spontaneously and its alterations often lead to further extracellular matrix degradation and
ultimately, to the loss of joint function. Past decades, many therapeutic approaches have been developed to improve the poor intrinsic self-repair
properties of cartilage. Unfortunately, these techniques have not proved really satisfying. In this context, the regeneration of a functional cartilage
through tissue engineering and regenerative medicine has recently been contemplated. In particular, the transplantation of autologous reparative
cells using a synthetic biomaterial appears promising. We have thus developed and patented a biocompatible self-setting cellulose hydrogel that
can be used as an injectable scaffold for cell-based regenerative medicine. Our studies associate this hydrogel with adult mesenchymal stem cells
derived from adipose tissue, as a source of reparative cells for cartilage tissue engineering. In a first set of experiments, we have determined the
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optimal culture conditions required to induce the controlled chondrogenic commitment of stem cells (morphogens, hypoxia, three-dimensional
environments. . .). The preclinical potential of hybrid constructs associating cells and hydrogel has then been assessed with success in animals
(mouse, rabbit). Today, trauma and degenerative pathologies of joint tissues remain a major challenge for clinicians and cartilage engineers.
Establishing the proof of concept of hydrogel-associated stem cells-based regenerative medicine could help us open new therapeutic windows in

the treatment of joint disorders.
© 2012 Elsevier Masson SAS. All rights reserved.

1. Introduction
1.1. Contexte

L’ingénierie tissulaire est basée sur 1’association des prin-
cipes de I’ingénierie et de la biomédecine afin de produire un
substitut tissulaire capable de restaurer, maintenir ou améliorer
la fonction des tissus. Une des approches les plus prometteuses
consiste a introduire directement des cellules au sein d’une struc-
ture tridimensionnelle synthétique pour proposer leur transfert
sur le site de la 1ésion permettant ainsi une régénération du tissu
endommagé.

De par sa constitution et ses caractéristiques, le cartilage arti-
culaire est un des tissus ou I’ingénierie tissulaire fait I’objet d’un
développement extrémement rapide et spectaculaire. En effet,
le cartilage articulaire, tissu conjonctif de soutien non vascula-
risé et non innervé, peut étre le siege de nombreuses altérations
d’origine traumatique ou liées au vieillissement. L’ établissement
de ces atteintes cartilagineuses conduit a une dégradation de
la matrice extracellulaire (MEC), une perte du phénotype des
chondrocytes et une diminution de la cellularité tissulaire. Ces
affections peuvent finalement entrainer a plus ou moins long
terme une atteinte fonctionnelle des articulations. Par ailleurs,
I’absence de vascularisation du cartilage et de capacité de pro-
lifération des chondrocytes articulaires conferent a ce tissu de
faibles capacités de réparation spontanée (pour revue voir [1]).

Dans ce contexte, I’obtention d’un cartilage fonctionnel par
ingénierie tissulaire apparalt comme un enjeu majeur de la
médecine régénératrice notamment pour la restauration de la
fonctionnalité des articulations 1ésées. Notre programme de
recherche s’attache a développer ce concept d’ingénierie tis-
sulaire du cartilage basé sur I’utilisation de cellules autologues
et de biomatériaux.

1.2. Etat de 'art

La premiere thérapie cellulaire de défauts cartilagineux arti-
culaires a été proposée par Brittberg et al. en 1994 et reposait sur
la transplantation de chondrocytes autologues [2]. Celle-ci se
déroule en trois temps, tout d’abord un fragment de cartilage est
prélevé dans une zone non portante de 1’articulation afin d’isoler
des chondrocytes. Ceux-ci sont alors multipliés in vitro en mono-
couche puis réimplantés sous un lambeau périosté au niveau de
la Iésion. Les résultats ont cependant montré une réparation du
défaut cartilagineux par un tissu de type essentiellement fibro-
cartilagineux et ne présentant pas les propriétés biomécaniques
du tissu sain [3].

Suite aux travaux de Brittberg, les recherches se sont orien-
tées vers deux stratégies. La premicre stratégie s’est tournée vers

le développement de biomatériaux qui permettraient la culture
en trois dimensions de chondrocytes puis leur réimplantation. En
effet, les chondrocytes se dédifférencient trés rapidement dans
des conditions de culture monocouche alors qu’ils maintiennent
leur phénotype chondrocytaire lors d’une culture tridimension-
nelle. Ainsi, plusieurs matrices tridimensionnelles d’origine
végétale ou animale ont été développées comme les éponges
de collagene, la fibrine, 1’acide hyaluronique ou 1’alginate [4].
Le risque de transmission virale associé¢ a ’utilisation de ces
matériaux biologiques et les réactions inflammatoires observées
lors des expérimentations précliniques ont dirigé les recherches
actuelles vers le développement de biomatériaux totalement syn-
thétiques. Des polymeres tels que 1’acide polylactique, I’acide
polyglycolique, les fibres de carbone, le polyesteruréthane, le
Dacron® et le Téflon® ont été proposés et utilisés in vitro pour
la culture 3D de chondrocytes ou de cellules mésenchymateuses.
Parmi ces polymeres synthétiques, certains ont entrainé des réac-
tions immunitaires ou une inflammation apres leur implantation
en site cartilagineux. Dans ce contexte, notre laboratoire s’est
intéressé a I’utilisation des dérivés cellulosiques, dont les pro-
priétés de biocompatibilité sont connues depuis de nombreuses
années. Lapkowski et al. ont ainsi mis au point un hydrogel
réticulable constitué d’une solution aqueuse d’hydroxypropyl
méthyl cellulose (HPMC) sur laquelle sont greffés des groupe-
ments silanes qui permettent la formation de liaisons covalentes
entre les chaines d’HPMC. Les premiers essais de synthese de
ce polymere ont permis 1’obtention d’un hydrogel (Si-HPMC)
dont les parametres physico-chimiques (injectabilité, résistance
mécanique) ont été caractérisés [5]. Des études de cytotoxicité
de I’hydrogel et de viabilité cellulaire ont ensuite ét¢ menées.
Les résultats obtenus indiquent que cet hydrogel ne présente pas
de cytotoxicité et permet le développement et le maintien du
phénotype de chondrocytes [6]. Dans ce cadre, un brevet a été
déposé par I'Inserm [7] pour protéger I’utilisation de ce poly-
mere en tant que vecteur de chondrocytes pour la réparation du
cartilage.

Parallelement au développement de nouveaux biomatériaux,
nous nous sommes également intéressés aux sources possibles
de cellules pour la médecine régénératrice du cartilage, comme
les chondrocytes nasaux. En effet, les travaux de Brittberg uti-
lisaient des chondrocytes autologues prélevés sur une zone non
portante du cartilage articulaire. Ce type de prélevement pré-
sente de nombreux désavantages. Tout d’abord, il nécessite de
réaliser sur le futur receveur une intervention chirurgicale sup-
plémentaire. De plus, le prélevement de cellules au niveau du
cartilage articulaire (genou en particulier) est associé a une mor-
bidité du site donneur et la cellularité du tissu prélevé ne permet
pas 'isolement de quantité importante de cellules. Les chondro-
cytes issus de cartilage nasal humain possedent des propriétés de
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Fig. 1. Cellules souches mésenchymateuses du tissu adipeux (ASC) : isolement, caractérisation, différenciation et potentiel régénératif en association avec I’hydrogel

Si-HPMC.

prolifération supérieures a celles des chondrocytes issus de carti-
lage articulaire. De plus et contrairement au cartilage articulaire,
le cartilage nasal permet 1’obtention de nombreuses cellules.
Dans ce contexte, nous avons réalis€ des implantations de
composites associant I’hydrogel Si-HPMC a des chondrocytes
nasaux humains en site sous-cutané chez la souris nude. Nos
résultats ont clairement démontré la formation d’un tissu carti-
lagineux [8]. Au vue de ces résultats, nous avons développé chez
le modele du lapin de transplantation de chondrocytes nasaux
autologues associés a 1’hydrogel Si-HPMC pour la réparation
de défaut cartilagineux articulaire. Les résultats ont montré le
comblement des 1ésions articulaires par un tissu cartilagineux
de nature hyaline.

2. Objectifs

Aujourd’hui, face aux limites du prélevement de chondro-
cytes autologues humains (faible quantité disponible, morbidité
du site donneur, stabilité du phénotype. . .) qu’ils soientd’ origine
articulaire ou nasale et dans I’objectif d’une transposition de
notre concept a la clinique humaine, nous avons souhaité pour-
suivre nos études en recherchant des sources alternatives de
cellules chondrogéniques. La découverte des nombreuses poten-
tialités des cellules souches mésenchymateuses (CSM) adultes
a permis d’ouvrir de nouvelles voies de recherche en médecine
régénératrice, et c’est donc vers I'utilisation de ces cellules et
d’hydrogels que le consortium «chondrograft» a orienté ses
recherches (Fig. 1). Les objectifs de nos travaux se sont princi-
palement articulés autour de deux grands axes :

e isolement, caractérisation et controle de la différenciation
chondrogénique des CSM du tissu adipeux (ASC);

e association ASC et hydrogels : évaluation du potentiel régé-
nératif in vivo.

3. Résultats

3.1. Isolement, caractérisation et controle de la
différenciation chondrogénique des tissus adipeux (ASC)

De nombreux travaux concernant les CSM adultes humaines
ont montré leur capacité a se différencier in vitro en adipocytes,
ostéoblastes, myoblastes et de fagon intéressante, en chondro-
cytes. Initialement isolées de la moelle osseuse, les CSM sont
aujourd’hui décrites dans la plupart des tissus adultes. Parmi
les tissus contenant des CSM facilement isolables, nous avons
montré que les cellules isolées de la fraction stromale du tissu
adipeux possédaient la capacité a se différencier en chondro-
cytes [9]. Le tissu adipeux adulte pourrait donc représenter
une source alternative de cellules chondrogéniques dont les
potentialités pourraient s’avérer pertinentes pour le dévelop-
pement du concept d’ingénierie tissulaire du cartilage [10].
Ainsi, nous avons développé dans un premier temps un pro-
tocole d’isolement, de culture et de différenciation des ASC
vers un phénotype chondrocytaire en utilisant des techniques
de culture cellulaire en 3D et un milieu spécifique d’induction
contenant notamment du TGF-$1 et de I’insuline. Parallelement,
le cartilage articulaire n’étant pas vascularisé il y régne une
tension en oxygene qui varie entre 2 et 7 %. Nous avons donc
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Fig. 2. a: différenciation chondrogénique des tissus adipeux (ASC). Immuno-
marquage pour le collagene de type II (ASC humaine, 28 jours, 3D, milieu
chondrogénique, 5% O;) Bar: 100 um; b: tissu cartilagineux de réparation
formé apres implantation d’ ASC par 1’hydrogel Si-HPMC dans un défaut arti-
culaire de lapin. Coloration au pentachrome de Movat. (ASC de lapin, 28 jours,
3D, milieu chondrogénique, 21 %0;) Bar :50 pm.

formulé I’hypothese que la tension en oxygene pourrait étre
un régulateur clé de ’engagement des ASC dans la différen-
ciation chondrogénique. De fagon intéressante, nos données
ont étayé cette hypothese (Fig. 2a). La différenciation chon-
drogénique des ASC est en effet potentialisée en présence de
faible tension en oxygene alors que la différenciation ostéogé-
nique de ces mémes cellules est inhibée [11]. Cependant, 1’un
des défis majeurs de I’ingénierie tissulaire du cartilage utili-
sant des CSM est certes de stimuler I’engagement des CSM
dans la voie de différenciation chondrogénique, mais égale-
ment de prévenir leur différenciation terminale hypertrophique.
Cette différenciation terminale pourrait en effet conduire a une
minéralisation de la MEC comme observée dans les proces-
sus arthrosiques ou de calcification du cartilage des plaques
de croissance. Afin de controler de maniere précise cette dif-
férenciation, nous avons poursuivi nos études sur les effets de
I’hypoxie en proposant notamment qu’en plus d’&tre un facteur
d’engagement, I’hypoxie pourrait étre un facteur inhibiteur de
la différenciation terminale hypertrophique des chondrocytes.
Nos résultats récents ont ainsi confirmé cette seconde hypo-
these, faisant de la tension en oxygene un facteur permettant
non seulement 1’engagement des ASC dans la différenciation
chondrogénique mais aussi inhibant la différenciation terminale
chondrogénique de ces cellules [9]. Parallelement aux effets de

la tension en oxygene et toujours dans le but d’optimiser la dif-
férenciation chondrogénique des ASC, nous avons recherché
des actifs innovants qui pouvaient stimuler cette différenciation.
Partant du constat que les glycosaminoglycanes (GAG) de la
MEC du cartilage peuvent interagir avec de nombreux facteurs
de croissance pour potentialiser leurs effets biologiques, nous
avons souhaité tester les effets chondrogéniques de GAG mimé-
tiques d’origine marine. Nos données ont clairement démontré
que le GAG mimétique GY785DRS pouvait interagir physi-
quement avec le TGF-B1 et ainsi stimuler de facon majeure la
différenciation chondrogénique des ASC in vitro [12]. Ces don-
nées font du GY785 DRS un additif chondrogénique prometteur
pour des applications en médecine régénératrice du cartilage et
ainsi a fait I’objet d’un dépot de brevet [13]. Afin de déterminer
les mécanismes moléculaires par lesquels la dimension (2D et
3D), la tension en oxygene et le milieu de culture peuvent exer-
cer leurs effets sur la différenciation chondrogénique in vitro des
ASC, nous réalisons actuellement des études transcriptomiques
(par puces a ADN) et moléculaires (identification des facteurs
de transcription).

L’ensemble de nos données indique donc que les CSM du
tissu adipeux humain sont des candidates prometteuses pour la
médecine régénératrice du cartilage articulaire.

3.2. Capacité régénératrice de I’association tissu adipeux
(ASC) et biomatériaux

Apres avoir largement documenté la possibilité d’utiliser
I’hydrogel Si-HPMC pour transplanter des chondrocytes
autologues, nous avons souhaité utiliser cet hydrogel pour trans-
planter des ASC in vivo dans différents modeles de régénération
cartilagineuse.

3.2.1. Souris

Dans un premier temps et afin de conforter nos données in
vitro sur I’engagement chondrogénique des ASC en réponse a
la tension en oxygene, nous avons analysé la capacité de sys-
temes hybrides associant des ASC et notre hydrogel Si-HPMC a
former un tissu cartilagineux in vivo. Les différentes conditions
de culture comme décrites ci-dessus (milieux inductif, tension
en oxygene variable. . .), ont donc été testées dans un modele
in vivo d’ingénierie tissulaire du cartilage : le modele de la poche
sous-cutanée chez la souris nude [8]. Nos résultats ont montré
que les ASC humaines, cultivées in vitro en présence de milieu
chondrogénique en 2D ou 3D sont capables de former un tissu
cartilagineux in vivo en site sous-cutané apres cing semaines
d’implantation au sein de I’hydrogel Si-HPMC [14]. Les effets
du préconditionnement in vitro des ASC par une faible tension en
oxygene (5 %0») sur leur potentiel chondrogénique in vivo sont
en cours d’évaluation. L’évaluation des propriétés mécaniques
de ce tissu par des analyses rhéologiques a révélé que la produc-
tion d’une MEC par les cellules chondrogéniques modifiait les
résistances mécaniques des constructions hybrides.

3.2.2. Lapin
Lefficacité de nos associations ASC autologues et hydro-
gel Si-HPMC a réparer des Iésions cartilagineuses articulaires
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chez le lapin a ensuite été testée. Nos données préliminaires et
a court terme (six semaines) montrent que les ASC peuvent
étre utilisées pour ces approches thérapeutiques en associa-
tion avec ’hydrogel Si-HPMC. Une analyse a plus long terme
(18 semaines) visant a comparer les effets d’un précondition-
nement hypoxique sont en cours d’analyse (Fig. 2b). Afin de
réaliser un suivi longitudinal et obtenir une mesure quantita-
tive de la formation cartilagineuse in vivo, nous avons validé la
possibilité d’utiliser la scintigraphie a 1’aide d’un radiotraceur
spécifique des GAG de la MEC [15]. Parallelement, des études
visant a déterminer le devenir in vivo de I’hydrogel d’Si-HPMC
ont été réalisées en utilisant un Si-HPMC marqué au ruthénium.
L’analyse des données par rayonnement synchrotron a ’ESRF
arévélé que Si-HPMC était dégradable in vivo [16].

4. Conclusions

Les traumatismes et la dégénérescence des tissus cartilagi-
neux articulaires mais aussi des disques intervertébraux affectent
une part croissante de la population. Ces pathologies induisent a
I’échelle individuelle de fortes incapacités physiques et géneérent
des cofits de prise en charge considérables pour I’économie de
la santé. Le cartilage, de par ses caractéristiques physiologiques
intrinséques ne possede pas, contrairement au tissu osseux, de
capacité spontanée de cicatrisation. Les 1ésions de ce tissu sont
donc irréversibles et tendent a s’aggraver avec le temps. Dans
ce contexte, nous avons congu et breveté une approche théra-
peutique originale consistant a réparer le cartilage par chirurgie
mini-invasive en injectant des cellules souches autologues sur le
siege des 1ésions a I’aide d’un matériau autoréticulant.

Notre concept hybride associant un polymere de cellulose
a des cellules autologues est, a notre connaissance, le premier
systéme a combiner les avantages suivants :

e utilisation d’une source alternative de cellules réparatrices
(cellules souches dérivées du tissu adipeux) évitant ainsi une
morbidité du site donneur et permettant I’obtention de grandes
quantités de cellules ;

e utilisation d’un polymere synthétique limitant les risques de
contamination ou de rejet ;

e utilisation d’un hydrogel injectable et autoréticulant (sans
adjonction de composés chimiques) permettant un recours
aux techniques de chirurgie mini-invasive sous arthroscopie.

Nous espérons que ce type de matériaux hybrides permet-
tra de réels progres dans la prise en charge et le traitement des
atteintes ostéoarticulaires. Nous pouvons raisonnablement espé-
rer que I’ensemble de nos données précliniques nous permettra
de développer des essais cliniques chez I’homme. Nous pensons
également que, indépendamment des résultats cliniques, notre
programme fournira d’importantes données sur les mécanismes
fondamentaux qui régissent la différenciation chondrocytaire.
Ces données seront utiles a I’ingénierie du cartilage mais aussi
a la compréhension des maladies cartilagineuses dégénératives
comme 1’arthrose ou la dégénérescence discale.
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Abstract. Articular cartilage does not repair itself spontaneously. To promote its repair, the transfer of stem cells from adipose
tissue (ATSC) using an injectable self-setting cellulosic-hydrogel (Si-HPMC) appears promising. In this context, the objective
of this work was to investigate the influence of in vitro chondrogenic differentiation of ATSC on the in vivo cartilage formation
when combined with Si-HPMC. In a first set of experiments, we characterized ATSC for their ability to proliferate, self renew
and express typical mesenchymal stem cell surface markers. Then, the potential of ATSC to differentiate towards the chondro-
genic lineage and the optimal culture conditions to drive this differentiation were evaluated. Real-time RT-PCR and histological
analysis for sulphated glycosaminoglycans and type II collagen revealed that 3-dimensional culture and hypoxic condition fa-
vored ATSC chondrogenesis regarding mRNA expression level and the corresponding proteins production. In order to assess
the phenotypic stability of chondrogenically-differentiated ATSC, real-time RT-PCR for specific terminal chondrogenic mark-
ers and alkaline phosphatase activity assay were performed. In addition to promote chondrogenesis, our culture conditions seem
to prevent the terminal differentiation of ATSC. Histological examination of ATSC/Si-HPMC implants suggested that the in
vitro chondrogenic pre-commitment of ATSC in monolayer is sufficient to obtain cartilaginous tissue in vivo.

Keywords: Articular cartilage, tissue engineering, human mesenchymal stem cells, hydrogel, hypoxia

1. Introduction

Articular cartilage (AC) is frequently damaged as a result of ageing, trauma and degenerative diseases.
AC hardly heals and its alteration often leads to further extracellular matrix degradation and ultimately,
to the loss of joint function. These osteoarticular damages affect a large number of the world’s popu-
lation and are therefore a public health concern, which also worsen with the ageing of the population
particularly in developed countries.

Over the past decade, many therapeutic approaches have been developed to improve the poor intrinsic
self-repair capacity of cartilage. Unfortunately, these techniques have not proved satisfactory effective-
ness. In this context, the regeneration of a functional cartilaginous tissue through cell therapy and tissue
engineering has recently been contemplated [1,2]. In particular, the transfer of autologous reparative
cells using a synthetic biomaterial appears promising. Our laboratory has thus developed a self-setting
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0959-2989/10/$27.50 © 2010 — IOS Press and the authors. All rights reserved



160 C. Merceron et. al. / Cartilage tissue engineering: From hydrogel to mesenchymal stem cells

cellulose-based hydrogel (Si-HPMC) that can be used as an injectable scaffold for cell therapy of car-
tilage [3,4]. To overcome the limits related to the harvest of articular chondrocytes in adult (morbidity,
low amount) we sought to determine whether adult mesenchymal stem cells derived from adipose tissue
(ATSC) could represent an alternative source of autologous reparative cells [5]. Our global objective is
therefore to propose a novel clinically relevant concept of biomaterial-assisted cell therapy for damaged
cartilaginous tissues.

One of the major challenges in using ATSC for cartilage tissue engineering is to maintain the chondro-
genic cells in a prehyperthrophic state thereby preventing them from undergoing terminal differentiation
as seen in endochondral ossification. AC is an avascularized tissue, in which cells experience hypoxia.
In AC, oxygen tension indeed ranges from 2.5% to 7.5%. Interestingly, oxygen tension has been re-
cently suggested as a negative regulatory factor of the chondrocyte terminal differentiation [6]. In this
context, it seems reasonable to speculate that oxygen tension may be a relevant factor not only able to
promote the early chondrogenic differentiation of ATSC but also to concomitantly prevent their terminal
hypertrophic differentiation.

Our study was organized in an in vitro set of experiments followed by in vivo experiments. In vitro,
we first aimed at characterizing ATSC obtained from human lipoaspirates for their ability to proliferate
and self-renew in culture and for their expression of typical surface markers [7]. After having developed
culture conditions allowing the differentiation of human ATSC using a three dimensional culture system
in the presence of chondrogenic medium under hypoxia (5% O,), we focused our attention on the effects
of oxygen tension not only on the commitment of ATSC towards the chondrogenic lineage, but also on
the terminal differentiation of ATSC characterized by the expression of type X collagen, MMP 13, ALP,
CST5, MEF2C, OPN, ..., [8]. To decipher the effects of hypoxia on this terminal differentiation of
ATSC, phenotypic analysis of differentiated cells has been performed by real-time PCR using Tagman
Low Density Array (TLDA) and at the level of alkaline phosphatase (ALP) activity. In vivo, we were
finally interested in deciphering whether tissue formed by ATSC transplanted with our hydrogel exhibits
a cartilaginous matrix in subcutaneous pockets in nude mice.

2. Materials and methods
2.1. Flow cytometry

hATSC were characterized by flow cytometry using anti-human CD 29 and CD 105 FITC-conjugated
antibodies and anti-human CD 44, CD 90, CD 34 and CD 45 PE-conjugated antibodies (Becton Dick-
inson, Franklin Lake, NJ, USA). The adherent hATSC were detached using trypsin/EDTA, centrifuged
for 1 min at 1200¢, and resuspended in PBS/BSA (1%)/sodium azide (5%). Aliquots containing 2 x 10°
hATSC were incubated with primary antibodies for 15 min at 4°C. The suspended hATSC were washed
and then analyzed using a FACSCalibur fluorescence-activated cell sorter (Becton Dickinson, Franklin
Lake, NJ, USA). Results were expressed as the percentage of positive cells by comparison with the
isotype-matched negative control antibodies on histogram plots.

2.2. Chondrogenic differentiation

For in vitro chondrogenic differentiation, hATSC at passage 2 were placed into polypropylene tube
containing 1 ml of control medium and were then centrifuged. The tubes were fitted with vented caps to
permit gas exchange, and the cell pellets were maintained at 37°C in a humidified atmosphere containing
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5% CO, and 95% air. After 24 h, pellets of hATSC were divided into 2 experimental groups and cul-
tured either in the presence of control (CT) or chondrogenic (CH) medium. The chondrogenic medium
was composed of serum-free DMEM supplemented with 6.25 pg/ml insulin, 6.25 pg/ml transferin,
6.25 ng/ml sodium selenite (ITS), 50 nM sodium L-ascorbate, 10~® M dexamethasone and 10 ng/ml
TGF-31. Culture media were changed every 2-3 days for 28 days [9].

2.3. Real-time polymerisation chain reaction

For real-time PCR analysis, total RNA was extracted using the RNeasy micro-kit in accordance
with the manufacturer’s instructions. After DNase digestion, RNA was quantified using a UV-
spectrophotometer (Nanodrop ND-1000, Labtech, Palaiseau, France) and quality was determined with
the Agilent Bioanalyser 2100 system. RNA were reverse transcribed using the superscript III kit. Com-
plementary DNA (cDNA) were amplified with the Brilliant® SYBR® Green Master Mix. The real-time
polymerase chain reaction was carried out in a MX3000P® real-time PCR system (Stratagene). Cy-
cle thresholds were normalized to (3-actin to control for cDNA quantification differences. Results were
reported as relative expression levels.

2.4. Glycosaminoglycan production

The production of sulphated glycosaminoglycans (GAGs) was investigated on pellets by alcian blue
staining. Pellets were washed with ice-cold PBS and fixed for 20 min in 100% ethanol. Pellets were then
stained at room temperature with 0.1% alcian blue solution in 0.1 M HCI. After overnight incubation,
the solution was discarded and the pellets rinsed with 0.1 M HCI to eliminate non-specific staining.
Photographs were obtained using a stereo microscope.

2.5. Immunohistochemistry

Pellets were fixed in 10% formalin and embedded in paraffin. Paraffin sections (5 um thick) were
mounted on pre-treated slides, deparaffinized, rehydrated and rinsed in distilled water. Sections were
incubated for 10 min with newly diluted 3% H,O, solution to inactivate internal peroxidases, followed
by trypsin digestion for 10 min. After digestion, slides were incubated for 20 min with 2% diluted
goat serum for blocking. Slides were then immunoblotted with the primary monoclonal mouse antibody
against human type II collagen for 1 h at room temperature. Incubation with biotin-labeled anti-mouse
antibody for 30 min was followed by 30 min of incubation with horseradish peroxide-conjugated strep-
tavidin. Antibody binding was visualized using diaminobenzidine (DAB).

2.6. Implantation

To investigate whether constructs associating Si-HPMC and hATSC enable the formation of a carti-
laginous tissue in vivo, we performed implantation of constructs in subcutaneous pockets of 1-month-old
nude mice (swiss nude mice, Charles River, L’ Arbresle, France). Firstly, hATSC were cultured in mono-
layer or in pellets and in the presence of control or chondrogenic medium during 3 weeks. Then 5 x 10°
hATSC were gently mixed with 250 pl of Si-HPMC hydrogel and implanted subcutaneously in nude
mice. Secondly, freshly isolated horse nasal chondrocytes (5 x 10°) were associated to 250 ul of Si-
HPMC and injected subcutaneously to serve as positive control. Si-HPMC alone was also implanted and
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used as negative control. Animal care was provided at the experimental therapeutic unit of the Nantes
medical school according to European directives for the conduct of animal experiments.

3. Results
3.1. Invitro chondrogenic differentiation of ATSC

3.1.1. ATSC characterization

One of the most typical features of stem cells is their ability to proliferate in culture and to ensure
their self-renewal. In addition, a set of surface markers has been described as characteristic of MSC
(CD 29, 44, 90, 105 positive and CD 34 and 45 negative) [10]. Our first objective was to isolate and
characterize MSC from human adipose tissue. ATSC have been isolated from lipoaspirates by enzymatic
treatment and selected after adhesion prior characterization for their ability to proliferate, self-renew and
to express typical stem cells surface markers by flow cytometry at different culture passages. Our data
have demonstrated that ATSC in an undifferentiated state are able to proliferate (from PO to P3) and to
self-renew in a proportion of 1.13% +0.13% in accordance with data from the literature [11]. ATSC also
expressed typical MSC surface markers CD 29, 44, 90, 105 and are negative for CD 34 and 45 (Fig. 1).
These observations clearly indicate that we are able to isolate a cell population exhibiting adult stem cell
characteristics from human lipoaspirates.

3.1.2. ATSC chondrogenic differentiation

Given that cartilage is not vascularized, oxygen tension has been suggested as a regulatory factor for
chondrogenic differentiation. Our work therefore aimed at determining whether hypoxia could affect the
chondrogenic potential of ATSC. ATSC were cultured in chondrogenic medium or control medium for
30 days respectively in 3D (pellets) or monolayer, and under low (5%) or normal (21%) oxygen ten-
sion. Cell differentiation was monitored at the level of mRINA by real-time PCR (type II collagen and
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Fig. 1. Cytometric characterization of ATSC (passage 2). ATSC (5000 cells/cm?) were cultured in monolayer, in control medium
and under normoxic condition until confluence. Cells were trypsinized and cytometric analysis was performed using specific
antibodies directed against CD 29, 44, 90, 105, 34 and 45. 10,000 events were scored. Results are expressed as the percentage
of positive cells in the whole population. A representative experiment is shown.
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Fig. 2. Effects of culture medium and oxygen tension on the expression levels of type II collagen and aggrecan in ATSC
cultured in pellets for 5, 10, 20 and 30 days in the presence of chondrogenic medium (CH) or control medium (CT) and
in normoxia (20% O;) or hypoxia (5% O;). RNAs were analysed by real-time PCR. Results are expressed as relative ex-
pression level. *p < 0.05 compared to the respective control. (Colors are visible in the online version of the article;
http://dx.doi.org/10.3233/BME-2010-0627.)

Aleian
Blue

Type II Collagen
Inmunostaining

Noimmoxia CT Noimmoxia CH Hypoxia CT

Fig. 3. Gross appearance (upper panel) and histological sections (lower panel) of ATSC pellets after 30 days in culture in the
presence of variable oxygen tensions and of control (CT) or chondrogenic medium (CH). Glycosaminoglycans were revealed by
Alcian Blue staining and type II collagen by immunohistological detection using a specific antibody. Upper panel, bar: 200 pym;
lower panel, bar: 40 um. (Colors are visible in the online version of the article; http://dx.doi.org/10.3233/BME-2010-0627.)

aggrecan). The chondrogenic differentiation was further evaluated by alcian blue and immunohistologi-
cal staining for the detection of sulphated glycosaminoglycans (GAG) and type II collagen respectively.
Real-time PCR analysis indicated that type II collagen expression was markedly induced by hypoxia
in both media, whereas aggrecan expression was induced by the presence of chondrogenic medium
whatever the oxygen tension (Fig. 2). The presence of both GAG and type II collagen (Fig. 3) in the
matrix was detected only when ATSC were exposed to chondrogenic medium and hypoxic condition.
Our results highlight the major role of hypoxia and 3D environment in accelerating the chondrogenic
differentiation of ATSC and the state of maturation of the extracellular matrix [7].

3.1.3. ATSC terminal differentiation

A critical point in biomaterial-assisted MSC therapy of cartilage is to maintain differentiated MSC in a
prehypertrophic and stable state of differentiation. The major drawbacks during in vitro chondrogenesis
is that MSC naturally tend to undergo a terminal differentiation process similar to that observed in
endochondral ossification mechanism. Once implanted in damaged cartilage, these cells will lead to
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Fig. 4. Effects of oxygen tension on ATSC terminal differentiation. ATSC have been cultured in pellets for 28 days in normoxic
or hypoxic condition in the presence of chondrogenic medium. (A) Expression levels of hypertrophic markers were evaluated
by TLDA. (B) ALP activity was measured and corrected by the total amount of protein. (Colors are visible in the online version
of the article; http://dx.doi.org/10.3233/BME-2010-0627.)

the formation of a vascularized and calcified tissue [8] which is not compatible with the functional and
mechanical properties of healthy cartilage. To overcome this hurdle, hypoxia has been recently suggested
as a powerful inhibitor of terminal differentiation [6]. Differentiated ATSC under normoxic or hypoxic
conditions have been analysed for their hypertrophic phenotype by real-time PCR (TLDA). Results
evidenced that hypoxia reduces the expression level of the major hypertrophic markers (Fig. 4A) and
significantly decreases the ALP activity of differentiated ATSC (Fig. 4B).

3.1.4. Nude mice implantation

To address whether human ATSC may be able to give rise to cartilage in vivo, ATSC/Si-HPMC asso-
ciations were injected in subcutaneous pockets in nude mice as described [12]. Human ATSC have been
isolated, amplified and differentiated in 2D or 3D, under normal (21% O,) or hypoxic (5% O,) condition,
in control or chondrogenic medium during 21 days. Horse nasal chondrocytes (HNC) have been used as
positive control. Cartilage neoformation has been assessed after a 5 weeks implantation period by histo-
logical scoring of the samples after alcian blue staining and type II collagen immunostaining (Fig. SA).
Histological analysis of the subcutaneous samples revealed that chondrogenically-differentiated ATSC
grown in 2D and under hypoxia have the most prominent ability to form a cartilaginous tissue (Fig. 5B).
To validate our concept, a preclinical study will be performed in critical size articular defects in rabbits.

4. Conclusion

We have demonstrated that human lipoaspirates contain a cell population exhibiting MSC features as
evidenced by their ability to proliferate and self-renew in culture, by their expression of typical MSC
surface markers (CD 29, 44, 90, 105, 34 and 45) and by their multipotency (data not shown, see [7]). We
have also defined optimal culture conditions allowing the chondrogenic differentiation of ATSC using
a pellet culture system in the presence of chondrogenic culture medium and under hypoxia (5% O,).
Such culture conditions favored type II collagen and aggrecan mRNA expression as well as the synthe-
sis of the corresponding proteins within the extracellular matrix of pellets. We have also evidenced the
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Fig. 5. Histological analysis of the samples after alcian blue and type II collagen immunostaining staining. (A) Histogram
representative of staining intensity and nodule density. Score ranging from 1 to 3 were attributed blindly for each parameter.
(B) Cartilaginous nodules formed by ATSC implanted subcutaneously with Si-HPMC hydrogel for 5 weeks in nude mice. Bar:
20 um. *p < 0.05 compared to the control medium with similar oxygen and dimension conditions. (Colors are visible in the
online version of the article; http://dx.doi.org/10.3233/BME-2010-0627.)

inhibitory effect of hypoxia on the terminal differentiation by decreasing the expression of major hy-
pertrophic markers and ALP activity. Finally, in vivo experiments in nude mice have clearly addressed
the capability of ATSC to give rise to cartilage when implanted with Si-HPMC hydrogel. Histological
examination indicated that the in vitro chondrogenic pre-commitment of ATSC in monolayer and under
hypoxia is sufficient to obtain a cartilaginous tissue in vivo. This hydrogel may likely provide a 3D en-
vironment propitious to the development of chondrogenesis. Finally, to evaluate the preclinical potential
of ATSC, cells will be harvested, isolated, expanded and pre-committed before implantation in critical
size articular defects in rabbits.
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Modulation de la différenciation chondrogénique : Application en ingénierie tissulaire
du cartilage

Le cartilage articulaire peut étre le siége de nombreuses atteintes d’origine méetabolique,
inflammatoire ou traumatique. Pour traiter ces différentes affections, I’ingénierie tissulaire dont le
principe réside dans I’association de cellules, de matrices et de morphogenes semble prometteuse.
Notre stratégie consiste a combiner des cellules souches issues du tissu adipeux (CSA) a un
hydrogel injectable et auto-réticulant. L ’objectif de ces travaux fut de déterminer des conditions de
différenciation optimales afin d’orienter les CSA vers un phénotype stable et de favoriser la
synthése d’une matrice cartilagineuse. Notre travail s’est fondé sur I’étude de facteurs
environnementaux du cartilage articulaire. Ainsi, nous avons pu démontrer I’influence de la
dimensionnalité, de la tension en oxygene et I’intérét des glycosaminoglycanes-mimétiques en vue
d’application clinique de I’ingénierie tissulaire du cartilage.

Mots clés : Cartilage, ingénierie tissulaire, cellules souches, chondrogenese, dimensionnalité,
tension en oxygéne, glycosaminoglycanes-mimétiques.

Modulation of the chondrogenic differentiation: application for cartilage tissue
engineering

Cartilage can be altered by traumatic injuries, inflammatory or degenerative diseases. To address
this clinical issue, cartilage tissue engineering strategies combining cells, biomaterials and
morphogenic factors are promising. Our strategy associates adipose stem cells (ASC) with an
injectable and self-setting hydrogel. The aim of the present study was to determine the optimal
culture conditions to promote the chondrogenic differentiation of ASC and therefore the
formation of a cartilaginous matrix in vitro and in vivo. Our approach was based on the use of
morphogenic factors mimicking the articular cartilage environment. Thus, we were interested in
deciphering the effects of the dimensionality, oxygen tension and glycosaminoglycanes-
mimetics on the chondrogenesis of ASC for their future use in cartilage engineering.

Keywords: Cartilage, tissue engineering, stem cells, chondrogenesis, dimensionality, oxygen
tension, glycosaminoglycanes-mimetics.
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